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Zusammenfassung  

 

Die 6S RNA aus E. coli ist eine stabile regulatorische RNA mit einer charakteristischen hoch 

konservierten Sekundärstruktur, die sowohl an die 70-assoziierte RNA-Polymerase als auch an 

das RNA-Chaperon Hfq bindet. Sie reguliert die Anpassung der Genexpression zwischen der 

logarithmischen- und stationären Wachstumsphase.  

 

Um einen Einfluss des RNA-Chaperons Hfq auf die Expression der 6S RNA aufzuklären, wurden 

zelluläre 6S RNA Konzentrationsbestimmungen durchgeführt und die ssrS-Promotoraktivität in 

An- und Abwesenheit von Hfq untersucht. In Abwesenheit von Hfq konnte besonders in der 

logarithmischen Phase eine erhöhte Konzentration an 6S RNA gezeigt werden und im Gegensatz 

dazu eine erniedrigte ssrS-Syntheseaktivität. Diese Ergebnisse weisen auf ein kompliziertes 

regulatorisches Netzwerk hin, an dem vermutlich Änderungen der 6S RNA Stabilität beteiligt 

sind. Um weitere Wechselbeziehungen aufzuzeigen, sollte der globale Regulator ppGpp, der 

nachweislich mit der Funktion der 6S RNA gekoppelt ist ebenfalls analysiert werden. Messungen 

des ppGpp-Spiegels haben gezeigt, dass in Abwesenheit von Hfq die basale ppGpp-

Konzentration in der Zelle erniedrigt ist. Um den Zusammenhang zwischen der 6S RNA und dem 

basalen ppGpp-Level genau zu verifizieren, wurden in An- und Abwesenheit von 6S RNA mit 

Hilfe eines Inhibitors der GMP-Synthetase, der eine Reduktion des GTP-Levels auslösen sollte, 

exakte Konzentrationsmessungen des ppGpp-Spiegels durchgeführt. Diese Untersuchungen 

ergaben keine deutlichen Unterschiede, was darauf hin deutet, dass die Wechselbeziehung 

zwischen der 6S RNA und ppGpp nicht mit dem zellulären GTP-Level in Zusammenhang steht.  

 

Im zweiten Teil dieser Arbeit wurde eine Suche nach zellulären Interaktionspartnern der 6S RNA 

durchgeführt. Dazu wurde erfolgreich eine in vitro pull down Methode etabliert und mehrere 

Proteine gefunden, deren Identität durch MALDI-TOF-Analysen ermittelt wurde. Für das 

reproduzierbar gefundene Protein PGK (das glykolytische Enzym Phosphoglycerat Kinase) 

konnte durch in vitro Bindestudien eine RNA-Bindungsaffinität, die 6S RNA, tRNA und pRNA 

einschließt nachgewiesen werden. ATP-Kompetitionsexperimente legen eine Erkennung der 

RNA durch die ATP-Bindestelle nahe. Footprint Analysen zeigen eine Bindung von PGK an die 

einzelsträngige Region der 6S RNA, die central bubble. Durch LC-MS-Analysen vom pull down 

Eluat konnten darüber hinaus einige ribosomale Proteine detektiert werden. Eine direkte Bindung 

der 6S RNA an 70S Ribosomen ließ sich jedoch durch mehrere in vitro Techniken nicht 

bestätigen, was eine Bindung an einzelne ribosomale Proteine nicht ausschließt.  



 

4     

Summary  

 

6S RNA from E. coli is a stable regulatory RNA with a characteristic highly conserved secondary 

structure, which binds to both the associated 70 RNA polymerase as well as to the RNA 

chaperone Hfq. 6S RNA regulates the adaptation of gene expression at the transition from 

logarithmic- to stationary growth. 

 

To explain the influence oft he TNA chaperone Hfq on the expression of 6S RNA the cellular 

levels of 6S RNA and the ssrS-promoter activities were studied in the presence and absence of 

Hfq. The results showed an increased concentration of 6S RNA in the absence of Hfq. In 

contrast, a reduced ssrS-synthesis activity was found, particularly in the logarithmic phase. The 

results point to a complex regulatory network, likely involving alterations of the 6S RNA 

stability. To unravel potential interrelations the global regulator ppGpp, known tob e linked to 6S 

RNA function, should be also investigated. Measurements of ppGpp level revealed that in the 

absence of Hfq the basel ppGpp concentration in the cell is lowered. In order to bette runderstand 

the relation between the 6S RNA and the basal ppGpp level, exact measurements of the ppGpp 

level were performed in the presence and absence of 6S RNA using an inhibitor of GMP 

synthetase, supposed to reduce the GTP level. These experiments showed no significant 

differences, suggesting that the interconnection between 6S RNA and ppGpp is not associated to 

the cellular GTP level.  

 

In the second part of this work a search for additional cellular interaction partners that potentially 

bind to 6S RNA was performed. To this aim an in vitro pull down method was successfully 

established. Several proteins were found by this method and their identify was determined by 

MALDI-TOF analysis. For one of the reproducibly identified protein, PGK (the glycolytic 

protein phosphoglycerate kinase) specific binding to RNA molecules including 6S RNA, tRNA 

and pRNA could be verified in vitro. ATP competition experiments indicated that RNA-binding 

likely occurs through the ATP binding site. Footprint analyses showed that PGK binds to single-

stranded sequences oft he 6S RNA central bubble. Further LC-MS analyses from pull-down 

eluates additionally revealed several ribosomal proteins as potential binding partners. The direct 

binding of 6S RNA to isolated 70S ribosomes could not be verified by several in vitro techniques, 

still leaving the possibility for an interaction with aingle ribosomal proteins.  
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1. Einleitung  

 

1.1 Prokaryonten und ihre schnelle Anpassung an veränderte 

Umweltbedingungen 

Bakterien leben überall auf der Erde unter verschiedensten Bedingungen, was es so schwer macht 

sie zu erforschen. Einige Mikroorganismen leben in der Tiefsee an siedenden Quellen und andere 

benötigen eine sehr hohe Salzkonzentration um zu überleben. Um schnell auf veränderte 

Umweltbedingungen (wie z.B. ein verändertes Nährstoffangebot, Temperatur oder Osmolarität) 

oder eine eventuelle Immunabwehr einzugehen, benötigen Bakterien einen gut funktionierenden 

Regulationsmechanismus. Die schnelle und Effiziente Anpassung erfolgt über die Genregulation 

bei der Replikation, der Transkription, der Translation und der posttranslationellen Modifikation. 

Ein besonderes Augenmerk wird hier auf die Ebene der Transkription und den small RNAs 

(sRNAs) geworfen. Gerade durch die kleinen regulatorischen RNAs kann die Zelle schnell auf 

wechselnde Bedingungen reagieren. Sowohl in der Transkription, aber besonders auch in der 

Aktivierung oder Inhibierung der Translation sind die sRNA von besonderer Bedeutung. Daher 

wird der zentrale Bestandteil dieser Arbeit auf der Aufklärung weiterer Bindepartner einer 

kleinen regulatorischen RNA (6S RNA) liegen sowie in der Charakterisierung dieser 

Bindepartner.  

 

 

1.2 Ablauf und Regulation der Transkription  

 

Transkription bedeutet die genetische Information von DNA zu RNA umzuschreiben. Zu Beginn 

bewegt sich die DNA-abhängige RNA Polymerase (RNAP) entlang der DNA und bindet, wenn 

eine spezifische Promotorsequenz vorhanden ist. Diese spezifische Sequenz besteht aus der -35 

Region mit der Consensus-Sequenz (5’- TTGACA-3’) und der -10 Region (5’- TATAAT-3’). 

Die RNA wird in 5´  3´ Richtung synthetisiert und ist der komplementäre Strang zur DNA 

Matrize. Der Transkriptionsablauf wird in drei Schritte unterteilt. Zu Beginn steht die Initiation, 

darauf folgt die Elongation und beendet wird die Transkription durch die Termination. Diese 

kann faktorabhängig oder faktorunabhängig stattfinden.  
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Bei der Initiation bindet zuerst die RNAP an die Promotorsequenz der DNA, es kommt zum 

geschlossenen Komplex (RPc, s. Abb. 1.1). Die Bildung des geschlossenen Komplexes ist 

reversibel (Roberts and Roberts, 1996). Anschließend entwindet die RNAP zuerst die DNA-

Matrize um 10 - 14 Basenpaare, die etwa 1 – 1 1/2 Helix Windungen entsprechen. Bei diesem 

Schritt der Transkription geht der RNAP:DNA Komplex vom geschlossenen zum offenen 

Komplex (RPo, s. Abb. 1.1) über. Indem ein NTP durch den sekundären Kanal zum aktiven 

Zentrum der RNAP gelangt, ist der Weg frei für die erste Phosphordiesterbindung. Nach der 

Bildung der ersten Phosphodiesterbindung bildet sich der ternäre Initiationskomplex aus (RPinit, 

s. Abb. 1.1). Im weiteren Verlauf können ca. 2 – 12 Nukleotide lange abortive Produkte entstehen 

(abortive Transkription). Die RNAP verbleibt dabei am Promotor. Geht die Transkription weiter 

und der Punkt der Abortiven Transkription ist überschritten, spaltet sich der Sigmafaktor ab und 

die wachsende RNA-Kette fädelt sich in den Exit-Kanal ein. Die Elongantionsphase hat 

begonnen und es bildet sich der Elongationskomplex (EC) aus (Record et al., 1996).  

 

Die wachsende RNA-Kette bildet eine RNA-DNA-Helix und ist ca. 8 – 9 Basenpaare lang 

(Nudler et al., 1998). Das 3´-Ende der RNA muss dabei im aktiven Zentrum der Polymerase 

verbleiben, um das -Phosphoratom des neu eintretenden NTPs anzugreifen. Somit dreht sich das 

RNA-DNA-Hybrid nach jedem NTP Einbau wieder in Richtung des aktiven Zentrums. Die NTPs 

werden basenspezifisch am template-Strang unter der Abspaltung des Pyrophosphates (PPi) 

eingebaut.  

 

Bei der Termination gibt es zwei Möglichkeiten: die faktorabhängige und die faktorunabhängige 

Termination (Richardson, 1993). Bei der faktorunabhängigen Termination wird eine GC-reiche 

palindromische Region gefolgt von einem U-Rest transkribiert. Diese bildet eine sehr stabile 

Haarnadelstruktur aus und es kommt zur Destabilisierung des RNA-DNA-Hybrids. Darauf 

folgend dissoziiert die Polymerase von der DNA und entlässt die RNA aus dem Exit-Kanal (Platt, 

1994). Anschließend bildet die DNA wieder einen Doppelstrang aus. Bei der faktorabhängigen 

Termination bindet das ringförmige Protein Rho ( ) an die freiwerdende mRNA an der 

spezifischen rut site. Unter Spaltung von ATP bewegt sich Rho in Richtung 3´-Ende entlang der 

mRNA auf den Elongationskomplex zu. Durch eine Transkriptions-Pause kann Rho zur 

Polymerase aufschließen und entwindet den RNA-DNA Komplex. Die RNA wird frei und 

dissoziiert vom Komplex.  

 



  1. Einleitung    

  3 

 

Abbildung 1.1: Die einzelnen Schritte der Transkriptionsinitiationsphasen  
Die Abbildung zeigt die einzelnen Schritte der Transkription. I die Bindung der RNAP an den Promotor 
(R + P). Hat die Bindung stattgefunden bildet sich der geschlossenen Komplex (RPc). II nachdem der 
DNA-Strang aufgewunden wurde, wird der offene Komplex (RPo) ausgebildet. III die Initiation beginnt 
und die ersten Phosphordiesterbindungen werden geknüpft. Wird die Transkription fortgesetzt kommt es 
zum Initiationskomplex (RPinit). Bleibt die Polymerase am Promotor entstehen 2 – 12 Nukleotide lange 
abortive Produkte. IV der Sigmafaktor verlässt den Komplex und es bildet sich der Elongationskomplex 
(EC) aus. Die Transkription beginnt (Wagner, 2000).  
 

 

 

 

1.3 Globaler Einfluss von ppGpp 

 

Das Effektormolekül ppGpp (Guanosin 3´,5´-bispyrophosphat) ist ein bedeutsamer Regulator in 

der Replikations-, Transkriptions- und Translationsmaschinerie. Die Expression von mehr als 50 

% der zellulären Proteine sind betroffen, wenn ppGpp in erhöhter Konzentration vorkommt. 

ppGpp spielt als globaler Regulator eine wichtige Rolle. Es kann nicht nur die Biofilm-Bildung 

aktivieren und die Synthese von RpoS, der zentralen Regulator für stationäres Wachstum, 

begünstigen, sondern ist auch der auslösende Faktor für die Stringente Kontrolle. Die Stringente 

Kontrolle beschreibt die vielseitigen Reaktionen als Folge eines Mangels an Aminosäuren in der 

Zelle (Cashel and Rudd; 1987). Zuerst wird die Transkription der stabilen RNAs deutlich 

reduziert (Cashel, et al., 1996; Baracchini and Bremer 1988). Als Folge wird auch die Translation 

weiter inhibiert. Durch den Aminosäuremangel binden deacylierte tRNAs an die A-Stelle der 

Ribosomen. Das Ribosomenassoziierte Protein RelA wird aktiviert und beginnt mit der (p)ppGpp 

Synthese aus GTP oder GDP und einem Pyrophosphat vom ATP. Nachdem die ppGpp-

Konzentrationszunahme bis in den millimolaren Bereich als Antwort auf die Stringente Kontrolle 

erfolgt (Lund and Kjeldgaard, 1972), werden einige Promotoren effizient repremiert und andere 

wiederum aktiviert. Das Effektormolekül spielt auch eine große Rolle in der 
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Wachstumsratenkontrolle. Die intrazelluläre ppGpp-Konzentration steht in einem umgekehrt 

proportionalem Verhältnis zu der Wachstumsrate (Ryals et al., 1982). Der zweite Syntheseweg 

wird von dem bifunktionellem Enzym SpoT katalysiert. SpoT befindet sich frei im Cytoplasma 

der Zelle und regelt den basalen Level von ppGpp im mikromolaren Bereich. Die Hauptaufgabe 

von SpoT ist ppGpp abzubauen, es kann aber auch (p)ppGpp synthetisieren, wenn 

Phosphatmangel, Fettsäuremange oder osmotischer Stress in der Zelle herrscht. Durch die 

Signale induziert synthetisiert SpoT aus GDP und Pyrophosphat (p)ppGpp. Der Abbau von 

ppGpp wird durch den Kofaktor Mangan (Mn2+) katalysiert, wodurch GDP und Pyrophosphat 

entsteht. Sowohl bei SpoT als auch bei RelA wird zuerst pppGpp synthetisiert, welches 

anschließend durch die 5´Phosphorhydrolase zu ppGpp hydrolysiert wird (Wagner, 2010). Der 

genaue Mechanismus wie die Balance von ppGpp in der Zelle gehalten wird ist noch nicht 

vollständig verstanden. 

 

 

 

Abbildung 1.2: Schematische Abbildung für die Synthese und Hydrolyse von ppGpp 
Die Abbildung zeigt links im grünen Kästchen den Ablauf der Stringenten Kontrolle durch das 
Ribosomen assoziierte Protein RelA. Durch den Aminosäuremangel wandert eine deacylierte tRNA an die 
A-Stelle der Ribosomen und aktiviert somit das RelA Protein. Dies synthetisiert aus GTP und ATP 
(p)ppGpp, das Vorläufermolekül von ppGpp. Auf der rechten Seite (blau) zeigt die Abbildung den Ablauf 
bei veränderten Wachstumsbedingungen. Das im Cytoplasma frei vorliegende bifunktionale Protein SpoT 
hydrolysiert oder synthetisiert (p)ppGpp bei wechselnden Wachstumsbedingungen. Es kann auch durch 
andere Signale induziert werden, wie zum Beispiel Phosphatmangel oder allgemeine Stressbedingungen 
(Wagner, 2010).  
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1.4 Regulatorische RNAs und ihre Funktionsvielfalt  

 

Ursprünglich waren nur die mRNA (messanger RNA), die rRNA (ribosomale RNA) und die 

tRNA (transfer RNA) bekannt. Mit der Entwicklung weiterer molekularbiologischer Methoden 

wurde die post-transkriptionelle Genregulation weiter aufgeklärt und es wurden nicht codierende 

RNAs (ncRNA) gefunden. Diese sind meist kleiner als 300 Nukleotide und werden auch sRNA 

(small RNA) genannt. Mittlerweile sind in E. coli mehr als 100 sRNAs bekannt (Lalaouna et al., 

2013). Ihre Hauptfunktion liegt in der post-transkriptionellen Regulation und 

Translationsregulation, indem sie an die mRNA binden und/oder die Lebensdauer der mRNA 

verändern.  

 

Bei der Translationskontrolle binden die meisten sRNAs direkt an der ribosome-binding site 

(RBS) in der 5´-UTR von der Target mRNA und inhibieren so die Translation (Lalaouna et al., 

2013). Im Gegensatz dazu gibt es einige wenige sRNAs, die die Translation aktivieren, wie in 

Abbildung 1.3 B gezeigt. Diese sRNAs binden auch an die 5´-UTR der Target mRNA, jedoch 

besitzt die mRNA eine intrinsische Sekundärstruktur in der die RBS nicht zugänglich für 

Ribosomen ist (Lalaouna et al., 2013). Wenn die sRNA gebunden hat, verändert sich die 

Sekundärstruktur der mRNA, die RBS wird frei und die Translation kann erfolgen. Dieser 

regulatorische Mechanismus konnte für DsrA und RyhB, sRNAs welche RpoS stimulieren, 

gezeigt werden (McCullen et al., 2010).  

 

Eine weitere wichtige Rolle in der Genexpression spielen die trans und cis acting sRNAs. Die cis 

encoded sRNAs werden oft vom komplementären Strang der mRNA, welche sie regulieren, 

synthetisiert. Zumeist bilden die cis acting sRNAs Sekundärstrukturen aus und maskieren so die 

Shine-Dalgano Region (Nudler and Mironov, 2004). Da cis acting sRNA nur mit ihrer mRNA 

ihres Genlokus interagieren, sind sie ortsspezifisch gebunden und haben überwiegend nur eine 

Aufgabe. Trans acting sRNAs dagegen können unabhängig davon wirken. Die trans encoded 

sRNAs werden von verschiedenen Orten im Genom synthetisiert und gehen eine direkte 

Basenpaarung (7 – 12 Nukleotide) mit ihrer Ziel RNA ein. Die trans acting sRNA wirken sofort 

aktivierend oder repremierend auf die Translation ein, können aber auch die mRNA Stabilität 

beeinflussen. Häufig ist dabei das Protein Hfq (host factor for Qß) als RNA-Chaperon beteiligt 

(Storz, 2002; Storz et al., 2004).  
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Nicht immer muss eine RNA:RNA Interaktion stattfinden. sRNAs können auch Bestandteile von 

RNA-Protein-Partikel sein, wie zum Beispiel die 4,5S RNA. Sie ist ein integraler Bestandteil des 

signal recognition particel (SRP). Dieser Komplex ist für den Transport spezifischer Proteine zur 

Zellmembran verantwortlich (Edwards et al., 1981). Auch können sRNAs andere Formen oder 

Strukturen in der Zelle annehmen (molekularer Mimikry), wie zum Beispiel die 6S RNA. Sie 

moduliert die bakterielle Promotorregion nach und bindet so an die RNAP als offener 

Promotorkomplex. Damit ist sie die einzige bakterielle regulatorische RNA, die eine direkte 

Bindung mit der Transkriptionsmaschinerie (RNAP) eingeht.  

 

 

 

Abbildung 1.3: Regulatorische Mechanismen der sRNA 

Die Abbildung zeigt einmal eine inhibierende Regulation durch sRNAs in A und eine aktivierende 
Regulation der Translation in B. In A bindet eine sRNA mit Hfq (host factor for Qß) an die RBS einer 
mRNA und inhibiert die Translation (rechts). Ist die RBS frei, kann Translation erfolgen (links). In B 
bindet eine sRNA mit Hfq an die 5´-UTR einer mRNA (rechts). Durch die Bindung folgt eine 
Konformationsänderung und die zuvor hoch strukturierte RBS ist frei und kann von Ribosomen gebunden 
werden. Rechts ist die strukturierte nicht freie RBS gezeigt (verändert nach (Lalaouna et al., 2013).  
 

 

Eine weitere Gruppe regulatorischer RNAs sind die Riboswitches. Dies sind RNA Elemente, die 

sich im untranslatierten Bereich der 5´-UTR der mRNA befinden. Sie regulieren die 

Genexpression auf der Ebene der Transkription und Translation. Die RNA Struktur kann 

veränderte Konformation annehmen, wenn eine direkte Bindung mit intrazellulären Liganden 

vorliegt. Abhängig von ihrer Konformation können sie aktivierend oder inhibierend wirken. Die 

meisten Riboswitches regulieren normalerweise in cis, bis auf die Riboswitches SreA und SreB in 

Listeria monocytogenes. Diese können sowohl in cis als auch in trans regulieren. Sie regulieren 

die Expression des virulenz Regulators PrfA und binden an die 5’-untranslatierte Region dieser 

RBS
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mRNA und wirken so als rRNAs (Loh et al., 2009). Ein weiteres Beispiel für Riboswitches ist die 

lysC, wie in Abbildung 1.4 gezeigt. lysC kontrolliert sowohl die Translation, als auch den mRNA 

Abbau. Wenn an den Riboswitch das Lysin gebunden hat, ist es in der OFF Konformation, die 

Translation ist geblockt und kann nicht stattfinden. Daraufhin kann die RNase E die RNA 

angreifen und abbauen. Ist ein Mangel an Aminosäuren in der Zelle, bindet kein Lysin an den 

Riboswitch. Die Konformationsänderung stellt die RBS frei und das Ribosomen kann binden, 

jedoch kann in dieser Sekundärstruktur die RNase E nicht mehr die RNA angreifen und diese 

Abbauen. Somit  kann die Translation ungehindert fortfahren.  

 

 

Abbildung 1.4: Riboswitches lysC  
Die Abbildung zeigt die Regulation der Translation und des mRNA Abbaus von lysC. Wenn Lysin an den 
untranslatierbaren Bereich der mRNA bindet, kann keine Translation stattfinden, da durch eine 
Konformationsänderung die RBS stark strukturiert ist und die Ribosomen nicht binden können. Durch die 
Strukturveränderung kann die RNase E die RNA angreifen und abbauen. Herrscht ein Mangel an 
Aminosäuren in der Zelle und es bindet kein Lysin, findet eine Konformationsänderung statt und die RBS 
wird frei, somit kann die Translation beginnen. Durch die veränderte Struktur ist der Angriffspunkt der 
RNase E verdeckt und die mRNA kann nicht abgebaut werden (verändert nach (Lalaouna et al., 2013).  
 

 

 

Auch in anderen Organismen findet die Genregulation weitestgehend über sRNAs statt. Antisense 

RNA Transkription z. B. werden in der Maus mit 72 % (Zhang et al., 2006), in Saccharomyces 

cerevisiae mit 27 % (Xu et al., 2009) und in Drosophila melanogaster mit über 16 % (Zhang et 

al., 2006) beobachtet.  
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1.5 Die 6S RNA aus Escherichia coli  

 

Die 6S RNA aus Escherichia coli gehört zu den stabilen, regulatorischen RNAs und ist 184 

Nukleotide lang. Erstmals wurde sie 1967 beschrieben (Hindley, 1967) und vollkommen 

sequenziert 1971 (Brownlee, 1971). Erst viele Jahre später konnte sie als Proteinbindepartner der 

E 70 RNA-Polymerase erkannt werden (Wasserman and Storz, 2000) und in den darauf 

folgenden Jahren als Bindepartner des RNA-Chaperon Hfq identifiziert werden (Windbichler et 

al., 2008). Lange Zeit konnte kein Phänotyp in den Zellen, die keine 6S RNA exprimieren 

bestimmt werden. Erst 2004 wurde unter Langzeit stationären Bedingungen ein Überlebens- und 

Wachstumsnachteil in 6S RNA defizienten Stämmen festgestellt (Trotochaud and Wasserman, 

2004).  

 

Das ssrS-Gen (small stable RNA S) liegt upstream des ygfA-Gens in einem dicistronischen 

Leserahmen, dem ssrS-ygfA Operon. Das ygfA-Gen kodiert für das Protein 5-

Formyltetrahydrofolat Cycloligase, dennoch ist die Rolle, welche das Gen im Zusammenhang mit 

der Expression der 6S RNA spielt noch unbekannt (Jeanguenin et al., 2010). Das 6S RNA Gen 

steht unter der Kontrolle der tandem Promotoren P1 und P2 (Kim and Lee, 2004). Der proximal 

gelegene P1 Promotor wird von 70 erkannt und der distal gelegene P2 Promotor ist sowohl von 

70 als auch von 38 abhängig. Über 70 % der 6S RNA Expression trägt allein der proximale P1 

Promotor. Die entstehenden Primärtranskripte besitzen eine unterschiedliche Länge im Bezug auf 

das reife 5’ –Ende der 6S RNA, deren Startpositionen an dem P1 Promotor bei -9 und dem P2 

Promotor bei -224 liegen und unterschiedlich prozessiert werden (Kim and Lee, 2004; Griffin 

and Baillie, 1973). Das 5´-Ende des P2 Transkriptes wird durch die RNase E prozessiert und das 

kürzere P1 Transkript durch die RNase E und RNase G (Kim and Lee, 2004). Die 3´-End 

Prozessierung ist bis heute nicht ganz aufgeklärt, dennoch ist mittlerweile bekannt, dass die 6S 

RNA Transkriptionstermination Rho ( ) abhängig ist und einige Rho-Bindestellen im ygfA-Gen 

identifiziert wurden (Chae et al., 2011).  
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Abbildung 1.5: Schematische Darstellung des ssrS-Gens mit beiden Promotoren und den 
Transkriptionsprodukten  
Die Abbildung A zeigt das ssrS-ygfA-Operon mit beiden Promotoren und den jeweiligen Startpositionen, 
bei -9 für den 70 abhängigen P1 Promotor und -224 für den 70 und 38 abhängigen P2 Promotor. In B 
sind die Transkriptionsprodukte der 6S RNA von beiden Promotoren gezeigt. Die 5´-End und 3´-End 
Prozessierungen sind eingezeichnet (Neußer, 2008).  
 

 

 

1.5.1 Struktur, Funktion und pRNA Synthese der 6S RNA  

 

Die 6S RNA ist charakterisiert durch ihre spezifische und weitestgehend konservierte 

Sekundärstruktur. Durch in silico phylogenetische Vergleiche konnten über 100 Homologe der 

6S RNA aus berechneten Sekundärstrukturen in zahlreichen Eubakterien entdeckt werden 

(Brown and Ellis, 2005; Barrick et al., 2005). Das RNA Molekül besteht überwiegend aus 

doppelsträngigen Bereichen mit einer großen zentralen einzelsträngigen Blase, der central bubble 

in der Mitte. Flankierend sind zwei doppelsträngige Bereiche (internal stem und closing stem) 

mit einigen kleineren loops und ungepaarten Bereichen (Vogel et al., 1987). Der internal stem 

endet mit einem terminal loop und der closing stem mit dem v-formig aufgespreiztem 3´und 

5´Ende der 6S RNA. Die Sekundärstruktur der 6S RNA ist in Abbildung 1.6 gezeigt. Die blauen 

Regionen (s. Abb. 1.6 A, CRI bis CRIV) zeigen die konservierten Elemente auf Nukleotidebene, 

die höchste Konserviertheit liegt jedoch auf der Ebene der Sekundärstruktur. Zudem konnte 

gezeigt werden, dass die 6S RNA eine sehr hohe Lebensdauer besitzt und auch unter speziellen 

Mangelbedingungen (wie z. B. Phosphatmange) nicht abgebaut wird (Lee et al., 1978). Jedoch ist 

die Lebensdauer der 6S RNA kurz unter Bedingungen des nutritional upshift (verbessertes 

Nährstoffangebot) unter pRNA Synthese. Die Halbwertszeit der 6S RNA unter 

Normalbedingungen beträgt mehrere Stunden und liegt damit über der Generationszeit von E. 

coli (Neußer, 2008). Durch ihre Stabilität kann die 6S RNA in der Zelle über die 
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Wachstumsphase akkumulieren. So befinden sich in der logarithmischen Phase ca. 1000 6S RNA 

Moleküle in der Zelle und in der stationären Phase ca. 10.000 Moleküle pro Zelle (Wasserman 

and Storz, 2000).  

 

Im unteren Teil der Abbildung 1.6 ist der 6S RNA:pRNA Komplex in der Sekundärstruktur 

dargestellt, der nach enzymatischen und chemischen mapping Analysen konstruiert wurde. Wenn 

die beiden Moleküle gebunden vorliegen, vergrößert sich die zentrale Blase und der loop im 

3´central domain verlängert sich. Am internal stem bildet sich sehr wahrscheinlich ein neuer loop 

aus. Die schwach grau abgebildete Struktur ist eine alternative Faltung der internal stem Region 

(Steuten and Wagner 2012).  

 

 

 

Abbildung 1.6: Sekundärstruktur der 6S RNA mit und ohne pRNA aus E. coli  
In Abbildung A ist die charakteristische Sekundärstruktur der 6S RNA gezeigt. In blau sind die 
konservierten Bereiche (CRI, CRII, CRIII und CRIV) dargestellt und der rote Pfeil zeigt die Richtung der 
pRNA Synthese an, beginnend am Nukleotid U44. Die untere Abbildung (B) zeigt die Strukturänderung, 
wenn die pRNA an die 6S RNA gebunden ist. Die central bubble erweitert sich und der doppelstrang der 
3´central domain verlängert sich, zudem entsteht ein neuer hairpin Bereich im terminal stem Abschnitt. In 
schwach grau ist eine alternative Faltung der terminal stem Region dargestellt (verändert nach (Steuten 
and Wagner, 2013).   
 

A 

B 
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Durch die spezifische Struktur der 6S RNA ist sie in der Lage, an das Holoenzym der RNAP zu 

binden. Die Bindung an die RNAP ist nur in Verbindung mit dem 70 Faktor möglich. Die 6S 

RNA geht keinen Komplex mit dem Coreenzym oder dem 70 Faktor alleine ein (Wasserman and 

Saecker, 2006; Gildehaus et al., 2007). Auch eine Komplexbildung mit anderen Sigmafaktoren 

der RNAP konnte nicht gezeigt werden. Die 70 Untereinheit ist für die Transkription der 

housekeeping Gene verantwortlich, also die Gene, die in der logarithmischen Phase benötigt 

werden. Es konnte eine direkte Interaktion der  und ´ Untereinheiten und mit dem 70-Faktor 

der RNAP nachgewiesen werden (Gildehaus et al., 2007; Wasserman and Storz, 2000). Neueste 

Studien zeigen, dass die 6S RNA Position U44, also die +1 Position der pRNA Transkription, 

sehr nahe an die 70 Subdomäne 3,2 tief im aktiven Zentrum der RNAP kommt. Durch die 

Anwendung der chemischen Nuklease FeBABE konnten noch weitere Subdomänen des 70 –

Faktors, die in räumlicher Nähe an der 6S RNA liegen, bestimmt werden und eine bessere 

strukturelle Aufklärung des Komplexes erfolgen (Steuten et al., 2013). Auf Grund der hohen 

Stabilität der 6S RNA und der Tatsache, dass sie über die Wachstumsphase in der Zelle 

akkumuliert, ist ein Großteil der 6S RNA in der stationären Phase an die 70 assoziierte RNAP 

gebunden (Wasserman und Storz, 2000). Dadurch inhibiert sie überwiegend Gene mit 70-

abhängigen Promotoren, wodurch die Gene mit 38-abhängige Promotoren indirekt aktiviert 

werden. Durch die Umverteilung der Polymerasen verbessert die 6S RNA somit die Anpassung 

der Zelle beim Übergang von der logarithmischen- zur stationären Phase.  

 

Die Komplexbildung zwischen 6S RNA und dem RNAP Holoenzym kommt zustande, weil die 

6S RNA mit der central bubble einen offenen DNA-Promotor imitieren kann (Promotormimikry) 

(Wasserman et al., 2000). Daher liegt die 6S RNA in der stationären Phase meist gebunden an die 

Polymerase vor. Sie bindet nicht nur die 70-Polymerase in Abwesenheit von DNA und fängt 

diese in der stationären Phase weg, sondern dient auch selbst als template für die Transkription 

durch die RNAP. Die dabei entstehenden Transkripte haben eine Länge von ca. 20 Nukleotide 

und werden pRNA (product RNA, dnRNA (de novo RNA)) genannt (Wasserman and Saecker, 

2006; Gildehaus et al., 2007). Unter Bedingungen des nutritional upshift, also verbessertes 

Nahrungsangebot, dient die 6S RNA als template für die Synthese der pRNA. Durch die erhöhte 

NTP-Konzentration als Folge des upshifts wird die Synthese induziert und beginnt an der 

Startposition U44 der 6S RNA, wobei die Sequenz der gebildeten pRNA über die gesamte Länge 

komplementär zur 6S RNA ist (Wasserman and Saecker, 2006; Gildehaus et al., 2007). Als Folge 

der Synthese zerfällt der 6S RNA–RNAP Komplex durch eine Strukturumlagerung der offenen 
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Blase (Wurm et al., 2010; Steuten and Wagner, 2012). Die Polymerase wird wieder frei, wodurch 

der 70-Faktor von der RNAP dissoziiert und die Polymerase wieder für die 

Transkriptionsinitiation bereit ist. Somit wird die Inhibierung der Transkription aufgehoben. Die 

neu transkribierte pRNA bildet einen stabilen Doppelstrang mit der Templatesequenz der 6S 

RNA. Durch die veränderte Struktur (s. Abb. 1.6 B) kann der Abbau der 6S RNA und pRNA 

erfolgen (Neußer et al., 2008; Wurm et al., 2009). Also kodiert die 6S RNA ihre eigene 

regulatorische RNA (Kugel and Goodrich, 2007).  

 

In der folgenden Abbildung 1.7 ist schematisch der Kreislauf der 6S RNA dargestellt. Von der 

exponentiellen- (logarithmischen) über die stationäre Wachstumsphase akkumuliert die 6S RNA 

in der Zelle. In hoher Konzentration vorkommend, bindet sie durch die Imitation eines offenen 

DNA-Promotors an die RNAP und inhibiert die Transkription der 70 –abhängigen Gene. Durch 

eine verbesserte Nährstoffzufuhr beginnt die pRNA (dnRNA) Synthese und darauf folgend die 

Umlagerung der 6S RNA Struktur, wodurch der RNA:RNAP Komplex dissoziiert und 70  

Untereinheit von der Polymerase abdissoziiert. So ist die RNAP frei für andere Sigmafaktoren 

und die 6S RNA wird durch die gebundene pRNA und der veränderten Sekundärstruktur 

abgebaut und es beginnt ein neuer Kreislauf.  
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Abbildung 1.7: Schematische Darstellung des 6S RNA Kreislauf und der pRNA Synthese  
Die Abbildung zeigt die Akkumulation der 6S RNA über die Wachstumsphasen, von exponentieller- zur 
stationären Wachstumsphase und die Bindung an die 70 RNAP. Nach NTP Erhöhung durch verbesserte 
Wachstumsbedingungen (nutritional upshift) beginnt die Synthese der pRNA (dnRNA), wodurch eine 
Veränderung der Sekundärstruktur der 6S RNA dazu führt, dass der RNA:Protein Komplex dissoziiert 
und der 70 Faktor die RNAP verlässt. Anschließend wird die 6S RNA degradiert und die RNAP ist frei 
für ihre natürliche Aufgabe, mRNAs zu transkribieren (Wurm et al., 2009).  
 

 

 

 

1.5.2 6S RNA in anderen Organismen  

 

Als erstes wurde die 6S RNA aus E.coli charakterisiert bevor durch weitere Sequenz- und 

Strukturvergleiche über 100 weitere homologe zur 6S RNA in Enterobakterien gefunden wurden 

(Brown and Ellis, 2005). In Bacillus subtilis konnten 2 homologe zur E. coli 6S RNA gezeigt 

werden, die 6S1 RNA (bsrA) und die 6S2 RNA (bsrB), die beide an die RNAP mit dem 

housekeeping Faktor assoziiert, binden (Barrick et al., 2005; Beckmann et al., 2010). Dennoch 

kommt es nur bei der 6S1 RNA zu einer pRNA Synthese und auch die 6S1 RNA template 
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Transkription steht in Verbindung mit dem NTP Status der Zelle. Wie bei der E. coli 6S RNA hat 

die 6S1 ihre höchste Konzentration in der stationären Phase. Im Gegensatz zu der 6S2 RNA, die 

ihr Maximum in der mittleren logarithmischen Phase hat. Phänotypisch zeigt der 6S1 RNA-

defiziente Stamm eine frühere Initiierung der Endosporen (Cavanagh et al., 2012).  

 

Auch wurden in mehreren -Proteobakterien 6S RNA Homologe gefunden. In Cyanobakterien 

(gram neg. Bakterien), die die Gewässer bevölkern und Photosynthese betreiben, wurden 6S 

RNAs gefunden, wie z.B. in Synechocystis, Synechococcus, Prochlorococcus und Nostoc. An 

Hand von Gelretardierungsanalysen konnte gezeigt werden, dass die vier 6S RNAs an die E. coli 

RNAP binden. Die Synechocystis Zellen ohne 6S RNA erreichen die stationäre Phase unter 

photoheterotrophen Bedungungen (d.h. unter Zufuhr von Gluccose) eher und zeigen einen 

weiteren phänotypischen Unterschied bei der Stressantwort, wenn die Zellen unter 

Stickstoffmangel wachsen. Nach dem Stickstoffmangel und der Stressantwort der Zellen, braucht 

der 6S RNA defiziente Stamm länger sich wieder auf Normalbedingungen einzustellen (Rediger 

et al., 2012).  

 

Auch in human pathogenen Keimen wurden zwei Homologe der E. coli 6S RNA identifiziert, 

z.B. in Legionella pneumophila. Hier zeigte der 6S RNA- Stamm eine signifikante Reduktion der 

intrazellulären Vermehrung in Wirtszellen (Faucher et al., 2010). Auch in Staphylococcus aureus 

(Spezies bacilli) und Helicobacter pylori (Spezies -proteobacteria) wurden 6S RNAs gefunden 

(Bohn et al., 2010; Sharma et al., 2010). Für letztere konnte auch die Synthese von pRNAs 

nachgewiesen werden.  

 

Abseits der Prokaryoten wurden auch in eukaryotischen Organismen funktionell ähnliche RNAs 

zur 6S RNA identifiziert. Die B2 RNA in der Maus und die humane Alu RNA binden wie die E. 

coli 6S RNA auch an die RNAP II (Mariner et al., 2008). Diese werden bei Hitzeschock von der 

RNAP I transkribiert und bilden einen prä-Initiationskomplex mit der RNAP II und der 

Promotor-DNA aus und inhibieren so unter Hitzeschock die Transkription von RNAP II 

Promotoren. Anschließend löst sich die RNA von dem Komplex und die Transkription kann 

erfolgen (Espinoza et al., 2004; Yakovchuk et al,. 2009). Für die B2 RNA konnte schon 

nachgewiesen werden, dass sie als template für ein 18 Nt langes Transkript vom 3´-Ende aus 

dient. Diese Reaktion destabilisiert den Komplex und die RNA wird freigegeben (Wagner et al., 

2013).  
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1.6 Hfq – ein weiteres 6S RNA bindendes Protein  

 

Das Protein Hfq aus Escherichia coli (host factor required for phage Qß RNA replication) ist 

11.2 kDa groß, besteht aus 102 Aminosäuren und wurde als erstes endogenes bakterielles Protein 

für die Replikation des RNA Plus-Strangs des Bakteriophage Qß identifiziert (Franze de 

Fernandez et al., 1968). Die Hfq Konzentration in der Zelle ist wachstumsratenabhängig. In der 

logarithmischen Phase sind ca. 10.000 Hexamere pro Zelle und in der stationären Phase ca. 5.000 

Hexamere vorzufinden (Ali Azam et al., 1999). Lokalisiert ist Hfq zu fast 90 % im Cytoplasma 

an dem ribosomalen Protein S1 assoziiert (Schuppli et al., 1997). Schon früh zeigte sich, dass Hfq 

eine hohe Affinität zu Poly (A) und Einzelstrang AU-reichen Sequenzen hat, die in 

Nachbarschaft zu Stammregionen liegen (Brescia et al., 2003; Sun and Wartell, 2006). So 

konnten im laufe der Zeit eine Reihe von Interaktionspartnern von Hfq identifiziert und Hfq auch 

eine Reihe unterschiedlicher Aufgaben zugewiesen werden. Das bekannteste Beispiel an 

Interaktionspartnern von Hfq ist die simultane Bindung von der ncRNA DsrA und der mRNA 

rpoS. RpoS ist der primäre Regulator der stationären Phase Gene. Durch die Hybridisierung der 

beiden RNAs aneinander, wird die Ribosomen Bindestelle zugänglich und die Translation kann 

beginnen (Mikulecky et al., 2004; Pappenfort et al., 2010). Ein Gegenspieler des RpoS Proteins 

ist OxyS. Die OxyS RNA bindet an das Hfq und verhindert so die Interaktion mit DsrA (Zhang et 

al., 1998; Zhang et al., 2002). Weitere kleine regulatorische RNAs, die mit Hfq assoziieren, sind 

MicF, RhyB und Spot42. Zusätzlich binden auch Proteine an Hfq, wie zum Beispiel S1 oder die 

ß-Untereinheit der RNAP (Windbichler et al., 2008). Hfq hat nicht nur die Aufgabe sRNA-

mRNA Interaktionen zu ermöglichen, sondern auch als RNA-Chaperon in der Zelle zu fungieren 

(Schuppli et al., 1997; Moll et al., 2003).  

 

An Hand von Deletionen des Hfq Gens konnte gezeigt werden, dass die Synthese von mehr als 

50% Proteinen aktiviert oder inhibiert wird. So konnten in verschiedensten Bakterien Hfq- 

Phänotypen bestimmt werden. In dem E. coli Laborstamm K12 zeigte sich ein reduziertes 

Wachstum, geringere Toleranz gegenüber osmotischen Stress und UV-Stress und eine geringere 

Oxidation von diversen C-Quellen (Franze de Fernandez et al., 1972; Tsui et al., 1994).  

 

Auch phylogenetische Vergleiche konnten Hfq Homologe in einer Vielzahl von gram-positiven 

und gram-negativen Bakterien sowie einigen Archeaen zeigen (Nielsen et al., 2007).  

Mittlerweile ist Hfq als essenzieller Regulator in der Zelle bekannt. Die Funktionen von Hfq sind 

breit gefächert, von Interaktionen mit sRNAs und mRNAs, über RNA-RNA Interaktionen, 
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Strukturumwandlungen und Stabilität der verschiedenen RNAs sowohl reduzierend, als auch 

aktivierend.  

