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Zusammenfassung

Die 184 Nukleotide lange 6S RNA aus Escherichia coli beeinflusst die Transkription beim
Übergang der Zellen von der exponentiellen in die stationäre Phase des Wachstums. Es
konnte gezeigt werden, dass die 6S RNA in vivo an das σ70-spezifische RNA-Polymerase
Holoenzym bindet. Hierbei wurde aufgrund der berechneten Sekundärstruktur der 6S RNA
eine Bindung der regulatorischen RNA analog der eines DNA-Promotors postuliert.

Die 6S RNA wird von zwei putativen Promotoren ssrS P1 und -P2 exprimiert. Erste
Analysen der ssrS -Transkriptionseinheit deuteten auf eine Autoregulation der Transkrip-
tion durch ihr eigenes Produkt, die 6S RNA hin.

Im ersten Teil dieser Arbeit wurden der Einfluss und die Bindung der regulatorischen
6S RNA aus E. coli auf die RNA-Polymerase untersucht. In Retardierungsanalysen konnte
gezeigt werden, dass die 6S RNA in vitro an alle Formen der bakteriellen RNA-Polymerase
bindet, wobei das bevorzugte Ziel das σ70-spezifische Holoenzym ist. UV-Quervernetzungs-
analysen ergaben, dass die Bindung an die RNA-Polymerase auf Proteinebene von der
β/β´-Untereinheit und vom σ70-Faktor vermittelt wird. Innerhalb der 6S RNA vermit-
telt ein hoch konservierter Loop im terminalen Bereich der Sekundärstruktur die Bindung
an σ70. Die Bindung an die β/β´-Untereinheit erfolgt hingegen im Zentrum des Mole-
küls, zu beiden Seiten des einzelsträngigen zentralen Loops. Eine Bindung der 6S RNA
an die RNA-Polymerase analog der eines offenen Promotors ist daher sehr wahrschein-
lich. Diese Ergebnisse konnten durch ‘Footprints’ mit Hydroxylradikalen sowie in UV-
Quervernetzungsanalysen bestätigt werden.

Die durchgeführten Hydroxylradikal-‘Footprints’ zeigten weiterhin, dass eine Modifika-
tion der Sekundärstruktur das Bindeverhalten der 6S RNA beeinflusst. Hieraus konnte
geschlossen werden, dass die Sekundärstruktur die Funktion der 6S RNA vermittelt.

Die 6S RNA inhibiert in vitro die Transkription und die Initiationskomplexbildung so-
wohl von stationären als auch von exponentielle Phase-spezifischen Promotoren. Durch in
vitro Transkriptionen und Retardierungsanalysen konnte gezeigt werden, dass die Inhibie-
rung auf einer Kompetition der 6S RNA mit dem Promotor um die freien RNA-Polymerase
Moleküle beruht. Durch in vitro Transkriptionen konnte zudem ein 6S RNA-abhängiges
Transkript identifiziert werden, welches auch ohne die Zugabe eines DNA-Templates syn-
thetisiert wird. Eine Charakterisierung dieses ‘de novo’-Transkriptes ergab, dass es sich
hierbei um ein RNA-Transkript handelt, welches jedoch keine durchgehende antisense-
Sequenz der 6S RNA repräsentiert.

Im zweiten Teil der Arbeit wurde der Einfluss der 6S RNA auf ihre eigene Synthese
untersucht. Die Analyse der für die 6S RNA kodierende Transkriptionseinheit ‘ssrS ’ durch
in vitro Transkriptionen ergab, dass die 6S RNA ihre eigene Synthese beeinflusst. Eine
explizit wachstumsphasen-spezifische Regulation von ssrS durch die 6S RNA konnte jedoch
nicht gezeigt werden.

Wie durch in vitro Transkriptionen veranschaulicht werden konnte, beeinflussen auch
Transkriptionsfaktoren und das Effektornukleotid ppGpp die Expression von ssrS. Retar-
dierungsanalysen zeigten eine Bindung der Transkriptionsfaktoren FIS, StpA, H-NS und
LRP an verschiedene Bereiche der Transkriptionseinheit.
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1 Allgemeine Einleitung

1.1 RNA-eine Welt für sich

Seit der Entdeckung der DNA durch Watson und Crick im Jahr 1953 und der Entschlüs-
selung des genetischen Codes (Matthei und Nirenberg, 1961; Nirenberg, 2004) galt in der
Biologie die These : DNA > RNA > Protein. Diese fast schon dogmatische These musste
jedoch bald darauf komplett neu überdacht werden, als in den siebziger Jahren die ersten
RNA- und Retroviren und Viroide isoliert werden konnten. Diese nutzen RNA als Informa-
tionsspeicher und kommen oftmals komplett ohne DNA aus. Crick und Orgel stellten durch
erste Untersuchungen am Ribosom schon 1968 die Hypothese auf, dass RNA wesentlich
früher als DNA und Proteine in der Evolution aufgetreten ist und hierbei eine entscheiden-
de Rolle gespielt hat (Orgel, 1968; Crick 1968; Orgel, 2000). Walter Gilbert spricht später
sogar von einer ‘RNA-Welt’ (Gilbert, 1986). Nach seiner Theorie steuert RNA zunächst die
eigene Replikation, dann enzymatische Reaktionen und später auch die Proteinbiosynthese
durch autokatalytische Vorgänge. Nach dieser Theorie entstand DNA erst später durch
reverse Transkription aus RNA und wurde dann das bevorzugte Speichermolekül der gene-
tischen Informationen, begründet durch die höhere Stabilität der doppelsträngigen DNA.
RNA Moleküle behielten aber weiterhin die Funktionen der Proteinbiosynthese als mes-
senger (mRNA)-, transfer (tRNA)- und ribosomale (rRNA) RNAs bei. Heute ist bekannt,
dass die Aufgaben und Funktionen von RNA weit über das Maß der Weiterleitung und
Konservierung genetischer Informationen hinausgehen. Katalytische RNAs, so genannte
‘Ribozyme’ führen selbst vermittelt enzymatische Reaktionen aus. In den letzten Jahren
konnten zudem unzählige kleine RNAs mit teilweise auffälligen Sekundärstrukturen in al-
len Reichen isoliert werden. Diese in der Gruppe der nicht-kodierenden (‘non-coding’, nc)
RNAs (Storz, 2002; Eddy, 1999) zusammengefassten RNA-Moleküle ‘assistieren’ bei kom-
plizierten Syntheseschritten oder haben selbst regulatorische Funktion. Zu ihnen gehören
die small nuclear (sn), small nucleolar (sno) und die small interfering (si) RNAs in höheren
Eukaryoten, ebenso wie die guide (g) RNAs in Trypanosomen. Auch in Prokaryoten kennt
man heute eine Vielzahl regulatorischer RNA-Moleküle.

1.2 Nichtcodierende RNAs in Eukaryoten

Eine häufig vorkommende Klasse von stabilen trans-wirkenden RNAs sind die snoRNAs
(small nucleolar RNA) im eukaryotischen Nukleolus. SnoRNAs kommen in fast allen Klas-
sen der Eukaryoten vor und scheinen ubiquitär zu sein (Maxwell und Fournier, 1995). Die
Gruppe umfasst dabei alleine bei Vertebraten mehr als 150 verschiedene Moleküle (Kiss,
2001). Die Funktion der snoRNAs umfasst die Reifung der prä-rRNA, wie Faltung und Mo-
difizierung, sowie die Modifikation der RNAs des Spliceosoms. Bei Archaebakterien sind
snoRNAs sogar an der Methylierung von tRNAs beteiligt (Dennis, 2001). Die Gruppe der
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snoRNAs kann hierbei in drei große Gruppen unterteilt werden, die sich in Aufbau und
Funktion unterscheiden (Tollervey und Kiss, 1997).

Im Kern selbst werden Modifikation und Faltung der ribosomalen RNA durch eine weite-
re Gruppe kleiner RNAs durchgeführt: hier spleißen mit Proteinen assoziierte small nuclear
(sn) RNAs als ‘small nuclear ribonucleinparticle’ (snRNPs) die prä-rRNA. Solche ‘Ribo-
nukleoproteinkomplexe’, welche sowohl katalytische Protein- als auch RNA-Komponenten
enthalten können, sind auch für andere Funktionen essentiell und nicht nur in Eu- sondern
auch in Prokaryoten zu finden. Beispiel sind hier das ‘Signal Recognition Particle’ (SRP)
oder die Ribosomen.

Eine weitere Gruppe der eukaryotischen ‘non-coding’ RNAs findet man in den Mitochon-
drien von Protozoen wie Trypanosoma oder Leishmania, sowie in einigen Pflanzen und in
cytoplasmatischer RNA von Tierzellen. Guide (g) RNAs katalysieren hier das so genannte
RNA editieren. Bei den guide RNAs selbst handelt es sich um kurze, zur mitochondrialen
RNA komplementäre RNA-Stränge. Beim Editieren werden im Primärtranskript fehlende
Uracil-Bausteine nachträglich eingefügt oder- jedoch seltener- entfernt (Benne, 1996).

