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Für Katharina



Die Optimierung von Wirkstoffen folgt einem Prozess, der sich am besten mit den Worten

des Philosophen Sir Karl Popper charakterisieren lässt:

»Die Wahrheit ist objektiv und absolut. Aber wir können niemals sicher sein, dass wir sie

gefunden haben. Unser Wissen ist immer Vermutungswissen. Unsere Theorien sind

Hypothesen. Wir prüfen auf Wahrheit, indem wir das Falsche ausscheiden.«

(Objective Knowledge, 1972)
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1. Einleitung und Motivation

1.1 Strukturbasierte Wirkstoffentwicklung und TGT

Die strukturbasierte Wirkstoffentwicklung (SBDD, Structure based drug discovery) umfasst den

gezielten Entwurf therapeutisch wirksamer Substanzen anhand dreidimensionaler Strukturen einer

makromolekularen Zielstruktur. Diese werden durch strukturgebende Verfahren wie der

Röntgenstrukturanalyse oder zum geringen Teil auch durch die NMR-Spektroskopie erhalten.

Heutzutage ist SBDD ein wesentlicher Bestandteil des modernen präklinischen Entwicklungs-

prozesses von Wirkstoffkandidaten. Dazu ist ein Zusammenspiel verschiedener Disziplinen

notwendig. Die strukturgebende Technik wird von biophysikalischen Assays, computergestütztem

Design und der Synthese von Wirkstoffkandidaten komplementiert[8].

Essentielle Voraussetzung ist allerdings, dass das krankheitsbezogene Ziel (Protein/Makromolekül)

identifiziert, aufgereinigt und dessen dreidimensionale Struktur bestimmt wurde. Fragment-basierte

Techniken (FBDD, Fragment based drug discovery; Kapitel 9), virtuelles Screening, Molecular

Modelling und Docking am Computer oder Ermittlung von Treffern aus Hochdurchsatz-Screenings

(HTS) können erste Hinweise auf Kandidaten zur weiteren Optimierung liefern. Das detaillierte

Verständnis physiologischer und pathophysiologischer Prozesse sowie Wechselwirkungen mit dem

Substrat oder Inhibitoren sind Voraussetzungen einer effizienten Wirkstoffentwicklung. Das

Hauptaugenmerk liegt jedoch bei der Identifizierung der konkreten Interaktionen der untersuchten

Verbindungen zum Makromolekül. Emil Fischer hatte schon 1894 folgendes Bild entworfen: Ist das

Schloss (makromolekulares Ziel) bekannt, wird der Schlüssel (Ligand) entsprechend angepasst[9].

Dabei ist das Schloss kein starres, sondern ein dynamisches Gebilde und der ebenfalls konformativ

flexible Schlüssel muss in iterativen Prozessen optimiert werden. Zusätzlich wurden durch die

Einführung der prominenten Rule of Five von Lipinski im Jahr 1997 physikochemische Vorgaben in die

frühe Arzneimittelentwicklung eingebettet[10]. Heutzutage berücksichtigt die präklinische

Arzneimittelentwicklung auch Faktoren wie Adsorption, Verteilung, Metabolisierung, Ausscheidung

und Toxizität (ADMET; Absorption, Distribution, Metabolism, Excretion, Toxicity) eines Wirkstoff-

kandidaten. Das Berücksichtigen der ADMET-Eigenschaften in der frühen Entwicklung hat einen

signifikanten Einfluss auf zukünftige Arzneistoffe. So kann das Scheitern von Arzneistoffen in

späteren Entwicklungsphasen der klinischen Studien reduziert werden.

Die Entdeckung von therapeutisch wirksamen Substanzen hat sich seit den frühen glücklichen

Zufällen geschuldeten Beobachtungen, wie die Entdeckung des Penicillins von Alexander Fleming im

Jahr 1928, stark verändert.
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Trotz der immensen technologischen Fortschritte und der tiefgreifenden Erkenntnisse über

biologische Prozesse, molekulare Erkennungsprinzipien und der organischen stereoselektiven

Synthese von Inhibitoren, ist die Entwicklung eines neuen Medikaments noch immer ein langer und

sehr teurer Prozess. Es erfordert Investitionen von rund 800 bis 1600 Millionen US-Dollar und dauert

von der Identifizierung eines geeigneten Ziels bis hin zur Markteinführung eines neuen Medikaments

im Durchschnitt mehr als zehn Jahre[11].

Die im universitären Umfeld entwickelten Liganden erfüllen in aller Regel noch nicht die Kriterien

einer marktreifen wirksamen Substanz. Sie können jedoch der industriellen Forschung ergänzende

Zuarbeit leisten und neue Erkenntnisse vor allem in methodischer Hinsicht generieren. Das Enzym

tRNA-Guanin-Transglycosylase (TGT) steht beispielhaft für einen Fall, bei der die Inhibition direkt die

Pathogenität der Bakterienruhr/Shigellose reduziert (Abschnitt 1.4). Somit stellt die TGT eine

Zielstruktur für potentiell wirksame Substanzen gegen die ursächliche Verbreitung und Infektion

durch Shigella-Bakterien dar. Bei der TGT handelt es sich darüber hinaus um ein gut etabliertes

System, bestehend aus kristallisierbarem Protein, einer Vielzahl von Liganden und Methoden zur

Bestimmung von Affinitäten und thermodynamischen Signaturen.

Ähnlich wie der Umfang an Strukturdaten in der protein data bank (PDB, www.rcsb.org; 124588

Einträge am 29.11.2016) nahezu exponentiell wächst und somit die Grundvoraussetzung für die

Durchführung des strukturbasierten Wirkstoũdesigns liefert, stehen auch von der TGT heute eine

Vielzahl von Proteinstrukturen zur Verfügung (109 Einträge am 29.11.2016). Auch Kristallstrukturen

des selben Proteins, einschließlich Strukturen im Komplex mit verschiedenen Substratmolekülen und

Liganden, mutierten Varianten des Enzyms oder Orthologe aus verwandten Organismen, haben

einen enormen Stellenwert für die Entwicklung von Inhibitoren.

Im Rahmen der universitären Forschung konnten für die TGT bereits hochpotente Inhibitoren

entwickelt und charakterisiert werden[12-14]. In weiteren Arbeiten konnte ein direkter Zusammenhang

zwischen katalytischer Aktivität und Ausbildung einer homodimeren Form gezeigt werden[15-17]. Der

Fokus bei der Hemmung von Proteinfunktionen liegt in der Regel auf der Blockierung des aktiven

Zentrums durch geeignete kompetitive Liganden. Alternative Inhibitionsmechanismen wie die

Störung von Protein-Protein-Interaktionen (PPI) oder die Stabilisierung von katalytisch inaktiven

oligomeren Formen, sind dagegen die Ausnahme. Dennoch stellen sie attraktive Optionen zur

therapeutischen Intervention dar[18-21]. Wie bei vielen Proteinkomplexen konnte auch für die TGT

inzwischen nachgewiesen werden, dass eng abgegrenzte Bereiche des Homodimer-Interfaces

(Kontaktfläche der zwei TGT-Monomere) überproportional zur AŶnität beitragen und so genannte

Hotspots bilden (siehe auch Kapitel 3)[22-26].
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Erste Versuche die Dimerisierung der TGT durch PPI-Inhibitoren zu stören waren durchaus erfolgreich

(Kapitel 3 & 7)[27]. Im Bezug auf die Entwicklung von solchen PPI-Inhibitoren stellt die TGT ein gut

zugängliches Modellsystem dar. Die bisher untersuchten Liganden der TGT sollten nicht nur

hinsichtlich ihrer Bindungsaffinität und ihres Inhibitionsmechanismus, sondern auch unter dem

Gesichtspunkt der Bioverfügbarkeit weiterentwickelt werden.

1.2 Aufgabenstellung und Ziele der Arbeit

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollten unterschiedliche Aspekte des strukturbasierten

Wirkstoffdesigns anhand von Inhibitoren der Z. mobilis TGT umgesetzt und entwickelt werden. Im

Vordergrund stand die Analyse und Adressierung des aktiven Zentrums und der benachbarten

Enzymtaschen der TGT durch neu entwickelte Liganden. Die Arbeit umfasst darüber hinaus

Untersuchungen der Wasserstruktur in den angrenzenden Bindetaschen des aktiven Zentrums,

Bestimmungen von thermodynamischen Signaturen und Bioverfügbarkeiten von Inhibitoren. Die

Auswirkung des Kristallisationsprotokolls auf die erhaltenen Bindungsmodi der Liganden und deren

mögliche indirekten Einflüsse auf die Dimerstabilität wird in einem ausführlichen Kapitel dieser

Arbeit dargelegt. Außerdem werden Erkenntnisse aus einer Fragment-basierten Studie der

Aspartylprotease Endothiapepsin beschrieben. Im Einzelnen werden folgende Aspekte behandelt:

· Kapitel 2: Das ladungsneutrale Verdrängen von Wassermolekülen in der tief vergrabenen

Ribose-34/Phosphat-35-Tasche wird anhand von Furanosid-basierten lin-Benzoguaninen

untersucht. Eine Überlagerung der TGT im Komplex mit tRNA-Fragmenten und den

Komplexstrukturen der neu untersuchten Furanosid-basierten Inhibitoren zeigt, dass die

Furanosyl-Substituenten der Inhibitoren auf der Position der Phosphatgruppe-35 der tRNA zu

liegen kommen. Dies lässt darauf schließen, dass diese Monosaccharide generell eine

Möglichkeit darstellen, um Phosphatbindetaschen zu adressieren.

· Kapitel 3: Der Einfluss des Kristallisationsprozesses auf die erhaltene dreidimensionale

Struktur wurde umfänglich untersucht. Dabei zeigen die Kristallstrukturen, die durch die

Soaking-Methode erhalten werden, bei den untersuchten Liganden zum Teil andere

Bindunsgmodi als in den korrespondierenden Kokristallstrukturen. Vor allem kann in den

Soaking-Strukturen keine indirekte Destabilisierung des Homodimers durch den Liganden

beobachtet werden. Diese ist nur in den Kokristallstrukturen sichtbar. Es wird gezeigt, dass

kleinste Änderungen, wie das Einfügen von Methylgruppen oder die Ringerweiterung von

fünf auf sechs Gliedern zu komplett unterschiedlichen Bindungsmodi der

Ligand-Substituenten führen können.
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Dies ist in dem beschriebenen Fall mit der Störung des Dimer-Interfaces und mit einer

kompletten Änderung der thermodynamischen Signatur des methylierten Ligandens

verbunden. Eine durch Ligandbindung induzierte neue, tiefgreifend veränderte, oligomere

Form des TGT-Homodimers unterstreicht den Einfluss des Kristallisationsprotokolls und

ermöglicht einen neuen Inhibitionsmechanismus: Die Stabilisierung einer katalytisch

inaktiven Quartärstruktur.

· Kapitel 4: Basierend auf den Erkenntnissen, dass die etablierten lin-Benzoguanin-Inhibitoren

keine Membranpermeabilität aufweisen, wurde der Ansatz des Prodrugs mit verschiedenen

Substituenten mittels PAMPA-Messungen untersucht. Neben dem erstmaligen Transport von

TGT-Inhibitoren durch künstliche Zellmembrane, konnten in Kokristallstrukturen zwei der

untersuchten Prodrugs identifiziert werden. Beide Liganden binden trotz der

Prodrug-Substituenten in der TGT und könnten als Ausgangspunkt dienen, um die

Ribose-34/Phosphat-35-Tasche zu adressieren.

· Kapitel 5: In einer Art retrospektiven Arbeit wurden die essentiellen Interaktionen der

Guanin-34/preQ1-Bindetasche anhand von Benzimidazol-basierten Inhibitoren untersucht.

Eine zuvor nur durch eine MD-Simulation prognostizierte Taschenerweiterung konnte nun in

den erhaltenen Kokristallstrukturen erstmals experimentell bestätigt werden.

Guanidin-basierte Benzimidazole dienen als Ausgangspunkt für weitere Designzyklen zur

Adressierung der neuen transienten Taschenerweiterung.

· Kapitel 6: Die ladungsneutrale Verdrängung von Wassermolekülen wurde auch in der

Lösungsmittel-exponierten Ribose-33/Uracil-33-Tasche anhand von Monosaccharid-

basierten Liganden mittels ITC und Röntgenkristallographie untersucht. Es zeigte sich, dass

die Verbindungen annähernd gleiche thermodynamische Signaturen besitzen, die

Bindungsmodi der Monosaccharid-Substituenten jedoch komplett unterschiedlich sind.

· Kapitel 7: In diesem Kapitel werden drei Monosaccharid-basierte Verbindungen vorgestellt,

die aufgrund der erhaltenen Erkenntnisse aus Kapitel 3 entwickelt wurden. Sie wurden auf

ihre Affinität und die Fähigkeit der indirekten Destabilisierung des Homodimers untersucht.

Die drei Verbindungen zeigen in gleichem Ausmaß, dass deren Bindung entropisch getrieben

und die Protein-Protein-Interaktion des Homodimers gestört wird. Bei zwei Verbindungen

wurden Kokristalle der Raumgruppe C2 und P21 erhalten und somit liegt die TGT mit diesen

Liganden sowohl in dem konventionellen, als auch in dem gedrehten, potentiell katalytisch

inaktiven Dimer vor. Dies deutet darauf hin, dass die TGT in Lösung nach Zugabe dieser

Liganden in einem Gleichgewicht aus zwei dimeren Formen vorliegt.
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· Kapitel 8: Die Etablierung eines Nukleosidderivats als Übergangszustand-Analogon für die

TGT wird beschrieben. Der entwickelte Deazaguanin-basierte Inhibitor ahmt die

Eigenschaften des zweiten Produkt-nahen Übergangszustandes des Katalysezyklus der TGT

nach. Aufgrund der bekannten vorteilhaften physikochemischen Eigenschaften von

Nukleosidderivaten stellt die neue Verbindung eine mögliche alternative Leitstruktur zu den

etablierten lin-Benzoguaninen dar.

· Kapitel 9: In einem größer angelegten Projekt unter Beteiligung von neun Kristallographen

der Arbeitsgruppe Klebe wurde die in-house-Fragmentbibliothek durch Soaking-Strukturen

kristallographisch untersucht. Mit insgesamt 71 Treffern aus 361 Fragment-Kristallstrukturen,

konnte der Einfluss des Verfeinerungsprozesses auf die finale Struktur festgehalten werden.

In weiteren daraus resultierenden Publikationen wurde gezeigt, dass mit der

Röntgenkristallographie falsch-positive Treffer aus initialen biophysikalischen

Screening-Verfahren aufgedeckt werden können. Der Vergleich, der aus den Screening-

Verfahren erhaltenen Treffer mit dem Datensatz der 361 Fragment-Kristallstrukturen, zeigt,

dass die Röntgenkristallographie als wünschenswerte primär einzusetzende Alternative zu

den etablierten initialen biochemischen und biophysikalischen Screening-Verfahren und nicht

erst als follow-up Validierung verwendet werden sollte.

