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Abstract: Deazaflavine sind wichtige Analoga der natür-
lich vorkommenden Flavine, Riboflavin, Flavinmononu-
kleotid (FMN) und Flavin-Adenin-Dinukleotid (FAD).
Durch Austausch des natürlichen Kofaktors mit dem
entsprechenden 5-Deazaflavin konnten in einer Reihe
von Flavoproteinen wichtige Erkenntnisse zum Reakti-
onsmechanismus gewonnen sowie deren Reaktivität be-
einflusst werden. Es wurde häufig beobachtet, dass Ein-
Elektronentransfer-Reaktionen in Flavoproteinen mit 5-
Deazaflavin als Kofaktor eingeschränkt sind. Hieraus
wurde gefolgert, dass der im Vergleich mit dem entspre-
chenden Flavinsemichinon geringeren Stabilität des 5-
Deazaflavin-Radikals rasch ablaufende Reoxidations-
und Disproportionierungsreaktionen zugrunde liegen.
Das vermeintliche Paradigma, wonach 5-Deazaflavin
lediglich als Zwei-Elektronen- bzw. Hydrid-Akzeptor/
Donor fungiert, sozusagen ein “nicotinamide in flavin
clothing” darstellt, muss nun durch die unter biologisch
relevanten Reaktionsbedingungen erfolgte indirekte Be-
obachtung einer einfach reduzierten (paramagnetischen)
Spezies mit Hilfe der 1H-photo-CIDNP-NMR (photo-
CIDNP: photo-chemisch induzierte dynamische Kernpo-
larisation) neu bewertet werden.

Einleitung

5-Deazaflavin und seine Derivate werden häufig dazu ver-
wendet, Flavinmononukleotid (FMN) und Flavin-Adenin-
Dinukleotid (FAD) als Koenzyme zu ersetzen, wenn Reak-
tionsmechanismen von Flavoproteinen aufgeklärt und modi-
fiziert werden sollen. Frühe Arbeiten wurden von Hemme-
rich, Massey und Fenner zusammengefasst.[1] Durch eine
einzelne Modifikation – das N5 des 7,8-Dimethylisoalloxa-
zins ist in 5-Deazaflavinen durch C5-H ersetzt, siehe Abbil-
dung 1 – wird eine deutliche Veränderung der elektrochemi-
schen und photochemischen Eigenschaften eines Proteins
erreicht. Dabei bleibt die Bindungssituation des Kofaktors
im Vergleich zum jeweiligen Flavin-Kofaktor weitgehend
erhalten. Die Beobachtung, dass Ein-Elektronentransfer-
Reaktionen in Flavoproteinen mit 5-Deazaflavin als Kofak-
tor häufig verhindert werden, führte zur weitgehend aner-
kannten Schlussfolgerung, dass 5-Deazaflavin-Radikale im
Vergleich zu den entsprechenden Flavin-Semichinonen
deutlich instabiler sind und schnell reoxidieren oder dispro-
portionieren.[1–4] Die Stabilität der vollständig (zweifach)
reduzierten Form von 5-Deazaflavin gegenüber Sauerstoff
begünstigt die Bildung von Dimerisierungsprodukten.[5–6]

Daher wirken 5-Deazaflavine, wenn sie an elektronentrans-
ferfähige Enzyme gebunden sind, eher als Zwei-Elektronen-
(Hydrid-)Akzeptoren/Donoren denn als Ein-Elektronen-
Akzeptoren/Donoren.[7–8]

Die zwei 5-Deazaflavinderivate F420 und Fo (letzteres
wird alternativ 8-HDF (8-Hydroxy-5-deazaflavin) für 7,8-
Didemethyl-8-hydroxy-5-deazariboflavin, F0 oder FO, ge-
nannt, siehe Abbildung 1) sind bereits als Kofaktoren nach-
gewiesen worden.[9–12] Beispielsweise liegt Fo als zweiter,
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Abbildung 1. Struktur der Riboflavin- und 5-Deazaflavinanaloga:
R1=R2=Me, R3=Ribityl-5’-phosphat, X=N: FMN; R1=R2=Me, R3=Ribityl-
5’-phosphat, X=CH: 5-Deaza-FMN; R1=H, R2=OH, R3=Ribityl-5’-phos-
phatoligoglutamat, X=CH: F420; R

1=H, R2=OH, R3=Ribityl, X=CH: Fo.
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lichtsammelnder Chromophor in den DNA-Reparaturenzy-
men DNA-Photolyase vor[13–14] und dient der Beschleuni-
gung der Reaktionsgeschwindigkeit bei schwacher Lichtein-
strahlung.