 

 

 

Abbildung 1.8: Das globale Regulatorprotein Hfq in den verschiedenen Mechanismen  
Teil 1 zeigt die verminderte mRNA Expression durch die simultane Bindung einer kleinen regulatorischen 
RNA (sRNA) und einer mRNA in der nähe der 30S und 50S ribosomalen Untereinheiten, während ein 
Degradasom recrutiert wird. In Teil 2 ist Hfq als RNA Chaperon aktiv, indem es an der mRNA in 
transkriptions Richtung zu der Polymerase wandert und es dort zu einer Pause kommt (Attenuation). In 
Teil 3 bindet Hfq an die DNA. In Teil 4 ist Hfq auch in der Translationskontrolle aktiv, hier bindet es an 
eine sRNA und eine mRNA, um diese für die Translation zugänglich zu machen. In Teil 5 interagiert Hfq 
mit dem terminations Faktor Rho und ist somit in die Translationskontrolle involviert (Sobrero and 
Valverde 2012).  
 

 

Die vielen verschiedenen Mechanismen, in die Hfq involviert ist, sind nur möglich, durch die 

spezifische Struktur und Oberflächenladung von Hfq. Diese ermöglicht dem Protein eine, als 

auch zwei verschiedene RNAs zu binden oder auch in einen Protein/Protein Kontakt zu treten. 

 Hfq ist nur aktiv in seiner ringförmigen Hexamer Struktur. Es lagern sich 6 Monomere 

aneinander und bilden eine Ringform mit einer ca. 8-12 Å großen Pore. Hfq gehört zu der Familie 

der Sm-Proteine oder Sm-like Proteine, die durch zwei konservierte Regionen charakterisiert 

sind, die Sm1 und Sm2 Motive. Jedes Monomer besitzt eine N-Terminale -Helix gefolgt von 5 

-Strängen in der topologischen Anordnung 5 1 1 2 3 4. Das C-Terminale Ende vom E.coli 

Hfq ist etwas umstrittener in seiner Funktion, da 2008 publiziert wurde, dass das C-Terminale 

Ende für die RNA Interaktion an der Oberfläche spezifisch für mRNA sei (Vecerek et al., 2008). 

Später konnte demonstriert werden, dass das C-Terminale Ende nur eine kleine untergeordnete 

Rolle in der Riboregulation spielt. Es wurden kurze Hfq-Mutanten ohne C-Terminalen Ende 

exprimiert und die positive Regulation von rpoS, sowie die Inhibierung von sodB und ybfM 
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mRNAs konnten demnach gezeigt werden (Olsen et al., 2010). Die genaue Bedeutung des C-

Terminalen Endes von Hfq ist somit bis heute noch nicht genau bekannt.  

 

Das E.coli Protein Hfq hat sowohl proximal als auch distal eine positive Oberflächenladung und 

eignet sich gut RNAs zu binden. Die proximale Seite bindet verstärkt U-reiche Sequenzen und 

die distale Seite A-reiche Sequenzen. Darüber hinaus konnte mit der Tryptophan fluorescence 

quenching (TFQ) Methode gezeigt werden, dass die 5’ untranslatierte Region der hfq mRNA 

sowohl an die proximale, als auch an die distale Seite des selbst codierenden Proteins Hfq binden 

kann. Weiter konnte auch nachgewiesen werden, dass die hfq mRNA an das unstrukturierte C-

Terminale Ende binden kann (Robinson et al., 2014). Die genaue Bedeutung ist noch nicht ganz 

verstanden.  

 

 

 

Abbildung 1.9: Dreidimensionale Struktur und elektrostatisches Potential von Hfq  
In Abbildung A ist die dreidimensionale Struktur der proximalen Seite von 4 Hfq im Hexamer 
übereinander gezeigt (P. aeruginosa: cyan, E. coli: Lachsfarben, S. aureus mit gebundener RNA: gelb und 
S. aureus ohne gebundener RNA: gelb). Die gepunktete Linie umrandet ein Hfq Monomer (verändert nach 
(Brennan and Link 2007)). Die Abbildung B zeigt das Hfq Hexamer in seitlicher Ansicht und in C werden 
die Hfq Oberflächen von verschiedenen Bakterien mit ihrem elektrostatischen Potential dargestellt 
(verändert nach (Baker et al., 2001; Sobrero and Valverde, 2012)).  
 
 

       A      B  

C 
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So war es zuerst überraschend, dass auch die 6S RNA aus E. coli an Hfq bindet, weil die 6S RNA 

gut strukturiert ist und ihre eigene regulatorische Funktion besitzt (Windbichler et al., 2008). Hfq 

bindet verstärkt an Poly (U) oder Poly (A) Stränge oder unstrukturierte RNAs. Jedoch ist noch 

nicht bekannt, welche regulatorischen Auswirkungen diese Bindung in der Zelle hat und an 

welchen Sequenzbereich der RNA Hfq bindet.  

 

 

 

 

1.7 Ribosomen in Escherichia coli  

 

Ribosomen kommen in allen lebenden Organismen vor. Es sind hochmolekulare 

Ribonukleoproteinpartikel, die aus vielen Proteinen und ribosomalen RNAs (rRNA) 

zusammengesetzt sind. Die prokaryotischen Ribosomen besitzen eine Sedimentationskonstante 

von 70S und bestehen aus zwei Untereinheiten, der 30S- und der 50S-Untereiheit. Die 50S-

Untereinheit besteht aus 23S rRNA, 5S rRNA und 31 ribosomalen Proteinen (Ban et al., 2000). 

Etwas kleiner ist die 30S-Untereinheit, mit der 16S rRNA und 21 ribosomalen Proteinen 

(Wimberly et al., 2000). Die rRNAs machen etwa zweidrittel der Masse des Ribosoms aus. Sie 

werden als precursor RNA in einem Strang transkribiert (Ban et al., 2000). Durch komplexe 

Prozessierungsvorgänge wird die rRNA herausgeschnitten. In rasch wachsenden E. coli 

Bakterien kommen ca. 70.000 Ribosomen pro Zelle vor, die jeweils eine Größe von ca. 2,5 MDa 

haben. Ribosomen stellen die Maschinerie für den Translationsprozess in allen Organismen dar. 

Sie besitzen drei unterschiedliche Bindestellen für die tRNAs (transfer RNA), die (A)minoacyl-

Stelle, (P)eptidyl-Stelle und die (E)xit-Stelle. Die ersten elektronenmikroskopischen Aufnahmen 

von Ribosomen konnten 1955 von Palade gezeigt werden. 1959 wurde erstmals der Beweis 

erbracht, dass die Ribosomen für die Biosynthese von Polypeptiden in E. coli notwendig sind 

(Barrnett and Palade, 1958).  

 

Die ribosomalen Proteine sind relativ klein und haben eine durchschnittliche Molekularmasse 

von 10 bis 20 kDa. Durch ihren hohen Anteil an Lysin und Arginin sind sie bis auf wenige 

Ausnahmen sehr basisch. Eine dieser Ausnahmen ist das Protein S1, dass stark sauer ist und mit 

61,16 kDa deutlich größer, als das durchschnittliche ribosomale Protein. Ein weiteres sehr saures 

Protein ist das L7/L12. Alle Proteine liegen einmal im Ribosom vor, bis auf das saure Protein 
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L7/L12, welches vier mal pro Untereinheit vorkommt. Es finden sich nur wenige Sequenz-

homologien untereinander, was auf einen unabhängigen phylogenetischen Ursprung hinweist.  

Bei den rRNAs sind posttranskriptionale Modifikationen bekannt. Die 16S rRNA zum Beispiel 

besitzt 10 methylierte Nukleotide und die 23S rRNA trägt mehrere modifizierte Nukleotide, 

darunter Psydouridine und methylierte Basen (Fellner und Sanger, 1968). Die Sekundärstruktur 

der 16S rRNA besteht aus über 50 doppelsträngigen Helices, die durch einzelsträngige loops 

miteinander verbunden sind und mit den stabilisierenden Proteinen vier unterschiedliche 

Domänen ausbildet (Wimberly et al., 2000). Das 3´-Ende der 16S rRNA basenpaart an die Shine-

Dalgano-Sequenz der mRNA. Auch bei den rRNAs, wie bei den Proteinen sind keine großen 

Sequenzhomologien bekannt, was dem Komplex eine stark unsymmetrische Struktur verleiht.  

 

 

 

Abbildung 1.10: Cryo-EM der 70S Ribosom mit fMet-tRNA und EF-Tu Protein  
Die Abbildung zeigt eine Cryo-EM Aufnahme von einem Ribosomen gebunden mit einem EF-Tu Faktor 
(rot) aus Escherichia coli. Der Ribosomentunnel ist nicht zu erkennen, aber die E- (orange), P- (grün) und 
A-Stellen (lila) sind farblich markiert. Die 50S-Untereinheit ist blau und die 30S-Untereinheit ist beige 
gefärbt (verändert nach (Villa et al., 2008).  
 

 

 

 

 

 



1. Einleitung   

20     

1.7.1 Funktion der Ribosomen in der Zelle: die Translation  

 
Auch die Translation, in der die 70S Ribosomen die mRNA in 5’  3’-Richtung entlang 

wandern, kann in drei Einzelschritte aufgeteilt werden: die Initiation, die Elongation und die 

Termination. Die Initiation beginnt durch eine spezielle tRNA, die N-Formylmethionin (fMet) 

(Moll and Blasi, 2002). Ein weiteres Startsignal ist das Startcodon, welches aus AUG oder GUG 

Nukleotiden auf der mRNA besteht und mit der 16S rRNA wechselwirkt (Boelens and Gualerzi, 

2002). Das fMet-tRNA Molekül besetzt die P-Stelle am Ribosom und interagiert mit dem 

Startcodon der mRNA. Die A- und E-Stelle im Ribosom sind zu dem Zeitpunkt noch unbesetzt. 

Eine weitere Aminoacyl-tRNA bindet an die A-Stelle im Ribosom. Nach der Ausbildung der 

Peptidbindung durch die Peptidyltransferase gelangt die freie tRNA an die E-Stelle und die 

Dipeptidyl-tRNA an die P-Stelle. Für die Translokation der tRNAs wird der Elongationsfaktor 

EF-G benötigt. Nach der Translokation ist die A-Stelle frei und es kann eine weitere Aminoacyl-

tRNA binden. Mit Hilfe des Elongationsfaktors EF-Tu wird eine Aminoacyl-tRNA an die A-

Stelle gebracht. Bei korrekter Erkennung hydrolysiert EF-Tu GTP (Nissen et al., 1999) und der 

Faktor dissoziiert vom Ribosom. Durch die neue Besetzung der A-Stelle kommt es zur 

Freisetzung der E-Stelle, da nicht beide Stellen gleichzeitig besetzt werden können. Dieser 

Elongationszyklus setzt sich fort, bis ein Stoppcodon (UAA, UGA oder UAG) auftaucht 

(Ramakrishnan 2002). Für die Termination werden Freisetzungsfaktoren (RF1 oder RF2) 

benötigt. Da es keine Aminoacyl-tRNAs für die Stoppcodons gibt, bindet eines der beiden 

Proteine an die A-Stelle. Diese Bindung aktiviert die Peptidyltransferase, die eine Übertragung 

der Peptidkette auf Wasser katalysiert und darauf folgend die Polypeptidkette das Ribosom 

verlässt. Infolge der Freisetzung der Polypeptidkette verlassen dann auch die tRNA und mRNA 

das Ribosom. Darauf hin dissoziiert das Ribosom in seine 30S- und 50S-Untereinheiten.  

 

 

 

 

 

1.8 Phosphoglycerat-Kinase und seine Bedeutung für E. coli  

 

Bakterien, Tiere und auch Menschen nehmen Glukose auf und bauen die Zuckermoleküle ab, um 

Energie zu gewinnen. Der Abbau der Zucker nennt sich Glykolyse. Im Glykolyse Stoffwechsel 

von Escherichia coli spielt Phosphoglycerat-Kinase (PGK) eine bedeutende Rolle. PGK 
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verstoffwechselt 1,3-Bisphosphoglycerat und ADP zu 3-Phosphoglycerat und ATP. Dieser 

Schritt in der Glykolyse dient der Energiegewinnung. Durch die Substratketten-Phosphorylierung 

wird ein Phosphat von dem Substrat 1,3-Bisphosphoglycerat dephosphoryliert und auf das ADP 

übertragen.  

 

Das E. coli PGK-Gen kodiert für ein 41,118 kDa großes Protein, welches von zwei 

unterschiedlichen Promotorbindestellen transkribiert wird. Der P1 Promotor liegt direkt vor dem 

Gen und der P2 Promotor liegt upstream vor einem 38 kDa Proteinfragment, dessen Funktion 

noch unbekannt ist. Das PGK Gen steht unter Wachstumsphasenregulation, so dass das Protein in 

der Übergangsphase zwischen logarithmischer und stationärer Phase deutlich ansteigt. 

(Nellemann et al., 1988). Die Phosphoglycerat-Kinase besitzt eine ATP Bindestelle. Das Protein 

besteht aus zwei Domänen, der N-Terminalen und der C-Terminalen Domäne, die durch einen -

Helix Linker miteinander verbunden sind, wie in Abbildung 1.11 gezeigt (Young et al., 2007).  

 

Säugetiere verfügen gewöhnlich über zwei verschiedene PGK Protein Isoformen (gencards.org), 

das humane PGK Gen liegt auf dem X-Chromosom und das zweite ist auf dem Chromosom 19 

lokalisiert. PGK-1 ist ein multifunktionales Protein, welches überwiegend in der Glykolyse aktiv 

ist, aber auch als Kofaktor für die humane DNA-Polymerase alpha dient. PGK-2 ist das reverse 

Transkript von PGK-1, Intron frei und befindet sich ausschließlich in den Hoden und ist dort im 

späten Stadium der Spermatogenese in der Glykolyse aktiv. PGK-1 besitzt eine Nukleotid-

Bindungsdomäne und zwei katalytisch aktive Bereiche. Schon vor einiger Zeit konnte beobachtet 

werden, dass das Enzym in überexpremierter Form das Wachstum von Lungenkrebszellen (Lewis 

lung carcinoma (LLC-1)) reduzieren kann (Ho et al; 2010). So konnte auch gezeigt werden, dass 

das PGK Protein spezifisch an die kodierende Region der uPAR mRNA bindet und so die 

Zelloberflächen uPAR Expression inhibiert (Shetty et al., 2004). uPAR ist ein Urokinase-Typ 

plasminogen Aktivator Rezeptor, der auch im Wachstum von Lungenkrebszellen involviert ist. 

Zudem wurde auch das humane PGK-1 mit Darmkrebszellen in Verbindung gebracht (Shichijo et 

al., 2004). Somit zeigt sich, dass das PGK Protein nicht nur in die katalytische Aufgabe der 

Glykolyse involviert ist, sondern auch noch andere Funktionen besitzt. In Pflanzen (Nicotiana 

benthamiana) ist das PGK Protein in den Chloroplasten lokalisiert, bindet an das RNA-Virus 

Bamboo mosaic virus und ist dort am Infektionscyklus beteiligt (Cheng, Tsai et al., 2013).  
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Abbildung 1.11: Röntgenkristallstruktur der E.coli Phosphoglycerat Kinase  
Die Abbildung zeigt, dass die Phosphoglycerat Kinase aus zwei Domänen besteht. Der graue Bereich ist 
die N-Terminale Domäne und der gelbe Strukturbereich ist die C-Terminale Domäne. Die beiden 
Domänen sind durch einen -Helix Linker miteinander verbunden (braun). Das Protein besitzt eine ATP-
Bindestelle und kann dimerisieren (Young et al., 2007).  
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1.9 Fragestellung und Konzeption der Arbeit  

 

Die 6S RNA aus E. coli ist ein globaler Regulator für die Anpassung an veränderte 

Wachstumsbedingungen oder Stress. Daher stellt sich die zentrale Frage, welche möglichen 

weiteren Regulatoren und Netzwerke daran beteiligt sind?  

 

Im ersten Teil dieser Arbeit wurde die Frage nach der genauen regulatorischen Funktion 

zwischen dem RNA-Chaperon Hfq und der 6S RNA gestellt. Die Bindung von Hfq an die 6S 

RNA konnte schon gezeigt werden, jedoch ist die regulatorische Wirkung noch vollkommen 

unbekannt. Daher sollten mit einer hfq-Mutante die Konsequenzen der Abwesenheit des 

Proteins auf die 6S RNA analysiert werden. Sowohl die 6S RNA Konzentration, als auch die 

ssrS-Promotoraktivität sollten mit Primer Extension Analysen bestimmt werden. Im weiteren 

Verlauf war beabsichtigt Details der Komplexbildung und die genaue Bindeposition des Hfq 

Proteins auf der 6S RNA durch Gelretardierung und Footprint Analysen zu untersuchen.  

 

Im zweiten Teil dieser Arbeit sollten funktionelle Einzelheiten des Netzwerkes zwischen der 6S 

RNA und ppGpp, dem zentralen Effektormolekül der Stringenten Kontrolle aufgeklärt werden. 

Ein Zusammenhang zwischen 6S RNA und dem Effektormolekül ppGpp konnte bereits zuvor 

gezeigt werden. Im Vordergrund dieser Untersuchungen stand hier jedoch die Frage nach dem 

regulatorischen Zusammenhang und durch welche weiteren Netzwerk-Komponenten die beiden 

Moleküle miteinander verbunden sind? Dazu sollte in An- und Abwesenheit von Hfq und mit 

Hilfe eines GMP-Synthetase Hemmers der zelluläre ppGpp-Spiegel durch Dünnschicht-

chromatographie analysiert werden.  

 

Im letzten Teil dieser Arbeit sollte nach möglichen weiteren zellulären Interaktionspartnern der 

6S RNA gesucht werden. Da schon zwei Bindepartner (RNAP; Hfq) bekannt sind, ist die 

Wahrscheinlichkeit groß, noch weitere potentielle Interaktionspartner zu finden, besonders weil 

die 6S RNA in einem globalen regulatorischen Netzwerk fungiert. Für diese Untersuchungen 

sollte eine in vitro pull down Methode etabliert werden. Die potentiellen Bindepartner der 6S 

RNA sollten darüber hinaus charakterisiert werden und um deren eventuellen Einfluss auf das 6S 

RNA Regulationsnetzwerks zu analysieren.  
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2. Ergebnisse  

 

Das Hauptaugenmerk dieser Arbeit lag auf der Charakterisierung und Identifikation weiterer 

Interaktionspartner der 6S RNA. Es ist schon lange bekannt, dass die DNA-abhängige RNA-

Polymerase (RNAP) und das RNA Chaperon Hfq an die 6S RNA binden (Wasserman and 

Saecker, 2006; Gildehaus et al., 2007; Windbichler et al. 2008). So lag die Vermutung nahe, dass 

auch andere Proteine an die 6S RNA binden können und dadurch einen regulatorischen Effekt 

auf die Zelle ausüben. Die 6S RNA ist eine kleine regulatorische RNA, die die E 70 gebundene 

RNAP in der stationären Phase bindet und somit indirekt die 38- und andere -abhängige 

Promotoren verstärkt. Um neue Interaktionspartner zu bestimmen, wurden mehrere Methoden 

geprüft und die in vitro pull down Methode mit Agarose beads etabliert. Die Charakterisierung 

erfolgte über EMSA Analysen und Footprint Analysen bei dem gefundenen Protein.  

 

Ein weiteres Ziel war die Analyse des 6S RNA Regulationsnetzwerkes, wobei die Beziehung von 

6S RNA und Hfq und die Bedeutung von ppGpp in diesem Netzwerk eine wichtige Rolle spielt. 

Dazu wurde die 6S RNA und das Effektormolekül ppGpp in An- und Abwesenheit von Hfq 

untersucht. Zudem wurden noch weitere Strukturanalysen durchgeführt, um die Binderegionen 

von Hfq an die 6S RNA zu identifizieren.  

 

 

 

2.1 Charakterisierung der Wechselwirkung von 6S RNA und Hfq 

 
Schon seit den 90er Jahren ist bekannt, dass Hfq (host factor required for phage Qß RNA 

replication) als RNA-Chaperon an RNAs binden kann (Arluison et al. 2007). Hfq ist ein 11,2 

kDa kleines Protein, aus 102 Aminosäuren und kommt in seiner funktionellen Form als Hexamer 

vor. Zuerst wurde die Interaktion von Hfq und der 5´-UTR von ompA (outer membrane protein 

A) gezeigt. Anschließend konnte eine simultane Bindung an DsrA (sRNA) und der mRNA von 

rpoS bewiesen werden. RpoS ist der primäre Regulator der stationären Phase Gene. Später 

wurden noch weitere sRNAs aus E. coli gefunden, die an Hfq binden. Hfq bindet bevorzugt an 

A/U-reiche Regionen die an benachbarten Stammregionen liegen. So wurde Hfq zu einem 

wichtigen post-transkriptionellen Regulator. Im Jahre 2008 konnte auch die Bindung an 6S RNA 
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festgestellt werden (Windbichler et al. 2008). Dies war zuerst sehr verwunderlich, da die 6S RNA 

gut strukturiert ist und selbst eine Regulatorfunktion besitzt. Hfq bindet meist an mRNAs oder 

unstrukturierten RNAs. Dennoch stellte sich die Frage, ob es Auswirkungen auf die 6S RNA hat, 

wenn das Protein deletiert ist und ob vielleicht die Expression oder Stabilität der RNA 

beeinträchtigt ist?  

 

 

2.1.1 Phänotypische Untersuchung der hfq-Mutante und ihrem isogenen Wildtyp 

Um die Frage zu beantworten, wie sich das Fehlen von Hfq auf die Zelle und den 6S RNA 

Spiegel verhält, wurden zu Beginn Wachstumsanalysen und zellmorphologische Untersuchungen 

durchgeführt. Im späteren Verlauf wurden noch 6S RNA Konzentrationsbestimmungen und 

Promotoraktivitäten sowie Messungen des ppGpp-Spiegels verifiziert. Für diese Fragestellung 

wurden die beiden Stämme der Keio Collection verwendet: BW25113 als isogener Wildtyp und 

JW4130 als hfq-Mutante. Die Mutante hat anstelle des hfq-Gens eine Kanamycin 

Resistenzkassette inseriert. Zu Beginn wurde das Wachstum und der Phänotyp der beiden 

Stämme verglichen und anschließend die zelluläre Menge an 6S RNA bestimmt.  

 

Bei den Wachstumskurven wurden die Zellen, wie im Methodenteil beschrieben (5.1.8) in YT-

Medium angezogen und halbstündig die Zelldichte spektralphotometrisch bestimmt. Das 

Wachstum der beiden Stämme unterscheidet sich deutlich, wenn die Zellen in die stationäre 

Phase übergehen. In der Abbildung 2.1 ist zu erkennen, dass die hfq-Mutante (rot) eine 

geringere Zelldichte als der Wildtyp (schwarz) erreicht, demnach wird die stationäre Phase früher 

eingeleitet. Im Graphen ist auch ein leichtes Absinken der roten Kurve der Hfq-Mutante bei ca. 1 

OD zu erkennen, anscheinend werden hier andere regulatorische „back up“ Mechanismen 

gestartet, die das Fehlen von Hfq ausgleichen. Die Wachstumsraten in der logarithmischen Phase 

wurden anhand der im Methodenteil (5.1.8) beschriebenen Formel berechnet und unterscheiden 

sich kaum voneinander. Der Wildtyp Stamm hat eine Wachstumsrate (Verdopplung pro Stunde) 

von 2,4 und der hfq-Stamm von 2,3. Die geringen Unterschiede in der Wachtumsrate spiegeln 

aber nur die logarithmische Phase wieder und geben keine Auskunft über das Verhalten in der 

transitions- und stationären Phase wieder.  
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Abbildung 2.1: Wachstumskurve 
Wachstumskurve der Stämme BW25113 (schwarz) und JW4130 (rot), die in YT-Medium angezogen 
wurden. Es wurde halbstündlich eine spektralphotometrische Messung bei 600 nm durchgeführt. Die 
gezeigte Wachstumskurve setzt sich aus den Mittelwerten von drei unabhängigen Messungen zusammen 
(siehe Anhang Tabelle 7.1). Die Pfeile zeigen die logarithmische- und stationäre Wachstumsphase an, in 
der Zellen geerntet und später deren Gesamt-RNA präpariert wurde.  
 

 

Da die Wachstumsrate in der logarithmischen Phase aus der Steigung berechnet wurde, ist es 

nicht verwunderlich, dass die Werte nahe beieinander liegen. Denn die sichtbaren Unterschiede 

beginnen erst in der transitions Phase und zeigen auch nach über 16 h deutlich geringere 

Zellzahlen, als bei den Wildtyp Zellen.  

 

Anschließend wurde die Zellmorphologie von beiden Stämmen mikroskopisch untersucht, um die 

Auswirkungen durch das Fehlen von Hfq Phänotypisch zu beschreiben. Hierfür wurden jeweils 5 

ml Zellen in der logarithmischen- und stationären Phase pelletiert. Die Zellen wurden zur 

gleichen Zeit entnommen - zwecks 6S RNA Konzentrationsbestimmung und Messung des 

ppGpp-Gehalts in der Zelle (gezeigt in Abb 2.1 mit den zwei schwarzen Pfeilen). Die Zellpellets 

wurden gewaschen und mit Nilrot und DAPI gefärbt (5.3.15). Nilrot ist ein Farbstoff der 

Lipoproteine bindet und somit die Zellwand rot färbt. DAPI lagert sich in der kleinen Furche der 

DNA an und fluoresziert blau.  
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Abb. 2.2: Fluoreszenzmikroskopische Analyse der logarithmischen Wildtyp und Hfq-Mutanten 
Zellen  
Zellfärbung der Wiltdyp Zellen (BW25113) und Hfq-Mutanten Zellen (JW4130) mit DAPI und Nilrot in 
der logarithmische Wachstumsphase. Abbildung A zeigt sowohl die DAPI, als auch die Nilrot Färbung 
mit Durchlicht, in B wurde die Überlagerung der einzelnen Bilder mit Auflicht durchgeführt. In 
Abbildung C und D sind die einzelnen Filter einmal für die DNA (C bei einem Absorptionsmaximum von 
385nm) und einmal für die Zellmembran (D bei einem Absorptionsmaximum von 553nm) gezeigt.  
Abb. AI zeigt beide Färbungen im Durchlicht und BI im Auflicht. CI zeigt das mikroskopierte Bild mit 
dem Filter für die DNA und DI mit dem speziellen Filter für die Nilrotfärbung. Als Beispiel ist in Abb. EI 
und FI eine von vielen Zellen gezeigt, die eine deutliche Überlänge aufweist. Es wurde eine 5 μM Skala 
verwendet.  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A                           B                            C                           D 

AI                           BI                           CI                           DI 

EI                                      FI   

BW25113 logarithmische Phase  

JW4130 logarithmische Phase 
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Abb. 2.3: Fluoreszenzmikroskopische Analyse der stationären Wildtyp und hfq-mutanten Zellen  
Zellen in der stationären Phase des Stamms BW25113 (WT) und JW4130 (Mutante). In Abbildung A und 
B sind die Bilder der DAPI- und Nilrotfärbung übereinander gelegt worden. Abbildung C zeigt die 
gefärbte DNA durch DAPI und in Abbildung D ist die Färbung der Zellwand mit Nilrot zu sehen.  
In Abbildung AI und BI sind die Bilder der DAPI- und Nilrotfärbung übereinander gelegt worden. Die 
einzelnen Bilder sind in CI und DI zu sehen. Als Beispiel sind auch in Abbildung EI und FI in der 
stationären Phase Zellen, die deutlich verlängert sind gezeigt. Es wurde eine 5 μM Skala verwendet.  
 
 

Sowohl in der logarithmischen- als auch in der stationären Phase sind deutliche Unterschiede der 

beiden Stämme zu erkennen. Die klassischen Escherichia coli Wildtyp Zellen in der 

logarithmischen Phase besitzen eine Stäbchenform und befinden sich fast alle in der Zellteilung. 

An beiden Enden der stäbchenförmigen E. coli Zellen ist chromosomale DNA zu erkennen (blau 

leuchtende Punkte), was darauf schließen lässt, dass sie sich in der aktiven Teilungsphase 

befinden. Im Gegensatz dazu zeigen die hfq-mutanten Zellen einen deutlichen Phänotyp. Sie sind 

in etwa 2x länger als der Wildtyp. Die durchschnittliche WT Zelle ist 3-4 m lang, die Mutante 

ca. 6-7 m. Es ist auch zu erkennen, dass sich in den mutanten Zellen mehrere Chromosomen 

befinden (Abb. 2.2 EI/FI und 2.3 EI/FI). Dies deutet darauf hin, dass die Zellen Probleme mit der 

 A                            B                            C                            D 

AI                           BI                            CI                          DI 

EI                        FI  

BW25113 stationäre Phase  

JW4130 stationäre Phase 
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Zellteilung und dem Abschnüren der neu entstandenen Zelle haben. Die Verlängerung der Zellen 

ist in Einzelfällen besonders ausgeprägt, wie Abbildung 2.2: EI und FI eine beispielshaft extrem 

lange Zelle zeigt. Auch in der stationären Phase sind die Unterschiede zu erkennen. Während die 

Wildtypzelle in der stationären Phase klein und kugelig rund wird, sind die Zellen vom Stamm 

JW4130 länglich bis sehr lang und weisen oft mehrere Chromosomen auf, wie in Abb. 2.3: EI 

und FI anhand der dunklen Punkte in der Zelle zu sehen ist. Die durchschnittliche Länge der 

mutierten Zellen beträgt auch hier ca. 5 m.  

 

Bei der Zellteilung von E. coli werden zuerst die Proteine FtsZ/ZapA an die Zellwand rekrutiert, 

anschließend bilden die beiden Proteine FtsZ und ZipA ein Komplex und initiieren an der inneren 

Membran die Septenbildung. Daraufhin wird ein weiterer Proteinkomplex an das wachsende 

Septum assembliert, das FtsL/FtsQ/FtsL. Bei einem oder mehreren Schritten muss Hfq eine 

wesentliche Rolle spielen. Übereinstimmend damit konnte schon 2005 gezeigt werden, dass bei 

Hfq Überexpression auch eine verminderte Zellteilung stattfindet (Takada et al. 2005). Anhand 

von vorherigen Studien konnte gezeigt werden, dass die Expression des Zellteilungsprotein FtsZ 

in hfq Zellen in der stationären Phase erhöht ist (Takada et al. 1999).  

 

 

 

2.1.2 Vergleich der 6S RNA Menge innerhalb verschiedener Stämme und 

Wachtumsphasen 

Es ist bekannt, dass eine Vielzahl von essentiellen regulatorischen Zellmechanismen durch Hfq 

beeinflusst werden. So stellte sich die Frage, ob der 6S RNA Level in der Zelle verändert ist, 

wenn Hfq deletiert ist. Da Hfq ein RNA-Chaperon ist, RNA bindet und diese sowohl vor dem 

Abbau schützt, als auch für den Abbau markiert, kann auf ein verändertes 6S RNA Level 

geschlossen werden.  

 

Um der Frage nach dem 6S RNA Level in der Zelle nachzugehen, wurden Primer Extension 

Analysen (5.3.5) mit zwei verschiedenen 6S RNA spezifischen Primern und einem 5S RNA 

spezifischen Primer zur Quantifizierung als internen Standard durchgeführt. Die Zellen der 

beiden Stämme wurden dazu jeweils in der logarithmischen- und in der stationären Phase, wie in 

der Wachstumskurve Abb. 2.1 mit den beiden Pfeilen markiert, geerntet. Da sich die Zelldichte 

unterscheidet wurden die Zellzahlen bei dem Pelletieren der Zellen angeglichen. Für die Primer 
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Extension Versuche wurde jeweils 1 g gRNA (gesamt RNA) in die Reaktion eingesetzt. Es ist 

deutlich zu erkennen, dass in beiden Abbildungen (2.4: A und B) die 6S cDNA Transkripte in der 

hfq-Mutante in beiden Phasen erhöht ist. Bei dem c6S Primer (Abb. 2.4: A) entstehen zwei 6S 

cDNA Transkriptlängen die beide in der hfq-Mutante verstärkt sind. In der logarithmischen 

Phase ist die obere 6S cDNA Bande stärker, als die untere Bande (Spur 2). In der Spur 2 

entstehen noch weitere Prozessierungsvorläufer der 5S rRNA, die nur in der logarithmischen 

Phase in beiden Abbildungen beobachtet werden konnten und oberhalb der eigentlichen 5S 

cDNA Banden liegen. Es ist auch zu erkennen, dass in der stationären Phase die 6S cDNA 

Transkriptbanden sich fast dem Wildtyp angleichen. In der Mutante ist nur noch ein gering 

stärkeres Signal zu detektieren (Spur 4 A). Bei dem zweiten 6S RNA spezifischen Primer, 

welcher an die pRNA Hybridisierungsstelle bindet, sind die Ergebnisse ähnlich (s. Abb. 2.4 B). 

Auch hier ist anhand der Abbildung zu erkennen, dass die 6S cDNA Transkriptbanden in der 

hfq-Mutante deutlich verstärkt sind. Hier steigen die Bandenintensitäten auch in der stationären 

Phase sichtbar an (Spur 4 B). Dennoch ist auch in der logarithmischen Phase der Mutante eine 

Verstärkung der Banden sichtbar. Auffällig ist auch, dass die Prozessierung der 6S cDNA 

Transkripte in der hfq-Mutante anders sind, als die Wildtyptranskriptbanden. In Abb. A ist z.B. 

die obere 6S cDNA Transkriptbande dunkler, als bei dem Wildtyp, wo die untere Bande in der 

stationären Phase deutlicher zu erkennen ist. Die quantitative Auswertung der 

Bandenintensitäten, der beiden Oligonukleotide, wurde von mehreren unabhängig voneinander 

durchgeführten Experimenten in Abbildung 2.5 gezeigt.  
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Abb. 2.4: Autoradiogramm zweier Primer Extension Analysen zur quantitativen Bestimmung der 
6S RNA Anteile von der hfq-Mutante und dem Wildtyp, in der logarithmischen- und stationären 
Phase.  
Gezeigt sind die cDNA Transkriptbanden die bei der Primer Extension Analyse synthetisiert werden. In 
diesem Versuch wurde aus beiden Phasen, bei angeglichener Zellzahl, Zellen pelletiert und 1 g gRNA in 
die Reaktion eingesetzt. Der 5S RNA Primer wurde als interner Standard verwendet. Die 
elektrophoretische Trennung erfolgte über eine 10 %iges dPAGE. A zeigt die Primer Extension mit dem 
c6S Oligonukleotid und B zeigt die Primer Extension mit dem 6S-1 Primer.  
 

 

Für die quantitative Auswertung wurde als interner Standard die 5S rRNA zusätzlich mit einem 

spezifischen Oligonukleotid bestimmt. Zuerst wurde der Hintergrund von der Schwärzung der 

Banden subtrahiert und anschließend die Werte der 6S RNA durch die Werte der 5S rRNA 

dividiert. Auch im Graph (s. Abb. 2.5) ist ein deutlicher Unterschied in den 6S RNA 

Konzentrationen der beiden Stämme zu erkennen. In der logarithmischen Phase steigt das 6S 

RNA Level in der hfq-Mutante, im Gegensatz zum Wildtyp 1,5 fach (6S-1 Primer / blau) und 

1,4 fach (c6S Primer / rot) an und in der stationären Phase ist anhand der quantifizierten Werte 

maximal ein geringer Anstieg des 6S RNA Levels zu deuten. Die beiden Autoradiogramme in 

Abb. 2.4: A/B zeigen eine Zunahme des intrazellulären 6S RNA Levels in der hfq-Mutante.  
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Abb. 2.5: Quantifizierung der Primer Extension Analysen  
Gezeigt ist die Quantifizierung aller Primer Extension Analysen zur Bestimmung der 6S RNA Menge in 
den Zellen. Das Diagramm repräsentiert die 6S cDNA Transkriptmenge für beide Phasen des Wildtyps 
(BW25113) und der hfq-Mutante (JW4130). Für den c6S Primer wurde von drei voneinander 
unabhängigen Versuchen die Mittelwerte und Standardabweichungen berechnet und für den 6S-1 Primer 
von vier voneinander unabhängigen durchgeführten Versuchen. Als externen Standard wurde der 5S RNA 
Primer verwendet. Die Schwärzung der Banden wurden mit dem Computerprogramm Multi Gouge 
dedektiert (siehe Werte im Anhang 7.2).  
 

 

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die 6S RNA Konzentration in der logarithmischen 

Phase des hfq-Stamms 1,5 fach höher ist als im Wildtyp und in der stationären Phase der 

Unterschied zwischen Wildtyp und Mutante marginal ist. Der geringe Unterschied kann aber 

auch darauf zurückzuführen sein, dass die 6S RNA zu den stabilen RNAs gehört und in der Zelle 

über die Zeit akkumuliert. In der stationären Phase liegt die 6S RNA in einer Zahl von ca. 5000 

Kopien pro Zelle vor und geringe Unterschiede können dann nicht genau detektiert werden. Auch 

scheint die Prozessierung der Transkriptbanden in An- und Abwesenheit von Hfq unterschiedlich 

abzulaufen. Bis heute ist die 3’-End Prozessierung der 6S RNA noch vollkommen unbekannt und 

die 5’-Enden der 6S RNA werden durch die RNasen E und G prozessiert.  
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2.1.3 Ist die Syntheseaktivität des ssrS-Promotors durch Hfq beeinflusst? 

Da die vorherigen Versuche gezeigt haben, dass die 6S RNA Transkriptmenge besonders in der 

logarithmischen Phase ansteigt, wenn hfq deletiert ist, stellt sich die Frage: repremiert Hfq die 

Promotoraktivität oder wird durch die Bindung von Hfq an die 6S RNA, diese instabil und kann 

abgebaut werden? Die Promotoraktivität könnte von Hfq sowohl direkt als auch indirekt 

beeinflusst sein.  

 

Die 6S RNA besitzt zwei Promotoren, der P1 Promotor liegt proximal 9 Nukleotide vor dem 

Transkriptionsstart, ist 70 spezifisch und übernimmt 70 % der 6S RNA Expression. Der distale 

P2 Promotor liegt 224 Nukleotide vor dem Transkriptionsstart und kann von 70 und 38 erkannt 

werden (Kim and Lee 2004).  

 

Um die Transkriptionsmenge des ssrS-Gens bestimmen zu können, wurde jeweils das Plasmid 

pCAT-6S-P1 und pCAT-6S-P2 in den Wildtyp Stamm und in die hfq-Mutante transformiert. 

Bei diesen Plasmiden liegt entweder der P1 oder der P2 Promotor des ssrS-Gens upstream des 

cat-Reportergens (Neußer 2008). Da das cat-Fusionstranskript nur eine relativ kurze 

Halbwertszeit hat, kann so die aktuelle Transkriptionsrate des Promotors gemessen werden. In 

der anschließenden Primer Extension Analyse konnte dann mit einem spezifischen 

Oligonukleotid (CAT-Primer) aufgrund der Schwärzung der Banden im Autoradiogramm 

Rückschlüsse auf die Promotoraktivität gezogen werden. So wurde die Menge an synthetisierter 

cat-mRNA gemessen. In Abbildung 2.6 sind die Autoradiogramme der beiden Primer Extension 

Analysen gezeigt. Das linke Bild zeigt die cDNA Transkripte für den P1 Promotor und das rechte 

Autoradiogramm für den P2 Promotor. Wie erwartet zeigt der P1 Promotor eine höhere Aktivität 

als der P2 Promotor. Die P1 cat-Fusionstranskripte zeigen sowohl im Wildtyp als auch in der 

hfq-Mutante eine ähnliche starke Schwärzung im Autoradiogramm. Die Intensität der 

Schwärzung ist bei dem Wildtyp geringfügig stärker als bei der Mutante, da aber keine klar 

erkennbaren Unterschiede mit dem Auge wahrnehmbar sind, wurde das Autoradiogramm mit 

dem Computerprogramm „MultiGauge“ quantifiziert. Zuerst wurden die beiden RNAI 

Bandenintensitätswerte addiert und anschließend durch die einzelnen Werte der 

Promotoraktivitätsbanden dividiert. Diese Auswertungen sind in Abbildung 2.7 zu sehen. Das 

Balkendiagramm in 2.7 zeigt, dass die P1 Promotoraktivität in der Mutante um die Hälfte 

geringer ist als im Wildtyp. Weiterhin konnte beobachtet werden, dass der Unterschied der P1 

Promotoraktivität in der logarithmischen Phase höher ist als in der stationären Phase im 

Vergleich WT und Mutante. Bei dem P2 cat-Fusionstranskript sind die Banden in der stationären 
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Phase marginal schwächer als in der logarithmischen Phase. Dennoch sind kaum Disparitäten 

zwischen dem Wildtyp und der hfq-Mutante zu erkennen. Daher wurde auch von diesem 

Autoradiogramm ein Quantifizierung der Banden durchgeführt. Da die Syntheseaktivität des ssrS 

P2 Promotors sehr gering ist, wurde diese Auswertung in einem eigenen Balkendiagramm 

dargestellt. Die x-Achsen der beiden Diagramme sind unterschiedlich beschriftet, für die relative 

Transkriptmenge des P1 Promotors von 0 bis 15 bzw. des P2 Promotors von 0 bis 0,4. Für die 

Syntheseaktivität des P2 Promotors sind keine signifikanten Unterschiede zwischen dem Wildtyp 

und der hfq-Mutante zu erkennen. Als internen Standard für die Quantifizierung wurde die 

RNAI gewählt, da diese auch auf dem Plasmid kodiert ist.  

 

 

 

Abb. 2.6: Primer Extension Analyse der 6S RNA P1 und P2 Promotoraktivität 
Autoradiogramm zweier Primer Extension Analysen zur Bestimmung der ssrS-Syntheseaktivität im 
Wildtyp und in der Hfq-Mutante. Die Zellen wurden in der logarithmischen- und stationären Phase 
pelletiert und die gRNA extrahiert. In die Reaktion wurde 1 g gRNA eingesetzt und den cat-Primer 
sowie den RNAI Primer als internen Standard verwendet. Im linken Autoradiogramm wurde die P1- und 
im rechten Bild die P2 Promotoraktivität untersucht.  
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Abb. 2.7: Quantifizierung der Syntheseaktivität der beiden ssrS-Promotoren  
Gezeigt ist die Quantifizierung der Primer Extension Analysen aus Abbildung 2.7. Links ist die 
graphische Auswertung der Transkriptmenge des P1 Promotors und rechts des P2 Promotors des ssrS-
Gens (siehe Werte im Anhang 7.3).  
 

 

Abschließend kann gesagt werden, dass die Ergebnisse unerwartet waren, denn die P1 

Promotoraktivität ist invers zur 6S RNA Transkriptmenge in der logarithmischen Phase. Das 6S 

RNA Level in der Mutante steigt an während die ssrS-Promotoraktivität in den Zellen erniedrigt 

ist. Die P2 Promotoraktivität ist in beiden Stämmen relativ gleichbleibend. So muss der erhöhte 

6S RNA Level einen anderen Grund haben. Da Hfq an 6S RNA bindet, kann auch dies zu einem 

rascheren Abbau führen. Es ist bekannt, dass unter Bedingungen des verbesserten 

Nährstoffangebots die pRNA Synthese beginnt und somit der 6S RNA:pRNA Komplex von der 

RNAP dissoziiert (Wurm et al., 2009). Vielleicht markiert Hfq die 6S RNA für den Abbau oder 

die Struktur ändert sich in der Weise, dass sie abgebaut werden kann, da sie sonst eine sehr 

stabile Doppelstrangstruktur aufweist und in der Zelle über die Zeit akkumuliert.  

