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Zusammenfassung

In der vorliegenden Doktorarbeit wurden die folgenden finf biochemischen
Fragestellungen zu Enzymen und deren Wechselwirkungen mit ihren Substraten mit NMR-
spektroskopischen Methoden untersucht:

(1) Die spontane Bildungsrate von N-Carboxymethanofuran (Carbamat) aus CO, und
Methanofuran im Gleichgewicht und die Beeinflussung der Geschwindigkeit durch
Formylmethanofuran-Dehydrogenase aus Methanosarcina barkeri wurden Uber 2D-
Protonenaustausch-Spektroskopie  (EXSY) bestimmt. Mit Hilfe der berechneten
Geschwindigkeitskonstanten und der bekannten physiologischen Konzentrationen von CO;
und Methanofuran konnte erstmals gezeigt werden, dal3 die spontane Carbamatbildungsrate
ausreicht, um die in vivo-CO,-Reduktionsraten in methanogenen Archaea erklaren zu konnen.

(2) Die Konformation von N°N°-Methylentetrahydromethanopterin (Methylen-
H4sMPT) in Anwesenheit und in Abwesenheit H,-bildender Methylen-H4M PT-Dehydrogenase
aus Methanothermobacter marburgensis wurde tiber Transfer-NOE-Messungen bestimmt. ES
wurde nachgewiesen, dal3 die Bindung zu einer Konformationsénderung des Substrats fuhrt,

welche die Re-Seiten-Stereospezifitét des Enzyms erklaren kann.

(3) Die Stereospezifitdt des Hydridtransfers von Methylen-HsMPT auf NADP',
katalysiert von NADP-abhéngiger Methylen-H,;MPT-Dehydrogenase aus Methyl obacterium
extorquens AM 1, wurde NM R-spektroskopisch untersucht. In Ubereinstimmung mit der unter
(2) entwickelten Theorie zum Ubergangszustand des Hydridtranfers wurde gefunden, daf
auch der Transfer auf NADP" Re-Seiten-spezifisch in Bezug auf Methylen-Hs;MPT verlauft.
Zusétzlich wurde gezeigt, dald das Enzym das Hydrid auf die Re-Seite von NADPH Ubertragt.

(4) Die spontane Rate der Kondensationsreaktion von Glutathion und Formaldehyd zu
SHydroxymethylglutathion wurde mit EXSY-Messungen bestimmt. In Zellextrakten des
methylotrophen Proteobakteriums Paracoccus denitrificans wurde eine Enzymaktivitét
nachgewiesen, die diese Reaktion beschleunigt. Bislang wurde vermutet, dal3 es eine solche
Enzymaktivitdt nicht gibt. Mit EXSY-Messungen konnte nicht nur diese Enzymaktivitét

nachgewiesen werden, sondern es gelang auch das verantwortliche Enzym, das Glutathion-



abhangiges Formaldehyd-aktivierendes-Enzym (Gfa) genannt wurde, erstmals zu reinigen und

das kodierende Gen zu identifizieren.

(5) Die Anzahl der Ubichinon-Bindungsstellen des Cytochrom bc; Komplexes aus Bos
bovis wurde bestimmt. Dafir wurde eine NMR-Methode entwickelt, die es ermoglicht,
Bindungsstudien von wasserunléslichen Cofaktoren an  membranstdndigen Proteinen
durchzufiihren. Uber die Aufnahme und Integration von H,**C-HSQC-Spektren unter
Verwendung von HR-MAS-NMR konnte die Konzentration des Ubichinons, das in der
Proteoliposomenmembran frei beweglich ist, quantifiziert werden. Verdrangungsstudien mit
spezifischen Inhibitoren ermoglichten es dann, durch den Vergleich der freigesetzten
Ubichinonkonzentrationen relativ. zu der Cytochrom bc;  Komplexkonzentration
nachzuweisen, dald insgesamt drei Ubichinone spezifisch an den Cytochrom bc; Komplex

binden.

Die Ergebnisse werden in 5 Abschnitten beschrieben. Im Anhang zu jedem Abschnitt
finden sich die Abdrucke der bereits erschienenen Verdffentlichungen (Abschnitte 1 bis 3)
und ein zur Verdffentlichung akzeptiertes Manuskript (Abschnitt 5). In der Einleitung werden
die Mdglichkeiten aufgezeigt, mit modernen NMR-spektroskopischen Methoden Protein-
Ligand-Wechselwirkung zu studieren. In der Diskussion werden anhand der Ergebnisse die

Limitierung, aber auch das noch nicht ausgeschopfte Potential dieser Methoden erlautert.

Wahrend der Doktorarbeit wurden auch Untersuchungen zu den Kkatalytischen
Eigenschaften einer energiekonservierenden Hydrogenase aus M. barkeri durchgefihrt. Die

daraus entstandene Publikation ist im Anhang zu finden.



Einleitung

Die NMR-Spektroskopie ist eine leistungsfahige und vielseitige Methode zur
Strukturuntersuchung von Molekilen, deren methodische und apparative Fortschritte immer
noch vorangetrieben werden. Vor alem biochemische Fragestellungen speziell zu Protein-
Ligand-Wechselwirkungen machen eine Welterentwicklung der Methode notwendig.
Derartige Fragestellungen konnen zwar auch durch die Kristalographie, die IR-
Spektroskopie, die UV/VIS-Spektroskopie, ESR-Messungen, Fluoreszenzmessungen und eine
Reihe weiterer Methoden untersucht werden, jedoch zeichnet sich die NMR-Spektroskopie
durch ihre besondere Bandbreite aus. Sie liefert Informationen von globalen Parametern bis
hin zur atomaren Auflésung, sowohl von dynamischen Prozessen als auch von statischen
Zusténden, von Reinsubstanzen und Substanzgemischen. Bereits einfache eindimensionale
Protonenspektren (1D-Protonen-NMR-Spektren) ermdglichen oftmals durch Integration von
Signalen die Bestimmung von Konzentrationen. Durch Untersuchung der chemischen
V erschiebungsdispersion kdnnen Aussagen Uber den globalen Faltungszustand von Proteinen
und durch die Auswertung von Kopplungen tber die Konformation von Molekilen getroffen
werden. Linienbreitenanalyse ermdglicht die Bestimmung von Austauschreaktionen oder
intramolekularer Dynamik. Durch die Aufnahme zeitaufgelOster Spektren konnen Kinetiken
verfolgt werden. Die Anwendung der Fourier-Transformation, die insbesondere eine
Empfindlichkeitssteigerung von Heterokernmessungen brachte, ermdglichte es beispielsweise
Stoffwechselwege durch selektive Markierung von Ausgangssubstanzen aufzukldren und
neue Produkte bezuglich ihrer Struktur zu charakterisieren. Durch die Entwicklung der
mehrdimensionalen NM R-Spektroskopie gelang es die Uberlagerung von Protonenresonanzen
durch Korrelation mit der chemischen Verschiebung von Homo- oder auch Heterokernen

aufzuheben.

In Kapitel A der vorliegenden Arbeit wird die Methanbildung und Methanoxidation
und in Kapitel B die Atmungskette vorgestellt. In Anlehnung an diese Themenkomplexe
wurden verschiedene biochemische Fragestellungen zu Protein-Ligand-Wechselwirkungen
untersucht. Die Arbeit ist nach den verschiedenen Fragestellungen untergliedert; die
Problemstellung wird am Anfang jedes Teils vorgestellt. Im Anschluld daran werden jeweils
die NMR-spektroskopisch bedingten Probenbedingungen beschrieben und mit den in vivo
Bedingungen verglichen. Die dafir durchgefihrten NMR-Messungen und erhaltenen
Ergebnisse werden jewells kurz vorgestellt. Am Ende der einzelnen Kapitel sind die



ausfthrlichen Publikationen und Manuskripte zu den einzelnen Fragestellungen enthalten. In
der Diskussion wird aufbauend auf den gewonnen Erfahrungen auf Stéarken und Schwéachen
der NM R-Spektroskopie hingewiesen.



A Methanbildung und M ethanoxidation (Kapitel 1-4)

M ethanogene Archaea

Am ubiquitéren C;-Stoffwechselweg von Bakterien, Eukaryonten und einigen Archaea
ist als einziger Cofaktor die Tetrahydrofolsdure (H4F) beteiligt. Zusétzlich gibt es einen Cs-
Stoffwechselweg strikt anaerober methanogener Archaea, die ihre Energie ausschliefdlich
durch den Stoffwechsel der Methanogenese gewinnen. Sie sind die einzigen bekannten
Organismen, die Methan (CH,) als kataboles Endprodukt bilden (siehe Abb. 1).

CH
[ 4

o
Hp+ X —> XH, H, CoM-S-S-CoB
Al >< il
R X*HO CoM-SH HS-CoB

FaoH2  Fazo

; c : e
B HZN/I\

Hy \/ H
Methenyl-H,MPT* Methylen-H,MPT

Abb. 1: Schematische Darstellung der M ethanogenese aus CO, und H, in Methanothermobacter
marburgensis (friiher Methanobacterium thermoautotrophicum) [1]. MFR, Methanofuran (R = 4-
[N-(4,5,7-tricarboxyheptanoy!-g-L -glutamyl-g-L -glutamyl)-p-(b-aminoethyl)phenoxymethyl]) [2]; X,
unbekannter  Elektronenakzeptor; H,MPT, 5,6,7,8-Tetrahydromethanopterin; F4o ist €in
Deazariboflavin; CoM-SH, Coenzym M; CoB-SH, Coenzym B; A-C, Enzyme (A)
Formylmethanofuran-Dehydrogenase (Fmd); (C) F4o-abhéngige Methylen-H,MPT-Dehydrogenase
(Mtd); (B) Hy-bildende Methylen-H;MPT-Dehydrogenase [3].



Die so produzierte Menge an Methan wird weltweit auf ca. 10° Tonnen pro Jahr
geschétzt [4-6]. Ungeféhr ein Drittel des CH4 stammt aus der Umsetzung von H, und CO,,
welches von den meisten bekannten Archaea als einzige Energie- und Kohlenstoffquelle
genutzt werden kann [7]. Die Reduktion von CO, mit H, erfolgt dabel sukzessiv Uber C;-
Intermediate, die an die Coenzyme Methanofuran (MFR), Tetrahydromethanopterin (HsMPT)
und Coenzym M (HS-CoM) gebunden sind [8, 9]. Unter Standardbedingungen ist die
Umsetzung von CO, zu CH,4 mit eéinem Energiegewinn von —131 kJ/mol verbunden :

4H, + CO, ® CH4+2H,O0 DG =-131 kJ/mol

Bel physiologischen Konzentrationen verringert sich dieser Wert auf —30 kJ/mol. Der erste
Schritt der Reduktion von CO, zu CH, ist die Bildung von N-Carboxymethanofuran
(Carbamat) aus Methanofuran (MFR) und CO; (siehe | in Abb. 1) [10]. Carbamate bilden sich
spontan und reversibel als Folge des nukleophilen Angriffs von ungeladenen Aminen an CO..
Mit den in Kapitel 1 beschriebenen EXSY-Messungen wurde bestimmt, ob es sich bei der
Carbamatbildung aus CO, und Methanofuran zusétzlich um eine enzymkatalysierte Reaktion
handelt. Die in Kapitel 1 anhand der spontanen Carbamatbildung in der Methanogenese
etablierte Methode zur Untersuchung von Gleichgewichtsreaktionen wurde ebenfalls dazu
genutzt, eine neue Enzymaktivitdt in Paracoccus denitrificans nachzuweisen (siehe
Kapitel 4). Der folgende Schritt der Methanogenese, die Reduktion des Carbamats zu
Formylmethanofuran (siehe 11 in Abb. 1), wird von Formylmethanofuran-Dehydrogenase (A
in Abb.1) katalysiert. Nach einer Ubertragung der Formylgruppe auf HsMPT (siehe 111 in
Abb. 1) durch eine Transferase erfolgt dann der von N°N™-Methenyltetrahydro-
methanopterin-Cyclohydrolase  katalysierte RingschluR  zu  N°N'°-Methenyltetrahydro-
methanopterin (Methenyl-H4sMPT") (siehe IV in Abb. 1). In Anwesenheit von molekularem
Wasserstoff  reagiert Methenyl-HsMPT*  reversibel  zu  N°,N*-Methylentetrahydro-
methanopterin (Methylen-HsMPT) und einem Proton (siehe V in Abb. 1). Diese Reaktion
wird von zwei unterschiedlichen Enzymen katalysiert, von Fso-abhangiger Methylen-
HsMPT-Dehydrogenase (Mtd; C in Abb. 1) und von H,-bildender Methylen-H;MPT-
Dehydrogenase (Hmd; B in Abb. 1). Die Hy-bildende Methylen-H,MPT-Dehydrogenase ist
die einzige bekannte Hydrogenase, die in der Lage ist, Wasserstoff ohne vorherige
Aktivierung durch ein Ubergangsmetall zu spalten. Vor diesem Hintergrund wurde dieses
Enzym in den letzten Jahren intensiv untersucht [11]. Es gelang eine Vorstellung fur den

katalytischen Mechanismus dieser Reaktion zu entwickeln, die experimentell Uberprft



werden sollte. Anhand der in Kapitel 2 beschriebenen Transfer-NOE-Messungen gelang es,
einen neuen Mechanismus zur Stereoselektivitét dieser Reaktion aufzustellen, der auf
intrinsischen Eigenschaften von Methylen-H,MPT basiert.

In den letzten drei enzymkatalysierten Reaktionsschritten (siehe Abbildung 1) erfolgt
die Reduktion von Methylen-HsMPT zu N°-Methyltetrahydromethanopterin (1), der
Transfer der Methylgruppe auf Coenzym M (VI1) und die anschlieRende Reduktion der
Methylgruppe zu Methan (V111). Gleichzeitig wird bei der Reaktion V111 das Hetereodisulfid
CoM-S-S-CoB aus Coenzym M und Coenzym B gebildet.



Methylotrophe Bakterien

Methylobacterium extorquens AM 1

Aerobe methylotrophe Bakterien wie Methylobacterium extorquens AM1 besitzen
auch einen Energiestoffwechsel, der auf der Umwandlung von C;-Einheiten basiert. In M.
extorquens AM1 findet man neben dem ubiquitdren Tetrahyrofolat-abhéngigen C;-
Stoffwechselweg auch einen Tetrahydromethanopterin-abhangigen C;-Stoffwechselweg, der
zum Teil aus Enzymen besteht, die Sequenzidentitdt zu Enzymen methanogener Archaea
aufweisen [12] (siehe Abb. 2).

CH,OH
Methanol-
Serin-Tetrahydrofolat- Dehydrogenase
hydroxymethyl- (M-DH)
Transferase (GlyA)

CH,=H,F CH,0 CH,=H,MPT
N5,N°-Methylen- NS5,N°-Methylentetra-
tetrahydrofolat- hydromethanopterin-
Dehydrogenase NAD(P)H Dehydrogenase
(MtdA) NADPH ) (MtdA/MtdB)

(0] (0}
CHOH,F CHO H MPT
N5,N°-M ethenyl- H,O H,O N5,N°-M ethenyltetra-
tetrahydrofolat- hydromethanopterin-
Cyclohydrolase Cyclohydrolase
(FchA) (Mch)
Purine N®-CHO-H,F N5-CHO-H,MPT
Formylmethanofuran:
Formyltetra- Tetrahydromethanopterin-
hydrofolat- Formyltransferase
Synthetase ATP H,MPT (Ftr) Y
(Fh)
HCOOH CHO ,MFR®
Formiat- (, Formylmethanofuran-
Dehydrogenase Dehydrogenase")
(F-DH) NADH 2H (Orf1-3)
co, co,

Abb. 2: Postulierte oxidative C;-Stoffwechselwege in Methylobacterium extorquens AM 1. Bereits
charakterisiert wurden Methanol-Dehydrogenase M-DH  [13], NAD(P)-abhéngige N°N™-
Methylentetrahydromethanopterin-Dehydrogenasen  MtdA  und  MtdB  [14, 15], N°NY-
Methenyltetrahydrofolat-Cyclohydrolase  FchA  [16], N°N™-Methenyltetrahydromethanopterin-
Cyclohydrolase (Mch) [16], Formyltetrahydrofolat-Synthetase (Fhs) und Formiat-Dehydrogenase (F-
DH) (M. Laukel, personliche Mitteilung) sowie Formylmethanofuran:Tetrahydromethanopterin-
Formyltransferase (Ftr) [17]. Anhand der Analyse des Bakteriengenoms gibt es Hinweise auf ein
Vorhandensein eines Formylmethanofuran umsetzenden Enzyms (Orf1-3) (B. K. Pomper und J. A.
Vorholt, personliche Mitteilung). Die Cofaktoren Tetrahydromethanopterin (H;MPT) und
Tetrahydrofolsaure (H4F) sind bereits nachgewiesen worden [14].
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Dieser Organismus bietet somit ideale V oraussetzungen, um funktionelle Untersuchungen der
beteiligten Cofaktoren und Enzyme durchzufihren und Erkenntnisse Uber die Bedeutung
beider Wege zu gewinnen. Insbesondere die Dehydrogenasen, die in beiden Ci-
Stoffwechselwegen eine entscheidende und &hnliche Rolle spielen, bieten sich as
Forschungsobjekte - z.B. beziiglich der Stereospezifitét - an. Die kurzlich entdeckte NADP-
abhangige N> N*°-Methylentetrahydromethanopterin-Dehydrogenase  (MtdA) aus M.
extorquens AM1 (siehe Abb. 2) katalysiert den Transfer eines Hydrids von N> N*-
Methylentetrahydromethanopterin  (Methylen-H;MPT) auf NADP' [14, 15]. Zusitzlich
katalysiet MtdA auch die Reaktion mit N°N°-Methylentetrahydrofolat. Dies macht
zusammen mit der Tatsache, dal3 MtdA phylogenetisch nicht mit den anderen drei bekannten
Familien von Methylen-H;MPT-Dehydrogenasen und  N°,N*°-Methylentetrahydrofolat-
Dehydrogenasen verwandt ist [14], die Besonderheit von MtdA aus. Zu einer dieser Familien
gehodrt auch die untersuchte H,-bildende Methylen-H,MPT-Dehydrogenase, fir die ein
Mechanismus der katalysierten Reaktion beziglich des Cofaktors Methylen-H;MPT
entwickelt wurde (siehe Kapitel 2). Der Kern des Mechanismus ist die Vorstellung, dal? die
Stereospezifitdt eine intrinsische Eigenschaft von Methylen-H;MPT ist. Daher wurde die
Stereospezifitdt der Reaktion fur MtdA bestimmt und untersucht, ob diese im Einklang mit
dem postulierten Mechanismus fir die Stereospezifitét des Hydridtransfers von Methylen-
HsMPT auf NADP" steht, der von NADP-abhéngiger Methylen-H4M PT-Dehydrogenase aus
Methylobacterium extorquens AM1 katalysiert wird. Die Stereospezifitdt wurde NMR-
spektroskopisch durch *H,"*C-HSQC-Messungen und *H,*H-COSY -Messungen bestimmt und
ihre Bedeutung wird in einen Zusammenhang mit dem Mechanismus der metallfreien
Dehydrogenase (siehe Kapitel 2) gestellt.