1.3 Bakterienruhr

1.3.1 Übertragung, Verlauf und Epidemiologie der Erkrankung

Die Bakterienruhr oder Shigellose ist eine von Shigella-Bakterien hervorgerufene entzündliche

Dickdarmerkrankung, die in Deutschland zu den meldepflichtigen Durchfallerkrankungen zählt

(§ 7 IfSG). Die Shigella-Bakterien lösen nach dem Eindringen in die Darmschleimhaut

Entzündungsreaktionen verbunden mit kolikartigen Schmerzen, blutigem Stuhl, starkem Durchfall

und Fieber aus. Die Infektion wird durch Aufnahme von kontaminiertem Wasser bzw. Lebensmitteln

hervorgerufen[28].  Die  Aufnahme  von  nur  10  –  100 Shigella-Organismen reicht[29] für die schwere

Infektion, die in den 1990er Jahren zu über 165 Millionen Erkrankungen jährlich führte und pro Jahr

über eine Millionen Todesopfer forderte[30-32]. Aktuelleren Schätzungen zufolge sind die Zahlen mit 90

Millionen gemeldeten Fällen und 108.000 Todesopfer jedoch gesunken[33]. Auch wenn die

Bakterienruhr weltweit verbreitet ist, sind gemeldete Fallzahlen in Entwicklungsländern deutlich

erhöht (Abbildung 1.1).
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Widrige Umstände wie Armut, unzureichende sanitäre Einrichtungen, Bürgerkriege und

Naturkatastrophen verschlechtern die hygienischen Umstände und erhöhen so die

Wahrscheinlichkeit einer Infektion[28, 34].

Abbildung 1.1 Inzidenz von gemeldeten Fällen der Bakterienruhr nach
geographischen Regionen, 1984 – 2005. Angelehnt an Ram et al. (2008)[34].

Allerdings ist eine steigende Zahl von Episoden auch in der industrialisierten Welt wie den USA, vor

allem bei militärischen Truppen und Urlaubern zu finden[35, 36]. Besonders tragisch sind die hohen

Zahlen von Vorfällen bei Kindern unter fünf Jahren. Sie belaufen sich auf 70% aller Episoden und 45%

aller Todesfälle[28, 37].

1.3.2 Therapie

Nach einer Inkubationszeit von einem bis acht Tagen treten die oben genannten Symptome auf[28].

Der Krankheitsverlauf hängt allerdings stark von verschiedenen Faktoren, wie dem infizierenden

Shigella-Organismus, dem allgemeinen Gesundheitszustand und dem Alter des Patienten ab. Vor

allem bei Säuglingen und Kindern kann sich die Bakterienruhr zu einer lebensbedrohlichen Situation

entwickeln. Neben der Verbesserung der hygienischen Bedingungen, steht vor allem die

Flüssigkeits- und Elektrolytsupplementation im Vordergrund[28]. Bei schweren Verlaufsformen

empfiehlt die WHO Antibiotika wie Ciprofloxacin, Ceftriaxon oder Azithromycin[38, 39]. Aufgrund

steigender Resistenzen wird die antibiotische Therapie jedoch immer mehr zur Herausforderung. Für

gängige Antibiotika (Ampicillin, Cotrimoxazol und Nalidixinsäure), die in den 1990er Jahren in großem

Umfang eingesetzt wurden, wurden mittlerweile vermehrt Resistenzen bei Shigella-Organismen

festgestellt (Abbildung 1.2)[31, 40-42].
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Abbildung 1.2. Antibiotikaresistenzen für die verschiedenen Shigella-Spezies
gegenüber etablierten Antibiotika nach von Seidlein et al. (2006)[40].

Eine Impfung gegen Bakterienruhr stellt eine attraktive Alternative zu der antibiotischen Therapie

dar. Die Entwicklung von Polysaccharid-Konjugaten und Lebendimpfstoffen, basierend auf

attenuiertem Shigella dysenteriae Typ 1, werden zurzeit vorangetrieben[43-46]. Allerdings steht bis

heute kein zugelassener Impfstoff zur Verfügung. Die weltweit zunehmenden Antibiotikaresistenzen

und die fehlenden Impfstoffe gegen Shigella-Spezies erfordern dringend die Entwicklung neuer

Medikamente zur Behandlung von Bakterienruhr. Die Entwicklung von möglichen

Anti-Shigellose-Präparaten im universitären Umfeld abseits von unternehmenspolitischen

Zielsetzungen könnte dabei einen entscheidenden Beitrag leisten.

1.3.3 Klassifikation von Shigellen

Shigellen sind gramnegative, unbegeißelte Stäbchenbakterien, die zu der Familie Enterobakteriazeen

gehören[32, 47-49]. Sie können weiterhin als nicht sporenbildend, fakultativ anaerob und unbeweglich

beschrieben werden. Die Gattung Shigella kann in vier Spezies unterteilt werden

(Shigella dysenteriae, Shigella flexneri, Shigella sonnei und Shigella boydii), welche wiederum in

mehrere Serotypen untergliedert werden[32]. Besonders schwer verlaufen Infektionen mit

S. dysenteriae (16 Serotypen), welche das potente zytotoxische Shiga-Toxin produziert[50]. In Folge

kann das hämolytisch-urämische Syndrom (HUS) ausgelöst werden[51]. Die Spezies tritt vermehrt in

tropischen und subtropischen Regionen auf. Die Art S. flexneri (sechs Serotypen) kann als weniger

pathogen eingestuft werden und kommt weltweit vor, vermehrt jedoch in Entwicklungsländern. Von

S. sonnei ist bisher nur ein Serotyp beschrieben worden. Diese Art gilt als weniger pathogen. Sie

kommt in Zentraleuropa vor und wird häufig bei Reisenden und Soldaten beobachtet[36].
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Die in Indien und Nordafrika vorkommende Spezies S. boydii hat acht Serotypen und kann als relativ

harmlos klassifiziert werden[32].

In einer Arbeit von Escobar-Páramo aus dem Jahr 2004 konnten genetische Analysen zeigen, dass es

sich bei Shigella-Bakterien eigentlich nicht um einen eigenen Genus handelt, sondern dass diese

vielmehr als ein Subtyp von Escherichia coli anzusehen sind[52]. Die einzelnen Shigella-Spezies

entstanden wohl mehrmals unabhängig voneinander durch Aufnahme eines großen Virulenzplasmids

(ca. 220 · 103 Basenpaare) sowie durch den anschließenden sukzessiven Verlust verschiedener

chromosomal kodierter Gene, deren Produkte sich hemmend auf die Pathogenität auswirken. Eine

sehr nahe Verwandtschaft zu Shigella zeigen enteroinvasive E. coli (EIEC), die ebenfalls über das

Virulenzplasmid verfügen, jedoch einen milderen Krankheitsverlauf induzieren als "richtige"

Shigellen. Sie werden als Intermediate bei der Evolution von harmlosen E. coli zu Shigella

angesehen[53].

1.3.4 Zelluläre und molekulare Pathogenese

Aufgrund der hohen Säurestabilität der Shigellen ist eine ungehinderte Magenpassage möglich[54, 55].

Nach dem Passieren des Dünndarms dringen die Bakterien in die Epithelzellen des terminalen Ileums

und des Kolons ein, was schwere Entzündungsreaktionen zur Folge hat. Die Invasion in die

Epithelzellen erfolgt jedoch nicht von deren apikalen Seite, sondern indirekt über die M-Zellen der

Peyer’schen Plaques (Abbildung 1.3)[32]. Diese sind darauf spezialisiert, Bakterien durch das

Dickdarmepithel zu schleusen und den assoziierten Makrophagen zu präsentieren. Beide, M-Zellen

und Makrophagen, befinden sich im Follikel-assoziierten Epithelgewebe (FAE), welches

Lymphfollikeln überdeckt und für die Darmimmunität verantwortlich ist.

Die Shigellen werden von den assoziierten Makrophagen aufgenommen. Dies allerdings überstehen

sie unbeschadet, denn durch Aktivierung von Caspase-1 lösen sie die Apoptose der Makrophagen

aus. Gleichzeitig werden durch die apoptotischen Vorgänge die Entzündungsinterleukine IL-1ʲ and IL-

18 erzeugt[32]. Durch Lyse der Zellwand werden diese, wie auch die Shigellen, nun auf der

basolateralen Seite des Kolon-Epithels freigesetzt. Infolge können die Bakterien die Kolon-

Epithelzellen via Makropinozytose befallen. Dort können sie sich ungehindert und vom Immunsystem

weitgehend unentdeckt von Zelle zu Zelle ausbreiten. Die befallenen Zellen sezernieren IL-8, welches

mit den oben genannten Interleukinen weitere Makrophagen und polymorphkernige Leukozyten

(PML) anlockt[32, 56]. Die letztgenannten Zellen zerstören die epitheliale Barriere der befallenen Zellen

und erleichtern so die Invasion weiterer Shigellen.
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Abbildung 1.3. Schematischer Invasionsmechanismus der Shigellen in Epithelzellen des Dickdarms und
involvierte Virulenzfaktoren modifiziert nach Schröder et al. (2008)[57]. Die Shigellen nutzen die Transzytose der
M-Zellen, um auf basolateraler Seite von Makrophagen aufgenommen zu werden. Nach induzierter Apoptose
der Makrophagen können die Shigellen die Epithelzellen angreifen und sich dann innerhalb dieser von Zelle zu
Zelle ausbreiten. Die wesentlichen Virulenzfaktoren sind rot markiert. Die initiale Regulation wird von VirF
kontrolliert, welches wiederum von der TGT modifizierte tRNA benötigt.

Dies verstärkt die Entzündungsreaktion und führt zu einer fortschreitenden und unkontrollierten

Gewebezerstörung. Im Gegensatz zu den Makrophagen sind polymorphkernige Leukozyten jedoch in

der Lage Shigellen aufzunehmen und diese zu zersetzen. Zusammen mit NK-Zellen und

T-Lymphozyten, die von IL-18 rekrutiert werden, sind sie schließlich in der Lage, die Shigellen in dem

befallenen Darm vollständig auszurotten. Zusätzlich fördert IL-18 die Produktion von Interferon

IFN-ʴ, das wiederum das Immunsystem weiter stimuliert[32, 56].

Um die Zellinvasion, intrazelluläre Mobilität und Ausbreitung innerhalb der Epithelzellen, als auch die

Induktion der Apoptose zu gewährleisten, produzieren die Shigellen verschiedene Virulenzfaktoren

(Abbildung 1.3)[58, 59]. Das Eindringen der Shigellen in die Epithelzellen erfordert einen

Typ-III-Sekretionsapparat, dessen zahlreiche Komponenten von Genen des Virulenzplasmids kodiert

werden[32]. Der physikalische Kontakt des Sekretionsapparats mit der Zellwand der Epithelzelle löst

die Sekretion von IpaB und IpaC aus. Diese bilden in der Wirtszellmembran eine Pore, bleiben dabei

jedoch mit der Spitze der Translokonnadel assoziiert, sodass vom Bakterien- in das

Wirtszellzytoplasma ein durchgehender Kanal entsteht.



1. Einleitung und Motivation

24

Durch diesen Kanal können im Anschluss weitere Virulenzfaktoren in die Wirtszelle sezerniert

werden. IpaC, dessen C-Terminus in das Zytoplasma der Epithelzelle ragt, löst dort die Aktivierung

der Tyrosinkinase SrC aus, welche eine Signalkaskade aktiviert. Diese Kaskade bewirkt die

Aktin-abhängige Bildung von Filopodien und Lamellipodien, die den Sekretionsapparat und infolge

das ganze Shigella-Bakterium umschließen, was dessen makropinozytotische Aufnahme in die

Epithelzelle zur Folge hat. Nach der Aufnahme in die Wirtszelle löst sich die Vakuole, in der sich das

Bakterium zunächst befindet, auf und es erfolgt die Freisetzung in das Zytoplasma. Um sich dort frei

zu bewegen, wird der Virulenzfaktor IcsA (intercellular spread; VirG) erzeugt und an der

Bakterienzellwand präsentiert. Die Bindung von N-WASP und Vinkulin an IcsA resultiert in einer

Aktin-Polymerisation, die die Fortbewegung der Bakterien innerhalb der Wirtszellen ermöglicht[60-63].

1.4 Rolle und Funktion von VirF und tRNA-Guanin-Transglycosylase (TGT)

Die Biosynthese der oben genannten Virulenzfaktoren und somit die Virulenz der Shigellen werden

zentral durch die Transkriptionsfaktoren VirF und VirB kontrolliert (Abbildung 1.3). In einer Arbeit

von Dorman aus dem Jahr 1998 zeigte sich für S. flexneri, dass die genetische Information nahezu

aller Virulenzfaktoren auf einem einzigen Virulenzplasmid (230 kb) kodiert ist, wobei die meisten

Invasionsgene innerhalb einer 31 kb Region liegen[57, 64]. Die Transkriptionsfaktoren VirF und VirB

aktivieren die Transkription von Virulenzfaktorgenen, wobei VirF die Konzentration von VirB und VirG

(IscA) kontrolliert (Abbildung 1.3). Indirekt kontrolliert VirF so auch die genannten Virulenzfaktoren

IpaB und IpaC, da die Transkription der entsprechenden Gene durch VirB aktiviert wird. Dies zeigt,

dass VirF ein essentieller Bestandteil der Pathogenitätskaskade der Bakterienruhr ist.

Die Regulation von VirF hängt von vielen Variablen wie Temperatur, pH-Wert, Osmolarität und

Nährstoffsituation ab. Trotz optimaler Rahmenbedingungen (37°C, pH 7.4, physiologische

Osmolarität, freies Arginin und Methionin) konnte gezeigt werden, dass die effektive Translation der

VirF-mRNA zwei bestimmte tRNA-Modifikationen erfordert[65]. Anhand von Gen-knock-out

Experimenten wurde gezeigt, dass es sich dabei um Queuosin an Position-34, der ersten Stelle und

wobble-Position des Anticodons, und um 2-Methylthio-N-6-isopentenyladenosin an Position-37

handelt. Die Modifikation an Position-37 ist auf das miaA Genprodukt angewiesen. Mutationen in

diesem Gen reduzieren zum einen die zelluläre VirF-Konzentration von Shigellen auf 10% und zum

anderen die hämolytische Aktivität auf 10 – 20% gegenüber dem Wild-Typ. Die Biosynthese von

Queuosin in Position-34 wird unter anderem durch das tgt/(vacC)-Genprodukt bewerkstelligt.