 

 

 

Um die Möglichkeit auszuschließen, dass das Hfq Protein im Wildtypstamm an das cat-

Fusionstranskript bindet und die Halbwertszeit verlängert und deshalb die Ergebnisse über die 6S 

RNA Promotoraktivitäten unter Gleichgewichtsbedingungen verändert, wurde eine Rifampicin-

Kinetik in beiden Stämmen durchgeführt.  

 

Für diesen Versuch wurden Zellen in YT-Medium bis zur logarithmischen Wachstumsphase 

angezogen und zu einem Zeitpunkt 0 das Antibiotikum in einer Konzentration von 0,5 mg/ml 

hinzugegeben. Rifampicin verhindert alle weiteren Transkriptionsinitiationen, indem es an die ß-
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Untereinheit der RNAP bindet. Da das cat-Fusionstranskript nur eine sehr kurze Halbwertszeit 

besitzt, sollte schon nach wenigen Minuten eine Abnahme der cat-Transkriptbanden zu sehen 

sein. Nach der Zugabe wurde an festgelegten Zeitpunkten 5 ml Zellkultur entnommen, durch eine 

heiße Phenollyse (5.2.2.1) aufgeschlossen und die gRNA extrahiert (5.2.1.3). Anschließend 

wurde jeweils 1 μg gRNA zur Quantifizierung in die Primer Extension Analyse eingesetzt.  

 

Die Abbildung 2.8 zeigt das Autoradiogramm der Rifampicin-Kinetik der beiden Stämme mit 

den pCAT-6S-P1 Plasmiden. Das linke Autoradiogramm zeigt die Primer Extensions Analyse 

des Wildtyp und rechts der Mutante. Als internen Standard wurde das RNAI Oligonukleotid 

verwendet, da in diesem Experiment die Bandenintensitäten sehr schwach sind, ist überwiegend 

nur eine RNAI Transkriptbande zu erkennen. Das RNAI Oligonukleotid erzugt eine weitere 

Nebenproduktbande, die für die Fragestellung und Auswertung des Experimentes vernachlässigt 

werden kann. Um die Abnahme des cat-Fusionstranskriptes nach Zugabe des Rifampicin zu 

messen wurde das cat-Oligonukleotid in die Reaktion eingesetzt. Der Zeitpunkt 0 ist vor der 

Zugabe des Rifampicin, Spur 1 und 11 in der Abbildung. In der hfq-Mutante rechts in der 

Abbildung nimmt die ssrS P1 Transkriptbande ab 50 sek leicht ab und bei 2 min in Spur 18 ist 

keine Produktbande mehr zu erkennen. Bei dem Wildtyp zeigt sich eine ähnliche 

Bandenabnahme. Nach 2 min in Spur 8 ist fast keine Bande zu detektieren und nach 5 und 10 min 

ist sie nicht mehr zu sehen. Das Autoradiogramm wurde in Abbildung 2.9 graphisch Dargestellt 

und zeigt die Abnahme des P1 Produktes in beiden Stämmen. Die Halbwertszeit des cat-

Fusionstranskriptes des Wildtyps liegt bei ca. 70 sek und bei der Mutante etwas darunter bei ca. 

60 sek. An Hand dieser Rifampicin-Kinetik kann ausgeschlossen werden, dass das Hfq Protein 

im Wildtypstamm an das cat-Fusionstranskript bindet und so die Halbwertszeit der Transkripte 

deutlich verlängert.  
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Abbildung 2.8: Rifampicin-Kinetik zur Bestimmung der Halbwertszeit des P1 cat-
Fusionstranskriptes in beiden Stämmen  
Autoradiogramm einer Primer Extension Analyse mit dem cat-Primer und RNAI Primer. Die Zellen der 
beiden Stämme wurden angezogen bis zu einer OD600 von 0,3 bis 0,4 und vor Zugabe des Antibiotikums 5 
ml Zellen zum Zeitpunkt 0 entnommen. Anschließend wurde das Rifampicin (Endkonzentration von 0,5 
mg/ml) zugegeben und zu festgelegten Zeitpunkten weitere 5 ml Zellkultur entnommen und die gRNA 
extrahiert. Es wurde jeweils 1 μg gRNA in die Primer Extension Reaktion eingesetzt und die Produkte auf 
einem 10 % dPAGE aufgetrennt.  
 

 

 
Abbildung 2.9: Graphische Auswertung der Rifampicin-Kinetik von Abb. 2.8  
Der Graph zeigt die quantifizierten Daten des Autoradiogramms der Rifampicin-Kinetik. Die Abbildung 
zeigt deutlich die Abnahme des P1 cat-Fusionstranskripts. Die roten Dreiecke zeigen den Wildtyp (BW 
25113) und die schwarzen Kreuze die Mutante (JW4130). Es wurde eine Ausgleichsgerade durch die 
Punkte gezogen und die Halbwertszeiten bestimmt (Tabelle im Anhang 7.4).  
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2.1.4 Hfq bindet an die 6S RNA  

Schon im Jahre 2008 konnte gezeigt werden das Hfq und 6S RNA einen Komplex eingehen 

(Windbichler et al., 2008). Um die Bindung zu veranschaulichen und die genauen Positionen zu 

lokalisieren, wo Hfq an die 6S RNA bindet wurden EMSA (electrophoretic mobility shift assay) 

und Footprint Analysen durchgeführt. Da nachgewiesenermaßen ein kompliziertes 

regulatorisches Netzwerk die Verbindung zwischen der 6S RNA und Hfq steuert, könnte die 

genaue Binderegion und Bindungsaffinität von Hfq an der 6S RNA möglicherweise weiterhelfen. 

Dazu musste zuerst Hfq überexprimiert und aufgereinigt werden. Hierfür wurde der 

Überexpressionsstamm BL21(DE3)/pEH10 verwendet. Nach der Überexpression von Hfq, 

induziert durch 0,5 mM IPTG, wurden die Zellen nach drei Stunden pelletiert und 

aufgeschlossen. Die Aufreinigung erfolgte über die FPLC (Fast Protein Liquid 

Chromatographie) hier eine „Äkta prime plus“ (5.2.4). Nach der Aufreinigung wurde das Protein 

dialysiert (5.2.4.1) und die Konzentration mittels Bradford Methode bestimmt (5.2.3.2).  

 

Mit dem aufgereinigtem Hfq wurden Retardierungsanalysen durchgeführt und es konnten 

Bindungen zwischen der 3’-End radioaktiv markierten 6S RNA und dem Hfq verifiziert werden 

(5.3.7). Dazu wurde 15 nM 3`-End radioaktiv markierte 6S RNA mit ansteigenden 

Konzentrationen von Hfq im Hexamer (von 0 bis 0,833 μM) in den Reaktionsansatz hinzu titriert 

und bei 30 °C 10 min inkubiert. Anschließend kam als Kompetitor Heparin (Endkonzentration 

von 100 ng/μl) hinzu, um die unspezifischen Bindungen zu minimieren und es wurden weitere 5 

min inkubiert. Nach der Inkubation wurde der Reaktionsansatz auf ein 5 %iges natives PAA-Gel 

aufgetragen. In Abbildung 2.10 ist das Autoradiogramm der Retardierung zu sehen. In Spur 1 ist 

die freie 6S RNA ohne Protein aufgetragen. Die RNA zeigt eine klare Bande. In den Spuren 2 bis 

11 wurde das Hfq in ansteigenden Konzentrationen hinzugegeben. Ein primärer Komplex ist sehr 

schwach schon in Spur 2, bei einer Hfq Konzentration von 83 nM (im Hexamer) detektierbar. Die 

Komplexbande nimmt dann mit ansteigender Proteinkonzentration deutlich zu. Ab Spur 8 wird 

leicht eine sekundäre Komplexbande erkennbar. Hier binden vermutlich zwei Hfq Hexamere an 

ein 6S RNA Molekül. Zudem nimmt die freie 6S RNA Bande ab, je mehr Protein hinzu titriert 

wurde und die Komplexbanden zunehmen.  
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Abb 2.10: Retardierungsanalyse von 6S RNA und Hfq 
Das Autoradiogramm zeigt sowohl den primären- als auch den sekundären Komplex und die freie 6S 
RNA. In dem 15 μl Ansatz wurden 15 nM 6S RNA, 1x KGlu80-Puffer, GF-Puffer und 100 ng/μl Heparin 
zu der steigenden Menge an Hfq gegeben. Die Hfq Konzentrationen sind: 0,083 / 0,166 / 0,25 / 0,333 / 
0,416 / 0,5 / 0,583 / 0,666 / 0,75 und 0,833 μM. Die Komplexe wurden durch ein 5 %iges natives PAA 
Gel bei 30 mA von der freien RNA getrennt.  
 
 

 

Nach der Bestätigung der Interaktion zwischen der 6S RNA und Hfq wurden Footprint Analysen 

durchgeführt. Mit Hilfe dieser Analysen sollten die Bindedomänen von Hfq auf der 6S RNA 

identifiziert werden. Für die Identifikation dieser Positionen wurden enzymatischen Footprint 

Analysen (5.3.10) und Footprint Analysen mit Hydroxylradikalen (5.3.11) durchgeführt.  

 

Bei den enzymatischen Footprint Analysen sind die Reaktionsansätze ähnlich den 

Retardierungsanalysen und wurden nach der Inkubation mit Heparin als Kompetitor, spezifische 

RNasen hinzugegeben und weitere 15 min bei 30 °C inkubiert. Nach einer anschließenden 

Phenol/Chloroform Extraktion (5.2.2.1) und Ethanolfällung (5.2.2.2) wurden die Proben auf ein 

10 %iges dPAGE aufgetragen. Es wurde eine limitierende RNase T1 und RNase V1 Hydrolyse 

durchgeführt. Die RNase T1 schneidet einzelsträngige RNAs hinter einem Guanin und die RNase 

V1 schneidet unspezifisch Doppelstränge. Da zwei Hfq Komplexstellen auf der 6S RNA bekannt 

sind, wurden die Footprint Analysen mit zwei unterschiedlichen Hfq Konzentrationen 

durchgeführt, einmal für die einfach besetzte 6S RNA mit einer Hfq Konzentration von 83 nM 

und einmal eine sehr viel höhere Konzentration von 416 nM für die zweifach besetzte 6S RNA. 

Wobei in den Ansätzen mit hoher Hfq Konzentration auch überwiegend primäre Komplexe 

vorkommen und hier ein Gemisch aus verschiedenen Komplexen vorliegt. Einmal die primäre 
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Komplexbildung, die entweder das Hfq an der einen oder an der anderen Bindestelle auf der 6S 

RNA besetzt hat und die sekundären Komplexe, die zwei Hfq Hexamere an der RNA gebunden 

haben. Dies erschwert die Auswertung der Footprint Analysen erheblich. Da die 6S RNA für eine 

regulatorische RNA mit 186 Nukleotiden sehr lang ist, sind nicht alle Banden vollständig 

identifizierbar. Daher wurde sowohl das 3’ -Ende (5.3.2) als auch das 5’ -Ende radioaktiv 

markiert (5.3.3) und analysiert.   

 

In Abbildung 2.11 ist exemplarisch ein Footprint Experiment einer 3´- und 5´-End markierten 

RNA gezeigt. Flankierend wurde immer eine OH- Leiter aufgetragen. Das Autoradiogramm A 

zeigt einen hydrolytischen Verdau der 3 -radioaktiv markierten 6S RNA einmal mit RNase T1 

und RNase V1. In Spur 2 und 5 ist die ungeschützte 6S RNA in Abwesenheit von Hfq einmal mit 

RNase T1 und einmal mit RNase V1 hydrolysiert dargestellt. Im Autoradiogramm sind die frei 

zugänglichen Guanine gekennzeichnet. Einmal G136 und G143 im 3´-central domain, G80 und 

G97 im terminal loop und G30 und G42 im closing stem und 5´-central domain. Besonders in der 

V1 Hydolyse (Spur 6, 7) sind deutlich Banden zu erkennen, die in Spur 5 ohne Hfq nur schwach 

oder gar nicht zu sehen sind. Dies deutet auf einen Doppelstrang hin der evtl. entstehen kann, 

wenn Hfq gebunden hat. Das veränderte Bandenmuster ist mit roten Linien am Rand des 

Autoradiogrammes gekennzeichnet. In Abbildung B ist ein verändertes Bandenmuster der 5´-End 

markierten 6S RNA zu erkennen. In Spur 1 und 5 ist die Hydrolyse ohne Hfq und in den Spuren 

3/4 und 6/7 mit zwei unterschiedlichen Konzentrationen von Hfq zu sehen. Die roten Linien 

rechts, flankierend zu dem Autoradiogramm, zeigen die veränderten Bandenintensitäten der 

Hydrolyse mit und ohne Hfq auf.  

 

In Abbildung 2.12 sind repräsentativ zwei Footprint Analysen durch Hydroxylradikale (5.3.11) 

mit graphischer Auswertung gezeigt. Auch hier ist sowohl eine 3’- als auch eine 5’ -End 

markierte 6S RNA verwendet worden. Durch die Dekompensation von Wasserstoffperoxid mit 

der Beteiligung von Katalysatoren (hier Eisen) entstehen Hydroxylradikale, die ein starkes 

Oxidationsmittel sind. Sie sind so reaktiv, dass sie sofort mit RNA Molekülen reagieren. Links 

flankierend wurde jeweils eine OH- Leiter und darauf folgend einmal die ungeschützte RNA in 

Abwesenheit von Hfq und der Komplex (6S RNA + Hfq) mit drei verschiedenen Hfq 

Konzentrationen (83, 416 und 833 nM Hfq) aufgetragen. Da die Autoradiogramme nur schwach 

erkennbare Unterschiede zeigen, wurde eine graphische Auswertung mit dem 

Computerprogramm ChemiDocTM angefertigt. Hier sind die Intensitäten der einzelnen Banden 

der Footprint Analysen in ihrer Schwärzung dargestellt, wobei der Hintergrund zuvor subtrahiert 
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wurde. Besonders in der graphischen Darstellung werden die Bandenintensitätsunterschiede 

verdeutlicht. In Abbildung A, bei der Betrachtung der RNA vom 5’ -Ende aus, sind im oberen 

Teil des Diagramms bei Nukleotid G80 und im unteren Teil bei Nukleotid G30 

Intensitätssteigerungen im Gegensatz zu der ungeschützten 6S RNA zu erkennen. Der blaue 

Graph (0 nM) ist relativ Flach und die (rote (83 nM), grüne (416 nM) und lilane (833 nM)) 

Graphen zeigen eine gesteigerte Intensität. Die deutlichsten Intensitätsunterschiede zeigt die 

graphische Auswertung im closing stem und leichte Unterschiede in der central domin. Wobei 

der Graph nicht direkt auf das Autoradiogramm übertragen werden kann, weswegen neben dem 

Autoradiogramm die wichtigen, zentralen Bereiche der 6S RNA gekennzeichnet sind. Ein 

ähnliches Profil zeigt auch die graphische Auswertung in Abbildung B, hier ist die 

Intensitätssteigerung um das Nukleotid G 136 zu lokalisieren. Der blaue Graph (0 nM) zeigt 

wieder die frei zugängliche RNA, während die anderen Graphen (rot (83 nM), lila (416 nM) und 

grün (833 nM)) eine erhöhte Intensität zeigen. Der Bereich um das Nukleotid G 136 ist die 

central domain, wo eine verstärkte Intensitätssteigerung gezeigt werden konnte.  
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A) 3´-End markierte 6S RNA        B) 5´-End markierte 6S RNA 

 

Abbildung 2.11: Enzymatischer Footprint bei 3´- und 5´-End markierter 6S RNA mit/ohne Hfq  
Die Autoradiogramme zeigten die Footprint Analysen einer 3`-End (A) und einer 5`-End (B) markierten 
6S RNA mit und ohne Hfq, bei einer limitierenden RNase T1 und V1 Hydrolyse. Flankiert sind die 
Banden von einer OH- Leiter. In den Reaktionsansatz wurden 15 nM 6S RNA, 1x KGlu80-Puffer, GF-
Puffer und entweder 83 nM oder 416 nM Hfq (Hexamer) zugegeben. Die RNase T1 wurde mit 1U und die 
RNase V1 mit 5 mU in die Reaktion eingesetzt und für 15 min bei 30 °C inkubiert. Es wurde ein 10 %iges 
dPAGE verwendet.  
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 A) 5´-End markierte 6S RNA           B) 3´-End markierte 6S RNA  

 

 

Abbildung: 2.12: Hydroylradikal Footprint bei 3´- und 5´-End markierter 6S RNA +/- Hfq 
Die Abbildung zeigt die Autoradiogramme der Footprint Analysen mit hydroxylradikal Reaktion einer 3´- 
(B) und 5´-End (A) markierten 6S RNA mit und ohne Hfq. Es wurden jeweils 15 nM 6S RNA ohne und 
mit, 83 nM, 416 nM und 833 nM Hfq in die Komplexierungsreaktion eingesetzt. Anschließend wurde eine 
hydroxylradikal Fenton Reaktion durchgeführt. Unter den Footprint Analysen sind die densiometrischen 
Auswertungen. Das Profil zeigt jeweils die Spuren 2 bis 5 der Footprint Analysen. Diese wurden mit dem 
Programm Image Lab/ChemiDocTM durchgeführt wobei der Hintergrund im Vorfeld subtrahiert wurde 
(siehe Werte der Footprint Analysen im Anhang 7.5).  
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Mit diesen Informationen konnten anschließend genauere Informationen über die Binderegionen 

des Hfq Protein auf der 6S RNA gegeben werden. In folgender Abbildung 2.13, sind mit lila 

Strichen die veränderten doppelstrang Bereiche, die geschnittenen Guanine mit grünen Pfeilen 

und die Bereiche mit verstärkter Intensität (gelbe Halbkreise) markiert worden. Auffallend ist, 

dass sich die markierten Bereiche auf die central domain (der zentralen Blase) und den 

terminalen loop beschränken. Da Hfq bevorzugt an A/U reiche Sequenzen mit anschließender 

Stammregion bindet, lässt darauf schließen, dass dies die beiden Regionen sind, die Hfq binden. 

Die Sekundärstruktur von der 6S RNA weist in beiden Bereichen A/U reiche Sequenzen auf, die 

einseitig oder beidseitig von einer Stammregion flankiert sind.  

 

 

 

Abb. 2.13: Sekundärstruktur der 6S RNA mit den Footprintauswertungen 
Die Abbildung zeigt die Sekundärstruktur der 6S RNA. Mit lila Strichen sind die RNase V1 
unspezifischen Doppelstrang Hydrolysen gezeigt. Dort sind verstärkt Doppelstränge geschnitten worden. 
Die grünen Pfeile weisen die RNase T1 Schnitte auf. Hier wurden verstärkt einzelsträngige Guanine 
geschnitten. Die gelben Halbkreise deuten auf die Bereiche hin, die bei den Hydroxylradikal Footprint 
AnalysenVeränderungen zeigten (verändert nach (Steuden and Wagner, 2012).  
 
 

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die Bindung von Hfq an der central domain und den 

terminalen loop stattfindet. Besonders die distale Seite von Hfq weist eine hohe elektropositive 

Ladung auf, die dazu prädestiniert ist RNAs zu binden. Jedoch ist noch nicht bekannt, an welcher 

von beiden Stellen die primäre Komplexbindestelle und welche die sekundäre 

Komplexbindestelle ist. Es war bisher noch nicht möglich, die Nukleotidgenauen 

Sequenzbereiche der Komplexierungsstellen zu bestimmen. Um diese Problematik zu 

entschlüsseln wurde mit unterschiedlichen Methoden wie z. B. cross linken und anschließender 

Abbruch Primer Extension Analyse versucht weitere Aufschlüsse darüber zu bekommen. Diese 

waren jedoch nur schwer auswertbar. Zudem kam die Schwierigkeit hinzu, dass meistens ein 

Unspezifisch Doppelstrang  
Guanine  
Verstärkte Intensität 
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Gemisch aus den verschiedenen Komplexen vorhanden war. So konnte nie genau bestimmt 

werden an welchem Sequenzbereich Hfq zuerst bindet oder ob beide Bereiche gleichmäßig 

frequentiert werden. Weiter ist noch offen ob, der Sekundärkomplex schneller zustande kommt, 

wenn eine kooperative Bindung besteht. Hier könnte noch eine genauere Analyse der 

Komplexbildung erfolgen.  

 

 

 

 

 

2.2 Analysen des Zusammenspiels zwischen ppGpp und 6S RNA  

 

Ein Zusammenhang zwischen 6S RNA und ppGpp konnte schon vor einiger Zeit gezeigt werden. 

Dabei wurde festgestellt, dass in Abwesenheit von 6S RNA der basale ppGpp-Spiegel deutlich 

ansteigt und bei Überexpression der 6S RNA der ppGpp-Spiegel in der E. coli Zelle stark absinkt 

(Neußer et al., 2009). Bisher ist jedoch noch unverstanden wie die Regulation zwischen den 

beiden Molekülen funktioniert. Daher wurde im folgenden Abschnitt dieser Arbeit versucht, das 

Zusammenspiel durch zwei verschiedene Herangehensweisen aufzuklären.  

 

 

2.2.1 Vergleich des basalen ppGpp-Levels in An- und Abwesenheit von Hfq in 

unterschiedlichen Wachstumsphasen  

In diesem Teil sollte der basale ppGpp-Level zwischen der hfq-Mutante und dem isogenen 

Wildtyp untersucht werden. Aus den vorangegangenen Ergebnissen und der Beziehung zwischen 

ppGpp und der 6S RNA, stellte sich die Frage, ob sich der ppGpp-Level in der Zelle verändern 

würde, wenn Hfq fehlt? Der globale Wachstumsregulator ppGpp spielt eine große Rolle in der 

Wachstumsratenkontrolle und es findet sich stets in der Zelle ein umgekehrt proportionales 

Verhältnis seiner Konzentration zur Wachstumsrate (Ryals et al., 1982). Wenn der ppGpp-Level 

verändert ist, stellt sich die Frage, ob damit auch das veränderte Wachstum erklärt werden kann. 

In der logarithmischen Phase zeigen die Wachstumsraten keinen deutlichen Unterschied nur in 

der stationären Phase geht das Wachstum der beiden Stämme deutlich auseinander (siehe Abb. 

2.1). Wenn ein veränderter ppGpp-Spiegel besonders in der logarithmischen Phase gezeigt 

werden kann, müsste Hfq noch auf einem anderen Weg Einfluss auf die ppGpp-Konzentration 
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haben. Also im Rückschluss wahrscheinlich auf das SpoT Protein oder die spoT Genregulation. 

SpoT reguliert in der Zelle den basalen ppGpp-Level, es kann ppGpp sowohl synthetisieren als 

auch hydrolysieren. Die enzymatische Aktivität von SpoT ist dabei von vielen verschiedenen 

Faktoren abhängig, wie zum Beispiel Phosphatmangel oder Osmotischer Stress, aber auch von 

der Bindung zellulärer Effektoren (wie z. B. ACP, CgtA) (Wagner, 2010).   

 

Um den basalen ppGpp-Spiegel in An- und Abwesenheit von Hfq zu definieren, wurden ppGpp-

Konzentrationsbestimmungen in der logarithmischen und stationären Phase mittels 

Dünnschichtchromatographie (5.3.6) durchgeführt. Dabei wurde den wachsenden Zellen 

radioaktiv markierte neutralisierte Phosphorsäure zugegeben und nach einer halben Stunde eine 

Frier/Tau Lyse durchgeführt. Der Aufschluss wurde mit 1 N Ameisensäure vorgenommen, um 

nach einer anschließenden Zentrifugation nur die NTPs im Überstand abnehmen zu können. 

Diese wurden dann auf die Dünnschichtchromatographie Platte gegeben und mit 0,85 M KH2PO4 

als Laufmittel aufgetrennt. Da ppGpp durch die Reaktion von GTP mit ATP entsteht, werden in 

Abb. 2.14 A die NTPs und das Effektormolekül gezeigt. So muss nicht nur auf den ppGpp-Spot 

geachtet werden, sondern auch auf den GTP-Spot. In der logarithmischen Phase zeigt die 

Mutante eine deutliche Abnahme des ppGpp und GTP-Spots im Gegensatz zum Wildtyp. Die 

ATP-Spots liegen in der Sättigung und können hier nicht mit berücksichtigt werden. Unter den 

gegebenen Bedingungen wird der ATP-Level relativ konstant gehalten und ist in E. coli deutlich 

erhöht gegenüber dem GTP-Level. In der stationären Phase ist die gesamte Spur der hfq-

Mutante verstärkt. Dies ist auch am Startpunkt (ori) zu erkennen, der mehr radioaktives Material 

enthält, als die anderen Spuren. So scheint dennoch eine sichtbare Abnahme des ppGpp-Levels in 

der Mutante vorzuliegen. Um die Aussage zu bekräftigen, wurde die 

Dünnschichtchromatographie unabhängig voneinander viermal durchgeführt. In Abb. 2.14 B sind 

im Balkendiagramm die Mittelwerte und die berechneten Standardabweichungen gezeigt. Die 

quantifizierten Werte für die relativen ppGpp-Mengen wurden aus dem Verhältnis zur Summe 

aus ppGpp und GTP berechnet. In dem Diagramm kann deutlich gezeigt werden, dass in der 

hfq-Mutante der basale ppGpp-Level abnimmt.  
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A      B 

  

Abb. 2.14: Vergleich des basalen ppGpp-Levels in der Mutante und dem Wildtyp  
Gezeigt in Abb. A ist eine Dünnschichtchromatographie welche in  0,85 M KH2PO4 als Laufmittel 
aufgetrennt wurde. Es wurden jeweils in der logarithmischen- und in der stationären Phase Zellen mit 
neutralisierter Phosphorsäure (32PH3PO4) puls markiert, auf eine Dünnschichtmembran aufgetragen und 
autoradiographiert. Zu sehen ist der NTP-Pool des Wildtyp Stammes (BW25113) und der hfq-Mutante 
(JW4130). In Abb. B ist die Quantifizierung der in Abb. A gezeigten Dünnschichtchromatographie 
dargestellt. Der Graph zeigt die Mittelwerte und Standardabweichung von zwei unabhängig voneinander 
durchgeführten Experimenten (Werte der vier Versuche im Anhang 7.6).  
 

 

Durch die Analysen im vorherigen Teil dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die 6S RNA 

Menge in der Mutante besonders in der logarithmischen Phase ansteigt (siehe Abb. 2.4 / 2.5) und 

invers dagegen der ppGpp-Level in beiden Phase abnimmt. Dieses Ergebnis zeigt, dass der 

ppGpp-Level nicht wie erwartet invers zur Wachstumsrate steht, sondern ein erniedrigter basaler 

ppGpp-Spiegel in der Mutante vorliegt. Da das Wachstum besonders in der stationären Phase 

verlangsamt ist, würde hier ein erhöhter ppGpp-Spiegel zu erwarten sein. Es müssen folglich 

noch andere regulatorische Mechanismen durch das Fehlen von Hfq betroffen sein, die den 

basalen ppGpp-Spiegel reduzieren, wie z. B. die erhöhte 6S RNA-Konzentration. Aufgrund der 

bisherigen Ergebnisse kann noch nicht genau geschlossen werden, ob durch den erhöhten 6S 

RNA-Spiegel der ppGpp-Level in der hfq-Mutante absinkt.  
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2.2.2 Beeinflussung des zellulären basalen ppGpp-Spiegel durch Decoyinine  

Im folgenden Abschnitt wurden die Effekte auf den basalen ppGpp-Spiegel in Zusammenhang 

mit dem Antibiotikum Decoyinine bei einem 6S RNA-defizienten Stamm (KS1) analysiert. 

Zuvor wurde die ssrS-Mutante (KS1) mit ihrem isogenen Wildtyp (MG1655) phänotypisch 

verglichen. Bisher konnte noch kein klarer Wachstumsunterschied in der logarithmischen- und 

früh stationären Phase im 6S RNA-defizienten Stamm in E. coli gefunden werden. In einer 

vorangegangenen Arbeit konnte gezeigt werden, dass es einen Zusammenhang zwischen dem 

basalen ppGpp-Level und der 6S RNA gibt. Diese Verbindung ist wahrscheinlich indirekter 

Natur, aber ihre Auswirkungen konnten dennoch schon charakterisiert werden. Wenn 6S RNA 

überexpremiert vorlag, war die intrazelluläre ppGpp-Konzentration erniedrigt, wenn die 6S RNA 

deletiert war, stieg sie an. Auch wenn der Zusammenhang zwischen der 6S RNA und dem 

basalen ppGpp-Spiegel klar gezeigt werden konnte, war doch bisher unklar, welcher 

regulatorische Mechanismus diese beiden zellulären Regulatoren verbindet. Deswegen wurden 

Analysen mit einem Antibiotikum, welches die GMP-Synthetase inhibiert durchgeführt. 

Decoyinine ist ein Antibiotikum, dass die Zellwandsynthese und die GMP-Synthetase inhibiert 

und somit den intrazellulären GTP-Level reduziert. Durch das Protein SpoT wird aus GTP und 

ATP, (p)ppGpp synthetisiert. Wird nun durch das Decoyinine der intrazelluläre GTP Level 

reduziert, sollte nur noch vermindert ppGpp synthetisiert werden. Dieser Überlegung zufolge 

sollte in der KS1 Mutante, in der der ppGpp-Spiegel erhöht ist, keine Abnahme des ppGpps zu 

detektieren sein. Sollte dennoch eine deutliche Abnahme zu sehen sein, könnte dies ein Hinweis 

darauf sein, dass die GMP-Synthetase ein weiterer Partner zwischen der Verbindung 6S RNA 

und ppGpp ist. So könnte zum Beispiel 6S RNA die GMP-Synthetase Aktivität regulieren und 

bei deletierter 6S RNA könnte verstärkt GTP und demnach auch verstärkt ppGpp hergestellt 

werde. Mit den folgenden Analysen sollte daher versucht werden, einen genaueren Einblick in 

den regulatorischen Mechanismus zwischen ppGpp und der 6S RNA zu gewinnen.  

 

In Bacillus subtilis konnte gezeigt werden, dass durch Zugabe von Decoyinine zu wachsenden 

Zellen der basale ppGpp-Level deutlich absank, bis kein ppGpp mehr detektiert werden konnte. 

Auch die Sporulation und das Zellwachstum waren merkbar inhibiert (Sugae et al., 1981; Shigeo 

et al., 2013). Durch die Inhibierung der GMP-Synthetase sollte nicht nur der ppGpp-Spiegel als 

Folge des Decoyinine sinken, sondern auch der intrazelluläre GMP-Spiegel. Daher sollte 

untersucht werden, ob dies auch in Escherichia coli und im 6S RNA-defizienten Stamm in dem 

verstärkt ppGpp vorkommt, gezeigt werden kann. Für diesen Versuch wurde die ssrS-Mutante 

(KS1) verwendet. Bei dieser Mutante wurde nach der Datzenko und Wanner Methode das 
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komplette 6S RNA Gen deletiert (Shanmugarajah 2012). Der isogene Wildtyp dazu ist der 

Stamm MG 1655. Zu Beginn wurden die phänotypischen Eigenschaften der beiden Stämme 

verglichen.  

 

 

 

Abbildung 2.15: Illustration des molekularer Mechanismus der Stringenten Transkription in 
Bacillus subtilis  
Die Abbildung zeigt den molekularen Mechanismus der Stringenten Transkription und an welcher Stelle 
Decoyinine eingreift. Durch Aminosäure Mangel wird verstärkt ppGpp synthetisiert, welches in die GMP-
Kinase Inhibierung involviert ist. Die GMP-Kinase phosphoryliert GMP zu GDP. Durch die Inhibierung 
der GMP-Kinase durch ppGpp, steigt die intrazelluläre Menge an GMP. Die Zugabe von Decoyinine 
inhibiert die GMP-Synthetase, welche für die Synthese von XMP zu GMP zuständig ist und im weiteren 
Verlauf auch GTP inhibiert (verändert nach Shigeo et al., 2013).  
 

 

Das Wachstum der beiden Stämme war vollkommen identisch und zeigte keine Auffälligkeiten 

(siehe Abhang Tabelle 7.7). Bei der Morphologie der Zellen konnten auch keine Unterschiede 

erkannt werden. Die Zellen zeigen in der logarithmischen Wachstumsphase eine längliche 

Stäbchenform mit jeweils zwei angefärbten Chromosomen an jedem Pol der E. coli 

Bakterienzelle (Abbildung 2.16). Die Zellen sind in der aktiven Teilungsphase. Hier ist kein 

Unterschied zwischen dem Wildtyp und der 6S RNA Mutante zu erkennen. Die Größe der Zellen 

liegt bei ca. 4 μM. In der stationären Phase verändern sich die Zellen und werden kugelförmig. 

Dies kann sowohl bei den Wildtyp Zellen als auch bei den Mutanten Zellen gezeigt werden. In 

Abb. 2.16 und 2.17 lässt sich bei der Mutante (KS1) kein morphologischer Phänotyp feststellen. 

Die Kultivierung der Zellen wurde hier unter Standardbedingungen (YT-Medium 4.5) 

durchgeführt, es könnte sich jedoch unter Stressbedingungen, wie zum Beispiel Säure-, Hitze-, 

UV-Stress oder Nahrungsmangel sich ein morphologischer Phänotyp heraus stellen.  
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Abbildung 2.16: Zellmorphologie der Stämme MG 1655 und KS1 in der logarithmischen Phase  
Die Abbildungen zeigen die fluoreszenz mikroskopischen Aufnahmen von A bis C die Zellen des Wildtyp 
Stamms MG 1655 und von D bis E die Zellen des 6S RNA defizienten Stamm KS1. Die phänotypische 
Analyse zeigt in Abbildung A/D die Zellen in Durchlicht, in B/E die Durchlichtbilder der einzelnen Filter 
in Überlagerung und in C/F die Überlagerung der einzelnen Filter mit Auflicht. Die Membran wurde mit 
Nilrot und die DNA mit DAPI gefärbt. Zum Vergleich ist eine 5 μM Skala angegeben.  
 

 

 

 

Abbildung 2.17: Zellmorphologie der Stämme MG 1655 und KS1 in der stationären Phase  
Die Abbildungen zeigen die fluoreszenz mikroskopischen Aufnahmen der beiden Stämme in der früh 
stationären Phase, von A bis C den Wildtyp Stamm und von D bis F den 6S RNA defiziente Stamm. Die 
Durchlichtbilder ohne Fluoreszenz sind in Abb. A/D gezeigt, mit den beiden Fluoreszenzfiltern für die 
DAPI und die Nilrotfärbung in B/E in Überlagerung und in C/F in Auflicht. Zum Vergleich ist eine 5 μM 
Skala angegeben.  
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Da keine phänotypisch signifikanten Unterschiede zu erkennen sind, wurde anschließend, um den 

basale ppGpp-Spiegel zu bestimmen eine Dünnschichtchromatographie durchgeführt (5.3.6). Da 

das Wachstum der beiden Stämme identisch war, konnte zur gleichen Zeit die radioaktive 

neutralisierte Phosphorsäure zu den wachsenden Zellen gegeben werden. Die Zellen wurden bis 

zu einer OD600 von 0,5 kultiviert und anschließend mit 32P Phosphat versetzt. Nach einer 30 

minütigen Inkubation und weiterer Kultivierung wurden die ersten Zellproben abgenommen 

(Wert 0) und anschließend das Decoyinine (Endkonzentration 0,4 mg/ml) hinzu gegeben. Es 

folgten weitere Abnahmen der Zelllösung in 10 min Intervallen. Diese wurden dann wie im 

Methodenteil 5.3.6 beschrieben behandelt und auf eine Dünnschichtmembran aufgetragen und 

mit 0,85 M KH2PO4 als Laufmittel aufgetrennt. Die Abbildung 2.18 zeigt jeweils ein 

Autoradiogramm mit und ohne Decoyinine der beiden Stämme. Zuerst ist jeweils die Situation 

ohne Antibiotikum und unter den ersten beiden Autoradiogrammen die mit Decoyinine gezeigt. 

Der KS1 Stamm zeigt nach Zugabe des Antibiotikums eine deutliche Abnahme des ppGpp-

Levels. Nach 50 min steigt der ppGpp-Level wieder an und erreicht die Normalsituation, wie in 

der Abbildung KS1 ohne Decoyinine. Die obere Abbildung zeigt die Normalsituation, hier steigt 

die Intensität der ppGpp-Spots langsam über die Zeit an. Auf der rechten Seite ist der Wildtyp 

gezeigt, zuerst die Situation ohne und darunter mit Decoyinine. In der Abbildung Wildtyp mit 

Antibiotikum ist auch eine leichte Abnahme der ppGpp-Spots im Gegensatz zum Wildtyp ohne 

Decoyinine zu erkennen. Wie auch schon in der Mutante beobachtet, nimmt der ppGpp-Spot 

nach 40 min wieder zu.  

 

Um zu analysieren, ob die Zellzahl sich nach der Zugabe des Antibiotikums verändert, wurden 

Zellzahlbestimmungen durchgeführt. Bei dem Wildtyp, wie auch bei dem 6S RNA-defizienten 

Stamm ist kein Unterschied in der Zellzahl in An- und Abwesenheit des Decoyinines festgestellt 

worden.  

 

Abschließend kann gesagt werden, dass sowohl im KS1 Stamm als auch im Wildtyp eine 

Abnahme der ppGpp-Spots nach Zugabe des Decoyinine zu detektieren war, die nach 40 bis 50 

min wieder an Intensität zunahmen. Somit gibt es keinen deutlichen Unterschied zwischen der 6S 

RNA Mutante und ihrem isogenen Wildtyp, der darauf schließen lässt, dass die indirekte 

Verbindung zwischen ppGpp und 6S RNA im Zusammenhang mit der GMP-Synthetase steht.  
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Abbildung 2.18: Auswirkungen von Decoyinine auf den ppGpp-Spiegel der beiden Stämme  
Die Abbildung zeigt die Autoradiogramme der Dünnschichtchromatographie der KS1 Mutante und dem 
MG 1655 Stamm. Jeweils einmal mit und ohne Decoyinine. Die Zellen wurden 30 min mit radioaktiver, 
neutralisierter Phosphorsäure kultiviert und anschließen mit 0,4 mg/ml Decoyinine versetzt. Die 
Zellabnahmen mit folgender Frier/Tau Lyse erfolgte alle 10 min nach Zugabe. Es sind die ppGpp- und 
GTP-Spots der vier einzelnen Experimente gezeigt.  
 
 

 

 

 

 

2.3 Suche nach potentiellen Bindungspartnern der 6S RNA  

 

Im nächsten Teil dieser Arbeit wurde nach weiteren Interaktionspartnern der 6S RNA aus 

Escherichia coli gesucht um diese als mögliche Komponenten des Regulationsnetzwerks der 6S 

RNA zu charakterisieren. Da regulatorische RNAs selten nur ein target (oder Ziel-)Gen oder ein -

Protein binden, war es durchaus wahrscheinlich, dass auch die 6S RNA weitere 

Interaktionspartner hat. Auch die Tatsache, dass die ppGpp-Konzentrationen und die 6S RNA in 

der Zelle einen direkten Zusammenhang zeigen, spricht für eine komplexe Regulation mit 

mehreren Interaktionspartnern. So war die erste Annahme, dass das Protein SpoT, welches für die 

basale intrazelluläre ppGpp-Konzentration verantwortlich ist, oder ein Interaktionspartner in der 

GTP-Synthese mit der 6S RNA interagieren könnte.  
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Um die möglichen Interaktionspartner von der 6S RNA zu identifizieren, wurde die in vitro pull 

down Methode mit den Adipic acid dihydrazide-Agarose beads verwendet. Diese musste zu 

Beginn etabliert werden. Die Methode bietet im Gegensatz zu vielen anderen Methoden, wie z. 

B. die Magnetic-Beads Methode oder der EZ-Link Biotin Hydrazides (einen erweiterten Linker, 

der an die oxidierte RNA bindet und biotinyliert ist) die Vorteile, dass sie einfach zu handhaben 

ist, dem Experimentator viele Möglichkeiten der Variation überlässt und preisgünstig ist. Bei 

dieser Methode wird die 6S RNA kovalent an die Agarose beads gekoppelt und die 

anschließende Inkubation mit dem Gesamtproteinextrakt aus E. coli erlaubt eine Bindung an die 

6S RNA. Danach ermöglichten LC-MS und MALDI-TOF-Analysen die Identifikation der 

Interaktionspartner. Für die Kopplung mit der modifizierten Agarose musste zuerst eine 

Oxidation der RNA am 3’-Ende durchgeführt werden. Dazu wurde die 6S RNA mit 

Natriumperjodat oxidiert (5.3.13.1), wobei die terminale Ribose irreversibel geöffnet wird, so 

dass eine Doppelbindung zwischen dem 2’ beziehungsweise dem 3’ Kohlenstoff-Atom und dem 

Sauerstoff-Atom entsteht (s. Abb. 2.19).  

 

 

 

Abbildung 2.19: Natriumperjodat Oxidation des 3’ –Endes einer RNA  
Gezeigt ist die irreversible Natriumperjodat Oxidation des 3’–Endes einer RNA an der terminalen 
Ribose. Die Verbindung zwischen dem 2’ und 3’ Kohlenstoffatom wird geöffnet und es entstehen 
Doppelbindungen zum Sauerstoffatom.  
 
 

Bevor die modifizierten 6S RNAs an die Agarose beads gekoppelt wurden, wurde deren Qualität 

mit Hilfe eines PAA-Gels kontrolliert, wie in Abbildung 2.20 A gezeigt. Die so behandelte RNA 

wurde bei einer über Nacht Inkubation an die Agarose beads gebunden und die nicht gebundene 

RNA ausgewaschen. Um die Durchführbarkeit der in vitro pull down Methode mittels 6S RNA-

Agarose beads nachzuweisen, mussten zuvor einige Kontrollexperimente durchgeführt werden. 

Um auszuschließen, dass eine mögliche Interaktion zwischen den Agarose beads und den 

zellulären Proteinen von E. coli stattfindet. Wurde Gesamtproteinextrakt mit den Agarose beads 
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ohne 6S RNA inkubiert und anschließend die beads gewaschen und mit Hochsalzpuffer eluiert. 

In Abbildung 2.20 B ist exemplarisch ein SDS-Gelbild des Kontrollexperimentes gezeigt. In den 

Spuren 3 bis 8 sind die Waschfraktionen zu erkennen und es ist deutlich zu sehen, dass die 

gProteinbanden mit jedem Waschschritt abnehmen. In der Elutionsspur sind keine Proteinbanden 

mehr detektierbar. Das Ergebnis bestätigt, dass keine unspezifischen Interaktionen zwischen den 

Agarose beads und den zellulären Proteinen erfolgte.  

 

 

 

Abbildung 2.20: Qualitätskontrolle der 6S RNA und Etablierung des in vitro pull down Assays  
In Abbildung A ist ein 10 %iges PAA-Gel gezeigt, als Marker wurde der 100 bp DNA Leiter (NEB) und 
100 ng 6S RNA aufgetragen. Das Gel wurde anschließend Silber gefärbt. In Abbildung B ist ein 12 %iges 
SDS-Gel gezeigt, als Marker wurde der unstained Protein MM verwendet. Die einzelnen Waschschritte 
sind mit W1 bis W6 bezeichnet, D ist der Durchfluss, also die Abnahme des gProteins nach der Inkubation 
und E bezeichnet das Eluat. Die Proben wurden mit Aceton gefällt und auf das SDS-Gel aufgetragen und 
anschließend Coomassie gefärbt.  
 