11

Paracoccus denitrificans

In Paracoccus denitrificans erfolgt die Oxidation von Methanol zu CO, in einem
Glutathion-abhangigen C;-Stoffwechsel. Dabel entsteht Formaldehyd, das an Glutathion
gebunden wird und as S-Hydroxymethylglutathion tber eine NAD'- und Glutathion-
abhéngige Formaldehyd-Dehydrogenase (GD-FALDH) oxidiert wird (siehe Abb. 3).

CH4OH

.

HCHO .
Periplasma

! Cytoplasma

HCHO
GSH
?

GD-FALDH

v
GSCHO

¢>~GSH
v

Abb. 3: Schematische Dar stellung des oxidativen C,-Stoffwechsels von Paracoccus denitrificans.
(?, Reaktion, die auf eine neue Enzymaktivitadt hin untersucht wurde; GD-FALDH, NAD'- und
Glutathion-abhangige Formal dehyd-Dehydrogenase; GSH, Glutathion)

Die Bildung des Substrates S-Hydroxymethylglutathion (GSCH,OH) fir die
Dehydrogenierung erfolgt - ausgehend von Glutathion (GSH) und Formaldehyd (H.CO) -
spontan und reversibel. Da es sich bei Formaldehyd um ein Zellgift handelt, wurde der Frage
nachgegangen, ob es fir diese Reaktion zusdtzlich eine Enzymaktivitdt gibt. Unter
Gleichgewichtsbedingungen wurde daher Uber EXSY analog zu Kapited 1 die
Geschwindigkeit dieser Reaktion bestimmt und auf die neue Enzymaktivitét hin untersucht.
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B Bindung von Ubichinon an den Cytochrom bc; Komplex (Kapitel 5)

Bel der Glykolyse, der Fettsdureoxidation und im Citratcyclus werden
Reduktionsdguivalente in Form von NADH und FADH, gespeichert, die jeweils ein
Elektronenpaar mit sehr negativem Redoxpotential besitzen. Diese Elektronen werden in der
Atmungskette auf molekularen Sauerstoff Ubertragen. Dabei wird Energie frel, die zur ATP-
Synthese genutzt wird. Dieser Prozeld wird as oxidative Phosphorylierung bezeichnet; er
liefert ATP in dem Ausmal3, wie Elektronen von NADH oder FADH, Uber eine Reihe von
Elektronentbertrégern auf O, as terminalen Elektronenakzeptor Ubertragen werden (siehe
Abb. 4).

S [
A
»y
|
FeS
Feg
Fe%?r
ccinat
Fumar at n
Cytochrom ) ADP + P
bc, Komplex ) - ATP+H0

I A 1V

Abb. 4: Schema der Anordnung der Komplexe |-V der oxidativen Phosphorylierung. Die
Komplexe | und Il katalysieren die Elektronenlbertragung auf Ubichinon (Q). Der Elektronendonor
des ersten Komplexes ist NADH und der des zweiten Komplexes ist Succinat. Komplex 11, der
Cytochrom bc; Komplex, Ubernimmt die Elektronen vom Ubichinon und leitet sie an Cytochrom ¢
weiter. Komplex IV beendet den Elektronentransfer durch die Ubertragung der Elektronen von
Cytochrom c auf Sauerstoff. Der durch die Komplexe |, 111 und IV aufgebaute Protonengradient tber
die innere Mitochondrienmembran (blau) wird anschlieRend vom Komplex V zur ATP-Synthese
genutzt.

Komplex |, NADH-Dehydrogenase Komplex oder NADH-Coenzym-Q-Reduktase; Komplex I,
Succinat-Dehydrogenase Komplex oder Succinat-Coenzym-Q-Reduktase; Komplex 111, Cytochrom
bc; Komplex oder Ubichinon-Cytochrom c-Oxidoreduktase; Komplex 1V, Cytochrom-Oxidase;
Komplex V, ATP-Synthase; FeS, Eisen-Schwefel-Cluster; FMN, Flavin-adenin-mononukleotid;
NADH, reduziertes Nicotinamidadenindinukleotid; NAD®, Nicotinamidadenindinukleotid; FAD,
Flavin-adenin-dinukleotid; Q, Ubichinon, Coenzym Q; QH,, Dihydroubichinon; b, Cytochrom b; b,
Cytochrom b mit einem Ham niedrigen Redoxpotentials, by, Cytochrom b mit einem Ham hohen
Redoxpotentials;, ¢, Cytochrom c¢; a und &, Cytochrom a und as;; Cu, Kupferion; ADP,
Adenosindiphosphat; AMP, Adenosinmonophosphat.
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Eine dieser Redox-Komponenten ist das Ubichinon (Coenzym Q, Q, Ubichinon-10), das im
Uberschul gegeniiber den Komplexen I1-V der Atmungskette vorkommt. Daraus entwickelte
sich die Vorstellung einer Poolfunktion des Ubichinons (, Q-Pool“) in der Membran, durch
die Elektronen gespeichert und so der Elektronenflufd gepuffert werden kann. Ubichinon ist
ein kleines, hydrophobes Molekil, das innerhalb der Lipiddoppelschicht der inneren
Mitochondrienmembran frei diffundieren kann. Dadurch ist es in der Lage Wasserstoff
zwischen den in der Membran verankerten Komplexen der Atmungskette zu transportieren.
Gekoppelt an die Reduktion und Oxidation von Ubichinon ist die Aufnahme und Abgabe von
Protonen. Diese Kopplung zwischen Elektronen- und Protonentbertragung wird im
Cytochrom bc; Komplex fur den vektoriellen Protonentransport genutzt. Der Ubichinoncyclus
(Q-Cyclus, siehe Abb. 5) beschreibt die Elektronen- und Protonentransportvorgénge innerhalb
des Cytochrom bc; Komplexes der Atmungskette. Dieser verbindet den membranstandigen
Ubichinonpool mit dem Cytochrom ¢ an der aueren Oberflache der inneren

Mitochondrienmembran.

Zwischenmembranraum g4 H*t
+

Y &
P-Zentrum 2e. -
2QH; 1SYgg> o 2¢
2Q
Myxothiazol

2€"  gtigmatellin

Antimycin

Q
F
N-Zentrum Q
Matrix
v-
Abb. 5. De protoneniibertragende Q-Cyclus — Mechanismus des Elektronen- und

Protonentransportesim Cytochrom bc, Komplex [18, 19]. ? ~und ? ¥, negative und positive Seite
der Membran; Q7, Ubisemichinonanion-Radikal; ISP, Eisen-Schwefel-Protein, fir die anderen
Abklrrzungen siehe Abb. 4.

Innerhalb des Cytochrom bc; Komplexes der inneren Mitochondrienmembran existieren zwei
verschiedene Ubichinon-Reaktionszentren, das dem Zwischenmembranraum-zugewandte Qo-

bzw. P-Zentrum und das der Matrixseite zugewandte Q- bzw. N-Zentrum. Wahrend im N-
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Zentrum Ubichinon durch Elektronenaufnahme zu Ubihydrochinon reduziert wird, erfolgt im
P-Zentrum dessen Oxidation unter Protonenabgabe. Die wesentlichen Schritte des Q-Cyclus
sind (s. Abb. 5):

(1) Im P-Zentrum werden unter Oxidation des Ubihydrochinons die beiden Elektronen
verzweigt auf zwel verschiedene Akzeptoren Ubertragen, deren Mittel punktspotentiale sich
um etwa 350 mV unterscheiden [20]. Das eine Elektron durchléuft den sogenannten
»Hochpotential“-Weg, indem es vom Ubihydrochinon auf das Eisen-Schwefel-Zentrum des
Rieske-Proteins (+ 250 mV, ISP in Abb. 5) Ubertragen wird.

(2) Das Eisen-Schwefel-Protein wird seinerseits durch das Cytochrom c; reoxidiert,
welches das Elektron schliefdlich auf das Cytochrom c Ubertragt. Das zweite bei der Oxidation
des Ubihydrochinons (siehe 1) anfallende Elektron wird Gber den , Tiefpotential“-Weg tber
die innere Mitochondrienmembran hinweg dem N-Zentrum zugefiihrt, wo gebundenes
Ubichinon zunéchst zum Ubisemichinonanion (Q”) reduziert wird.

(3) Die Ruckfihrung dieses zweiten Elektrons zum Ubichinon erfolgt durch das
Cytochrom b, wobei zunéchst die Ham-Gruppe niedrigeren Potentials (Ham by bzw. bses:
-90 mV) reduziert wird, die anschlief3end das Elektron an die zweite Ham-Gruppe héheren
Potentials (H&m by bzw. bsgy) weiterreicht.

(4a) Ham by Ubertragt das Elektron Ubichinon unter Ausbildung des radikalischen
Ubisemichinonanions auf Ubichinon, welches tatsachlich innerhalb des N-Zentrums mittels
ESR-Spektroskopie nachgewiesen werden konnte [21].

(4b) Unter Oxidation eines zweiten Ubihydrochinonmoleklls im P-Zentrum gelangt
ein weiteres Elektron Uber das Cytochrom b zum Ubisemichinonanion-Radikal im N-
Zentrum, welches somit endgultig zum Ubihydrochinon (QH2) reduziert wird. Gleichzeitig
wird auch das Eisen-Schwefel-Zentrum ein zweites Mal reduziert. In einem vollsténdigen
Cyclus werden demnach zwei Elektronen auf Cytochrom c Ubertragen und 2zwel
Ubihydrochinone unter Elektronenabgabe zu Ubichinonmolekilen umgesetzt; jedoch wird
nur ein Ubichinonmolekil auf der entgegengesetzten Seite der Membran durch Aufnahme
zweier Elektronen zum Ubihydrochinon reduziert.

Vor alem durch umfassende Untersuchungen zur Wirkungsweise verschiedener
Cytochrom bc; Komplex-spezifischer Inhibitoren konnte eine genaue Vorstellung von den
Elektronen- und Protonen-tbertragenden Reaktionen im Cytochrom bc; Komplex entwickelt
werden. Die Verzweigung des Elektronenflusses am P-Zentrum wird deshalb als
entscheidender, energiekonservierender Schritt innerhalb des Ubichinoncyclus anerkannt.

Bisher konnte in der Natur noch kein zweites Beispiel fir eine solche Reaktion gefunden
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werden. Es stellt sich nun die Frage, wie eine solche Aufzweigung des Elektronentransports
Uberhaupt gewahrleistet werden kann, zumal die Ubertragung des zweiten Elektrons auf das
Eisen-Schwefel-Zentrum die thermodynamisch ginstigere Variante darstellt [ 19]:

QHz + Fe&S™+ cyth™® 2Q+ FeS™+ cytb ™+ 2H" DG”» - 13 kd/moal,
QH, + Fe&S™+ et ™ ® 2Q+ FeS™ + cytc,™+ 2H"  DG”» - 39 kd/mol.

Es muld effektiv verhindert werden, dal3 beide Elektronen auf das Eisen-Schwefel-Zentrum
Ubertragen werden, da andernfalls das Recycling jedes zweiten Elektrons und der dadurch
bedingte Transport von Protonen nicht stattfinden konnte. Durch das sogenannte ,, Oxidant-
Induced-Reduction”-Experiment konnte bestdtigt werden, dal3 die Verzweigung des
Elektronenflusses im Cytochrom bc; Komplex tatsachlich einer strengen Kontrolle unterliegt:
Selbst wenn Ham b, durch Blockade des N-Zentrums infolge der Zugabe des Inhibitors
Antimycin im reduzierten Zustand gehalten wird (siehe Abb. 3) und somit eine erneute
Reduktion nicht moglich ist, werden die Elektronen nicht auf das Eisen-Schwefel-Zentrum
Ubertragen, sondern Sauerstoff reagiert unter der Bildung von Superoxid [22].

Durch Strukturaufklérung nach Cokristallisation mit spezifischen - der Struktur von
Ubichinon @hnlichen - Inhibitoren konnten die Bindungsstellen im Cytochrom bc; Komplex
fur das P-Zentrum grob lokalisiert werden. Ubichinon wurde in den hochaufgel Osten
Rontgenstrukturen des Cytochrom bc; Komplexes in einigen Kristallstrukturen zwar im N-
Zentrum, nie aber im P-Zentrum gefunden. Dies liegt vermutlich an den im millimolaren
Bereich liegenden Dissoziationskonstanten [23-26]. Es gibt alerdings in der Literatur,
aufbauend auf dem nicht kompetitiven Charakter der E-b-Methoxyacrylat-Hemmstoffe wie
MOA-Stilben, Hinweise auf mehr als eine Ubichinonbindungsstelle im P-Zentrum [27].
Charakteristische Verénderungen der ESR-Spektrenform des Eisen-Schwefel-Zentrums, die
nach schrittweiser Extraktion des endogenen Ubichinons beobachtet werden kdnnen, scheinen
diese These zu unterstiitzen [28]. Die gleichen Untersuchungen bewiesen, dafd sich die
Affinitét von Ubihydrochinon und Ubichinon fir das P- und N-Zentrum kaum unterscheidet.
Allerdings zeigt die eine Bindungsstelle des P-Zentrums fiur Ubichinon in beiden
Redoxzusténden eine deutlich hohere Affinitét als die andere. Es wurde die Theorie
aufgestellt, dal3 das schwécher gebundene Ubichinon das eigentliche Substrat darstellt und
deshalb auch wdahrend der Katalyse ausgetauscht wird, wahrend das zehnmal stérker
gebundene zweite Ubichinon die Rolle einer prosthetischen Gruppe Ubernimmt und somit

nicht ausgewechselt wird. Eine weitere Beobachtung scheint die Hypothese der ,,Double-
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Occupancy” zu bestétigen: Wahrend die Bindungsaffinitét fur Stigmatellin nach Entfernung
des Eisen-Schwefel-Proteins eindeutig steigt, bleibt digienige fur die E-b-Methoxyacrylate
von einer reversiblen Abtrennung des Eisen-Schwefel-Proteins unbeeinflufdt [29]. Offenbar
existieren fur beide Hemmstoffgruppen unterschiedliche Bindungsstellen. Die nicht
kompetitive Hemmwirkung der E-b-Methoxyacrylate 183 sich nach dem ,Double-
Occupancy“-Modell damit begrinden, dal3 diese Hemmstoffe das prosthetische Ubichinon

ersetzen und auf diese Weise den Katalysemechanismus nur indirekt beeinflussen.

Die Bestimmung der Ubichinonbindungsstellen ist die Grundlage fur weitere
mechanistische Uberlegungen zur Chemie am P-Zentrum und Gegenstand der vorliegenden
Arbeit. Sollte sich herausstellen, dal3 es sich hierbel um zwei Ubihydrochinonmolekiile
handelt, konnte dies im Sinne des postulierten ,, Double-Occupancy”-Modells interpretiert
werden [28]. Andererseits konnte die an sich einfachere Vorstellung von nur einem
Ubihydrochinon im P-Zentrum bestétigt werden [30]. Da diese Frage seit Uber 15 Jahren
Gegenstand einer kontroversen Diskussion ist, wurde eine Methode entwickelt, die es generell
erlaubt, Bindungsstudien zu wasserunldslichen Substraten und membranstéandigen Enzymen

durchzufihren.
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1 N-Carboxymethanofuran (Carbamat) Bildung aus Methanofuran und
CO, in methanogenen Archaea: Thermodynamik und Kinetik der

spontanen Reaktion

Die Ergebnisse hierzu wurden im European Journal of Biochemistry veroffentlicht.
Die Publikation ist am Ende dieses Kapitels abgedruckt. Im folgenden werden die wichtigsten
Punkte zusammengefaldt und die durchgefiihrten Rechnungen detallierter dargestellt. An
einer Stelle werden Daten aufgefuihrt, fur die esin der Publikation keinen Platz mehr gab.

1.1 Problemstellung

Die Carbamatbildung aus Methanofuran (MFR) und CO; ist der erste Schritt der
Methanbildung (siehe Kapitel A) und erfolgt spontan, wobei sich bei der Reaktion ein
Gleichgewicht einstellt (siehe Abb. 6). Mittels EXSY wurde bestimmt, ob Zellextrakte
methanogener Archaea, welche auf H, und CO, wuchsen, die Carbamatbildung aus CO, und

Methanofuran katalysieren.
R R

4 3 K, 4 3

/ \ + CO, : / \ , H + H'

° 2 NH, K, 5 2 N o

; Y

1 1
O
MFR Carbamat

Abb. 6: Carbamatbildung aus CO, und Methanofuran. Fir Methanofuran ist R = 4-[N-(4,5,7-
tricarboxyheptanoyl-g-L-glutamyl-g-L -glutamyl)-p-(b-aminoethyl)phenoxymethyl]  [2] und  flr
Furfurylamin R = H. Die Protonen an C-3, C-4 (im Fall von Furfurylamin) und C-5 wurden fir EXSY
verwendet.

Zusédtzlich wurde analysiert, ob isolierte Formylmethanofuran-Dehydrogenase aus
Methanosarcina barkeri eine Carbamatbildungsaktivitét besitzt, da die a-Untereinheit dieses
Enzyms Sequenzhomol ogie zu Amidhydrolasen wie der Urease und der Adenosin-Deaminase
aufweist [31]. Diese katalysieren wie die Formylmethanofuran-Dehydrogenase die Bildung

oder Spaltung von Kohlenstoff-Stickstoff-Bindungen. Es wurde daher auch untersucht, ob die
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Formylmethanofuran-Dehydrogenase die Carbamatbildung aus CO, und Methanofuran
katalysiert [32].

M. barkeri kann ebenfalls auf Methanol unter der Bildung von CO, und CH4 wachsen.
Der letzte Schritt der CO,-Bildung aus Methanol ist die Dissoziation von N-
Carboxymethanofuran zu CO, und Methanofuran [33, 34]. Daher wurden auch Zellextrakte
von auf Methanol gezogenem M. barkeri auf die Beschleunigung der Carbamatbildung und
der Carbamatdissoziation getestet.