Verglichen mit dem Wild-Typ reduziert eine Mutation des entsprechenden Gens die Konzentration

von VirF und die hämolytische Aktivität auf 50 – 60%[65-67].
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Angesichts dessen, stellt die Hemmung dieser tRNA-modifizierenden Enzyme eine vielversprechende

Möglichkeit dar, die Pathogenität von Shigellen zu reduzieren. Die tRNA-Guanin-Transglycosylase

(TGT, EC 2.4.2.29), das Genprodukt des tgt-Gens aus E.coli, ist bereits umfassend charakterisiert

worden[68]. Daneben dient die TGT von Zymomonas mobilis als weiteres Modellsystem. Die beiden

orthologen Enzyme sind mit 60.4% Sequenzidentität sehr ähnlich[69]. Hinzu kommt, dass sich ihre

aktiven Zentren nur an einer Position unterscheiden (Tyr106Phe; Z. mobilis TGT-Nummerierung). Mit

der Z. mobilis TGT steht ein gut exprimierbares und kristallisierbares Protein zur Verfügung, welches

die Grundlage für das strukturbasierte Wirkstoffdesign zur Entwicklung und Optimierung von

Inhibitoren der TGT bildet[69-71].

1.5 Biosynthese von Queuin in Prokaryoten

Im Gegensatz zur DNA, bei der die Abfolge der vier Standardbasen funktionsentscheidend ist, muss

die RNA zur Erfüllung ihrer Aufgaben über eine große strukturelle Variabilität verfügen. Diese Vielfalt

ist ein Resultat zahlreicher ModiŬkationen, die an den RNA-Basen vorgenommen werden. Bis heute

wurden 112 verschiedene modifizierte RNA-Nukleoside aus verschiedenen Organismen

beschrieben[72-74]. Die RNA modification database dokumentiert alle bekannten post-transkriptionell

modifizierten Nukleoside der RNA. Von den 112 dort beschriebenen modifizierten RNA-Nukleosiden

treten 105 bei tRNAs auf[73]. Eines dieser modifizierten Nukleoside ist das oben beschriebene

Queuosin (Base Queuin). Bis auf wenige Ausnahmen (Mykobakterien, Corynebakterien,

Streptomyceten und Bifidobakterien) sind alle Prokaryoten in der Lage Queuosin zu synthetisieren

(Abbildung 1.4)[75].

Der Basenaustausch von Guanin in Position-34 der tRNA durch den Queuin-Precursor preQ1 wird von

der tRNA-Guanin-Transglycosylase (TGT) über einen Komplettaustausch der Base katalysiert[76]. Die

TGT vollzieht den Einbau von preQ1 in tRNAs mit der Sequenz U33G34U35N36, wobei N für Adenin,

Cytosin, Guanin oder Uracil steht. Daher akzeptiert die TGT nur tRNAs für die Aminosäuren Histidin,

Tyrosin, Aspartat und Asparagin als Substrate.

Die modifizierte Base preQ1 wird ausgehend von Guanosin-5-triphosphat (GTP) erhalten

(Abbildung 1.4). Die mehrstufige Biosynthese wird von der GTP-Cyclohydrolase I (FolE)[77], der

6-Carboxy-5,6,7,8-tetrahydropterin-Synthase (QueD)[78], einem S-Adenosyl-L-Methionin-abhängigen

organischen Radikal generierenden Enzym (QueE), der preQ0-Synthetase (QueC)[79] und schließlich

einer Nitril-Reduktase (QueF)[80] katalysiert (Abbildung 1.4).
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Im Anschluss wird das in die tRNA eingebaute preQ1 weiter zu Queuin modifiziert. Zunächst wird eine

Ribosylgruppe durch die S-Adenosylmethionin-tRNA-Ribosyltransferase-Isomerase (QueA) an die

exozyklische Aminofunktion angefügt[81]. Schließlich wird durch die Vitamin B12-abhängige

Epoxiqueuosin-Reduktase (QueG) das erzeugte Epoxid reduziert und somit die Base in Queuin

überführt[82].

Abbildung 1.4. Biosynthese der modifizierten tRNA Base Queuin ausgehend von GTP, basierend auf Biela et al.
(2013)[83]. Folgende Substrate, Kosubstrate und Enzyme werden benötigt: GTP, Guanosin-5’-triphosphat;
AdoMet, S-Adenosylmethionin; B12,  Coenzym  B12; preQ0, 7-Cyano-7-deazaguanin; preQ1, 7-Aminomethyl-7-
deazaguanin; FolE, GTP-Cyclohydrolase I; QueD, 6-Carboxy-5,6,7,8-tetrahydropterin-Synthase; QueE,
7-Carboxy-7-deazaguanine-Synthase; QueC, preQ0-Synthetase; QueF, preQ0-Reduktase; TGT, tRNA-Guanin-
Transglycosylase; QueA, S-Adenosylmethionin-tRNA-Ribosyltransferase-Isomerase; QueG, Epoxiqueuosin-
Reduktase.

Obwohl Eukaryoten ebenfalls mit Queuin modifizierte tRNA aufweisen, sind diese nicht in der Lage,

Queuin auf einem entsprechenden Biosyntheseweg herzustellen. Sie sind vielmehr gezwungen, das

Queuin-haltige Nukleosid Queuosin mit der Nahrung aufzunehmen. Daher wird Queuin direkt in die

tRNA in einer einfachen Katalyse von eukaryotischen TGTs eingebaut[84]. Es ist bekannt, dass

Queuosin weiter durch Glykosylierung der Hydroxylgruppen modifiziert wird. Die damit verbundenen

Enzyme sind bisher jedoch noch nicht ausreichend charakterisiert worden[85].
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1.6 TGT-katalysierte Basenaustauschreaktion

Der Basenaustausch von Guanin in der Wobble Position-34 der tRNAsAsn,Asp,His,Tyr gegen die

modifizierte Base preQ1 verläuft nach einem irreversiblen ping-pong Mechanismus[16, 83]. Nachdem

die tRNA an der TGT bindet, greift als erstes Asp280 nukleophil das C(1) der Ribose-34 an

(Abbildung 1.5a). Dadurch bildet sich ein kovalentes TGT·tRNA-Intermediat (Abbildung 1.5b) und das

abgespaltene Guanin verlässt die Bindetasche nach Aufnahme eines Protons. Nach jüngsten

Erkenntnissen dient ein an Ala232 gebundenes Wassermolekül als Protonendonor und nicht Asp102,

wie zuvor von Xie et al. (2003) angenommen[16, 83].

Das Wassermolekül als Protonendonor dient auch der Argumentation für die Irreversibilität des

Basenaustauschs. Es entstehen während der Katalyse Hydroxidionen (Abbildung 1.5b) und

Oxoniumionen (Abbildung 1.5d). Die gegenseitige Neutralisierung entzieht beide Ionen dem

Gleichgewicht und verhindert so, dass die Reaktion in rückwärtige Richtung verlaufen kann.

Zusätzlich kann aufgrund der exozyklischen Aminogruppe von preQ1 das Wassermolekül nicht

zeitgleich mit der modifizierten Base in der Guanin-34/preQ1-Tasche befinden.

Nachdem Guanin die Bindetasche verlassen hat, bindet preQ1 an dieser Stelle (Abbildung 1.5c). Dies

ist verbunden mit dem Umklappen der Amidbindung zwischen Leu231 und Ala232, bei der nun nicht

mehr die Akzeptorfunktionalität (NH), sondern die Donorfunktionalität (C=O) in die Tasche ragt.

Diese induced-fit Adaption der Peptidbindung wird durch Glu235 stabilisiert. In Abhängigkeit des

Protonierungszustandes kann Glu235 sowohl mit der Carbonylgruppe von Leu231, als auch mit dem

Amidstickstoff von Ala232 wechselwirken[86]. Die exozyklische Aminofunktion des preQ1 verdrängt in

der Erkennungsstelle das zuvor beschriebene Wassermolekül/Hydroxidion und bildet nun eine

Wasserstoffbrücke zu der Carbonylgruppe von Leu231 aus. Schließlich greift preQ1 das C(1)-Atom der

kovalent an Asp280 gebundenen Ribose-34 nukleophil an. Das freigesetzte Proton von N(9) wird von

einem der umgebenden Wassermoleküle aufgenommen und es entsteht ein Oxoniumion. Im

Anschluss wird das kovalente tRNA·TGT-Intermediat gespalten und die modifizierte tRNA freigesetzt

(Abbildung 1.5d).
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Abbildung 1.5. Katalytisierter Basenaustausch der bakteriellen TGT gemäß Biela et al. (2013)[83]. a) und b):
Die glycosidische Bindung von Guanosin-34 wird durch einen nukleophilen Angriff gespalten, was in einem
kovalenten TGT·tRNA-Intermediat resultiert. c) und d): preQ1 wird ebenfalls durch einen nukleophilen
Angriff eingebaut. Wasserstoffbrücken sind als gestrichelte Linien dargestellt.

1.7 Struktur der bakteriellen Z. mobilis TGT

1.7.1 Sekundärstruktur

Die Z. mobilis TGT (MW = 43 kDa) kann aufgrund der Anordnung von ʰ-helicalen und

ß-Faltblatt-ähnlichen Strukturelementen den (ß/ʰ)8-TIM-barrel Enzymen zugeordnet werden

(Abbildung 1.6)[71, 86]. Ein Vertreter dieser Klasse ist die Triosephosphat-Isomerase (TIM) bei der

dieses Faltungsmuster zuerst entdeckt wurde[87]. Es besteht aus acht zylinderartig angeordneten

ß-Faltblättern, auf deren Außenseite überbrückende ʰ-Helices angelagert sind. Bei der Z. mobilis TGT

wird das TIM-barrel Motiv durch weitere Strukturelemente ergänzt (Abbildung 1.6)[86].
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Diese umfassen am N-Terminus ein antiparalleles dreisträngiges ʲ-Faltblatt, eine ʲ3-ʰ3-Insertion und

eine Subdomäne, die die vierzähnige Koordination des Zinkions ermöglicht. Die Helix ʰ8 des

TIM-barrel Motivs ist ebenfalls an der Zink-Koordination beteiligt. Das aktive Zentrum befindet sich

im Bereich des C-Terminus der ß-Stränge des TIM-barrel Motivs  (Abbildung 1.7c)[68, 88]. Die

ʲ3-ʰ3-Insertion mit dem ʲ9ʲF-Loop ist an der Erkennung bzw. Stabilisierung des tRNA Substrats

beteiligt (Abbildung 1.7b)[17].

Abbildung 1.6. a) Primärsequenz der Z. mobilis TGT basierend auf Xie et al. (2003)[16], b) Topologiediagramm
der Sekundärstrukturelemente. ʲ-Faltblätter sind als Dreiecke, ʰ-Helices als Kreise dargestellt. Basierend auf
Romier et al. (1996)[71]. c) Röntgenkristallstruktur der apo-TGT (PDB ID: 1P0D[86]) entsprechend eingefärbt. Die
typischen (ß/ʰ)8-TIM-barrel sind dunkelrot (ʰ-Helix) und dunkelblau (ʲ-Faltblatt) gefärbt. Die Zink-Subdomäne
ist hell- (ʰ-Helix) bzw. dunkelgrün (ʲ-Faltblatt) gefärbt. Die ʲ3-ʰ3-Insertion und das antiparallele dreisträngige
ʲ-Faltblatt sind hellblau gefärbt.
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1.7.2 Quartärstruktur

Die bakterielle Z. mobilis TGT liegt in Lösung als Homodimer vor. Dies wurde durch eine Vielzahl an

Studien mittels Röntgenstrukturanalyse, nativer Massenspektroskopie, ortsspezifischer Mutagenese

und Enzymkinetiken bewiesen[15-17].

Gewöhnlich kristallisiert das Homodimer mit einer vergrabenen Kontaktfläche der zwei

TGT-Monomere von ca. 1600 Å2 (Dimer-Interface) in der Raumgruppe C2.

Das Dimer-Interface wird durch eine Vielzahl von Wasserstoffbrücken, Salzbrücken und

van-der-Waals-Wechselwirkungen gebildet (Kapitel 3). Aufgrund der beobachteten kristallographisch

vorgegebenen zweizähligen Drehachse des Dimers treten die genannten Interaktionen zweimal auf

(Abbildung 1.7a).

Abbildung 1.7. a) Konventionelle dimere Form der TGT, gezeigt anhand der apo-Protein Kristallstruktur (PDB
ID: 1P0D[86]). Das Dimer kommt auf einer kristallographischen zweizähligen Drehachse zu liegen. Die Zinkionen
sind als gelbe Kugeln dargestellt. b) TGT-Homodimer im Komplex mit einem tRNA-Stemloop. c) Fokus auf das
aktive Zentrum, besetzt durch das preQ1-Substrat (PDB ID: 1Q2S[16]).
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Allerdings bildet sich diese dimere Struktur ebenfalls im tRNA-Stemloop gebundenem Komplex aus,

in dem die zweizählige Symmetrie des Enzyms nicht durch die Kristallpackung vorgegeben wird. So

bleibt die homodimere Form in Komplexstrukturen mit dem tRNA-Substrat erhalten, auch wenn sich

die kristallographische Raumgruppe ändert und die Lage auf einer zweizähligen Drehachse entfällt

(Raumgruppe I4; PDB IDs: 1Q2S and 1Q2R)[16].

In kürzlich publizierten Arbeiten wurde gezeigt, dass die Dimerstabilität wesentlich von den

Strukturelementen des ʲмʰ1-Loops und einem Hotspot, bestehend aus vier aromatischen

Aminosäuren (Trp326, Tyr330, His333 und Phe92‘), geprägt ist (Kapitel 3 & 7)[15, 25-27].

In einer Arbeit von Immekus et al. (2013)[27], als auch in den Kapiteln 3 & 7 der vorliegenden Arbeit,

wird im Detail beschrieben, wie kompetitive Inhibitoren in dem aktiven Zentrum binden und durch

allosterische Wechselwirkungen die genannten Strukturelemente und damit die Dimerstabilität

beeinträchtigen. Zwar bleibt durch Bindung der Liganden die dimere Form der TGT in der

Kristallstruktur weitgehend erhalten, nanoESI-MS Messungen zeigen allerdings, dass die

TGT-Monomerkonzentration aufgrund der Ligandbindung in der Gasphase erhöht wird. In drei Fällen

konnte aufgrund von Ligandbindung, in der vorliegenden Arbeit beschrieben, eine alternative

gedrehte dimere Form der TGT festgestellt werden, bei der eine physiologische Funktion nicht

ausgeschlossen werden kann (Kapitel 3 & 7).

Durch die Komplexstrukturen mit dem tRNA-Substrat und nativer Massenspektroskopie konnte

gezeigt werden, dass die tRNA und das TGT-Dimer in einem Verhältnis von 1:1 binden

(Abbildung 1.7b)[15]. Hierbei bindet das aktive Zentrum eines TGT-Monomers die tRNA und führt den

Basenaustausch durch, während das zweite TGT-Monomer den Dimer·tRNA-Komplex über

Wechselwirkungen des ʲ9ʲF-Loops (Teil der ʲ3-ʰ3-Insertion) mit der tRNA stabilisiert[15-17].