 

Nachdem eine Interaktion zwischen Proteinen und den Agarose beads ausgeschlossen wurde, 

sollte als nächstes gezeigt werden, dass die gekoppelte 6S RNA mit Proteinen interagieren kann. 

Also wurde die DNA-abhängige RNA-Polymerase (RNAP) und das RNA-Chaperon Hfq 

ausgewählt, weil deren Bindung an die 6S RNA bereits bekannt ist (Wasserman and Storz, 2000; 

Windbichler et al., 2008). Dazu wurde der in vitro pull down Versuch unabhängig voneinander 

mit beiden Proteinen durchgeführt und die Ergebnisse im Folgenden vorgestellt. Es wurden 
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jeweils 500 pmol Perjodat-oxidierte 6S RNA mit 700 pmol Hfq oder 500 pmol RNAP in die 

Reaktion eingesetzt. Die Inkubation wurde für 30 min bei RT durchgeführt (siehe Methodenteil 

5.3.13.1). Das Ergebnis ist in Abbildung 2.21 A und B zu sehen. Abbildung A zeigt das Silber 

gefärbte 12 %ige SDS-Gel mit dem RNAP-Experiment. Da die SDS-PAGE unter 

denaturierenden Bedingungen stattfindet, zerfällt die RNAP in ihre einzelnen Untereinheiten. 

Anhand der Abbildung ist deutlich zu erkennen, dass die Polymerase-spezifischen Banden mit 

der Anzahl zunehmender Waschschritte abnehmen (vgl. Spur 2 bis 5) bis sie nicht mehr zu 

detektieren sind (Spur 6). Erst wieder in der Spur 7 sind eindeutig Banden zu erkennen, die genau 

in der Höhe der Polymerase Untereinheiten , `,  und  liegen. Somit konnte eine Bindung 

zwischen der 6S RNA und RNAP nachgewiesen werden. Sowohl in der Elutionsspur, als auch in 

der Spur 5 sind jeweils Banden auf der Höhe der Markerbanden zu identifizieren. Hier ist 

wahrscheinlich der Proteinmarker horizontal im Gel diffundiert oder beim Auftragen in die 

angrenzenden Geltaschen geschwemmt worden. Abbildung B repräsentiert das zweiten in vitro 

pull down Kontrollexperiments mit dem Hfq Protein. Hfq ist sehr stabil und zeigt sich im SDS-

Gel als Hexamer bei ca. 66 kDa und als Monomer bei 11.2 kDa. Mit zunehmender Zahl der 

Waschschritte (Spur 3-8) werden die ungebundenen Hfq-Hexamere entfernt. Dies ist deutlich an 

den abnehmenden Banden von Hfq zu erkennen. In der Spur 9 wurde das Eluat aufgetragen und 

es sind schwache Banden sowohl bei 66 kDa, als auch unterhalb von 14 kDa zu sehen. Dieses 

Ergebnis bestätigt ebenfalls eine Bindung zwischen der 6S RNA und Hfq.  

 

Als negative Kontrolle wurde BSA (Bovine Serum Albumin) verwendet. Das globuläre Protein 

stammt vom Rind und kommt nicht in E. coli Zellen vor und bindet nicht an die 6S RNA. Für das 

in vitro pull down Experiment wurden 100 μg BSA zu 500 pmol Perjodat-oxidierte 6S RNA 

eingesetzt. Nach einer 30 minütigen Inkubation bei RT wurden die einzelnen Proben mit Aceton 

gefällt und auf ein 10 %iges SDS-Gel aufgetragen. Die Abbildung 2.21 C zeigt das Coomassie 

gefärbte Gelbild. In Spur 2 ist die erste Abnahme des Durchflusses nach der Inkubation gezeigt. 

Hier ist die stärkste Bande zu erkennen, was bereits darauf schließen lässt, dass der größte Teil 

des Proteins nicht gebunden hat. In den Waschschritten Spur 3 bis 8 nimmt die Proteinbande 

immer weiter ab, bis in Spur 6 keine Bande mehr zu erkennen ist. Auch in der Spur 9 in der das 

Eluat aufgetragen wurde ist keine Bande zu sehen. Das Ergebnis bestätigt, dass das globuläre 

BSA Protein nicht an die 6S RNA bindet. 
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 A: RNAP      B: Hfq  

 

   

 C: BSA  

 
Abbildung 2.21: Positive Kontrollen des in vitro pull down Versuchs mit RNAP und Hfq und negativ 
Kontrolle mit BSA  
Die Abbildungen A und B zeigen 12 %ige SDS-Gele die mit Silber gefärbt wurden, als Proteinmarker 
wurde der unstained Protein MM verwendet. Abbildung A zeigt den in vitro pull down Versuch mit 
RNAP (500 pmol) und B mit Hfq (700 pmol). Die einzelnen Untereinheiten der RNAP sind links am 
Gelbildrand gekennzeichnet. Die Abbildung C zeigt ein 10 %iges Coomassie gefärbtes SDS-Gel nach 
einem in vitro pull down Versuch mit BSA. Die Proteinkonzentration betrug 100 μg. Nach der Inkubation 
und der TCA oder Aceton Fällung wurde Aufgetragen, der Durchfluss (D), die Waschschritt (W1 bis W6) 
sowie das Eluat (E).  
 
 

 

Nachdem die in vitro pull down Methode erfolgreich etabliert wurde, konnte nach den 

potentiellen 6S RNA Interaktionspartnern aus dem E. coli Gesamtproteinextrakt gesucht werden. 

Für die Gewinnung des Gesamtproteinextraktes wurde der 6S RNA-defiziente Stamm (KS1) 

verwendet um auszuschließen, dass die 6S RNA schon Proteine gebunden hat und diese 
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möglicherweise wegfängt. Nach der Perjodatoxidation der 6S RNA wurde anschließend 500 μg 

gProtein aus der Übergangsphase einer Flüssigkultur des KS1 Stamms extrahiert und mit 1,5 mM 

MgCl2 im Reaktionsansatz für 30 min inkubiert. Da im Zellaufschluss auch RNasen vorhanden 

sind, und um den Abbau der 6S RNA zu verhindern, wurden in den Reaktionsansatz immer 

RNase Inhibitoren (RNasin) hinzugegeben. Nach der Inkubation erfolgten die einzelnen 

Waschschritte, die die ungebundenen Proteine entfernen und anschließend wurden die an die 6S 

RNA gebundenen Proteine mit einem Hochsalzpuffer eluiert.  

 

Um die möglichen Interaktionspartner der 6S RNA zu identifizieren, wurden zwei 

unterschiedliche Verfahren verwendet. Zum einen wurde das Gesamt-Eluat mittels LC-MS-

Analyse analysiert und zum Anderen wurde das Eluat zunächst im SDS-Gel aufgetrennt die 

sichtbaren Banden herausgeschnitten und diese nach Proteolyse mit MALDI-TOF analysiert. Da 

die Nachweisgrenze von SDS-Gelen sehr hoch ist, wurden zuerst LC-MS-Analysen des Eluats 

durchgeführt. Die Daten der LC-MS-Analysen sind im Anhang unter Abbildung 7.5 zu finden. In 

den Auflistungen waren einige bekannte Proteine, wie Hfq, FolE und Untereinheiten der RNAP 

zu finden. Auch konnte im Nachhinein bestätigt werden, dass die in den Folgenden MALDI-

TOF-Analysen gefundenen Proteine identifiziert wurden (PGK und TnaA). Auffällig war jedoch, 

dass auch zusätzlich eine ganze Reihe von ribosomalen Proteinen gefunden wurde.  

 

 

Tabelle 2.1: Ribosomale Proteine aus der LC-MS-Analyse des Eluats aus vier 
unabhängigen in vitro pull down Experimenten  
Die Tabelle zeigt die gefundenen Proteine der LC-MS-Analyse. Drei Proteine der kleinen 30S 
ribosomalen Untereinheit und fünf Proteine der großen 50S ribosomalen Untereinheit. 
Genname Proteinname 

rpsF 30S ribosomale Untereinheit Protein S6 

rpsO 30S ribosomale Untereinheit Protein S15 

rpsT  30S ribosomale Untereinheit Protein S20 

rplR  50S ribosomale Untereinheit Protein L18 

rplC  50S ribosomale Untereinheit Protein L3 

rplA 50S ribosomale Untereinheit Protein L1 

rplL 50S ribosomale Untereinheit Protein L7/L12 

rplU  50S ribosomale Untereinheit Protein L21 
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Anhand dieser Daten lag die Vermutung nahe, dass die 6S RNA auch an den Translationsapparat 

oder an einzelne Proteine der Ribosomen binden könnte. Damit würde sich ein ganz neuer 

Bereich der Regulation durch die 6S RNA erschließen. Es stellte sich hier die Frage, ob 6S RNA 

wirklich an ribosomale Proteine bindet oder ob die Proteine das Ergebnis einer unspezifischen 

Wechselwirkung darstellen, da ribosomale Proteine oft basisch sind und generell RNAs binden 

können. Im späteren Ergebnissteil wird noch genauer auf diese Problematik eingegangen.  

 

In Abbildung 2.22 A ist ein exemplarisches Ergebnis eines in vitro pull down Experiments 

gezeigt. Das SDS-Gel wurde Coomassie gefärbt. Es ist gut zu erkennen, dass die Proteinbanden 

mit den einzelnen Waschschritten abnehmen. In Spur 6 und 7 bei den Waschschritten 4 und 5 

sind kaum Banden zu sehen. In der Elutionsspur 8 sind einige Banden zu erkennen. Um diese 

besser zu visualisieren ist ein Ausschnitt dieser Spur vergrößert dargestellt und die Banden mit 

Sternen markiert. Die drei prominentesten Banden sind in der Abbildung mit Sternen 

gekennzeichnet (bei ca. 50 kDa, knapp oberhalb von 45 kDa und etwas unterhalb von 45 kDa), 

wurden ausgeschnitten und für die MALDI-TOF-Analysen vorbereitet. In Kooperation mit Dr. 

Tino Polen (Forschungszentrum Jülich) konnten die MALDI-TOF-Analysen durchgeführt 

werden (MALDI-TOF-Daten siehe Abhang 7.2). Abbildung 2.22 B zeigt einen weiteren in vitro 

pull down Versuch, auch hier wurde wieder die deutlichste Bande etwas unterhalb von 45 kDa 

ausgeschnitten und für weitere Analysen Trypsin gedaut (5.3.13.2). Da bei diesem Versuch nur 

eine Bande, die ausgeschnitten wurde, im Coomassie gefärbten Gel zu detektieren war, wurde 

anschließend das SDS-Gel mit Silber gefärbt (5.2.8.2). Die Silberfärbung ist wesentlich sensitiver 

und somit können auch sehr schwache Banden mit geringen Proteinmengen detektiert werden. 

Folglich konnten zusätzlich noch einige Banden mit sehr geringem Proteingehalt detektiert 

werden (mit Pfeilen markiert), die vorher mit der Coomassie Färbung nicht sichtbar waren. 

Knapp unterhalb der 14,4 kDa Markerbande ist eine Bande zu erkennen. Dies könnte zum 

Beispiel Hfq oder ein anderes kleines regulatorisches Protein sein. Eine weitere Bande ist 

oberhalb der 116 kDa Markerbande zu sehen, dies könnte zum Beispiel die ß und ß` Untereinheit 

der RNAP sein. Schwach erkennbar ist darüber hinaus eine Bande etwas über des 18,4 kDa 

Markers.  
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A             B   

 

Abbildung 2.22: In vitro pull down Experiment mit 6S RNA und gProtein  
Es sind zwei 12 %iges SDS-Gele gezeigt, in A Coomassi gefärbt und in B Silber gefärbt. Die beiden 
Versuche wurden mit gProtein des KS1-Stamms und mit Perjodat oxidierter 6S RNA durchgeführt. Als 
Marker (M) wurde der unstained Protein MM verwendet, D bezeichnet den ersten Überstand nach 
Inkubation mit dem gProtein, die Waschfraktionen sind mit 1 bis 5 gekennzeichnet und das Eluat mit 
einem E beschriftet. Ein Ausschnitt des Eluats ist vergrößert und die Banden die für die MALDI-TOF-
Analyse ausgeschnitten wurden, sind mit einem Stern markiert. Die Proben wurden nach dem Versuch mit 
TCA gefällt und anschließend auf ein 12 %iges SDS-Gel aufgetragen. Weitere Banden in der Eluatspur in 
Abbildung B sind mit Pfeilen gekennzeichnet, die prominenteste Bande etwas unterhalb von 45 kDa 
wurde vor dem Silberfärben ausgeschnitten und für eine MALD-TOF-Analyse vorbreitet.  
 
 

 

Die MALDI-TOF-Analysen (siehe Anhang, Abbildung 7.1, 7.2, 7.3) der drei Banden der 

Abbildung 2.22 A ergaben drei mögliche Protein Übereinstimmungen. Erstens: DinG (ATP-

dependent DNA helicase), die Bande wurde etwas unterhalb der 45 kDa Markerbande 

ausgeschnitten, zweitens: TnaA (tryptophanase/L-cysteine desulfhydrase), die Bande wurde kurz 

oberhalb der 45 kDa Markerbande ausgeschnitten und drittens: BetB (betaine aldehyde 

dehydrogenase, NAD-dependent), diese Bande wurde bei ca. 50 kDa ausgeschnitten. Bei dem 

ersten Protein (DinG) welches identifiziert wurde deuten viele Peptid-Massen Angaben der 

Analyse auf falsch positive oder falsch negative Werte hin, so dass nicht eindeutig das DinG-

Protein identifiziert werden konnte. Zudem ist das Protein in seiner eigentlichen Form 82 kDa 

groß. Dies ist ein weiterer Hinweis auf ein fragliches Ergebnis entweder konnte nur ein Teil des 

Proteins detektiert werden oder das Protein war schon degradiert. Bei dem zweiten Protein TnaA 

zeigen die Peptid-Massen Werte deutliche Übereistimmungen zwischen theoretischer und 
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gemessener Peptidmasse. Das Protein ist 53 kDa groß und passt genau zu der Höhe der 

ausgeschnittenen Gelbande. Auch für das dritte Protein BetB wurden passende Peptid-Massen 

Werte gemessen und auch die Größe des Proteins mit 53 kDa passt perfekt zur Gelbande. Anhand 

dieser Daten konnten zwei mögliche Interaktionspartner von 6S RNA identifiziert werden. Um 

die Ergebnisse zu bestätigen und eventuell noch weitere Bindungspartner zu finden, wurde der 

Versuch viermal durchgeführt. In Abbildung 2.20 B, wie oben erwähnt, ist ein weiteres SDS-

Gelbild gezeigt, nachdem die deutlichste Eluatbande ausgeschnitten und das Gel Silber gefärbt 

wurde. Auch diese Bande, die etwas unterhalb von 45 kDa zu erkennen war, wurde mit der 

MALDI-TOF-Analyse identifiziert. Als Ergebnis (siehe Anhang, Abbildung 7.4 A/B/C) konnte 

das Protein PGK (Phosphoglycerat Kinase) reproduzierbar nachgewiesen werden, welches ein 

Molekulargewicht von 41,1 kDa hat und genau zu der Bandenhöhe im SDS-Gel passt. Die 

Peptidmassen Werte liegen genau zwischen der theoretischen und den gemessenen Peptidmassen 

Werten, was darauf hinweist, dass mit großer Wahrscheinlichkeit das Protein PGK in der 

Gelbande vorhanden war. Wie später gezeigt wurde konnte das PGK Protein reproduzierbar als 

Bindepartner für die 6S RNA identifiziert werden. Auch in den voran gegangenen LC-MS-

Analysen konnte das PGK bestimmt werden. Aus diesem Grund sollte die Bindung zwischen 6S 

RNA und PGK genauer untersucht werden. Für die dazu notwendigen in vitro Bindeanalysen 

wurde die Klonierung des Proteins in einen Überexpressionsvektor und die Aufreinigung der 

Phosphoglycerat Kinase aus E. coli vorgenommen.  

 

 

 

 

 

2.3.1 Klonierung und Aufreinigung der Phosphoglycerat Kinase  

Um das PGK Protein aufzureinigen musste zuerst das pgk-Gen in einem Überexpressions Vektor 

kloniert werden. Dazu wurde das pgk-Gen mittels synthetisierter Primer (PGK TEV site und 

PGK rev+15nt (Material 4.2.2)) von chromosomaler DNA aus MG1655 über PCR isoliert und 

amplifiziert. Anschließend wurde das PCR-Produkt auf einem Agarosegel kontrolliert und 

aufgereinigt (5.2.9.2). Für die Klonierung wurde der Vektor pET100-His6-TEV-Cas1 verwendet. 

Zuvor musste der Vektor mittels PCR mit 15 bp überhängenden Enden, die identisch zu den 15 

bp überhängenden Enden das PCR-Produktes sind, amplifiziert werden (pET100 reverse und 

pET100 Tev site (Material 4.2.2)). Mit Hilfe des In-Fusion® HD Cloning Kit des Herstellers 

Clontech wurde dann das lineare Gen-PCR Fragment in das Plasmid pET100-His6-TEV kloniert 
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(5.2.9.3). Die Plasmidkarte des so neu entstandenen Plasmids ist im Anhang unter Abb. 7.6 zu 

finden. Nach der Klonierung wurde das Plasmid in den Stamm BL21(DE3) transformiert und 

mittels selektiven Antibiotika Agarplatten kontrolliert. Die Sequenz des klonierten Gens der 

einzelnen Klone wurde verifiziert. Mit dem mutationsfreien Klon ohne Deletionen oder 

Basenaustausch konnte anschließend weiter gearbeitet werden.   

 

Zu Beginn wurde der neue Stamm (BL21(DE3)/pET100-His6-TEV-PGK) als Glycerinstock 

gesichert und in YT-Flüssigkulturen bis zu einer OD600 von 0,6 angezogen und die 

Proteinüberexpression mit 0,2 mM IPTG induziert. Vor und nach der Induktion wurden Proben 

(10 ml) aus den Kulturen entnommen und nach einem Zellaufschluss auf ein denaturierendes 

SDS-Gel aufgetragen. Daher konnte die Überexpression von PGK erfolgreich auf einem 12 

%igen SDS-Gel nachgewiesen werden. Anschließend folgte die Aufreinigung des Proteins über 

das C-Terminale Ende des pgk-Gens an dem ein His6-Tag kloniert wurde (5.2.9.3). Daher wurde 

eine Ni-NTA-Agarose Säule verwendet (5.2.5). In Abbildung 2.23 sind Proben des Aufschlusses, 

des Pellets und des Überstands nach dem Zentrifugen und der einzelnen Fraktionen der Ni-NTA-

Agarose Säulenaufreinigung auf ein 12 %iges SDS-Gel (5.2.7.5) aufgetragen und anschließend 

Coomassie gefärbt (5.2.8.3). Es ist deutlich zu erkennen, dass das überexpremierte Protein in 

hohen Konzentrationen im Aufschluss und im Überstand nach der Zentrifugation zu finden ist. 

Nur eine ganz schwache Bande des PGK Proteins ist im Pellet und gering stärker die Bande des 

gProtein Durchflusses nach der Säulenaufreinigung zu sehen. Das Protein wurde bei den 

Fraktionen 3 bis 7 mit 50 mM Imidazol eluiert und von der Säule gewaschen. Ab Fraktion 8 bis 

13 wurde 100 mM Imidazol und von Fraktion 14 bis 20 wurde 300 mM Imidazol verwendet. Um 

die Reinheit des Proteins zu gewährleisten wurden die Fraktionen mit den höchsten 

Konzentrationen (Fraktionen 3 bis 8) vereinigt und über eine Gelfiltrationssäule erneut 

aufgereinigt. Die Proteinlösung wurde Dialysiert und die Konzentration mittels Bradford-Assay 

(5.3.2.3) bestimmt.  
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Abbildung 2.23: Aufreinigung des PGK Proteins  
Die Abbildung zeigt ein 12 %iges SDS-Gel welches anschließend Coomassie gefärbt wurde. Es sind 
jeweils Proben nach dem Aufschluss, nach dem Zentrifugieren, vom Durchfluss und einigen Fraktionen 
aufgetragen. Das Protein wurde mit Imidazol von der Ni-NTA-Agarose Säule eluiert (Fraktionen 3-7, 50 
mM Imigazol, Fraktionen 8-12, 80 mM Imidazol und Fraktionen 13-18, 300 mM Imidazol). Rechts 
flankierend ist der Proteinmarker als Standard aufgetragen.  
 

 

 

Als weiteres Kontrollexperiment wurde der in vitro pull down Versuch mit dem aufgereinigtem 

PGK durchgeführt, dies diente als weitere Kontrolle für die native Aktivität des isolierten 

Proteins. In Abbildung 2.24 ist das 12% ige SDS-Gel welches anschließend Silber gefärbt 

(5.2.8.2) wurde gezeigt. Im Durchfluss befindet sich die höchste Konzentration des Proteins 

(Spur 2) da in dem Experiment das Protein als Überschussreagenz eingesetzt wurde. Bei den 

weiteren Waschfraktionen W1 bis W6 nimmt die Proteinbande deutlich ab, bis in Spur 7 und 8 

keine Bande mehr zu erkennen ist. In der Spur 9 ist das Eluat aufgetragen und es kann eine 

schwache Bande detektiert werden. Die Bande ist in der gleichen Höhe, wie auch die 

Proteinbanden des Überstands und der Waschschritte. Das Verhältnis von RNA zu Protein war 

1:3,2. Das Ergebnis des Kontrollversuchs zeigt eine Bindung zwischen 6S RNA und PGK.  
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Abbildung 2.24: In vitro pull down Versuch mit aufgereinigtem PGK  
Die Abbildung zeigt ein 12 %iges SDS-Gel mit Silberfärbung. Der prestained Protein Marker wurde mit 
M markiert, der Durchfluss mit D, die einzelnen Waschschritte mit W1 bis W6 und das Eluat mit E. Die 
Proben wurden TCA gefällt und auf das Gel aufgetragen. Für den Versuch wurden 500 pmol 6S RNA und 
100 μg PGK eingesetzt.  
 
 

 

 

 

 

2.3.2 Interaktionen von PGK an RNAs 

Um die Komplexbildung genau zu spezifizieren und zu charakterisieren wurden verschiedene 

EMSA-Analysen (electrophoretic mobility shift assay) durchgeführt (5.3.7). Für den Versuchs-

Ansatz wurden 15 nM radioaktiv markierte 6S RNA mit einer ansteigenden Menge an PGK und 

1 mM MgCl2 für 10 min bei 30 °C inkubiert und anschließend 20 ng/μl Heparin als Kompetitor 

hinzugegeben, um unspezifische Bindungen zu vermeiden und weitere 5 min bei 30 °C inkubiert. 

Eine Bindung von PGK an 6S RNA konnte so reproduzierbar nachgewiesen werden. In 

Abbildung 2.25 A ist die Komplexbande von 6S RNA und PGK deutlich zu sehen. In der Spur 4 

ist bereits eine sehr schwache Bande zu erkennen und mit ansteigender Proteinkonzentration 

wurden auch die Komplexbanden Spur 5 und 6 stärker. Da das Protein auch eine Bindestelle für 

ATP/ADP aufweist wurden anschließend Kompetitionsversuche durchgeführt. Für die 

Retardierungsanalyse wurde zuerst ATP (1 mM ATP Endkonzentration) mit dem Protein 

vorinkubiert, daraufhin die markierte 6S RNA hinzu gegeben und für weitere 10 min inkubiert. 

Die Proben wurden auf ein 5 %igen PAA Gel aufgetragen und gelelektrophoretisch aufgetrennt. 

Der rechte Block in Abbildung 2.25 A bildet den Kompetitionsversuch mit ATP ab, hier sind 

keine Komplexbanden in den Spuren 7 bis 12 zu erkennen. Deutlich zu sehen ist die freie 6S 

RNA. Anhand der Ergebnisse kann gesagt werden, dass in dem Verhältnis in dem die 

Komponenten vorlagen die Affinität zu ATP höher war als zur 6SRNA. In Abbildung 2.25 B ist 
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die Retardierung mit der pRNA gezeigt. Aufgrund komplementärer Basenstruktur zur 6S RNA 

wurde die pRNA als weitere RNA für die Retardierungsanalysen ausgewählt. Sie ist ein 20 Nt 

kurzes Transkript der 6S RNA und formt eine instabile hairpin–loop Struktur aus, die bei 

Raumtemperatur einzelsträngig vorliegt. Auf dem Autoradiogramm ist deutlich zu erkennen, dass 

die pRNA stärker bindet als die 6S RNA, jedoch ist die pRNA Konzentration in dem Versuch 

mehr als doppelt so hoch. Bei der 6S RNA ist eine schwache Bande erst bei Spur 4 bei 5 μM 

PGK zu sehen. Bei der Komplexbildung mit der pRNA ist schon in Spur 2 bei 1 μM PGK eine 

schwache Bande zu detektieren. Im Vergleich sind in Spur 6 Abb. A und Spur 4 Abb. B jeweils 

10 μM PGK eingesetzt worden. Bei der Komplexierungsbande von pRNA:PGK (Spur 4) zeigt 

die Bandenintensität eine deutlich stärkere Schwärzung als bei 6S RNA:PGK (Spur 6). Für die 

Retardierung wurden 40 nM pRNA, 1 mM MgCl2 und von 0 bis 10 μM PGK verwendet. In 

Abbildung C ist die Bindung an tRNA gezeigt. Die tRNA ist auch ein sehr stark strukturiertes 

Molekül mit vielen Doppelstrang und loop Bereichen. Das Autoradiogramm in Abb. 2.25 C zeigt 

eine schwache Bindung von PGK an tRNA. In Spur 4 erkennt man die erste sehr schwache 

Komplexbande die an Intensität zunimmt je höher die PGK Konzentration ansteigt. Dennoch ist 

die Bindungsaffinität nicht so hoch, wie bei der pRNA. In die Retardierungsansätze wurden 40 

nM tRNA, 1 mM MgCl2 und von 0 bis 10 μM PGK eingesetzt.  

 

Die Autoradiogramme lassen darauf schließen, dass die Bindung an das Protein nicht 

sequenzspezifisch ist, sondern die Sekundärstruktur von Bedeutung ist. Da sowohl die pRNA ein 

Transkript der 6S RNA, als auch die tRNA und 6S RNA an die Phosphoglycerat Kinase binden. 

Anhand dieser drei Abbildungen (2.25) kann darauf geschlossen werden, dass das PGK Protein 

an RNAs bindet jedoch mit einer höheren Affinität an nicht stark strukturierte, einzelsträngige 

RNAs. Die 6S RNA ist überwiegend doppelsträngig und auch die tRNA zeigt doppelsträngige 

Bereiche sowie starke Strukturierungen wodurch sich die geringe Bindungsaffinität erklären lässt. 

Zudem binden anscheinend alle RNA Moleküle an die ATP-Bindestelle.  
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Abbildung 2.25: Retardierungen mit 6S RNA, pRNA und tRNA an PGK  
Alle drei Abbildungen zeigen EMSA Analysen mit dem gleich Protein und unterschiedlichen RNAs als 
Bindepartnern. Die freie RNA mit dem Protein wurden jeweils 10 min bei 30 °C inkubiert anschließend 
wurden 20 ng/μl Heparin als Kompetitor hinzugegeben und weitere 5 min inkubiert. Die Proben wurden 
auf ein 5 %iges PAA-Gel aufgetragen und autoradiographiert. Abbildung A zeigt die freie 6S RNA (15 
nM) mit PGK in den Konzentrationen 0, 1, 3, 5, 7 und 10 μM, mit 1 mM MgCl2 und dem Puffer D. 
Rechtsseitig mit jeweils 1 mM ATP vorinkubiert. In Abbildung B ist eine Retardierungsanalyse mit pRNA 
(40 nM) mit 0, 1, 5 und 10 μM PKG gezeigt. Die Pufferbedingungen sind wie oben Beschrieben. Auf dem 
Autoradiogramm in C ist die tRNA (40 nM) mit 0, 1, 3, 5, 7 und 10 μM PGK abgebildet.  
 
 

Anhand der bisherigen Ergebnisse wurde ein weiterer Kompetitionsversuch durchgeführt. Hier 

sollte getestet werden, ob die Affinität zu 6S RNA oder zu tRNA höher ist da in den vorherigen 

Analysen unterschiedliche RNA Konzentrationen verwendet wurden. In Abb. 2.25 sind jeweils 

einzelne Retardierungen mit 6S RNA, tRNA oder pRNA gezeigt. In Abb. 2.26 A ist das 

Autoradiogramm des Kompetitionsversuches mit tRNA und 6S RNA abgebildet. Zuerst wurde 

PGK mit radioaktiv markierter tRNA (40 nM) für 10 min vorinkubiert und anschließend 6S RNA 
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in ansteigender Konzentration hinzu gegeben und weitere 10 min inkubiert. Spur 1 zeigt die 

Bindung ohne 6S RNA hier ist eine schwache Bande zu erkennen. In den folgenden Spuren 

nimmt die Bandenintensität weiter ab bis zur Spur 5. In der Spur 6 ist keine Bande mehr zu 

sehen. Dies deutet auf eine vollkommene Kompetition der 6S RNA hin bei einem 2,5 Fachen 

Überschuss an 6S RNA zu tRNA. Die Ergebnisse zeigen, dass das E. coli PGK mit einer gering 

höheren Affinität an die 6S RNA bindet als an die tRNA.  

 

Als nächstes wurde getestet, ob PGK auch an doppelsträngige und/oder einzelsträngige DNA 

binden kann. Da die 6S RNA und die tRNA offene Komplexe und einzelsträngige Bereiche 

aufweisen, wo die Komplexierung stattfinden könnte, dient dieser Versuch einer weiteren 

wichtigen Charakterisierung der Bindungsanalysen. In Abbildung 2.26 B konnte keine Bindung 

an doppelsträngige DNA gezeigt werden. Zudem konnte auch keine Bindung an einzelsträngiger 

DNA gezeigt werden (Abbildung 7.7 im Anhang). Anhand dieser Retardierungsanalysen konnte 

keine Komplexierung an DNA festgestellt werden. Somit hat das PGK Protein eine spezifische 

Bindestelle nur für RNAs und Nukleotiden wie ATP und ADP. Eine Beteiligung an der Bindung 

durch die 2’-OH Ribose wäre möglich, da keine Bindung an DNA gezeigt werden konnte.  
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    A         B 

 

Abbildung 2.26: Retardierungsanalysen einmal mit DNA und im Kompetitionsversuch mit 6S RNA 
und tRNA  
Die Abbildung zeigt zwei Autoradiogramme, die Reaktionsansätze wurden auf ein 5 %iges PAA-Gel 
aufgetragen und gelelektrophoretisch getrennt. Abbildung A zeigt den Kompetitionsversuch mit 6S RNA 
und tRNA. Zuerst wurde die Komplexierung von tRNA (40 nM) und PGK (10 μM) durchgeführt und 
anschließend wurden ansteigende Konzentrationen (0, 15, 30, 50, 60 und 100 nM) 6S RNA hinzu 
gegeben. Abbildung B zeigt den Bindeversuch mit DNA. Es findet keine Komplexbildung statt. Für die 
Retardierungsanalysen wurden jeweils 1μl markierte DNA mit 0, 5 und 10 μM PGK, 1 mM MgCl2 und 
PufferD zusammen gegeben. 
 

 

 

 

Neben Escherichia coli konnte auch in dem Prokaryoten Corynebacterium glutamicum eine 

Bindung einer regulatorischen RNA (6C RNA) an die Phosphoglycerat Kinase gezeigt werden. 

Corynebacterium glutamaticum ist ein kleines, längliches, nicht pathogenes, gram positives 

Bakterium und für die Biotechnologie von großer Bedeutung, weil es als Produzent von 

Aminosäuren und Vitaminen eingesetzt werden kann. Die 6C RNA aus Corynebacterium 

glutamaticum ist 102 Nukleotide lang und in einer großen Blase mit zwei verlängerten loops 

strukturiert (Pahlke 2014). Daher stellte sich die Frage, ob auch die 6C RNA aus 

Corynebacterium glutamaticum an das E. coli PGK bindet und umgekehrt. Zunächst sollten 

Retardierungsanalysen die Komplexbildung von (C)PGK und 6S RNA bestätigen. Anhand der 

Autoradiogramme konnte keine Bindung zwischen (C)PGK und 6S RNA gezeigt werden. Auch 
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konnte keine Komplexbildung zwischen 6C RNA und (C)PGK bei radioaktiven 

Retardierungsanalysen nachgewiesen werden, weil eine radioaktive Markierung der 6C RNA nur 

schwer möglich war. Daher wurde ein weiterer Kompetitionsversuch mit nicht markierter 6C 

RNA und radioaktiv markierter 6S RNA durchgeführt. Dieser ergab, dass die 6C RNA an die 

PGK aus E. coli ((E)PGK) bindet. Bei diesem Experiment wurde radioaktiv markierte 6S RNA 

(15 nM) mit (E)PGK (10 μM) in konstanter Konzentration komplexiert und anschließen mit 

ansteigender Menge 6C RNA (von 0 bis 0,75 pmol) hinzu titriert. Mit zunehmender Menge an 6C 

RNA nahm die Bindung von PGK zu 6S RNA ab. Das Ergebnis deutet darauf hin, dass wenn die 

6C RNA im Überschuss vorlag die 6S RNA von der (E)PGK verdrängt wird. Dieser Versuch 

wurde auch mit C. glutamaticum (C)PGK durchgeführt, es konnte aber keine Bindung verifiziert 

werden. Da bei den Retardierungsanalysen keine Bindungen von 6C RNA nachgewiesen werden 

konnten lag wahrscheinlich an der deutlich schlechteren Markierbarkeit der 6C RNA. Durch die 

sehr schwache Markierung der 6C RNA kann eine geringe Bindung an das (C)PGK nicht 

detektiert werden und somit konnten nur die in vitro pull down Analysen eine Bindung zeigen. 

Bei diesen Versuchen konnte auch eine Bindung von 6S RNA an (C)PGK gezeigt werden.  

 

Bedingt durch die Struktur von PGK, könnte das Protein auch in Dimer- oder Multimerform 

vorliegen und nur in dieser Konformation die RNA binden. Deswegen wurden verschiedene 

Proben von PGK auf ein nicht denaturierendes 5 %iges natives PAA-Gel aufgetragen und 

Coomassie gefärbt (5.2.8.3), wie in Abbildung 2.27 darstellt. In Spur 1 wurde PGK alleine, in 

Spur 2 PGK gebunden an 6S RNA und in Spur 3 PGK mit SDS-Probenpuffer und ß-

Mercaptoethanol aufgekocht und aufgetragen. Die ersten beiden Proben wurden bei 30 °C, 10 

min inkubiert und die dritte Probe für 5 min bei 100 °C denaturiert um als Vergleich die 

Monomerform des Proteins darstellen zu können. Der Proteinmarker wurde zusätzlich 

aufgetragen verhält sich aber in einem nichtdenaturierendem PAA-Gel anders, als seiner Größe 

entsprechend. In der Abbildung 2.27 ist zu erkennen, dass die denaturierte Probe (Spur 3), also 

das Monomer des Proteins weiter gelaufen ist als die beiden anderen Proben. Das legt nahe, dass 

es sich bei der RNA Bindung um eine Dimerform des PGK Proteins handelt.  
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Abbildung 2.27: Bestimmung der Tertiärstruktur  
Die Abbildung zeigt ein 5 %iges natices Retardierungsgel, welches Coomassie gefärbt wurde. In Spur 1 
wurde 5 μg PGK, in Spur 2, 5 μg PGK gebunden mit 6S RNA und in Spur 3, 5 μg mit SDS-Probenpuffer 
für 5 min bei 100 °C denaturiert, aufgetragen. Der Proteinmarker ist in Spur 4 gezeigt. Das Gelbild zeigt 
in Spur 1 und 2 die wahrscheinliche Dimerform und in Spur 3 die Monomerform des Proteins.  
 

 

 

 

 

 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte eine Bindung zwischen 6S RNA und PGK nachgewiesen 

werden (s. Abb. 2.25 A). Darüber hinaus konnten noch Bindungen von pRNA und tRNA an das 

Protein gezeigt werden (s. Abb. 2.25 B/C). Weitere Kompetitionsversuche mit ATP haben 

gezeigt, dass die Affinität zu ATP höher ist als zur 6S RNA und die RNAs höchst wahrscheinlich 

an der ATP-Bindestelle komplexieren (s. Abb. 2.24 A). Zudem konnte auch nachgewiesen 

werden, dass die Phosphoglycerat Kinase sehr wahrscheinlich in ihrer Dimerform die RNA 

bindet (s. Abb. 2.27).  

 

Um die genauen Sequenzbereiche auf der 6S RNA zu definieren die eine Bindung mit dem PGK 

eingehen wurden hydroxylradikale Footprint Analysen durchgeführt (5.3.11). Für die 

Bestimmung der Binderegion wurden 15 nM 3’-End oder 5’-End radioaktiv markierte 6S RNA 

(5.3.2 / 5.3.3) mit 1 mM MgCl2 und PGK (0, 5 und 10 μM) zusammen inkubiert. Um 

unspezifische Bindungen zu vermeiden wurde anschließend Heparin (Endkonzentration 20 ng/μl) 

hinzugegeben und weitere 5 min inkubiert. Nach der Komplexbildung, die anfangs durch ein 

Retardierungsgel bestätigt wurde, konnte die Hydroxylradikal Fenton-Reaktion durchgeführt 

werden. Bei einer Fenton-Reaktion entstehen durch Wasserstoffperoxid und Eisen, 

Hydroxylradikale die ein starkes Oxidationsmittel sind. Die entstehenden Hydroxylradikale 
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reagieren direkt mit benachbarten RNA-Molekülen. Anschließend wurden die Reaktionen mit 1 

mM Harnstoff gestoppt, die Proben wurden auf ein 10 %iges PAA-Gel aufgetragen und 

gelelektrophoretisch aufgetrennt. Da die Reaktion nicht die komplette RNA hydrolysiert sind die 

deutlichsten Banden im oberen Teil des Autoradiogramms jeweils die 3’-End und 5’-End 

markierte unversehrte 6S RNA. Somit kann die RNA von beiden Enden gut aufgetrennt und 

analysiert werden. Mit Hilfe der Alkalileiter (5.3.9) und der in der Abbildung nicht gezeigten 

Bandenmuster nach T1 Hydrolyse können die Positionen auf der 6S RNA genau bestimmt 

werden.  

 

In der nachfolgenden Abbildung 2.28 sind die Autoradiogramme der Footprint Analysen gezeigt. 

Das Autoradiogramm der 3´-End markierten 6S RNA zeigt deutliche Unterschiede in den 

Bandenspuren in An- und Abwesenheit von PGK. Im oberen Drittel der Abbildung in der Region 

des Nukleotids G 97 nimmt die Bandenintensität bei der höchsten Konzentration von PGK ab, 

dieser Bereich entspricht dem terminal loop. Auch gering unterhalb der Region des Nukleotids G 

136 nehmen die Bandenintensitäten im Bereich der zentral bubble in Anwesenheit von PGK 

sichtbar zu. Etwa 19 Nukleotide unterhalb des G 136 bei Nukleotid 155 nehmen die 

Bandenintensitäten wieder zu. Die densitometrische Auswertung zeigt die auffälligsten 

Unterschiede im Bereich der zentral bubble. Bei der densitometrischen Auswertung werden die 

Intensitäten der einzelnen Banden einer Spur von ihrem Hintergrund subtrahiert und graphisch 

dargestellt. Die Darstellungen lassen sich nicht direkt auf die Autoradiogramme übertragen, weil 

die Banden im Gel sich mit exponentiell verlaufenden Abständen auftrennen. Daher sind neben 

dem Autoradiogramm die wichtigen Bereiche der 6S RNA beschrieben. Um dieses Ergebnis 

genau zu verifizieren, wurde eine Footprint Analyse der 5´-End markierten 6S RNA 

durchgeführt, welche rechts in der Abbildung 2.28 zu sehen ist (Tabelle der Daten im Anhang 

7.8). Das Autoradiogramm zeigt deutlich, dass in Anwesenheit von PGK im oberen Drittel der 

Abbildung die Bandenintensitäten merklich nachlassen. Bei der höchsten Konzentration 10 μM 

PGK sind einige Banden kaum noch zu detektieren. Diese Bereiche können der zentral bubble 

und dem terminal loop zugewiesen werden. Die densitometrische Auswertung zeigt schwache 

Unterschiede im Bereich des closing stem bis hin zum zentral bubble. Anhand der beiden 

Autoradiogramme und den graphischen Auswertungen kann darauf geschlossen werden, dass das 

PGK Protein an der zentral bubble der 6S RNA bindet. Dies bestätigt auch die Ergebnisse der 

Retardierungsanalysen die gezeigt haben das PGK bevorzugt an einzelsträngige RNA bindet.  
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A) 3´-End markierte 6S RNA    B) 5´-End markierte 6S RNA  

 

 

Abbildung 2.28: Hydroxylradikal Footprint Analysen mit densitometrischer Auswertung des 6S 
RNA:PGK Komplexes  
In der Abbildung A ist die 3´-End markierte 6S RNA und in B die 5´-End markierte RNA verwendet 
worden. Für die Reaktion wurden 15 nM 6S RNA mit und ohne PGK (blau 0 μM, rot 5 μM und grün 10 
μM PGK) eingesetzt. Nach der Komplexierung wurde eine Hydroxylradikal Fenton-Reaktion 
durchgeführt und anschließend die Proben auf ein 10 %iges PAA-Gel aufgetragen. Unter den 
Autoradiogrammen sind jeweils die densitometrische Auswertung der Footprint Analysen dargestellt. 
Diese wurden mit dem Programm Image Lab/ChemiDocTM durchgeführt.  
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Nachdem die Bindeposition auf der 6S RNA identifiziert werden konnte, wurde versucht eine 

PGK Deletionsmutante nach der Methode von Datsenko and Wanner 2000 herzustellen, um 

weitere phänotypische Analysen durchzuführen. In der Literatur konnte bisher keine Escherichia 

coli PGK Deletionsmutanten beschrieben werden dennoch wurden in anderen Organismen schon 

Deletionsmutanten gezeigt, wie z. B. im Corynebacterium glutamaticum. Bei der Datsenko and 

Wanner Methode handelt es sich um einen Austausch von chromosomalen Genen durch eine 

Antibotikakassette mittels homologer Rekombination und den dazu passenden FRT-Sequenzen. 