Eine Besonderheit in der Gruppe katalytisch wirkender RNAs stellen Ribozyme dar. Die-
se RNA-Moleküle, ca. 40-400 Nukleotide groß, wurden 1981 von Thomas Cech am Beispiel
des Ciliaten Tetrahymena thermophila zum ersten Mal beschrieben (Cech et al., 1981).
Für seine Arbeiten wurde Cech 1989 mit dem Nobelpreis ausgezeichnet. Natürliche Ri-
bozyme werden aufgrund ihrer Sequenz und Tertiärstruktur in fünf Gruppen unterteilt:
Gruppe I Introns (im Nucleus von Protozoen, Mitochondrien von Pilzen, Algenchloro-
plasten sowie in Bakterien und Phagen zu finden) werden aufgrund ihrer gemeinsamen
‘Kern’-Sekundärstruktur, bestehend aus einer Anordnung von neun spezifisch gepaarten
Elementen (P1-P9) zusammengefasst. Hierbei Spleißen sie die prä-rRNA via eines Metall-
Ionen katalysierten nukleophilen Angriffs (Cech, 1986). Gruppe II Introns katalysieren in
Bakterien und Organellen von Eukaryoten präzise das Spleißen und die folgende Religation
der flankierenden RNA Sequenzen zum reifen Transkript über einen Lariat-Mechanismus
(Cech, 2002). Das kleinste natürliche Ribozym ist mit circa 40 Nukleotiden das so genannte
‘Hammerhead’-Ribozym der Pflanzen-Viroide. Pathogene Viroide vermehren sich, indem
sie über einen ‘rolling-circle’-Mechanismus Concatemere bilden, in welchen mehrere Geno-
me aufeinander folgen. Diese Concatemere werden über einen dem Selbstspleißen ähnlichen
Mechanismus getrennt. Hierbei lagert sich die Viroid-RNA unter Ausbildung einer hoch-
konservierten spezifischen Sekundärstruktur, die einem Hammerkopf ähnelt, aneinander,
so dass spezifische Spaltstellen entstehen (Flores et al., 2004; Doherty und Doudna, 2000).
Die gleiche chemische Reaktion nutzen auch das Hepatitis Delta Virus (HDV)- und das
Hairpin-Ribozym (Ke et al., 2004). Die Ribonuklease P, als letztes Molekül in der Gruppe
der Ribozyme, kommt in allen Zellen vor. Sie katalysiert die ‘site’-spezifische Hydrolyse
von Vorläufer-RNA Molekülen, darunter tRNA, 5S rRNA und die RNA Komponente des
SRPs. Bei der RNase P handelt es sich um einen RNA-Protein-Komplex, wobei sich die
katalytische Funktion in der RNA Komponente befindet (Morl, 2001; Westhof und Altman,
1994).

Eine neue Variante der Regulation durch RNA wurde ebenfalls erst vor wenigen Jahren
entdeckt. Das ‘silencing’, also Stilllegen von Genen ist ein ursprünglicher Mechanismus,
welcher in allen eukaryotischen Reichen konserviert ist. Bei Tieren wird dieser Mechanis-
mus als ‘RNA interference’ (RNAi) bezeichnet (Fire et al., 1998), bei Pflanzen als PTGS,
‘post transcriptional gene silencing’, bei Pilzen und Algen spricht man vom ‘quelling’ (Plas-
terk, 2002). Bei allen Typen handelt es sich um eine konservierte biologische Antwort auf
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zelleigene oder fremde doppelsträngige RNA. Dieses Phänomen wurde 1998 zuerst beim
Nematoden Caenorhabditis elegans gefunden (Fire et al., 1998). Doppelsträngige RNAs
werden, wenn sie ins Cytoplasma gelangen, zunächst durch das Enzym ‘Dicer’ zu kurz-
en siRNA-Intermediaten prozessiert. Der Enzymkomplex RISC (‘RNA Induced S ilencing
Complex’), trennt die Doppelstränge, der sense-Strang wird degradiert, während der an-
tisense-Strang das Stilllegen des Zielgens vermittelt (Novina und Sharp, 2004). Die Funk-
tionen des PTGS und der RNA Interferenz sind noch nicht vollständig geklärt, sicher ist
aber die Rolle des PTGS in der Resistenz gegen Pathogene sowie eine Rolle der RNAi
vermittelten Genregulation zum Beispiel in der Entwicklung (Hannon und Glover, 2002).

Kleine RNAs in Eukaryoten (und Prokaryoten) wirken meist über RNA-RNA oder RNA-
Protein Interaktion. Hierbei beeinflussen die sRNAs größtenteils Prozesse, die sich vor
der Translation abspielen. Die einzig bekannte kleine RNA eines Eukaryoten, die auf die
Translation wirkt, ist die 22 Nukleotide lange Lin4-RNA von C. elegans. Diese greift in die
Entwicklung während des frühen Larvenstadiums ein, indem sie an die 3´-untranslatierten
Bereiche ihrer Ziel-mRNAs (lin14 und lin28 ) bindet und deren Translation inhibiert.

1.3 RNA-Struktur

RNA liegt vorwiegend einzelsträngig vor. Im Vergleich zu der doppelsträngigen DNA ist das
Molekül hierdurch instabiler, hat aber die Möglichkeit, über eine Vielzahl von Wechselwir-
kungen verschiedene Sekundärstrukturen auszubilden. Neben den Standard-Watson-Crick
Basenpaarungen (AU und GC) können in solchen zweidimensionalen Sekundärstrukturen
auch ungewöhnliche Watson-Crick-Paare wie G-U oder G-A ausgebildet werden (Moo-
re, 1999; Westhof, 2000). Sekundärstrukturen, die ein RNA Molekül annehmen kann, sind
Haarnadelschleifen (‘hairpin loops’), Helixstämme, interne Ausloopungen (‘internal loops’),
mehrfach verzweigte Schleifen (‘multibranched loops’) und Schleifen innerhalb von Helix-
stämmen (‘bulgeloops’). Daneben gibt es noch eine besondere Form der Haarnadelschlei-
fe mit vier stark konservierten Basen im offenen Bereich, so genannte Tetraloops. Te-
traloops werden stabilisiert durch zusätzliche Wechselwirkungen, wie syn-Stellungen von
Basen, Änderung der Zuckerkonformation, ungewöhnliche Wasserstoffbrücken-Bindungen
und Stapelwechselwirkungen. Solche Wechselwirkungen erhöhen den Schmelzpunkt die-
ser Strukturen um etwa 20◦C im Vergleich zu üblichen Haarnadelschleifen. Anhand der
Basen im Loop werden drei verschiedene Arten von Tetraloops definiert: UNCG, GNRA
und CUYG-Tetraloops1 (Moore, 1999). Sekundärstrukturen sind der Ausgang für höher
geordnete RNA-Strukturen. Durch Wechselwirkung der freien Basen eines Loops mit ei-
nem benachbarten, ungepaarten Bereich der RNA bilden sich über zusätzliche Schleifen-
und Helixregionen Tertiärstrukturen in der RNA aus. Ein so entstandener ‘Pseudoknoten’
befindet sich zum Beispiel in der ribosomalen 16S rRNA von Escherichia coli, wo er die
drei Hauptdomänen der 16S rRNA anordnet (Pleij et al., 1985). Typische RNA Sekundär-
und Tertiärstrukturen sind in der Abbildung 1.1 gezeigt.

Heute kennt man darüber hinaus eine Vielzahl dreidimensionaler RNA-Motive, welche
definiert werden über bestimmte, genau ausgerichtete Non-Watson-Crick Basenpaare, de-
ren Anordnung sich auf die Konformation des Phosphodiester-Rückgrats der interagieren-
den RNA-Stränge auswirkt. RNA-Motive vermitteln die spezifischen Interaktionen, wel-
che die Faltung komplexer RNAs ermöglichen. Zudem stellen sie spezifische Protein- oder

1N = beliebiges Nukleotid; R = A, G; Y = C, U
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Abbildung 1.1: RNA-Sekundärstrukturen (a) Schematische Übersicht über verschiedene RNA-
Sekundärstrukturmotive. (b) Schematische Darstellung eines Pseudoknotens.

Liganden-Bindestellen dar. Ein bestimmtes Motiv ist hierbei charakterisiert durch alle Se-
quenzen, welche in ein identisches dreidimensionales Muster mit derselben Anordnung iso-
sterischer Non-Watson-Crick Basenpaare falten (Leontis und Westhof, 2003). Wechselwir-
kungen der Basen untereinander und die resultierende Änderung der Konformationen über
Sekundär- zu Tertiärstrukturen bedeuten einen Energiegewinn für das Molekül. Hierbei ist
die Zahl der möglichen Tertiärstrukturen enorm hoch, da eine starke Rotationsfreiheit für
jedes einzelne Nukleotid innerhalb des Phosphatrückgrats gegeben ist. Für RNA-Moleküle
können sieben verschiedene Torsionswinkel des Zucker-Phosphatrückgrats und fünf Tor-
sionswinkel im Ribosering definiert werden. Durch diese große Zahl an Parametern wird
die experimentelle Bestimmung von Tertiärstrukturen stark erschwert. Bei Faltungsstudi-
en (in vitro) wird deshalb davon ausgegangen, dass ein Molekül innerhalb der möglichen
Tertiärstrukturen unter Standardbedingungen und ohne äußere Einflüsse eine einheitliche,
thermodynamisch stabile Konformation annimmt, aus welcher ein Energiegewinn resul-
tiert. Um die Struktur von RNA-Molekülen zu identifizieren, können heute eine Vielzahl
spektroskopischer- und molekularbiologischer Methoden sowie die Bioinformatik genutzt
werden.