Sequenzvergleiche zwischen verschiedenen prokaryotischen Spezies zeigen weiterhin, dass die an

der Bildung des konventionellen Dimer-Interface von Z. mobilis TGT beteiligten Reste auch in

anderen Spezies konserviert sind[17].
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1.7.3 Aktives Zentrum

Das aktive Zentrum der Z. mobilis TGT befindet sich im Bereich der ß-Stränge des C-Terminus des

TIM-barrel Motivs und akzeptiert tRNA-Moleküle mit der Sequenz U33G34U35 als Substrat[68, 88]. Ein

breiter Kanal der TGT erkennt das Phosphat-Rückgrat der tRNA und nimmt dieses auf. Bei der TGT

können drei Haupttaschen identifiziert werden.

1. Die Guanin-34/preQ1-Tasche, bei der die oben beschriebene Basenaustauschreaktion stattfindet.

Die Purinbasen werden dort über Wasserstoffbrücken zu Asp102, Asp156, Gln203, Gly230, Leu231

und Ala232 erkannt (Abbildung 1.7c). Met260 und Tyr106 wechselwirken mit dem ˉ-System der

aromatischen Substrate. Tyr106 ist hierbei der einzige Rest des aktiven Zentrums, welcher sich

zwischen Z. mobilis und S. flexneri TGT im aktiven Zentrum unterscheidet[89]. Bei S. flexneri ist  an

dieser Position ein Phenylalanin zu finden. Leu231 und Ala232 können über eine induced-fit

Adaption, die mit einem Umklappen der Peptidbindung einhergeht, die H-Brückendonor- bzw.

Akzeptoreigenschaften der Guanin-34/preQ1-Tasche verändern[86] (Abbildung 1.5).

2. Die Ribose-33/Uracil-33-Tasche ist eine Lösungsmittel-exponierte schalenförmige Bindetasche, die

von den Resten Ala232, Gly261 bis Lys264, Asp267, Cys281 bis Leu283 und Arg286 gebildet wird.

3. Die Ribose-34/Phosphat-35-Tasche kann als tief vergrabene Tasche beschrieben werden, bei der

die Reste Val282, Leu68 und Val45 einen hydrophoben Boden bilden. Die Reste Thr47, Asn70 und

Gln107 bilden den anderen Teil dieser Tasche, während Asp280 und Asp102 einen hydrophilen

Eingang zu diesem Bereich formen.
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2. Replacement of Water Molecules in a Phosphate Binding Site by
Furanoside-Appended lin-Benzoguanine Ligands of tRNA-Guanine

Transglycosylase (TGT)

2.1 Vorwort

Dieses Kapitel basiert auf dem Artikel und der zugehörigen Supporting Information „Replacement of

Water Molecules in a Phosphate Binding Site by Furanoside-Appended lin-Benzoguanine Ligands of

tRNA-Guanine Transglycosylase (TGT)“ von Luzi J. Barandun*, Frederik R. Ehrmann*, Daniel Zimmerli,

Florian Immekus, Maude Giroud, Claudio Grünenfelder, W. Bernd Schweizer, Bruno Bernet, Michael

Betz, Andreas Heine, Gerhard Klebe, und François Diederich (*These authors contributed equally)[1].

Publiziert in Chem. Eur.J. 2015(1). Der Beitrag des Autors der vorliegenden Arbeit lag bei der

Expression und Aufreinigung der Z. mobilis TGT, Bestimmungen der kinetischen

Inhibitionskonstanten durch den Radioaktivassay, ITC-Messungen zum Erhalt von

Bindungsaffinitäten, als auch röntgenkristallographische Untersuchungen und wesentliche Beiträge

zur Erstellung des Manuskripts.

(1)Reprinted and adapted with permission from Chem. Eur.J. 2015, 21, 126-135.
Copyright 2016 John Wiley & Sons, Inc.
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2.2 Abstract

The enzyme tRNA-guanine transglycosylase has been identified as a drug target for the foodborne

illness shigellosis. A key challenge in structure-based design for this enzyme is the filling of the polar

ribose-34 pocket. Herein, we describe a novel series of ligands consisting of furanoside-appended

lin-benzoguanines. They were designed to replace a conserved water cluster and differ by the

functional groups at C(2) and C(3) of the furanosyl moiety being either OH or OMe. The unfavorable

desolvation of Asp102 and Asp280, which are located close to the ribose-34 pocket, had a significant

impact on binding affinity. While the enzyme has tRNA as its natural substrate, X-ray co-crystal

structures revealed that the furanosyl moieties of the ligands are not accommodated in the tRNA

ribose-34 site, but at the location of the adjacent phosphate group. A remarkable similarity of the

position of the oxygen atoms in these two structures suggests furanosides as a potential phosphate

isoster.

2.3 Introduction

Filling polar binding pockets of an enzyme by a ligand is a difficult task in medicinal chemistry and

structure-based drug design[90]. In particular, phosphate binding sites[91], which are present in many

classes of enzymes, such as kinases and phosphatases[92], are frequently targeted for improving

potency and/or selectivity of a drug lead compound. Thereby, the understanding of replacing water

molecules in the pocket of the apoenzyme is a key challenge[93-101], and several approaches towards

the consideration of water replacement in structure-based drug design and molecular docking have

been developed[102-109].

Herein, we present a new approach to the filling of a polar binding pocket in the enzyme

tRNA-guanine transglycosylase (TGT; EC 2.4.2.29). It has been shown that TGT is essential in the

development of the pathogenicity of Shigella bacteria[66, 89], which cause the severe inflammatory

bowel disease shigellosis and over one million lethal cases per year[28, 31, 32, 110, 111].  Bacterial  TGT is

involved in the modification of tRNA and catalyzes the exchange of guanine by preQ1

(7-aminomethyl-7-deazaguanine)[85, 112].  Three  major  pockets  are  found  in  the  active  site  of

Zymomonas mobilis TGT: the central guanine/preQ1 binding site, where the base-exchange reaction

takes place, and the ribose-33 and ribose-34 pockets, where the tRNA backbone is accommodated

(Figure 1.7c)[16]. We have introduced 2-amino-lin-benzoguanines (such as 2.1; IUPAC: 6-amino-2-

(methylamino)imidazo-[4,5g]quinazolin-8(7H)-one) as central ligand scaffold that binds to the

guanine/preQ1 binding site (Figure 2.1)[113, 114].
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Derivatization at H2N-C(2)  and/or  C(4)  allowed  us  to  target  the  ribose-33  pocket  (see  also

Chapter 6)[12, 115], the ribose-34 pocket (see also Chapter 3 & 7)[13, 14], or both ribose pockets

simultaneously[116]. Furthermore, we have used ligands based on this scaffold for the modulation of

the protein–protein interaction in homo-dimeric TGT (Chapter 3 & 7)[15, 27], and studied the

thermodynamic profile of ligand binding by isothermal titration calorimetry (ITC) (Chapter 3 & 6)[117-

119].

In the presence of a ligand in the guanine/preQ1 binding site, the uncomplexed polar ribose-34

pocket is solvated by a highly conserved water cluster, which consists of five water molecules (W1–

W5;  see  X-ray  crystal  structure  in Figure 2.1b and Supporting Information Figure S1[1]), with water

molecule W6 connecting the cluster to the solvent-exposed ribose-33 pocket[13]. Displacing these

water molecules, which solvate the side chains of the aspartates Asp102 and Asp280, by an apolar

substituent (compound 2.2) led to an unfavorable desolvation of the ribose-34 pocket, which was

manifested in the weaker binding affinity (Ki = 235 ± 50 nM) compared to the 4-unsubstituted

analogue 2.1 (Ki = 58 ± 36 nM). Parts of this water cluster were displaced by the polar substituents of

ethanol 2.3 (Ki = 97 ± 5 nM; PDB ID: 3EOU[13]) or protonated amine 2.4 (Ki = 55 ± 3 nM; PDB code

3GC5[13]), but without gaining binding affinity. Only by further expanding the substituent into an

apolar groove, shaped by Val45, Val282, and Leu68, was it possible to improve the binding affinity

(e.g. compound 2.5; Ki = 4 ± 2 nM; PDB code: 3EOS[13])[14]. These findings were supported by

molecular dynamics simulations, which identified nine water binding sites in the ribose-34 pocket,

whereby only two of them were found to be favorable for displacement by an apolar ligand[120].

Although the lin-benzoguanine derivatives are very potent ligands, their physicochemical properties

are not optimal—in particular their low solubility in both water and organic solvents is a problem for

synthesis, biological assays, and potential administration as a drug[114]. This prompted us to

investigate in the current study furanoside-based substituents for the displacement of the water

cluster in the ribose-34 pocket (compounds 2.6a–c; Table 2.1). The hydroxy groups may replace

water molecules solvating the polar residues Asp102 and Asp280, but do not introduce an additional

charge into the inhibitors, unlike the ethylammonium linker in compounds 2.4 and 2.5. Since the

furanosides are not linked by a N-glycosidic bond to the lin-benzoguanine scaffold, they are expected

to be stable towards acidic or enzymatic depurination. Although several groups have analyzed the

role of water molecules in carbohydrate–protein interactions[121-126], furanosides and pyranosides are

rarely used in structure-based drug design.
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Figure 2.1. a) Structure and inhibition constants Ki of 2.1[12] and 2.2 – 2.5[14]. b) X-ray crystal structure of
Z. mobilis TGT  soaked  with 2.1 (1.49 Å resolution, PDB ID: 4PUK[118]).  Color  code:  C  yellow,  O  red,  N  blue,
enzyme surface gray. Selected water molecules are shown as yellow spheres and labeled as W1 – W6. Hydrogen
bonds are shown as dashed lines (heavy atom distances between 2.6 and 3.6 Å). These characteristics apply to
all figures unless otherwise stated.

2.4 Results and Discussion

Table 2.1. Binding affinities, clogD7.4, and clogP values.

Ligand
Ki

[a]

[nM]
Kd

[b]

[nM] clogD7.4
[c] clogP[d]

ʲ-2.6a 217 ± 81 288 ± 55 - 1.5 - 1.3

ʰκʲ-2.6b
15:85 286 ± 16 276 ± 69 - 1.1 - 0.9

ʲ-2.6c 353 ± 106 n.b.[e] - 1.5 - 1.2

[a]Inhibition constant measured by a radioactive assay. Ki values are mean values over at
least four measurements. [b]Dissociation constant measured by ITC (see Chapter 11, section
11.6.2). Kd values are mean values over at least five measurements. [c]Logarithmic
distribution coefficient for octanol/water at pH 7.4. [d]Logarithmic partition coefficient for
octanol/water. Both values were calculated using ACD/Labs software[127]. [e]Not determined
due to shape of curve.

2.4.1 Synthesis and Conformational analysis

The synthesis of pure ʲ-2.6a and ʲ-2.6c, and an enriched sample of ʰκʲ-2.6b (15:85) as well  as the

conformational analysis of the furanose ring are described in the publication and Supporting

Information corresponding to Chapter 2 (Barandun et al. (2015)[1]).
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2.4.2 Binding affinities

Compounds 2.6a–c are readily water-soluble, which facilitated the assays of their biological activities.

The binding affinities of the inhibitors were measured by a radioactive assay, giving Ki,  and by  ITC,

giving Kd (for a description of both assays, see Chapter 11.6)[89, 113, 117, 119]. Both assays gave

comparable Ki and Kd values in the range of 217 – 353 nM (Table 2.1). We recently found for other

lin-benzoguanine-derived ligands that both Ki and Kd values are in very good agreement, in contrast

to the findings for lin-benzohypoxanthines, lacking the exocyclic NH2 group, for which the

thermodynamic dissociation constants are much lower than the inhibitory constants (for a detailed

discussion, see Neeb et al. (2014)[119]). Compared to ethanol 2.3 (Figure 2.1a), the furanoside-based

inhibitors have weaker affinities by a factor of about 2–3. While losing some affinity compared to the

previous substituted ligands, the ribose derivatives 2.6a–c feature the advantage of much enhanced

water solubility, which is essential for achieving solubility of the drug in blood. The hydrophilicity of

the inhibitors was estimated using ACD/Labs software[127], which was shown to predict clogP values

with  a  root  mean  squared  error  of  0.50  up  to  1.28[128]. Although the predicted values for the

lin-benzoguanines are close to each other within the error range, a plausible trend is observed

comparing their relative hydrophilicities. The ribose derivatives 2.6a–c had a reduced hydrophilicity

(clogD7.4 of -1.1 to -1.5) as compared to the protonated ammonium compound derived from 2.4

(-2.5), but a higher hydrophilicity than the 4-unsubstituted analogue 2.1 (-0.3)  or  the

cyclohexylmethylammonium derivative from 2.5 (-0.2). Maintaining a low hydrophilicity of a drug

compound is crucial for membrane permeability and, consequently, for its efficacy and good

retention in the body[129].

2.4.3 X-ray co-crystal structures

For all ligands ʲ-2.6a, ʲ-2.6b, and ʲ-2.6c, highly resolved co-crystal structures with Z. mobilis TGT

(resolutions 1.17 – 1.41 Å; TGT·2.6aCO
C2, TGT·2.6bCO

C2 and TGT·2.6cCO
C2)  were  obtained  (Table 12.2).

Although a 15:85 anomerice anomeric mixture of ʰκʲ-2.6a was co-crystallized with Z. mobilis TGT,

only the ʲ-anomer was bound suggesting a high preference over the ʰ-anomer. The structures

TGT·2.6aCO
C2 and TGT·2.6cCO

C2 are shown in Figure 2.2a,b, respectively, while TGT·2.6bCO
C2 is depicted

in Figure S2 in the Supporting Information[1]. In all three structures, the lin-benzoguanine core is

accommodated in the guanine/preQ1 binding site forming the same interactions as previously

observed for 2.1[13, 15, 27, 115-119]. The ligands form an array of hydrogen bonds to the side chains of

Asp102, Asp156, and Gln203 and to the peptide backbone of Gly230, Leu231, and Ala232 (Figure

2.2a,b, Figure S2 in the Supporting Information[1]).
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Figure 2.2. Active  site  of a) TGT·2.6aCO
C2 (C green, 1.41 Å resolution, PDB ID: 4LEQ) and b) TGT·2.6cCO

C2

(C orange, 1.32 Å resolution, PDB ID: 4KWO). c) Positions of the ethanediyl linkers of 2.5 (C light blue, PDB ID:
3EOS[13]) and ʲ-2.6a. A close unfavorable contact between the linker and Asp102 is shown as a red dashed line.
d) Comparison  of  the  water  clusters  in  TGT·2.6aCO

C2 (W1’, W2’, and W3’, shown as green spheres) and
TGT·2.1SOAK

C2 (W1– W6, shown as yellow spheres; PDB ID: 4PUK[118]). Distances are given in Å.