Die FRT-Sequenzen dienen für die Erkennung und Bindung der Flippase durch die, die 

Hydrolyse stattfindet. Die Inaktivierung des chromosomalen Gens sollte über einen Austausch 

mittels Helferplasmid (pKD46) erfolgen. Auf dem Plasmid befindet sich die -Red-Rekombinase 

aus dem  Phagen. Hierzu wurden Primer (delta PGK P2 und delta PGK P1) verwendet, die 

flankierend zum Zielgen sind und die FRT-Sequenzen beinhalten. Das PCR Fragment mit einer 

Länge von 1094 Nt sollte mittels Hitzeschock-Transformation oder Elektroporation in die Zellen 

MG1655/pKD46 eingebracht werden. Bei beiden Methoden konnten keine Transformanden 

hergestellt werden. Die fehlenden Transformanden lassen darauf schließen, dass das PGK für die 

E. coli Zelle essentiell ist.  

 

 

 

 

Da PKG ein Enzym der Glykolyse ist stellte sich die frage, ob durch die Bindung von 6S RNA an 

das PGK Protein auch seine Enzymaktivität beeinflusst werden kann? Da die 6S RNA an die 

ATP Bindestelle bindet. In der Glykolyse wird Glukose zu Pyruvat durch eine Reihe von 

Reaktionen verstoffwechselt. In den zehn Einzelschritten entstehen dabei zwei Moleküle Pyruvat, 

2 ATP und 2 NADH. Die Phosphoglycerat Kinase dephosphoryliert 1,3-Bisphosphoglycerat zu 

3-Phosphoglycerat durch die Gewinnung von ATP. Der vorgeschaltete Reaktionsschritt ist die 

Katalyse von Glycerinaldehyd-3-phosphat durch GAPDH zu 1,3-Bisphosphoglycerat, wodurch 

NAD+ zu NADH + H+ wird. Die Abbildung 2.29 zeigt die Rückreaktion der beiden Teilschritte 

der Glykolyse die für den Enzymtest verwendet wurden. Wie fast alle Enzyme katalysiert auch 

PGK die Reaktion in beide Richtungen. Die Reagenzien wurden wie im Methodenteil 5.3.16 

beschrieben in eine 1ml Küvette gegeben und durch Zugabe des Enzyms hier PGK gestartet. Die 
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Umwandlung von NADH zu NAD+ kann anschließend gemessen werden. Die photometrische 

Messung erfolgte bei 340 nm jeweils 3 min bei 30 °C.  

 

 

Abbildung 2.29: Schematischer Reaktionsverlauf des Enzymtest  
Die Abbildung zeigt die enzymatische Reaktion des Versuches. Zu erst wird 3-Phosphoglycerat 
durch PGK zu 1,3-Bisphosphoglycerat katalysiert und anschließend durch GAPDH zu 
Glycerinaldehyd-3-phosphat und anorganisches Phosphat verstoffwechselt. Die zweite Reaktion 
katalysiert aus NADH, NAD+ welches Spektralphotometrisch gemessen werden kann (verändert 
nach (mata.wiki)).  
 
 

 

Die Abbildung 2.30 zeigt die graphische Auswertung der Enzymtests. Sie wurden jeweils dreimal 

unabhängig voneinander durchgeführt und die Mittelwerte berechnet. Die Messungen erfolgten 

im Sekundentackt und wurden jeweils über drei Minuten gemessen. Die blaue Kurve zeigt die 

Enzymreaktion von PGK bei der grünen und roten Kurve wurde jeweils in unterschiedlichen 

Konzentrationen (rot = 0,6 μg und grün = 1,2 μg) 6S RNA hinzu gegeben. Die rote Kurve mit der 

geringeren Konzentration an 6S RNA ist der blauen Kurve ohne Zugabe von 6S RNA sehr 

ähnlich, bei der grünen Kurve mit 1,2 μg 6S RNA ist die Enzymreaktion nach ca. 90 sek 

verringert. Jedoch ist der Startpunkt der grünen Kurve auch bei 0,1 anstatt bei 0,05 ohne 6S RNA 

und die letzte Messung bei -0,216 und ohne 6S RNA bei -0,323. Anhand der Ergebnisse konnte 

gezeigt werden, dass eine erhöhte Konzentration an 6S RNA bei diesen in vitro Enzymreaktionen 

eine gering veränderte Enzymaktivität zeigt. Jedoch ist der regulatorische Effekt von 6S RNA auf 

die PGK Enzymaktivität nicht ganz klar erkennbar.  
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Abbildung 2.30: Graphische Darstellung der Enzymtests  
Die Abbildung zeigt die Mittelwerte von drei unabhängig voneinander durchgeführten 
Versuchen. Die Versuche wurden durch die Zugabe des Enzyms (PGK) gestartet und jeweils 3 
min bei 30 °C im Sekundentackt spektralphotometrisch bei 340 nm gemessen. Die Absorption ist 
gegen die Zeit aufgetragen wurden. Die Steigung der roten Kurve mit 0,6 μg 6S RNA beträgt      
-0,003, der grünen Kurve mit 1,2 μg 6S RNA -0,0017 und der blauen Kurve ohne 6S RNA           
-0,0021.  
 

 

 

 

 

 

2.4 Binden Ribosomen an die 6S RNA?  

 

Wie schon in 2.3 Beschrieben wurden in den LC-MS Analysen des gProtein Eluats diverse 

ribosomale Proteine gefunden (s. Tab. 2.1). Davon waren einige aus der 30S ribosomalen 

Untereinheit (S6, S15 und S20) und mehrere aus der 50S ribosomalen Untereinheit (L18, L3, L1, 

L7/L12 und L21). Die LC-MS Analysen wurden 4x unabhängig voneinander durchgeführt und 

jedes Mal wurden ribosomale Proteine detektiert. Somit stand der Verdacht nahe, dass die 6S 

RNA auch einzelne ribosomale Proteine der kleinen oder großen Untereinheit oder an ein 

komplexes Ribosom bindet.  

 

Um eine mögliche Bindung von 6S RNA an die Ribosomen zu überprüfen wurde die 

Generierung der Ribosomen wie folgt durchgeführt. Die Aufreinigung erfolgte mit den 

Zellpellets MRE 600 Zellen (5.2.6). Es wurden 50 g Zellen und 100 g Alluminiumoxid 
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verwendet um die Zellen in einem Mörser mit Pistile aufzureiben. Nach einem DNase I Dau und 

weiteren Zentrifugationsschritten wurde die ribosomenhaltige Lösung auf eine hochmolare 

Zuckerlösung, die als Sedimentationsfilter dient, gegeben um diese für weitere 24 h zentrifugiert. 

Die 70S Ribosomen wandern durch die Zuckerlösung und pelletieren. Anschließend wurden die 

ribosomalen Proteine auf einem SDS-Gel (5.2.7.5) und die ribosomalen rRNAs auf einem 

Agarosegel (5.2.7.1) kontrolliert. Das Proteingel ist im Anhang Abbildung 7.9 gezeigt. Nach den 

ersten Gelanalysen zeigten die Ribosomen keine Degradation daher wurde ein weiterer 

Kontrollversuch durchgeführt um zu zeigen, dass die Generierung der Ribosomen sauber war und 

keine RNasen in der Ribosomenlösung vorhanden sind. Dazu wurde 8 pmol 3´-End markierte 6S 

RNA mit 25 pmol 70S Ribosomen bei 37 °C in unterschiedlichen Zeitabständen (0, 5, 10, 15, 20 

und 30 min) inkubiert. Die Proben wurden auf ein 10 %iges PAA-Gel aufgetragen und 

autoradiographiert. Im Autoradiogramm ist kein Abbau der 6S RNA über die Zeit zu erkennen 

somit ist die Ribosomenlösung frei von RNasen und die Bindungsanalysen konnten durchgeführt 

werden.  

 

Zu Beginn wurde mit der ITC-Methode (isothermal titration calorimetry) versucht eine 

eventuelle Bindung von 6S RNA an die Ribosomen zu verifizieren. Da für diese Methode große 

Mengen an RNA (4 μM auf 300 μl) und Protein zur Verfügung stehen müssen wurde es 

schwierig die Versuche zu reproduzieren. Da die RNA mit der in vitro RiboMAX Methode 

(5.3.4) selbst hergestellt werden musste. Die ersten Ergebnisse der ITC-Methode zeigten 

fragliche Bindungen und mussten mit weitaus mehr Material erneut durchgeführt werden. Daher 

wurden die weiteren Versuche verschoben um mit anderen Methoden eine klarere Aussage über 

die Bindung zwischen 6S RNA und dem Ribosom zu gewinnen.  

 

Im weiteren Verlauf wurden Filterbindungsanalyse (5.3.12) mit zuvor radioaktiv markierter 6S 

RNA (5.3.2) durchgeführt. Die RNA wurde mit den Ribosomen inkubiert und anschließend auf 

einen Filter gegeben. Nach dem Waschen des Filters um unspezifisch gebundene RNAs zu 

entfernen wurde dieser unter Rotlicht getrocknet und die Radioaktivität im Szintillationszähler 

gemessen. Es sollten nur RNA Moleküle am Filter verbleiben die Ribosomen gebunden haben. 

Zu Beginn wurde nur die markierte 6S RNA alleine auf den Filter gegeben und gewaschen. Da 

hier die Hintergrund Strahlung also Bindung von 6S RNA an dem Filter schon sehr hoch war und 

mit ansteigender Menge an 6S RNA diese auch weiter anstieg, musste bei den 

Bindungsversuchen eine Konstante Menge an 6S RNA verwendet werden. Sonst könnte ein 

eventueller Anstieg der gemessenen Strahlung nicht auf eine Bindung sondern auf eine erhöhte 
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Konzentration an 6S RNA die am Filter hängen bleibt zurück zu führen sein und ein falsch 

positives Ergebnis erzeugen. Für die positive Kontrolle wurde die tRNA verwendet. In der 

folgenden Abbildung sind die Mittelwerte von drei unabhängigen Filterbindungsversuchen mit 

tRNA und 6S RNA gezeigt. Zum Vergleich wurden einmal die RNAs und einmal die Ribosomen 

in unterschiedlichen Konzentrationen zum Reaktionsansatz titriert. Die Ribosomen wurden zu 

den RNAs mit 5 x Bindepuffer gegeben und für 10 min bei 37 °C inkubiert. Anschließend 

wurden die Proben auf die Filter gegeben und mit 2 bis 3 ml Waschpuffer nachgespült. In 

Abbildung 2.29 A wurde die tRNA von 0 bis 10 pmol zu konstant 16 pmol Ribosomen titriert. Im 

Graphen war ein deutlicher Anstieg der gemessenen Strahlung zu sehen. Dieser könnte aber auch 

an der ansteigenden Konzentration von radioaktiv markierter tRNA die hinzugegeben wurde 

liegen. Anhand der Abbildung 2.29 B ist zu sehen, dass die Steigung sichtbar schwächer ist als in 

Abb. A. Hier wurden zu gleichbleibend 6,7 pmol tRNA, Ribosomen von 0 bis 100 pmol 

hinzugegeben. Bei diesem Versuch konnte nur noch ein weitaus geringerer Anstieg der 

gemessenen Strahlung nachgewiesen werden und der Verdacht lag nahe je mehr Ribosomen 

hinzu gegeben wurden, desto wahrscheinlicher verstopfen sie den Filter und die markierte tRNA 

bleibt unspezifisch an den Filterporen hängen. So konnte mit der positiven Kontrolle nicht 

anschaulich eine Bindung zwischen Ribosomen und tRNA aufgezeigt werden. Die Abbildung 

2.29 C zeigt den Graphen der Filterbindungsversuche mit konstanter Menge an Ribosomen (20 

pmol) und 6S RNA von 0 bis 5 pmol titriert. Auch in diesem Graphen ist wieder eine klare 

Steigung zu erkennen, aber dies könnte auch mit der ansteigenden Menge an markierter 6S RNA 

zusammenhängen. Deshalb wurde der Versuch auch mit konstanter Menge an 6S RNA (2 pmol) 

und zunehmender Konzentration an Ribosomen von 0 bis 50 pmol in Abb. 2.29 D dargestellt. An 

diesem Graphen kann anschaulich gezeigt werden, dass keine Steigung sichtbar ist. Im Gegensatz 

zu Abb. 2.29 B wo noch ein geringerer Anstieg der gemessenen Strahlung im Graphen zu deuten 

ist. Die Ergebnisse lassen darauf schließen, dass keine Bindung zwischen 6S RNA und 

Ribosomen besteht dennoch sind die Ergebnisse schwammig. Denn in weiteren Versuchen mit 

gleichbleibender Menge an 6S RNA und ansteigender Ribosomenkonzentration 

(0/20/50/100/200/400 und 600 pmol) konnten klare Bindungen nachgewiesen werden. Doch je 

mehr Ribosomen hinzugegeben worden desto stärker wurde auch die gemessene Strahlung daher 

konnte darauf geschlossen werden, dass die Ribosomen die Filterporen verstopfen und die RNAs 

an den verstopften Filterporen hängen bleiben und nicht rausgewaschen werden konnten. Somit 

würden falsch positive Ergebnisse erzeugt werden. Anhand der Filterbindungsversuche kann 

nicht anschaulich dargestellt werden, ob eine Bindung zwischen 6S RNA und Ribosomen 

besteht.  
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A        B  

 

C        D   

 

Abbildung 2.29: Filterbindungsanalysen zwischen 6S RNA / tRNA und Ribosomen  
Die Graphen zeigen jeweils die Mittelwerte von drei unabhängig voneinander durchgeführten 
Filterbindungsversuchen. In Abb. A und B wurde jeweils die tRNA und in Abb. C und D die 6S RNA 
verwendet. Für den Graph A wurde die tRNA in den Schritten 0/2/4/6/10 pmol zu 16 pmol Ribosomen 
hinzu titriert und für B wurden zu 6,7 pmol tRNA zu 0/6/20/60/100 pmol Ribosomen titriert. Bei der 6S 
RNA (Abb. C) wurden zu 20 pmol Ribosomen, 0/1/3/5 pmol 6S RNA dazu gegeben und umgekehrt 
wurden zu 2 pmol 6S RNA, 0/2/5/15/50 pmol Ribosomen in die Ansätze gegeben. Für jeden Versuch 
wurde 1 x Bindepuffer in die Reaktionsansätze pipettiert. Die Konzentration der titrierten Reagenzien 
wurde gegen die auf dem getrockneten Filter gemessenen CPM (Counts per Minute) in den Graphen 
eingetragen.  
 

 

 

Im weiteren Verlauf wurde versucht eine evtl. bestehende Bindung der Ribosomen an die 6S 

RNA mittels EMSA zu zeigen. Da die Ribosomen mit 2,5 MDa zu groß sind um 

Retardierungsanalysen im herkömmlichen Sinne durchzuführen mussten andere Versuchswege 

gefunden werden um eine Bindung zu bestätigen. Eine weitere Herausforderung war die große 

Vielzahl an einzelnen ribosomalen Proteinen und ribosomalen RNAs aus denen ein Ribosom 

besteht. Zudem kann ein Ribosom auch in seine 2 Untereinheiten zerfallen, die große 50S 

tRNA Titration mit Ribosomen  Ribosomen Titration mit tRNA  

6S RNA Titration mit Ribosomen  Ribosomen Titration mit 6S RNA   
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Untereinheit und die kleine 30S Untereinheit. Da das Ribosom leicht zerfallen kann mussten die 

MgCl2 Konzentration bei 2 mM gehalten werden. Dies wiederum behindert den Stromfluss bei 

gelelektrophoretischen Auftrennungen. Durch andere Gelzusammensetzungen wie z. B. ein 

kombiniertes Gel aus Agarose und Polyakrylamid oder ein gering %ige Agarosegele die 

anschließend getrocknet wurden zeigten keine Erfolge. Da die Ribosomen bei den Mischgelen 

nicht in das Gel eingelaufen sind und bei den getrockneten Agarosegelen die evtl. vorhandenen 

Banden durch die Trocknung des Agarosegels seitlich aus dem Gel gesaugt wurden.  

 

Um noch eine klare Aussage über die Bindung der Ribosomen an die 6S RNA zu treffen wurden 

dünne 0,5 %ige Agarosegele die nicht für die autoradiographische Auswertung getrocknet 

werden müssen für Bindungsanalysen (5.2.7.2) hergestellt. Damit der Ribosomenkomplex nicht 

zerfällt, wurde sowohl im Gel als auch im Laufpuffer 2 mM MgCl2 hinzugegeben und die Proben 

im Agarosegel bei 4 °C über 6 h bei 40 V gelelektrophoretisch aufgetrennt. Die Gele wurden 

nicht getrocknet sondern direkt Autoradiographiert. Um zu beweisen, dass die Ribosomen nicht 

in ihre Bestandteile zerfallen sind, wurden die Agarosegele anschließend EtBr (Ethidiumbromid) 

gefärbt. EtBr interkaliert in Nukleinsäuren und färbt diese unter UV-Licht. Wenn die Ribosomen 

zerfallen sind müssten 3 Spuren der 3 ribosomalen RNAs zu sehen sein. Es konnte jedoch gezeigt 

werden, dass nur eine Bande detektiert wurde also liegen die Ribosomen im Komplex vor. Für 

den Versuch wurden 4 pmol radioaktiv markierte 6S RNA oder tRNA mit Bindepuffer, sowie für 

die verbesserte tRNA Bindung in An- und Abwesenheit von Poly (U) jeweils 8 pmol verwendet. 

Die Proben wurden bei 30 °C für 10 min Inkubiert und gelelektrophoretisch aufgetrennt. In 

Abbildung 2.30 ist im oberen Bild ein 0,5 %iges Agarosegel sowohl mit 6S RNA als auch mit 

tRNA mit und ohne Ribosomen gezeigt. Durch die Komplexierung der RNA an die Ribosomen 

verändert sich das Molekulargewicht und die Laufgeschwindigkeit im Gel wird langsamer. Die 

beiden unteren Bilder zeigen die EMSA Analysen auf zwei einzelnen Agarosegelen. Deutlich ist 

zu erkennen, dass bei der 6S RNA keine Bandenverschiebung zu erkennen ist. Die erste Bande 

zeigt die 6S RNA ohne Ribosomen und die darauf folgenden Banden einmal mit 50 und 100 

pmol (obere Abb.) und einmal mit 50, 100 und 200 pmol Ribosomen (untere Abb.). Die Banden 

sind klar sichtbar und zeigen keinen Unterschied in Bezug auf An- und Abwesenheit der 

Ribosomen. Bei der tRNA wurde in der gleichen Reihenfolge, wie bei der 6S RNA aufgetragen 

und es sind auf beiden Autoradiogrammen deutliche Bandenverschiebungen zu erkennen. Schon 

bei 50 pmol Ribosomen liegen fast alle tRNA Moleküle in gebundener Form vor, wobei die 

Bindung mit Poly (U) dominanter ist als ohne.  
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Abbildung 2.30: Retardierungsanalysen der 6S RNA Ribosomen Bindung  
Die Autoradiogramme zeigen 5 %ige Agarosegele, die bei 40 V 5 bis 6 h gelelektrophoretisch aufgetrennt 
wurden. Es wurden jeweils 4 pmol radioaktiv markierter 6S RNA oder tRNA in die Reaktion eingesetzt 
und bei 30 °C für 10 min inkubiert. Im oberen Autoradiogramm wurde zu den RNA Molekülen jeweils 50 
oder 100 pmol Ribosomen hinzu gegeben und bei den unteren Autogradiogrammen 50, 100 oder 200 
pmol. Für die tRNA:Ribosomen Bindung wurden die Versuche immer mit und ohne 8 pmol Poly (U) 
durchgeführt.  
 

 

 

Dieses abschließende Experiment zeigt klar, dass keine Bindung zwischen der 6S RNA und dem 

Ribosomenkomplex besteht. Anhand der Filterbindungsmethode konnte schon eine wage 

Aussage darüber getroffen werden, dass keine Bindung zwischen den beiden Molekülen 

existieren und mit den Retardierungsanalysen konnte diese nochmal bestätigt werden. Dennoch 

müssen die LC-MS-Analysen nicht falsch sein, da die 6S RNA auch an einzelne ribosomale 

Proteine binden kann oder an den Untereinheiten jedoch nicht an dem Ribosomenkomplex. Um 

dies zu zeigen müssten EMSA Analysen mit den einzelnen ribosomalen Proteinen durchgeführt 

werden die in den LC-MS-Analysen mehrmals gefunden worden sind.  
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3. Diskussion  

Diese Arbeit war in zwei Hauptbereiche unterteilt. Zum einen in die Analyse des 6S RNA 

Regulationsnetzwerkes in Bezug auf das RNA-Chaperon Hfq sowie auf den globalen Stress-

Regulator ppGpp und zum andern auf die Identifizierung und Charakterisierung bisher nicht 

bekannter Interaktionspartner der 6S RNA. Im ersten Teil wurde der regulatorische 

Zusammenhang von Hfq und 6S RNA untersucht. Dabei wurden die Auswirkungen auf die 

Expression und Lebensdauer der 6S RNA durch das Fehlen von Hfq in der Zelle analysiert. Diese 

Untersuchungen wurden mit Hilfe einer hfq-Mutante durchgeführt. Da bereits zuvor ein 

Zusammenhang zwischen dem globalen Regulator ppGpp und der 6S RNA gezeigt werden 

konnte (Neußer et al., 2009), wurde in dieser Arbeit das basale Level des Effektormoleküls 

ppGpp unter verschiedenen Bedingungen, in An- und Abwesenheit von Hfq und einem GMP-

Synthetase Hemmer, analysiert.  

Im zweiten Teil dieser Arbeit wurden zelluläre Interaktionspartner der 6S RNA gesucht und 

charakterisiert. Dabei konnte erstmalig das Protein PGK (Phoshoglycerat Kinase) als 

Bindepartner identifiziert und anschließend die Bindung dieses Proteins an die 6S RNA durch 

Footprint Analysen und Enzymtests genauer charakterisiert werden. Bei weiteren Studien wurden 

auch ribosomale Proteine als Bindepartner gefunden und die Signifikanz dieser potentiellen 

Wechselwirkung durch weitere Bindestudien untersucht. Die Bedeutungen der gewonnenen 

Ergebnisse werden im Folgenden genauer diskutiert.  

 

3.1 Der Zusammenhang zwischen 6S RNA und Hfq  

Um die regulatorische Verbindung zwischen der 6S RNA und dem RNA-Chaperon Hfq zu 

bestimmen, wurden verschiedene Analysen mit einer hfq-Mutante durchgeführt. Bisher konnte 

gezeigt werden, dass das Protein an die 6S RNA bindet, doch die genaue Bedeutung und 

Funktion dieser Wechselwirkung konnte noch nicht geklärt werden (Windbichler et al., 2008). Da 

die 6S RNA in der Zelle über die Zeit akkumuliert, liegt sie in der stationären Phase überwiegend 

an die 70-assoziierte RNA Polymerase gebunden vor und inhibiert so indirekt die 70-
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abhängigen Promotoren (Wasserman and Saecker, 2006; Gildehaus et al., 2007). Die 6S RNA 

gilt daher auch als Regulator der Transkription in der stationären Phase (Cavanagh et al. 2008). 

Zudem konnten Transkriptomanalysen zeigen, dass in Abwesenheit von 6S RNA die Gene des 

Translationsapparates in der stationären Phase reduziert sind und der basale ppGpp-Level erhöht 

ist (Neußer et al., 2009). Hfq ist nicht nur ein RNA-Chaperon sondern auch als 

Translationsaktivator / Inhibitor durch die Interaktion mit den meisten regulatorischen RNAs 

bekannt. Sowohl Strukturumlagerungen, Bindungen an Ziel-mRNAs als auch die Stabilität der 

RNAs werden durch Hfq beeinflusst.  

 

Für die folgenden Untersuchungen wurde eine hfq-Mutante verwendet, um potentielle 

Auswirkungen durch das Fehlen von Hfq auf die 6S RNA zu beobachten. Schon die 

phänotypischen Vergleiche der Zellmorphologie und Wachstumseigenschaften zeigten einen 

deutlichen Unterschied zwischen dem Wildtyp und der hfq-Mutante. Bei den 

Wachstumsanalysen konnte gezeigt werden, dass das Wachstum der Mutante erniedrigt war. 

Besonders in der Übergangsphase von der logarithmischen- zur stationären Phase erreicht die 

Mutante nicht die gleiche Zelldichte wie der Wildtyp (siehe Abb. 2.1). Auch die fluoreszenz 

mikroskopischen Aufnahmen zeigen eine deutlich veränderte Zellmorphologie. Die Zellen ohne 

das Hfq-Protein sind erheblich länger, als die wildtyp Zellen und weisen offenbar Probleme bei 

der Zellteilung auf, da sie sehr lang sind und einige chromosomale DNAs in einer Zelle 

aufweisen. In Abbildung 2.2 EI/FI und 2.3 EI/FI kann sowohl in der logarithmischen- als auch in 

der stationären Phase gezeigt werden, dass das Abschnüren in der Zellteilung nur bedingt 

durchgeführt werden kann. Mit einiger Wahrscheinlichkeit ist das Protein FtsZ an diesem 

Phänomen beteiligt. Das Protein FtsZ bildet ein Komplex mit dem Protein ZapA und initiiert die 

Septenbildung, indem es an die Zellwand bindet. Es konnte schon gezeigt werden, dass in 

Abwesenheit von Hfq das Zellteilungsprotein FtsZ in der stationären Phase erhöht ist (Takada et 

al. 1999). Da die Zellteilung in der frühen logarithmischen Phase initiiert wird, könnte hier das 

Protein FtsZ verringert vorkommen oder die ftsZ mRNA hat eine geringere Stabilität/ 

Lebensdauer, wodurch eine verminderte Zellteilung stattfindet. Wenn Hfq die ftsZ mRNA in der 

logarithmischen Phase schützt und positiv auf die Translation einwirkt, könnte so die fehlerhafte 

Zellteilung erklärt werden. Da in der stationären Phase weniger Transkription und Translation 

stattfindet, könnte die ftsZ mRNA nur noch schwach abgelesen werden. Da Hfq 

wachstumsratenabhängig exprimiert wird und in der stationären Phase in geringeren 

Konzentrationen in der Zelle vorkommt, kann Hfq nur noch schwach auf die Regulation von FtsZ 

einwirken.  
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Im weiteren Verlauf dieser Arbeit wurde die 6S RNA Konzentration in An- und Abwesenheit 

von Hfq bestimmt. Da noch nicht bekannt ist, welche regulatorische Funktion die Bindung 

zwischen Hfq und der 6S RNA hat, wurde zuerst das Wegfangen der 6S RNA in der Zelle durch 

Hfq vermutet. Dadurch würden die 70-assoziierten RNA Polymerasen frei und 70-abhängige 

Promotoren könnten neu besetzt werden. Dies wiederum würde zu einer Verminderung der 

regulatorischen Funktion der 6S RNA führen. Die Ergebnisse der Primer Extension Analysen in 

Abbildung 2.4 und die graphische Auswertungen mehrerer unabhängiger Experimente in 

Abbildung 2.5 zeigen jedoch einen überraschenden Konzentrationsanstieg der 6S RNA in der 

logarithmischen Phase der Mutante. In der Mutante konnte ein ca. 1,5 fach höherer 6S RNA 

Level gemessen werden als im Wildtyp. Demnach ist die Konzentration der 6S RNA in 

Abwesenheit von Hfq verstärkt. Jedoch nähern sich die Werte in der stationären Phase wieder an, 

dies könnte sein, weil die 6S RNA in der Zelle über die Zeit akkumuliert und wahrscheinlich 

kleinere Unterschiede so nicht mehr deutlich detektiert werden können. Das Ergebnis könnte 

darauf hindeuten, dass evtl. die 6S RNA Synthese von Hfq reprimiert oder die reife RNA durch 

eine Bindung von Hfq markiert wird und sie so schneller von einem Degradasom oder einer 

spezifischen RNase erkannt und abgebaut wird. Die unterschiedlichen Konzentrationsniveaus der 

6S RNA könnten aber auch eine indirekte Folge durch das Fehlen von Hfq sein, da die Deletion 

des hfq-Gens die Synthese von mehr als 50 % aller zellulären Proteine aktiviert oder inhibiert.  

 

Um auszuschließen das Hfq die Syntheseaktivität des ssrS-Gens reprimiert, wurden 

Promotoraktivitätsstudien durchgeführt. Das ssrS-Gen wird von zwei tandem Promotoren dem P1 

und dem P2 Promotor reguliert, wobei der proximale P1 Promotor über 70 % der 6S RNA 

Expression alleine trägt. Daher wurde jeweils einzeln das Plasmid, welches einen der Promotoren 

vor einem cat-Fusionstranskript trägt, in den Wildtyp und die hfq-Mutante transformiert. 

Anschließend wurde die Menge der cat-Fusionstranskripte per Primer Extension bestimmt, um 

Rückschlüsse auf die Syntheseaktivität der einzelnen Promotoren in beiden Stämmen zu ziehen 

(siehe Abb. 2.7 und 2.8). Überraschend ist das Ergebnis einer verminderten Syntheseaktivität in 

der logarithmischen Phase, für den P1 Promotor, in der hfq-Mutante. Im Wildtyp konnte eine 

deutlich stärkere Syntheseaktivität nachgewiesen werden. In der stationären Phase gleichen sich 

die Werte an und in der hfq-Mutante konnte nur noch eine gering niedrigere Syntheseaktivität 

verzeichnet werden. Interessanterweise ist es der P1 Promotor, der den Hauptanteil der 6S RNA 

Expression trägt, dennoch konnte genau hier in der Mutante eine verminderte Aktivität gezeigt 

werden. Im Vergleich dazu ist die 6S RNA Transkriptmenge in der hfq-Mutante erhöht. Als 

erste Erklärungsmöglichkeit dieses kontroversen Befundes wurde eine unerwartete Beeinflussung 
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der Versuchsergebnisse oder der Bestimmung der Promotoraktivität durch das Hfq Protein selbst 

in Erwägung gezogen. Hier kam der Verdacht auf, dass das Hfq Protein im Wildtyp an das cat-

Fusionstranskript bindet und so die Halbwertszeit der cat-mRNA verlängert, wodurch die 

Ergebnisse nicht miteinander verglichen werden könnten. Um diese Möglichkeit auszuschließen, 

wurde eine Rifampizin-Kinetik der cat-Fusionstranskripte in beiden Stämmen durchgeführt und 

die Halbwertszeit der cat-mRNA bestimmt (siehe Abb. 2.9). Rifampizin verhindert die 

Transkriptionsinitiation, weshalb nach Zugabe des Antibiotikums keine neuen Transkripte mehr 

entstehen und so die Lebensdauer der cat-Fusionstranskripte bestimmt werden kann. Die 

gemessene Halbwertszeit der Mutante beträgt 60 sek und des Wildtyps 70 sek (siehe Abb. 2.10). 

An Hand der geringen Unterschiede in der Bestimmung der Halbwertszeit kann darauf 

geschlossen werden, dass das Hfq Protein im Wildtyp nicht an das cat-Fusionstranskript bindet 

und somit die Ergebnisse vergleichbar macht. Jedoch ist die Syntheseaktivität des ssrS-Promotors 

invers zur 6S RNA-Transkriptmenge in den hfq-Zellen. Daher ist eine indirekte Regulation der 

6S RNA-Menge bei einer Deletion des hfq-Gens am wahrscheinlichsten. Die Syntheseaktivität 

des ssrS-Gens könnte durch einen anderen Regulationsmechanismus beeinflusst werden, als die 

6S RNA-Menge in der Zelle. Da die Synthese von mehr als 50 % aller Proteine verändert ist, 

wenn das hfq-Gen deletiert wurde, sind viele einzelne regulatorische Netzwerke in der Zelle 

betroffen und miteinander verstrickt. Ohne weiterführende Analysen ist es nicht möglich eine 

definierte Beziehung zwischen Hfq und der 6S RNA auf der Basis der bisherigen 

Untersuchungen zu zeigen.   

 

 

 

3.1.1 Identifizierung der Bindedomänen von Hfq an der 6S RNA  

 

Zur Erforschung der Bedeutung der Interaktion zwischen Hfq und der 6S RNA sollte eine genaue 

Bestimmung der Binderegion von Hfq an der 6S RNA vorgenommen werden. Zuvor wurde das 

Protein aufgereinigt und die Fähigkeit zur Bindung an die 6S RNA überprüft (siehe Abb. 2.11). 

Für die Identifizierung der Bindedomänen wurden enzymatische Footprint Analysen mit RNase 

T1 und RNase V1 und Hydroxylradikal Footprint Analysen durchgeführt (siehe Abb. 2.12 und 

2.13). Wie eine Zusammenfassung der Footprint Analysen an der Sekundärstruktur der 6S RNA 

zeigt (siehe Abb. 2.14), konnte die Bindung von Hfq an die 6S RNA einmal in der central bubble 

und einmal im terminalen loop verifiziert werden. Da potentiell zwei Hfq-Moleküle mit der 6S 
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RNA interagieren können und die einzelnen Bindekonstanten nicht bekannt sind, kann zunächst 

nicht geschlussfolgert werden, an welcher Domäne das Hfq Hexamer zuerst bindet oder ob durch 

die erste Bindung eine Strukturumlagerung stattfindet und dadurch erst die zweite Bindung 

ermöglicht wird. Es könnte auch sein, dass das Protein mit gleicher Affinität sowohl an der einen, 

als auch an der anderen Bindedomäne bindet und in den Footprint Analysen ein Gemisch aus 

beiden Komplexen vorhanden ist. Die Ergebnisse der Analysen deuten auf ein Gemisch aus 

beiden Komplexen hin, wodurch die Identifizierung der Bindedomänen erschwert wurde. In den 

Proben mit erhöhter Hfq Konzentration könnten demnach drei verschiedene Komplexe 

vorhanden sein: erstens ein Hfq gebunden; zweitens ein Hfq an der anderen Bindestelle gebunden 

und drittens zwei Hfq-Hexamere gebunden. Um diese Fragen zu lösen, wurden Crosslink 

Versuche mit anschließender Primer Extension-Abbruch Reaktion durchgeführt. Bei den 

Quervernetzungsanalysen ergaben sich jedoch experimentelle Schwierigkeiten, da sich Hfq nicht 

reproduzierbar in nachweisbarer Form mit der 6S RNA vernetzen lies. Dies kann auf 

verschiedene Ursachen zurück zu führen sein, wie z. B. eine heterogene Bindung und eine sehr 

geringe Nachweisbarkeit der vernetzten Komplexe. Die geringen Mengen an Proteinen, die an 

die 6S RNA gebunden wurden, konnten kaum nachgewiesen werden und somit konnten aus 

zeitlichen Gründen auch keine weiteren Versuche durchgeführt werden.  

 

 

 

3.2 Hfq, ppGpp und 6S RNA – ein gemeinsames Regulationsnetzwerk  

 

Im nächsten Teil dieser Arbeit wurde sich mit dem Netzwerk zwischen den Regulatoren 6S RNA, 

dem Effektormolekül ppGpp, sowie dem RNA-Chaperon Hfq befasst. Die Verbindung zwischen 

der 6S RNA und ppGpp konnte schon in früheren Arbeiten gezeigt werden, jedoch ist der 

regulatorische Mechanismus dahinter noch nicht bekannt (Neußer et al., 2009; Geissen et al., 

2010; Schneider 2011). Da in Abwesenheit von 6S RNA der basale ppGpp-Spiegel ansteigt, 

könnte ein Zusammenhang zwischen der 6S RNA und dem Protein SpoT, welches für die basale 

ppGpp-Konzentration in der Zelle verantwortlich ist, bestehen, aber auch eine Verbindung 

zwischen der 6S RNA und der GMP-Synthetase die XMP in GMP umwandelt, wodurch 

wiederum GDP entsteht. Es konnte auch ein Zusammenhang zwischen der 6S RNA und Hfq 

festgestellt werden, da die 6S RNA Konzentration in der Zelle erhöht ist, wenn Hfq deletiert ist 

(siehe Abb. 2.4 / 2.5). Daher stellte sich auch die Frage nach einem veränderten basalen ppGpp-
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Spiegel in Abwesenheit von Hfq. Da die hfq-Mutante ein verzögertes Wachstum in der 

stationären Phase besitzt und die ppGpp-Konzentration im umgekehrt proportionalem Verhältnis 

zur Wachstumsrate steht, wurde ein erhöhter ppGpp-Spiegel erwartet. Dahingegen ist in der 

Mutante die 6S RNA Konzentration erhöht. Es konnte schon gezeigt werden, dass bei 

Überexpression der 6S RNA der ppGpp-Spiegel reduziert ist. Die Ergebnisse (siehe Abb. 2.14) 

der Bestimmung der ppGpp-Konzentration durch Dünnschichtchromatographie zeigten einen 

erniedrigten ppGpp-Level in der hfq-Mutante im Gegensatz zum Wildtyp. Sowohl in der 

logarithmischen- als auch in der stationären Phase ist der basale ppGpp-Spiegel erniedrigt. Das 

Ergebnis passt zu dem erhöhten 6S RNA Level in der Zelle in Abwesenheit von Hfq. Durch das 

Fehlen von Hfq steigt der 6S RNA Level, wodurch sich als Folge der ppGpp-Spiegel erniedrigt. 

Somit hat Hfq auch eine indirekte Wirkung auf den ppGpp-Spiegel in der Zelle. Die Frage bleibt 

jedoch offen, welche Verbindung genau zwischen der 6S RNA und dem Effektormolekül besteht. 

Diese könnte direkter oder indirekter Natur sein.  

 

Sicher ist, dass das Netzwerk der drei Regulatoren 6S RNA, ppGpp und Hfq in der Zelle von E. 

coli sehr komplex miteinander verknüpft ist, und viele der Verbindungen untereinander sind 

indirekter Natur, um in der Zelle eine Feinregulation mit vielen back up Mechanismen zu 

ermöglichen. Um eine dieser zentralen Verbindungen zu klären, wurde ein weiterer Versuch 

durchgeführt, der einen möglichen Zusammenhang zwischen der 6S RNA und ppGpp aufdecken 

sollte. Dazu wurde mit dem Antibiotikum Decoyinine gearbeitet. Dies inhibiert die GMP-

Synthetase, wie in Abbildung 2.15 bei Bacillus subtilis dargestellt. Die durchgeführten ppGpp-

Konzentrationsbestimmungen wurden mittels Dünnschichtchromatographie in An- und 

Abwesenheit von 6S RNA in Abbildung 2.18 dargestellt. Während in Bacillus subtilis gezeigt 

werden konnte, dass durch die Zugabe von Decoyinine die ppGpp-Konzentration völlig einbricht 

und nach kurzer Zeit kein ppGpp mehr nachgewiesen werden konnte und auch die Sporulation 

früher beginnen lässt (Sugae et al., 1981; Shigeo et al., 2013). Die hier mit E. coli durchgeführten 

Ergebnisse zeigten jedoch keine starken Unterschiede zwischen dem 6S RNA defizienten Stamm 

und dem isogenen Wildtyp, mit und ohne Zugabe von Decoyinine. Der ppGpp-Level nimmt nach 

Zugabe von Decoyinine in beiden Stämmen leicht ab und nach 40 bis 50 min wieder zu. Es 

konnte keine absolute Abnahme des Effektormoleküls verzeichnet werden und auch in der 6S 

RNA Deletionsmutante war nur eine schwache Abnahme des ppGpp-Levels zu erkennen. Das 

Ergebnis könnte damit erklärt werden, dass E. coli ein gramnegatives Bakterium ist und Bacillus 

subtilis ein grampositives. Grampositive Bakterien haben zwar eine sehr dicke Murein Schicht als 

Zellwand, aber die Zellwand von gramnegativen Bakterien ist mit zwei Lipidmembranen und 
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einem erweiterten periplasmatischen Raum viel strukturierter. Das Decoyinine kann 

möglicherweise nur langsam oder gar nicht durch die Zellmembran diffundieren. Darüber hinaus 

ist bekannt, dass das Netzwerk der Stringenten Kontrolle mittels ppGpp in B. subtilis über einem 

anderen Mechanismus gesteuert wird, als in E. coli. In B. subtilis fungiert letztlich die zelluläre 

GTP-Konzentration als regulierende Komponente und nicht den ppGpp-RNA-Polymerase 

Komplex, wie in E. coli (Krasny and Gourse, 2004). Das bedeutet, dass die Rolle der GMP-

Synthetase, die der Zielpunkt von Decoyinine ist, in E. coli nicht die gleiche regulatorische 

Bedeutung besitzt, wie in B. subtilis. So können die Ergebnisse mit den Auswirkungen durch das 

Decoyinine bei B. subtilis nicht uneingeschränkt verglichen werden und auch nicht 

ausgeschlossen werden, dass die GMP-Synthetase eine weitere Verbindung in dem 6S RNA 

Regulationsnetzwerk darstellt. Aufgrund dieser Komplexität lassen sich mit den bisherigen 

Ergebnissen noch keine vollständigen Aussagen über den regulatorischen Zusammenhang von 6S 

RNA und ppGpp treffen. Hier müssten weitere Versuche geplant werden, die die möglichen 

Verbindungen genauer Aufschlüsseln könnten.  

 

 

 

3.3 Suche nach Interaktionspartner der 6S RNA  

 

Durch die schon sehr lange bekannte Verbindung zwischen der 6S RNA und der RNA-

Polymerase und der Komplexierung mit Hfq, stellte sich die Frage nach weiteren möglichen 

Interaktionspartnern der 6S RNA. Besonders die noch unbekannte regulatorische Interaktion 

zwischen dem Effektormolekül ppGpp und der 6S RNA wirft die Frage nach einer direkten oder 

indirekten Kommunikation zwischen SpoT, dem Protein für die basale zelluläre ppGpp-

Konzentration, und der 6S RNA auf. Zur Lösung dieser Fragestellung wurde die in vitro pull 

down Methode mit den Adipic acid dihydrazide-Agarose beads etabliert. Zu Beginn wurden 

positive Kontrollen mit den Proteinen RNAP (DNA-abhängige RNA-Polymerase), Hfq und eine 

negative Kontrolle mit BSA durchgeführt, die erfolgreich verliefen (siehe Abb. 2.21). Nachdem 

die Kontrollen erfolgreich waren, konnte die Methode mit gebundener 6S RNA an die Agarose 

beads und gProtein aus 6S RNA defizienten Zellen (KS1) durchgeführt werden. Nach dem ersten 

Versuchsdurchlauf konnten drei deutliche Banden im SDS-Gel beobachtet werden (siehe Abb. 

2.22). Diese wurden anschließend durch die MALDI-TOF-Analyse identifiziert. Für die erste 

Bande, etwas unterhalb von 45 kDa, wurde Übereinstimmung mit dem Protein DinG (ATP-
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dependent DNA helicase) erzielt. Die gemessenen Werte waren jedoch nicht eindeutig und es 

kann daher nicht mit Sicherheit eruiert werden, dass das Protein DinG in der Bande zu finden 

war. Da DinG normalerweise auch eine Größe von 82 kDa besitzt und somit viel weiter oberhalb 

im Gel laufen sollte, wurde das Protein als falsch positiv gewertet und konnte auch nicht erneut 

identifiziert werden. Das zweite Protein wurde etwas oberhalb von 45 kDa detektiert und nach 

den MALDI-TOF-Analysen als TnaA (tryptophanase/L-cysteine desulfhydrase) identifiziert. 

Sowohl die Größe des Proteins mit 53 kDa, als auch die MALDI-TOF-Werte weisen auf ein 

positives Ergebnis hin. Das tnaA-Gen wird von der 70-assoziierten RNAP hauptsachlich in der 

logarithmischen Wachstumsphase transkribiert und Tryptophan schützt vor frühzeitiger 

Termination der Transkription. Das reife Protein benötigt den Kofaktor PLP (pyridoxal 5’-

phosphat) um Tryptophan zu Indol zu katalysieren. Die Indol Produktion durch TnaA ist direkt 

abhängig von der Tryptophanmenge. Es konnte auch gezeigt werden, dass das Enzym 

Tryptophanase regulatorisch auf die kleine RNA Rcd einwirkt (Chant and Summers; 2007).  

 

Abbildung 3.1: Mögliches Regulationsdiagramm von TnaA  
Die Abbildung zeigt die mögliche Regulation des TnaA Proteins. Zyklisches-AMP, Crp und TorR-P 
wirken aktivierend auf die Transkription und auch Tryptophan wirkt schützend vor frühzeitiger 
Termination der Transkription. Nach der Translation benötigt das reife Protein für seine Enzymaktivität 
PLP (pyridoxal 5’-phosphat) als Kofaktor (aus EcoCyc/biocyc.org).  
 