1.4 Regulatorische RNAs in Prokaryoten

Neuere Studien haben eine Vielzahl von regulatorischen, nicht-kodierenden RNAs in Proka-
ryoten identifiziert. Zur Zeit sind alleine in E. coli mehr als 50 verschiedene regulatorische
RNAs bekannt (Argaman et al., 2001). Von diesen ist jedoch nur eine geringe Anzahl cha-
rakterisiert. Aufgrund ihrer Größe von 40-400 Nukleotiden werden diese RNAs auch als
small (s)RNAs bezeichnet. Sie agieren über drei generelle Mechanismen: einige, wie die
4.5S RNA oder die RNase P sind Teil eines RNA-Protein-Partikels. Eine weitere Gruppe
bildet die Struktur anderer Nukleinsäuren nach (‘molekulare Mimikry’). Zu dieser Gruppe
gehören die CsrB und CsrC RNA und die 6S RNA (siehe Kapitel 1.5). In der Dritten,
am besten charakterisierten Gruppe, erfolgt die Wechselwirkung zwischen regulatorischer-
und Ziel-RNA durch Basenpaarung (Storz, 2002). Regulatorische RNAs in Bakterien wir-
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ken meist als Repressor der Translation oder bei der Degradation von mRNAs (Storz, 2002).

Die erste chromosomal codierte sRNA, die identifiziert werden konnte, war die MicF
RNA (Inouye und Delihas, 1984). Diese 93 Nukleotide lange RNA reprimiert durch Basen-
paarung mit der 5´-UTR der ompF mRNA die Translation dieses für die Osmoregulation
wichtigen Proteins.

Zwei andere regulatorische RNAs, welche ebenso wie die MicF RNA in trans zu ihren
Ziel-mRNAs auf dem Chromosom codiert sind, sind OxyS und DsrA RNA (Wassarman et
al., 1999). Die OxyS RNA wird durch oxidativen Stress induziert und agiert als globaler
Regulator, wobei sie mehr als 40 Gene aktiviert oder reprimiert, unter anderem fhlA und
rpoS (Altuvia et al., 1997). FhlA codiert für einen Aktivator der Transkription, bei rpoS
handelt es sich um den stationäre Phase spezifischen Sigmafaktor der bakteriellen RNA-
Polymerase. OxyS reprimiert fhlA durch Basenpaarung mit einer kurzen Sequenz innerhalb
der Ribosomen-Eintrittsstelle auf der fhlA mRNA. Hierdurch wird die Bindung von Ribo-
somen und somit die Translation der fhlA mRNA verhindert (Altuvia et al., 1998). RpoS
wird ebenfalls post-transkriptionell inhibiert, wobei die Wirkung indirekt durch eine Mo-
dulation des Regulatorproteins Hfq erfolgt (Zhang et al., 1998). Bei der Wechselwirkung
mit den jeweiligen Ziel-mRNAs sind zwei verschiedene Regionen der 109 Nukleotide langen
OxyS RNA involviert.

Ebenfalls in die Regulation von rpoS greift eine andere RNA aus der Gruppe der regula-
torischen RNAs ein: die DsrA RNA aus E. coli erhöht über sequenzspezifische RNA-RNA
Interaktion die Translation und Stabilität der rpoS mRNA (Lease und Belfort, 2000). Hier-
zu bindet DsrA an die 5´-untranslatierte Region der rpoS mRNA. Durch DsrA Bindung
wird ein cis-ständiger Stemloop, welcher als translationeller Operator die Shine-Dalgarno
Sequenz unzugänglich macht, geöffnet und erlaubt so die Bindung von Ribosomen an die
rpoS mRNA (Majdalani et al., 1998). DsrA scheint weiterhin auch eine Rolle als RNA-
Thermometer für rpoS während des Zellwachstums zu spielen (Repoila und Gottesmann,
2001; Sledjeski et al., 1996). Eine reprimierende Wirkung hat DsrA RNA auf den globalen
Transkriptionsregulator H-NS (Kapitel 1.6.5). DsrA blockiert die Synthese von H-NS durch
einen verstärkten Abbau der hns mRNA durch RNA-RNA-Interaktion. Vermutlich wird
durch die DsrA-Bindung eine RNase-sensitive Region auf der hns mRNA gebildet oder
freigelegt, wodurch der Abbau der mRNA verstärkt wird (Lease und Belfort, 2000). Es
werden noch weitere Funktionen für die DsrA RNA vermutet, unter anderem eine Rolle in
der Vermittlung von Resistenz gegen Säuren (Lease et al., 2004). Ebenso wie bei der OxyS
RNA spielt auch bei der DsrA vermittelter Regulation das Protein Hfq eine wichtige Rolle
(Lease et al., 2004; Brescia et al., 2003; Sledjeski et al., 2001).

Alle hier bisher beschriebenen RNAs werden unter Stress-Bedingungen induziert. Dies
gilt auch für erst kürzlich identifizierte regulatorische RNAs wie die RyhB RNA. Diese
kleine RNA wird nur unter Eisen-Mangel Bedingungen exprimiert. Unter solchen Bedin-
gungen vermittelt sie unter anderem die Degradation der sodB mRNA, die für eine Eisen-
Dismutase codiert. RyhB selbst steht wiederum unter der Kontrolle des Fur-Repressors,
welcher bei hohen Eisen-Konzentrationen die RyhB Expression unterdrückt (Massé, 2003;
2002). Eine ganz andere Funktion hat die tmRNA, auch bekannt als SsrA RNA oder 10Sa
RNA. Diese kleine RNA ist in einen Prozess involviert, der als trans-translation bezeichnet
wird (Keiler et al., 1996; Karzai et al., 2000). Wenn ein Ribosom auf einer defekten mRNA
blockiert, bindet die mit einem Alanin beladene tmRNA zusammen mit dem assoziierten
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Protein SmpB in der A-Site des Ribosoms. Der Alanin-Rest wird von der tmRNA, welche
hier als tRNA wirkt, auf die wachsende Polypeptidkette übertragen. Das Ribosom wechselt
dann von der mRNA auf eine kurze Sequenz, codiert auf der tmRNA. Die Translation läuft
auf dieser Sequenz normal weiter und wird bei einem ebenfalls auf der tmRNA codierten
Stopcodon terminiert. Das finale Translationsprodukt ist ein hybrides Polypeptid, welches
ein spezifisches Signal aus elf Aminosäuren (‘AANDENYALAA’) am C-terminalen Ende
trägt. Diese Signal-Sequenz markiert das defekte Protein für die Degradation durch ATP-
abhängige Proteasen (Keiler et al., 1996; Gottesman et al., 1998).

Viele der genannten regulatorischen RNAs benötigen in vivo als zusätzlichen Faktor das
Regulatorprotein Hfq. Hfq wurde ursprünglich als ein E. coli Wirts-Faktor für die Replika-
tion des Phagen Qβ beschrieben (Franze DeFernadez et al., 1968). Neuere Studien haben
gezeigt, dass Hfq ein Homolog der Sm und Sm-ähnlichen Proteine ist (Møller et al., 2002).
Diese Proteine formen das katalytische Core der Spleißosomen und Degradationskomplexe
bei Eukaryoten und Archaebakterien (He und Parker, 2000). Ebenso wie diese bindet Hfq
bevorzugt an A/U reiche Sequenzen und formt homohexa- oder homoheptamere Ringe
ähnlicher Größe (Møller et al., 2002). Neben der Homologie der pro- und eukaryotischen
bzw. archealen Sm-Protein/Hfq-Sequenzen zeigen auch die Kristall-Strukturen von Hfq aus
E. coli und S. aureus eindeutige Übereinstimmung, was die Verwandtschaft der Proteine
ebenfalls bestätigt (Schumacher et al., 2002; Sauter et al., 2003). Die Auswirkung der Bin-
dung von Hfq an sRNAs ist sehr variabel. Hfq verändert die Struktur einiger sRNAs: OxyS
und auch Spot42 RNA zeigen mit und ohne Hfq unterschiedliche Muster nach einem Ver-
dau mit RNasen (Møller et al., 2002; Zhang et al., 2002). Hingegen verursacht die Bindung
von Hfq an DsrA RNA keine Änderungen in der Struktur der RNA (Brescia et al., 2003).
Weiterhin vereinfacht die Interaktion mit Hfq die Bindung von OxyS RNA und Spot42
RNA an ihre Ziel-mRNA (Møller et al., 2002; Zhang et al., 2002). Diese Wirkung von Hfq
als RNA-Chaperon scheint ubiquitär für alle Hfq-bindenden RNAs und ihre Ziel-mRNAs
zu sein (Moll et al., 2003). Die Mechanismen, über welche Hfq wirkt, sowie der Einfluss
anderer Faktoren auf die Wirkung sind jedoch zur Zeit noch nicht vollständig geklärt.