In CraCRY, einem Cryptochrom aus der Grünalge
Chlamydomonas reinhardtii, wird die Empfindlichkeit ge-
genüber Blaulicht durch die Fähigkeit des Proteins, Fo als
Antennenchromophor zu binden, verbessert.[15] Das 5-De-
azaflavin F420 wird beispielsweise bei der Methanogenese,
d.h. der anaeroben Produktion von Methan aus CO2 oder
einfachen Kohlenstoffverbindungen, benötigt.[16] Der F420-
Kern, 7,8-Didemethyl-8-hydroxy-5-deazariboflavin-5’-phos-
phat, wurde auch in Archaeen und in Gram-positiven
Eubakterien gefunden, beispielsweise in Streptomyces[11] und
Mykobakterien.[17]

Durch biochemisches Screening wurden kürzlich 5-De-
azaflavin-Derivate als Inhibitoren der Tyrosyl-DNA-Phos-
phodiesterase 2 (TDP2) nachgewiesen,[18–19] einem DNA-
reparierenden Enzym für irreversible Topoisomerase-II-ver-
mittelte Spaltungskomplexe. Aufgrund der Stabilität des
vollständig reduzierten 5-Deazaflavins gegenüber der Oxi-
dation durch Sauerstoff gelten diese auch als potenziell
nützliche Photokatalysatoren für die direkte, Nikotinamid-
unabhängige Regeneration von Flavoenzymen.[20]

Erst kürzlich wurde für verschiedene derivatisierte 5-
Deazaflavine ein mit Natrium und Lithium vergleichbares
Reduktionspotential gemessen, was diese als Photokatalysa-
toren interessant macht.[21–22] Durch Derivatisierung der
Position R1 (siehe Abbildung 1) mit Br oder Cl wurde die
Triplett-Ausbeute maximiert, wodurch die über eine einfach
reduzierte 5-Deazaflavin-Spezies verlaufende, lichtinduzier-
te Dehalogenierung von Arenen erfolgreich gestaltet wer-
den konnte.[22]

Zwei bemerkenswerte Beispiele dafür, wie die Reaktivi-
tät eines Proteins durch einfaches Ersetzen des nativen
Flavin-Kofaktors durch das entsprechende 5-Deazaflavin
verändert werden kann, sind zum einen die kürzlich nachge-
wiesene Umwandlung einer Dehalogenase in eine Nitroge-
nase[23] und zum anderen die deutliche Verbesserung der
Kontrolle des Photoschalt-Verhaltens von LOV2, der Blau-
licht-Photorezeptordomäne von phot1. Die letztgenannten
Arbeiten wurden in unserem Labor durchgeführt[24] und
später von Gärtner und dessen Mitarbeitern auf das ver-
wandte YtvA-Protein aus Bacillus subtilis ausgedehnt,[25]

welches an der photoinduzierten Stressreaktion beteiligt ist.
In LOV-Domänen ist FMN in seinem vollständig oxidierten
Zustand gebunden, der bei etwa 445 nm absorbiert.[26–27] Die
Absorption von Blaulicht löst den Photozyklus der LOV-
Domäne aus, indem zunächst das Flavin in seinen Triplett-
zustand angeregt wird.[28] Anschließend erfolgt die Addukt-
bildung zwischen dem C4a-Atom des Flavins und einem
benachbarten Cysteinrest zum Signalzustand der Domä-
ne.[29–31] Dieser Adduktzustand des Proteins absorbiert bei
390 nm. Seine Lebensdauer kann einige Sekunden in den
LOV-Proteinen phot1 und phot2 aus Arabidopsis thalia-
na[32–33] und bis zu mehr als 10.000 Sekunden in VIVID aus
Neurospora crassa betragen.[34] Die Rückkehr zum Grundzu-
stand ist thermisch aktiviert. Der Austausch des FMN-
Kofaktors durch 5-Deaza-FMN führt zu einem ähnlichen