The co-crystal structure with ʲ-2.6a (TGT·2.6aCO
C2; PDB code: 4LEQ, Figure 2.2a) shows the furanosyl

moiety in the ribose-34 pocket in an E2 envelope conformation with P=344°  and  m =44°. It

undergoes hydrogen bonding with Asn70, Gln107, and Asp280. Only one hydrogen bond from

HO-C(3) of the ribofuranosyl unit is formed to Asp280.
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From the original five-water cluster (Figure 2.1b), three water molecules (W3, W4, W5) are displaced

by ʲ-2.6a,  two water  molecules  (W1’ and W3’; green) are at a slightly altered position (Figure 2.2d

and Figure S3 in the Supporting Information[1]), and water molecule W2’, connecting the cluster to

the solvent-exposed ribose-33 pocket, remained at the same position. The methoxy group at C(2)

accepts a hydrogen bond from W3’.

The ethanediyl linker, which connects the furanosyl moiety to the lin-benzoguanine core of ʲ-2.6a–c,

is oriented away from the bottom of the ribose-34 pocket. This is in contrast to our previous C(4)

ethylamino-substituted lin-benzoguanines, in which the ethanediyl linker is oriented towards the

bottom of the pocket allowing formation of a hydrogen-bond from the ammonium center

(compounds 2.4 and 2.5)  to  Asp280  (Figure 2.2c;  PDB  ID:  3EOS[13]). In addition, the orientation

towards the bottom of the pocket avoids repulsive interactions with Asp102 (e.g. for 2.5,

d(Cethyl···OAsp102) = 3.9 Å), whereas the orientation towards the top in ʲ-2.6a brings the ethanediyl

linker into unfavorable proximity of Asp102 (d(Cethyl···OAsp102) = 3.4 Å). Furthermore, this conformation

has also an effect on the orientation of side chain of Tyr106 (not shown in Figure 2.2; see Figure S4 in

the Supporting Information[1]), which together with the side chain of Met260 forms a sandwich

incorporating the tricyclic lin-benzoguanine core. When the ethanediyl linker is oriented towards the

top of the pocket, Tyr106 is no longer parallel to the lin-benzoguanine core, but tilted by 50° and

undergoes a C-H···ˉ-interaction with the linker.

The superimposition of the crystal structures of TGT in complex with 2.5 (PDB ID: 3EOS[13]) and ʲ-2.6a

(TGT·2.6aCO
C2) shows that the furanosyl moiety does not extend into the hydrophobic patch formed

by Val45, Val282, and Leu268 (Figure 2.2c). The O-C(2) bond of ʲ-2.6a, however, is ideally positioned

to direct a lipophilic ether substituent into this patch for additional gain in binding affinity (compare

2.4 and 2.5, Figure 2.1a).

A similar situation is found for TGT·2.6bCO
C2 (Figure S2 in the Supporting Information[1];  PDB  code:

4LBU). The enzyme and the ligand, in particular the furanosyl moiety (E2 envelope conformation with

P = 350° and m =44),  adopt a similar geometry to that seen in TGT·2.6aCO
C2. The additional methyl

group at O-C(2) points towards the hydrophobic groove of the ribose-34 pocket, consisting of Val45,

Leu68, and Val282, confirming the opportunity for filling this pocket with larger, more

complementary lipophilic groups and concomitant gain in binding affinity. The positions of the two

residual water molecules of the initial cluster also comply to TGT·2.6aCO
C2, although W2’ is not

observed.
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The  X-ray  co-crystal  structure  of Z. mobilis TGT with ʲ-2.6c (TGT·2.6cCO
C2;  PDB  code:  4KWO,

Figure 2.2b) shows a different orientation and conformation of the furanosyl moiety than ʲ-2.6a. As

a result of the additional methyl group at O-C(3), a hydrogen bond to Asp280 is no longer possible.

Hence, the furanose ring moves away as compared to the complexes with ʲ-2.6a (Figure 2.2b) and

ʲ-2.6b (Figure S2 in the Supporting Information[1]), avoiding a clash between the highly polar Asp280

side chain and the methoxy group.

The furanose ring is no longer in the usual E2 envelope conformation but in a less stable OT4 twist

conformation with P =  79°  and  m = 39°. In this position, C(1)-O-C(4) forms a hydrogen bond to

Gln107. In contrast to TGT·2.6aCO
C2 and TGT·2.6bCO

C2, the ethanediyl linker of ʲ-2.6c (in TGT·2.6cCO
C2)

is oriented towards the bottom of the pocket. In this position, Tyr106 does not form a C-H···ˉ

interaction with the linker, but is oriented parallel to the lin-benzoguanine core. Furthermore, the

downwards orientation of the ethanediyl group avoids repulsive interactions with Asp102. The water

cluster in TGT·2.6cCO
C2 has an altered pattern and consists of four molecules. Water molecule W2’,

which corresponds to W6 in the original five-water cluster (Figure 2.1b) is not displaced by the ligand

as  in  TGT·2.6aCO
C2 and  TGT·2.6bCO

C2. The water network comprises W1’, which is also seen in

TGT·2.6aCO
C2 and TGT·2.6bCO

C2, in addition to W4’ and W5’.

The structural insights from the three co-crystal structures explain the weaker binding affinity

compared to the 4-unsubstituted lin-benzoguanine 2.1 (Ki = 58 ± 36 nM) and inhibitor 2.5

(Ki = 4 ± 2 nM; Figure 2.1a).  In  the  case  of  the  uncomplexed  ribose-34  pocket  in  the  co-crystal

structure with 2.1, Asp280 is optimally solvated by a water cluster. In the crystal structure in complex

with high-affinity ligand 2.5, Asp280 interacts with the ammonium center in the linker by forming

two charge-assisted hydrogen bonds. In contrast, the furanosyl moieties of ʲ-2.6a and ʲ-2.6b only

form one hydrogen bond from HO-C(3) to the anionic Asp280 side chain and reduce the solvation of

the ribose-34 pocket by displacing three water molecules. Ethanol 2.3 and ammonium derivative 2.4

are better binders, as they leave a better solvated Asp side chain (c.f. Figure S5 in the Supporting

Information[1]). The furanosyl moiety of ʲ-2.6c cannot form a hydrogen bond to the side chain of

Asp280 due to the methyl group at O-C(3). A second negative influence on the binding affinity of the

furanosides is the repulsive interaction with Asp102, which comes into unfavorable proximity of the

ethanediyl linker of ʲ-2.6a and ʰκʲ-2.6b. Inhibitor ʲ-2.6c avoids this penalty, but the furanose moiety

has to adopt a ring conformation that is most likely higher in energy[130]. Although all three

furanosides form additional interactions to the enzyme—such as hydrogen bonds of HO-C(2) to

Asn70 and from the cyclic ether O-atom to Gln107—the penalty of desolvation of Asp102 and

Asp280 is not compensated.
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2.4.4 Phosphate mimic

The natural substrate of TGT is tRNA, the phosphate backbone of which is recognized in the ribose

pockets of the enzyme. The overlay of the X-ray crystal structures of Z. mobilis TGT in complex with a

tRNA substrate and preQ1 introduced at the wobble position-34 (PDB ID: 1Q2S[16]) and TGT·2.6aCO
C2 is

shown in Figure 2.3.

The pyrimidone moiety of the lin-benzoguanine penetrates deeper into the guanine/preQ1 binding

site than the same moiety of tRNA-bound preQ1 (about 0.8 Å based on the pyrimidone core). A

striking difference is that the complexed tRNA does not form a hydrogen bond to Asp280, which is

involved in the catalytic cycle of the enzyme[16, 131]. The ethanediyl linker of the synthetic ligand spans

the ribose-34 ring of the tRNA to which preQ1 is attached. This places the furanosyl moiety of ʲ-2.6a

into the position of the phosphate-34 group of the tRNA. For a detailed analysis of the two

structures, it must be taken into consideration that the resolution of the X-ray crystal structure with

the tRNA substrate is significantly lower (3.20 Å[16]) compared to TGT·2.6aCO
C2 (1.41 Å). In addition,

the measured atomic distances depend on the overlay of the structures (alignment was based on the

amino acid residues in the guanine/preQ1 binding site). Nevertheless, a qualitative comparison shows

that the oxygen atom of the anomeric methoxy group of ʲ-2.6a is at a similar position to O(ʵ) of the

phosphate group of the tRNA ligand (d[C(1)-Oʲ-6a···O(ʵ)tRNA] = 1.2 Å; see Figure 2.3b for numbering of

the atoms). The HO-C(2) moiety of ʲ-2.6a is next to O(ʴ) (d[C(2)-Oʲ-6a···O(ʴ)tRNA] = 1.6 Å), while O(ʰ) is

located in between of HO-C(2) (d[C(2)Oʲ-6a···O(ʰ)tRNA]  =  1.5  Å)  and HO-C(3)  (d[C(3)-Oʲ-6a···O(ʰ)tRNA]  =

1.7 Å). The ether oxygen C(4)-O is near O(ʲ) of the phosphate group (d[C(4)-Oʲ-6a···O(ʲ)tRNA] = 1.9 Å).

In addition, the water molecules W1’ and W2’ in TGT·2.6aCO
C2 are in proximity of the oxygen atoms of

the second phosphate group pointing into the ribose-33 pocket (d[OW1’···O(ʴ’)tRNA]  =  1.3  Å  and

[OW2’···O(ʵ’)tRNA] = 0.5 Å). A similar situation is found for compound ʲ-2.6b (Figure S6a in the

Supporting Information[1]). In contrast, no similarity to the phosphate group is apparent for ligand

ʲ-2.6c (Figure S6b in the Supporting Information[1]). Given the binding affinities of inhibitors ʲ-2.6a

and ʲ-2.6b in the nanomolar range, the overlays in Figure 2.3 and Figure S6a (Supporting

Information[1]) suggest that furanosides might be suitable groups to target phosphate binding sites.
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Figure 2.3. a) Comparison of the X-ray crystal structures of Z. mobilis TGT  in  complex  with  a  preQ1·tRNA
substrate (C gray, 3.20 Å resolution, PDB ID: 1Q2S[16]) and TGT·2.6aCO

C2 (PDB code: 4LEQ, C green).
b) Comparison of the positions of the oxygen atoms of the phosphate group with the oxygen atoms of
furanosyl moiety.

The filling of these polar pockets is a very challenging task in medicinal chemistry and is often only

achieved by charged functional groups that impair membrane permeability[132-134].  In  this  work,  we

show the potential of furanoside-based ligands to fill the phosphate binding site in Z. mobilis TGT.

Such substituents have no charge, and the furanosyl moiety increases the water solubility and should

not suffer from fast metabolism as it is C-C linked and not C-N linked as in natural nucleotides. Potent

neutral phosphate isosters are rare, and this has hampered in particular the development of ligands

for the active site of phosphatases; therefore, our future work will focus on validating the hypothesis

that furanosides, such as introduced here, have more general phosphate isosteric character.

2.5 Conclusion

Herein, we describe a novel series of lin-benzoguanines that target the polar ribose-34 pocket of

Z. mobilis TGT with a furanosyl moiety. The preparation involved a new cyclization strategy for the

lin-benzoguanine core and the highly challenging separation of the anomeric mixtures by HPLC on a

chiral stationary phase. While our previous lin-benzoguanine-based inhibitors suffered from poor

water solubility, the furanosyl moiety renders 2.6a–c freely water soluble. The new compounds had

Ki values in the range of 217 – 353 nM, which makes them weaker inhibitors than ethanol 2.3 and

ethylamine 2.4 by a factor of 4 – 6. Based on the analysis of X-ray co-crystal structures, the decrease

in binding affinity is due to unfavorable desolvation of Asp102 and Asp280. Although the furanosyl

moiety establishes several additional interactions to the enzyme, the removal of three of the five

water molecules in the original five-water cluster cannot be compensated. This cluster solvates the

ribose-34 pocket in the presence of ligand 2.1, which does not penetrate into the pocket.
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However, the crystal structures also point to the opportunity for regaining binding affinity through

extension of the ligands by etherification of HO-C(2) with residues complementary to the

hydrophobic patch shaped by Val45, Val282, and Leu68. The comparison of the binding affinities of

2.4 and 2.5 shows that much affinity can be gained from proper occupation of this hydrophobic

subsite near the ribose-34 pocket. The comparison of the X-ray co-crystal structures in complex with

the furanosyl lin-benzoguanines with a structure with the tRNA-preQ1 substrate shows an intriguing

finding. The furanosyl moiety is not occupying the ribose-34-recognizing area of the enzyme active

pocket, but the phosphate-34 binding site. Thereby, the positions of the oxygen atoms of the

furanoside resemble the positions of the oxygen atoms in the phosphodiester. This gives rise to the

hypothesis that furanosides might be potential surrogates for targeting phosphate binding sites.

The further decoration of the furanoside to properly fill the hydrophobic patch and reach the low

nanomolar activity range and the validation of furanosides and related sugar derivatives as

phosphate isosters are currently pursued in our laboratories.

2.6 Experimental Section

Detailed information about experimental details for the syntheses of compounds 2.6a-c, NMR

spectra and conformational analysis of the furanosides can be found in the publication and

Supporting Information corresponding to Chapter 2 (Barandun et  al. (2015)[1]). Details about TGT

expression, purification, radioactive assay, ITC, and crystallization protocols can be found in

Chapter 11.
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3. Soaking versus Co-crystallization: Only the Latter Discloses Major Interface
Rearrangements of a Homodimeric tRNA-Binding Protein upon Ligand Binding

3.1 Vorwort

Das folgende Kapitel basiert auf einem Manuskript und der zugehörigen Supporting Information, das

zur Vorlage für ACS Chem. Biol. erstellt wurde. Mit dem Titel „Soaking versus Co-Crystallization: Only

the Latter Discloses Major Interface Rearrangements of a Homodimeric tRNA-Binding Protein upon

Ligand Binding” wurde das Projekt von folgenden Autoren erarbeitet: Frederik R. Ehrmann, Johann

Stojko, Alexander Metz, François Debaene, Luzi J. Barandun, Andreas Heine, François Diederich,

Sarah Cianferani, Klaus Reuter und Gerhard Klebe. Der Beitrag des Autors der vorliegenden Arbeit lag

bei der Expression und Aufreinigung der Z. mobilis TGT,  den Bestimmungen der kinetischen

Inhibitionskonstanten durch den Radioaktivassay, ITC-Messungen zum Erhalt von Bindungsaffinitäten

und thermodynamischen Signaturen, röntgenkristallographische Untersuchungen und der Erstellung

des Manuskripts.
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3.2 Abstract

For the efficient pathogenesis of Shigella, the causative agent of bacillary dysentery, tRNA-guanine

transglycosylase (TGT) is mandatory. TGT performs a post-transcriptional modification of tRNAs in

the anticodon loop, which takes impact on virulence development. This suggests TGT as a putative

target for selective anti-shigellosis drug therapy. Since bacterial TGT is only functional as homodimer,

its activity can be inhibited either by blocking its active site or preventing its dimerization. Recently,

we discovered that in some crystal structures obtained by soaking the full conformational adaptation

upon ligand binding as most likely exhibited in solution is not displayed. Thus, soaked structures may

be misleading and even suggest false binding modes. Accordingly, we re-investigated these

complexes by co-crystallization. The obtained structures revealed large conformational

rearrangements not visible in the soaked complexes. They result from crucial spatial perturbations in

the ribose-34/phosphate-35 recognition pocket and, consequently, a loop-helix motif required to

prevent the access of water molecules into the dimer interface loses its geometric integrity.