Eine erst vor kurzem ins Interesse der RNA Biochemie gerückte RNA Funktion sind die so
genannten ‘Riboswitches’. Riboswitches sind Strukturen in der mRNA, welche regulatori-
sche Funktionen haben. Anders als an andere regulatorische RNA-Strukturen können kleine
Liganden wie zum Beispiel Flavinmononukleotide (FMN), Coenzyme (B12) oder Purine
direkt an sie binden. Die Genregulation erfolgt durch die Bildung alternativer Sekundär-
strukturen, welche in ihrer reprimierenden Konformation eine frühzeitige Termination der
Transkription verursachen oder die Translationsinitiation verhindern. Riboswitches regu-
lieren mehrere Stoffwechselwege, unter anderem die Vitamin-Biosynthese (z. B. Riboflavin,
Thiamin) und den Metabolismus von Methionin, Lysin und Purinen (Nudler und Mironov,
2004). Auch in Archaen und Eukaryoten wurden mRNA-Kandidaten für Riboswitches ge-
funden. Die taxonomische Diversität der Genome, welche Riboswitches beinhalten, sowie
die Tatsache, dass Riboswitches direkt ihre Liganden binden können und zur Regulati-
on keine weiteren Faktoren benötigen, deutet darauf hin, dass dieses eines der ältesten
regulatorischen Systeme darstellt (Vitreschak et al., 2004).
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1.5 Die 6S RNA aus Escherichia coli

Abbildung 1.2: Schematische Darstellung der ssrS-Promotorregion. A: Position
der Promotoren ssrS P1 und P2 auf der Transkriptionseinheit. B: Sequenz der ssrS -
Transkriptionseinheit. Die Promotoren P1 und P2 sowie die Promotorkonsensussequenzen und
die Trasnkriptionsstarts sind markiert. Ebenfalls eingetragen ist der Beginn des ygfA-ORFs (Kim
und Lee, 2004).

1.5 Die 6S RNA aus Escherichia coli

Diese regulatorische RNA wurde bereits 1967 auf Polyacrylamidgelen von in vivo markier-
ter Gesamt-RNA aus E. coli gefunden (Hindley, 1967) und war die erste kleine RNA, die
sequenziert werden konnte (Brownlee, 1967). Das Gen ssrS, welches für die 6S RNA codiert,
ist Teil eines dicistronischen Leserasters. Der ‘downstream’ von der 6S RNA liegende ORF
codiert für das Protein YgfA, dessen Funktion noch ungeklärt ist. Die Aminosäuresequenz
dieses putativen Proteins zeigt jedoch einige Übereinstimmungen mit eukaryotischen 5,10-
Methenyltetrahydrofolat-Synthetasen. Neue Arbeiten zeigen, dass sowohl YgfA als auch 6S
RNA Homologe in allen evolutionären Zweigen der Eubakterien existieren (Barrick et al.,
2005; Willkomm et al., 2005), was eine universelle Funktion der 6S RNA vermuten lässt.

Eigenschaften der 6S RNA Es konnte gezeigt werden, dass die 6S RNA von zwei Tan-
dempromotoren (P1 und P2) transkribiert wird, welche sich proximal (P1) und distal (P2)
zur 6S RNA Sequenz befinden (Kim und Lee, 2004). Bei P1 handelt es sich um einen
σ70-abhängigen Promotor, P2 ist sowohl σ70- als auch σ38-spezifisch (eine schematische
Übersicht über die Anordnung der Promotoren ist in der Abbildung 1.2 (A) gezeigt).

Aufgrund dieser Promotorstrukturen vermuten die Autoren eine wachstumsphasenab-
hängige Regulation der 6S RNA Synthese. Wie schon früher gezeigt werden konnte, entsteht
bei der Transkription vom proximalen P1-Promotor ein Transkript, welches neun Nukleo-
tide länger als die reife Form der 6S RNA ist (siehe Abbildung 1.2 (B), Gildehaus, 2001;
Hsu et al., 1985). Die reife 6S RNA (184 Nukleotide) wird aus diesem Vorläufer-Transkript
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durch die Endonukleasen RNase E und RNase G prozessiert (Kim und Lee, 2004). Hierbei
treten nicht nur Formen mit 184 Nukleotiden, sondern auch um ein oder zwei Nukleotide
verkürzte RNAs auf (Gildehaus, 2001; Kim und Lee, 2004). Die Transkription vom P2 ge-
neriert ein Transkript mit einer Länge von 413 bis 415 Nukleotiden, beginnend an Position
-224. Dieses Vorläufertranskript wird ausschließlich von der RNase E prozessiert. Ebenso
wie das 5´- Ende wird auch das 3´-Ende der 6S RNA prozessiert, die involvierten Enzy-
me konnten jedoch noch nicht identifiziert werden. Wahrscheinlich handelt es sich hierbei
um Exoribonucleasen (Li et al., 1998). Über die Regulation der ssrS Genexpression durch
Effektoren wie ppGpp oder Transkriptionsfaktoren ist zurzeit noch nichts bekannt. Eine
Regulation des Gens durch Transkriptionsfaktoren ist jedoch wahrscheinlich, zumal Kon-
sensussequenzen für den Transkriptionsfaktor FIS (‘Factor for Inversion S timulation’) im
‘upstream’-Bereich identifiziert werden konnten (Gildehaus, 2001). Ein weiterer Hinweis
auf eine mögliche Beeinflussung der ssrS -Regulation durch (Transkriptions-) Faktoren ist
die Veränderung des ssrS -Levels in Stämmen, die für einen oder mehrere dieser Faktoren
defizient sind (Neusser, unpubliziert).

‘Upstream’ von der 6S RNA konnten noch keine Strukturen identifiziert werden, die
die typischen Merkmale von Terminatoren aufweisen (siehe 1.6.3). Zwar kann ein kleiner
Bereich von acht Nukleotiden nach dem Ende der RNA einen komplementären Helixstamm
von sechs Nukleotiden Länge und einem vier Nukleotide großen Loop bilden, es fehlt jedoch
der für faktorunabhängige Terminatoren typische Bereich aus Uracil-Bausteinen hinter
dem Helixstamm. Ebenso ist dieser Bereich nicht übermäßig reich an Cytidin und arm an
Guanin, womit eine ‘Rho’-abhängige Termination unwahrscheinlich ist.

Die Funktion der 6S RNA Die 6S RNA liegt in einer Menge von etwa 1000 Kopien/Zelle
vor und migriert als Ribonukleoproteinpartikel mit einem Sedimentationskoeffizienten von
11S (Lee, 1978). 2000 konnte gezeigt werden, dass es sich bei diesem Protein um die bak-
terielle RNA-Polymerase handelt (Wassarman und Storz, 2000). Die Bindung der 6S RNA
an die RNA-Polymerase (E70) ist hierbei effizient, fast alle Moleküle sind an das Enzym
gebunden. Nach Wassarman und Storz beeinflusst die 6S RNA die Aktivität der RNA-
Polymerase und die Nutzung von σ70- und σ38-abhängigen Promotoren, zumal die Menge
der 6S RNA Moleküle zu Beginn der stationären Phase um den Faktor zehn von 1000 auf
10000 Moleküle pro Zelle steigt. Auffällig ist, dass sowohl ein Fehlen des ssrS -Gens als
auch eine Überexpression keine sofort erkennbare Auswirkung auf die Zelle haben (Hsu
et al., 1985). Neuere Studien mit 6S RNA defizienten Zellen lassen jedoch eine Rolle der
6S RNA beim Überleben der Zellen während langer Hungerperioden vermuten. Hierbei
konnte in vivo die Aktivierung einiger stationäre Phase-spezifischer Promotoren gezeigt
werden, welche jedoch umstritten ist (Kim et al., 2004). Ebenso konnte eine etwa dreifache
Inhibierung einiger σ70-spezifischer Promotoren in vivo gezeigt werden. Die von 6S RNA
inhibierten σ70-spezifischen Promotoren beinhalten eine verlängerte (‘extended’) -10 Re-
gion, wie sie eigentlich für σ38-abhängige Promotoren üblich ist (siehe 1.6.2) (Trotochaud
und Wassarman, 2004).

Die Wirkweise und Funktion der 6S RNA ist noch nicht geklärt, aufgrund der Struk-
tur wird jedoch ein ‘Mimikry’ eines offenen Promotors postuliert (Wassarman und Storz,
2000; Barrick et al., 2005). Genaue Interaktionspositionen zwischen RNA-Polymerase und
6S RNA konnten aber bislang noch nicht gezeigt werden. Es ist anzunehmen, dass die
6S RNA weiter reichende regulatorische Funktionen hat. So konnte zum Beispiel gezeigt
werden, dass ein ssrS -defizienter Stamm Unterschiede im Proteinexpressionsmuster zeigt
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1.5 Die 6S RNA aus Escherichia coli

Abbildung 1.3: Sekundärstruktur der 6S RNA. A: Gerechnete Sekundärstruktur der 6S RNA
mit dem zentralen Loop, der von zwei helikalen Bereichen eingerahmt wird. S I= Stem I, S II=
Stem II. TL= terminaler Loop, ZL= zentraler Loop. B: Sekundärstruktur der 6S RNA unter der
Berücksichtigung von chemischen und enzymatischen Mappingdaten: Der zentrale Loop (ZL) ist
hoch dynamisch (Gildehaus, 2001).

und Komponenten des deo-Operons beeinflusst, welches unter anderem an der Nukleotid-
synthese beteiligt ist (Neusser, unpubliziert).