Photozyklus. Dieser wird bei einer geringeren Wellenlänge
initiiert, da das 5-Deazaflavin bei 405 nm absorbiert. Der
erzeugte Signalzustand persistiert jedoch im Vergleich zum
FMN-haltigen Wildtyp-Protein mit einer Lebensdauer von
mehreren Tagen wesentlich länger.[24–25] Alternativ kann die
Rückkehr in den Grundzustand mit UV-A-Licht (340 nm)
erzwungen werden. Auch wenn dieser Übergang aufgrund
der sich überschneidenden Absorptionen von 5-Deaza-FMN
und dem Photoaddukt nicht vollständig möglich ist, ist der
Umschaltzyklus sehr robust. Bei mehrmaliger Wiederholung
des Zyklus zeigte sich nur ein vernachlässigbarer Effizienz-
verlust.

Radikalische 5-Deazaflavin-Derivate wurden bisher
noch nicht ausreichend mittels magnetischer Resonanzspek-
troskopie untersucht. Hersh und Mitarbeiter berichteten
1977 über ein mit der Continuous-wave-Elektronenspinreso-
nanz (cw-EPR) detektiertes Signal eines 5-Deaza-FAD-
Radikals, welches an eine aus Schweinenieren extrahierte
D-Aminosäureoxidase gebunden war.[35] Aufgrund der ge-
ringen spektralen Auflösung und des nur mäßigen Signal-
Rausch-Verhältnisses wurde keine Spektrensimulation
durchgeführt. Durch das Fehlen unabhängiger Daten ande-
rer EPR-Methoden, wie der Elektron-Kern-Doppelresonanz
(engl.: electron-nuclear double resonance, ENDOR),[36] der
Elektronenspinecho-Einhüllendenmodulation (engl.: elec-
tron-spin echo envelope modulation, ESEEM),[37] und der
Hyperfein-Sublevel-Korrelationsspektroskopie (engl.: hy-
perfine sublevel correlation, HYSCORE),[37] mit denen Hy-
perfeinwechselwirkungen[38] direkt nachgewiesen werden
können, wäre eine Simulation ohnehin wenig aussagekräftig.

Einer der oben erwähnten Photokatalysatoren wurde
mittels cw-EPR untersucht, wodurch das Radikal eines 5-
Deazaflavinderivats nachgewiesen werden konnte. Die Mo-
difikationen bestanden in der Phenylierung des C5, Meth-
oxy-Gruppen an den Positionen R1 und R2, sowie Methylie-
rungen von N3 und N10.[21] Es konnten drei signifikante
Hyperfeinkopplungen aufgelöst werden, die N10 und den 2’-
und 6’-Protonen im am C5 gebundenen Phenylring zugeord-
net wurden. Da demnach Protonen des Phenylsubstituenten
eine große Hyperfeinkopplung aufweisen, deuten diese
Ergebnisse auf eine effiziente Delokalisierung des ungepaar-
ten Elektronenspins über den 5-Deazaisoalloxazin-Kern
hinaus hin, was für die Stabilisierung der radikalischen
Spezies essentiell sein könnte.