1.2 Proben- und M ef3bedingungen

Die Aufnahme von NMR-Spektren dieser Reaktion im Gleichgewicht erfolgte in
0,1 M K;HPO4,/KH,PO,-Puffer mit 0,1 M NaHCOs, im Bereich von 7°C bis 47°C. Diese
Bedingungen wurden gewahlt, weil die meisten auf H, und CO, wachsenden methanogenen
Archaea mesophil sind und optima bei Temperaturen um 30°C wachsen. Die optimale
Salzkonzentration im Medium fir Wachstum und Methanogenese liegt bel ungefdhr 0,2 M
[7], wobei die Anwesenheit von Kalium- und Natriumionen fir das Wachstum notwendig ist
[35, 36]. Das Optimum des pH-Wertes fur das Wachstum liegt im allgemeinen um 7 [7]. Ein
Groldteil der Messungen wurde aber bel einem pH-Wert von 8,0 anstelle von 7,0
durchgefihrt, da bei einem pH-Wert von 8,0 und einer NaHCOs-Konzentration von 0,1 M der
Quotient der Gleichgewichtskonzentrationen [Carbamat]/['MFR’] ungeféhr 0,2 war, bel
einem  pH-Wert von 7,0 hingegen beae 0,03 lag. Die Genauigkeit der
Konzentrationsbestimmung des Carbamats und des ‘MFR’ (ber 1D-Protonen-NMR-
Spektroskopie nimmt drastisch mit der Abnahme des Quotienten [Carbamat]/['MFR’] ab.
Auch bei der physiologischen Methanofurankonzentration von 0,001-0,1 mM [7] konnte
aufgrund der Unempfindlichkeit der verwendeten EXSY nicht gemessen werden, so dal3 0,01-
0,1 M Methanofuran in den Testansdtzen verwendet wurden. Da fir Formylmethanofuran-
Dehydrogenase aus M. barkeri gezeigt werden konnte, dal3 das Enzym auch Substratanaloga
wie N-Furfurylamin, N-Methylformamid, Formamid und Formiat umsetzt [37, 38], wurde
anstelle von Methanofuran in den meisten Experimenten Furfurylamin benutzt.

M. barkeri wurde aufgrund mehrerer Kriterien ausgewdahlt: Es ist ein mesophiles
methanogenes Archaeon mit einem Wachstumsoptimum bei 37°C und einer Wachstumsrate
auf CO, von 0,036 h™, die im Vergleich zu der von anderen mesophilen methanogenen
Archaea am hochsten ist [36, 39]. Wenn es eine Enzymaktivitét gibt, die die Carbamatbildung
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aus CO, und Methanofuran katalysiert, sollte diese daher in den Zellextrakten dieses

Organismus zu finden sein.

1.3 Methode und Auswertung

Um die Geschwindigkeit der Carbamatbildung nach dem Geschwindigkeitsgesetz

Vi = ki[MFR][CO;] = v, = k[Carbamat][H"] (Siehe Abb. 6 und Tabelle 1)

berechnen zu konnen, missen die Konzentrationen und Geschwindigkeitskonstanten im
Gleichgewicht bestimmt und berechnet werden. Die Konzentrationen konnen aus der
Integration von 1D-NMR-Spektren und die Geschwindigkeitskonstanten Pseudo-erster-
Ordnung ky** der Carbamatbildung und ky* der Carbamatdissoziation mit EXSY bestimmt
werden (siehe Tabelle 1):

Vi = ki**['MFR’] = v, = ky*[Carbamat]

Der Zusammenhang der Geschwindigkeitskonstanten Pseudo-erster-Ordnung  ki**  der
Carbamatbildung und k;* der Carbamatdissoziation mit den Geschwindigkeitskonstanten k;

und k, zweiter Ordnung geht aus Tabelle 1 hervor.

Tab. 1. Definition der Konstanten fir die Bestimmung der Carbamatbildung aus M ethanofuran
und CO, im Gleichgweicht. Abkurzungen: ['MFR’], Summe der Konzentrationen des protonierten
und unprotonierten Amins im Gleichgewicht; [MFR], Konzentration des unprotonierten Amins im
Gleichgewicht; ['CO.’'], Summe der Konzentrationen der Spezies CO, + H,CO; + HCO; + CO5% im
Gleichgewicht; [CO,], Konzentration von CO, im Gleichgewicht in Lésung; [Carbamat], Summe der
Konzentrationen des Carbamats und der Carbaminsdure im Gleichgewicht.

Konstante Definition
I+ Vi = ki** [ MER']
ket Vi = k* ['MFR'] [ CO, ]
k]_ Vi = kl [M FR] [COZ]
kz* \ kz* [Car bamat]

kz \ k2 [Carbamat] [H+]
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Bestimmung der Gleichgewichtskonzentrationen von Methanofuran, CO; und

Carbamat im Gleichgewicht:

Die Konzentration von H* wurde durch Messen des pH-Wertes bestimmt. Die
Konzentrationen von  protoniertem und  unprotoniertem  Methanofuran ‘MFR’
(MFR'] =[MFR] + [MFRH']) und von dem Carbamat wurden durch die Integration von
1D-Protonen-NMR-Spektren erhalten. Die Konzentration des unprotonierten Methanofurans
(MFR) bel einem gegebenen pH-Wert wurde aus der Konzentration von ‘MFR’ berechnet,
wobei ein pKoWert von 8,4 [40] benutzt wurde (pH = pK, + log [MFR]/[MFRH']). Die
Konzentration des Carbamats in den pH-Bereichen von 7,0-8,0 wurde gleich der totalen
Carbamatkonzentration angenommen, da der pK -Wert der Carbamatséure 4,8 betragt [41].

Die Konzentration von CO, im Gleichgewicht in Losung bei verschiedenen pH-
Werten kann Uber die Stoffmenge folgendermalien berechnet werden: Die Messungen wurden
in Ansdtzen von 0,5 ml durchgefiihrt, die sich im Gleichgewicht mit einer Gasphase von 2,5
ml befanden. Nach der Einstellung des Gleichgewichtes von CO; in der Lésung und in der
Gasphase, enthalt die Gasphase eine nicht vernachlassigbare Menge an CO,%. Diese wurde
folgendermal3en berechnet: In den Berechnungen der Gesamtkonzentration ‘CO," und der

CO,-Konzentration in Losung konnte fur das CO,% in der Gasphase angenommen werden:
m(HCO3) + m(Carbamat) + m(CO;) + m(CO,%*) = m(NaHCOz9%9%")

wobei m der Stoffmenge in mol einer jeden zugesetzten Substanz im Gleichgewicht und
mM(NaHCO;9%9%*" der eingesetzten Menge NaHCOs entspricht. In den Berechnungen wurde
die Konzentration des H,COs; vernachléssigt, da das Verhdltnis [H,CO3)/[CO;] im
Gleichgewicht sehr klein ist (<0,002) und bei alen pH-Werten unserer Messungen der
Quotient [H,CO3]/[HCO3] = 0,005 oder weniger betrug [42]. Da der pK-Wert von H,COs
10,3 ist, konnte auch COs* bei allen pH-Werten unserer Experimente vernachl&ssigt werden.
Umschreiben der obigen Gleichung mit den Volumina der Lésung und Gasphase, Vi g =

0,5 ml und Vgas= 2,5 ml, ergibt die Gleichgewichtskonzentration des ‘CO,’ zu:
[‘CO,'] = [HCOs] + [COZ] = [NaHCO5™ 9% _ [Carbamat] — [CO,**] Vg Vigy.,

wobei [NaHCO:9%9%" die eingesetzte Konzentration ist. Die Gleichgewichtskonzentration

des CO, in Losung bei einem gegebenen pH-Wert wurde aus [ CO,’] berechnet, wobei ein
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pKoWert von 6,41 fur H,CO3 bei 17°C, von 6,34 bei 27°C und von 6,30 bei 37°C benutzt
wurde [43] (pH = pKa + log [HCO3]/[CO,]). Der verwendete pK Wert berlicksichtigt
sowohl die Konzentration an H,COj3 a's auch an COy,; der pK,-Wert bezogen nur auf H,COg3
ist um drei Einheiten geringer. Die Menge des CO,%® in der 2,5 ml Gasphase wurde aus der
CO,-Konzentration in der 0,5 ml Losung berechnet (siehe Verdffentlichung und
Zusatztabelle).

EXSY-Messungen:

Mittels EXSY konnen Reaktionen im Gleichgewicht verfolgt werden [44-46], wenn
die Geschwindigkeitskonstante des Austausches schnell im Vergleich zur Relaxationsrate
(T1) und klein im Vergleich zum chemischen Verschiebungsunterschied (DW) der
betrachteten Kerne ist. Dies ist fur die Protonen C-3, C-4 und C-5 des substituierten
Furanrings des Carbamats (N-Carboxymethanofuran) und Methanofurans der Fall (siehe Abb.
7).

ppm | ppm
7.1 o 6.2 1

73 + 6.4 -

7.5 D 6.6

7.7 - . ; O
7.6 74 7.2 ppm 6.8 6.6 04 ppm

Abb. 7: Furfurylamin, ‘CO, (CO, + H,CO3; + HCO; + CO3%) und N-Carboxymethanofuran
(Carbamat) im Gleichgewicht bei einem pH-Wert von 8,0 und 27°C. (A) Aromatische Region
eines 1D-Protonen-NMR-Spektrums und (B) und (C) eines homonuklearen EXSY -Spektrums mit
400 ms Mischzeit. Die Signale des Spektrums A 3, 4 und 5 stammen dabei von Protonen des Amins
und die Signale 3", 4" und 5" vom Carbamat. Bei den Signalen 55 und 55" bzw. 44 und 4’4" sowie 33
und 3"3" handdlt es sich um Diagonalsignale von Protonen des Amins bzw. Carbamats (") und bei den
Signalen 55 und 55 bzw. 44 und 44" sowie 3’3 und 33" um Kreuzsignale der sich ineinander
umwandelnden Amin- und Carbamatsubstrate. Zur Topologie der Protonenpositionen 3, 4 und 5 siehe
Abb.4.
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Die Geschwindigkeitskonstanten Pseudo-erster-Ordnung ki** und kx* wurden aus den
relativen Populationen pmrr UNd Pcabama SOWIE den Peakvolumina Vj; folgendermalien
erhalten (siehe Tabelle 1): Durch Integration der 1D-Protonen-NMR-Spektren wurden die
relativen Populationen purr = [MFR'])/(['MFR'] + [Carbamat]) und pcabama =
[Carbamat]/([*MFR’'] + [Carbamat]) berechnet und die Peakvolumina Vj; durch Integration
der EXSY- Spektren erhalten. Die Geschwindigkeitskonstanten k;** und k,* sind gegeben
durch die relativen Populationen p;, die Peakvolumina Vj;, die longitudinalen Relaxationsraten
R; und die Mischzeit t,, welche Uber die Beziehung A = exp (-Rtm) zusammenhangen. Dabel
stellt A die Datenmatrix dar, deren Elemente durch A;j = Vii/p; (i = ‘MFR’ oder Carbamat und
j = Carbamat oder ‘MFR’) definiert sind und R die folgende dynamische Matrix ist:

8 - kl** Rz + kz*
Die Losung ist durch folgende Gleichung gegeben:

InA _ X(In?)X™*
t t

m m

R =-

Die Gleichung kann mit MATHEMATICA (Wolfram Research, Champaign, IL, USA) gel0st
werden, wobel X die quadratische Matrix des Eigenvektors A ist, so da3 X*AX =1 = diag
(I k) und InL=diag (Inl x) mit | alsdem k-ten Eigenwert von A gilt [47-49].

1.4 Zusammenfassung der Ergebnisse

Die Raten der spontanen Carbamatbildung wurden zu Werten zwischen 0,005 mM s*
(0,1 mM Methanofuran und 10 mM ‘CO,’) und 0,5 mM s* (ImM Methanofuran und 100 mM
‘CO,') bel 27°C und zwischen 0,020 mM s* und 2,0 mM s* bei 37°C berechnet (fir eine
genaue Berechnung der Daten siehe Zusatztabelle nach der Verdffentlichung). Ahnliche
Werte wurden in Anwesenheit von Zellextrakten gefunden. Die Raten der spontanen
Carbamatbildung mussen mit denen der Methanbildung aus H, und CO, in methanogenen
Archaea verglichen werden.

Methanosarcina barkeri-Zellen katalysieren die Bildung von Methan aus CO, und H;
mit einer spezifischen Rate von 0,2 mmol pro min und mg Zellen (Trockenmasse) bel 37°C,

wenn die CO,-Konzentration in der Gasphase 20% und die Hy-Konzentration 80% betragt
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(jeweils bei 2~ 10° Pa) [36]. Unter diesen Bedingungen und einem intrazellularen pH-Wert
von 7,0 wurde die intrazelluldre *CO,’ -Konzentration zu ungefdhr 60 mM berechnet (bel
37°C und einer CO,-Konzentration von 100 % in der Gasphase bei 10° Pa ist die CO,-
Konzentration in Wasser 24,8 mM; der pK-Wert von H,CO;s ist 6,3). Eine spezifische Rate
von 0,2 nmol pro min und mg Zellen entspricht einer Rate von 120 mmol pro min und ml
intrazellularem Volumen oder einer Rate von 2,0 mM s™. Firr die Berechnung wurde ein
intrazelluléres Volumen von 3,3 m (mg Protein)™ = 1,65 m (mg Zellen (Trockenmasse))™
verwendet [50].

Die maximale Rate der Methanbildung aus CO, und H, bei 37°C (2,0 mM s?) ist
daher ungefdhr dieselbe wie die berechnete maximale Rate der spontanen Carbamatbildung
bei 37°C (2,0 MM sY) in dem methanogenen Archaeon M. barkeri.

In der nattirlichen Umgebung von Methanogenen betragt die H,-Konzentration in der
Gasphase alerdings nur < 0,1% [7]. Bel dieser Konzentration sinkt die spezifische Rate der
Methanbildung auf weniger als 1% von der Rate, die bel einer Hpo-Konzentration von 80%
gefunden wird. Bei 0,1 % H; betragt die spezifische Rate der Methanbildung nur 2 nmol pro
min und mg Zellen, was einer Rate von 20 mM s* entspricht. Diese Rate ist 100mal kleiner
als die spontane Rate der Carbamatbildung unter diesen Bedingungen. D.h. die spontane Rate
der Carbamatbildung und Carbamatdissoziation ist in allen methanogenen Archaea unter den
physiologischen Konzentrationen und Wachstumsbedingungen ausreichend schnell, so dai3
eine Enzymaktivitét fur diese Reaktion nicht zwingend vorhanden sein muf3. Dies gilt sowohl
fur das Wachstum auf MeOH als auch auf CO,.

In der vorliegenden Arbeit wurde untersucht, ob Zellextrakte von M. barkeri oder
isolierte Formylmethanofuran-Dehydrogenase aus M. barkeri (siehe Kapitel 1.1) eine
Enzymaktivitdt aufweisen, welche die Bildung von Carbamat aus CO, und Methanofuran
katalysiert. Eine solche Aktivitdt konnte nicht eindeutig nachgewiesen werden. Die
Zellextrakte besallen ebenfalls keine Carboanhydraseaktivitdt, obwohl dieser Organismus
unter bestimmten Bedingungen Carboanhydrase synthetiseren kann [51]. Entsprechend
bilden die Zellen ein Enzym zur Beschleunigung der Carbamatbildung mdglicherweise nur
unter bestimmten Bedingungen, die jedoch bisher noch nicht gefunden wurden.

EXSY ermoglichte es, die Rate der N-Carboxymethanofuranbildung aus CO, und
Methanofuran zu bestimmen. Dies wére auch mit anderen Methoden, wie beispielsweise
»Stopped-flow” -Untersuchungen maoglich gewesen. Die NMR-Spektroskopie bietet aber
zusétzlich die Moglichkeit, Reaktionsgeschwindigkeiten im Gleichgewicht zu messen.
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Dadurch konnte die spontane Rate der Reaktion mit der Rate in Anwesenheit von Zellextrakt
aus Methanosarcina barkeri verglichen und auf eine Enzymaktivitét hin untersucht werden.



1.5 Ver tffentlichung:

N-Carboxymethanofuran (carbamate) for mation
from methanofuran and CO, in methanogenic ar chaea:

thermodynamics and kinetics of the spontaneous r eaction
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N-Carboxymethanofuran (carbamate) formation from methanofuran and

CO, in methanogenic archaea

Thermodynamics and kinetics of the spontaneous reaction

Stefan Bartoschek', Julia A. Vorholt', Rudolf K. Thauer', Bernhard H. Geierstanger’** and Christian Griesinger*>

'Max-Planck-Institut fiir terrestrische Mikrobiologie and Laboratorium fiir Mikrobiologie, Fachbereich Biologie, Philipps-Universitdt,
Marburg, Germany; *Institut fiir Organische Chemie der Universitiit, Frankfurt am Main, Germany; *Max-Planck-Institut fiir biophysikalische

Chemie, Gottingen, Germany

N-Carboxymethanofuran (carbamate) formation from unprotonated methanofuran (MFR) and CO, is the first
reaction in the reduction of CO, to methane in methanogenic archaea. The reaction proceeds spontaneously. We
address here the question whether the rate of spontaneous carbamate formation is high enough to account for the
observed rate of methanogenesis from CO,. The rates of carbamate formation (v;) and cleavage (v,) were
determined under equilibrium conditions via 2D proton exchange NMR spectroscopy (EXSY). At pH 7.0 and
300 K the second order rate constant k;* of carbamate formation from ‘MFR’(MFR + MFRH™) and ‘CO,:
(CO, + H,CO5 + HCO; + CO;5>7) was found to be 7 M~ s ! (v; = k* ['MFR’] [‘CO,’]) while the pseudo
first order rate constant k,* of carbamate cleavage was 12 s ! (v = ko* [carbamate]). The equilibrium constant
K* = ki*/k,* = [carbamate]/[ MFR’][‘CO,’] was 0.6 M ! at pH 7.0 corresponding to a free energy change
AG® of + 1.3 kI-mol~". The pH and temperature dependence of k;*, of k,* and of K * were determined. From
the second order rate constant k;* it was calculated that under physiological conditions the rate of spontaneous
carbamate formation is of the same order as the maximal rate of methane formation and as the rate of
spontaneous CO, formation from HCO;3;  in methanogenic archaea, the latter being important as CO, is mainly
present as HCO;~ which has to be converted to CO, before it can react with MFR. An enzyme catalyzed
carbamate formation thus appears not to be required for methanogenesis from CO,. Consistent with this
conclusion is our finding that the rate of carbamate formation was not enhanced by cell extracts of
Methanosarcina barkeri and Methanobacterium thermoautotrophicum or by purified formylmethanofuran
dehydrogenase which catalyzes the reduction of N-carboxymethanofuran to N-formylmethanofuran.