An Hand der Ergebnisse bindet das Signalmolekül TnaA an die 6S RNA. Da Tryptophanase in 

erster Linie Tryptophan katalysiert, stellt sich die Frage, warum bindet dieses Enzym an die 6S 

RNA? Möglicherweise hat das Protein noch weitere unbekannte Funktionen, die in Bezug auf das 

Regulationsnetzwerkes der 6S RNA stehen. Da in Abwesenheit von 6S RNA der ppGpp-Spiegel 

erhöht ist, und über die RNAP möglicherweise Crp beeinflusst, welches wiederum die 

Transkription von TnaA aktiviert, könnte ein Zusammenhang zwischen 6S RNA und TnaA 

bestehen. Möglicherweise könnte auch TnaA durch die Bindung an 6S RNA inaktiviert werden 

damit keine erhöhte Indol Konzentration in der Zelle vorkommt, da das intrazelluläre 

Signalmolekül die Zellteilung begünstigt.  
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Abbildung 3.2: Mögliches Regulationsschema von TnaA  
Die Abbildung zeigt das tnaA-, tnaB- und tnaC-Gen in den lila farbigen Kästchen auf. Proteine oder 
Effektormoleküle werden in Kreisen dargestellt, die mit grünen Pfeilen wirken aktivierend, die braunen 
Pfeile weisen eine mögliche Interaktion und Regulation auf. Das mittlere Kästchen zeigt Regulatoren, die 
indirekt auf die Gene einwirken, da sie z.B. an die RNAP binden (aus Ecocyc/biocyc.org).  
 

Das dritte Protein, welches durch die MALDI-TOF-Analysen identifiziert wurde, ist das BetB 

(betaine aldehyde dehydrogenase (BADH), NAD-dependent). Die Bande wurde bei ca. 50 kDa 

detektiert und passt genau zu der Größe des Proteins mit 53 kDa, auch die MALTI-TOF-Werte 

weisen auf ein positives Ergebnis hin. BADH katalysiert in der Biosynthese den zweiten Schritt 

von Cholin zu Glycin-Betaine. Das Oxidationsprodukt ist ein Aminosäure-Derivat und für eine 

hohe Salztoleranz in verschiedenen Mikroorganismen verantwortlich.  

Abbildung 3.3: Mögliches Regulationsdiagramm von BetB  
Die Abbildung zeigt die BetB Regulation von der Transkription zur Translation. In die Transkription 
können Cra aktivierend und P-ArcA und BetI inhibierend einwirken. Cra ist ein DNA-bindender 
Transkriptionsregulator, der die Transkriptionsinitiation aktiviert. ArcA ist auch ein DNA-bindender 
Transkriptionsregulator, der die Transkriptionsinitiation inhibiert und BetI ist ein weiterer DNA-bindender 
Transkriptionsrepressor, der die Initiation inhibiert (aus Ecocyc/biocyc.org).  
 

 

Eine Verbindung zwischen 6S RNA und dem BADH Protein, ist nicht besonders offensichtlich. 

Das bet Operon wird z. B. durch Osmostress und durch eine veränderte Temperatur reguliert. 

Dies könnte vielleicht eine mögliche Verbindung zur 6S RNA sein. Möglicherweise ist die 

Bindung an die 6S RNA ein back up Mechanismus, da auch schon die Bindung an ein weiteres 

katalytisch aktives Protein gezeigt werden konnte. So könnte die regulatorische Funktion der 
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Bindung nur unter speziellen Situationen, wie z.B. Osmostress oder Temperaturunterschiede 

erfolgen.  

3.3.1 Identifizierung der Bindedomäne von PGK an der 6S RNA  

 
Im weiteren Verlauf der in vitro pull down Versuche konnte reproduzierbar ein weiteres Protein 

identifiziert werden nämlich das PGK Protein (Phosphoglycerat Kinase). Die Phosphoglycerat 

Kinase katalysiert einen Schritt in der Glykolyse, durch Dephosphorylierung des 1,3-

Bisphosphoglycerat zu 3-Phosphoglycerat und Gewinnung eines Moleküls ATPs. Da das PGK 

Protein mehrfach bei den Analysen detektiert wurde, lag die Entscheidung nahe, dieses Protein 

aufzureinigen und weitere Charakterisierungsstudien zur Bindung an die 6S RNA und deren 

potentiellem Regulationsnetzwerk durchzuführen. Daher wurde nach der Aufreinigung des 

Proteins die direkte Interaktion von PGK an 6S RNA, gebunden an Agarose beads nachgewiesen 

(siehe Abb. 2.24). Anschließend wurde die Komplexierung von PGK an die 6S RNA genau 

untersucht. Da das PGK Protein eine ADP/ATP Bindestelle besitzt und auch in anderen 

Organismen schon eine Bindung an RNAs gezeigt werden konnte, ist die Wahrscheinlichkeit 

groß, dass auch PGK aus E. coli eine RNA Bindestelle aufweist und darüber hinaus andere RNAs 

binden kann. Zu Beginn wurden Retardierungsanalysen mit 6S RNA durchgeführt und 

anschließend Kompetitionsexperimente mit ATP. Aufgrund dieser Analysen konnte eine 

Bindung an 6S RNA verifiziert werden, jedoch nimmt die Bindung vollständig ab, wenn ein 

Überschuss an ATP hinzu gegeben wurde (siehe Abb. 2.25 A). Somit bindet die 6S RNA sehr 

wahrscheinlich an die ATP Bindestelle. Um die Spezifität der Bindung an die 6S RNA zu zeigen, 

wurden weitere Retardierungsanalysen mit tRNA und pRNA durchgeführt. Die tRNA ist kleiner 

als die 6S RNA, dennoch stark strukturiert mit vielen kleinen Doppelstrang- und 

Einzelstrangbereichen. Die pRNA besitzt eine komplementäre Basenstruktur zur 6S RNA, ist 

jedoch nur 20 Nukleotide groß und deutlich weniger strukturiert, als die 6S RNA und liegt im 

Experiment einzelsträngig vor. Bei den Bindungsversuchen konnte sowohl eine Interaktion mit 

der tRNA als auch mit der pRNA gezeigt werden (siehe Abb. 2.25 B/C). Dennoch belegen die 

Analysen eine deutlich bessere Komplexbildung der pRNA mit PGK, als die Komplexbildung 

zwischen tRNA und PGK. Eine Bindung an DNA sowohl einzelsträngig als auch doppelsträngig 

konnte nicht nachgewiesen werden. An Hand der Ergebnisse kann eine generelle Bindung von 

PGK an RNAs bestätigt werden, die nicht sequenzspezifisch ist. Wobei die Affinität der Bindung 

an einzelsträngige RNAs oder Bereich höher ist als an doppelsträngige Bereiche, dies Belegt die 
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deutlichere Komplexierung an die pRNA. Die Bindung ist höchst wahrscheinlich RNA spezifisch 

durch die OH-Gruppe am C2-Atom der Ribose, welche die DNA nicht aufweiset. Ob die 

Bindung an 6S RNA Bedeutung für das Regulationsnetzwerk hat, kann noch nicht gesagt werden.  

 

Im weiteren Verlauf dieser Arbeit wurde die Binderegion des PGK Proteins an die 6S RNA durch 

Hydroxylradikal Footprint Analysen identifiziert (siehe Abb. 2.28). Die Footprint Analysen 

weisen auf eine Bindung an der zentralen Blase der 6S RNA hin. Dort ist die 6S RNA 

einzelsträngig und schon bei den Retardierungsanalysen konnte eine deutlichere Bindung an 

einzelsträngige RNAs gezeigt werden. Zudem konnte in Abb. 2.27 nachgewiesen werden, dass 

das PGK Protein womöglich in einer Dimerform an die RNA bindet. Da auch eine spezifische 

Bindung einer kleinen RNA an das PGK Protein aus Corynebacterium glutamaticum 

nachgewiesen werden konnte, stellte sich die Frage, ob die RNA-Bindungsstelle evolutionär 

konserviert ist und daher möglicherweise wichtige regulatorische Funktion besitzt. Da gezeigt 

werden konnte, dass nicht nur 6S RNA sondern auch andere RNAs an das PGK Protein binden, 

ist die Bindung an die 6S RNA wahrscheinlich nicht spezifisch für diese eine RNA sondern kann 

generell mit kleinen regulatorischen RNAs erfolgen. Daher wurden Enzymtests durchgeführt, um 

der Frage einer möglichen regulatorischen Funktion durch die 6S RNA Bindung aufzuklären. 

Dabei zeigte sich eine gering veränderte Enzymaktivität durch Zugabe von 6S RNA (siehe Abb. 

2.30). Das Ergebnis weist auf eine mögliche regulatorische Funktion dieser Komplexierung hin. 

Um diese Frage abschließend zu beantworten müssten weitere Enzymtests mit variierenden 

Bedingungen durchgeführt werden. Dennoch konnten 3 Proteine als mögliche Interaktionspartner 

der 6S RNA identifiziert werden. Daher ist die Wahrscheinlichkeit hoch, dass die 6S RNA mehr 

ist als der Regulator für die Anpassung von logarithmischen- zur stationären Phase.   

 

 

 

3.3.2 Ribosomen binden nicht an die 6S RNA  

 
Bei weiteren Analysen der in vitro pull down Eluate durch das LC-MS Verfahren, wurden einige 

ribosomale Proteine gefunden (siehe Tabelle 2.1). Daher wurden 70S Ribosomen isoliert und 

erneut Bindestudien durchgeführt. Da Ribosomen aus vielen verschiedene Proteinen und den drei 

ribosomalen RNAs bestehen, war es nicht ganz einfach, eine Methode zu finden, in der die 

Ribosomen nicht in ihre Bestandteile dissoziieren. Zu Beginn wurde die ITC-Methode 

(isothermal titration calorimetry) versucht, da aber für diese Methode sehr viel Material 
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eingesetzt werden musste, und die Herstellung von 6S RNA zu viel Zeit in Anspruch nahm, war 

die Methode nicht weiter geeignet. Als nächstes wurden Filterbindungsanalysen durchgeführt 

(siehe Abb. 2.29). Die Versuche zeigten schon einen leichten Trent, waren aber nicht exakt und 

reproduzierbar, um eine klare Aussage zu treffen. Daher wurden Retardierungsanalysen mit 0,5 

%igen Agarosegelen bei 4 °C durchgeführt. Hiermit konnte eine deutliche Bindung bei tRNA 

und den Ribosomen gezeigt werden, jedoch keine Bindung bei 6S RNA und den Ribosomen 

(siehe Abb. 2.30). Diese Ergebnisse zeigen jedoch nur, dass keine Bindung zwischen den 70S 

Ribosomen und der 6S RNA besteht, es könnten aber auch Bindungen zwischen einzelnen 

ribosomalen Proteinen und der 6S RNA bestehen oder aus einem Zusammenschluss einiger 

ribosomaler Proteine und der 6S RNA. Da bei den LC-MS-Analysen mehrere ribosomale 

Proteine gefunden wurden, könnte es sich natürlich auch um unspezifische Bindungen handeln, 

da die ribosomalen Proteine selbst auch RNA-Bindestellen aufweisen und daher wahrscheinlich 

leichter an RNAs binden. Zur Beantwortung dieser Fragen müssen weitere 

Retardierungsanalysen mit den identifizierten, einzelnen ribosomalen Proteinen durchgeführt 

werden.  
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3.4 Ausblick  

 

Im ersten Teil der Arbeit wurde der regulatorische Zusammenhang zwischen der 6S RNA und 

dem RNA-Chaperon Hfq durch eine hfq-Mutante analysiert. Es konnte an Hand von Primer 

Extension Analysen gezeigt werden, dass die 6S RNA Konzentration durch die Abwesenheit von 

Hfq erhöht und die ssrS-Syntheseaktivität erniedrigt ist. Zur endgültigen Klärung dieses 

Phänomens sollten noch weitere Untersuchungen vorgenommen werden, die das Netzwerk 

zwischen der 6S RNA und dem Hfq Protein weiter aufschlüsseln. Dies wäre z. B. mit einer 6S 

RNA/Hfq Doppelmutante möglich, um phänotypische Veränderungen zu identifizieren und diese 

in Verbindung mit dem Regulationsnetzwerks zu bringen. Die Bindung zwischen Hfq und der 6S 

RNA wurde in dieser Arbeit zwar charakterisiert, aber die Bindungsaffinitäten sowie die 

Reihenfolge der Besetzung der unterschiedlichen Bindestellen durch Hfq konnten noch nicht 

Aufgeklärt werden. Hier könnten die entstandenen Komplexe aus dem Retardierungsgel 

ausgeschnitten und weiter analysiert werden, wie z. B. durch cross-link Versuche oder durch 

Footprint Analysen.  

 

Das Effektormolekül für die Stringente Kontrolle ppGpp spielt in dem 6S RNA 

Regulationsnetzwerk eine bedeutende Rolle. So konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die 

ppGpp-Konzentration in Abwesenheit von Hfq erniedrigt ist. Durch welchen regulatorischen 

Mechanismus der erniedrigte basale ppGpp-Level bedingt wird, ist noch nicht bekannt. Sowohl 

eine veränderte Aktivität von SpoT als auch der GMP-Synthetase könnte möglich sein. Um 

weitere Verbindungen zwischen dem Effektormolekül ppGpp, der 6S RNA und dem RNA-

Chaperon Hfq zu identifizieren, könnten exakte Nukleotid Quantifizierungen durch 

Dünnschichtchromatographie in An- und Abwesenheit von SpoT und der GMP-Synthestase 

durchgeführt werden. Aufschluss könnten auch Mikroarray Analysen unter diesen Bedingungen 

liefern. Diese könnten zudem in Gegenwart und Abwesenheit von 6S RNA analysiert werden.  

 

Im letzten Teil dieser Arbeit bei der Suche nach möglichen Interaktionspartner der 6S RNA 

konnten TnaA und BetB erstmalig identifiziert werden. Die beiden Proteine müssten 

Aufgereinigt und die Spezifität der Bindung durch Retardierungsanalysen bestätigt werden, 

anschließend könnte eine mögliche regulatorische Funktion der Interaktion dieser Proteine mit 

der 6S RNA näher charakterisiert werden. Ein weiteres identifiziertes 6S RNA bindendes Protein 

ist die Phosphoglycerat Kinase (PGK). Bei PGK konnten durch Retardierungsanalysen und 

Footprint Analysen die Bindung und die Sequenzbereiche auf der 6S RNA kartiert werden. Die 
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PGK-Enzymtests zeigten eine gering veränderte Enzymaktivität in Anwesenheit von 6S RNA. 

Eine eventuell regulatorische Wirkung durch die Bindung von PGK an die 6S RNA ist noch 

weitestgehend unverstanden und hier müssten neben in vivo Untersuchungen mit entsprechenden 

Mutanten noch weitere Enzymtests unter verschiedenen Bedingungen durchgeführt werden.  

 

Bei den LC-MS Analysen der in vitro pull down Versuche konnten auch eine Reihe von 

ribosomalen Proteinen (S6, S15, S20, L18, L3, L1, L7/L12 und L21) als potentiell 6S RNA-

bindend nachgewiesen werden. Im weiteren Verlauf konnte jedoch eine Bindung von 6S RNA an 

komplette 70S Ribosomen nicht bestätigt werden. Eine mögliche Bindung der isolierten 

einzelnen ribosomalen Proteine zu der 6S RNA durch Retardierungsanalysen müssten allerdings 

noch kontrolliert werden. Diese Möglichkeit kann nicht ausgeschlossen werden, da für einzelne 

ribosomale Proteine auch andere Funktionen in der Zelle gezeigt werden konnten und sie meist 

eine hohe Bindeaffinität zu RNAs besitzen.  
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4. Material  

 

4.1 Allgemeines   

 

Alle Chemikalien die für diese Dissertation verwendet wurden, besitzen den Reinheitsgrad pro 

Analysis, wenn nicht anders vermerkt wurde. Das Aqua dest. zum Ansetzen von Lösungen und 

Puffern ist hochreines Milli-Q-Wasser (Hausanlage mit nachgeschaltetem water purification 

system EPA Est. 41237-MA-1 Millipore GmbH, Neu Isenburg) und wurde ausschließlich 

verwendet.   

 

 

4.2 Bakterienstämme und Vektoren  

 

 

4.2.1 Escherichia coli Stämme  

 

Tabelle 4.1: Verwendete Bakterienstämme aus Escherichia coli Die Tabelle zeigt die 
jeweiligen Genotypen und Referenzen der Stämme die in dieser Arbeit verwendet wurden.  
 

Stamm Genotyp Referenz 

BL21(DE3) 

 

(F-, r- B m- B), rif S, -lysogen mit 

T7 Gen1 (Polymerase) durch Met-

Transduktion des Stammes B834 

 

(Wood, 1966) 

BL21(DE3)/pEH10  

 

Überexpressionsstamm für Hfq 

Aufreinigung 

Freundliche Gabe von Udo 

Bläsi, Wien  

BL21(DE3)/pET-

52b(+)PGK  

Überexpressionsstamm für PGK 

Aufreinigung 

In dieser Arbeit hergestellt  

BW 25113 (WT)  

 

 (araD-araB) 567,  lacZ4787 

(::rrnB-3), lambda- rph-1,  (rhaD-

rhaB)568, hsdR514 Parent strain for 

Keio Collection 

 

(Datsenko and Wanner 2000) 
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JW 4130 Hfq-  

 

BW 25113 Derivat hfq-722 ::kan 

aus der Keio collection for single 

knockauts 

 

(Baba et al., 2006) 

KS1  

 

E. coli K12 Derivat mit ssrS-

Deletion, isogen zu MG1655 (WT)  

Diplomarbeit Kalpana 

Shamnugarajah 

MG1655  E. coli K12 Wildtyp (Blattner et al., 1997)  

MRE 600  RNase 1- (Cammack and Wade 1965)  

BL21(DE3)/pET100-

His6-TEV-PGK 

Überexpressionsstamm für PGK  

Aufreinigung  

(Wood, 1966) 

In dieser Arbeit hergestellt 

 

 

4.2.2 Plasmide  

 

pUC18-T7-6S  pUC18-T7 Derivat, trägt das ssrS-Gen unter der Kontrolle des T7  10 

Promoters (Gildehaus 2001).  

 

pCAT-6S-P1  Derivat von pKK232-8 bei dem der ssrS P1 Promoter vor das cat-Gen 

geschaltet wurde (Neußer 2008).  

 

pCAT-6S-P2  Derivat von pKK232-8 bei dem der ssrS P2 Promoter vor das cat-Gen 

geschaltet wurde (Neußer 2008).  

 

pUC18  pBR322/M13mp18-Derivat mit „multi cloning site“ (MCS) Polylinker 

(Yanisch-Peron et al., 1985).  

 

pET-52b(+)  Novagen Vector  mit T7 Promoter, Strep-Tag, His-Tag, T7 Terminator, 

MCS und einer Ampicillin Resistenz. Vektor für die Protein-

überexpression (Novagen, Germany).  

 

pET-52b(+)PGK  Novagen Vektor, wo zwischen die BamHI und EcoICR I Schnittstelle das 

PGK Gen als PCR-Produkt ligiert wurde (Diese Arbeit).  
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pET-100-His6-TEV-Cas-1  Der Vektor trägt den T7 Promotor, ein His-Tag mit vorgeschalteter 

TEV-Site und dem Cas1 Gen. Dient zur Überexpression von Proteinen mit 

His-Tag. 

 

pET-100-His6-TEV-PGK  Derivat vom pET-100-His6-TEV mit dem PGK Gen. Dient zur 

Proteinüberexpression des PGK Gens mit His-Tag.   

 

pKD3   Template-Plasmid zum Amplifizieren der FRT-flankierten cat-Kassette, pir 

abhängiges oriR , Ampr, Cmr (Datsenko and Wanner 2000).  

 

pKD46  Hilfsplasmid mit -Red Rekombinationssystem, temperatursensitives 

R101-ori (bei 30 °C), Promotor Arabinoseinduzierbar, (ParaB- - -exo), 

Ampr (Datsenko and Wanner 2000).  

 

pCP20  Hilfsplasmid mit FLP-Rekombinase, Promotor temperaturinduzierbar, 

temperatursensitives ori, Ampr, Cmr (Datsenko and Wanner 2000).  

 

 

4.3 Nukleinsäuren und Nukleotide  

 

4.3.1 RNA- und DNA-Fragmente  

 

PGK-Fragment  Durch PCR gewonnen aus genomischer DNA mittels PCR und zwei 

passenden Primern  

 

6S RNA  Durch in vitro Transkription (RiboMAX) gewonnen  

 

Polyuridylic acid  Sigma, St. Louis, USA  

 

tRNA   Sigma, St. Louis, USA  
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4.3.2 Oligonukleotide  

Alle designten Primer wurden bei der Firmer Thermo Scientific gekauft.  

 

# ADN1   5’ – GTC CCC TGA GCC GAT A -3’   

Hybridisiert gegen die pRNA und wurde zur Hybridisierung von Northern 

Blot Analysen verwendet.   

 

# 6S-Oligo-1   5’ – GTG GTA TGA AAT ATG GGC – 3’  

Bindet an die Nukleotidpositionen 56 bis 38 der reifen 6S RNA und ergibt 

ein cDNA-Produkt der Längen 54, 55 und 56 Basen je nach Prozessierung 

der reifen 6S RNA.  

 

# c6S-Oligo  5’-TTG CGA ACA TCT CAG AGA-3’  

   Bindet an die Nukleotidpositionen 4 bis 21 der reifen 6S RNA.  

 

 
# cat-Oligo   5’ – CCT ACT CAA GCT TGG CTG – 3’  

Komplementär von +13 bis +30 zum (+)-Strang (upstream der 

Ribosomenbindestelle) des cat-Gens des Vektors pKK232-8, die entspricht 

der Position +24 bis +41 relativ zum ssrS P1-Start im Plasmid pCAT-6S-

P1.  

 

# RNAI-Oligo  5’ – TCA GCA GAG CGC AGA TAC CA – 3’   

Bindet an die RNAI von Position +28 bis +9 und ergibt ein cDNA-Produkt 

von 28 Nukleotiden in der Primer Extension Reaktion.   

 

# Oligo6S-4-sa  5’ – CCT GGA ATC TCC GAG ATG CCG C – 3’   

Bindet an die Nukleotidpositionen der 6S RNA von 89 bis 68 und ergibt 

ein cDNA-Produkt von der Länge ca. 89 Basen je nach Prozessierung der 

6S RNA.  

 

# 6S-OligoB-sa  5’ – GCA TGC TCA CCA ACC GCG GGA GC – 3’   

bindet an die Nukleotidposition der 6S RNA von 184 bis 165 und wird für 

die Primer Extension Verlängerung verwendet.  



4. Material   

98     

 

de novo RNA   5’ - AUG GGC UCA GGG GAC UGG CC – 3’   

   Ist das Syntheseprodukt der 6S RNA und beginnt an Position U44.  

 

PGK Tev Site     5’ – CTTTATTTTCAGGGCATGTCTGTAATTAAGATGACC – 3’  

Bindet am 5’-Ende des PGK-Gens und hat 15 nt langes überhängende 

Enden (unterstrichen) die für die anschließende Klonierung (5.?.?) 

essentiell sind.  

 

PGK Rev+15Nt  5’ – GTT GAG CTC GCC CTT TTA CTT CTT AGC GCG C – 3’   

Bindet am 3’-Ende des PGK Gens und hat 15 nt überhängende Enden 

(unterstrichen) die für die anschließende Klonierung (5.?.?) essentiell sind.  

 

pET 100 reverse  5’ – AAG GGC GAG CTC AAC GAT – 3’  

pET 100 TEV site  5’ – GCCCTGAAAATAAAGATTCTCAT – 3’  

 Dienen zur Amplifikation mittels PCR des pET100-His6-TEV Vektors. 

Erwartet wird ein PCR-Produkt von 5707 bp.  

 

pET100-T7-rv  5’ – TAG TTA TTG CTC AGC GGT GG – 3’   

Testprimer dienen zum Nachweiß des PGK Gens für die Sequenzierung.  

 

T7II-fw   5’ – TAA TAC GAC TCA CTA TAG G – 3’    

Testprimer dienen zum Nachweiß des PGK Gens für die Sequenzierung.  

 

delta PGK P2   5’ – GAAACAAGGGCAGGTTTCCCTGCCCTGTGATTTT  

CATATGAATATCCTCCTTAG– 3’  

delta PGK P1   5’ - CTGCAAAACTTTTAGAATCAACGAGAGGATTCACC   

GTGTAGGCTGGAGCTCTTC– 3’   

Oligonukleotidpaar für die Amplifikation der cat-Resistenzgenkassette 

durch PCR (5.2.9.2). Die P1 und P2 Sequenzen sind unterstrichen, H1 und 

H2 sind die flankierenden Sequenzen für das pgk-Gen, unter Verwendung 

von pKD3 als template-Plasmid ergeben sich PCR-Fragmente (cat-

Kassette) von 1094 bp nach Datsenko and Wanner 2000.  
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PGK Screen H1  5`- TTATGTAAGCTCCTGGGGATT – 3`  

PGK Screen H2  5`- CGTTAGCTATGGCTACTGTT – 3`   

H1 bindet 104 Nukleotide upstream und H2 bindet 61 Nukleotide 

downstream des pgk-Gens, diese ergeben 1329 bp vor und 804 bp nach 

Genaustausch, bei Deletion des Gens entsteht ein PCR-Produkt von 165 bp.  

 

 

4.3.3 Verschiedene Nukleinsäuren  

 

Kb-Leiter        Invitrogen, Kalifornien, USA  

1000 bp DNA Leiter       New England Biolabs, USA  

RiboRulerTM High Range RNA Ladder    Fermentas/Thermo Scientific  

RiboRulerTM Low Range RNA Ladder    Fermentas/Thermo Scientific  

Peq Gold Protein Marker      peqLab Biotechnologie GmbH  

 

 

4.3.4 Nukleotide  

 

Adenosin-5´-triphosphat      Roche, Mannheim  

Adenosin-5- [ -32P] -triphosphat     Hartmann, Braunschweig  

Cytidin-5´-triphosphat      Roche, Mannheim  

[5'-32P]pCp (cytidine-3',5'-bis-phosphate)    Hartman, Braunschweig  

Guanosin-5´-triphosphat      Roche, Mannheim  

Uridin-5´-triphosphat      Roche, Mannheim  

2´-Desoxyadenosin-5-triphosphat     Roche, Mannheim  

2´-Desoxycytidin-5´-triphosphat     Roche, Mannheim  

2´-Desoxyguanosin-5´-triphosphat     Roche, Mannheim  

2´-Desoxythymidin-5´-triphosphat     Roche, Mannheim  

[P32] -ortho-Phosphorsäure      Hartmann, Braunschweig  
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4.4 Enzyme und sonstige Proteine  

 

 

4.4.1 Enzyme und Proteine  

 

AMV Reverse Transkriptase      Promega, Madison USA  

DNaseI, RNase-free       Roche, Mannheim  

Lysozymchlorid       Sigma, St. Louis, USA 

Proteinkinase K       Sigma, St. Louis, USA 

Rinderserumalbumin (BSA)      New England Biolabs, USA  

RNA Polymerase (Holoenzym)    nach Burgess and Jendrisak  

        1975, verändert nach Gonzales  

        et al. 1977, charakterisiert nach  

        Chamberlin et al. 1979;  

        Freundliche Gabe von R. Wurm  

Phusion High-Fidelity DNA Polymerase    New England Biolabs, USA  

RNase Inhibitor       ThermoScientific, Rockford USA  

RNasin        MBI Fermentas, St. Leon-Rot  

Hfq         in dieser Arbeit  

Ribosomen (70S)       in dieser Arbeit  

Streptavidin        Sigma, St. Louis, USA  

Trypsin        Boehringer, Mannheim  

T4 RNA Ligase       ThermoScientific, Rockford USA  

T7 –RNA-Polymerase      Promega, Madison, USA 

Polynukleotidkinase       New England Biolabs, USA 

Pyrophosphatase       Sigma, St. Louis, USA 

InFusion Polymerase       New England Biolabs, USA  

 

 

4.4.2 Restriktionsendonukleasen  

 

BamHI        New England Biolabs, USA  

EcoICR I        Fermentas/Thermo Scientific  
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HincII         Thermo Scientific, Rockford USA 

StuI         New England Biolabs, USA  

HindIII        New England Biolabs, USA  

 

 

4.5 Allgemeine Puffer und Medien  

 

30% Acrylamid/Bis-  290 g/l Acrylamid  

acrylamidlösung (30:1)  10 g/l Bisacrylamid  

 ad 1 l mit Aqua dest.  

 mit Amberlite über Nacht  

 deionisiert und filtriert  

 

40% Acrylamid/Bis-  380 g/l Acrylamid  

acrylamidlösung (19/1)  20 g/l Bisacrylamid  

 ad 1 l mit Aqua dest.  

 mit Amberlite deionisiert und filtriert  

 

40% Acrylamid/Bis-  391,5 g/l Acrylamid  

acrylamidlösung (46/1)  8,5 g/l Bisacrylamid  

 ad 1 l mit Aqua dest. mit  

 Amberlite deionisiert und filtriert 

 

Formamid-Probenpuffer   0,1% (w/v) Bromphenolblau  

 0,1% (w/v) Xylencyanol  

 95% (v/v) deionisiertes Formamid  

 25 mM EDTA, pH 8.0  

 

TE-Puffer  10 mM Tris/HCL, pH 8.0 

 1mM EDTA  

 

10x TBE-Puffer  900 mM Tris-Borat, pH 8.3  

 2,5 mM EDTA, pH 8.0  
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2x TBE-Probenpuffer  in 2x TBE  

 30 % (v/v) Glycerin  

0,025 % (w/v) Bromphenolblau  

0,025 % (w/v) Xylencyanol  

 

50x TAE-Puffer  2 M Tris-Acetat, pH 7,5 

50 mM EDTA, pH 8,0  

 

5x TAE-Probenpuffer  in 5x TAE-Puffer 

0,025% (w/v) Bromphenolblau  

 0,025% (w/v) Xylencyanol  

 30% Glycerin   

 

10x TMK-Puffer  250 mM Tris/HCL pH 7,5  

60 mM KCL  

20 mM MgCl2  

 

5x TMK-Probenpuffer  in 5x TMK-Puffer  

0,025% (w/v) Bromphenolblau  

 0,025% (w/v) Xylencyanol  

 30% Glycerin   

 

4x SDS-Probenpuffer  0,5 M Tris-HCl, pH 6.8  

 8% SDS  

 80% Glycerin  

 0,04% (w/v) Bromphenolblau  

 

5x SDS-Laufpuffer  150 g Tris  

 720 g Glycin  

 25 g SDS  

 ad 5 l mit Aqua dest.  
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10x KGlu 80 Puffer  0,5 M Tris-Acetat, pH 8,0  

 0,1 M Mg-Acetat  

 0,8 M Kaliumglutamat  

 10 mM Dithiothreitol (DTT)  

 1 mM EDTA, pH 8.0  

 10 μg/ml acetyliertes BSA  

 

1x PBS-Puffer  0,8 g NaCl  

 0,02g KCl  

 0,01 ml 1 M Na2HPO4  

 in 100 ml Aqua dest., pH 7,4 mit HCL  

 

YT-Medium  8 g/l Trypton  

 5 g/l Hefeextrakt  

 5 g/l NaCl  

 in Aqua dest., pH 7.4 mit NaOH  

 

SOB-Medium:          20 g/l Trypton  

5 g/l Hefe-Extrakt  

 0,5 g/l NaCl  

 1,25 ml 2M KCl  

in Aqua dest., pH 7,0 einstellen nach dem 

Autoklavieren 10 ml 1M MgCl2 

hinzufügen  

 

SOC-Medium:  SOB-Medium mit 19,8 ml 20 % Glukose  

hinzufügen  
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4.6 Feinchemikalien  

 

Acrylamid  Serva, Heidelberg  

Agar  Difco, Detroit USA  

Agarose  Sigma, St. Louis, USA  

Agarose, ‚ultra pure’ SeaKem  Cambrex Bio Science, USA  

Amberlite MB-1 (Ionentauscher)  Roth, Karlsruhe  

Ameisensäure  Riedel-de Häen, Seelze  

Ammoniumchlorid (NH4Cl)  VWR, Prolabo  

Ammoniumperoxodisulfat (APS)  Merck, Darmstadt  

Ampicillin  Sigma, St. Louis USA  

Borsäure  Grüssing, Filsum  

Bradford-Reagenz  Roth, Karlsruhe  

Bromphenolblau  Merck, Darmstadt  

Calciumchlorid  Acros Organics, Geel, Belgien  

Chloramphenicol  Boehringer, Mannheim  

Chloroform  Roth, Karlsruhe  

Coomassie Brillant Blue R250  Serva, Heidelberg  

di-Natriumhydrogenphosphat (Na2HPO4)  VWR, Prolabo  

Diethyl-Pyrocarbonat (DEPC)  Alfa Aesar  

Dithiothreitol (DTT)       Novagen, Merck Chemicals  

Essigsäure  Roth, Karlsruhe  

Ethidiumbromid (EtBr)  Roth, Karlsruhe  

Ethylendiamintetraacetat (EDTA)  Merek, Darmstadt  

Fe(NH4)2(SO4)2  Fluka Chemika, Schweiz  

Formaldehyd  Grüssing GmbH, Filsum  

Formamid  Roth, Karlsruhe  

Glycerin  Roth, Karlsruhe  

Glycin  Roth, Karlsruhe  

Harnstoff  Roth, Karlsruhe  

Hefe-Extrakt  Difco Laboraties, USA  

Heparin  Sigma, St. Louis, USA  

HEPES  Roth, Karlsruhe  

H2O2  AppliChem  
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Isopropyl-ß-thiogalactosid (IPTG)  Roche, Mannheim  

Kaliumglutamat  Aldrich Chemie GmbH Steinheim  

Leupeptin  Calbiochem, Nottingham, UK 

Magnesiumchlorid  Merck, Darmstadt  

Magnesiumsulfat  Chimica, Geel Belgien  

-Mercaptoethanol  Roth, Karlsruhe 

Natriumacetat  Riedel-de-Haan, Seelze  

Natriumascortat  ICN Biomedicals Inc., USA  

Natriumchlorid  VWR International, Leuven  

Natriumdodecylsulfat (SDS)  Serva, Heidelberg  

Natriumhydroxid (NaOH)  Merck, Darmstadt  

Pepstatin A  Calbiochem, Nottingham, UK  

Phenol  Roth, Karlsruhe  

Phenylmethylsulfonylflourif (PMSF)  Serva, Heidelberg  

N,N,N’,N’- Tetramethylethylendiamin (TEMED)  Merck, Darmstadt  

Saccharose  Merck, Darmstadt  

Salzsäure (HCl)  Roth, Karlsruhe  

Silbernitrat  Roch, Karlsruhe  

Thiourea  Sigma, St. Louis, USA  

Tris-(hydroxymethyl-)aminomethan (Tris)  Difco, Detroit, USA  

Trypton  Difco, Detroit, USA  

Xylencyanol  Serva, Heidelberg  

 

 

 

4.7 Verschiedenes  

 

Amberlite Mischbettionentauscher  Roth, Karlsruhe  

Chromatographiepapier 3MM  Whatman, England  

Dialysemembran, V 0,025 μm,  2,5 cm  Milipore, Schwalbach  

Expositionskassetten  Siemens  

E1000 Entwickler  Christiansen GmbH, München  

F1000 Fixierer  Christiansen GmbH, München  
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MN Faltenfilter  Mascherey-Nagel, Düren  

Gel-Fix  for PAG  Serva, Heidelberg  

Glaswolle, silanisiert  ICN Biochemicals, USA  

Pierce  RNA-3’ End Biotinylation Kit  Thermo Scientific, USA  

Röntgenfilm  Fuji Photo Film, Japan  

Sterilfilter Chromafil CA-20/25 S  Schleicher und Schuell, Dassel 

μMacsTM Streptavidin Kit  Miltenyi Biotec GmbH  
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5. Methoden  

 
 

5.1. Mikrobiologische Methoden  

Bei dem Arbeiten im Labor mit Bakterienstämmen wurde unter sterilen Bedingungen oder am 

Bunsenbrenner gearbeitet. Die Arbeiten mit gentechnisch veränderten Organismen GvO`s (S1) 

wurden nach den Vorschriften des Gentechnikgesetzes eingehalten und anfallender 

mikrobiologischer Abfall wurde vor der Entsorgung autoklaviert.  

 

5.1.1 Sterilisation von Glasgeräten und Lösungen 

Lösungen, Puffer und Medien die Temperaturstabil sind, wurden durch Dampfdrucksterilisation 

(50 min., 120 °C, 2-3 Bar) autoklaviert. Temperatursensitive Lösungen wurden mit Hilfe von 

Filtern verschiedener Porengröße (Schleicher und Schuell) steril filtriert. Glaspipetten und 

Zentrifugen Röhrchen wurden für 4 h bei 210 °C hitzesterilisiert.  

 

5.1.2 Anzucht auf Agarplatten oder Flüssigkulturen  

Die Anzucht von Bakterienstämmen erfolgte aus einem Sicherheitsstock der bei -70 °C gelagert 

wurde. Mit einer sterilen Impföse wurden die Stämme auf YT-Platten (4.5) ausgestrichen, die 

gegebenenfalls mit einem selektiven Antibiotikum versehen waren. Die YT-Platten wurden bei 

37 °C gelagert bis Einzelkolonien zu sehen waren. Eine kurzfristige Lagerung bei 4 °C war 

möglich, um Einzelkolonien auf eine neue Platte (Masterplatte) oder in Flüssigkulturen zu 

übernehmen.  

Um Flüssigkulturen anzuziehen, wurde eine einzelne Kolonie von einer YT-Platte mit einem 

sterilen Zahnstocher in ein 3 ml Flüssigmedium gegeben. Die Kultur wurde gegebenenfalls mit 

einem selektiven Antibiotikum versehen. Aus der üN-Kultur wurden dann im Verhältnis 1:100 

sterile Medien angeimpft und in einem Rundschüttler (New Brunswick Scientific Gio Gyrotory) 

bei 37 °C inkubiert.  
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5.1.3 Anzucht von üN-Kulturen  

Um üN-Kulturen anzuziehen, wurde abends eine Kolonie einer auf Agarplatten angezogener 

Stamm in 3 bzw. 25 ml YT-Medium (4.5) mit einem sterilen Zahnstocher überführt. Die Anzucht 

erfolgte bei 37 °C in einem Rundschüttler (New Brunswick Scientific Gio Gyrotory, ca. 200 

rpm). Je nach weiterer Vorgehensweise wurde noch ein selektives Antibiotikum dazu gegeben.  

 

5.1.4 Haltung und Sicherung von Zellstämmen  

Zur langfristigen Aufbewahrung und Wiederverwendung von Bakterienstämmen wurden 800 l 

einer stationär gewachsenen Übernachtkultur mit 200 l 100 % (v/v) Glycerin versetzt. Diese 

wurden für 30 Minuten auf einem Horizontalschüttler (Gerhardt, LS 10) bei Raumtemperatur 

geschüttelt und anschließend mit flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -70°C gelagert.  

 

5.1.5 Herstellung chemisch kompetenter E. coli Zellen für die Transformation durch 

Hitzeschock   

Es wurden aus einer üN-Kultur im Verhältnis 1/100 100 ml YT-Medium angeimpft und bis zu 

einer Optischen Dichte von 0,6 angezogen. Jeweils 50 ml der Kultur wurden in sterile Felkons 

überführt und 5 min. bei 4500 rpm (4 °C; Heraeus Megafuge 1.0R) zentrifugiert. Das Zellpellet 

wurde vorsichtig in 20 ml eiskalter 0,1 M CaCl2 Lösung resuspendiert und eine Stunde auf Eis 

inkubiert. Anschließend folgte eine weitere Zentrifugation bei 4500 rpm; 5 min. (4 °C; Heraeus 

Megafuge 1.0R) und das Pellet wurde erneut vorsichtig in 2 ml eiskalter 85 mM CaCl2 Lösung 

mit 15% Glycerin gelöst. Es wurden 200 l Aliquotes hergestellt und in N2 schockgefroren. Die 

Lagerung erfolgte bei -70 °C.  

 

5.1.6 Transformation kompetenter Zellen durch Hitzeschock  

Die Transformation erfolgte nach einer Methode von Hanahan (Hanahan 1985). Bei jedem 

Transformationsexperiment wurden 200 l kompetente Zellen langsam auf Eis aufgetaut und mit 

20 ng Plasmid-DNA versetzt. Nach einer einstündigen Inkubation auf Eis folgte ein dreiminütiger 

Hitzeschock bei 42 °C. Anschließend wurde das Aliquot mit 800 l vorgewärmtem YT-Medium 

(4.5) versetzt und bei 37 °C schüttelnd inkubiert. 100 – 200 l der Kultur wurden auf selektiv 

ausgewählte und vorgewärmte YT-Platten ausgestrichen und über Nacht bei 37 °C inkubiert. Die 

Transformationsrate konnte durch Auszählen der Kolonien und unter Berücksichtigung der 

eingesetzten Menge an DNA ermittelt werden.  
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5.1.7 Bestimmung von Zelldichte in Flüssigkeiten   

Um die Zelldichte einer Flüssigkeit zu bestimmen, wurde im Spektralphotometer (Beckman, Typ 

DU 64) bei einer Wellenlänge von 600 nm (OD600, Streumessung) die Optische Dichte gemessen. 

Die Kalibrierung erfolgte mit dem jeweiligen Medium in welchem die Bakterien wuchsen. Um 

eine Messung im linearen Bereich zu gewährleisten wurde die Kultur mit sterilem Medium so 

verdünnt, dass die Messwerte zwischen 0,1 und 1 OD600 lagen.  

 

5.1.8 Erstellung von Wachstumskurven und Berechnung von Wachstumsraten  

Zur Erstellung einer Wachstumskurve wurden nach Animpfen des gewünschten Stamms in einer 

100 ml Flüssigkultur alle 20 bis 30 min. das Wachstum mittels Streumessung (5.1.7) 

dokumentiert. Bei einer Wellenlänge von 600 nm wurde die Wachstumsrate  (Verdopplung pro 

h) aus der Geradengleichung der linearisierten Steigung errechnet. Die Werte wurden dann 

logarithmisch gegen die Zeit aufgetragen.  

 

    = lg (M2) – lg (M1) / lg 2 (t2 – t1)   

 

M1 = OD600 zu Beginn des exponentiellen Wachstums  
M2 = OD600 zum Ende des exponentiellen Wachstums  
t1 = Zeitpunkt zu M1  
t2 = Zeitpunkt zu M2  
 

 

 

5.2 Allgemeine molekularbiologische Arbeiten  

 

 

5.2.1 Isolation von Nukleinsäuren   

 

Die Plasmidisolation wurde nach Anleitung des Hersteller (Quiagen) durchgeführt.  