Aufgrund fehlender Daten vom unsubstituierten 5-De-
azaflavin-Radikal und motiviert durch eine erst kürzlich
erschienene Veröffentlichung zu den katalytischen Fähigkei-
ten von C5-derivatisierten 5-Deazaflavinen[21] wird hier die
photo-CIDNP-NMR-Spektroskopie eingesetzt, um das 5-
Deaza-FMN-Radikal zu untersuchen. Beim photo-CIDNP-
Verfahren handelt es sich um eine NMR-Technik, die zur
Untersuchung von kurzlebigen Radikalen, die in zyklischen
Photoreaktionen auftreten, verwendet wird.[39–40] Mit dieser
Methode lassen sich auch Radikale nachweisen, die mittels
EPR schwer oder gar nicht detektierbar sind.[39,42–45] Die
Hyperpolarisationserzeugung in Lösung beruht darauf, dass
die Multiplizität eines durch photoinduzierten Elektronen-
transfer erzeugten Radikalpaars von der Multiplizität des
Vorgängerzustands abhängt. Dabei kann es sich um einen
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(angeregten) Singulettzustand (Spinquantenzahl S=0) oder,
wenn der Elektronenübertragung ein “Intersystem Crossing”
vorausgeht, um einen Triplettzustand (S=1) handeln. Im
letzteren Fall wird ein Triplett-Radikalpaar erzeugt. Unmit-
telbar nach der Erzeugung des Radikalpaares treten zwei
Phänomene gleichzeitig auf:[40–41,46] (i) Die Multiplizität des
Radikalpaares oszilliert zwischen dem Singulett- und dem
Triplettzustand mit einer Frequenz, die von der Dipol-
Dipol-Wechselwirkung und der Austauschwechselwirkung
zwischen den Radikalen des Radikalpaares und darüber
hinaus auch von Unterschieden in den g-Werten und Hyper-
feinkopplungen der Radikale abhängt. (ii) In isotroper
Umgebung können die Radikale diffundieren, wobei eine
Rekombination nach einem erneuten Aufeinandertreffen
möglich ist. Da jedoch nur Singulett-Radikalpaare bei einem
solchen Zusammentreffen direkt zu diamagnetischen Pro-
dukten rekombinieren können, neigen Triplett-Radikalpaa-
re dazu, auseinander zu diffundieren und schließlich soge-
nannte (diamagnetische) “Fluchtprodukte” zu bilden. Beide
Prozesse führen zu einem so genannten “Spin Sorting”, da
in jedem Reaktionsprodukt eine bestimmte Kernspinkonfi-
guration angereichert wird, was zu hyperpolarisierten NMR-
Resonanzen der diamagnetischen Produkte führt.[40,47] Die
Analyse dieser hyperpolarisierten Resonanzen liefert Infor-
mationen über den Vorläuferzustand (Singulett oder Tri-
plett) und die Hyperfeinstruktur der an dem betrachteten
photochemischen Prozess beteiligten Radikale.[48] Bei der
zeitaufgelösten Variante des photo-CIDNP-Verfahrens, tr-
photo-CIDNP (engl.: time-resolved photo-CIDNP), sind die
Signalamplituden proportional zur isotropen Hyperfein-
kopplungskonstante des jeweiligen Kerns.[39]

Ergebnisse und Diskussion

Es wurden 1H-NMR-Experimente mit wässrigen Lösungen
von 5-Deaza-FMN (0.2 mM) bei verschiedenen pH-Werten
durchgeführt. Die Zuordnung der 1H-Resonanzen des re-
doxaktiven Teils vom 5-Deaza-FMN gelang mithilfe von
NOESY-Daten (siehe Abbildung S1 in den Hintergrundin-
formationen). Die Signale bei etwa 2.25 und 2.4 ppm stam-
men von den Methylprotonen H7α bzw. H8α. Im aromati-
schen Bereich finden sich Resonanzen von H6, H9 und H5
bei etwa 7.6, 7.7 bzw. 8.6 ppm. Die pH-Abhängigkeit der
chemischen Verschiebungen der 1H-Kerne über einen wei-
ten Bereich von 1<pH<12.5 ist in Abbildung S2 darge-
stellt.

Die tr-photo-CIDNP-1H-NMR-Experimente wurden mit
wässrigen 5-Deaza-FMN-Lösungen (0.2 mM) durchgeführt,
denen ein 25-facher Überschuss an L-Tryptophan zugesetzt
wurde. Die Lichtanregung (420 nm) erfolgte durch Einkopp-
lung eines Nd:YAG/OPO-Lasersystems (Laserpulsdauer:
7 ns; Pulsenergie: 20 mJ; Wiederholrate: 0.2 Hz) in eine
optische Quarzglasfaser, die mithilfe eines koaxialen Einsat-
zes in das NMR-Röhrchen eingeführt wurde. Durch die
Zerstörung der thermischen Polarisation mithilfe einer vor
dem Laserpuls applizierten Vorsättigungspulssequenz konn-
ten die photo-CIDNP-Differenzspektren direkt aufgezeich-
net werden.[49]