From the concentrations of ‘CO,’ and of ‘MFR’ determined by 1D-NMR spectroscopy and the pK, of H,CO3
and of MFRH™" the concentrations of CO, and of MFR were obtained, allowing to calculate k; (v, = k; [MFR]
[CO,]). The second order rate constant k; was found to be approximately 1000 M~ 's~! at 300 K and pH values
between 7.0 and 8.0 which is in the order of k; values determined for other carbamate forming reactions by
stopped flow.

Keywords: carbamate formation; N-carboxymethanofuran; methane formation from CO,; rate determination via

NMR spectroscopy; Methanosarcina barkeri.

Per annum, approximately 10° tons of methane are formed in
anaerobic environments via the action of methanogenic archaea
[1,2]. Approximately one third of the methane is generated
from CO, and H,.

4H, + CO, — CH, + 2H,0 AG°= —131kJ-mol ™!
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The first step in CO, reduction to CH,4 has been shown to
be the formation of N-carboxymethanofuran (carbamate) from
methanofuran and CO, [3] (Fig. 1).

Carbamates form spontaneously and reversibly as a result of
the nucleophilic attack of uncharged amines upon CO,. The
prototropic steps associated with carbamate formation, which
proceed through a zwitter ionic species, are fast relative to C—N
bond formation and cleavage [4]; the reverse reaction is subject
to general acid catalysis [5].

Carbamate formation from CO, and the uncharged amine is
exergonic, the chemical free energy includes a substantial
contribution from the dissociation of the carbamic acid (pK,
~4.8) [4]. Despite this fact the equilibrium associated with
carbamate formation is typically unfavourable under physiolo-
gical conditions as at pH 7 most amines are present
predominantly in the protonated form (pK, > 8) and CO, is
present in the hydrated form HCO;~ (H,COs; pK,; = 6.3). The
pK, values of protonated amines can, however, be lowered by
their environment thereby favouring carbamate formation [6].
Also the carbamate formed can be stabilized by noncovalent
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Fig. 1. Carbamate formation from CO, and
MFR (R = 4-[N-(4,5,7-tricarboxyheptanoyl-
vy-L-glutamyl-y-L-glutamyl)-p-
(B-aminoethyl)phenoxymethyl])

[47] or furfurylamine (R = H). Protons at C-3,

C-4 (only in the case of furfurylamine) and C-5 O
were used for the analysis of proton exchange 1
NMR spectroscopy data (EXSY) as described in

Fig. 2. MFR

intermolecular interactions [6]. These are the reasons why
individual amino functions in some proteins are quantitatively
carboxylated. Examples are the N-terminal amino group of
valine in the a- and PB-chain of deoxyhemoglobin [4] and
the e-amino group of the lysine residue in the active site of
ribulose bisphosphate carboxylase [4,6], of urease [7,8] and of
phosphotriesterase [9,10]. In the biosynthesis of biotin the
carbonylation of 7,8-diaminononanoic acid to dethiobiotin
proceeds via the N’ carbamate, whose formation from CO,
and the diamine is energetically favoured by the neighbouring
positive charge at N® [11]. Other important intermediates are
the carbamate of CO, and NH; in carbamoylphosphate
synthesis [12] and the carbamate of CO, and N3-aminoimi-
dazole ribonucleotide in purine biosynthesis [13]. These two
carbamates are, however, generated in vivo involving carboxy-
phosphate rather than CO,.

The rate of reversible carbamate formation from CO, and an
amine is considered to be much higher than the rate of CO,
hydration to H,CO;5 although experimental evidence for this
under physiological conditions is not available. In biological
systems the interconversion of CO, + H,O to H,CO; is
catalyzed by carbonic anhydrase. Whether there is also an
enzyme activity catalyzing carbamate formation has not been
shown. In the case of dethiobiotin synthesis it was estimated
that under the conditions of the assay the spontaneous
formation of the carbamate was much faster than the k., for

Fig. 2. Furfurylamine, ‘CO,’

(CO, + H,CO; + HCO;™ + CO;%7) and
N-carboxyfurfurylamine (carbamate) at
equilibrium in aqueous solution at pH 8.0 and
300 K (27 °C). (A) Aromatic region of a 1D
proton NMR spectrum and (B) and (C) of a 2D
"H homonuclear EXSY NMR spectrum (400 ms
mixing time). For proton assignments see Fig. 1.
Diagonal peaks of the furfurylamine protons and
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Carbamate

enzyme turnover which is only about 2 min~' [11]. The
question is, whether the spontaneous rate of carbamate
formation is also sufficient when the k., of a carbamate
utilizing enzyme is more than 1000-fold higher as it is in the
case for formylmethanofuran dehydrogenase which catalyzes
the second step in methanogenesis from CO, [2]. The purified
molybdenum or tungsten iron-sulfur protein mediates the
reduction of N-carboxymethanofuran to formylmethanofuran
with a ke, of up to about 100 s~ [3,14].

In order to determine whether carbamate formation from
methanofuran and CO, in methanogenic archaea is an enzyme
catalyzed reaction we have used proton exchange NMR
spectroscopy to measure the rate of N-carboxymethanofuran
formation from methanofuran and CO, under physiological
equilibrium conditions. The method is based on the finding that
the protons at C3 and C5 of the furan ring in methanofuran and
carboxymethanofuran (Fig. 1) exhibit different chemical shifts
(Fig. 2) and that the saturation transfer kinetics of these protons
can be followed by proton exchange NMR spectroscopy
(EXSY) [15-17]. Via this method the pseudo first order rate
constants k;** of carbamate formation and the pseudo first
order rate constant k,* of carbamate cleavage were obtained.

v = k1 **['MFR’] = v, = ky*[carbamate]

['MFR’] equals the equilibrium concentration of the protonated

of the carbamate protons in chemical exchange
are labelled with 55 and 5°5’ or 44 and 4’4’ or 33

and 3’3/, respectively. Off-diagonal cross peaks opm ]|
arizing from chemical exchange (exchange cross B
peaks) are labelled with 55" and 5’5 or 44’ and 7.1
4’4 or 33’ and 3’3, respectively. The NMR
spectra were acquired at a 'H frequency of
600.13 MHz on a DRX600 spectrometer (Bruker,
Analytische MeBtechnik GmbH, Rheinstetten) 55’
and processed as described in Materials and ~
methods. The NMR tube (5 mm X 15 cm),

closed with a rubber stopper, contained 0.5 mL of 7.5
a reaction mixture made up of 50 nL 1 M 55
KH,POy,, 4.6 pL furfurylamine (50 pwmol), -
100 pL 0.5 M NaHCO3, 50 pL D,O and 295 pL

55

H,0. The equilibrium ‘CO,’ concentration was 7.7 T

0.074 M. 7.6 7.

7.2 7.0 6.8 6.6 6.4 ppm
ppm ; T
c 44 4’4
6.2+
6.4
6.6+
T T 6.8 T T T
7.2 ppm 6.8 6.6 6.4 ppm



3132 S. Bartoschek et al. (Eur. J. Biochem. 267)

Table 1. Definition of constants for the reversible formation of
carbamate from methanofuran or furfurylamine and CO, under
equilibrium conditions. [MFR], equilibrium concentration of methano-
furan or furfurylamine in the unprotonated form; [MFRH '], equilibrium
concentration of methanofuran or furfurylamine in the protonated form;
[‘MFR‘] = [MFR] + [MFRH"]; [CO,], equilibrium concentration of CO,
in solution; [‘CO,’] = [CO,] + [H,CO5] + [HCO5™] + [CO5>7].
V| = v, = exchange rates.

Constant Definition

ko v, = k** [‘'MFR’]

ky* vy = ki* ['MFR’] [‘CO;’]

ki v; = ki [MFR] [CO;]

ko* v, = ky* [carbamate]

ko v, = ko [carbamate] [H]

K K** = k* [H" [/ky* = [carbamate] [H']/['MFR’] [‘CO,’]
K* K* = ki*/k,* = [carbamate]/[ MFR’] [‘CO,’]

K K = [carbamate] [H]/[MFR] [CO,]

and unprotonated amines (pK, = 8.4) [18] and [carbamate] that
of carbamate and carbamic acid (pK, = 4.8) [4].

From k;** and k,* and the equilibrium concentration of
‘CO,’, CO, and H™ the second order rate constants k;*, k; and
k> defined as in Table 1 were calculated. [‘CO,’] is the sum of
the equilibrium concentrations [CO,] + [H,CO3] + [HCO; ]
+ [CO32’] and [CO,] that of CO, in solution.

With the 2D proton NMR method described above we
determined whether cell extracts from methanogenic archaea,
which were grown on H, and CO,, catalyze carbamate
formation from CO, and methanofuran. As methanogen we
chose Methanosarcina barkeri as this is one of the mesophilic
methanogens which grows and reduces CO, to methane most
rapidly (growth temperature optimium 37 °C; growth rate
0.036 h—1) [19,20]. Therefore, if there is an enzyme activity
catalyzing carbamate formation from CO, and methanofuran, it
should be found in cell extracts from this organism. M. barkeri
can also grow on methanol with the formation of CO, and CHy.
The final step in CO, formation from methanol is the
dissociation of N-carboxymethanofuran to CO, and methano-
furan [2,3]. We therefore also tested cell extracts of methanol
grown M. barkeri. Finally, we analyzed whether purified
formylmethanofuran dehydrogenase from M. barkeri exhibits
carbamate forming acitivity. The «-subunit of this enzyme
shows sequence similarity to amidohydrolases such as urease
and adenosine deaminase [21] and has therefore been suggested
to catalyze carbamate formation from CO, and methanofuran
[22].

MATERIALS AND METHODS

Furfurylamin was from Fluka, Deisenhofen, and D,O from
Aldrich, Deisenhofen, Germany. Methanofuran was isolated
from Methanobacterium thermoautotrophicum (strain Marburg)
(DSMZ 2133) [23]. Methanobacterium thermoautotrophicum
and M. barkeri (strain Fusaro) DSMZ 804 were obtained
from the Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und
Zellkulturen, Braunschweig, Germany.

Growth of organisms

M. barkeri was grown on either methanol or 80% H»/20% CO,
at 37 °C [24]. M. thermoautotrophicum was grown on 80%
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H,/20% CO, at 65 °C [25]. The cells were harvested in the
exponential growth phase and suspended in 0.09 M
K,HPO,/0.01 m KH,PO, (pH 7.8) to a final cell concentration
of 30-40 mg (dry mass) per ml.

Preparation of cell extracts

The cell suspensions obtained as described above were passed
three times through a French pressure cell at 140 MPa. The
lysate was subsequently centrifuged for 40 min at 27 000 g at
4 °C. The supernatant, which is referred to as cell extract, was
stored under H, as gas phase at 4 °C and assayed for carbamate
forming activity within the next 24 h.

The cell extracts were also assayed for formylmethanofuran
dehydrogenase activity. Extracts of methanol grown M. barkeri
exhibited a specific activity of 1.3 U-mg~ " protein and those of
H,/CO, grown cells a specific activity of 1.2 U-mg~ ' at 37 °C.
Extracts of M. thermoautotrophicum exhibited a specific
activity of 1.1 U mg ™' at 65 °C.

Protein was determined by the BioRad method [26] with
bovine serum albumin as standard.

As enzymes from methanoarchaea are generally inactivated
in the presence of O, the preparation of cell extract, enzyme
purification and assays of enzyme activity were performed
under strictly anaerobic conditions.

Enzyme purification

Formylmethanofuran dehydrogenase was purified from
methanol grown M. barkeri [3]. The purified enzyme
exhibited a specific activity of 60 U-mg~ ' protein at 37 °C
and of 27 U-mg~" at 27 °C.

Assay of formylmethanofuran dehydrogenase activity

Formylmethanofuran dehydrogenase activity was determined
by measuring the rate of benzylviologen reduction with
formylmethanofuran at pH 7.5 [3]. One unit represents
1 pmol formylmethanofuran oxidized per min.

Assay of carbamate formation rates

Carbamate formation rates were determined by measuring the
rate of N-carboxymethanofuran from ‘MFR’ and ‘CO,’ under
equilibrium conditions via 2D proton exchange NMR spectro-
scopy (EXSY). The assays were performed in NMR tubes
(5 mm x 15 cm) closed with a rubber stopper and contained
0.5 mL reaction mixture. The 2.5-mL gas phase consisted
initially of 95% N, and 5% H, at 10’ Pa; it was subsequently
equilibrated with the liquid phase. The pH values given are
those of the equilibrated solutions.

The rate of carbamate formation from ‘CO,’ and methano-
furan could have in principle also been determined by '*C
NMR spectroscopy [4,27,28]. However, the sensitivity limits of
3C NMR and the costs of working with isotopically enriched
CO, prohibited us from using this approach. A potential
complication could have resulted from carbonic anhydrase
activity: High rates of exchange between dissolved CO, and
bicarbonate would result in marked line broadening due to
intermediate exchange [28] rendering the rate determination
difficult if not impossible.

NMR measurements

NMR spectra were acquired at a 'H frequency of 600.13 MHz
on a DRX600 spectrometer (Bruker, Analytische MeBtechnik
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GmbH, Rheinstetten, Germany) and processed with the
program XWINNMR (Bruker). One-dimensional spectra were
recorded with 16 384 complex points over a spectral width
of 6009.6 Hz. After 16 dummy scans to allow for pre-
equilibration, 128 scans were signal averaged. The recycle
delay was 2 s and a low-power presaturation pulse was applied
during the recycle delay. An exponential window function with
0.5-Hz line broadening was applied and the spectra were
referenced to the H,O signal at 4.73 p.p.m. at 300 K.

2D EXSY spectra in the ratio 9 : 1 H,O/D,0O were collected
using standard NOESY pulse sequences with 1024 or 2048
complex points in 7, over a spectral width of 6024.1 Hz. The
mixing time T, was varied between 100 and 400 ms to obtain
sufficiently intense exchange cross peaks. Between 200 and 500
t, experiments with 32 scans were acquired with a recycle delay
of 5 s. Water suppression was either achieved by a WATERGATE
pulse scheme [29] or a low power presaturation pulse during
recycling delay and mixing time [16]. Spectra were zero-filled
to 4096 points in ®; and 2048 points in w,. A 90°-shifted
squared sinebell window function was applied for apodization
prior to Fourier transformation in both dimensions. Automated
baseline correction was applied in both dimensions. Cross peak
volumes V;; were extracted with FELIX98 (MSI, San Diego,
CA, USA).

Calculation of exchange rates

Exchange rates o, =k* ['MFR’] [‘CO,’] = v, = ky*
[carbamate] were calculated from the concentrations of
‘MFR, ‘CO,’ and carbamate at equilibrium (see below) and
from the rate constants k;** = k;* [‘CO,’] and k,* (Table 1).
The equilibrium concentrations were obtained as described
below. The rate constants k;** and k,* were obtained from
the relative populations prr: = ['MFR’J/(['MFR’] + [carba-
mate]) and pcapamate = [carbamate]/([‘'MFR’] + [carbamate])
determined by integration of 1D-NMR spectra and from the
peak volumes V;; determined by integration of the 2D EXSY
spectra. The rate constants k;** and k,* are related to the
relative populations p;, the peak volumes V;;, the longitudinal
relaxation rate R; and the mixing time T, by the expression
A = exp (-Rt,), where A is the data matrix whose elements
are defined by A;j = Vjj/pj (i = ‘MFR’ or carbamate and
j = carbamate or “MFR’) and R is the dynamic matrix:

Ry + ki*F = k¥
R =
R2 + kz*

— k¥
The solution is given by the equation

R_ _mA__ XnAX
- Tm B Tm

and solved by using MATHEMATICA (Wolfram Research,

Champaign, IL, USA), where X is the square matrix of

eigenvectors of A, such that X IAX =\ = diag (\y) and

In A = diag (In \y), with A\ the kth eigenvalue of A [30-32].

Determination of equilibrium concentrations and calculation
of the amount of CO, in the gas phase

The concentrations of ‘MFR’and of carbamate in the 0.5 mL
reaction mixtures were obtained by integration of 1D spectra
yielding the [‘MFR’]/[carbamate] ratio. From the ratios the
relative populations parrr = [‘MFR’J/([*'MFR’] + [carba-
mate]) and pcarbamate = [carbamate]/(['MFR’] + [carbamate])
were calculated, whereby ['MFR’] + [carbamate] equals the
‘MFR’concentration added. The concentration of MFR at a

Carbamate formation from methanofuran and CO, (Eur. J. Biochem. 267) 3133

given pH was calculated from that of ‘MFR’ using a pK, of 8.4
[18] (pH = pK, + log [MFR]/[MFRH*]). The temperature
dependence of the pK, could not be taken into account, as the
temperature dependence of MFRH™ dissociation has not been
determined. The concentration of carbamate at the pH values of
7.0-8.0 in our experiments was considered to be equal to the
total carbamate concentration as the pK, of carbamic acid is 4.8
[4].

As indicated above, the assays were performed in 0.5 mL
reaction mixtures equilibrated with a gas phase of 2.5 mL
which, after equilibration, contained a substantial amount of
CO,. In the calculations of the ‘CO,’ and CO, concentration in
solution therefore the CO, in the gas phase had to be considered:

m (HCO3 ) + m (carbamate) + m (COy) + m (§°) = m (NaHCO3 W)

where m refers to the amount in moles of each species at
equilibrium and m(NaHCO3'*%) is the amount of NaHCO,
added. Rewriting this equation with Vg, = 0.5 mL and
Veas = 2.5 mL being the volumes of the solution and gas
phase, respectively, we arrive for the equilibrium concentration
of ‘COy: [‘CO’] = [HCO; ] + [CO,] = [NaHCO5'*] —
[carbamate] — [CO™] Vgoe/Vior, Whereby [NaHCO3'*] is
the concentration added. The equilibrium concentration of
CO, in solution at a given pH was calculated from [‘CO,’]
using a pK,; of HyCOj3 of 6.41 at 290 K, of 6.34 at 300 K and
of 6.30 at 310 K [33] (pH = pK,, + log [HCO; ]/[CO,]). The
amount of CO, in the 2.5 mL gas phase was calculated from the
CO, concentration in the 0.5 mL solution and the Bunsen
coefficient a of CO, in water using an o of 1.32 at 280 K, of
0.95 at 290 K, of 0.72 at 300 K, of 0.55 at 310 K and of 0.41 at
320 K [34] (m(COL)/m(CO5™) = a/5).