 

5.2.1.2 Plasmidisolation nach dem Quiagen Plasmid Midi Kit  

Die Plasmidisolation wurde nach Anleitung des Herstellers (Quiagen) durchgeführt.  
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Die präparative Isolation von Plasmid-DNA erfolgte nach der von Hillen & Wells (1981) 

beschriebenen Methode. Mit einer 8 ml üT-Kultur wurden 800 ml YT-Medium (4.5) mit dem 

entsprechenden Antibiotikum angeimpft und üN schüttelnd (New Brunswick Scientific, Model 

G25) bei 37 °C inkubiert. Die Zellkultur wurde pelletiert (8.000 rpm, 10 min, 4 °C; Beckman 

Coulter, Rotor SX4750A) und der Überstand verworfen. Das Pellet in 16 ml Saccharose-Lösung 

resuspendiert und in Ti55.2-Polycarbonatröhrchen überführt. Es wurden noch jeweils 6 ml EDTA 

(0,5 M, pH 8.0) und frisch angesetzte Lysozymlösung zugegeben und 15 – 30 min auf Eis 

inkubiert. Anschließend noch 4 ml Brij-Doc-Lösung zugegeben und wieder 10 min auf Eis 

inkubiert. Die Lösung wurde 45 Minuten bei 44.000 rpm und 4 °C zentrifugiert (Beckman L8-55 

Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2). Der klare Überstand wurde mit 5 l RNase A (10 mg/ml) pro ml 

bei 37 °C für 15 min inkubiert. Pro ml Überstand wurden anschließend 2,5 l Proteinkinase K 

(20 mg/ml) hinzu gegeben und weitere 15 min inkubiert. Die Lösung wurde in 

Zentrifugenröhrchen überführt und mit 1/2 Volumen PEG-Lösung für 30 min auf Eis gefällt. 

Durch die folgende Zentrifugation (4.000 rpm, 45 min, 4 °C; Beckman Zentrifuge J2 21, JS-7.5 

Ausschwingrotor) wurde die Plasmid-DNA pelletiert, das Pellet kurz an der Luft getrocknet und 

in 3 ml TE-Puffer (4.5) aufgenommen.  

 

Saccharose-Lösung:      25% (w/v) Saccharose  
       50 mM Tris-HCl, pH 8,0  
 

Lysozym-Lösung:      20 mg/ml Lysozymchlorid  
       50 mM Tris-HCl, pH 8,0  
 

Brij-Doc-Lösung:      2 Volumen 10% (w/v) Brij 35 
       1 Volumen 10% (w/v)Na-Deoxycholat  
       in Aqua dest. pH 8,0 
 

RNase A:       20 mg/ml in 10 mM Tris-HCl, pH 8,0  
       (nach Maniatis et al., 1982) von  
       DNase-Aktivität befreit  
 

Proteinkinase K:      20 mg/ml in Aqua dest.   

 

PEG-Lösung:       30% (w/v) PEG6000 in 1,5 M NaCl  
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Die Isolation von Gesamt-RNA aus E. coli. wurde in Anlehnung an eine von Liebig beschriebene 

Methode (Liebig and Wagner 1995) durchgeführt. Dabei wurden 6 ml in der stationären Phase 

und 10 ml in der logarithmischen Phase einer Flüssigkultur in einem Greinerröhrchen überführt 

und zentrifugiert (6.000 rpm, 10 min, 4 °C; Heraeus Megafuge 1.0R). Die pelletierten Zellen 

wurden mit 0,5 ml Puffer I resuspendiert und in ein Eppendorfgefäß überführt und schnell mit 0,5 

ml 60 °C heißem Phenol (20 mM Natriumacetat pH 5,3 gesättigt) versetzt und gevortext. Das 

Zellgemisch wurde bei 60 °C für 5 min inkubiert und anschließend zur erleichterten 

Phasentrennung zentrifugiert (13.000 rpm, 10 min; Hettich Zentrifuge Mikro 200R). Die 

wässrige Phase wurde abgenommen und mit Chloroform gesättigtem Phenol gereinigt bis keine 

Interphase mehr vorhanden war. Es folgte eine Extraktion mit Chloroform und ein erneuter 

Zentrifugationsschritt. Für den DNase Dau wurde die wässrige Phase mit 40 l 0,1 M MgCl2, 13 

l 3M NaOAc pH 5,3 und 2,5 l DNase I (10 Units/ l) für zwei Stunden bei RT inkubiert. Es 

folgte eine Phenol/Chloroform-Extraktion (5.2.2.1). Die Fällung der RNA erfolgte mit 3 

Volumen eiskaltem absolut Ethanol für 30 – 60 min. bei -20 °C. Die anschließende 

Zentrifugation pelletiert die Gesamt-RNA (13.000 rpm, 30 min; Hettich Zentrifuge Mikro 200R). 

Das Pellet wurde 2 x mit 80 % Ethanol gewaschen und an der Luft getrocknet. Die RNA wurde 

in 40 – 50 l TE-Puffer (4.5) gelöst und für 15 – 20 min. bei 37 °C geschüttelt (HLC HTM130).  

 

Puffer I:      20 mM NaOAc, pH 5,3  
      1 mM EDTA, pH 8,0  
      0,5% (w/v) SDS  
 

Die Präparation von chromosomaler DNA erfolgte nach der von Liebig beschriebenen Methode 

(Liebig, 1996). Es wurde zuerst aus einer üN-Kultur 25 ml YT-Medium (4.5) angeimpft und bis 

zu einer OD600 0,8 – 0,9 herangezogen. Bei erreichen der gewünschten OD wurden 2 ml Kultur 

für 3min. bei 13.000 rpm (Hettich Zentrifuge Mikro 200R) pelletiert. Das Pellet wurde in 200 l 

Lösung I mit 22 l Proteinkinase K (20 mg/ml) aufgenommen und bei RT 10 min. inkubiert. Zu 

der Zelllösung wurde weiteren 200 l Lösung II hinzugegeben und wieder bei RT 10 min. 

inkubiert. Nach der Inkubation wurde Die Zelllösung viermal mit Phenol/Chloroform (5.2.2.1) 

aufgereinigt und einer Ethanolfällung (5.2.2.2) unterzogen. Das Pellet wurde in 50 l TE-Puffer 

gelöst und mit RNase (200 g/ l) 1h bei 37 °C inkubiert. Es folgte eine weitere 



5. Methoden  

112     

Phenol/Chloroform Extraktion (5.2.2.1) und Ethanolfällung (5.2.2.2). Das entstandene 

chromosomale DNA-Pellet wurde in 30 l TE-Puffer gelöst.  

 

Lösung I:   50 mM Glukose  
   25 mM Tris-HCL pH 8.0  
   10 mM EDTA  
 

Lösung II:   1 % SDS  

 

 

5.2.2 Reinigung und Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäuren  

 

 

Um Proteine aus einer wässrigen Nukleinsäurelösung zu entfernen, wurde eine 

Phenol/Chloroform-Extraktion durchgeführt. Bei dieser Methode wurde die Nukleinsäurelösung 

mit einem Volumen Phenol/Chloroform (1:1) versetzt und gründlich eine Minute gevortext. Zur 

besseren Phasentrennung wurden die Lösungen 10 min. zentrifugiert. Die obere, wässrige Phase 

wurde in ein neues Reaktionsgefäß überführt und die organische, untere Phase sowie die 

Interphase wurden verworfen. Dieser Schritt wurde so oft wiederholt bis keine Interphase mehr 

vorhanden war. Um anschließend die Phenolreste aus der wässrigen Phase zu entfernen, wurde 

eine Extraktion mit einem Volumen Chloroform durchgeführt, für eine Minute gevortext und 

erneut für 10 min. zentrifugiert. Der dann protein- und phenolfreie Überstand wurde in ein neues 

Reaktionsgefäß überführt und zur Aufkonzentrierung Ethanolgefällt (5.2.2.2).  

 

Bei der Fällung von Nukleinsäuren wurde die nukleinsäurehaltige Lösung mit 1/10 Volumen 3M 

Natriumacetat (pH 5,5) zur Fällungshilfe versetzt. Zusätzlich wurde die Lösung mit 2-3 Volumen 

absolut Ethanol (-20 °C) supplementiert und durch mehrmaliges Invertieren gut gemischt. Die so 

gefällten Nukleinsäuren wurden für 30 – 45 min. oder auch über Nacht bei -20 °C inkubiert und 

anschließend zentrifugiert. Dabei wurden kleinere Volumina 30 min. bei 13.000 rpm und 4 °C 

(Hettich Zentrifuge Mikro 200R) und große Volumina bei 6.000 rpm und 4 °C (Heraeus 

Megafuge 1.0R) pelletiert. Der Überstand wurde abgenommen und mit 80 % Ethanol erneut für 
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10 min. zentrifugiert um die restlichen Salze von den Nukleinsäuren zu entfernen. Das Pellet 

wurde an der Luft getrocknet oder im Vakuumkonzentrator (Heto VR-1 Speedvac Concentrator) 

lyophylisiert. Die Nukleinsäure-Pellets wurden in Aqua dest. oder TE-Puffer (4.5) aufgenommen 

und gelöst.  

 

Um störende Salze in Nukleinsäureproben zu entfernen, die bei späteren Experimenten die Probe 

verunreinigen oder stören könnten wurde mit Hilfe der Mikrotropfendialyse die Probe entsalzt. 

Diese Methode eignete sich für Nukleinsäure-Lösungen die kleiner waren als 100 l. In eine 

sterile Petrischale wurden ca. 30 – 40 ml TE-Puffer (4.5) gefüllt und ein VS Millipore 

Membranfilter (Durchmesser 2,5 cm, Porengröße 0,025 m) mit der glänzenden Seite nach oben 

auf die Oberfläche des Puffers gelegt. Dabei musste darauf geachtet werden, dass keine 

Flüssigkeit auf den Filter gelangte. Anschließend wurde die Nukleinsäure-Probe auf die 

Membran gegeben und für 2 Stunden bei RT inkubiert. Nach der Inkubation wurde die Probe 

vorsichtig von der Membran abgenommen und mit etwa 10 l TE-Puffer (4.5) nach gespült, 

damit verbliebene Nukleinsäure-Reste aufgenommen werden konnten.  

 

Um die Konzentration von Nukleinsäuren zu bestimmen wurde ein UV/VIS-Spektralphotometer 

der Firma Beckman (Typ DU 64) verwendet. Durch eine Absorptionsmessung bei einer 

Wellenlänge von 260 nm. Zuvor wurde das Spektralphotometer mit Aqua dest. kalibriert und 

dann unter der Berücksichtigung des linearen Bereiches (OD260 = 0,1 – 0,9) die Nukleinsäure-

Probe gemessen. Diese musste meist zuvor mit Aqua dest. verdünnt werden. Die Konzentration 

der Probe berechnet sich aus dem Verdünnungsfaktor sowie der Absorption bei 260 nm und der 

folgenden vereinfachten Annahme:  

   1A260 = 50 g/ml doppelsträngige Nukleinsäure (dsDNA)  
   1A260 = 37 g/ml einzelsträngige Nukleinsäure  
   (RNA, ssDNA und Desoxyoligonukleotide)  
 

Der Reinheitsgrad der Probe konnte zusätzlich mit einem UV-Spektrum von 220 bis 320 nm 

überprüft werden. An Hand des Quotienten A260/A280 konnte die Reinheit der Nukleinsäure-Probe 

abgeschätzt werden. Bei einer reinen Probe sollte der Wert zwischen 1,8 und 2 liegen, war dem 

nicht der Fall, war die Probe durch Proteine oder Phenolreste verunreinigt.  
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Die Konzentration von angesetzten Desoxynukleotidlösungen und Desoxy-

oligonukleotidlösungen wurden ebenfalls bestimmt. Nach dem Lambert-Beerschen Gesetz unter 

Berücksichtigung des substratspezifischen Extinktionskoeffizienten ließen sich 

Konzentrationen von absorbierenden Substanzen berechnen. 

Nach Lambert-Beer gilt:  

     E =  *c * d  

E = gemessene Extinktion bei angegebener Wellenlänge  

 = substratspezifischer, molarer Extinktionskoeffizient bei angegebener Wellenlänge  

c = molare Konzentration der absorbierenden Substanz  

d = Schichtdicke der Küvette (hier 1 cm)  

Für die Konzentration gilt danach:  

     c = E * -1 * d 
-1  

 

Bei der Isolierung von DNA- oder RNA-Fragmenten bestimmter Größe, wurden die Proben zu 

erst durch ein präparatives Agarosegel (5.2.7.1) elektrophoretisch getrennt. Die Banden wurden 

unter UV-Bestrahlung sichtbar gemacht und mit einem sterilen Skalpell heraus geschnitten. 

Zuvor wurden 500 l PCR-Reaktionsgefäße mit einer über dem Bunsenbrenner erhitzten Kanüle 

am Boden durchbohrt. Der untere Teil des Gefäßes wurde mit Hilfe einer sterilen Pinzette mit 

silikonisierter Glaswolle gestopft. Das Agarosegelstück mit dem zu eluierenden Nukleinsäure-

Fragment wurde auf die Glaswolle gelegt und das PCR-Reaktionsgefäß in ein 1,5 ml Eppendorf-

Reaktionsgefaß gesteckt. Durch mehrmaliges Zentrifugieren (12.000 rpm, 5 min; Hettich 

Zentrifuge Mikro 200R) eluiert die Nukleinsäure in das Eppendorf-Reaktionsgefäß. Das Eluat 

wurde Phenol/Chloroform (5.2.2.1) extrahiert und mit Ethanol gefällt (5.2.2.2). Anschließend 

wurde das Pellet lyophilisiert und in TE-Puffer (4.5) gelöst. Die Konzentration konnte mittels 

Spektralphotometer (5.1.7) bestimmt werden.  

 

5.2.3 Allgemeine Proteinmethoden  
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Um Gesamtprotein zu extrahieren musste zuerst eine üN Kultur angeimpft und anschließend in 

eine üT Kultur übergeimpft werden. Die neben bei angefertigte Wachstumskurve zeigt in 

welchem Stadium die Kultur war und wann die Zellen geerntet werden konnten. War die Kultur 

in der exponentiellen-, transitions- oder stationären Phase wurden 12 ml Zelllösung in ein steriles 

Greinergefäß überführt und zentrifugiert (4 °C, 10 min. bei 6.000 rpm Heraeus Megafuge 1.0 R). 

Nachdem die Zellen pelletiert wurden, wurde der Überstand verworfen, das Pellet mit 1 ml PBS 

(4.5) gewaschen und erneut zentrifugiert (4 °C, 10 min. bei 6.000 rpm Heraeus Megafuge 1.0 R). 

Der Überstand wurde wieder verworfen und das Pellet in 500 l Tris/HCl mit 0,2 mM PMSF 

gelöst. Das gelöste Zellpellet wurde in ein neues Eppendorfreaktionsgefäß überführt und auf Eis 

gelagert.  

Der Zellaufschluss erfolgte in vier Zyklen mit jeweils 30 sek. Ultraschall und 30 sek. Inkubation 

auf Eis.  

 

  Sonde:     Nadelsonde 40T  
  Leistung:     40 W  
  Repeating Duty Cycle:   0,9  
  Power Range Switch:   low  
 

Nach dem Ultraschall Zellaufschluss wurde die Zelllösung bei 10 min und 13.000 rpm 

zentrifugiert (Hettich Zentrifuge Mikro 200R) um die Zelltrümmer zu pelletieren. Der 

proteinhaltige Überstand wurde in ein neues Reaktionsgefäß überführt und konnte bei -20 °C 

gelagert werden.  

 

Die Konzentration von Proteinproben wurde mittels „Bradford-Assay“ ermittelt. Zuerst wurden 5 

– 20 l Proteinlösung mit jeweils 780 – 795 l Aqua dest. in die Küvetten gegeben und 

anschließend mit 200 l Bradford-Reagenz (4.6) aufgefüllt. Das Gemisch inkubierte 10 Minuten 

bei Raumtemperatur und wurde bei einer Wellenlänge von 595 nm gemessen. Die Absorption der 

Probe wurde in einem Beckman Spektralphotometer (Typ DU 64) gemessen und mittels 

bekannten Proteinkonzentrationen (1 – 15 g BSA) eine Eichgerade erstellt. Die Konzentration 

der Protein-Probe konnte anhand der Geraden abgelesen werden.  
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Bei der Proteinfällung mit Aceton wurden die Proteinproben mit einem vierfachen Volumen an 

Aceton vermengt und für zwei Stunden bei -20 °C gefällt. Nach der Fällung der Proteine wurden 

diese mittels Zentrifugation pelletiert (30 min., bei 14,000 rpm; Hettich Zentrifuge Mikro 200R) 

um anschließend den Überstand zu verwerfen und das Pellet zu trocknen. Das getrocknete Pellet 

wurde in 40 l SDS-Probenpuffer (4.5) gelöst und auf ein Polyacrylamidgel aufgetragen. 

 

Bei der Proteinfällung mit TCA wurden die Proteinproben mit einem 1/10 Volumen 10%ige 

Trichloressigsäure versetzt und für mindestens 15 min. auf Eis bis üN bei 4°C inkubiert. 

Anschließend wurden die gefällten Proteine mittels Zentrifugation pelletiert (30 min, bei 14,000 

rpm; Hettich Zentrifuge Mikro 200R). Der Überstand wurde verworfen und das Pellet mit 200 l 

eiskaltem Aceton gewaschen. Nach einer weiteren Zentrifugation wurde der Überstand wieder 

verworfen und das Proteinpellet kurz an der Luft getrocknet. Das Pellet wurde in 20 l Tris-HCL 

gelöst und mit 5 l 4 x SDS-Probenpuffer (4.5) versetzt.  

 

5.2.4 Aufreinigung von Hfq mittels FPLC  

Die FPLC (Fast Protein Liquid Chromatographie) ermöglicht eine maschinelle Proteinisolierung 

im größeren Maßstab. Durch ein Pumpsystem können zwei verschiedene Puffer angeschlossen 

werden und das Protein mit einem Imidazolgradienten von der Säule waschen. Hinter der Säule 

ist eine UV-Messzelle geschaltet, die die Absorption bei einer Wellenlänge von 280 nm mist. Die 

Flüssigkeit (eluiertes Protein) wird in einem Fraktionssammler gesammelt.  

Für die Aufreinigung von Hfq wurde von dem Stamm BL21(DE3)/pEH10 eine 100 ml üN 

Kulturangeimpft und im Verhältnis 1:100 in zwei 800 ml Kolben mit YT-Medium (4.5) 

übergeimpft. Die Zellkultur wurde bei 37°C bis zu einer OD600 0,6 auf einen Rundschüttler (New 

Brunswick Scientific Model G25) angezogen. Nach erreichen der optischen Dichte wurde mit 0,5 

mM IPTG induziert und weitere drei Stunden inkubiert. Anschließend wurden die Zellen, 15 min. 

bei 6000 rpm pelletiert (Beckmann J2-21, JA-10 Rotor) und pro 4 g Zellen in 20 ml kaltem 

Lysepuffer resuspendiert. Die Zellen wurden per Ultraschall aufgeschlossen.  

 

Ultraschallaufschluss der Zellen:  

 

Sonde :    Konische Sonde 50 T 
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Leistung :    150 W 
Repeating Duty Cycle:  0,9 
Power Range Switch:  high  
 

15 Sekunden Ultraschall 
1 Minute auf Eis 
10 Zyklen 
 

Nach dem Ultraschallaufschluss wurden die Zellen für 20 min bei 14.000 rpm pelletiert 

(Beckman L8-55 Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2) und der proteinhaltige Überstand für  20 min bei 

85 °C inkubiert. Nach der Hitzeinkubation erfolgte eine weitere Zentrifugation (40min; 18.000 

rpm; 4 °C; Beckman L8-55 Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2) um die denaturierten Proteine vom 

Hfq zu trennen. Der Überstand wurde dann auf eine FPLC gegeben. Für die FPLC wurde eine 

Ni-NTA-Säule verwendet, da das Hfq einen natürlichen His-Tag besitzt kann das Histidin-Ende 

mit dem Metallion Ni2+ komplexieren. Zuerst wurde die Äkta prime plus mit Aqua dest. gespült 

und anschließend mit Waschpuffer äquilibriert. Der Hfq-haltige Überstand wurde dann mit einer 

Durchflussrate von 0,3 ml/min. auf die Säule gegeben, hier betrug die Fraktionsgröße 3 ml. Nach 

dem Überstand wurde die Säule wieder mit Waschpuffer nachgespült, solange bis der 

Proteinpeak wieder auf der Nulllinie angelangt ist. Nun sollten alle nichtgebundenen Proteine von 

der Säule gewaschen sein. Um den Harnstoff von der Säule zu lösen, wurde vom Waschpuffer 

zum GP-Puffer gewechselt. Hier betrug die Durchflussrate 0,4 ml/min.. Die Elution erfolgte 

mittels Imidazol-Gradienten von 0 bis 500 mM im GF-Puffer. Bei 58 % Imidazol eluierte das 

Protein von der Säule, bei einer Durchflussrate von 0,3 ml/min. und einer Fraktionsgröße von 1 

ml. Von den Fraktionen 46 bis 50 wurden Bradford-Analysen durchgeführt und auf einem 

weiteren SDS-Gel kontrolliert.  

 

 

Abb. 5.1 Profil der Hfq Aufreinigung der Äkta prime plus  
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Auf der X-Achse sind die einzelnen Fraktionen beschrieben. Bei den Fraktionen 4 bis 20 wurde 
die aufgeschlossene Zelllösung aufgegeben und gewaschen. Erst nachdem die Basislinie (33-45) 
wieder erreicht war konnte Eluiert werden. Die Elution des Hfqs erfolgte bei den Fraktionen 45 
bis 50.  
 

Lysispuffer:      50 mM Tris-HCL pH 8  
      1,5 M NaCl  
      250 mM MgCl2  
      0,2 mM DTT  
      1 mM PMSF  
 

Waschpuffer:      50 mM Tris-HCL pH 8  
      200 mM NaCl  
      3M Harnstoff  
 

GF-Puffer:      50 mM Tris-HCL pH 8  
      200 mM NaCl   
 

Zur Entsalzung und um das Imidazol in der Proteinlösung zu entfernen sollte eine Dialyse mittels 

Dialyseschlauch (SpectraPor Porengröße 6000-8000  20,4 mm) durchgeführt. Die 

Dialyseschläuche wurden vor Gebrauch 30 min in Na2CO3-Lösung gekocht und anschließend mit 

Aqua dest. gespült und erneut für 15 min gekocht. Bis zur Verwendung wurden die Schläuche bei 

4 °C, in 50 % Ethanol gelagert. Vor der Verwendung wurden die Schläuche mit Aqua dest. 

gespült.  

Bei der Dialyse von Hfq wurden die Schläuche mit der Proteinlösung gefüllt und 2x gegen 500 

ml GF-Puffer für je drei Stunden dialysiert.  

 

 

5.2.5 Aufreinigung von PGK  

Für die Aufreinigung von PGK wurde der Stamm BL21(DE3)/pET100-His6-TEV-PGK in 100 

ml üN Kulturen angeimpft und im Verhältnis 1/100 in vier 800 ml Kolben mit YT-Medium (4.5) 

übergeimpft. Die Zellen wurden bei 37 °C bis zu einer OD600 0,6 auf einen Rundschüttler (New 

Brunswick Scientific Model G25) angezogen. Nach erreichen der gewünschten OD600 von 0,6 

wurde die PGK Überexpression mit 0,2 mM IPTG induziert. Die Zellen wurden nach drei 

Stunden inkubation, pelletiert (15 min, 5000 rpm, 4 °C, Beckman Zentrifuge J2-21, JA-10 

Rotor). Die Zellpellets wurden in 60 ml Aufschlusspuffer resuspendiert und vereinigt. Die 
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gelösten Zellpellets wurden per Ultraschall (Labsonic U, Braun Biotech Int.) aufgeschlossen.  

 

Ultraschallaufschluss der Zellen:  

 

Sonde :    Konische Sonde 50 T 
Leistung :    150 W 
Repeating Duty Cycle:  0,9 
Power Range Switch:  high  
 

15 Sekunden Ultraschall 
1 Minute auf Eis 
10 Zyklen 
 

Nach dem Zellaufschluss wurden die Zellen erneut pelletiert (30 min, 11000 rpm, 4 °C, 

Beckman L8-55 Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2) um die Zelltrümmer von den Proteinen zu 

trennen. Der proteinhaltige Überstand wurde auf die vorher äquilibrierte Säule gegeben. Durch 

den His-Tag und der zwischen Protein und His-Tag geschalteten Tev-Stelle kann auch hier 

wieder eine Ni-NTA-Agarose Säule verwendet werden. Die Säule hat einen Durchmesser von 1 

cm mit einer Höhe von 12 cm. Es wurde so lange gewaschen, bis der Peak wieder abgeflacht war. 

Anschließend wurde das Protein mit 50 mM Imidazol im Waschpuffer eluiert.  

Bei einem Teil des eluierten Proteins wurde Tev-Protease (50 ng/μl) zugegeben und über Nacht 

inkubiert, um den His-Tag abzuspalten. Diese Proteinlösung wurde erneut auf eine Ni-NTA-

Agarose Säule gegeben, da die Tev-Protease nun den His-Tag trägt und auf der Säule 

hängenbleiben sollte und das Protein ohne His-Tag im Durchfluss sein sollte.  

Die Dialyse von PGK, sowohl mit also auch ohne His-Tag, wurden über Nacht mit dem Dialyse-

Puffer inkubiert. Anschließend wurde das Protein nochmals auf einem SDS-Gel auf seine 

Reinheit kontrolliert und in kleinen Alliquots bei -80 °C gelagert.  

 

Aufschlusspuffer:    50 mM Tris-HCL  pH 8  
     200 mM NaCl  
     2 mM ß-Mercaptoethanol  
     0,2 mM PMSF  
 

Waschpuffer:     50 mM Tris-HCL  pH 8  
     200 mM NaCl  
 

Imidazol-Puffer:    50 mM Tris-HCL  pH 8  
     200 mM NaCl  
     1 M Imidazol  
     pH auf 8,5 einstellen  
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Dialysepuffer:    50 mM Tris-HCL  pH 8  
     150 mM NaCl  
     20 % Glycerin  
     0,1 mM DTT  
 

 

5.2.6 Generierung von Ribosomen  

Um Ribosomen zu generieren wurden 50 g MRE 600 Zellen bei 4 °C auf Eis in einer Pistille (aus 

Porzellan) aufgetaut und mit 100 g Alluminiumoxid (Al2O3) versetzt. Die Zellen wurden mit 

einem Mörser aufgerieben bis die Zellen und das Alluminiumoxid eine flüssige Lösung ergeben. 

Vor einer 20 minütigen Inkubation auf Eis wurden 100 ml Puffer I und 500 μg DNaseI zu den 

Zellen gegeben. Anschließend folgte eine Zentrifugation (10 min; 4 °C; 6000 rpm Beckman 

Zentrifuge J2-21, JA-10 Rotor) zur Abtrennung des Alluminiumoxids. Der Überstand wurde 26 

ml Polycarbonatröhrchen überführt und es folgte eine weitere Zentrifugation (30 min; 4 °C; 

20000 rpm; Beckman L8-55 Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2). Im Pellet befinden sich die 

Zelltrümmer und der klar gelbliche ribosomenhaltige Überstand wurde auf ein Zuckerkissen in 

frische Polycarbonatröhrchen gegeben. Das Zuckerkissen (Puffer II) sollte so ca. 11 ml betragen 

und die Ribosomenlösung kann bis zu 14 ml betragen. Die zwei geschichteten Lösungen wurden 

dann für 24 Stunden zentrifugiert (4 °C; 40000 rpm; Rotor TI55,2 Beckman L8-55 

Ultrazentrifuge). In dieser Zeit wandern die Ribosomen langsam durch das Zuckerkissen und 

pelletieren. Das honigartige Pellet wurde einmal kurz mit 3 – 5 ml Aqua bidest gewaschen. Pro 

Röhrchen wurde das Pellet in 1 ml Puffer II schüttelnd bei 0 °C über mehrere Stunden gelöst. Die 

Proben wurden gepoolt und erneut zentrifugiert (15 min; 4 °C; 20000 rpm; Beckman L8-55 

Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2). Der Überstand ist die verwendete Ribosomenlösung, die sowohl 

auf einem SDS-Gel (5.2.7.4), als auch nach Phenol/Chloroform Extraktion (5.2.2.1) auf einem 

Agarosegel (5.2.7.1) kontrolliert wurde.  

Bei der Eingesetzten Zellmenge geht man davon aus, dass die Ribosomenlösung eine 

Konzentration von 0,48 OD600 hat, dies entspricht 10 pmol in 1 μl.  

 

Puffer I:     20 mM Tris-HCL, pH 7,5   
     100 mM NH4Cl  
     10 mM MgCl2  
     10 mM ß-Mercaptoethanol  
 

Puffer II:     20 mM Tris-HCL, pH 7,5   
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     500 mM NH4Cl  
     10 mM MgCl2   
     10 mM ß-Mercaptoethanol 
 
     1,1 M Saccharose  
 

 

5.2.7 Gelelektrophoresen  

 

 

Zur analytischen und präparativen Auftrennung von RNA, Plasmid-DNA, DNA-Fragmenten und 

chromosomaler DNA wurden 0,5 bis 1,0 % (w/v) Agarosegele verwendet (Maniatis et al., 1982). 

Dazu wurden 100 ml 1 x TAE-Probenpuffer (4.5) mit der entsprechenden Menge Agarose 

aufgekocht, bis sich die Agarose vollständig gelöst hatte. Nachdem die Lösung auf unter 60 °C 

abgekühlt war, wurde sie mit 0,5 g/ml Ethidiumbromid versetzt und auf einen 

Flachbettgelschlitten (14 x 11 cm) gegossen. Sobald die Gelmatrix vollständig ausgehärtet war, 

wurde der Gelschlitten mit dem Agarosegel in eine Elektrophoresekammer gelegt und mit 1 x 

TAE-Laufpuffer (4.5), überschichtet.  

Die Nukleinsäure-Proben wurden mit einem Volumen 2 x TAE-Probenpuffer versetzt und bei 

120 Volt für 0,5-1 Stunden aufgetrennt. Durch die Fluoreszenz des Ethidiumbromids, welches 

sich in die DNA einlagert, konnten die Nukleinsäuren auf einem Transilluminator (Herolab UVT 

2035) bei 302 nm visualisiert werden. Für präparative Gele wurde ultrapure Agarose verwendet 

und kein EtBr. Die Visualisierung der Nukleinsäuren erfolgte bei 320 nm. Die Auftrennung von 

RNA-Proben erfolgte nur in RNase freien Elektrophoresekammern, die zuvor mit DEPC (4.7) 

behandelt wurden.  

 

Um eine Bindung zwischen RNA und Ribosomen sichtbar zu machen wurden 0,5 % ige 

Agarosegele mit TMK-Puffer (4.5) verwendet. Für den Puffer wurde anstelle von EDTA 

Magnesium verwendet, um dass zerfallen der Ribosomen zu verhindern. Die RNA wurde 

radioaktiv Markiert (5.3.2/5.3.3). Durch das Magnesium im Puffer, im Gel und auch im 

Probenpuffer verlangsamt sich der Stromfluss. Zudem wurde das Agarosegel bei 4 °C und 40V 
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laufen gelassen. Nach fünf Stunden wurde das Agarosegel in Folie eingeschweißt und 

autoradiographiert.  

 

Polyacrylamidgele bestehen aus Acrylamid und N,N`-Methylenbisacrylamid und sind 

Polymerisationsprodukte. N,N`-Methylenbisacrylamid dient als Quervernetzer für die 

zweidimensionale Kettenbildung aus Acrylamid. Die Porengröße und damit der 

Auftrennungsbereich des Polyacrylamidgels werden durch die Acrylamidkonzentration und den 

Vernetzungsgrad bestimmt. Die Polymerisation ist eine Radikalkettenreaktion, die durch Zugabe 

von N,N,N`,N`-Tetramethyl-ethylendiamin (TEMED) katalysiert und durch 

Ammoniumperoxodisulfat (APS) gestartet wird.  

Die native PAGE wurde zur Kontrolle für in vitro transkribierte 6S RNA (5.2.10.4) verwendet. 

Es wurden 10 % Gellösungen mit einer Vernetzung von 19:1 (Acrylamid:Bisacrylamid) angesetzt 

und die Polymerisation wurde durch Zugabe von 25 l TEMED und 250 l APS gestartet. 

Anschließend wurde die Gellösung zwischen zwei gereinigte Glasplatten gegossen. Das 

auspolymerisierte Gel wurde in die Elektrophoresekammer eingespannt und als Laufpuffer wurde 

1 x TBE-Puffer (4.5) verwendet. Die Proben wurden vor dem Auftragen mit dem entsprechenden 

Volumen Formamid-Probenpuffer (4.5) vermengt und zur Denaturierung für einige Minuten auf 

96 °C erhitzt. Die Elektrophorese erfolgte bei 50 Watt.  

 

Die denaturierende PAGE wurde verwendet, um cDNA`s ihrer Größe entsprechend aufzutrennen, 

wie zum Beispiel bei den Primer-Extension Reaktionen (5.2.10.5). Es wurde dem Gel Harnstoff 

zugesetzt um Nukleinsäuren als einzelsträngige und frei von Sekundärstrukturen im Gel zu 

zeigen.  

Es wurden 15 %ige Polyacrylamidgele mit einer Vernetzung  von 19:1 (Acrylamid 

:Bisacrylamid) hergestellt, die 7 M Harnstoff und 1 x TBE-Puffer (4.5) enthielten. Nachdem sich 

der Harnstoff gelöst hatte wurde die Lösung für einige Minuten entgast, um spätere 

Blasenbildung im Gel zu verhindern. Anschließend erfolgte die Zugabe von TEMED und APS. 

Die Gellösung wurde in die vorbereiteten und gereinigten Glasplatten gegossen. Das Gel wurde 

in drei Watt-abhängigen Stufen vorgeheizt (10 min. 25 W, 10 min. 50 W, 10 min. 75 W). Als 

Laufpuffer wurde 1 x TBE (4.5) verwendet. Die zu analysierenden Nukleinsäureproben wurden 

mit Formamid-Probenpuffer (4.5) versetzt, für 3 min. bei 96 °C denaturiert und zentrifugiert. Die 
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Proben wurden auf das vorbereitete Gel aufgetragen und bei 90 Watt aufgetrennt. Um eine 

radioaktive Kontamination des Puffers gering zu halten, wurde die Anodenseite der Glasplatten 

zuvor mit DE-81 Ionenaustauschpapier umwickelt.  

 

Die Auftrennung der Proteine erfolgte über ihr Molekulargewicht. Bei dieser Methode wird ein 

engporiges Trenngel (15 % PAA, 375 mM Tris-HCL, pH 8,8, 0,1 % SDS) mit einem 

weitporigem Sammelgel (6 % PAA, 125 mM Tris-HCL, pH 6,8, 0,1 % SDS) kombiniert. Die 

Trennung der Proteine wurde durch die verschiedenen pH-Werte der Sammel- und Trenngele 

verstärkt. Natriumdodecylsulfat (SDS) befand sich als denaturierendes Agens sowohl im Gel als 

auch in den Proben. SDS zerstört fast alle kovalenten Wechselwirkungen im Protein, weiterhin 

lagern sich die hydrophoben Reste der SDS-Anionen an die Proteinketten. Dadurch wird die 

Einlagerung der Proteine überdeckt und die Proteine werden ihrem Molekulargewicht 

entsprechend aufgetrennt.  

Vor dem Auftragen der Proben auf das Gel wurden diese mit 1/4 Volumen 4 x SDS-Probenpuffer 

und 3 l ß-Mercaptoethanol versetzt. Die Proben wurden für 5 min. bei 96 °C denaturiert und 

zentrifugiert. Die Trennung der Proben erfolgte bei 120 Volt über Nacht. Als Laufpuffer wurde 

1x SDS-Puffer (4.5) verwendet.  

 

Lösung A:        30 % Acrylamid/  
        Bisacrylamid-Lösung (29:1)  
 

Lösung B:        1,5 M Tris-HCl, pH 8,8  

 

Lösung C:        10 % (w/v) SDS  

 

Lösung D:        0,5 M Tris-HCl, pH 6,8  

 

Klebegel:        1 % Agarose  

 

Großes SDS-Gel:       B x H x T  
70 ml Trenngel:       310 mm x 180 mm x 1 mm  
20 ml Sammelgel:       310 mm x 50 mm x 1 mm  
 

Kleines SDS-Gel:       B x H x T  
40 ml Trenngel:       180 mm x 120 mm x 1 mm  
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10 ml Sammelgel:       180 mm x 40 mm x 1 mm  
 

Anschließend wurde das Gel Coomassie (5.2.8.3) oder Silber (5.2.8.2) gefärbt.  

 

 

 

5.2.8 Nachweis von Nukleinsäuren und Proteinen  

 

 

Die Methode der Silberfärbung von Nukleinsäuren erfolgte nach (Beidler et al., 1982). Nach der 

Gelelektrophorese wurde das Gel für 5 min in Fixierlösung I geschwenkt. Danach wurde für 10 

min eine Silbernitratlösung auf das Gel gegeben und anschließend dreimal für je eine Minute in 

Aqua dest. gewaschen. Das Gel wurde in frisch angesetzter Entwicklerlösung geschwenkt bis 

Banden zu erkennen waren. Um die Entwicklung zu stoppen wurde das Gel 10 min in 

Fixierlösung II geschwenkt.  

 

Fixierlösung I:       10 % (v/v) Ethanol  
        0,5 % (v/v) Essigsäure  
 

Silberlösung:        2 g AgNO3/l in Aqua dest.  

 

Entwicklerlösung:       15 g NaOH  
        0,08 g Na2BH4  
        4 ml Formaldehyd (37%ig)  
        ad 1l mit Aqua dest.  
 

Fixierlösung II:       0,75 % (v/v) Na2CO3  

 

Die Silberfärbung von Proteinen in Polyacrylamidgelen ist sensitiver als die Coomassie-Färbung. 

Die Proteine können schon ab 2-5 ng pro Bande detektiert werden. Die Methode erfolgte nach 

der Beschreibung von Blum & Gross (1987). Allerdings ist mit der Silberfärbung eine 

quantitative Analyse von Proteinen in PAA-Gelen nicht möglich.  
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Für die Färbung wurde zunächst das Gel über Nacht in Fixierlösung I geschüttelt (Gerhardt, 

Schüttelmaschine LS10). Danach wurde das Gel zweimal für 10 min in 50 % Methanol 

geschwenkt und zum Schluss einmal in 30 % Ethanol. Anschließend wurde das Gel dreimal für 

jeweils 30 sek in Aqua dest. gewaschen und dann für 20 min in die Silbernitratlösung gegeben. 

Daraufhin wurde das Gel so lange in der Entwicklerlösung geschwenkt, bis Banden deutlich 

zuerkennen waren. Durch schwenken in der Fixierlösung II wurde die Reaktion gestoppt.  

 

Fixierlösung I:       50 % (v/v) Methanol  
        12 % (v/v) Essigsäure  
        0,0185 % (v/v) Formaldehyd  
 

Färbelösung:        2 g/l Silbernitrat  
        0,028 % (v/v) Formaldehyd  
 

Entwickler:        60 g/l Natriumcarbonat  
        0,04 g/l Natriumthiosulfat  
        0,0185 % (v/v) Formaldehyd  
 

Fixierlösung II:       25 % (v/v) Methanol  
        6 % (v/v) Essigsäure  
 

Für den quantitativen Nachweis von Proteinen in SDS-Polyacrylamidgelen wurde die 

Coomassie-Färbung angewendet. Die Methode ist jedoch, weit aus weniger sensitiv, als die 

Silberfärbung, da hier nur Proteine ab 50 ng pro Bande zu erkennen sind.  

Das Gel wurde für eine Stunde in der Färbelösung horizontal geschüttelt und anschließend in 

Entfärbelösung geschwenkt bis die Bande gut zu erkennen und der Hintergrund fast entfärbt war.  

 

Färbelösung:        50 % (v/v) Methanol  
        10 % (v/v) Essigsäure  
        0,1 % (w/v) Coomassie Brilliant  
        Blue R250  
 

Entfärbelösung:       10 % (v/v) Methanol  
        10 % (v/v) Essigsäure  
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Der Nachweis radioaktiv markierter Nukleinsäuren in Polyacrylamidgelen erfolgte durch die 

Exposition von Röntgenfilmen. Nach der Elektrophorese wurden die Gele auf einen gebrauchten 

Röntgenfilm aufgezogen, mit Polyethylenfolie bedeckt und in eine Expositionskassette (Siemens) 

gelegt. In der Dunkelkammer wurde bei Rotlicht ein Röntgenfilm (Kodak X-Omat AR oder FUJI 

RX) auf das Gel gelegt und für 1 bis 7 Tage bei - 70 °C exponiert. Bei besonders schwacher 

radioaktivität im Gel konnte noch eine Verstärkerfolie aufgelegt werden, die die exposition um 

das ca. 7 fache verstärkt. Für die Entwicklung der Röntgenfilme wurde die Entwicklermaschine 

AGFA Curix 60 verwendet.  

 

5.2.9 Enzymatische Reaktionen  

 

Für die Restriktionshydrolyse wurden Restriktionsenzyme der Klasse II verwendet. Diese 

schneiden innerhalb ihrer Erkennungssequenz. Je nach Enzym entstehen glatte Enden (blunt 

ends) oder 3’ bzw. 5’ Überhängende Enden (sticky ends). Die Restriktion wurde nach 

Herstellerangaben durchgeführt und auf einem Agarosegel (5.2.7.1) kontrolliert.  

 

Mit Hilfe der Polymerasekettenreaktion (PCR) lassen sich Nukleinsäurefragmente in vitro 

amplifizieren. Die dabei ausgewählten Oligonukleotide sind sequenzspezifisch und flankieren die 

Ziel-DNA. Diese hybridisieren (annealing) dann an die DNA und werden durch die 

thermostabile DNA-Polymerase und den Eingebauten dNTPs verlängert. Der Einbau der dNTPs 

erfolgt komplementär zur Ziel DNA (extension). Anschließend erfolgt eine kurze Denaturierung 

und die gebildeten Doppelstränge werden getrennt. Das Hybridisieren der Oligonukleotiden, 

deren Verlängerung und Denaturierung wiederholt werden und es kommt zu einer exponentiellen 

Amplifikation des PCR-Produktes.  

Für die PCRs wurde die Phusion high-fidelity DNA-Polymerase verwendet, da sie eine 3’- 5’- 

Exonukleaseaktivität (proofreading) besitzt, wodurch die Fehlerrate beim Nukleotideinbau 

reduziert wird (4,4 x 10-7, Finnzymes). Die Reaktion erfolgte mit 1x HF Puffer, 10 mM dNTPs, 

5-10 ng Plasmid oder 500 ng genomischer DNA, 10 M Primer und 0,4 U Phusion high-fidelity 

DNA-Polymerase in einem 20 l Ansatz. Je nach Länge und Art der PCR wurden 20 bis 35 
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Zyklen im Mastercycler epigradient S (Eppendorf) durchgeführt. Da die Annealingtemperatur 

von der Schmelztemperatur der Oligonukleotide abhängt, musste diese zuerst nach folgender 

Formel ermittelt werden.  

 

  Tm = 69,3 + 0,41 (G+C) % - 650/L 

  L = Länge des Primers (bp)  

 

Um die Temperatur mit der höchsten Ausbeute zu ermitteln, wurden Temperatur-Gradienten-

PCRs mit zehn verschiedenen Temperaturen durchgeführt.  

Die Aufreinigung des PCR-Produktes erfolgte durch das Qiaquick PCR Purifications Kit.  