Bei Lichtanregung werden hyperpolarisierte 1H-Reso-
nanzen sowohl vom 5-Deaza-FMN als auch vom Tryptophan
beobachtet. Positive und negative Signale entsprechen emis-
siven bzw. verstärkt absorptiven Übergängen. Die Signalin-
tensitäten und Linienbreiten sind mit denen vergleichbar,
die bei der Photoreaktion von FMN und Tryptophan unter
entsprechenden experimentellen Bedingungen gemessen
wurden.[44] Die Hyperpolarisation der 1H-Kernspins im re-
doxaktiven aromatischen Teil des 5-Deaza-FMNs ist für die
Identifizierung der beteiligten Radikale relevant: H8α und
H9 zeigen absorptive Polarisation; emissiv polarisierte Reso-
nanzen werden für H5, H6 und H7α beobachtet, siehe
Abbildung 2. Die Beobachtung der Hyperpolarisation in
Lösungen von 5-Deaza-FMN und Tryptophan liefert einen
eindeutigen Beweis für das Auftreten von Radikalspezies
dieser Bestandteile, die im Verlauf eines photochemischen
Prozesses gebildet werden.

Die Vorzeichen der polarisierten NMR-Resonanzen
können mithilfe der Kaptein-Regel interpretiert werden.[50]

Die Nettopolarisation Γi ergibt sich aus dem Produkt von
vier Vorzeichen und resultiert entweder in einem absorpti-
ven (“+”) oder emissiven (“� ”) Signal:

G i ¼ m � e � sgnðDgÞ � sgnðAiso,iÞ: (1)

Für einen Triplett-Vorläufer des Radikalpaars ist der
Parameter μ “+”; für einen Singulett-Vorläufer hingegen
“� ”. Abhängig davon, ob das Rekombinations- oder Flucht-
produkt beobachtet wird, ist der Parameter ɛ “+” bzw. “� ”.
Zudem sind weitere Parameter des Radikalpaars relevant:
zum einen das Vorzeichen der Differenz der isotropen g-
Faktoren der beiden Radikale, Δg=giso,1� giso,2, und zum
anderen das Vorzeichen der isotropen Hyperfeinkopplungs-
konstante Aiso,i, die die Wechselwirkung des Protonenspins i
mit dem ungepaarten Elektronenspin des jeweiligen Radi-
kals beschreibt.

Um zu überprüfen, ob die Kaptein-Regel für die unter-
suchten Radikalspezies von 5-Deaza-FMN und Tryptophan,
die ein Radikalpaar bilden, gilt, wurden die oben genannten

Abbildung 2. Thermisch polarisiertes (blau) und photo-CIDNP-1H-Spek-
trum (rot) von 5-Deaza-FMN bei pH 6.6. Es sind nur 1H-Resonanzen
des aromatischen Teils vom 5-Deaza-FMN, mit Ausnahme der H4-
Resonanz von L-Tryptophan (mit einem Sternchen gekennzeichnet),
abgebildet. Für das photo-CIDNP-Experiment wurde die Probe mit
Laserimpulsen bei 420 nm belichtet. Alle Resonanzen wurden mithilfe
des HDO-Signals bei 4.7 ppm kalibriert.
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Parameter wie folgt bestimmt. (i) Da unsere experimentel-
len Bedingungen die Zeitauflösung auf 2.5 μs begrenzen,
kann die gemessene photo-CIDNP-Polarisation nur auf
Rekombinationsprodukte zurückgeführt werden. In diesem
Fall ist der Parameter ɛ positiv. (ii) Die Nettopolarisationen
Γi der aromatischen Protonen H8α und H9 des 5-Deaza-
FMN sind positiv, während die Protonen H5, H6 und H7α
negative Nettopolarisationen aufweisen. (iii) In Ermange-
lung experimenteller Daten wurden die Werte für Aiso und
giso der relevanten 5-Deaza-FMN-Radikale mithilfe der
Dichtefunktionaltheorie (DFT) berechnet. Hierbei wurden
das anionische 5-Deaza-FMN*� -Radikal und das neutrale,
an N1 protonierte 5-Deaza-FMN-Radikal, nachfolgend mit
5-Deaza-FMN(H1)* bezeichnet, berücksichtigt. Für alle Pro-
tonen i des aromatischen Teils des 5-Deaza-FMNs wurde
festgestellt, dass Aiso,i das gleiche Vorzeichen wie die Polari-
sation Γi der jeweiligen CIDNP-Resonanz hat, d.h. Γi=