In the calculations the concentration of H,CO3 was neglected
as the ratio [HyCO3)/[CO,] at equilibrium is very small
(< 0.002) and at all pH-values in our experiments the ratio
[H,CO3]/[HCO3 ] was 0.005 or less [35]. As the pK,, of
H,COs; is 10.3 also CO5>~ could be neglected at all pH-values
in our experiments.

RESULTS

Most methanogenic archaea thriving on H, and CO, are
mesophiles and grow optimally at temperatures around 30 °C.
The optimum pH for growth and methanogenesis is generally
near 7 and the optimal salt concentrations near 0.2 M [36]. The
presence of both potassium and sodium ions are required
[19,37]. We therefore tried to estimate the rate of carbamate
formation from ‘MFR’ and ‘CO,’ under similar conditions, i.e.
in 0.1 m K,HPO4/KH,PO,4 with 0.1 M NaHCOs;. In most of the
experiments we employed furfurylamine rather than methano-
furan as the rates of carbamate formation from the two amines
were found to be almost identical. Most of the assays were run
at pH 8.0 rather than at pH 7.0 as at pH 8.0 and at a NaHCO;
concentration of 0.1 M the equilibrium concentration ratio
[carbamate]/[ MFR’] was approximately 0.2 whereas at pH 7.0
it was only 0.03. The accuracy of concentration determination
of carbamate and ‘MFR’via 1D proton NMR spectroscopy
decreases drastically with decreasing [carbamate]/[*MFR’]
ratio: it was = 2.5% at pH 8.0 and *10% at pH 7.0 as
determined in eight independent experiments.

In Fig. 2, the aromatic region of a 1D proton NMR spectrum
and a 2D 'H homonuclear EXSY NMR spectrum of
furfurylamine and N-carboxyfurfurylamine at equilibrium,
pH 8.0 and 300 K are shown. From the 1D spectrum the
relative population ppr- = 0.84 and p apamae = 0.16 were
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obtained by integration of the signals 5 and 5’ (Fig. 2A).
Integration of the 4 and 4’ signals yield prr- = 0.84 and
Pecarbamate = 0.16 and integration of the 3 and 3’ signals
pmrre = 0.83 and pcapamae = 0.17 (Fig. 2A). From the 2D
spectrum the peak volumes for the protons 5, 4 and 3 were
obtained which provide the data matrices A5, A4 and A3,
respectively:

<36‘483 21.037) (35.526 20.610) (36.723 20.793>
A5 = A4 = A3 =
4.127 18720 4.043  17.073 4.079  14.796
For each data matrix A the kinetic matrix R is calculated with
the mixing time 1,, = 0.4 s:

(—8.860 —2.065) (—8.786 —2.147) (—8.860 —2.155)
R5 = R4 = R3=

-0.405 -7.116 —0421 —6.864 —0.446 —6.460

The results from the three calculations were averaged and
yielded k** = 042 s~ ' and k* = 2.12 s~ '. From k;** and
the ‘CO,” concentration of 0.074 M, a k;* value of
568 M 's™! is calculated (k** = k* [‘CO,’]). From the
data an exchange rate v; = v, at pH 8.0 and 300 K of approxi-
mately 35 mM-s~ ! was obtained for [‘CO,’] = 0.074 m and
['MFR’] = 0.083 M (experiment shown in Fig. 2).

In the experiments shown in Fig. 2, the 0.5-mL assay mixture
contained an additional 50 pmol each of furfurylamine and
HCO; . When the experiment was repeated with 5 pmol
furfurylamine and 50 wmol HCO;  or with 0.5 pwmol furfuryl-
amine and 50 pwmol HCO;  almost the same k-values were
obtained: the exchange rate v; = v, increased linearily with the
equilibrium concentrations of furfurylamine (Fig. 3A) and of 0
N-carboxyfurfurylamine (Fig. 3B). 1 : 1 + 1 . 1 . L

The equilibrium constant K* (Table 1) was calculated from 0 20 40 60 80
ki*/k>,* and determined from [carbamate]/[ MFR’] [‘CO,’] to
be3.0 M 'at pH 8.0 and 300 K corresponding to a free energy
change of carbamate formation of —2.7 kJ-mol ! (Table 2).

In Table 2 the rate constants k;* and k,* determined at
different pH and temperatures are summarized. The average
values for n independent experiments are given. The results B
indicate that between pH 7 and 8 the rate constant k;* of
carbamate formation did not change much whereas the rate
constant k,* decreased with increasing pH. The increase in K*
with increasing pH (Fig. 4) is thus mainly due to the decrease

[ w
o o

Rate of carbamate formation (mMs'1)

w
o
1

17mM N

Fig. 3. Rate of carbamate formation and cleavage in aqueous solution
of furfurylamine, ‘CO,’ (CO, + H,CO; + HCO;3 + CO05%) and car-
boxyfurfurylamine (carbamate) at equilibrium, pH 8.0 and 300 K. (A)
Rate of carbamate formation (v;) in dependence of the equilibrium
furfurylamine concentration (protonated form plus unprotonated form); (B)
rate of carbamate cleavage (v,) in dependence of the equilibrium carbamate
concentration. The rates were determined by proton exchange NMR
spectroscopy (EXSY). The NMR tube (5 mm X 15 cm), closed with a
rubber stopper, contained 0.5 mL of a reaction mixture. For an equilibrium
concentration of furfurylamine of 0.83 mm and of carbamate of 0.17 mm
the mixture was made up of: 50 L 0.95 M K,HPO,/0.05 M KH,POy,,
4.6 pL of 1% (v/v) aqueous solution of furfurylamine (0.5 wmol), 100 pnL
0.5M NaHCO;, 50 pL D,O and 295 pL H,O; for an equilibrium i
concentration of furfurylamine of 8.3 mm and of carbamate of 1.7 mm

the mixture was made up of: 50 pL 0.85 M K,HPO,4/0.15 M KH,POy,,

4.6 pL of 10% (v/v) aqueous solution of furfurylamine (5 pwmol), 100 nL 0
0.5M NaHCO;, 50 pL D,O and 295 pL H,O; for an equilibrium

concentration of furfurylamine of 83 mm and of carbamate of 17 mm the 0 5 10 15

mixture was made up of: 50 pL 1 M KH,PO,, 4.6 pL furfurylamine .
(50 wmol), 100 pL 0.5 M NaHCOs, 50 pL D,0 and 295 pL H,0. [N-Carboxyfurfurylamine] (mM)

N

o
=
1

Rate of carbamate cleavage (mMs”)
I
1

1.7 mM

0.17 mM

-
-

1 2 1 1
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Table 2. Rate constants for the reverse formation of carbamate from furfurylamine or methanofuran and CO, under equilibrium
conditions. For definition of constants see Table 1. The rate constants k;** and k,* were determined by proton exchange NMR
spectroscopy (EXSY) and K* from [carbamate]/[ ' MFR’] [‘CO,’]. From k;**, k,* and K* all the other constants were calculated: k* = k;**/[‘CO,’]; k; =
ki* ['MFR’] [‘CO,’)/[MFR] [CO,); k» = ky*/[H"] and AG®* = —RT In K*. In the experiments with furfurylamine the 0.5 mL reaction mixture contained
added 50 pmol each of furfurylamine and NaHCO; and in the experiments with methanofuran 0.5 wmol methanofuran and 50 wmol NaHCOs;. The
equilibrium concentrations of ‘CO,’, CO,, ‘MFR’ and MFR were calculated as described in Materials and methods. The values obtained are printed in bold
type. The standard deviations s are given for independent experiments by the expression:

S =1/n=1> (x—a)’
i=1

where x; is the ith value and a is the average value. The relative large standard deviations are mainly due to small differences in the concentrations of ‘CO,’
and ‘MFR’, and in pH, temperature and ionic strength of the samples rather than to the NMR intrinsic error which was below 10%.

Ky ky* 1072 k, ky* 1072 k, K* AG®*
Amine n ) M lsTh M lsTh s M lsTh D) 10° K (kJ-mol 1)
Furfurylamine
pH 7.0, 300 K 8 0.30 + 0.09 7 10 115 + 3.2 12 0.6 = 0.145 8.3 +1.3
pH 7.5, 300 K 3 0.42 + 0.11 6 9 55+ 05 1.9 1.1 + 0.125 4.7 -03
pH 8.0, 300 K 11 0.43 + 0.03 6 10 21 *02 2.0 3.0 * 0.087 5.0 -27
pH 8.0, 280 K 3 - - - - - 3.2 * 0312 - -27
pH 8.0, 290 K 3 0.15 = 0.03 2 3 0.7 + 0.2 0.7 3.1 + 0.288 43 -27
pH 8.0, 310 K 4 1.43 = 0.20 20 36 7.9 + 2.0 7.0 2.9 + 0.207 5.1 -27
pH 8.0, 320 K 3 - - - - - 2.7 + 0.131 - - 26
Methanofuran
pH 8.0, 300 K 21 0.31 + 0.06 4 6 3.5+ 06 4.0 1.2 + 0.150 15 - 04

in ky* (Table 2). Both k;* and k,* increased with temperature methanofuran were obtained, allowing to calculate &,

with a Qo of approximately 3; K* decreased somewhat with
increasing temperature as reported for other carbamates [38].
The results shown in Table 2 also indicate that the rate constant
ki* of carbamate formation from methanofuran and ‘CO,’ has
almost the same value as that of carbamate formation from
‘furfurylamine’and ‘CO,’.

From the concentrations of ‘CO,’ and of ‘MFR’ determined
by 1D-NMR spectroscopy and the pK, of H,CO; and of
MFRH™ the concentrations of CO, and of unprotonated

(Table 1). The second order rate constant k; was found to be
approximately 1000 M~ Ls7!at 300 K and pH values between
7.0-8.0 (Table 2). From k; and from k, at pH 7 and 300 K a
AG® of —11 kJ-mol ! for carbamate formation from CO, and
MFR was obtained (AG® = —RT In K + RT In 1077) in
good agreement with previous findings that carbamate forma-
tion from CO, and uncharged amines is exergonic at pH 7 [4].

In addition, we investigated whether cell extracts of

methanogenic archaea can increase the rate of the carbamate

Table 3. Effect of cell extracts and of purified formylmethanofuran dehydrogenase from M. barkeri on the rate of carbamate formation at pH 7.8 and
300 K (27 °C). The rates of carbamate formation (v; = k;** [‘MFR’]) (Table 1) were determined under equilibrium conditions. k;** was determined by
proton exchange NMR spectroscopy (EXSY) and the equilibrium concentration of ‘MFR’ by 1D NMR spectroscopy. The experiments were performed in an
NMR tube (5 mm x 15 cm) closed with a rubber stopper. It contained 0.5 mL of a reaction mixture made up of 25 pL 0.9 m K,HPO,/0.1 M KH,POy,,
37.5 pL 1.38 mm methanofuran or 37.5 pL 13.8 mM methanofuran, 100 pL 0.5 M NaHCOs;, 50 pL D,O, and either 250 pL 0.09 m K,HPO,/0.01 m
KH,PO, or 250 pL cell extract (4—5 mg protein) or 250 wL purified formylmethanofuran dehydrogenase (7-10 U) in 0.09 m K,HPO,/0.01 m KH,PO,. The
standard deviations are from n independent experiments (see legend to Table 2). The NMR intrinsic error was less than 5%. However, the lack of
reproducibility of the sample preparation is the reason for the error being 25% (see legend to Table 2). The measurements with 0.1 mm methanofuran were
performed only once. Therefore no error is given there.

Rate at 300 K

Conditions (mm-s™h) (Mmol-minflmL*l)
Methanofuran (1 mm), n =5

— Protein 0.27 = 0.06 16 £ 4

+ Cell extract of CH3;0H grown Methanosarcina 0.28 = 0.06 17+ 4

+ Formylmethanofuran dehydrogenase 0.38 = 0.08 23 £5
Methanofuran (0.1 mm), n = 1

— Protein 0.03 1.8

+ Cell extract of H,/CO, grown Methanosarcina 0.04 2.4

+ Cell extract of CH3;0H grown Methanosarcina 0.03 1.8

+ Cell extract of H,/CO, grown Methanobacterium 0.03 1.8

+ Formylmethanofuran dehydrogenase 0.04 24
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Fig. 4. pH-Dependence of the equilibrium constant K* at 300 K (27 °C)
for carbamate formation from furfurylamine (protonated form plus
unprotonated form) and ‘CO,’ (CO, + H,CO; + HCO3;™ + C032').
The concentrations of furfurylamine (‘MFR’) and of the carbamate were
determined by 1D NMR spectroscopy. K* = [carbamate]/[ MFR’] [‘CO,’].
The inset shows a plot of K* vs. the reciprocal proton concentration
yielding a straight line as to be expected from K* = K** 1/[H"], where
K** = [carbamate] [H*/['MFR’] [‘CO,’] (Table 1).

formation. We tested cell extracts, obtained as described in
the Materials and methods section, from H,/CO, grown and
from methanol grown M. barkeri and from H,/CO, grown
M. thermoautotrophicum. A convincing increase in the rate
of carbamate formation was not found (Table 3). We also tested
the effect of formylmethanofuran dehydrogenase purified from
M. barkeri with the same result. The small increases observed
(Table 3) may be due to small differences in the concentrations
of ‘CO,’ and ‘MFR’ and in pH, temperature and ionic strength
of the samples. To be significant the differences in rates would
have to be at least twice as high.

In the experiment described in Table 3, the pH was 7.8.
Unfortunately, the rates of N-carboxymethanofuran formation
from methanofuran and ‘CO,’ could not be determined with
accuracy at pH 7.0 as at pH 7.0 and physiological methano-
furan concentrations (0.1-1 mm) the very low signal to noise
ratio only allowed qualitative determination of concentrations.
The presence of carbamate forming activity at pH 7.0 can
therefore not be excluded completely.

DISCUSSION

The rate of carbamate cleavage in aqueous solution has been
determined for many different carbamates. In an extensive
study [5] carbamate cleavage was followed spectrophotome-
trically. The reaction was found to be subject to general acid
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catalysis and the rate to be affected by ionic strength. For
carbamates of aliphatic amines k, values between
47 x 10’ M "s™' (n-BuNHCOO™) and 1.5 x 10® M 57!
(cyclohexyl-NHCOO ) were determined in 0.28 M phosphate
buffer pH 10.8 at 25 °C. We found k, for N-carboxymethano-
furan cleavage at 27 °C and pH 8.0 to be 4.0 x 108 M 1!
and for N-carboxyfurfurylamine to be 2.0 x 10® M~ 's™'
(Table 2).

Rates of carbamate formation have been determined via
stopped flow [39,40] or from the product ratio carbamate/
carbonate [41] for the reaction of the uncharged amine with
CO,. For carbamate formation from diethanol amine and CO, a
ki of 110 m~"-s~" at 25 °C and a pH of approximately 10 was
reported [40]. The carbamate reaction of glycylglycine
proceeds with a k; of 2500 M '-s™' at 37 °C and pH 7-8
[39]. We found k; for carbamate formation from MFR and CO,
to be approximately 1000 M~ Ls7! at 300 K and pH values
between 7.0 and 8.0.

Also the equilibirum constant K* = k;*/k,* of N-carboxy-
methanofuran formation can be compared with the equi-
librium constant of other carbamate forming reactions. K*
of N-carboxyfurfurylamine formation from ‘MFR’ and ‘CO,’
was determined at 300 K to be 0.6 M~ ' at pH 7.0 and 3.0 M~
at pH 8.0 (Table 2). The values are in the order of the K*
values published for other carbamates [27,38].

In methanogenic archaea grown on H, and CO, the
concentration of methanofuran is in the range of 0.1 mMm to
1 mm. The concentration of ‘CO,’ in natural habitats of
methanogens is between 10 mm and 100 mm [36]. The ‘CO,’
concentration inside the cells is probably very similar as CO,
can freely permeate the cytoplasmic membrane and at pH 7
there is no large pH difference between the inside and the
outside [42]. We have determined the rate constant k;* of
carbamate formation from ‘MFR’ and ‘CO,’ to be approxi-
mately 6 M~ '-s™" at 300 K (27 °C) and 20 M 's~' at 310 K
(37 °C) (Table 2). From these data and because k;* was almost
pH independent, the rates of spontaneous carbamate formation
in methanogens are calculated to be between 0.005 mM-s~
(0.1 mM methanofuran and 10 mm ‘CO,’) and 0.5 mm-s !
(1 mm methanofuran and 100 mm ‘CO,”) at 27 °C and between
0.020 mm-s~ ' and 2.0 mm-s~ " at 37 °C. These rates have to be
compared with those of methane formation from H, and CO, in
methanogenic archaea.

Cell suspensions of M. barkeri, which grows optimally at
37 °C, catalyze the formation of methane from CO, and H,
with a specific rate of 0.2 pmol per min and mg cells (dry
mass) at 37 °C when the CO, concentration in the gas
phase is 20% and the H, concentration is 80% both at
2 x 10° Pa [19]. At a CO, concentration of 20% in the gas
phase at 2 x 10° Pa and an intracellular pH of 7.0 the
intracellular ‘CO,’ concentration is calculated to be approxi-
mately 60 mM (At 37 °C and a CO, concentration in the gas
phase of 100% at 10° Pa the CO, concentration in water is
24.8 mm; pK; of H,COg is 6.3). A specific rate of 0.2 pmol per
min and mg cells is equal to a rate of 120 pwmol per min
and ml intracellular volume or a rate of 2 mM-s_!. For the
calculation an intracellular volume of 3.3 wL-(mg protein) ' =
1.65 pL-(mg cells (dry mass)) ' was used [43]. The maximal
rate of methane formation from CO, and H, at 37 °C
(2 mm-s~ ) is thus almost the same as the calculated maximal
rate of spontaneous carbamate formation at 37 °C (2.0 mM-s )
inside methanogenic archaea (see above).

In the natural habitats of methanogens, the H, concentration
is <0.1% (in the gas phase) [36]. At this concentration the
specific rates of methane formation is only less than 1% of that
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at a H, concentration of 80%, half maximal rates being
observed at a H, concentration of 20% [25]. At 0.1% H, the
specific rate of methane formation is only 2 nmol per min and
mg cells equal to a rate of 20 pJM-57l which is a rate 100 times
smaller than the spontaneous rate of carbamate formation under
these conditions.