 

PCR für das PGK-Insert:    PCR für den Vektor:  

98 °C   30 sek      98 °C   30 sek  
98 °C   10 sek      98 °C   10 sek  
50 – 58 °C  20 sek      60 – 66 °C  15 sek  
72 °C   30 sek      72 °C   2,30 min  
72 °C   5 – 10 min     72 °C   5 min  
4 °C   hold      4 °C   hold  
 25 Zyklen       25 Zyklen  
 

PCR für die cat-Kassette:  

98 °C   30 sek  
98 °C   10 sek  
50 – 60 °C  30 sek  
72 °C   25 sek  
72 °C   10 min  
4 °C   hold  
 25 Zyklen  
 

Die Klonierung wurde mit dem Kit In-Fusion® HD Cloning, wie von Hersteller (Clontech) 

Beschrieben durchgeführt.  
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5.3 Spezielle  molekularbiologische Methoden  

 

5.3.1 5’ Phosphorylierung zur radioaktiven Markierung von DNA-Oligonukleotiden  

Synthetisch hergestellte Desoxyoligonukleotide sind am 5’ Ende unphosphoryliert und konnten 

so radioaktiv markiert werden. So wurde die -Phosphatgruppe des ATP’s durch eine 

Kinasierungsreaktion mit der freien 5’ OH-Gruppe des Desoyoligonukleotids kovalent verknüpft. 

Die radioaktive Markierung wurde mit dem Enzym T4-Polynukleotidkinase (PNK) und dem 

radioaktiven [ 32-P] -ATP durchgeführt. Zu Beginn wurden 20 pmol des gewünschten 

Oligonukleotids mit 1 Unit PNK, 10 x PNK-Puffer und 30 μCi [ 32-P] -ATP in ein 

Reaktionsvolumen von 21 μl gebracht und für 45 min. bei 37 °C inkubiert. Anschließend wurde 

das Enzym für 10 min. bei 68 °C inaktiviert und das Oligonukleotid durch Zugabe von 1/20 

Volumen Glykogen (20 μg/ml), 1/10 Volumen 7,5 M Ammoniumacetat (NH4OAc) und 100 μl 

absolut Ethanol gefällt (5.2.2.2). Durch eine Zentrifugation (45 min., 12.000 rpm, 4 °C, Hettich 

Zentrifuge Mikro 200R) wurde das markierte Oligonukleotid pelletiert. Das Pellet wurde noch 

mal mit 80 % Ethanol gewaschen, an der Luft getrocknet und in 40 μl TE-Puffer (4.5) gelöst. Für 

die anschließende Primer-Extension Reaktion wurden jeweils 1 μl des markierten 

Oligonukleotids eingesetzt.  

 

5.3.2 3’- Endmarkierung von RNA mit 5`-32(P)pCp 

Zur radioaktiven 3’- Endmarkierung wurde ein radioaktiv markiertes Cystidin mittels T4-RNA 

Ligase an das 3’- Ende der RNA gebunden. Hierzu wurden 1 μg RNA mit 10 % DMSO, 20 U 

T4-RNA Ligase, 1 x Ligasepuffer und 10 μCi 5’-32(P)pCp in einem Reaktionsansatz von 20 μl 

über Nacht bei 4 °C inkubiert. Nach der Inkubation wurde der Reaktionsansatz Ethanolgefällt 

(5.2.2.2), wobei hier zusätzlich 1 μl Glykogen und 2 μl 3M NaOAc pH 5,3 zugegeben wurden 

sind. Anschließend wurde das Pellet in 100 μl TE-Puffer (4.5) gelöst.  

 

5.3.3 5’ OH Markierung der 6S RNA  

Um das 5’-Ende einer RNA zu markieren muss diese zuerst am 5’-Ende eine OH-Gruppe tragen. 

Dafür wurde eine in vitro Transkiption mit 200 mM Guanosin, in DMSO gelöst pro Ansatz, 

durchgeführt. Die so generierte 6S RNA (1 g) wurde in einem 20 μl Ansatz mit 1 x PNK-Puffer, 

20 μCi  [ 32-P] -ATP und 1 U PNK 45 min bei 37 °C inkubiert und anschließend um die 
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Kinasierungsreaktion zu stoppen 20 min bei 68 °C inkubiert. Es folgte eine Ethanolfällung 

(5.2.2.2) mit 1 μl Glykogen (20 μg/μl) und 2 μl 7,5 M NH4OAc und eine direkte Zentrifugation 

(4 °C; 13.000 rpm; 45 min; Hettich Zentrifuge Mikro 200R). Die Radioaktivität sollte mindestens 

zu Hälfte im Pellet sein. Das Pellet wurde noch gewaschen, getrocknet und in 70 μl TE-Puffer 

(4.5) gelöst.  

 

5.3.4 In vitro Transkription zur präparativen Gewinnung von RNA (RiboMAX)  

Durch das RiboMAX-System von Promega konnte im präparativen Maßstab durch eine in vitro 

Synthese RNA hergestellt werden. Die dafür verwendete Phagenspezifische T7-RNA-Polymerase 

benötigt für die Transkriptionsinitiation einen T7-Promoter. Dieser befindet sich auf dem Plasmid 

pUC18-T7 und kodiert für das downstream gelegene, klonierte ssrS Gen. Durch Linearisierung 

der Vektoren mit dem Restriktionsenzym StuI downstream des ssrS Gens, kann die RNA-

Polymerase von dem template-Plasmid abfallen und eine neue Transkription initiieren. Diese Art 

der in vitro Transkription nennt man „multiple-round run-off“ Transkription.  

Für die Transkription wurden jeweils 20 Ansätze mit je 30 l Reaktionsvolumen angesetzt. In 

jeden Ansatz wurden 4 pmol linearisiertes Plasmid, 3 mM 4 NTP-Mix, 1,5 l Pyrophosphatase 

(0,1U/ l), 15 U RNasin und 288 U T7-RNA-Polymerase in 1 x RiboMax-Puffer sowie 6 mM 

DTT pipettiert. Die Ansätze wurden bei 37 °C für eine Stunde inkubiert und anschließend auf 

einem analytischen Agarosegel (5.2.7.1) kontrolliert. War die Transkription erfolgreich wurden 

die Proben vereinigt und auf einem präparativen Agarosegel aufgetrennt und eluiert (5.2.2.5). 

Das Eluat wurde Phenol/Chloroform (5.2.2.1) extrahiert und Ethalolgefällt (5.2.2.2).  

 

5x RiboMAX-Puffer:    400 mM Hepes-KOH, pH 7,5  
      60 mM MgCl2  
      10 mM Spermidin  
      200 mM DTT  
 

5.3.5 Primer Extension Reaktion  

Bei der Primer Extension Reaktion wurde eine von (Stern et al., 1988) beschriebene Methode 

durchgeführt. Die zu analysierende RNA wurde als Template benutzt und mittels viraler reverser 

Transkriptase (AMV) in eine copy-DNA (cDNA) umgeschrieben.  

Zu Beginn wurde ein 5’- -32P-markiertes DNA-Oligonukleotid (5.2.10.1) zu einer bestimmten 

Menge an RNA sowie 5 x Hybridisierungspuffer gegeben und für kurze Zeit auf 70 °C erhitzt. 

Dadurch schmolzen die DNA-Oligonukleotide auf und bei der Abkühlung auf RT konnten sich 
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die radioaktiv markierten Oligos an die RNA anlagern. Nach der Hybridisierung wurde der PE-

Prämix zugegeben. Mittels der Reversen Transkriptase konnte die cDNA-Synthese unter Einbau 

von dNTPs erfolgen. Die Ansätze wurden bei 42 °C, 30 min. inkubiert und anschließend wurde 

die Reaktion mit 5 μl Formamid-Probenpuffer (4.5) gestoppt. Die Proben wurden durch eine 

Inkubation von 4 min. bei 100 °C denaturiert. Es wurden jeweils 10 - 14 μl der Probe auf ein 10 - 

15 %ige dPAGE (5.2.7.3) aufgetragen und aufgetrennt.  

 

PE-Prämix:     5 x AMV Puffer     2 l  
     Tris/HCl 100 mM pH 7,5    3,58 l  
     4 dNTP-Mix 10 mM     0,2 l  
     AMV RT (10 U/ l)     0,22 l  
 

5 x Hybridisierungspuffer :   500 mM KCL  
     250 mM Tris/HCL pH 8  
 

 

5.3.6 Gesamt NTP Bestimmung  

Dieser Methode liegt zu Grunde, dass radioaktiv markiertes Phosphat in den Phosphat-

Methabolismus noch wachsender Zellen eingebaut wird. Dies konnte später sichtbar gemacht 

werden, indem die NTPs nach ihrer Ladung und den physikalisch-chemischen Eigenschaften 

aufgetrennt wurden. Das Lösungsmittel (0,85 M KH2PO4) wandert durch die Kapillarkräfte die 

Trennplatte (Polygram  CEL 300 PEI/UV254) aufwärts und die NTPs wandern ihrer Ladung 

entsprechen mit.  

Zu Beginn musste die Phosphorsäure (23PH3PO4) neutralisiert werden. Dazu wurden 3,7 l 

Stammaktivität (200 Ci von Hartmann) mit 33,3 l 151 mM NaOH versetzt, so dass in 3,7 l 

nur noch 20 Ci vorhanden waren.  

Zur gesamt NTP-Bestimmung mussten zuerst aus einer üN Kultur 100 ml Flüssigmedium 

angeimpft werden. Dann wurden in der gewünschten Phase (exponentielle/ logarithmische, 

transitions- oder stationäre Phase) 100 l Zellen in ein 1,5 ml Eppendorfreaktionsgefäß überführt 

und mit 3,7 l neutralisierter Phosphorsäure gemischt. Dies wurde für eine Stunde bei 37 °C 

schüttelnd inkubiert. Nach der Inkubation wurden 100 l 1 M Ameisensäure zu den Proben 

gegeben und dreimal eine Tau/Frier-Lyse durchgeführt. Anschließend wurde das Gemisch bei 4 

°C für 15 min., 13.000 rpm zentrifugiert (Hettich Zentrifuge Mikro 200R). Der Überstand wurde 

in ein neues Reaktionsgefäß überführt.  
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Die Dünnschicht-Chromatographie Platten wurde zuvor leer in 2N Ameisensäure (pH 2,2 mit 

Pyridin) laufen gelassen und gut an der Luft getrocknet. Vor Gebrauch wurden die Platten noch 

zu recht geschnitten und aufskizziert, wo die Proben aufgetragen werden sollten.  

Die Proben wurden jeweils in 2 l Schritten auf die Platte aufgetragen und 2 x mit 10 % 

Zitronensäure und Aqua dest. für 10 min. gewaschen. Darauf hin wurde die Platte getrocknet und 

senkrecht in 50 ml 0,85 M KH2PO4 laufen gelassen.  

Die Platte wurde mit einem Röntgenfilm zusammen in eine Expositionskassette gelegt und bei - 

20 °C inkubiert.  

Für die zweite Dimension (2D) wurde die Platte wieder an der Luft getrocknet und um 90° 

senkrecht gedreht. Für die zweite Dimension wurde die Platte in 1 M LiCl mit 10 % H3Bo3 laufen 

gelassen.  

 

5.3.7 Retardierungsanalyse  

Die Retardierung dient der Analyse von Bindungen zwischen Proteinen und Nukleinsäuren. 

Durch ein verzögertes Laufverhalten des RNA-Protein-Komplexesauf Grund des 

Größengewichts im Gel kann sowohl die freie RNA als auch der Komplex dedektiert werden. In 

die 15 bis 20 μl Ansätze wurde die 6S RNA, ein beliebiges Protein sowie KGlu80-Puffer (4.5) 

oder Puffer D (5.2.11.1) zugegeben. In einigen Fällen kann auch MgCl2 hinzugefügt werden. Die 

6S RNA hat eine Konzentration von 15 nMol und die Proteine wurden im Überschuss zugegeben. 

Nach einer 10 min. Inkubation bei 30 °C wurden 0,75 μl Heparin (f.c. 100 ng/μl) eingesetzt um 

eine unspezifische Komplexbildung zu verhindern. Anschließend wurde noch einmal bei 30 °C 

für 5 min. inkubiert und 5 μl 2 x TBE-Probenpuffer (4.5) zugegeben. Die Reaktionsansätze 

wurden auf einem 5 %igen Polyacrylamidgel (5.2.7.2) aufgetragen und bei 30 mA laufen 

gelassen.  

 

5.3.8 Northern Blot Analyse  

Für die Northern Blot Analyse wurden 5 bis 10 μg RNA auf eine 10 %ige dPAGE (5.2.7.2) 

aufgetrennt. Nach der Elektrophorese wurde das Gel auf Höhe der Produkte, auf die 

entsprechende Größe zurechtgeschnitten und auf eine Nylon-Membran (GE, Amersham 

HybondTM-N+) übertragen. Zunächst wurde in die Elektroblot-Apparatur (Owi, PantherTM 

Semidry Electroblotter, Model HEP-1) drei, mit 1 x TBE-Puffer (4.5) angefeuchtete Whatmann 

3MM Papiere gelegt und anschließend die Membran mit dem Gel zu Seite der Kathode. Auf die 

Membran wurden drei weiter feuchte Whatmann 3MM Papiere gelegt und für eine Stunde bei 
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600 mA geblottet. Anschließend erfolgte die UV-Quervernetzung (Stratagen, UV StratalinkerTM 

1800, Autocrosslink, entspricht 120 mJ), wodurch die RNA kovalent an die Membran gebunden 

wurde.   

Um die RNA-Moleküle zu detektieren, wurde die Membran, mit der gebundenen RNA nach 

innen, in ein Hybridisierungsröhrchen gelegt. Die Prähybridisierung erfolgte für 2 h mit 20 ml 

Hybridisierungspuffer bei der gewünschten Temperatur (5-10 °C unterhalb der 

Schmelztemperatur des Oligonukleotids). Anschließend wurde die Lösung verworfen und mit 

weiteren 20 ml Hybridisierungspuffer mit 6 μl Oligonukleotid üN Hybridisiert. Am nächsten Tag 

wurde die Membran 3 x für 30 min mit 50 ml Waschpuffer gewaschen und autoradiographiert 

(5.2.8.4).  

 

Hybridisierungslösung:   5 x SSC-Puffer  
     7,5 % SDS  
     50 μg/ml Heringssperm-DNA  
     5-10 pmol 32P markiertes Oligonukleotid  

 

 Waschpuffer:     5 x SSC-Puffer  
      0,1 % SDS  
 

 20x SSC-Puffer:    300 mM Natriumcitrat  
      3M NaCl  
      pH 7,0  
 

5.3.9 Alkalische Hydrolyse von RNA  

Bei einem alkalischem pH-Wert führt die limitierende Hydrolyse radioaktiv markierter RNA zu 

einer Vielzahl von verschieden langen RNA-Fragmenten. Diese können elektrophoretisch 

aufgetrennt werden und als „Leiter“ (OH-Leiter) dienen.  

Es wurden jeweils 2 μl radioaktiv markierte RNA mit 10 μg tRNA als Carrier in 16 μl Alkli-

Puffer gelöstund 3, 5, 7 min bei 83 °C erhitzt. Die Proben wurden auf 100 μl mit Aqua dest. 

aufgefüllt und Ethanolgefällt (5.2.2.2). Die unterschiedlichen Präzipitate wurden gemischt und 

jeweils 100 cps auf eine dPAGE aufgetragen.  

 

  Alkali-Puffer: 50 mM Natriumcarbonat  
    50 mM Natriumhydrogencarbonat  
    pH 9,5  
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5.3.10 Enzymatischer Footprint mit RNase  

Mit der Footprint-Methode können spezifische Bindestellen der Proteine auf Nukleinsäuren 

nachgewiesen werden. Für den enzymatischen Footprint wurde sowohl 3’ also auch 5’ markierte 

6S RNA (5.2.10.2 / 5.2.10.3) über eine 5 % dPAGE aufgereinigt und in TE-Puffer (4.5) gelöst. 

Es wurden die RNasen T1 und V1 verwendet. Die RNase T1 schneidet hinter einem 

einzelsträngigen G und die RNase V1 schneidet unspezifisch doppelstrang RNA. Zuerst 

komplexierte bei 30 °C das Protein (Hfq oder PGK) an die RNA (5.2.10.7 EMSA). Nach der 

Komplexbildung wurde 20 bis 100 ng/μl Heparin als Kompetitor zugefügt und anschließend ein 

RNase T1 (3 U) oder V1 (20 mU) Restriktionsdau durchgeführt. Die Proben wurden jeweils mit 

der RNase versetzt und 15 min bei 30 °C inkubiert. Nach dem RNase-Dau wurden die Ansätze 

auf 100 μl mit Aqua dest. aufgefüllt und Phenol/Chloroform extrahiert und EtOH gefällt. Das 

Pellet wurde in 10 μl TE-Puffer (4.5) und Formamid-Probenpuffer (4.5) gelöst und 10 μl vom 

Ansatz auf eine 10 % ige dPAGE aufgetragen und für ca. 1  h laufen gelassen, bis der 

BromphenolBlau Farbmarker aus dem Gel gelaufen ist. Anschließend wurden die restlichen 10 μl 

der Probe aufgetragen und Autoradiographiert (5.2.8.4).  

 

5.3.11 Hydroxylradikal Footprint Analyse von 6S RNA  

Mit dieser Methode können strukturelle Informationen über die Bindung eines Proteins an die 

RNA aufgedeckt werden. Die Hydroxylradikal-Footrpint Methode wurde in Anlehnung an die 

von Hüttenhofer und Noller (1992) und Schickor und Heumann (1994) beschrieben durchgeführt. 

Bei der Dekompensation von Wasserstoffperoxid mit der Beteiligung von Metallionen (hier 

Eisen) als Katalysatoren entstehen Hydroxylradikale (starkes Oxidationsmittel). Durch die 

Oxidation von Eisen (II) zu Eisen (III) entstehen Hydroxyradikale die ein H-Atom abstrahieren 

und sich bevorzugt an Doppelbindungen anlagern.  

Fenton-Reaktion: 

 

   .O2- + Fe3+  O2 + Fe2+ 

H2O2 + Fe2+ + H+  .OH + Fe3+ + H2O  

 

Die entstehenden Hydroxylradikale sind so reaktiv, dass sie direkt mit benachbarten RNA-

Molekülen reagieren. Für die 6S RNA Hydroxylradikal-Footprints wurde die 3’ oder auch 5’ 

radioaktiv markierte RNA zuerst mit dem Protein komplexiert. In dieser Arbeit wurde in 

verschiedenen Konzentrationen PGK und Hfq als Bindeprotein verwendet. Nach der Komplex-
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Bildung, erfolgte ein kurze Inkubation mit Heparin als Kompetitor und anschließend wurde 

jeweils 1 μl von den Hydroxylradikal-Footprint-Reagenzien an die Eppendorfwand pipettiert. 

Die vier Reagenzien wurden vermischt und kurz zu der Probe auf dem Eppendorfgefäßboden 

zentrifugiert. Nach einer Inkubation von 10 min bei 4 °C auf Eis wurde die Reaktion mit 0,1 M 

Urea gestoppt, dann folgte eine Phenol/Chloroform Extraktion (5.2.2.1) und Ethanolfällung 

(5.2.2.2). Das Pellet wurde in 10 μl Aqua dest. und 10 μl Formamidprobenpuffer (4.5) 

aufgenommen. Die so behandelten Proben wurden dann auf einem 10 %igen dPAGE (5.2.7.3) 

aufgetrennt und anschließend autoradiographiert (5.2.8.4).  

 

 Hydroxylradikal-Footprint-Reagenzien:  50 mM Fe(NH4)2(SO4)2  
       2,5 % H2O2  
       100 mM EDTA, pH 8,0  
       250 mM Na-Ascorbat  
 

 

5.3.12 Filterbindung von Ribosomen an 6S RNA  

Um eine Interaktion von 6S RNA an Ribosomen zu untersuchen wurde die Filterbindungs-

analyse durchgeführt. Da Ribosomen aus vielen Proteinen und RNAs bestehen und damit auch 

ein sehr hohes Molekulargewicht besitzen laufen sie nicht in ein uns übliches Gel ein. Bei der 

Filterbindung bleiben Ribosomen mit/ohne gebundener 6S RNA an der Filterstruktur hängen und 

die nicht gebundene 32P gelabelte 6S RNA wurde anschließend durch den Filter gewaschen. Die 

Filter, die die Ribosomen mit gebundener 6S RNA haben, zeigen im Szintilationszähler eine 

höhere Radioaktivität als ohne gebundener 6S RNA.   

Die Filter (Membranfilter; 25mm Durchmesser; 0,45 μm) wurden vor gebrauch in Waschpuffer 

eingelegt und dann in die Vorrichtung (Filtertrichter; 3Piece Filter Funnel Compete Unit; 25 mm) 

geklemmt und unter Vakuum angesaugt. Die Bindung der 6S RNA und der Ribosomen erfolgte 

für 10 min bei 37 °C und anschließend wurde die Probe auf den Filter gegeben und mit eiskaltem 

Waschpuffer nachgespült. Um die Bindung zu begünstigen wurde zu der Probe Bindepuffer 

gegeben. Die Filter wurden unter Rotlicht getrocknet und im Szintilationszähler (Beckman LS 

5000 TD) ausgewertet.  

 

 Waschpuffer:    50 mM NH4Cl2  
     10 mM Magnesiumacetat  
     10 mM Tris-HCL, pH 7,2   
 2x Bindepuffer:   40 mM Tris-HCL, pH 7,5  
     200 mM NH4Cl2  
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     20 mM MgCl2  
     20 mM ß-Mercaptoethanol  
 

 

5.3.13 Untersuchung von RNA – Protein Wechselwirkung mit den Adipic acid 

dihydrazide-Agarose Beads  

 

Bei dieser Methode sollte die RNA an eine stationäre Phase (Agarose Beads) gebunden werden, 

diese binden kovalent und fixieren die RNA. Die Proteine werden auf die ligandenbestückte 

Matrix gegeben und die gebundenen Proteine können so fixiert werden. Nach den Waschschritten 

wurden die gebundenen Proteine von der RNA gelöst.  

Für den in vitro RNA pull down Versuch musste zuerst die RNA am 3’Ende mit Periodate 

(NaIO4) oxidiert werden. Durch die Oxidation wurde der Zuckerring am 3’Ende der RNA 

irreversiebel aufgeschmolzen. Die Reaktion läuft im Dunkeln für 1 h bei RT ab und hat ein 

Endvolumen von 200 μl. Es wurden 500 pmol 6S RNA und 5 mM Periodate gelöst in 0,1 M 

NaOAc pH 5,0 zusammen pipettiert. Anschließend erfolgte eine RNA prezipitation mit EtOH 

(5.2.2.2). Das Pellet wurde in 100 μl 0,1 M NaOAc pH 5,0 gelöst. Um nun die dihydrazide-

Agarose Beads an die oxidierte RNA zu koppeln, wurden die Beads zuvor 4 x mit 0,1 M NaOAc 

pH 5,0 gewaschen. Es wurden jeweils 1 ml zu den Beads (200 μl) gegeben, für 1 min bei 3000 

rpm zentrifugiert (Hettich Zentrifuge Mikro 200R), anschließend 5-10 min. die Beads sinken 

lassen und daraufhin den Überstand verworfen und wiederholt. Nach dem Waschen wurden die 

Beads mit der RNA gemischt und über Nacht bei 4 °C im dunklen schüttelnd inkubiert. Am 

nächsten Tag wurde die RNA mit den gekoppelten Beads erneut gewaschen, dieses Mal jedoch 

immer bei 4 °C, 3 x mit 2M KCL und anschließend 3 x mit Puffer D. Die Beads mit der 

gebundenen RNA wurde mit 500 bis 750 μg Protein Rohextrakt (KS1), 1,5 mM MgCl2 und 

RNasin (RNase inhibitor) in einem finalen Volumen von 500 μl 30 min bei RT rotierend 

inkubiert. Anschließend wurden die Beads mit der gebundenen 6S RNA und dem Protein 6x 

gewaschen. Jeweils 4x mit 400 μl Puffer D mit 1,5 mM MgCl2 und 2x mit H2O. Die Überstände 

nach den jeweiligen Waschschritten wurden auch gefällt und auf einem SDS-Gel kontrolliert.  

Die Elution erfolgte über einen hochmolaren Salzpuffer. Es wurden 100 μl Elutions-Puffer zu der 

Probe gegeben und für 5 min inkubiert. Anschließend die Beads wieder zentrifugiert und den 

proteinhaltigen Überstand abgenommen und gefällt. Ja nach Wunsch mit TCA oder mit Aceton.  
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Puffer D:    20 mM Tris/HCL pH 7,9  
    6 % (v/v) Glycerin  
    0,1 M KCL  
    0,2 mM EDTA  
    0,5 mM DTT  

 

 Elutions-Puffer:   10 mM Hepes, pH 7  
     50 mM KCL  
     10 % Glycerin  
     1 mM EDTA  
     10 mM MgCl2  
     1 mM DTT  
     1 M NaCl  
 

Sowohl der Durchfluss, als auch die Waschschritte und die Elution wurden auf einem SDS-Gel 

(5.2.7.4) bildlich dargestellt. Die gebundenen Proteine, in der Elutionsspur wurden aus dem Gel 

geschnitten und für die MALDI-TOF-MS Analyse vorbereitet.  

 

Bei dieser Gelelution von Proteinbanden aus SDS-Gelen wurden die Proben gleichzeitig für die 

folgende MALDI-TOF-MS Analyse vorbereitet. Zu Beginn wurden die Banden mit einem 

sterilen Skalpell scharf ausgeschnitten, in ein 1,5 ml Eppendorfreaktionsgefäß überführt und mit 

750 l 30 % Acetonitril in 0,1 M Ammoniumhydrogencarbonat überschichtet. Dieses wurde bei 

RT 10 min. leicht geschüttelt und die Lösung abgehoben und den Schritt wiederholen. Das 

Gelstück wurde 20 min in einer Lyophylle getrocknet und mit 6 l 3 mM Tris-HCl (pH 8,8) + 

Trypsin (10 ng/ l Endkonzentration) rehydratisiert. Die Lösung wurde mit den Gelstückchen bei 

RT 30 min inkubiert und erneut 6 l 3 mM Tris-HCL (pH 8,8) zugegeben. Die Proben wurden 

über Nacht bei RT inkubiert. Anschließend wurden 10 l Aqua dest. zugegeben und erneut für 15 

min. bei RT inkubiert. Es folgte noch eine Zugabe von 10 l 30 % Acetonitril (v/v) mit 0,2 % 

(v/v) Trifluressigsäure und eine weitere Inkubation für 10 min. bei RT. Die Proben konnten bei -

20 °C gelagert wurden.  

 

5.3.14 Inaktivierung chromosomaler Gene nach Datsenko und Wanner 

Bei dieser Methode (Datsenko and Wanner 2000) können chromosomale Gene inaktiviert 

werden, durch den Austausch mit einer Antibiotika-Kassette mittels eines Helferplasmids. Für die 

Inaktivierung wurde das Helferplasmid pKD46 verwendet, welches das -Red-
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Rekombinasesystem (gam, ß und exo) aus dem  Phagen trägt. Damit findet der Austausch 

mittels homologer Rekombination über FRT-Sequenzen statt und zusätzlich wird der Abbau von 

linearer DNA durch die Exonuklease der Zelle verhindert.  

Zu Beginn wurden kompetente Zellen (5.2.12.2) des gewünschten Stammes, hier MG1655 

hergestellt. Diese wurden mit dem Helferplasmid pKD46 transformiert und in flüssigem YT-

Medium ( 4.5) angezogen und Glycerin-Stocks (5.1.4) angelegt.  

 

Zur Generierung der Chloramphenicol-Kassette wurden zunächst Primer so konstruiert, dass 

diese die FRT-Sequenzen, sowie die H1 und H2 Seqenzen beinhalten und flankierende 

Sequenzen des pgk-Gens. Durch das -Red-Rekombinasesystem kann durch homologe 

Recombination das PCR-Fragment, welche die angrenzenden Sequenzen des Zielgens beinhaltet 

ausgetauscht werden. Die PCR verläuft wie in 5.2.9.2 beschrieben.  

 

Da das Helferplasmid pKD46 temperatursensitiv ist, kann keine Transformation mittels 

Hitzeschock bei 42 °C durchgeführt werden. Für diese Arbeiten wurde die Elektro-transformation 

verwendet. Hierbei wurden üN-Kulturen angelegt und am nächsten Tag 1:50 in 50 ml SOB-

Medium (4.5) übergeimpft. Die Zellen wurden bei 30 °C, wegen des temperatursensitiven 

Plasmid (mit 10 mM L-Arabinose zur Aktivierung des -Red-Rekombinasesystem), bis zu einer 

OD600 von 0,6 schüttelnd, wachsen lassen (Rundschüttler, New Brunswick Scientific Gio 

Gyrotory, ca. 200 rpm). Die Zelllösung wurde 15 min bei 4500 rpm und 4 °C (Heraeus Megafuge 

1.0R) zentrifugiert und das Pellet vorsichtig in 50 ml eiskaltem 10 % Glycerin resuspendiert. Die 

gelösten Zellen wieder wie oben beschrieben zentrifugieren und das Pellet in 25 ml Glycerin 

resuspendieren. Die Zelllösung wurde erneut zentrifugiert und in 12,5 ml Glycerin gelöst. 

Anschließend folgte eine weitere Zentrifugation und das Pellet wurde in 2 ml Glycerin 

geschwenkt und in 40 l aliquotiert. Die Aliquots wurden in Flüssigstickstoff schockgefroren und 

bei -70 °C gelagert.  

 

Die kompetenten Zellen wurden schnell aufgetaut und auf Eis gelagert, sowie die 

Elektrotransformations-Küvetten und Küvettenhalter. Die Zellen wurden mit 1-2 l (ca. 7,5 ng) 
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DNA gemischt und für 1-2 min auf Eis gestellt. Die Zelllösung wurde in die 

Elektrotransformations-Küvette gegeben und das Programm (siehe unten) auf dem „Elektro Cell 

Manipulator 600“ eingestellt. Nach Durchführung der Elektroporation wurde sofort 1 ml SOC-

Medium (4.5) auf die Zellen gegeben und resuspendiert. Die Zellsuspension wurde in ein steriles 

Eppendorfgefäß überführt und 1 Stunde bei 30 – 35 °C schüttelnd, inkubiert. Es wurden jeweils 

200 l der Zellsuspension auf selektiven Agarplatten ausplattiert, hier bei dem Helferplasmid 

Ampicillin-Platten. 

 

Einstellungen am Elektro Cell Manipulator 600:  

Choose mode:   T 2,5 kV/Resistance High Voltage (HV)  

Set Capacitance:   C Not used in High Voltange Mode  

Set Resistance:   R R5 (129 ohms)  

Chamber Gap:    BTX Disposable Cuvette p/N 620  

Set charging Voltage:  S  2,5 kV  

Desired Field Strength:   12,5 kV/cm  

Desired Pulse Length:  t 5,1 msec  

5.3.15 Zellfärbung  

Zu Beginn wurden die Stämme in YT-Medium (4.5) angezogen bis zur gewünschten 

Wachstumsphase, hier die logarithmische und stationäre Phase. Das Zellwachstum wurde 

spektralphotometrisch überwacht und bei der gewünschten Phase wurden 5 ml Kultur pelletiert 

(6000 rpm; 4°C; 10 min; Beckmann Coulture). Die Zellpellets wurden in der logarithmischen 

Phase in 500 l PBS-Puffer (4.5) und in der stationären Phase in 2,5 ml PBS-Puffer gelöst. 0,5 ml 

DAPI (1 g/ ml in 50 % Glycerin) und 3 l Nilrot (0,5 mg/ml in DMSO) wurden in 2,5 ml PBS-

Puffer resuspendiert und jeweils 100 l zu 50 l Zelllösung gegeben.  Die Reaktionsgefäße mit 

den Zellen und der Färbelösung wurden für 10 min im Dunkeln inkubiert. In der Zwischenzeit 

wurde flüssige Agarose auf Objektträger getropft und ein zweiter Objektträger aufgelegt. 

Nachdem die Agarose ausgehärtet war, wurde der zweite Objektträger wieder entfernt und es 

konnten jeweils 4 l der Zelllösung auf die feste Agarose pipettiert werden. Auf das Präparat 

wurde vorsichtig ein Deckglas gelegt. Die Zellen wurden mit dem Zeiss Mikroskop Axio Imager 

M2 visualisiert.  

Der Farbstoff DAPI (4´, 6 – Diamidin-2-phenylindol) lagert sich in die kleine Furche der DNA 

an und färbt diese so. Nilrot markiert die Zellwand, weil es sich an die lipophilen Proteine 

anlagert, die besonders in der Zellwand zu finden sind.  
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5.3.16 Enzymtest mit PGK  

Die Enzymaktivität wurde spektralphotometrisch bei 340 nm, im Sekundentackt für 3 min bei 30 

°C gemessen. In die Reaktion wurden 100 mM TEA-Puffer pH 7,4 (500 μl / 200 mM), 1 mM 

EDTA pH 8,3 (10 μl / 100 mM), 2 mM MgSO4 (10 μl / 200 mM), 1 mM ATP (40 μl / 25 mM), 

10 mM 3-PGA (40 μl / 250 mM), 0,2 mM NADH (40 μl / 5 mM), 10 U/ml GAPDH und 60 

ng/ml PGK eingesetzt. Wobei das PGK in dem TEA-Puffer verdünnt wurde. Der Reaktionsansatz 

wurde auf 1 ml mit Aqua dest. aufgefüllt und die Reaktion mit der Zugabe von PGK gestartet. 

Die übrigen Reagenzien wurden bei 30 °C zusammen vorinkubiert für ca. 3-4 min. Die 6S RNA 

wurde in verschiedenen Konzentrationen hinzugegeben. Die gemessenen Werte wurden gegen 

die Zeit im Graphen aufgetragen.  
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6. Abkürzungsverzeichnis  

 

 

GvO      gentechnisch veränderter Organismus  

i. d. R.      in der Regel  

kb      Kilobasen  

kDa      Kilodalton  

      lambda (Wellenlänge)  

mA      Milliampere  

min      Minute  

μ      Wachstumsreate  

μg      Mikrogramm  

μM      Mikromolar  

mM      Millimolar  

mol      Stoffmenge: 1 mol = 6 x 1023 Teilchen  

mRNA     messenger RNA  

gRNA      gesamt RNA  

gProtein     gesamt Protein  

PGK      Phosphoglycerakt Kinase  

(E)PGK     Escherichia coli Phosphoglycerat Kinase  

(C)PGK     Corynebacterium glutamaticum Phosphoglycerat Kinase  

MW      Molekulargewichtsmarker  

ng      Nanogramm  

nM      Nanomolar  

NaOAc     Natriumacetat  

NS      Nukleinsäure  

NTP      Nukleosidtriphosphat  

OD600      optische Dichte bei 600 nm  

ori      Startpunkt  

[32P]      radioaktives Phosphorisotop  

P      Promoter  

PAA      Polyacrylamid  
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PAGE      Polyacrylamidgelelektrophorese  

PPi      Pyrophosphat  

ppGpp     Guanosin-3´,5´bispyrophosphat  

pH      pH-Wert  

RNA      Ribonukleinsäure  

RNAP      RNA-Polymerase  

RNase      Ribonuklease  

rpm      Umdrehungen pro Minute  

RPC      geschlossener RNAP-Promoter-Komplex  

RPO      offener RNAP-Promoter-Komplex  

RPinit      ternärer Promoter I  

rrn      ribosomale Transkriptionseinheit  

rRNA      ribosomale RNA  

RT      Raumtemperatur  

S      Svedberg (Sedimentationskoeffizient)  

SD      Standardabweichung  

SDS      Natriumdodecylsulfat  

sec      Sekunde  

ssNS      einzelsträngige Nukleinsäure  

Tab.      Tabelle  

TEMED     N,N,N`,N`-Tetramethylethylendiamin  

Tris      Tris(hydroxymethyl)-aminomethan  

tRNA      transfer-RNA  

U      Unit(s) (Enzymeinheit)  

UE      Untereinheit  

üN      über Nacht  

UV      ultraviolett  

V      Volt  

vgl.      vergleiche  

v/v      „volume per volume“ (Volumenprozent)  

W      Watt  

WT      Wildtyp  

w/v      „weight per volume“ (Gewichtsprozent)  

z.B.      zum Beispiel  
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7. Anhang  

 

7.1 Tabellen für die Charakterisierung der Wechselwirkung von 6S RNA und 

Hfq  

 

 

 

Tabelle 7.1: Wachstumskurve der Stämme BW25113 (Wildtyp) und JW4130 ( hfq-
Mutante)  
Das Wachstum der Stämme wurde in YT-Medium mittels Streumessung bei einer Wellenlänge 
von 600 nm verflgt und in Abhängigkeit der Zeit aufgetragen (Abbildung 2.1). Es wurden drei 
unabhängige Versuche durchgeführt und die Mittelwerte angegeben. Die hellblau unterlegten 
Bereiche zeigen die Phasen an, an denen Zellen geerntet wurden.  

 

Die Wachstumsraten wurden berechnet:  

BW25113: lg (0,58) -lg (0,1085)/lg 2 (1)   =2,418  

JW4130   : lg (0,291) –lg (0,0565)/lg 2 (1) = 2,364 
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Tabelle 7.2: Quantitative Auswertungen der 6S RNA Konzentration durch Primer 
Extension Analysen  
Gezeigt sind die densiometrischen Auswertungen der Primer Extension Reaktionen mit den 
Primern c6S- und 6S-1. Als interner Standard wurde die 5S RNA verwendet. Es wurden drei 
unabhängige Versuche mit dem c6S Primer durchgeführt und vier unabhängige Versuche mit 
dem 6S-1 Primer. Die mittelwerte und Standartabweichungen sind angegeben. Exemplarisch sind 
zwei Autoradiogramme in Abbildung 2.4 und graphisch in Abb. 2.5 dargestellt.  

 

 

Tabelle 7.3: Quantitative Auswertung der ssrS-Syntheseaktivität durch Primer Extension 
Analysen  
Gezeigt sind die densiometrischen Auswertungen der Primer Extension Reaktion mit dem cat-
Primer und dem RNAI Primer als internen Standard. Das Autoradiogramm ist in Abbildung 2.6 
gezeigt und das Diagramm in 2.7 dargestellt.  

 

 

Tabbelle 7.4: Quantitative Auswertung der Rifampizin Kinetik durch Primer Extension 
Analyse  
Gezeigt ist die densiometrische Auswertung des Primer Extension Versuchs aus Abbildung 2.8 
mit der graphischen Darstellung in 2.9. Es wurde der cat-Primer und als interner Standard der 
RNAI Primer verwendet.  

JW4130 BW25113 

Zeit (sek.) Schwärzung  Zeit (sek.) Schwärzung 

0 54726 0 71968 
1 45284 1 90869 
5 52405 5 50605 

20 41312 20 52123 
35 24961 35 52133 
50 18180 50 29103 
65 12575 120 15126 

120 2293 180 155 
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Tabelle 7.5: Quantitative Auswertung der hydroxylradikal Footprint Analysen mit der 6S 
RNA in An- und Abwesenheit von Hfq  
Gezeigt sind die densiometrischen Auswertungen der einzelnen Bandenintensitäten der in 
Abbildung 2.12 gezeigten Footprint Analysen.  
 
3’ –End markierte 6S RNA       5’ –End markierte 6S RNA  
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Tabelle 7.6: Quantitative Auswertung des basalen ppGpp-Levels in An- und Abwesenheit 
von Hfq  
Die Tabelle zeigt die Mittelwerte und berechneten Standartabweichungen der vier unabhängig 
voneinander durchgeführten Dünnschichtchromatographien der beiden Stämme und 
Wachstumsphasen. Da die Autoradiographien unterschiedlich starke Schwärzungsgrade hatten 
wurden sie in zwei Tabellen dargestellt. Die obere ist im Ergebnissteil graphisch gezeigt.  
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Tabelle 7.7: Wachstumskurve der Stämme KS1 ( ssrS) und MG1655 (isogener Wildtyp)  
Das Wachstum der Stämme wurde in YT-Medium mittels Streumessung bei einer Wellenlänge 
von 600 nm verflgt und in Abhängigkeit der Zeit aufgetragen. Es wurden jeweils in der 
logarithmischen- und stationären Phase 5 ml Zellen geerntet und mit DAPI und Nilrot gefärbt. 
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7.2 MALDI-TOF-Analysen und Plasmidkarte  

 

Abbildung 7.1 A: MALDI-TOF-Analyse der Bande bei 50 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein BetT hin.  
 

 

Abbildung 7.1 B: MALDI-TOF-Analyse der Bande bei 50 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein BetT hin.  
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Abbildung 7.2 A: MALDI-TOF-Analyse der Bande etwas unterhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein DinG hin.  
 

 

Abbildung 7.2 B: MALDI-TOF-Analyse der Bande etwas unterhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein DinG hin.  
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Abbildung 7.3 A: MALDI-TOF-Analyse der Bande etwas oberhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein TnaA hin.  
 
 

 

Abbildung 7.3 B: MALDI-TOF-Analyse der Bande etwas oberhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein TnaA hin.  
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Abbildung 7.4 A: MALDI-TOF-Analyse der Bande etwas oberhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein PGK hin.  
 
 

 
Abbildung 7.4 B: MALDI-TOF-Analyse der Bande etwas oberhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein PGK hin. 
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Abbildung 7.4 C: MALDI-TOF-Spectra Report der Bande etwas oberhalb von 45 kDa 
Die Daten der ausgeschnittenen Bande deuten auf das Protein PGK hin. 

 

 

 

Abbildung 7.5: LC-MS-Analyse der in vitro pull down Eluate 
Die Analyse weist eine Ansammlung von möglichen Proteinen auf, die peptidweise in dem Eluat 
gefunden wurden.  
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Abbildung 7.6: Gezeigt ist die Karte des konstruierten Plasmids  
Aus dem Plasmid pHis6-TEV-cas1 wurde die cas1 Genregion herausgeschnitten und durch die 
pgk Gensequenz als PCR-Produkt eingefügt. Das Plasmid trägt eine Ampicillinresistenz-Gen (bla) 
und den lacI Promotor.  
 
 
 
 

 
Abbildung 7.7: Retardierungsanalyse von PGK mit ssDNA  
Die Abbildung zeigt eine Retardierungsanalyse mit ansteigender Menge an PGK und 
gleichbleibender Menge an ssDNA. Es ist keine Komplexbande zu erkennen. 
 
 
 

Freie ssDNA 

μM PGK 
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Tabelle 7.8: Quantitative Auswertung der Hydroxylradikal Footprint Analysen mit der 6S 
RNA in An- und Abwesenheit von PGK 
Gezeigt sind die Image Reporte der einzelnen Bandenintensitäten der in Abbildung 2.28 
gezeigten Footprint Analysen.  
 

3’ –End markierte 6S RNA       5’ –End markierte 6S RNA  
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Abbildung 7.8 SDS Gel der Ribosomenaufreinigung 
Das Gelbild zeigt die aufgereinigten Ribosomen in zwei unterschiedlichen Konzentrationen. 
Links ist ein Protein Molekularmarker aufgetragen.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

S1 

L2 
S2 
S3, L1  
S4, L3  
L4 

S5, L6  
L13  
S6, S9, L10, L17  
S14, L9, L11, L22  
L18, L23  
S10, S21, S20  
S15, S16, L25 

116 kDa 

45 kDa  

35 kDa  

25 kDa  

18,4 kDa 

14,4 kDa 

66,2 kDa 
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