Struktur der 6S RNA Die berechnete Sekundärstruktur der 6S RNA stellt ein stark
doppelsträngiges Molekül mit einem großen zentralen und mehreren kleineren internen
Loops dar (Vogel et al., 1987). Enzymatische und chemische Analysen der Sekundärstruktur
zeigen eine große Variabilität der Strukturen besonders im zentralen Bereich der Struktur,
was auf eine hohe Dynamik in diesem Bereich des Moleküls schließen lässt (Gildehaus,
2001). Die Abbildung 1.3 zeigt die gerechnete Sekundärstruktur der 6S RNA (A) und eine
Struktur, bei welcher durch Mappinganalysen experimentell bestimmte Strukturparameter
berücksichtigt wurden (B).

In Temperaturgradienten-Gelelektrophoresen (TGGE) konnte zusätzlich gezeigt werden,
dass ein Auseinanderbrechen dieser zentralen Domäne in der nativen Struktur irreversibel
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Abbildung 1.4: Temparaturgradienten-Gelelektrophorese (TGGE) der 6S RNA. Gezeigt
ist eine Temperaturgradient von 30-60◦C. Bei einer Temperatur von etwa 46◦C schmilzt die 6S
RNA irreversibel auf (Gildehaus, 2001).

ist (Gildehaus, 2001; Abbildung 1.4).
Durch phylogentische Analysen und Strukturuntersuchungen von 6S RNA Sequenzen

verschiedener Eubakterien konnten zudem konservierte Regionen identifiziert werden, wel-
che scheinbar für die Ausbildung der Sekundärstruktur als auch für die Funktion essentiell
sind (Barrick et al., 2005).

1.6 RNA-Synthese: Transkription

Prokaryoten zeichnen sich durch eine rasche und effektive Adaption an ihre Umgebung
aus. Eine effiziente Regulation aller Schritte der Genexpression (Replikation, Transkription
und Translation) sowie der Maturierung der jeweiligen Produkte ist hierfür unabdingbar.
Die Transkription fungiert nicht nur als reiner Prozess der RNA-Synthese, sondern ihre
Regulation ist gleichzeitig die wichtigste Schaltstelle bei der Anpassung an veränderliche
Lebensbedingungen.

1.6.1 Struktur und Funktion der bakteriellen RNA-Polymerase

Während man bei Eukaryoten verschiedene DNA-abhängige RNA-Polymerasen findet, wer-
den alle RNAs in Prokaryoten von nur einer DNA-abhängigen RNA-Polymerase (RNAP)
transkribiert. Das minimale ‘Core’-Enzym der RNA-Polymerase aus E. coli setzt sich aus
den Untereinheiten α(x2), β, β´ sowie dem additiven ω-Faktor zusammen, welcher mit
dem Enzym assoziiert ist und der Stabilisierung dient (Minakhin et al., 2001). Zusätzlich
benötigt das Enzym zur DNA-Erkennung noch einen spezifischen Sigma (σ)-Faktor. Das so
gebildete ‘Holo’-Enzym hat ein Molekulargewicht von etwa 460 kDa und eine Abmessung
von 90 x 90 x 160 Å. Bis heute konnte noch keine hoch aufgelöste dreidimensionale Struk-
tur der E. coli RNA-Polymerase gezeigt werden. Vassylyev et al. konnten jedoch 2002 die
Struktur des RNA-Polymerase Holoenzyms von Thermus thermophilus in einer Resolution
von 2.6 Å aufklären (Vassylyev et al., 2002; siehe Abbildung 1.5). Aufgrund der Homologie
beider Enzyme können aus dieser Struktur jedoch Rückschlüsse auf das E. coli Holoenzym
gezogen werden.
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Abbildung 1.5: Röntgenkristallstruktur der RNA-Polymerase aus T. thermophilus. β:
beige. β´: weiß (β´ 163-452: cyan; β´ Zn2+-Finger: grün). αI: blau, αII: hellorange; σ: mangen-
ta, ω: rot. Zwei katalytische Mg2+ (rot) und zwei Pb2+ (blau) sind als Kugeln eingezeichnet
(Vassylyev et al., 2002).

Die α-Untereinheit Die α-Untereinheiten der RNA-Polymerase bestehen bei E. coli aus
je 329 Aminosäuren (rpoA, 36.5 kDa). Diese Untereinheiten bilden ein Dimer (α2), welches
als Plattform für die Bindung der β und β´-Untereinheiten dient und eine Rolle in der
Aktivierung der Transkription spielt (Zhang und Darst, 1998). Diese Funktionen werden
von zwei verschiedenen Domänen des Proteins übernommen, die durch einen flexiblen
Linker (14 AS) miteinander verbunden sind (Negishi et al., 1995; Jeon et al., 1997). Der N-
terminale Bereich (α-NTD, AS 1-235) vermittelt die Dimerisierung der α-Untereinheit und
somit die initiale Assemblierung des Core-Enzyms (Igarashi et al., 1991). Die α-CTD (AS
245-329) hingegen wechselwirkt mit verschiedenen Transkriptionsfaktoren und bindet an
das regulatorische UP-Element im ‘upstream’ Bereich der Promotorsequenz und verstärkt
so die Transkription (Igarashi et al., 1991; Ebright et al., 1995).

Die β- und β´-Untereinheiten Die β-(rpoB, 1342 AS) und β´-(rpoC, 1407 AS) Unterein-
heiten stellen mit 150- bzw. 155 kDa die zwei größten Untereinheiten der RNA-Polymerase
dar und bilden das katalytischen Core des Enzyms. Bakterielle β- und β´-Untereinheiten
zeigen eine starke Ähnlichkeit zu den entsprechenden eukaryotischen Homologen, was auf
eine hohe Konservierung der prinzipiellen Funktionen dieser Untereinheiten zwischen den
verschiedenen Spezies hindeutet. Regionen mit hoher Sequenzkonservierung sind in Clus-
tern (Domänen A-I) über das gesamte Molekül verteilt. Im C-terminalen Bereich von
β konnten konservierte Elemente identifiziert werden, die den Kontakt zu β´- und α-
Untereinheit vermitteln. Ebenso scheint die β-Untereinheit bei Pausen und der Termina-
tion der Transkription eine Rolle zu spielen. Für die β´-Untereinheit konnten mehrere
Funktionen gezeigt werden, die eine Beteiligung bei der Termination, Antitermination und
Elongation sowie bei der Bindung von DNA und Sigmafaktor beinhalten (Wagner, 2000).
Die β- und β´-Untereinheit geben der RNA-Polymerase ihre als ‘crab-claw’ (Krabbensche-
re) bezeichnete Struktur, die man auch in eukaryotischen RNA-Polymerasen findet. Hierbei
wird ein Arm der Schere von der β-, der andere von der β´-Untereinheit gebildet. Das ak-
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Abbildung 1.6: Schematische Darstellung der Struktur der RNA-Polymerase und des
σ-Faktors. (a) Darstellung der konservierten Regionen 1.1 bis 4.2 des σ-Faktors und Übersicht
über die globuläreren Domänen (σ2−4). (b): Schematische Darstellung von drei RNAP Konfor-
mationen (Holoenzym, offener Komplex (‘open complex’) und Core-Enzym. Verschiedene β und
β‘-Domänen sind markiert. Farbkodierung: β´= beige; β: blau; α und ω: grau; σ= rot. Mg2+

(im aktiven Zentrum): rot; ‘template’ Strang (T)= dunkelblau, ‘non-template’-Strang (NT)=
grün (Hsu, 2002).

tive Zentrum des Enzyms befindet sich am Schnittpunkt zwischen β- und β´-Untereinheit.
Hier koordinieren drei hochkonservierte Aspartat-Reste ein Mg-Ion (Vassylyev et al., 2002).
Der zwischen den Scheren liegende Kanal wird durch die von der β´-Untereinheit gebildete
‘bridging-helix’ geteilt. Im größeren Hauptkanal liegt das RNA-DNA-Hybrid aus geöffne-
tem DNA-Template und entstehendem Transkript. Der kleinere sekundäre Kanal (‘secon-
dary channel’) ist die Eintrittsstelle für Nukleotide, sowie kleine Transkriptionseffektoren
zum aktiven Zentrum des Enzyms. Die Abbildung 1.6 zeigt zur Veranschaulichung die
RNA-Polymerase in verschiedenen Konformationen.

Die σ-Untereinheit Um als Holoenzym an DNA binden zu können, benötigt das Co-
re Enzym einen Spezifitätsfaktor. In Escherichia coli gibt es mindestens sieben dieser so
genannten Sigmafaktoren (σ), welche die Spezifität der RNAP-Promotor-Erkennung ver-
mitteln. Der für die Transkription der ‘housekeeping’-Gene während der exponentiellen
Phase verantwortliche Sigmafaktor σ70 ist mit einem Molekulargewicht von 70 kDa der
größte Sigmafaktor. Neben σ70 werden in E. coli alternative Sigmafaktoren exprimiert, die
für die Transkription der stationären Phase-spezifischen Gene (σ38), der Hitzeschock-Gene

20



1.6 RNA-Synthese: Transkription

Abbildung 1.7: Schematische Übersicht über die σ-Faktoren von E. coli . Gezeigt sind die
zur Zeit bekannten σ-Faktoren von E. coli, ihre Größe (AS) und die ungefähre Anzahl ihrer
spezifischen Gene ((Reckendrees, 2004), verändert nach: Ishihama, 2000.)