As already indicated the pH in the natural habitat of
methanogens is generally near 7 [36]. At this pH most of the
‘COy’ is present as HCO;  (H,COjz; pK,; = 6.3). As CO,
rather than HCOj;  is the species of ‘CO,’ reduced to methane
[3], the very first step in CO, reduction to methane is therefore
the formation of CO, from HCO; (see the equation below,
rate constants indices as in [38]).

’

k
HCO; + HY 2O, + H,0
k}l

This formula neglects H,CO5; formation from CO, and from
HCOj;  as the ratio [H,CO5]/[CO,] at equilibrium is very small
(< 0.002), and at all pH values in our experiments the ratio
[H,CO3]/[HCO5; ] was 0.005 or less. At 25 °C and an ionic
strength of 0.055 the corresponding rate constants are:

'3=55x10"m Ls7! and k% = 0.0375s7! [34]. At a
‘CO,’ concentration of 0.1 m and a pH of 7.0 the HCO;
concentration is 0.082 M. The rate of CO, formation from
HCO; ™ at pH 7.0 is calculated from v = ki3 [HCO;3 | [H] to
be 0.45 mM-s~ ' at 25 °C. This rate has to be compared with a
calculated maximal rate of carbamate formation of 0.5 mm-s~ !
at 27 °C (see above). The rates of HCO3;~ dehydration and of
carbamate formation are thus very similar.

Cell extracts of M. barkeri grown on 80% H,/20% CO, do
not exhibit carbonic anhydrase activity [24]. The finding
indicates that the rate of the spontaneous formation of CO,
from H,COs5 and thus also that of carbamate formation are
apparently sufficiently high not to become rate limiting for
methane formation under the growth conditions. However, at
lower CO, concentrations this may be the case. In the genome
of methanogenic archaea [44,45] several open reading frames
have been found which encode for carbonic anhydrases and
which are probably transcribed only when the methanogens
thrive at very low CO, concentration [46].

In the present studies we have investigated whether cell
extracts of M. barkeri contain an enzyme activity that catalyzes
the formation of carbamate from CO, and methanofuran. Such
an activity was not found (Table 3). The cell extracts also did
not exhibit carbonic anhydrase activity despite the fact that this
organism can synthesize carbonic anhydrase under certain
growth conditions [24]. This sugests that an enzyme catalyzing
carbamate formation might only be induced under specific
growth conditions which have not yet been described.
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Zusatztabelle zu Tabelle 2 der Carbamatpublikation:

Amin [Carbamat] [‘CO.Jrex [MFR']  [COj [CO*] [MFR] [HCO;] [‘CO,] K*aus[] 10°K k**  k*  10°k, DG”
(mM) (mM) (mM) (mM) (mM) (mM) (mM) (MmM) (MD (shH M'shH (M'sH (kImol)
1. Furfurylamin
pH 7.0, 300 K 2.25 97.75 97.75 7.810 54.239 3743 35701 43511 0529 7.69% 030 6.895 10.032 1588
pH 7.5, 300 K 6.75 93.25 93.25 4.163 28.911 10427 60176 64339 1125 4917 042 6528 9.023 -0.294
pH 8.0, 300 K 17.60 82.40 82.40 1.536 10.665 23463 70.199 71735 2978 4884 043 5994 9832 -2721
pH 8.0, 280 K 18.90 81.10 81.10 2.227 8.437 23.093 70436 72663 3207 3674 - -- - -2.713
pH 8.0, 290 K 18.30 81.70 81.70 1.809 9.520 23264 70.371 72180 3103 4349 015 2078 2912 -2.730
pH 8.0, 310K 16.80 83.20 83.20 1.382 12562 23.691 69.256 70.638 2.859 5132 143 20.244 36.339 -2.708
pH 8.0, 320 K 15.60 84.40 84.40 1.309 15.962 24.033 67.129 68.438 2.70 4.959 -- -- -- -2.644
2. Methanofuran
pH 8.0, 300 K 0.01 99.99 0.09 1.864 12942 28472 85185 87.049 1148 188 031 3561 5841 16.882
Textbeispiel: 16.32 83.68 83.68 1.560 10.831 23828 71290 72850 2677 4391 041 5628 9230 -2.456
16.32 83.68 83.68 1.560 10.831 23828 71290 72895 2677 4391 042 5765 9455 -2.257
16.56 83.44 83.44 1.556 10.800 23.759 71.085 72641 2732 4482 045 6.195 10.157 -2.507

K = [Carbamat] [H'] / [MFR] [COZ;v1 = ki* [ 'MFR’] [ CO;'];v1 = ki [MFR] [CO,]; pKWert von Furfurylamin = 8.4

as 5

acol(T) PKSicos(T) RXT  Blacy(T) 10PPe 1077 10P7¢ | [CO,* ] = am [CO,] [HCO, ] =10""*™ [CO,]
(K) (kJ/mol) (PH=8) (PH=75 (pH=7)
280 1.3234 6.50 2.328 3.79 3162 Co.] - [CO,]s — CMFR 10 7
290  0.95055 6.41 2.411 5.26 38.91 2 ( 5 1+ L0y [MFR] = (1107 )
300 0.72235 6.34 2.494 6.94 4571 14.45 457 a(m)
310 0.55174 6.30 2578 9.09 50.12
320 041093 629 2661 1220 5129 [CO,lre =[CO,] +[CO,**] +[HCO, ]
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2 Die Re-Seiten Ster eospezifitat von N®,N™-
M ethylentetrahydromethanopterin- und N°N'°-M ethylentetrahydr ofolat-
abhangigen-Dehydrogenasen ist vorherbestimmt durch intrinsische

Eigenschaften des Substrats

Die Ergebnisse hierzu wurden in ChemBioChem verdffentlicht. Die Publikation ist am
Ende dieses Kapitels abgedruckt. Im folgenden werden die wichtigsten Punkte
zusammengefaldt. Der Ergebnisteil enthdlt zusétzlich als Vergleich fir die Konformationen
des Imidazolidinrings die Kristallstrukturen von N°N'°-Methylentetrahydrofolat, einen
Reaktionsweg der gesamten Reaktion von N N'-Methenyltetrahydromethanopterin zu
N° N*°-Methylentetrahydromethanopterin sowie die Ergebnisse von Gerrit Buurman am MPI
fUr Terrestrische Mikrobiologie in Marburg, die darauf hinweisen, dal3 es einen zusétzlichen
Cofaktor gibt.

2.1 Problemstellung

Innerhalb der Methanbildung findet eine Reihe von Dehydrogenasereaktionen statt (siehe
Kapitel A). Die Hy-bildende N° N'°-M ethylentetrahydromethanopterin-Dehydrogenase (Hmd)
aus Methanothermobacter marburgensis katalysiert die reversible Reaktion von N N™-
Methenyltetrahydromethanopterin  (Methenyl-HsMPT™) mit molekularem Wasserstoff zu
N° N*°-Methylentetrahydromethanopterin  (Methylen-HsMPT) und einem Proton (siehe
Abb. 8).

N 5 N°-Methenyl-H,MPT* N ® N'%-Methylen-H,MPT

Abb. 8: Reversible Reaktion von Methenyl-H,MPT" und Wasser stoff zu Methylen-H,MPT und
einem Proton, Kkatalysiert von H,-bildender Methylen-HMPT-Dehydrogenase aus
methanogenen Archaea. Bei der Reaktion wird ein Hydridion stereoselektiv direkt in die pro-R-
Position von Methylen-H,MPT (bertragen [52]. Fir die vollstandige Struktur von
Tetrahydromethanopterin und des funktionellen Analogons Tetrahydrofolat siehe [53] und [54].
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Hmd ist die einzige bekannte metallfreie Hydrogenase und katalysiert wie die metallhaltigen
Hydrogenasen auch den Austausch zwischen dem transferierten Hydridion und den Protonen
des Losungsmittels. Allerdings katalysiert Hmd im Vergleich zu den metallhaltigen
Hydrogenasen den H'/H>-Austausch nur in Gegenwart des Elektronendonors Methylen-
HsMPT oder des Elektronenakzeptors Methenyl-HsMPT" [55, 56]. Die Resktion von
Methylen-H4sMPT zu Methenyl-HsMPT" und Wasserstoff [&uft in wélriger Lésung spontan
auch in Gegenwart von Mineralsuren (1-3 M HCI) und bei Temperaturen bis 50°C nicht ab
[57]. Da die bisher vier bekannten Familien von Methylen-H,MPT- und N°N%-
Methylentetrahydrofolat-abhéngigen-Dehydrogenasen anhand ihrer Aminosauresequenzen
phylogenetisch keinerlel  Verwandtschaft zeigen [14], scheint der Protein-Cofaktor-
Wechselwirkung innerhalb dieser Reaktion deshalb die entscheidende Bedeutung
zuzukommen. Diese Wechselwirkung wurde durch Transfer-NOE-M essungen untersucht.
Interessanterweise erfolgt die Dehydrogenierung von Methylen-H,MPT  und
Methylentetrahydrofolat immer in der pro-R-Position. Das heild, ale vier Typen von
Dehydrogenasen sind Re-Seiten-spezifische Katalysatoren. Diese einheitliche Stereospezifitat
koénnte Zufall sein, aber es kdnnte auch bedeuten, dal3 die intrinsischen Eigenschaften von
Methylen-Hs;MPT bzw. N°,N'*-Methylentetrahydrofolat die Stereospezifitét in der Evolution
der Enzyme kontrolliert haben. Dieser Befund 183 sich aufgrund des auf den Transfer-NOE-

M essungen aufbauendem Mechanismus erklaren.
2.2 Proben- und Mef3bedingungen

Das Redoxpotential des N°N'-Methenyltetrahydromethanopterin  /  N°,N'°-Methylen-
tetrahydromethanopterin-Paares (Methenyl-H4MPT /Methylen-Hs;MPT) (siehe Abb. 8) liegt
bei -390 mV und ist somit nahe dem Redoxpotential der Wasserstoffelektrode von -414 mV
bei einem pH-Wert von 7,0 [58]. Dies bedingt, dal? die Reaktion, katalysiert von H,—bildender
Methylentetrahydromethanopterin-Dehydrogenase (Hmd) aus  Methanothermobacter
marburgensis, unter Standardbedingungen reversibel ist, was sich in dem niedrigen DG° -
Wert von -5,5 kJ/mol ausdriickt. Die Gleichgewichtskonzentrationen von Methenyl-H;MPT*
und Methylen-H,MPT sind sowohl von der Wasserstoffkonzentration als auch stark vom pH-
Wert abhangig. Ein leicht saurer pH-Wert beginstigt die Dehydrogenierung von Methylen-
HsMPT und ein leicht basischer pH-Wert die Reduktion von Methenyl-HsMPT™ [59]. Durch
NM R-spektroskopische Untersuchungen sollten die Konformationen von Methylen-HsMPT
frel in Losung und gebunden an Hmd aufgeklart und miteinander verglichen werden. Die
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Spektren wurden bei 0°C, pH-Wert 7,8 in einer 100%igen Hx-Atmosphére unter strikt
anaeroben Bedingungen gemessen. Nur unter diesen Bedingungen ist sowohl Hmd als auch
Methylen-H;MPT relativ stabil und das Gleichgewicht der enzymkatalysierten Reaktion liegt
ganz auf der Seite von Methylen-H4sMPT. Unter den gleichen Bedingungen, aber in
Abwesenheit von Hmd, wurde die Konformation von Methylen-H,MPT frel in Ldsung
bestimmit.

Ring oPro-Sy O 0 Ring .
ing , LN Ring, _N<& X
Methylen-H M PT 3 - 1A6(.;// HR 3 Aot HR Methenyl-H M PT
(enzymgebunden) d‘ d‘ - (enzymgebunden)
H bR H
g3 5 CH,
H™-Austausch I
mit dem Losungsmittel
Produktdissoziation
H= H* H Ho

1athy
5= 595 MR Methenyl-H M PT
(frei in Losung)

CHs

Abb. 9: Katalysecyclusfir dievon Hx-bildender Methylen-H,M PT-Dehydrogenase katalysierte
reversible Reaktion von Methylen-H,MPT und einem Proton zu Methenyl-H;MPT" und
Wasser stoff. NMR-spektroskopisch wurden die Konformationen von Methylen-H;MPT frei in

L6sung und in enzymgebundener Form (linker Teil der Abbildung) bestimmt. Fir die Strukturen siehe
Abb. 8.
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2.3 Methode und Auswertung

Protonen-Dipol-Dipol-Relaxationsraten von N° N'°-M ethylentetrahydromethanopterin
(Methylen-HsMPT) frel in Losung wurden durch Integration von homonuklearen Transfer-
NOE-Spektren bei verschiedenen Mischzeiten bestimmt. Aus diesen lassen sich direkt die
Protonen-Protonen-Abstande in Methylen-HsMPT frei in Ldsung berechnen. Zusétzlich
wurden die Relaxationsraten in  Gegenwart von Hy-bildender Methylen-HMPT-
Dehydrogenase (Hmd) aus Methanothermobacter marburgensis durch Transfer-NOE-
Messungen bestimmt. Methylen-H,MPT frel in Losung und enzymgebunden befinden sich

dabei im schnellen Austausch:

Methylen-H,MPT (frei inLosung) + Hmd =Seehsashy  \ethylen-H,MPT - Hmd

Durch den Vergleich der Aufbauraten des unverdnderten Referenzabstandes der ortho-
Protonenpaare des Aromaten in Methylen-HsMPT (siehe Abb. 8) frei in Lésung und in
Gegenwart von Hmd konnten die Konzentrationen von Methylen-H,MPT frei in Losung und
enzymgebunden berechnet werden. Daraus lief3en sich der Kp-Wert der Reaktion sowie die
Protonen-Protonen-Abstande von enzymgebundenem Methylen-HsMPT berechnen. Mittels
der berechneten Protonen-Protonen-Abstande fur Methylen-H,MPT frel in Losung und
enzymgebunden wurden mit dem Programm Xplor Strukturrechnungen durchgefiihrt aus
denen die Konformationen des Substrats erhalten wurden (zur detaillierten Auswertung siehe
[60]).
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2.4 Zusammenfassung der Ergebnisse

Mit den Konformationen von Methylentetrahydromethanopterin (Methylen-H,MPT)
frei in Losung und gebunden an H,-bildende Methylen-H4MPT-Dehydrogenase (Hmd) aus
Methanothermobacter marburgensis, die aus Transfer-NOE-Daten berechnet wurden, konnte
eine Konformationsdnderung von Methylen-HsMPT durch Bindung an das Enzym

nachgewiesen werden (siehe Abb. 10).

Abb. 10: Stereoabbildung der Konformationen von Methylen-H,MPT (2) in wélriger Ldsung
und (3) gebunden an H,-bildende Methylen-H,M PT-Dehydrogenase. (Freie Elektronenpaare in
gelb, Stickstoff in grin, Wasserstoff in grau, Kohlenstoff in schwarz, Sauerstoff in rot, pro-R- und
pro-S-Wasserstoff in hellblau). Fir weitere Details siehe [60].

Anhand dieser Strukturen wurde ein Mechanismus fir die von Hmd katalysierte
Reaktion vorgeschlagen, der eine Aktivierung des pro-R-Wasserstoffatoms durch die
metallfreie Hydrogenase aufbauend auf den Arbeiten von Berkessel und Thauer sowie
Gelerstanger et al. [61, 62] postuliert.

Sowohl die freie Form (Konformation 2 in Abb. 10) as auch die enzymgebundene
Form (Konformation 3 in Abb. 10) von Methylen-HsMPT liegen in ener
Briefumschlagkonformation mit dem Stickstoffatom N'° unterhalb bzw. oberhalb der Ebene,
die aus den anderen Ringatomen gebildet wird, vor. In Konformation 2 in Abb. 10 steht das
freie Elektronenpaar von N*° anticlinal zur pro-R-C-H-Bindung und synclinal zur pro-S-C-H-
Bindung; in Konformation 3 in Abb. 10 ist dies gerade der umgekehrte Fall. Die Tatsache

dieser Konformationsanderung findet sich auch in Konformationen des Strukturanalogons von
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Methylen-HsMPT,  N° N'°-Methylentetrahydrofolat.  In N° N'°-Methylentetrahydrofolat
gebundenen Kristallstrukturen von Thymidylatsynthase liegt der Imdiazolidinring ebenfallsin
Briefumschlagkonformationen vor, in denen sich N'° oberhalb oder unterhalb der Ringebene
befindet (siehe Abb. 11) [63, 64].

\S (Hp“f‘— oS \‘
HPro-R

HPro-R

Abb. 11: Zwei Konformationen von N°>N™-Methylentetrahydrofolat, wie sie in den
Kristallstrukturen von Thymidylatsynthase aus Bacillus subtilis gefunden wurden [64].
(Stickstoff in griin, Wasserstoff in grau, Kohlenstoff in schwarz, Sauerstoff in rot, pro-R- und pro-S
Wasserstoff in hellblau).

Im Gegensatz zu den Konformationen von Methylen-H,MPT frei in Loésung und
gebunden an Hmd ist im postulierten Ubergangszustand das freie Elektronenpaar an dem
Stickstoffatom N'° antiperiplanar zur pro-R-C-H-Bindung (Konformation 4 Abb. 12). In
dieser Konformation sollte die Wechselwirkung des freien Elektronenpaares mit dem s*-
Orbital des pro-R-C-H-Fragments maximal sein, so dal3 eine Schwéchung der pro-R-C-H-
Bindung und damit eine erleichterte Hydrid-Bildung bewirkt wird. Das auf diese Weise
aktivierte Substrat wird in der enzymkatalysierten Reaktion protoniert. Es entsteht H, und die
positive Ladung am C*** wird im planaren Imidazolidinring optimal stabilisiert.