sgn(Aiso,i). Folglich ist μ × sgn(Δg)=“+”. (iv) Für 5-Deaza-
FMN(H1)* und 5-Deaza-FMN*� wurden giso-Werte von
2.002752 bzw. 2.002799 unter Verwendung eines polarisier-
baren Kontinuum-Modells zur Simulation der Wassersolva-
tation der Radikale berechnet. Eine weitere Verfeinerung
durch Positionierung von H2O- oder D2O-Molekülen um
den aromatischen Teil der 5-Deaza-FMN-Struktur veränder-
te diese Ergebnisse nicht wesentlich. Abbildung S3 zeigt die
optimierten Strukturen, die für die DFT-Rechnungen ver-
wendet wurden. Alle giso-Werte und die Aiso-Werte der
relevanten 1H-Kerne sind in Tabelle S1 aufgeführt. (v) Für
das neutrale Tryptophanylradikal (Trp*) wurden giso-Werte
um 2.0026 berichtet,[51] während für das Tryptophanyl-Kati-
onradikal (TrpH*+), das bei einem pH-Wert von 6.6 zu
erwarten ist, unseres Wissens keine experimentellen Daten
vorliegen. Arbeiten, die auf DFT-Berechnungen basieren,
sagen einen Wert von 2.00280 für TrpH*+ voraus,[52] was
nahezu identisch ist mit den DFT-berechneten giso-Werten
der beiden 5-Deaza-FMN-Radikalspezies, 5-Deaza-FMN-
(H1)* und 5-Deaza-FMN*� . Aus diesem Grund kann sgn-
(Δg) des 5-Deaza-FMN-Radikals und TrpH*+ nicht mit
Sicherheit bestimmt werden, da bereits eine kleine Ände-
rung an der zur Simulation verwendeten Geometrie einen
positiven oder negativen Wert für diesen Parameter ergeben
kann. Auf der Grundlage dieser Daten bleibt der Parameter
μ und damit die Multiplizität des Radikalpaarvorläufers
zunächst unbestimmt. (vi) Um dieses Problem zu lösen,
wurden zusätzliche Hyperpolarisationsexperimente mit ei-
ner Mischung aus 5-Deaza-FMN und L-Tyrosin (Tyr) anstel-
le von Tryptophan unter ähnlichen experimentellen Bedin-
gungen durchgeführt, siehe Abbildung S4. Unabhängig von
ihrem Protonierungszustand sind die giso-Werte von Tyrosin-
Radikalen im Allgemeinen größer (�2.0045) als die der
beiden betrachteten 5-Deaza-FMN-Radikale,[53–54] was zu
sgn(Δg)=“� ” führt. Im Vergleich zu den in Abbildung 2
gezeigten photo-CIDNP-Polarisationen sind alle 1H-Reso-
nanzen von 5-Deaza-FMN in der Photoreaktion mit Tyrosin
invertiert, womit Γi= � sgn(Aiso,i) folgt. Dies erfordert μ ×
sgn(Δg)=“� ”, und folglich μ=“+”. Das nachgewiesene 5-
Deaza-FMN-Radikal wird also durch Photoreduktion des
Triplettzustands von 5-Deaza-FMN erzeugt. (vii) Da
μ=“+” ist, muss sgn(Δg)=“+” sein, um die erhaltene

Beziehung Γi= + sgn(Aiso,i) für die Photoreaktion von 5-
Deaza-FMN mit Tryptophan zu erfüllen. Daraus schließen
wir, dass die giso-Werte beider 5-Deaza-FMN-Radikale grö-
ßer sein müssen als die von Trp* und auch von TrpH*+.
Demnach ist entweder der mittels DFT vorhergesagte giso-
Wert von TrpH*+ (2.00280)[52] zu groß oder die entsprechen-
den Werte für 5-Deaza-FMN(H1)* (2.002752) und 5-Deaza-
FMN*� (2.002799) sind etwas zu klein.