(σ24 und σ32), der Gene für die Flagellensynthese (σ28), des Eisenstoffwechsels (σ19) und
der Stickstoffassimilation (σ54) essentiell sind (siehe Abbildung 1.7). Bis auf σ54 sind alle
Sigmafaktoren in ihrem Aufbau homolog und der σ70-Familie zuzuordnen. Die Funktion
der Sigmafaktoren umfasst die Erkennung des spezifischen Promotors und die Isomerisie-
rung der DNA zum offenen Promotor-Komplex (siehe Kapitel ‘Initiation’ (1.6.3)), sowie
die Wechselwirkung mit verschiedenen Transkriptionsfaktoren (Borukhov, 2002).

Der Sigmafaktor σ70 ist der Sigmafaktor für die Transkription der Gene, die unter ex-
ponentiellen Wachstumsbedingungen exprimiert werden (‘housekeeping genes’). Das ent-
sprechende Gen rpoD exprimiert ein Produkt mit einer Länge von 613 Aminosäuren (70.2
kDa). Neben σ70 sind sechs weitere Sigmafaktoren in E. coli bekannt (siehe Abbildung
1.7), von denen fünf zur σ70-Familie gerechnet werden. Mitglieder dieser Familie haben
vier Regionen mit einer hohen Sequenzkonservierung (σ2-σ4 und die ‘linker’-Region, siehe
Abbildung 1.2). Diese vier Regionen werden weiter in Unterregionen unterteilt, deren Funk-
tionen gut charakterisiert sind. Hierüber hinaus ist seit einiger Zeit die Röntgenstruktur
des σ70-Faktors von E. coli in einer Auflösung von 2.6Å bekannt (Ausnahme: Region 1.1,
73 AS am NTD, Abbildung 1.8). Die Bindung an das Core-Enzym erfolgt über Protein-
Protein Wechselwirkungen zwischen der β- und β´-Untereinheit und den Regionen 2.1,
2.2 und 3.2 des Sigmafaktors. Die Region 2.4 ist verantwortlich für die Erkennung der
-10 Region. Die Erkennung erfolgt hierbei basenspezifisch durch eine direkte Interakti-
on dreier Aminosäuren des Sigmafaktors (Q437, T440 und R441) mit den Positionen -12
und -13 des ‘non-template’ Strangs. Weiterhin spielt σ70 noch eine wichtige Rolle bei der
Isomerisierung vom geschlossenem zum offenen Promotor-Komplex (σ70 Region 2.3), so-
wie bei der Erkennung von weiteren Promotorelementen wie der -35 Region (Region 4.1
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Abbildung 1.8: Röntgenkristallstruktur des σ70-Faktors von E. coli . 3D-Struktur des σ70-
Faktors (AS 73-613). Farbkodierung: Region 1.1= weiss, 1.2= grau. Region 2.2= gelb, Region
2.3= orange, Region 2.4/2.5= rot. Region 3.1= hellgrün, Region 3.2 (‘Linker’)= dunkelgrün.
Region 4.1 und 4.2= türkis und dunkelblau. Weniger konservierte Bereiche sind in grau darge-
stellt. Der CTD (C) und der NTD (N) der α-Fragments (N∗) sind gekennzeichnet. (verändert
nach Vassylyev et al., 2002).

und 4.2) und regulatorischen Elementen. Hierbei sollen die Wechselwirkungen zwischen
Protein und DNA auf Interaktionen mit dem Phosphatrückgrat beruhen (Campell et al.,
2002). Der σ70-Faktor besitzt seine Funktionalität jedoch ausschließlich im Verbund mit
dem Core-Enzym. Die saure Region 1.1 verhindert vermutlich durch Maskierung der für
die DNA-Bindung verantwortlichen Regionen die Bindung des freien Proteins an die DNA
(‘Autoinhibition’, Dombroski et al., 1993, Camarero et al., 2002). Erst durch Bindung des
Faktors an das Core-Enzym und die damit einhergehende Konformationsänderung wird
die Wechselwirkung zwischen DNA und σ70 möglich.

Der Sigmafaktor σ38 gehört zur Familie der σ70-Faktoren und ist der spezifische Faktor
für die Transkription von Genen während der stationäre Phase, sowie unter bestimm-
ten Stresssituationen wie z. B. Hunger und hohe oder niedrige Osmolarität des Mediums
(Hengge-Aronis, 1996). σ38 (330 AS, 37.8 kDa) wird codiert vom Gen rpoS und hat unter
allen alternativen Sigmafaktoren die größte Homologie zu σ70. Die Synthese und Regulation
von σ38 durch das so genannte ‘RpoS-Regulon’ ist hoch Komplex und soll an dieser Stelle
nicht näher beschrieben werden. Während der exponentiellen Wachstumsphase ist σ38 in
der Zelle kaum nachweisbar, erst unter Stationären- oder Stressbedingungen wird die rpoS
Expression um das 20-30fache gesteigert (Hengge-Aronis, 2003). Die Konzentration von σ38

erreicht jedoch dennoch nur maximal 30% der von σ70(Ishiama, 2000). Weiterhin ist auch
die Affinität von σ38 zum Core-Enzym im Vergleich zu σ70 etwa fünffach geringer (Colland
et al., 2002). Genaue Strukturdaten von σ38 sind zurzeit noch nicht verfügbar. σ38 kann

22



1.6 RNA-Synthese: Transkription

Abbildung 1.9: Schematischer Vergleich der funktionellen Domänen der Sigmafaktoren
σ70 und σ38. Die Positionen der konservierten Bereiche sind anhand der Aminosäuren gekenn-
zeichnet. Zusätzlich sind die einzelnen Funktionen der konservierten Regionen 1-4 hervorgehoben
(Reckendrees, 2004, verändert nach Checroun et al., 2004) .

jedoch ebenfalls in vier konservierte Regionen unterteilt werden, wobei die Regionen der
DNA-Erkennung (4.2 und 2.3 bis 2.5 mit bis zu 70% Homologie bei beiden Sigmafaktoren)
stark konserviert sind. σ38 besitzt jedoch eine kürzere Region 1.1, die wenig Homologie zur
entsprechenden Region in σ70 zeigt und hat keinen ‘Spacer’ zwischen der Region 1.2 und 2.1
(Dombroski, 1993; Wilson und Dombroski, 1997). ‘Footprint’-Analysen der verschiedenen
Holoenzyme (E70 und E38) zeigen neben übereinstimmenden Signalen auch eine Vielzahl
von Differenzen, was auf eine unterschiedliche Konformationen der Holoenzyme hinweist.
So deuten abweichende Signale auf eine unterschiedliche Interaktion mit der β- und β´-
Untereinheit des Core-Enzyms (Region 2.2 bis 2.4), sowie der -35 Region (Region 4.1 und
4.2) hin (Colland et al., 2002). Die Erkennung der -10 bzw. der ‘extended’ -10 Region er-
folgt, wie auch für σ70 beschrieben, mit den konservierten Regionen 2.4 und 2.5 bzw. 3.0.
Die Erkennung der wichtigen Position -13(C) im Promotor erfolgt über eine Interaktion
mit den Aminosäuren Q152, E155 und K173 (Checroun et al., 2004). Die Aminosäuren
Q152 und E155 entsprechen den korrespondierenden Positionen Q437 und T440 von σ70,
über welche eine Interaktion mit der DNA an Position -12 im σ70-spezifischen Promotor
erfolgt. Die Sigmafaktoren σ38 und σ70 sind in der Abbildung 1.9 noch einmal vergleichend
dargestellt.

1.6.2 Struktur und Funktion von Promotoren

Die Startstellen der Transkription bezeichnet man als Promotoren. Diese konservierten
Abschnitte der DNA vor Genen erlauben die Erkennung des Transkriptionsstarts und das
Binden der DNA-abhängigen RNA-Polymerase an die DNA. Promotoren erlauben durch
Variationen ihrer konservierten Elemente eine Diskriminierung zwischen verschiedenen Ho-
loenzymen. Hierbei zeigen einige Holoenzyme, bedingt durch den jeweiligen gebundenen
Sigmafaktor eine strikte Promotorspezifität, wohingegen das mit σ70 oder σ38 (siehe 1.6.4)
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assoziierte Holoenzym eine überlappende in vitro und (zum Teil) in vivo Promotorspezifität
zeigt.