Um den Ubergangszustand (Konformation 4 in Abb. 12) zu erreichen, muR in der
enzymgebundenen Form 3 in Abb. 12 der dihedrale Winkel zwischen dem frelen
Elektronenpaar an N'° und der pro-R-C-H-Bindung von 151° auf 180° erhdht werden. In
quantenmechanischen Berechnungen wurde fir diesen Ubergang 3 —> 4 eine Energie von
nur +29 kJmol ermittelt [60]. Dieser Energieunterschied liegt in der GrofRenordnung der
experimentell bestimmten Aktivierungsenergie von etwa +50kJmol, die aus der
Temperaturabhangigkeit der Enzymaktivitdt von Hmd aus M. marburgensis [65] und

Methanosarcina kandleri [66] berechnet wurde.
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Aktivierungsenergie (kJ/mol)

H Pro-S
14a NlO
pro RHO HPro-R +
~14a :H N ]

Reaktionskoordinate

Abb. 12: Reaktionskoordinate der Dehydrogenierungsreaktion von Methylen-H;MPT zu
Methenyl-H,MPT" katalysiert von Hmd (siehe Abb. 9). 2 und 3 sind Konformationen von
Methylen-H,MPT frei in Losung (2) und gebunden an Hmd (3), die durch NMR-Messungen bestimmt
wurden. Die Konformationen 4, 5 und 6 sind die Ergebnisse von quantenmechanischen Rechnungen.
Konformation 4 ist der Ubergangszustand von Methylen-H,MPT. 5 und 6 sind Konformationen von
Methenyl-H,MPT* gebunden an Hmd (5) und frei in Losung (6). (Numerierung der
Konformationen analog [53].) Stickstoff in griin, Kohlenstoff in schwarz, freie Elektronenpaare in
rot, pro-R- und pro-S-Wasserstoff in hellblau sowie Hmd in grau.

Bisher ist es weder gelungen Kristalstrukturen von N°N'°-Methylentetrahydro-
methanopterin-  (Methylen-HsMPT-)  und  N° N*°-Methylentetrahydrofolat-abhangigen-
Dehydrogenasen mit gebundenem Methylen-HsMPT oder N° N'°-Methylentetrahydrofolat zu
erhalten noch Hmd in aktiver Form heterolog Uberzuproduzieren, was Voraussetzung fir
| sotopenmarkierungen ist. Uber N, *3C oder H-Markierung von Hmd kénnten durch weitere
NM R-spektroskopische Untersuchungen neue Erkenntnisse zu den Wechselwirkungen von
Hmd mit Methylen-H;MPT in Bezug auf Hmd erhalten werden.
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Neue Untersuchungen von Gerrit Buurman am MPI fir Terrestrische Mikrobiologie in

Marburg haben Hinweise auf einen zweiten zusétzlichen Cofaktor [67] und dessen potentielle
Rolle [57] innerhalb des vorgestellten Mechanismus [60] geliefert. Die Kernresultate der
aufgenommenen NMR-Spektren, neben den photometrischen Untersuchungen, sind
Ergebnisse zur globalen Faltung von Ha-bildender Methylen-H4MPT-Dehydrogenase und zur
Bindung des Cofaktors Methenyl-H;MPT":
In Abb. 13 sind die 1D-Protonen-NMR-Spektren von nativer und heterolog Uberproduzierter
Hmd aus M. kandleri dargestellt. Lediglich im Detaill sind die NMR-Spektren verschieden.
Dies deutet darauf hin, da3 die Inaktivierung von Hmd nicht von einer ausgeprégten
Konformationsanderung, wie sie bei Protein-Assoziationen oder Protein-Dissoziationen
auftritt, begleitet wird und dai3 die globale Faltung von nativer und heterolog produzierter
Hmd sehr dhnlich ist.

Abb. 13: 1D-Protonen-NMR-Spektren (A) von nativer Hmd aus M. kandleri und (B) von
heterolog Giber produzierter Hmd aus M. kandleri (inaktiv).
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Methenyl-H;MPT" zeigt im 1D-Protonen-NMR-Spektrum charakteristische Signale des

H3*. und H?*"®-Protonen des Aromaten bei

Methenylprotons bei d=8,9 ppm und die
d=7,4 ppm bzw. d = 7,3 ppm [52]. In Anwesenheit von Hmd bindet Methenyl-H,MPT" unter
geeigneten Bedingungen reversibel an das Enzym (siehe Abb. 9). Fehlt molekularer
Wasserstoff, kann eine enzymkatalysierte Reduktion zu Methylen-H;MPT nicht stattfinden.
In Gegenwart von Hmd stellen daher die Resonanzen von Methenyl-HsMPT* im *H-NMR-
Spektrum die Summe von freier und enzymgebundener Form dar. Die Spektren von
Methenyl-HsMPT™ in Anwesenheit von aktiver Hmd aus M. kandleri oder M. marburgensis
zeigen eine deutliche Linienverbreiterung der Protonenresonanzen (Abb. 14 C und D). Die
Resonanzlinien des Methenylprotons sind fast verschwunden und auch die Signale der
aromatischen Protonen haben sich stark verbreitert. Die Linienverbreiterungen kdnnen mit
einer hoheren Korrelationszeit von Methenyl-H4sMPT" im enzymgebundenen Zustand erklart

und somit auf die Bindung von Methenyl-Hs;MPT" an Hmd zuriickgefiihrt werden.

A

I T

Abb. 14: Ausschnitte der 1D-Protonen-NMR-Spektren von Methenyl-H,MPT™; (A) in
Abwesenheit und (B-D) in Gegenwart von gereinigter Hmd. (B) In Anwesenheit von heterolog
Uberproduzierter Hmd aus M. kandleri (inaktiv), (C) in Anwesenheit von nativer Hmd aus M. kandleri
und (D) in Anwesenheit von nativer Hmd aus M. marburgensis.
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Im Gegensatz dazu konnte in Anwesenheit von inaktiver heterolog Uberproduzierter Hmd aus
M. kandleri (Abb. 14B) keine Linienverbreiterung festgestellt werden. Die Befunde zeigen,
dal? Methenyl-HsMPT" nur an native Hmd mit einer hohen spezifischen Aktivitat bindet. Die
Linienverbreiterung im NMR-Spektrum gibt keinen Hinweis auf die Art der Bindung. Da die
Linienverbreiterung allerdings nur in Anwesenheit von aktiver Hmd auftrat und die
Inaktivierung von Hmd zu keiner dramatischen K onformationsanderung von Hmd gefihrt hat,
ist es wahrscheinlich, dal3 die Bindung spezifisch im aktiven Zentrum stattfindet. Obwohl die
spektroskopischen Untersuchungen belegen, dal3 heterolog Uberproduzierte Hmd sehr
dhnliche Faltungseigenschaften besitzt wie das homolog produzierte Enzym, wurde eine
Substratbindung in diesen Untersuchungen nicht beobachtet. Eine mdgliche Erkl&rung fir
diesen Befund ist die Notwendigkeit des zweiten Cofaktors fur eine kooperative Bindung von
Methylen-H4sMPT oder Methenyl-H;MPT* an Hmd. Zu einer moglichen Rolle des zweiten
Cofaktors innerhalb des vorgestellten Katalysemechanismus, Uber dessen Struktur es bisher

keine Informationen gibt, siehe [57].

H,-bildende Methylen-H;MPT-Dehydrogenase (Hmd) aus Methanothermobacter
marburgensis ist eine Hydrogenase, die im Gegensatz zu anderen Hydrogenasen kein Metall
enthdlt. Durch Transfer-NOE-Messungen war die Konformationsbestimmung von Methylen-
HsMPT in Abwesenheit und in Anwesenheit von Hmd moglich. Die experimentell bestimmte
enzymgebundene Konformation lieferte einen wichtigen Beitrag zum Verstdndnis des
Mechanismus der Reaktion. Bei der Konformation handelt es sich ndmlich um eine
Konformation, die sich zwischen der Konformation in Lésung und dem postulierten
Ubergangszustand befindet. Dasist im Einklang mit der momentanen Diskussion dariiber, dal3
es eine der Funktionen von Enzymen ist, Cofaktoren in Richtung des jeweliligen

Ubergangszustandes der katalysierten Reaktion zu lenken.
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Re-Face Stereospecificity of Methylene-
tetrahydromethanopterin and Methylenetetra-
hydrofolate Dehydrogenases is Predetermined
by Intrinsic Properties of the Substrate

Stefan Bartoschek, °+ Gerrit Buurman,@* Rudolf K. Thauer,*®

Bernhard H. Geierstanger,™ Jan P. Weyrauch,™ Christian Griesinger,*®!
Michael Nilges,'¥ Michael C. Hutter,™ and Volkhard Helms*!!

Dedicated to Prof. Dr. Ernst-G. Jdger on the occasion of his 65th birthday

Four different dehydrogenases are known that catalyse the
reversible dehydrogenation of N°,N"°-methylenetetrahydrometha-
nopterin (methylene-H,MPT) or N°>,N'°-methylenetetrahydrofolate
(methylene-H,F) to the respective N°N'°-methenyl compounds.
Sequence comparison indicates that the four enzymes are
phylogenetically unrelated. They all catalyse the Re-face-stereo-
specific removal of the pro-R hydrogen atom of the coenzyme’s
methylene group. The Re-face stereospecificity is in contrast to the
finding that in solution the pro-S hydrogen atom of methylene-
H,MPT and of methylene-H,F is more reactive to heterolytic
cleavage. For a better understanding we determined the con-
formations of methylene-H,MPT in solution and when enzyme-
bound by using NMR spectroscopy and semiempirical quantum
mechanical calculations. For the conformation free in solution we
find an envelope conformation for the imidazolidine ring, with the
flap at N'°. The methylene pro-S C—H bond is anticlinal and the
methylene pro-R C—H bond is synclinal to the lone electron pair of
N'°. Semiempirical quantum mechanical calculations of heats of

Introduction

Tetrahydromethanopterin (H,MPT)**! and tetrahydrofolate (H,F)
are coenzymes of analogous structure (Figure 1). Both coen-
zymes are involved in the interconversion of C, units at the

formation of methylene-H,MPT and methylene-H,F indicate that
changing this conformation into an activated one in which the
pro-S C—H bond is antiperiplanar, resulting in the preformation of
the leaving hydride, would require a AAH; of + 53 kimol~' for
methylene-H,MPT and of +51 kJmol~' for methylene-H,F. This is
almost twice the energy required to force the imidazolidine
ring in the enzyme-bound conformation of methylene-H,MPT
(+29 kJmol~") or of methylene-H,F (+ 35 kJmol~") into an acti-
vated conformation in which the pro-R hydrogen atom is
antiperiplanar to the lone electron pair of N'°. The much lower
energy for pro-R hydrogen activation thus probably predetermines
the Re-face stereospecificity of the four dehydrogenases. Results are
also presented explaining why the chemical reduction of methenyl-
H,MPT* and methenyl-H,F+ with NaBD, proceeds Si-face-specific,
in contrast to the enzyme-catalysed reaction.

KEYWORDS:

conformation analysis - dehydrogenases - enzyme catalysis -
oxidoreductases - stereospecificity

oxidation levels of formate (N°-formyl; N'%-formyl; N°,N'°-meth-
enyl), formaldehyde (N°,N'°-methylene) and methanol (N°-meth-
yl)." 3 H,MPT is the C, carrier in methanogenic archaea and
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Figure 1. Structures of tetrahydromethanopterin (H,MPT), tetrahydrofolate (H,F), N°,N'>-methylene-H ,MPT and of N°,N'°-methenyl-H ,MPT*. The reversible
dehydrogenation of the N°,N'°-methylene compounds to the N°,N'°-methenyl compounds is shown for methenyl-H,MPT (bottom). The numbering scheme for H,MPT was
adopted from van Beelen et al.’®" and that for H,F from Poe and Benkovic.*? Functionally, the most important difference between H,MPT and H,F is the electron
donating methylene group of H,MPT in position 1c, which is conjugated to N'° through the aromatic ring, whereas H,F has an electron-withdrawing carbonyl group in
this position. One consequence is that the redox potential of the N°,N'°-methenyl-H ,MPT*/N?*,N'%-methylene-H ,MPT couple (— 390 mV) is almost 100 mV more negative

than that of the N°,N'-methenyl-H,F*/N°,N'"°-methylene-H,F couple (— 300mV).1!

sulfate-reducing archaea, whereas H,F serves this function in all
other organisms. In methylotrophic bacteria both H,MPTand H,F
are present.? 4 The interconversion of C, units is catalysed by
specific cyclohydrolases (N-formyl = N>,N'%-methenyl), dehydro-
genases (N°N'°-methylene 2 N°N'°-methenyl + 2[H]) and re-
ductases (N°N'"-methylene + 2[H]=N°>-methyl). Of these
enzymes, the dehydrogenases catalyse the dehydrogenation of
a prochiral center as shown for methylene-H,MPT in Figure 1.

Four different families of methylenetetrahydromethanopterin
and methylenetetrahydrofolate dehydrogenases are known:®! 1)
H,-forming methylene-H,MPT dehydrogenases (Hmd) found in
many methanogenic archaea,’®” 2) F,,,-dependent methylene-
H,MPT dehydrogenases (Mtd) found in methanogenic archaea
and sulfate-reducing archaea,” 3) NAD(P)-dependent methyl-
ene-H,MPT dehydrogenases (MtdA and MtdB) found in meth-
ylotrophic bacteria® ® and 4) NAD(P)-dependent methylene-H,F
dehydrogenases (e.g. FolD) found in all other organisms.*

CHEMBIOCHEM 2001, 2, 530-541

These dehydrogenases reactions

[Egs. (1)-(4)]

catalyse the following

methylene-H,MPT + H* methenyl-H,MPT" +H, 1)

AG®=+5.5 kJmol™'

methylene-H,MPT + H" 4 F 5 methenyl-H,MPT" +F,,0H, (2)

AGY=—55kJmol’

MtdA/B
methylene-H,MPT + NAD(P)* —_— methenyl-H,MPT* + NAD(P)H 3)

AGY=—13 kJmol™’

methylene-H,F + NAD(P)" methenyl-H,F* + NAD(P)H 4)

AGY=+3.5kimol’

As deduced from comparisons of the amino acid sequences,
the four enzyme families are phylogenetically unrelated. How-
ever, within each of the four families all enzymes show sequence
similarity even when they belong to organisms that are
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phylogenetically very distantly related only. It thus appears that
the four methylenetetrahydromethanopterin dehydrogenase
families have evolved independently.” It is, therefore, surprising
that the enzymatic dehydrogenation of methylene-H,MPT and
methylene-H,F always leads to the removal of the pro-R
hydrogen atom of the methylene group, that is, all four types
of deydrogenases are Re-face-specific catalysts.['0-13]

Recently, for the H,-forming methylenetetrahydromethanop-
terin dehydrogenase (Hmd) [Eq. (1)]'* ' a mechanism of sub-
strate activation was proposed that may be also valid for other
methylenetetrahydromethanopterin and methylenetetrahydro-
folate dehydrogenases. This mechanism is supported by ab initio
molecular orbital calculations"®'® and assumes that the meth-
ylene C—H bond of methylene-H,MPT can only be cleaved
heterolytically if it is activated in an antiperiplanar position to
both lone electron pairs of the neighbouring N°> and N'® atoms.
In this position, the conjugation of the neighbouring n orbitals
with the o* orbital of the C—H fragment is maximal and thus the
C—H bond is weakened, making it easier for the hydride ion to
leave.l%-21

In aqueous solution methylene-H,MPT and methylene-H,F are
in a conformation in which the pro-S C—H bond is more reactive
towards H- formation than the pro-R C—H bond."™ This was
inferred from 'J.,; coupling constants and chemical shifts of the
pro-R and pro-S protons and from the finding that the chemical
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Rudolf K. Thauer,
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studied biochemistry at the universities
of Frankfurt, Tiibingen and Freiburg,
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reduction of methenyl-H,MPT*and of methenyl-H,F" in aqueous
solution with NaBD, leads to the incorporation of the hydrogen
into the pro-S position of the methylene group.'™ In aqueous
solution the imidazolidine ring of methylene-H,MPT was there-
fore assumed to be in an envelope conformation with C'* above
the ring and the pro-S proton at C'*? in antiperiplanar position to
the lone electron pairs of N> and N (Figure 2A).'"") The pro-R
hydrogen atom at C'* would be in a position synclinal to the
lone electron pairs of the two neighbouring nitrogen atoms and
thus should not be activated.

Hpro—S
ring rin rin
H 5/g/CM\aHpro-R 9 95
“Niod R HH 1 TNg | joro-s
N~ N \ ~H
H O \C14a
H3C HaC \R
3 Hpro-R
A B

Figure 2. Previously proposed conformations of the imidazolidine ring of
methylene-H,MPT: A) free in solution and B) bound to H,-forming methylene-
H,MPT dehydrogenase (Hmd). In both cases, the imidazolidine ring is in an
envelope conformation with the flap C'*@ A) above or B) below the ring.” From
the heats of formation (AH7), the energy change AE,; associated with a
conformational change between the two conformers was calculated to be larger
than + 200 kJmol~" (see Results section).

Since the pro-R C—H bond rather than the pro-S C—H bond is
cleaved in the enzyme-catalysed dehydrogenation of methyl-
ene-H,MPT, it was proposed that upon binding to the enzyme
methylene-H,MPT must be forced into a conformation in which
the pro-R hydrogen atom is reactive or easily activated.'*™
Figure 2B shows the proposed conformation for the enzyme-
bound methylene-H,MPT in the transition state. With C'* below
the ring, the pro-S hydrogen atom is in a synclinal position to the
lone electron pairs, and the pro-R proton is in an antiperiplanar
position to the lone electron pairs of N> and N'°. The pro-R C—H
bond in conformation B should therefore be maximally reactive.

Whether binding to dehydrogenases induces such a con-
formational change in the coenzyme remains speculative since
currently no structures of methylene-H,MPT or of methylene-H,F
alone or in complex with any dehydrogenase are available. The
structure of methenyl-H,F™ has been solved by X-ray crystallog-
raphy.?2 This structure agrees well with NMR spectroscopic
studies on the conformations of the tetrahydropyrazine and
imidazolidine rings of methylene-H,F.?> 2% However, the exact
conformation of the imidazolidine ring at N'° in methylene-H,F
was not clearly defined and was suggested to be sp3-hybridised
in the structure reported by Poe and Benkovic?®! and to be sp?-
hybridised in that reported by Kalbermatten et al.?¥

Here we use two-dimensional nuclear Overhauser effect
spectroscopy (NOESY) to study the conformation of methyl-
ene-H,MPT in solution and when bound to H,-forming methyl-
ene-H,MPT dehydrogenase (Hmd) from methanogenic archaea.
Because the enzyme-bound and the free forms of methylene-
H,MPT are exchanging rapidly on the NMR time scale, we were
able to utilise the concept of transferred NOE spectroscopy

CHEMBIOCHEM 2001, 2, 530-541
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(Tr-NOESY)>-27 to characterise the conformation of methylene-
H,MPT when bound to the enzyme. We show that both
conformations are in an envelope conformation with the flap
N'® below (free in solution) or above (bound to enzyme) the
imidazolidine ring. The conformational change between the free
and the enzyme-bound forms is smaller than proposed pre-
viously (Figure 2)."! For the transition state of the methylene-
H,MPT oxidation, a conformation with a reactive pro-R C—H bond
is proposed which, according to semiempirical quantum me-
chanical calculations, is significantly lower in energy than that of
the conformation with a reactive pro-S C—H bond. In contrast to
the previously proposed reactive conformation, the pro-R C—H
bond is antiperiplanar to the lone electron pair of only one
nitrogen atom. In addition, we describe results from theoretical
calculations that explain the reversed stereospecificity of the
enzyme-catalysed relative to the uncatalysed chemical reduction
of methenyl-H,MPT* and methenyl-H,F".