Thermodynamic profiles of ligand binding indicated favorable entropic contributions to complex

formation when large conformational adaptations in the dimer interface are involved. Native MS

titration experiments revealed the extent to which the homodimer was destabilized in the presence

of each inhibitor. Unexpectedly, one ligand caused a complete rearrangement of subunit packing

within the homodimer, which had never been observed in any other TGT crystal structure before.

Likely, this twisted dimer is catalytically inactive and, therefore, suggests that stabilizing this

non-productive subunit arrangement may be used as a further strategy to inhibit TGT.

3.3 Introduction

Bacterial tRNA-guanine transglycosylase (TGT; EC 2.4.2.29) catalyzes the exchange of the genetically

encoded guanine-34 in the wobble position of tRNAsAsp,Asn,His,Tyr by the premodified base preQ1

(7-aminomethyl-7-deazaguanine)[135].

At the level of tRNA, this base is then further modified to queuine[81, 82]. In Shigella spp., the causative

agents of bacillary dysentery, TGT function is essential for the efficient translation of virF mRNA

encoding a transcriptional activator, which in turn is required for the expression of a large number of

pathogenicity genes[65]. Inactivation of the tgt gene results in a significantly weakened virulence

phenotype suggesting TGT as a putative target for the rational design of anti-shigellosis

compounds[66, 67]. Bacillary dysentery or shigellosis is a severe diarrheal disease[32] with approximately

150 million cases causing more than 70.000 fatalities per year[31, 37].
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It mainly occurs in developing countries with substandard hygiene and water supplies[28], but recent

reports have also shown increasing incidence in the USA[35]. The emergence of multi-drug resistant

Shigella strains makes the development of new selective anti-shigellosis compounds an serious

need[35, 42, 136].

Since the functional unit of bacterial TGT is a homodimer[15-17], inhibition may not only be achieved

via compounds blocking its active site but also via ligands interfering with dimer formation. In our

studies, we use the well crystallizable TGT from Zymomonas mobilis as  a  substitute  for  TGT  from

Shigella spp. Both enzymes are highly similar and their active sites solely differ by a conservative

Tyr106Phe replacement (Z. mobilis TGT numbering)[89], which was shown to have no significant

influence on ligand binding and catalysis[86].  The  active  site  of  bacterial  TGT  comprises  three

sub-pockets, namely the guanine-34/preQ1 binding site, where base exchange occurs, complemented

by the adjacent ribose-34/phosphate-35 and ribose-33/uracil-33 recognition sites (Figure 3.1).

Figure 3.1. Overview of the active site, its different sub-pockets (yellow, orange, magenta), and part of the
second monomer. Co-crystal structure of TGT with inhibitor 3.5 (TGT·3.5CO

C2). The protein is shown as
transparent solvent accessible surface and the loop-helix motif as cartoon. Color code: C green, O red, N blue.
3.5 and selected residues are displayed as sticks. For the sake of clarity, residues Tyr106 to Leu111 are not
shown. Val45, Leu68 and Val282 form the hydrophobic floor of the ribose-34/phosphate-35 pocket (orange).
Selected portions of the second monomer of the homodimer are shown as blue cartoon. Blue dashed lines
indicate H-bonds from 3.5 with the protein (2.7 – 2.9 Å). These characteristics apply to all following figures
unless otherwise stated.

In previous studies, we had characterized a number of TGT inhibitors, such as 3.1 – 3.9 in Table 3.1,

which were all based on a lin-benzoguanine scaffold endowed with various substituents addressing

the adjacent recognition pockets[14, 15, 27, 114, 137]. While the lin-benzoguanine scaffold invariably

occupies the guanine-34/preQ1 binding site, its substituents reach into adjacent sub-pockets thereby

leading to a broad range of TGT affinities.
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Recently, we embarked on lin-benzoguanines substituted with different furanosides at position 4

(Chapter 2[1]). These furanosides were aimed at displacing a conserved water cluster which, in the

presence of the unsubstituted parent lin-benzoguanine scaffold, solvates the ribose-34/phosphate-

35 pocket (R34/P35-pocket in the following). Among these inhibitors are ligands 3.2 (in Chapter 2:

2.6a) and 3.3 (in Chapter 2: 2.6c) (Table 3.1), which solely differ by a methyl group attached to the

3´-OH function of the furanoside in 3.3. Fitting well into its active site, both ligands inhibit TGT at

three-digit nanomolar inhibition constants Ki with the furanosides mimicking phosphate-35 of a

bound tRNA substrate.

Table 3.1. Overview of TGT inhibitors, inhibition constants (Ki), and crystal structures.

Inhibitor
Ki

[nM]

PDB

entry

Complex·Inhib.

protocol
space group[a]

Resolution

[Å]

Unit cell parameter

R1 R2
a

[Å]
b

[Å]
c

[Å]
ʲ
[°]

3.1 58 ± 36[12] 4PUK[118]     TGT·3.1SOAK
C2 1.49 90.8 65.0 71.0 96.3

3.2 217 ± 81[1] 4LEQ[1]  TGT·3.2CO
C2 1.41 90.6 65.1 70.4 96.3

3.3 353 ± 106[1]
5I09    TGT·3.3SOAK

C2 1.44 91.0 65.1 70.8 96.3

4KWO[1] TGT·3.3CO
C2 1.32 85.2 65.2 71.4 94.0

3.4 193 ± 41
4FSA[27]    TGT·3.4 SOAK

C2 1.62 91.1 64.9 70.8 96.3

4FR6[27] TGT·3.4CO
C2 1.59 84.8 64.8 71.4 93.0

3.5 2 ± 1[14]
3GE7[13]   TGT·3.5SOAK

C2 1.50 91.2 65.2 70.5 96.1

5I00    TGT·3.5CO
C2 1.49 91.3 65.1 70.6 96.3

3.6 4 ± 2[14]
3EOS[13]   TGT·3.6SOAK

C2 1.78 91.2 64.8 70.1 95.9

5I02    TGT·3.6CO
C2 1.25 84.5 64.8 71.4 94.1

3.7
3700 ±
900[137]

1Y5X[137]   TGT·3.7SOAK
P2 2.10 71.1 64.2 88.1 95.1

5I06 TGT·3.7CO
C2 1.36 84.9 64.9 71.2 93.9

3.8
6900 ±

1700[137]

1Y5W[137]   TGT·3.8SOAK
C2 1.58 90.9 65.3 70.0 96.0

5I03    TGT·3.8CO
C2 1.73 85.1 64.6 71.0 93.6

3.9
1000 ±
300[137]

1Y5V[137]   TGT·3.9SOAK
C2 1.58 90.6 64.9 70.1 95.8

5I07 TGT·3.9CO
P21 1.89 69.1 78.9 85.2 109.0

[a]TGT·Inhib.soak
space group = soaked TGT structure of inhibitor 3.1 – 3.9. TGT·Inhib.co

space group = TGT co-crystal
structure of inhibitor 3.1 – 3.9. Complexation of some inhibitors in co-crystal structures is accompanied by a
reduction of the a-axis and ʲ-angle or a change of the space group, which are highlighted in bold characters and
underlined.



3. Soaking versus Co-crystallization: Only the Latter Discloses Major Interface Rearrangements of a
Homodimeric tRNA-Binding Protein upon Ligand Binding

49

Surprisingly, co-crystallization of TGT with 3.3 (but not with 3.2)  led  to  crystals  with  the  unit  cell

a-axis reduced by more than 5 Å and the ʲ-angle reduced by about 2° compared to what is normally

observed in Z. mobilis TGT crystals. The resulting crystal structure reveals that the changes of unit cell

parameters  are  accompanied  by  an  altered  course  of  loop  ʲмʰ1  in  TGT  (Figure 3.2a). In addition,

helix ʰ1 is no longer crystallographically resolved. These structural elements, hereinafter referred to

as loop-helix motif, usually shield a cluster of aromatic residues within the TGT homodimer interface

from water access[25-27]. While in our previous work we focused on the interactions of ligands 3.2 (in

Chapter 2: 2.6a) and 3.3 (in Chapter: 2 2.6c) with active-site residues of bacterial TGT[1],  here  we

investigate their distinct effects on dimer interface architecture caused by the mere presence or

absence of a sole methyl group at the furanoside 3´-OH function.

Similar structural changes of the loop-helix motif combined with a reduction of the a-axis and ʲ-angle

had been observed beforehand, namely in the crystal structures of TGT(Lys52Met) (PDB entry:

3HFY[15]) and wild type TGT co-crystallized with inhibitor 3.4 (Table 3.1). The Lys52Met mutation had

been introduced into TGT in order to impede dimer formation and, likewise, 3.4 had been designed

to launch a rigid 3-pyridyl-ethynyl needle in the homodimer interface with the intention to

destabilize it[27]. Remarkably, the named conformational changes of TGT as well as changes in unit

cell parameters did not appear when 3.4 was soaked into a pre-existing apo-TGT crystal (Figure S2).

In this case, the dimer interface remains nearly unaffected by ligand binding but, instead, ligand 3.4

with its rigid 3-pyridyl-ethynyl needle adapts its conformation to the preformed protein packing

within the crystal. This suggests that conformational changes within the protein as they are likely to

occur upon ligand binding in solution may be hampered when ligand molecules are soaked into

pre-existing crystals of apo-TGT. Accordingly, binding poses observed in TGT crystals which were

soaked with ligands may not necessarily reflect the situation in solution but may suggest artificial,

non-relevant binding modes.

In contrast to the spiking ligand 3.4, the two closely related furanosides, 3.2 and 3.3, had not been

designed with the intention to disturb TGT dimer formation but to create high-affinity active site

inhibitors. However, only the co-crystal structures of 3.2 and 3.3 in complex with TGT revealed their

deviating influence on the dimer interface (Figures 3.2a & 3.4a,b). This unanticipated finding

prompted us to reinvestigate a number of related lin-benzoguanine-based inhibitors (3.5 to 3.9;

Table 3.1) which had been the objects of former studies and, due to their bulky substituents at

position 4 of the heterocyclic scaffold (for labeling, see Table 3.1), might have potential effects on

dimer interface stability as well[12-14, 115, 137]. Similar to ligand 3.3, these compounds had originally

been designed with the purpose to inhibit the active site of TGT and, accordingly, had not initially

been investigated with respect to any influence on dimer architecture.
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Since all crystal structures of these ligands in complex with TGT had exclusively been determined by

soaking the respective compound into a pre-existing apo-TGT crystal, any such effect most probably

would have remained unnoticed (with the exception of ligand 3.7 that shows an effect on the TGT

dimer interface even when soaked into a crystal of apo-TGT; see below). In the present study, we

therefore prepared co-crystal structures of TGT with 3.5 to 3.9, which were expected to uncover the

influence of these ligands on dimer interface architecture, if there was any. In addition, we used

native mass spectrometry (native MS) to study the impact of each compound on TGT-dimer stability

in solution. Finally, we employed isothermal titration calorimetry (ITC) on a selected subset of ligands

to determine binding constants and differences in the enthalpy/entropy signature for the deviating

interface modulations.

Indeed, our study revealed further ligands exhibiting significant influence on dimer stability and

architecture. The systematic comparison of co-crystallized and soaked TGT-ligand complexes

provided further examples illustrating that adopted binding modes may depend on the applied

crystallization protocol. Moreover, a totally unexpected effect was observed in the co-crystal

structure of TGT in complex with 3.9. Here, co-crystallization led to a novel crystal packing with a TGT

dimer structure showing a monomer arrangement entirely different from that previously reported

for bacterial TGTs. The formed twisted dimer provides the first example where ligand binding

obviously induces a pronounced reorganization of dimer assembly. The impact of this surprising

finding on structure-based drug design is discussed in detail.

3.4 Results & Discussion

3.4.1 Overview and Intention of Crystal structures

To gain insight into potential effects of 3.5 to 3.9 on TGT dimer formation and stability, we

co-crystallized these ligands with Z. mobilis TGT and determined the crystal structures of the

resulting complexes (TGT·3.5-3.9CO
C2/P21). So far, all available structures of these complexes had been

obtained by soaking the ligands into pre-existing apo-TGT crystals (TGT·3.5-3.9SOAK
C2/P2). In addition,

we determined the structure of TGT in complex with 3.3 after  soaking  it  into  a  crystal  of  apo-TGT

(TGT·3.3SOAK
C2), since our initial structure of 3.3 bound to the enzyme had been gained via

co-crystallization (TGT·3.3CO
C2; in Chapter 2: TGT·2.6cCO

C2). Table 3.1 lists resolution, space group and

unit cell parameters of all crystal structures considered in this study including previously determined

ones[1, 13, 118, 137]. Detailed data statistics of the newly determined structures are presented in

Table 12.2.
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All examined ligands are based on the parent lin-benzoguanine scaffold, which binds similarly to the

enzyme in all structures. It is accommodated by the guanine-34/preQ1 binding site where it is

sandwiched between the side chains of Tyr106 and Met260, and forms a total of seven hydrogen

bonds (H-bonds) to Asp102, Asp156, Gln203, Gly230 and Leu231 (Figure 3.1)[12, 113]. In 3.1 to 3.6 the

lin-benzoguanine contains a 2-methylamino substituent, which allows for a further H-bond to the

main-chain carbonyl of Ala232. For the present study, however, this feature is of minor relevance.

3.4.2 Methylation of the Furanoside 3´-Hydroxyl Group Clearly Impacts the
Architecture of the TGT Dimer Interface.

The co-crystal structures of 3.2 and 3.3 (TGT·3.2CO
C2 and TGT·3.3CO

C2; in Chapter 2: TGT·2.6aCO
C2 and

TGT·2.6cCO
C2, respectively) had been published by us previously presenting a detailed analysis of the

adopted binding poses (Chapter 2)[1]. Both compounds bear a furanoside substituent at position 4,

which solely differs in the absence (3.2)  or presence (3.3)  of a methyl group attached to the 3´-OH

group of the furanoside (Table 3.1). The 4-substituents of both ligands occupy the R34/P35-pocket

with the furanosides mimicking the 5´-phosphate group of nucleotide-35 of a bound tRNA substrate.

Thereby, however, they adopt considerably divergent conformations (Figure 3.2a).