Um die experimentellen relativen Aiso-Werte zu extra-
hieren und den Protonierungszustand des erzeugten 5-
Deaza-FMN-Radikals zu charakterisieren, wurden die be-
rechneten Aiso-Werte mit den relativen CIDNP-Intensitäten
korreliert.[39] Bei pH 6.6, siehe Abbildung 3, wird eine außer-
gewöhnlich gute Korrelation für die Radikalspezies 5-
Deaza-FMN(H1)* (R2=0.9899) und 5-Deaza-FMN*� (R2 =

0.9937) gefunden. Dies ist ein eindeutiger Beleg für eine
einfach reduzierte 5-Deaza-FMN-Spezies, die im Zuge der
photoinduzierten Redoxreaktion mit Tryptophan entsteht.
Da beide Korrelationen nahe bei 1 liegen, erweist sich die
Unterscheidung zwischen protoniertem neutralem (5-Dea-
za-FMN(H1)*) und anionischem (5-Deaza-FMN*� ) Radikal
anhand der gemessenen 1H-Intensitäten als schwierig. Für
den pKS des 5-Deazalumiflavin-Radikals wurde ein Wert
von 6 bestimmt,[4] was auf ein anionisches Radikal bei einem
pH-Wert von 6.6 schließen lässt, auch wenn diese Daten
nicht direkt auf das 5-Deaza-FMN-Radikal übertragbar
sind.

Die so erhaltenen Hyperfeinkopplungskonstanten des 5-
Deaza-FMN-Radikals können mit bereits veröffentlichten
Daten für neutrale und anionische FMN-Radikale vergli-
chen werden.[44,55] Die Protonierung von N5 lässt eine ein-
deutige Unterscheidung der beiden FMN-Radikale durch
photo-CIDNP-Messungen zu. Der Vergleich der 1H-Hyper-
feinkopplungskonstanten zeigt, dass das 5-Deaza-FMN-Ra-
dikal eher dem anionischen FMN-Radikal ähnelt. Durch die
Protonierung von N1 wird die Hyperfeinstruktur des 5-

Abbildung 3. Korrelation der relativen 1H-photo-CIDNP-Intensitäten
von 5-Deaza-FMN und der berechneten isotropen Hyperfeinkopplungs-
konstanten der protonierten und anionischen 5-Deaza-FMN-Radikal-
spezies (siehe Abbildung S3 für die verwendeten Strukturen). Die
CIDNP-Intensitäten wurden aus dem Experiment in Abbildung 2 extra-
hiert, indem Lorentz- und Gaußfunktionen an die CIDNP-Signale
angepasst wurden. Für die lineare Regression wurde eine Ursprungsge-
rade verwendet. Die Anpassungen ergaben Steigungen von
0.0287 MHz� 1 und 0.0299 MHz� 1 sowie R2-Werte von 0.9899 und
0.9937 für 5-Deaza-FMN(H1)* bzw. 5-Deaza-FMN*� .
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Deaza-FMN-Radikals kaum beeinflusst. Der Vergleich der
linearen Anpassungen der CIDNP-Experimente bei ver-
schiedenen pH-Werten (siehe Tabelle S2 und Abbildung S6)
zeigt, dass das protonierte Radikal 5-Deaza-FMN(H1)* bei
pH 1.5 die höchste Korrelation aufweist. Dies stimmt mit
dem bekannten pKS von 6 des Lumiflavin-Analogons und
seinem Triplettzustand überein. Bei allen höheren pH-
Werten ist jedoch die Korrelation der gemessenen 1H-
CIDNP-Intensitäten mit den Aiso-Werten des Radikals 5-
Deaza-FMN*� am höchsten.