Results

Conformation of methylene-H,MPT in aqueous solution and
when bound to Hmd as determined by NMR spectroscopy

Two-dimensional NOESY was used to study the conformation of
methylene-H,MPT in aqueous solution (Figure3) and when
bound to H,-forming methylene-H,MPT dehydrogenase (Hmd)
from Methanothermobacter marburgensis (formerly Methanobac-
terium thermoautotrophicum).”® The spectra of methylene-
H,MPT were acquired under strictly anaerobic conditions at
0°C and pH 7.8. Under these conditions methylene-H,MPT and
the enzyme Hmd are relatively stable and the equilibrium of the
A |
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Figure 3. A) One-dimensional 'H NMR spectrum of 1 mm methylene-H,MPT in
H,0/D,0 (9:1) containing 50 mm K,HPO,/KH,PO, (pH 7.8) at 0°C. B) Two-dimen-
sional NOESY spectrum of the same sample obtained with a mixing time of 50 ms.
The NMR spectra were acquired at a 'H frequency of 600.13 MHz on a DRX 600
spectrometer (Bruker Instruments, Rheinstetten) and processed as described in the
Experimental Section.

CHEMBIOCHEM 2001, 2, 530-541

reaction of methylene-H,MPT to methenyl-H,MPT* [Eq. (1)] is far
to the side of methylene-H,MPT.

The signals of all individual protons and of magnetically
equivalent proton pairs of methylene-H,MPT were assigned
according to published spectra.'” To determine the conforma-
tion at N'°, through-space NOE contacts of the proton pair H2®/%b
of the aromatic ring with the protons H®, H73, H'%, H"a Heof
HPoS and H'3 (see Figure 1) are most important. Figure 4 shows
the traces through the NOESY spectrum along the signal of the

W“WW%WW

7 3 2 1

5

Figure 4. Traces through a two-dimensional NOESY spectrum of methylene-
H,MPT along the signal of the H*% protons of the aromatic ring (see Figure 3B).
A) Methylene-H,MPT in the absence and B) methylene-H,MPT in the presence of
H,-forming methylene-H,MPT dehydrogenase (Hmd) both in anaerobic solution
at 0°C. The concentration of methylene-H,MPT was 1.0 mm and that of Hmd
0.3 mm (ca. 6 mg protein in 0.5 mL). After the acquisition of four NOESY spectra
over a period of 48 h the Hmd activity had decreased by 50 %. In the presence of

enzyme the peak volumes increased by a factor of four. A) ——, 50 ms mixing
time; B) ——, 50 ms mixing time; ——-, 30 ms mixing time; ----, 15 ms mixing
time.

aromatic H*/%® protons of methylene-H,MPT in the absence
(Figure 4A) and in the presence of Hmd (Figure 4B). Distances
between protons (Table 1) were obtained from NOE build-up
curves (Figures 5A and B) and used in a restrained simulated
annealing and energy minimisation protocol as described in
detail in the Experimental Section. For the free form as well as for
the enzyme-bound form the rotation of the two methyl groups
and of the aromatic ring had to be taken into account, because
of 40 model structures derived from two starting geometries,
none fully satisfied the NMR distance restraints. Ensembles of
structures were therefore generated by stepwise rotating the
aromatic ring and the methyl groups and by calculating the
effects of NOE averaging [Egs.(7)-(9) in the Experimental
Section].

In the resulting conformation of methylene-H,MPT free in
solution (Figure 6, conformation la) the imidazolidine ring is in
an envelope conformation with the flap at N'°, and the
methylene pro-S C—H bond is anticlinal and the methylene
pro-R C—H bond is synclinal to the lone electron pair of N'°.

The conformation of methylene-H,MPT when bound to Hmd
could be determined in a similar manner. The trace through the
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Table 1. Intramolecular distances between protons of methylene-H,MPT free in solution and when bound to H,-forming methylene-H,MPT dehydrogenase (Hmd).”!

Proton pair Methylene-H,MPT Methylene-H,MPT Methylene-H,MPT
free in solution in the presence of Hmd bound to Hmd
Oi-s i (o i
A B UTM isireey AT Pasiree) (AT UTM soouna) (AT Pasioouna (AT
ref ref

H2breb H3b/se 1.0000 2.46 246 1.0000 2.46 2.46
H2breb H'2 0.1074 3.57 4.36 0.3369 291 261
H2breb H7a 0.1633 333 3.25 0.0279 5.27 5.28
H2breb Hpro-s 0.4150 2.85 2,62 0.4269 2.83 2.81
H2breb H"a 0.8598 2.52 242 0.5296 2.77 3.20
H2breb Hpro-R 0.2665 3.07 3.25 0.3239 2.96 2,62
He2 H2b/6b 0.0097 533 5.12 0.0273 4.42 4.62
H2breb H'se 0.0394 422 5.57 0.0077 6.29 6.51
He H3 0.4881 2.77 2.65 0.3272 3.00 272
H7a Hi3a 0.4070 2.86 2.60 0.5074 2.74 242
Hea Hi3a 0.2912 3.02 2.75 0.2667 3.07 3.09
He H'2 0.4249 2.84 2.60 0.3880 2.89 2.59
H7a Hi2a 0.0140 5.01 4.59 0.0472 4.03 4.06
Hea Hi2a 0.5134 2.75 2.51 0.3213 3.01 2.51
Ha He2 0.4197 2.84 291 0.2368 3.18 3.09
He H” 0.7297 2.59 245 1.1851 2.37 2.20
Hea H” 0.2683 3.06 3.13 0.6266 2.63 3.1
H7 Hpro-s 0.2647 3.07 3.21 0.2568 3.09 4.01
H™ Hpro-s 0.0181 4.80 41 0.0303 437 4.49
Hpre-s Hpro-R 2.7750 2.08 1.84 0.6560 2.89 1.83
Hi2a Hpro-R 0.0404 4.20 3.82 0.0420 4.17 4.20
H8 H™3e 0.3763 2.90 2.79 0.1465 3.52 3.62
He H” 0.6530 2.64 2.54 0.2252 331 2.54
Ha Hpro-s 0.1156 3.52 3.73 0.0407 4.39 3.57

[a] Distances r were calculated from NOE cross-relaxation rates that were determined from the initial slopes of the NOE build-up curves acquired at 0°C
(Figure 5) as described in the Experimental Section. The proton pairs containing the aromatic protons H2*/ are listed first. [b] 0,5 is the cross-relaxation rate
between protons A and B; 0. the cross-relaxation rate of the proton pairs H2/6> and H3*/, which have a fixed distance of 2.46 A, served as reference rate
Or- The reference cross-relaxation rate in the absence of enzyme is referred to as o2 and in the presence of enzyme as o°.
and B, ryg, is determined according to: (ra.g = e sn(Tre/ Tpg)'°). For methylene-H,MPT bound to Hmd, the contributions of the free conformation to the
observed NOE cross-relaxation rates were subtracted as described in the Experimental Section. [d] 7, ge) are the average distances in conformation la and
Faswoung) are the average distances in conformation Ila (Figure 6) taking the rotation of the two methyl groups and of the aromatic ring into account
(see Experimental Section).

[c] The distance between protons A
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Figure 5. NOE build-up curves for several proton pairs in methylene-H,MPT at 0°C A) in the
absence (index a) and B) in the presence (index p) of H,-forming methylene-H,MPT dehydrogenase
(Hmd) in arbitrary units as determined from cross-peak integrals at different mixing times (see
Figure 4).

two-dimensional NOESY spectrum along the signal of the
aromatic H?*/%* protons of methylene-H,MPT in the presence of
Hmd shows only one set of coenzyme resonances (Figure 4B).
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This indicates that the enzyme-bound and the free
forms of methylene-H,MPT are in a fast exchange
on the NMR time scale. The observed NOE cross-
peaks are therefore the sum of contributions from
NOE interactions in free and enzyme-bound
methylene-H,MPT. For the same NOESY mixing
time (50 ms) the NOE integral of the H26/H3b5b
protons, which have a fixed distance of 2.46 A
(calibration NOE), is fourfold larger in the presence
of enzyme (Figure 4B) than for free methylene-
H,MPT (Figure 4A). Because the NOE increases
with molecular mass, an intensity increase of
intramolecular NOE (as shown in Figure 4) is a
clear indication of methylene-H,MPT binding to
Hmd under the conditions of the experiment. The
increase in the calibration NOE by a factor of 4 in
the presence of enzyme indicates that all NOE
intensities in the presence of enzyme will be
dominated by contributions from the bound form
of methylene-H,MPT, a prerequisite for transferred

NOE studies.?> 2! In addition, some proton - proton distances in
the bound form change relative to those in the free form, as can
be judged from the slope of the build-up curves (Figure 5).

CHEMBIOCHEM 2001, 2, 530-541
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Figure 6. Conformations (stereoview) of the imidazolidine ring of methylene-H ,MPT free in solution (Ia)
and bound to H,-forming methylene-H,MPT dehydrogenase (Hmd) (lla) as determined by NMR
spectroscopy. The conformations were calculated using a restrained simulated annealing and energy
minimisation protocol (see Experimental Section). Lone electron pairs are shown in yellow, hydrogens in
blue, nitrogens in green, carbons in black and oxygens in red. The conformation of the aromatic ring was

assumed to populate all dihedral angles between N'° and C'°.

As in the case of the free form of methylene-H,MPT, we used
NOE build-up rates, simulated annealing and restrained energy
minimisation to obtain the conformation of methylene-H,MPT
when bound to Hmd (Figure 6, conformation Ila). The imidazol-
idine ring is again in an envelope conformation with the flap at
N', but in contrast to the free form the lone electron pair of N'?is
anticlinal to the pro-R C—H bond and synclinal to the pro-S C—H
bond. This conformational change is mainly represented by the
change of interproton distances between H?%® and H®,
between H*® and H’, and between H?®® and H'2 (see
Figures 1 and 6): From methylene-H,MPT free in solution to
methylene-H,MPT bound to the enzyme the distance r,g
between H¥®®* and H®% changes by 21%, between H?*%® and
H”2 by 37% and between H?®%® and H'?2 by 23 %, respectively
(see Table 1).

From the NOE cross-correlation rate of the proton pair H?*/%%/
H3%/55 of methylene-H,MPT free in solution (0% =0.2 Hz) and in
the presence of enzyme (of,,=1.5Hz) and from the molecular
masses of methylene-H,MPT and Hmd, the percentage of
methylene-H,MPT bound to the enzyme was calculated to be
14% as described in the Experimental Section [Eq. (5)]. It has to
be considered, however, that the protein preparation contained
an unknown amount of inactive protein formed by denaturation
under the analysis conditions. Therefore, we refrain from
calculating K from the measurements.

Energy-minimised conformations of the imidazolidine ring of
methylene-H,MPT and activation barriers calculated from
heats of formation

Semiempirical AM1 calculations?” were used to compute local
energy minima for the conformations of methylene-H,MPT. In
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the following, relative energies of two
different conformations A and B will be
labelled as AE,g denoting the difference of
the corresponding heats of formation AH;
that were computed by AM1 for the
conformations A and B. Two low-energy
conformations were found (conformations
Ib and llb in Figure 7), differing only by
2 kJmol-T, which may be within the preci-
sion of the method. Particularly the con-
formation of the imidazolidine ring is in
excellent agreement with the results of an
ab initio optimisation (restricted Hartree -
Fock/3-21G) of methylene-H,MPT truncated
after the phenyl ring.® Ignoring the relative
orientations of the freely rotating aromatic
ring, the two conformations are very similar
to the conformations of methylene-H,MPT
determined by NMR spectroscopy (Fig-
ure 6). Conformation Ib in Figure 7 corre-
sponds to conformation la in Figure6
(methylene-H,MPT free in solution), and
conformation Ilb in Figure 7 corresponds
to conformation lla in Figure 6 (methylene-
H,MPT bound to Hmd). The root-mean
square (rms) deviations between calculated and experimental
structures are 0.23 A and 0.21 A (superimposing all heavy atoms
in the three fused rings and C'® of the freely rotating phenyl
ring), respectively. The good agreement with more accurate ab
initio quantum mechanical methods and with experimental NMR
data lends confidence in applying semiempirical quantum
mechanical methods to these systems.

Using semiempirical quantum mechanical calculations we
calculated heats of formation for the different conformations of
methylene-H,MPT shown in Figure 7 and also for the initially
proposed transition state (Figure 2B). The heats of formation for
the putative enzyme-bound conformation Ilb (Figure 7) and the
initially proposed transition state (Figure 2 B) differ by more than
+200 kJmol~". Such a high activation energy barrier between
enzyme-bound substrate in the ground state and in the
transition state and an experimentally determined activation
barrier of approximately 50 kimol~' for the enzymes from
M. marburgensis® and from Methanopyrus kandleri®® make it
very unlikely that the reactive pro-R C—H bond is antiperiplanar
to both lone electron pairs of N> and N'°,

For the different methylene-H,MPT conformations shown in
Figure 7 the heats of formation are displayed in Figure 8 as a
function of the dihedral angle between the lone electron pair of
N'® and the C'*—HrS bond (Figure 8 A) or the C'*—HP°* bond
(Figure 8B). In the enzyme-bound conformation Ilb (Figure 7)
the methylene pro-R C—H bond has a dihedral angle of 143° with
the lone electron pair of N'° (Table 2). For maximum reactivity of
the pro-R C—H bond, the dihedral angle would have to be 180° as
in conformation Il (Figure 7), which is proposed to be the
conformation in the transition state. Figure 8 B shows that a AE,;
of +29 kJmol~" is required for the conversion of conformation
IIb into conformation Il
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Figure 7. Conformations (stereoview) of methylene-H,MPT obtained by semiempirical AM1 calculations in
vacuo. 1b is the conformation with the lowest energy and similar to the conformation free in solution as derived
by NMR spectroscopy (Figure 6, conformation Ia). The imidazolidine ring is in an envelope conformation with
the flap N' below the ring and the pro-S hydrogen atom anticlinal to the lone electron pair at N'°. Conformation
I1b is an alternative minimum with a heat of formation only + 2 kJmol~" higher than that of conformation Ib.
Conformation Ilb is similar to the NMR-derived enzyme-bound conformation (Figure 6, conformation Il a). The
imidazolidine ring is in an envelope conformation with the flap N'° above the ring and the pro-R hydrogen atom
anticlinal to the lone electron pair of N'°. Ill and IV are proposed conformations for the transitions states: In Il
the pro-R hydrogen atom of C'* is antiperiplanar to the lone electron pair of N'° (I1b —1ll; AE,; = + 29 kimol~")
and therefore reactive; in IV the reactive pro-S hydrogen atom of C'* is antiperiplanar to the lone electron pair
of N (Ib —IV; AE,,= + 53 kimol~"). For relative orientations of the lone electron pairs of N°> and N° to the
bond of the pro-S and pro-R hydrogen atoms see Table 2. Lone electron pairs are shown in yellow, hydrogens in
blue, nitrogens in green, carbons in black and oxygens in red.

R. K. Thauer et al.

We also performed geometry optimi-
sations for methylene-H,F and found
the conformations to be almost identi-
cal to those calculated for methylene-
H,MPT. In addition, the energy profiles
for the conversion of conformation I b of
methylene-H,F to the corresponding
conformations Il b, Ill and IV are almost
identical to those shown in Figure 8 for
methylene-H,MPT: AE,; was calculated
to be +35kimol~’ and AE,, to be
+51 kJmol".

Reversed stereospecificity of
methenyl-H,MPT" reduction with
NaBD, to methylene-H,MPT

The quantum mechanical results indi-
cate that almost twice as much energy is
required to convert conformation lb
into IV for maximal activation of the
methylene pro-S C—H bond than to
convert conformation Ilb into Il for
maximal activation of the methylene
pro-R C—H bond of methylene-H,MPT
and methylene-H,F. This may explain
why the enzymatic dehydrogenation of
methylene-H,MPT and of methylene-
H,F always proceeds Re-face-specific.!'"
Based on the principle of microscopic
reversibility the back reaction should
have the same stereospecificity as the
forward reaction, and indeed it was
shown that the enzymatic reduction of
methenyl-H,MPT* to methylene-H,MPT
with H, also proceeds Re-face-specific."
These results cannot explain, however,
why the reduction of methenyl-H,MPT*
or methenyl-H,Ft with NaBD, to the
respective methylene compounds is Si-
face specific, leading to the incorpora-
tion of the hydride in the pro-S posi-
tion."! An alternative mechanism must
therefore be considered for the chem-
ical reduction.

In the chemical reduction methenyl-
H,MPT* and methenyl-H,F* react irre-

In conformation Ib (Figure 7) that corresponds to methylene-
H,MPT free in solution, the methylene pro-S C—H bond has an
absolute dihedral angle of 117° with the lone electron pair of N°
(Figure 8 A and Table 2). In order to activate the pro-S C—H bond
this angle can be increased to 180° by forcing conformation Ib
into conformation IV. This deformation requires a AE,, of
+53kJmol~" (Figure 8A). Between conformation Ib and Ilb
there is an inversion barrier of 16 kimol~' (see Experimental
Section). Conformation Ill can only be reached from conforma-
tion Ib via conformation Ilb.
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versibly with the negatively charged BD,~ ion, whereas in the
enzyme-catalysed reaction they react reversibly with neutral H,,
F,0H, or NAD(P)H. The energy-minimised conformations of
methenyl-H,MPT" indicate that the Re-face is sterically and
electrostatically shielded by the oxygen atom at C* (Figure 9).
Therefore, the approach of BD,™ to the Re-face of the imidazoline
ring can be expected to require more activation energy than the
approach to the Si-face. Indeed, calculation of the minimum
energy paths of AlH,~ to methenyl-H,MPT* reveals that the Si-
face approach has a lower energy barrier than the Re-face
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Figure 8. Energy profile for the interconversion A) of conformation 1b of
methylene-H,MPT to conformation IV and B) of conformatio