In TGT·3.2CO
C2 the endocyclic furanoside oxygen accepts an H-bond from the Gln107 carboxamide

(Figure 3.3c). Notably, compared to apo-TGT (PDB entry: 1P0D[86]; Figure 3.3a) and nearly all

available ligand-bound TGT complexes, this residue is shifted, with the furanosyl ring of 3.2 being

close to the position of Gln107 in the apo-protein. The displacement of Gln107 affects the

orientation of helix ʰA comprising Gly105 to Leu111 (not shown). Asn70 is recruited into the

abandoned space formerly occupied by Gln107 now donating an H-bond to the furanoside 2´-OH

function via its side chain amide. In addition, the carboxylate group of Asp280 accepts an H-bond

from the adjacent 3´-OH group while a water molecule donates an H-bond to the furanoside

1´-methoxy group. Residues Val45, Leu68, and Val282 forming the hydrophobic floor of  the

R34/P35-pocket as well as the loop-helix motif (loop ʲмʰ1 plus helix ʰ1 = residues 47 to 55 plus 56 to

62) are not influenced by the binding of 3.2.



3. Soaking versus Co-crystallization: Only the Latter Discloses Major Interface Rearrangements of a
Homodimeric tRNA-Binding Protein upon Ligand Binding

52

Figure 3.2. Binding modes and structural arrangements of 3.2, 3.3 and 3.5 – 3.8. Color coding for carbons in parenthesis.
Comparison of a) TGT·3.2CO

C2 (green) and TGT·3.3CO
C2 (yellow), b) TGT·3.3SOAK

C2 (conformation B cyan and conformation A
gray) and TGT·3.3CO

C2 (yellow), c) TGT·3.5SOAK
C2 (gray) and TGT·3.5CO

C2 (green), d) TGT·3.6SOAK
C2 (gray)  and  TGT·3.6CO

C2

(yellow), e) TGT·3.7SOAK
P2 (TGT1 gray; TGT2 blue) and TGT·3.7CO

C2 (yellow), f) TGT·3.8SOAK
C2 (conformation A: cyan and

conformation  B  gray)  and  TGT·3.8CO
C2 (yellow).  Selected  water  molecules  are  shown  as  spheres  and  colored  as  the

corresponding complex. For the sake of clarity residues of the guanine-34/preQ1 binding site that interact with the
lin-benzoguanine scaffold are not shown. Solvent accessible surface and selected residues as sticks of the second monomer
of the homodimer are colored gray. Position of missing Thr47 in TGT·3.3SOAK

C2 is indicated as gray dashed lines. Black arrows
indicate positional differences between the crystal structures of different crystallization protocols. Occupancies for the
different side chains are displayed using the corresponding color of the ligand. Inhibitors 3.3, 3.6, 3.7 and 3.8 displace the
ʲʰ1-loop in the co-crystal structures. Colored dashed lines indicate H-bonds from selected water molecules (2.4 - 3.5 Å).
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Figure 3.3. a) Active site of apo-TGT (carbons
green; PDB entry: 1P0D[86]) and binding modes
of b) 3.1 (carbons  light  green)  in  TGT·3.1SOAK

C2

and c) 3.2 in TGT·3.2CO
C2

. Selected water
molecules are shown as spheres and colored as
the corresponding complex. Oxygen red,
nitrogen blue. For the sake of clarity Tyr106 and
Met260 are not shown. Solvent accessible
surface is colored in gray. Dashed lines indicate
H-bonds (2.5 - 3.5 Å). Selected portions of the
second monomer of the homodimer are shown
as dark blue cartoon.

Since in ligand 3.3 the furanosyl 3´-OH group is methylated, its H-bond donor functionality is lost and

no contact to Asp280 is formed in TGT·3.3CO
C2 (Figures 3.2a & 3.4b).  In  contrast,  as  observed  in

TGT·3.2CO
C2, an H-bond is formed between the endocyclic furanoside oxygen of 3.3 and the

carboxamide of Gln107. Compared to TGT·3.2CO
C2, however, Gln107 adopts its usual position as

observed in nearly all TGT structures. The additional methyl group of 3.3 induces a strikingly different

conformation of the 4-substituent compared with that of 3.2 in TGT·3.2CO
C2, in which its furanosyl

moiety pushes Asn70 toward His73. Remarkably, compared to the crystal structure of apo-TGT, a

similar movement of Asn70 (entailing a visible shift of two residues preceding and two residues

succeeding Asn70) is present in all considered following crystal structures unless stated otherwise. As

against the apo-structure, in TGT·3.3CO
C2 the side chain of His73 experiences a vast rotation toward

the dimer interface.
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Furthermore, the furanosyl moiety in TGT·3.3CO
C2 bears against the hydrophobic floor of  the

R34/P35-pocket thereby forcing Leu68 to move toward Val45, which, consequently, is also displaced.

Importantly, the shift of Val45 entails the dislocation of Gly46 and Thr47 by as much as 6.6 Å

(Thr47 Cʰ).

The tremendous movement of Thr47 has strong influence on the geometry of the loop-helix motif

usually shielding a cluster of aromatic residues within the TGT homodimer interface from water

access. While the three N-terminal residues of the loop ʲмʰ1 (Thr47 to Ala49) now follow a

completely altered course, the remaining part of this loop (residues 50 to 55) as well as the helix ʰ1

(residues 56 to 61) are no longer crystallographically resolved in TGT·3.3CO
C2. Within the dimer

interface, the loop-helix motif contributes a considerable number of interactions between both

subunits (six H-bonds, six salt bridges and 70 van-der-Waals contacts; based on PDB entry 1P0D[86]).

Thus, its collapse, as induced by 3.3, will supposedly cause a severe destabilization of TGT dimer

interface contacts. Notably, the breakdown of the loop-helix motif is concomitant with significant

changes of unit cell parameters. While the a-axis is reduced by about 6 Å, the ʲ-angle shrinks by

more than 2° compared to common Z. mobilis TGT crystals.
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3.4.3 The Influence of Ligand 3.3 on Dimer Architecture is not Revealed by Soaking
3.3 into apo-TGT Crystals.

In  a  former  study,  we  had  shown  that  the  structure  of  TGT  co-crystallized  with 3.4 (TGT·3.4CO
C2)

reveals a binding mode which is significantly different from that seen in the structure obtained after

soaking 3.4 into an apo-TGT crystal (TGT·3.4SOAK
C2) (Table 3.1; Figure S2)[27]. Similar to TGT·3.3CO

C2, the

adopted binding mode in TGT·3.4CO
C2 leads to a pronounced rearrangement of the loop-helix motif

accompanied by conspicuous changes of unit cell parameters (reduction of the a-axis and shrinking

of the ʲ-angle). In contrast, neither any change in the geometry of the loop-helix motif nor in unit cell

parameters is seen in TGT·3.4SOAK
C2.

This prompted us to investigate whether the binding mode of 3.3 also depends on the applied

co-crystallization or soaking protocol. Therefore, we determined a structure obtained from a crystal

of apo-TGT soaked with this ligand (TGT·3.3SOAK
C2).

As expected, the unit cell parameters in TGT·3.3SOAK
C2 are virtually identical to those normally present

in Z. mobilis TGT crystals. Yet, compared to TGT·3.3CO
C2, significant differences in the binding mode of

the ligand´s 4-substituent are observed (Figure 3.2b). While clear electron density is visible for the

entire inhibitor in TGT·3.3CO
C2, its furanosyl moiety is poorly defined in the electron density of

TGT·3.3SOAK
C2. In fact, the occupancy of the furanosyl ring in TGT·3.3SOAK

C2 was refined to 57% only

and, as it proved impossible to reliably spot the 2-methoxy and the 3-methyl group of this moiety,

they are missing in the final model. In addition, while two water molecules interact with the

furanosyl moiety in TGT·3.3CO
C2, no electron density for any water molecule is present at equivalent

positions in TGT·3.3SOAK
C2. This suggests that the 4-substituent in TGT·3.3SOAK

C2 is considerably more

flexible or scattered over multiple arrangements compared to TGT·3.3CO
C2. Furthermore, in

TGT·3.3SOAK
C2 the center of the furanosyl ring is shifted by about 1.3 Å toward the solvent (Figures

3.2b & 3.4a/b). Aside from missing electron density for the Gln107 side chain in TGT·3.3SOAK
C2, all

residues lining the guanine-34/preQ1 binding site including the catalytic residues Asp102 and Asp280

superimpose perfectly well in TGT·3.3SOAK
C2 and TGT·3.3CO

C2. Likewise, in both structures a water

molecule bridges N3 of the lin-benzoguanine scaffold and the endocyclic oxygen of the furanosyl ring

(Figures 3.4a,b). Significant differences, however, are observed in the vicinity of the bound furanosyl

ring. While the stretch of residues comprising Leu68 to His73 follows a clearly defined course in

TGT·3.3CO
C2, the same stretch adopts two alternative conformations (A and B) in TGT·3.3SOAK

C2.

Conformation B is virtually identical to that seen in the structure with the 4-unsubstituted ligand 3.1

(Figures 3.3b & 3.3a). Yet, as the side chains of Leu68 and Asn70 form unacceptably close contacts to

the ligand´s furanosyl, this conformation is not compatible with the present furanosyl placement.
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Consequently, it was refined to an occupancy of 43%, which is complementary to the occupancy of

the furanosyl moiety. In contrast, conformation A allows binding of the ligand´s furanosyl portion as

displayed in the crystal structure and was refined to an occupancy of 57%. The course of Leu68 to

His73 in conformation A is highly similar to that in TGT·3.3CO
C2 except for no electron density being

present for the side chain of His73 and a different conformation adopted by the side chain of Leu68

(Figure 3.2b). The latter differs from that observed in apo-TGT and constitutes the only change in the

hydrophobic floor induced by the ligand in TGT·3.3SOAK
C2. Importantly, in contrast to TGT·3.3CO

C2, the

position of Val45 remains unchanged. Consequently, the concomitant vast movement of Thr47,

which leads to the collapse of the loop-helix motif in TGT·3.3CO
C2, is not observed in TGT·3.3SOAK

C2.

Although no proper electron density is observed for Thr47, it likely remains close to its original

position, leaving the loop-helix motif and, thus, the dimer interface unaffected.

In summary, the binding of ligand 3.3 to TGT in solution most likely induces pronounced

conformational adaptations of TGT allowing energetically favorable interactions between the ligand´s

furanosyl and the protein as observed in TGT·3.3CO
C2. Once, however, protein flexibility is constrained

by the crystal packing of a pre-formed apo-crystal the mutual induced-fit adaptions of protein and

ligand appear strongly reduced in TGT·3.3SOAK
C2 and favorable interactions between the ligand´s

furanosyl and the R34/P35-pocket are hampered. Supposedly, to a certain extent the protein largely

retains its original conformation and the ligand´s furanosyl adopts no well-defined conformation,

thus remaining invisible in the crystal structure. No electron density is detectable in TGT·3.3SOAK
C2 for

this moiety which would be compatible with conformation B of the Leu68-to-His73 stretch. To some

extent, however, partial adaptation of the Leu68-to-His73 stretch to the ligand may occur (course A

of this stretch in TGT·3.3CO
C2) facilitating interactions between the protein and the ligand´s furanosyl.

Yet, the conformational changes within the protein, observed in TGT·3.3SOAK
C2, remain locally

confined. As a consequence, this structure does not allow assessing the situation in solution, not to

mention the ligand´s impact on dimer stability. In the course of the present study we made similar

observations for a number of further ligands which are described in the following.
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Figure 3.4. Active site of a) TGT·3.3SOAK
C2 (carbons gray and cyan, indicating split conformations observed in the protein),

b) TGT·3.3CO
C2 (carbons yellow), c) TGT·3.5SOAK

C2 (carbons gray), d) TGT·3.5CO
C2 (carbons light green), e) TGT·3.6SOAK

C2

(carbons gray), f) TGT·3.6CO
C2 (carbons  yellow).  Selected  water  molecules  are  shown  as  spheres  and  colored  as  the

corresponding  complex.  Oxygen  red,  nitrogen  blue.  For  the  sake  of  clarity  Tyr106  and  Met260  are  not  shown.  Solvent
accessible  surface  is  displayed  in  gray.  Dashed  lines  indicate  H-bonds  (2.6  -  3.5  Å).  Selected  portions  of  the  second
monomer of the homodimer are shown as dark blue cartoon.
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3.4.4 Ligands 3.5 and 3.6 Differing in Aliphatic Ring Size, Exert Distinct Influence on
TGT Dimer Architecture.

A structure of 3.5 in complex with TGT, obtained by soaking the single-digit nanomolar inhibitor into

preformed TGT crystals (TGT·3.5SOAK
C2), was published previously by us[13]. The 4-(cyclopentyl-

methylamino)ethyl substituent is well-defined in the electron density and deeply penetrates into the

R34/P35-pocket (Figures 3.2c & 3.4c). This placement allows for energetically favorable interactions

between the hydrophobic floor and the ligand´s cyclopentyl moiety, which adopts a twist envelope

conformation. Compared to apo-TGT, the cyclopentyl moiety causes a slight rotation of the Leu68

side chain (compare Figures 3.2c & 3.3a). However, this rotation has no influence on the position of

Val45 or any further nearby residue. Close to the guanine-34/preQ1 binding site, a water molecule

mediates an interaction between N3 of the lin-benzoguanine scaffold and the 4-substituent´s

secondary amino group. The latter is likely protonated enabling the formation of a salt bridge with

the carboxylate group of Asp280.

The newly determined co-crystal structure TGT·3.5CO
C2 displays a binding mode closely resembling

that in TGT·3.5SOAK
C2. Only slight differences are found for a small number of residues lining the

R34/P35-pocket. Compared to TGT·3.5SOAK
C2, the side chain of Thr47 is rotated, thus allowing the

formation of a strong H-bond (2.7 Å) to the side chain of Glu339´ of the dimer mate (Figure 3.4d).

This rotation is concomitant with an approximate 90° rotation of the His73 imidazole, enlarging the

R34/P35-pocket. This enables the accommodation of three well-defined water molecules not found

in TGT·3.5SOAK
C2. Yet, the binding of 3.5 does not have major impact on the geometry of the protein

and leaves the loop-helix motif within the dimer interface virtually unaffected (Figures 3.2c & 3.4c,d).

Interestingly, in TGT·3.5CO
C2 a chloride ion, confirmed by its anomalous scattering contribution

(Chapter 11), is coordinated by the carboxamide of Gln107 and the backbone amides of Thr71 and

Tyr72 (Figure 3.5). Presumably, it is also present in TGT·3.4CO
C2, but was erroneously refined as a

water molecule leading to an exceedingly low B-factor of 4.7 Å².