Der σ70-spezifische ‘Konsensus’-Promotor Ein minimaler σ70-abhängiger Promotor
(‘Core’-Promotor) besteht aus drei Strukturelementen, die aus Strukturvergleichen von
mehr als 300 Promotoren abgeleitet wurden (Lisser und Margalit, 1993): Einer hoch konser-
vierten Sequenz mit der Nukleotidfolge 5´-TATAAT-3´ (‘non-template’-Strang). Aufgrund
der Entfernung von zehn Nukleotiden upstream vom Transkriptionsstart wird diese Regi-
on als ‘-10 Region’ bezeichnet. Eine weitere gebräuchliche Bezeichnung ist ‘Pribnow-Box’.
Etwa 35 Nukleotide stromaufwärts vom Transkriptionsstart liegt eine zweite Erkennungs-
sequenz, die -35 Region mit der Nukleotidfolge 5´-TTGACA-3´ (Nichtmatrizenstrang).
Zwischen diesen beiden Elementen liegt eine nicht konservierte Region. Diese ‘Spacer’-
Region umfasst 17 +/- 1 Basenpaare und stellt das dritte Erkennungselement dar. Im
‘Spacer’ spielt weniger die Basenfolge als vielmehr die Länge der Spacerregion eine Rolle
im Hinblick auf die Stärke eines Promotors (Beutel und Record, 1990). Neben den oben
beschriebenen Core-Elementen haben die meisten Promotoren weitere regulatorische Ele-
mente stromaufwärts (‘upstream’) der -35 Region. Die UAS (upstream activating sequence)
enthält Bindestellen für Transkriptionsfaktoren. Das UP-Element ist eine AT-reiche Re-
gion, welche die Polymerase-Promotor-Interaktion direkt stabilisiert. Der Startpunkt der
Transkription wird als +1 bezeichnet und liegt etwa fünf bis neun Basenpaare hinter der
-10 Region (Hawley und McClure, 1983). Ebenfalls beeinflusst werden kann der Promotor
durch stromabwärts flankierende Elemente (DRS, ‘downstream sequence region’).

Der σ38-spezifische Promotor Im Gegensatz zum σ70-abhängigen Promotor konnte bis
heute kein Konsensus-Promotor für σ38-spezifische Gene identifiziert werden. Beschrieben
sind lediglich einige typische Sequenzmerkmale, die zur Selektivität des σ38-Holoenzyms
beitragen: σ38 spezifische Promotoren weisen im ‘upstream’ Bereich eine verlängerte ‘ex-
tended’ -10 Region (Position -14 bis -7) mit der Konsensussequenz KCTATACT (K= T
oder G). Eine besondere Rolle spielt hierbei die Position -13. An dieser Stelle befindet
sich bei 85% der σ38-abhängigen Promotoren ein C (Becker und Hengge-Aronis, 2001).
Ein weiteres, häufig vorkommendes Merkmal ist eine degenerierte -35 Region (Gaal et al.,
2001). Weitere, nicht bei jedem σ38-Promotor zu findende Sequenzelemente sind AT-reiche
Regionen zwischen -10 Region und Transkriptionsstart (Ojengu et al., 2000) sowie ein
rudimentäres ‘halbes’ UP-Element um Position -50 (Germer et al., 2001).

1.6.3 Der Ablauf der Transkription

Die Transkription kann in drei Phasen unterteilt werden: Initiation, Elongation und Ter-
mination (Von Hippel, 1996). Im Folgenden werden diese Phasen näher erläutert.

Die Initiation Die Initiation umfasst die Erkennung und Bindung der RNA-Polymerase
an den Promotor, die Synthese der ersten Phosphodiesterbindungen und das Verlassen
des Promotors beim Übergang in die Elongationsphase. Der Initiationsprozess kann in
vier Stufen unterteilt werden, die schematisch in der Abbildung (1.10) dargestellt sind:
Die erste Stufe der Initiation (I) ist die Bildung eines spezifischen, aber reversiblen Initia-
tionskomplexes der RNA-Polymerase mit der doppelsträngigen Promotor DNA. Dieser
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Abbildung 1.10: Schematische Darstellung der Transkriptionsinitiation. Die Abbildung
zeigt die Phasen I-IV der Initiation. (I): Bindung der RNAP (R) an den Promotor (P) und
Bildung des binären geschlossenen Komplexes (RPc). (II): Isomerisierung zum offenen Komplex
(RPo). (III): Bildung des ternären Initiationskomplexes (RPinit. (IV): Entlassen des σ-Faktors
und Übergang zum Elongationskomplex (TC). AT= abortive Transkripte (Record et al., 1996).

erste Komplex (RPc1) ist ein ‘geschlossener’ Komplex, die DNA liegt in diesem noch un-
geöffnet vor. In diesem Komplex bedeckt die RNA-Polymerase einen Bereich von etwa
60 Basenpaaren (Position -55 bis +5; Mecsas, 1991). Im nächsten Schritt (II) wird der
initiale RPc1 in einen weiteren geschlossenen Zustand überführt (RPc2). In diesem Zu-
stand interagiert die RNA-Polymerase mit der Promotor DNA ‘up’- und ‘downstream’ des
Transkriptionsstarts. Der intermediäre Komplex PRc2 (Position -55 bis +20) stellt den
Übergang zum binären offenen Komplex dar (RPo). Hier erfolgt eine reversible Öffnung
der DNA über einen Bereich von zehn bis fünfzehn Basenpaaren, beginnend ‘upstream’
vom Transkriptionsstart. Bei einigen Promotoren unterscheidet man zwei offene binäre
Komplexe (RPo1 und RPo2), die in ihrer Größe variieren. Mit der Konversion vom RPo1
zum finalen RPo2 geht eine Öffnung der DNA über den Transkriptionstart bis Position +2
einher, was den Einbau von Nukleotiden möglich macht. Für alle (außer σN(54)-abhängige)
Promotoren ist keine externe Energiezufuhr für die Isomerisierung zum offenen Komplex
notwendig, die Reaktion wird alleine durch die freie Energie der RNA-Polymerase Bin-
dung in Vorwärtsrichtung getrieben. Die Bindung der ersten Nukleotide stellt den dritten
Schritt (III) der Initiation dar. Hiermit geht der Komplex in einen ternären offenen Kom-
plex (RPinit), bestehend aus RNA-Polymerase, Promotor und Nukleotiden über. An dieser
Stelle kann eine Vorwärtsbewegung der RNA-Polymerase (Promotor ‘clearance’) erfolgen,
oder auch die Rückreaktion zum RPo2, indem die naszierende RNA-Kette als abortives
Produkt aus dem Komplex entlassen wird. Erreicht die RNA-Kette ein Länge von sieben
bis zwölf Nukleotiden, verlässt die RNA-Polymerase unter Abspaltung des Sigmafaktors
den Promotor (Promotor ‘escape’, Schritt IV). Hiermit ist die Initiation abgeschlossen und
die prozessive Elongation durch das Core-Enzym beginnt (Record et al., 1996).)

Die Elongation In der Elongationsphase bewegt sich die RNA-Polymerase über die DNA,
entwindet diese und synthetisiert mit einer durchschnittlichen Rate von etwa 40-50 Nu-
kleotiden pro Sekunde die RNA-Kette. Im Elongationskomplex deckt das Enzym etwa
30-40 Basenpaare der DNA ab, wobei der offene Bereich der Transkriptionsblase 14 bis 18
Nukleotide beträgt (Uptain, 1997). Die naszierende RNA ist an ihrem 3´-Ende als DNA-
RNA-Hybrid über etwa 8-9 Basenpaarungen mit der DNA verbunden (Nudler et al., 1998;
1997). Pausen sind während der Elongation häufig und spielen ein wichtige Rolle in der
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Abbildung 1.11: Dreidimensionales Struktur des Elongationskomplexes in zwei Ansich-
ten (T.aquaticus). Die Untereinheiten des Core-Enzyms sind farbcodiert: β= grün-blau; β´=
violett: α und ω= grau-weiß. Der ‘template’-Strang ist rot, der ‘non-template’-Strang ist gelb
markiert. Orange: RNA-Transkript. Die Ein- und Austrittstelle der DNA ist mit einem Pfeil
gekennzeichnet (verändert nach Korzheva et al., 2000).

Transkriptionsregulation (Krohn und Wagner, 1996; 1992; Artsimovich, 2000). Die Abbil-
dung 1.11 zeigt die Struktur eines solchen Elongationskomplexes und die Lage der DNA
im Enzym.

Die Termination Die Termination kann in E. coli durch zwei unterschiedliche Mechanis-
men - faktorabhängig oder faktorunabhängig - erfolgen. Bei der faktorunabhängigen oder
intrinsischen Termination bildet sich strukturbedingt am 3´-Ende des entstehenden Tran-
skripts ein GC-reicher Hairpin mit einer nachfolgenden Sequenz aus 3-8 Uracil-Resten aus.
Diese Uracil-Reste destabilisieren das DNA-RNA-Hybrid, wobei die Terminationseffizienz
mit der Stabilität des Hairpins korreliert (Martin und Tinoco, 1980). Etwa die Hälfte aller
Transkripte wird an solchen intrinsischen Terminatoren beendet.