Die Ähnlichkeit der beiden Protonierungsstufen des
Radikals wird durch ihre einfach besetzten Molekülorbitale
(engl.: singly occupied molecular orbitals, SOMOs) veran-
schaulicht, siehe Abbildung 4. Negative und positive Vorzei-
chen der Wellenfunktionen sind in blau bzw. rot eingefärbt.
Eine kleine SOMO-Amplitude wird sowohl für H7α als
auch für H9 beobachtet, was zu kleinen Hyperfeinkopplun-
gen in 5-Deaza-FMN(H1)* und 5-Deaza-FMN*� führt. Im
Vergleich dazu weisen H6 und H8α eine höhere Amplitude
auf. Die größte Amplitude liegt bei H5 vor, was mit der
starken Hyperfeinkopplung (Aiso) für dieses Proton korre-
liert: DFT-Berechnungen liefern � 34.13 MHz und
� 35.99 MHz für 5-Deaza-FMN*� bzw. 5-Deaza-FMN(H1)*.
Für alle weiteren Kerne sind die berechneten Aiso-Werte für
beide radikalische Spezies in ihrer Größe vergleichbar, was
die Unterscheidung des Protonierungszustands des Radikals
auf der Grundlage von 1H-photo-CIDNP erschwert. Die
Radikale unterscheiden sich jedoch deutlich in der SOMO-
Amplitude an N1 und N3. Während das anionische Radikal
eine signifikante SOMO-Amplitude für beide Atome auf-
weist, ist die SOMO-Amplitude an diesen Positionen im
protonierten Radikal sehr klein. Auf der Grundlage dieser
Berechnungen könnten photo-CIDNP-Experimente mit 15N-
sowie 13C-angereicherten 5-Deazaflavinen hilfreich sein, um

eine Aussage über den Protonierungszustand des Radikals
zu ermöglichen.

In Bezug auf die Mulliken-Spinpopulationen von 5-
Deaza-FMN*� und 5-Deaza-FMN(H1)* treten für 1H-Kerne
nur geringe Abweichungen auf (siehe Tabelle S5 und Abbil-
dung S7). Ein Vergleich der Spindichteverteilung mit dem
neutralen und dem anionischen FMN-Radikal, FMN(H5)*

bzw. FMN*� , zeigt wiederum eine größere Übereinstimmung
der beiden 5-Deaza-FMN-Radikale mit dem anionischen
FMN-Radikal.

Ein direkter Vergleich der elektronischen Strukturen
des in dieser Studie vorgestellten 5-Deaza-FMN-Radikals
und des C5-phenylierten 5-Deazaflavin-Derivats[21] mithilfe
von Hyperfeinstrukturdaten wird dadurch erschwert, dass
die Protonenkopplungen von H6 und H9 im cw-EPR-
Spektrum des letzteren nicht aufgelöst sind. Die beiden
berichteten Kopplungen wurden zwei Protonen im Phenyl-
ring zugeordnet, der an C5 des 5-Deazaflavin-Derivats
gebunden ist. Sie haben eine vergleichbare Größe zu den
Hyperfeinkopplungen von H6 und H9 im 5-Deaza-FMN-
Radikal (siehe Abbildung 3), was darauf hindeutet, dass ein
Teil der elektronischen Spindichte im Derivat vom Isoall-
oxazingerüst auf den Phenylsubstituenten verlagert ist. Ob
eine solche Delokalisierung für die Effizienz von 5-Deaza-
flavinen in der Photokatalyse wesentlich ist, erfordert weite-
re Untersuchungen, bei denen die Anwendung der photo-
CIDNP NMR -Methode besonders hilfreich sein könnte.

Zusammenfassung

Seit der ersten Veröffentlichung über die katalytische Rolle
von Fo

[56] wurden 5-Deazaflavine ausschließlich als Zwei-
Elektronen-Überträger beschrieben. Bezüglich ihrer Redox-
reaktivität wurden sie eher Nicotinamiden als Flavinen
zugeordnet.[12,57] Mit dem hier vorgestellten eindeutigen
Nachweis eines 5-Deaza-FMN-Radikals durch photo-
CIDNP-Experimente wird das Reaktionsspektrum von 5-
Deaza-FMN auf Ein-Elektronentransferreaktionen erwei-
tert. Dies wirft letztlich ein neues Licht auf die katalytische
Rolle von 5-Deazaflavinen in biologischen Redoxprozessen.
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