Similar to 3.5, ligand 3.6 constitutes a potent inhibitor of bacterial TGT with single digit nanomolar

affinity. Both inhibitors only differ by the replacement of a terminal cyclopentyl (3.5) by a cyclohexyl

ring (3.6) in the 4-substituent. Like TGT·3.5SOAK
C2, the crystal structure TGT·3.6SOAK

C2 was published by

us previously[13]. Similar to TGT·3.5SOAK
C2 and TGT·3.5CO

C2, a water molecule bridges N3  of  the

lin-benzoguanine and the 4-substituent´s secondary amino group in TGT·3.6SOAK
C2, which forms a salt

bridge to the carboxylate group of Asp280 (Figures 3.2c,d & 3.4c-e). The entire 4-substituent of 3.6 is

well-defined in the electron density with its cyclohexyl moiety adopting a chair conformation. It

deeply penetrates into the R34/P35-pocket making extensive van-der-Waals interactions with the

hydrophobic floor of this pocket.
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The aliphatic ring of 3.6 slightly shifts the side chain of Leu68, yet, without affecting the position of

Val45 or any further nearby residues. Compared to apo-TGT, the side chain of His73 experiences a

vast rotation into the direction of the dimer interface (comparable to TGT·3.3CO
C2). Similar to

TGT·3.5CO
C2, the Thr47 side chain adopts a conformation capable to form an H-bond to the

Glu339´side chain of the dimer mate. As in TGT·3.5SOAK
C2 and TGT·3.5CO

C2,  this  does  not  affect  the

backbone of Thr47 and no impact on the geometry of the loop-helix motif and the dimer interface

architecture is experienced.

In  contrast  to  TGT·3.5 structures, TGT·3.6CO
C2 is strongly altered in comparison to TGT·3.6SOAK

C2. In

TGT·3.6CO
C2, the ligand´s cyclohexyl moiety penetrates approximately 0.6 Å more deeply into the

R34/P35-pocket (Figures 3.2d & 3.4e,f). Thereby it comes unfavorably close to Val45 (2.7 Å), which,

as a consequence, is displaced from its original position by about 2 Å (Cʰ). This entails a pronounced

shift of adjacent Gly46 and Thr47 residues, whose original positions are then occupied by three and

two water molecules, respectively. As a result, the first three residues of the loop-helix motif, Thr47

to Ala49, take an entirely different course and the following residues, Thr50 to Thr62, are, due to

disorder, no longer crystallographically resolved. As in TGT·3.3CO
C2 and TGT·3.4CO

C2, these extensive

structural rearrangements are concomitant with a reduction of the unit cell a-axis and ʲ-angle.

Accordingly, while ligand 3.5 exerts no influence on dimer architecture, the closely related ligand 3.6,

whose aliphatic ring system is expanded by a single methylene group, is able to cause the breakdown

of the loop-helix motif, which may entail a significant destabilization of the dimer interface.

As  in  TGT·3.5CO
C2, a chloride ion bound to Gln107, Thr71, and Tyr72 was identified in TGT·3.6CO

C2

(Figure 3.5). Most probably, it is also present in TGT·3.6SOAK
C2 but  there  it  was  refined  as  a  water

molecule leading to the low B-factor of 8.2 Å².

Figure 3.5. Position of a recurring chloride ion. Protein
is displayed as cartoon. Chloride ions are presented as
green spheres. Inhibitors and residues involved in the
coordination of the chloride ion are presented as
sticks. Selected water molecules are displayed as red
spheres. The interactions of the chloride ions are
between 3.1 and 3.8 Å to Gln107-NH, Thr71-NH,
Tyr72-NH and to two water molecules. Coordination
of  the  chloride  ion  in  TGT·3.5CO

C2 (carbons  green)  is
displayed as green dashed lines. The peak intensity of
the anomalous signal is „ = 5.4. The chloride ion
coordination in TGT·3.6CO

C2 (carbons yellow) is colored
in yellow. The corresponding peak intensity of the
anomalous signal is „ = 4.5. The chloride probably
originates  from  the  2  M  NaCl  (high  salt  buffer)  used
for the storage of TGT.
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3.4.5 Co-Crystallization of TGT with 3.7 Reverses the Space Group Change Observed
in Soaked Crystal Structure.

TGT·3.7SOAK
P2 was determined by us in 2007[137]. It reveals a unique reduction of crystal symmetry

from space group C2 with one TGT monomer per asymmetric unit (resulting in two identical dimers

per unit cell) to space group P2. In P2 the asymmetric unit consists of two conformationally non-

identical monomers, referred to as TGT1·3.7SOAK
P2 (chain A) and TGT2·3.7SOAK

P2 (chain D).

TGT1·3.7SOAK
P2 exhibits typical features commonly found in structures of TGT in complex with a

4-substituted lin-benzoguanine obtained by soaking. In this structure, the 2-(4-methoxyphenyl)ethyl

substituent seems rather flexible as indicated by moderately defined electron density[137]. Compared

to the apo-TGT structure, only minor ligand-induced conformational changes in the R34/P35-pocket

are observed. Insufficient electron density is observed for the side chain of His73 indicating disorder.

In addition, the side chains of Leu68 and Thr47 are rotated to avoid clashes with the terminal

methoxy group of the 4-substituent (compare Figures 3.3a & 3.6a). Yet, overall no significant

influences on the geometry of adjacent structural elements within the protein are detected

(Figure 3.2e).

In contrast, the situation in TGT2·3.7SOAK
P2 is strongly reminiscent of what is observed in many

co-crystal structures of TGT with 4-substituted lin-benzoguanines. Here, the entire ligand is

excellently defined in the electron density concomitant with average B-factors of the ligand (30.7 Å2),

particularly of the 4-substituent (32.9 Å2), which are clearly lower than in TGT1·3.7SOAK
P2

(45.0 Å2 / 53.4 Å2)[137]. The p-methoxyphenyl moiety immerges, compared to TGT1·3.7SOAK
P2,

significantly deeper into the R34/P35-pocket. At the hydrophobic floor of  this  pocket,  it  comes

unacceptably close to Leu68 (1.0 Å), which is shifted toward Val45 (Figures 3.2e & 3.6b).

Consequently, Val45 is displaced and the neighboring residues, Gly46 and Thr47, are considerably

dislocated. Also here a collapse of the loop-helix motif from Ala48 to Thr62 is caused, and thus, these

residues remain crystallographically invisible in TGT2·3.7SOAK
P2.
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Figure 3.6. Active site of a) TGT1·3.7SOAK
P2 (carbons gray), b) TGT2·3.7SOAK

P2 (carbons blue) & TGT·3.7CO
C2 (carbons yellow),

c) TGT·3.8SOAK
C2 (carbons gray and cyan, indicating the split conformations observed in the protein), d) TGT·3.8CO

C2 (carbons
yellow), e) TGT·3.9SOAK

C2 (carbons gray and cyan, indicating the split conformations observed for the protein and ligand),
f) TGT·3.9CO

P21 (carbons yellow). Selected water molecules are shown as spheres and colored as the corresponding complex.
Oxygen red, nitrogen blue. For the sake of clarity Tyr106 and Met260 are not shown. Solvent accessible surface is displayed
in gray. Dashed lines indicate H-bonds (2.6 - 3.7 Å). Selected portions of the second monomer of the homodimer are shown
as dark blue cartoon.
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Co-crystallization of TGT with 3.7 was done in this study leading to TGT·3.7CO
C2, in which the original

C2 space group was re-established although, similar to TGT·3.3CO
C2, TGT·3.4CO

C2 and TGT·3.6CO
C2, the

a-axis and the ʲ-angle are clearly reduced (Table 3.1). In TGT·3.7CO
C2, the ligand adopts a virtually

identical conformation to TGT2·3.7SOAK
P2 (Figures 3.2e & 3.6b). Within the hydrophobic floor, the

terminal methoxy group of the ligand pushes Leu68 toward Val45, which is dislocated from its

original position. Val282 as well as the neighboring Cys281 become disordered, as indicated by

ill-defined electron density. The shift of Val45 involves a pronounced movement of Gly46 and Thr47,

which causes the collapse of the loop-helix motif. While Ala53 to Thr62 are not visible in the electron

density, the remaining part of this motif follows a completely different course compared to what is

usually observed.

3.4.6 Shrinking OMe to Me at the 4-Substituent still Disturbs TGT Dimer Interface
Architecture.

The 4-substituent of 3.8,  a  2-(p-toluyl)ethyl moiety, is highly similar to that of 3.7 and the

corresponding TGT·3.8SOAK
C2 was reported by us previously[137]. Here, reminiscent of the situation in

TGT·3.3SOAK
C2, the Gly69 to His73 segment adopts two different conformations (A and B), which refine

to  an  occupancy  of  49%  and  51%,  respectively  (Figures 3.2f & 3.6c).  Conformation  A  is  nearly

indistinguishable from that in TGT·3.1SOAK
C2. In contrast, conformation B leads to an expansion of the

R34/P35-pocket with Asn70 shifted off its original position. Here, the course of the Gly69-to-His73

stretch corresponds to that found for most of the TGT complexes discussed in this paper (except

TGT·3.2CO
C2).  By  analogy  with  TGT·3.3SOAK

C2, the 4-substituent of 3.8 is partially ill-defined in the

electron density as reflected by conspicuously high B-factors assigned to its atoms[137]. However, in

contrast to TGT·3.3SOAK
C2, the 4-substituent in TGT·3.8SOAK

C2 is definitely compatible with course A of

the Gly69-to-His73 segment (resembling the conformation of this segment in TGT·3.1SOAK
C2). Yet,

although the occupancy of the 2-(p-toluyl)ethyl moiety was set to 100%, the electron density map of

TGT·3.8SOAK
C2 shows further, rudimentary density indicating an alternative conformation of this

moiety. Obviously there, the 4-substituent immerges considerably more deeply into the

R34/P35-pocket thereby forcing the Gly69-to-His73 segment into conformation B. Compared to

apo-TGT, the side chain of Val282 is  rotated by about 70° in TGT·3.8SOAK
C2 (compare Figures 3.3a &

3.6c). However, no conformational changes are observed for Leu68 and Val45 within the hydrophobic

floor and  Cʰ of Thr47 retains its original position. Thus, the loop-helix motif remains intact in

TGT·3.8SOAK
C2.
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In TGT·3.8CO
C2 determined in this study, the 2-(p-toluyl)ethyl moiety is present in a single

conformation (Figures 3.2f, 3.6d), which corresponds to the above-mentioned rudimentary electron

density observed in TGT·3.8SOAK
C2. Additionally, the course of the Gly69-to-His73 segment in

TGT·3.8CO
C2 is highly similar to conformation B of this stretch in TGT·3.8SOAK

C2. The toluyl moiety of the

ligand deeply immerges into the R34/P35-pocket thereby coming unfavorably close to Leu68 within

the hydrophobic floor (2.6 Å). Consequently, Leu68 is shifted toward Val45 and displaces the latter

from its original position. As repeatedly observed, the shift of Val45 provokes a pronounced

movement of Gly46 and Thr47, which ultimately rearranges the loop-helix motif. Despite the fact

that the crystallographically undefined section of this motif in TGT·3.8CO
C2 is relatively short (Lys55 to

Arg60), it takes a completely different course in comparison to what is normally seen in crystal

structures of Z. mobilis TGT. Four well-defined water molecules are identified in close vicinity of

Thr47 indicating that its original task, to shield the dimer interface from water access, is no longer

performed by the former loop-helix motif in the geometry found in TGT·3.8CO
C2 (Figures 3.2f & 3.7).

Here again, the restructuring and partial collapse of the loop-helix motif is accompanied by a

reduction of the a-axis and ʲ-angle (Table 3.1).

Figure 3.7. Incorporated water molecules around Thr47 of all investigated TGT·inhibitor complexes. Solvent
accessible surface of TGT·3.3CO

C2 is displayed in gray; inhibitor 3.3 is colored yellow and presented as sticks.
Selected residues of apo-TGT structure (PDB entry: 1P0D[86])  are  shown  as  lines  or  cartoon  and  are  colored
green. Residue Glu339´ from second monomer of the homodimer is colored dark blue. Water molecules
around Thr47 of the ʲмʰ1-loop (as taken from apo-protein structure) are shown as spheres. Color coding for
water molecules: Yellow: complexes where the ʲмʰ1-loop was disturbed by ligand binding
(TGT·3.3, 3.4, 3.6–3.9CO

C2/P2 & TGT2·3.7SOAK
P2). Red: complexes where the ʲмʰ1-loop was not disturbed by ligand

binding (TGT·3.1SOAK
C2, TGT·3.2CO

C2 and TGT·3.5CO/SOAK
C2).



3. Soaking versus Co-crystallization: Only the Latter Discloses Major Interface Rearrangements of a
Homodimeric tRNA-Binding Protein upon Ligand Binding

64

3.4.7 Removal of the Terminal Methyl Group in 3.9 Triggers a Profound
Rearrangement of the Homodimer.

Ligand 3.9 solely differs from 3.8 by the removal of the terminal toluyl methyl group. In TGT·3.9SOAK
C2,

previously determined by us[137], the 4-substituent adopts two conformations (A and B) which can be

interconverted by rotating about the covalent bond attaching the 4-substituent to the

lin-benzoguanine scaffold (Figures 3.6e & 3.8).  In  conformation  B  (occupancy  of  44%),  the

substituent remains more solvent exposed, while it deeply immerges into the R34/P35-pocket in

conformation A (occupancy of 56%). Reminiscent of TGT·3.3SOAK
C2 and TGT·3.8SOAK

C2, the two

conformations of the ligand´s 4-substituent are accompanied by two conformations (A and B) of the

TGT segment comprising Leu68 to His73. Also in TGT·3.9SOAK
C2, conformation B of this stretch is highly

similar to that observed in TGT·3.1SOAK
C2.  Conformation  A  leads  to  an  enlargement  of  the

R34/P35-pocket with Cʰ of Asn70 being shifted by 2.3 Å. In contrast to the apo-structure of TGT, no

electron density is observed for the side chain of Gln107 as it is obviously disordered. Furthermore,

the side chain of Thr47 adopts a conformation which allows forming a weak H-bond to the side chain

amino group of Lys52. Within the hydrophobic floor the side chain of Leu68 is rotated by about 90°,

which, however, has no influence on Val45. Accordingly, the positions of Thr47, the loop-helix motif,

and the architecture of the dimer interface remain unaltered in TGT·3.9SOAK
C2.

Figure 3.8. Binding modes and structural rearrangements of 3.9. a) in TGT·3.9SOAK
C2 (conformation A gray and

conformation B cyan) and TGT·3.9CO
P21 (yellow), b) View from an alternative direction including the second

monomer of TGT·3.9CO
P21 in light blue and with gray solvent accessible surface. Black arrows indicate positional

differences between the crystal structures of different crystallization protocols. Inhibitor 3.9 displaces  the
ʲмʰ1-loop in the co-crystal structure and triggers a new twisted dimer formation  (see Figure 3.10.). Yellow
dashed lines indicate H-bonds from selected water molecules (2.7 - 3.4 Å).
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