Die faktorabhängige Termination wird durch das Protein ‘Rho’ vermittelt. Rho bin-
det als Hexamer (46 kDa/Monomer) an Regionen im Transkript, die Cytidin-reich und
gleichzeitig Guanin-arm sind. Diese Regionen werden als ‘rut-sites’ (Rho utilisation sites)
bezeichnet. Unter ATP-Hydrolyse bewegt sich Rho auf dem Transkript in Richtung der
RNA-Polymerase. Beim Erreichen des Transkriptionskomplexes (z. B. durch Pausen) ent-
windet Rho als Helikase ebenfalls unter ATP-Hydrolyse das DNA-RNA-Hybrid (Platt,
1994), wodurch das Transkript aus dem Komplex entlassen wird.

1.6.4 Die Transkription in verschiedenen Wachstumsphasen

Gram-negative Bakterien, zu denen auch E. coli gehört, gehen bei einer Limitierung von
Nährstoffen in die stationäre Wachstumsphase über. Beim Übergang in die stationäre Pha-
se verändern sich die Zellen morphologisch und physiologisch, um längere Zeiten des Hun-
gers und vermehrten umgebungsbedingten Stress zu Überleben. Systeme, die vom Wech-
sel betroffen sind, umfassen den Nucleoid, die Translation und im besonderem Maße die
Transkription, wobei die entsprechenden Regulationsmechanismen noch nicht vollständig
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verstanden sind. Der für die Expression der stationäre Phase-Gene primär bedeutende
Faktor ist der alternative, stationäre Phase-spezifische Sigmafaktor σ38 (Kapitel 1.6.1). Im
Folgenden sollen die Eigenschaften der für diese Arbeit wichtigen Promotoren, sowie die
stationäre Phase-Regulation näher erläutert werden.

Regulation der σ38-spezifischen Transkription Die Interaktion der verschiedenen Sig-
mafaktoren σ70 und σ38 mit ihren spezifischen Promotoren erfolgt nicht exklusiv. In vitro
konnte für viele σ38- und σ70-spezifische Promotoren eine Kreuzerkennung nachgewiesen
werden. Aus diesem Grund geht man heute davon aus, dass in vivo die Promotorspezifität
durch ein komplexes Zusammenspiel verschiedener Transkriptionseffektoren erreicht wird.
Zu diesen Effektoren gehören die Salzkonzentration (Nguyen und Burgess, 1997), die su-
perhelikale Dichte des DNA-Templates (Kusano et al., 1996), das Effektornukleotid ppGpp
(Kvint et al., 2000), sowie Transkriptionsfaktoren wie CRP, H-NS oder LRP (Barth, 1995;
Colland et al., 2000). Da σ38 in der Zelle nur limitiert vorliegt und darüber hinaus im
Vergleich zu σ70 eine fünffach geringere Affinität zum ebenfalls limitierten Core-Enyzm
hat (Farewell, 1998) wird auch hier eine Beteiligung von weiteren Faktoren diskutiert. Der
Anti-Sigma-Faktor Rsd scheint hierbei eine entscheidende Rolle zu spielen. Rsd wird in der
stationären Phase exprimiert und interagiert mit dem exponentiellen σ70-Faktor, wodurch
er dessen Bindung an das Core-Enzym verhindert (Ilag, 2004). Als ein weiterer Faktor wird
die 6S RNA diskutiert, welche ebenfalls in der stationären Phase stärker exprimiert wird
und an das σ70-Holoenzym binden kann (siehe Kapitel 1.5). In vitro und in vivo Analysen
zeigen, dass die 6S RNA die Nutzung von σ70 und σ38-abhängigen Promotoren beeinflusst
(Wassarman und Storz, 2000 und diese Arbeit).

Der σ38-abhängige bolA-Promotor Der in dieser Arbeit verwendete bolA-Promotor soll
eine wichtige Funktion bei der Kontrolle der Zellteilung und bei der Änderung der Zell-
morphologie spielen. In der stationären Phase oder auch infolge von Stresssituationen wie
Änderungen der Osmolarität des Mediums verändern sich E. coli Zellen morphologisch: sie
werden kleiner und runder. So resultiert auch die Überexpression von bolA in einer runden
Zellform (Aldea, 1988). Das bolA Genprodukt ist ein kleines Protein, welches für die Expres-
sion des Penicillin-Bindeproteins PBP6 benötigt wird. PBP6 ist eine Carboxypeptidase, die
an der Septumbildung beteiligt ist (Lange und Hennge-Aronis, 1991). Für bolA konnte eine
sieben- bis zehnfache Zunahme der Expression in der stationären Phase gezeigt werden.
Die Expression wird jedoch auch in der exponentiellen Phase unter bestimmte Stressbe-
dingungen induziert (Santos et al., 1999). Die Transkription des bolA-Promotors erfolgt
von zwei Promotoren P1 und P2. Hierbei ist der weiter downstream liegende Hauptpromo-
tor P1 σ38-abhängig, der upstream liegende Promotor P2 soll hingegen σ70-abhängig sein
sowie konstitutiv und schwach exprimiert werden. Der P1 wird invers zur Wachstumsrate
reguliert und hat die typischen Merkmale eines ‘gearbox’-Promotors. Zudem besitzt er ei-
ne große Homologie zu der beschriebenen Konsensus-Sequenz σ38-abhängiger Promotoren
(1.6.2, Lange und Hennge-Aronis, 1991). Der bolA-Promotor zeigt in in vitro Transkrip-
tionen eine Kreuzerkennung mit dem σ70-Holoenzym der RNA-Polymerase. Zudem weisen
diese Analysen auf eine Empfindlichkeit bezüglich der Kaliumglutamat-Konzentration hin
(Nguyen und Burgess, 1997). Darüber hinaus zeigt das Effektornukleotid ppGpp einen
aktivierenden Effekt auf die bolA-Transkription (Reckendrees, 2004).
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Der σ70-abhängige rrnB P1-Promotor Bei diesem Promotor handelt es sich um den
P1-Promotor des dual regulierten ribosomalen Operons B. Der rrnB P1-Promotor ist in
vivo einer der stärksten Promotoren der Zelle, mit etwa einer Initiation/Sekunde bei hohen
Wachstumsraten. Darüber hinaus ist der rrnB P1-Promotor, im Gegensatz zu seinem eher
schwach reguliertem Tandem-Promotor P2, stark durch die Wachstumsphasen- und strin-
gente Kontrolle reguliert (Glaser, 1983). In vitro reagiert der P1-Promotor sensitiv auf die
Veränderung der Superhelikalität des Templates, sowie auf eine Erhöhung der Salzkonzen-
trationen. Zudem sind Initiationskomplexe aus RNA-Polymerase und rrnB P1-Promotor
ohne vorhandene Startnukleotide sehr instabil.

1.6.5 Weitere Faktoren, die die Transkription beeinflussen:
Transkriptionsfaktoren

Transkriptionsfaktoren wurden in den vorangegangenen Kapiteln schon mehrfach erwähnt.
Diese Proteine spielen eine wichtige Rolle bei der Regulation der Transkription, besonders
beim Übergang der Zellen von der logarithmischen in die stationäre Phase des Wachstums.
An dieser Stelle soll in kurzer Form eine Übersicht über die Proteine FIS, H-NS, StpA und
LRP gegeben werden, welche die Transkription während der verschiedenen Wachstumspha-
sen und beim Übergang von einer Wachtumsphase in die nächste maßgeblich beeinflussen.

FIS Bei FIS, dem ‘Factor for Inversion S timulation’ handelt es sich um ein kleines,
basisches Protein von 11.2 kDa, das in Lösung als Homodimer vorliegt. FIS bindet haupt-
sächlich an gekrümmte DNA, wobei eine Bindung die Krümmung weiter verstärkt und eine
Krümmung von 40-90◦ verursachen kann. Für eine spezifische Bindung von FIS benötigt
das Protein eine Konsensussequenz der Folge (G/T)NNYRNN(A/T)NNYRNN(C/A)2. Die
molekulare Struktur von FIS ist mit 2Å aufgelöst und zeigt einen Core von vier α-Helices
und ein ungeordnetes N-terminales Ende (20 AS). Hier liegen sowohl die Dimerisierungs-
als auch die Aktivierungsdomäne. Die DNA-Bindung der großen Furche wird durch ein
HTH-Motiv vermittelt, das sich in der CTD des Proteins befindet. Für die meisten Gene
ist FIS ein Aktivator, es sind aber auch einige Systeme bekannt, auf welche FIS reprimie-
rend wirkt. Die wichtigste Funktion für FIS ist die Aktivierung der Operons der stabilen
RNAs (rrn). Hierbei ist die Wirkung von FIS stark an die Wachstumsphase gekoppelt: in
der stationären Phase sind weniger als 100 Kopien in der Zelle vorhanden. Beim logarith-
mischen Wachstum hingegen befinden sich mehr als 50000 Dimere in der Zelle, was einem
500fachem Abfall der Proteinkonzentration beim Übergang von der logarithmischen in die
stationäre Phase des Wachstums entspricht (Wagner, 2000).

H-NS Das ‘H istone-like Nucleoid S tructuring Protein’ (15.6 kDa, 137AS) hat einen neu-
tralen pK und liegt in etwa 20000 Kopien pro Zelle vor. Zunächst nur als strukturelle
Komponente des bakteriellen Genoms angesehen, ist H-NS heute als globales Regulati-
onsprotein in der bakteriellen Genexpression bekannt. Die Gene, die durch H-NS (meist
negativ) reguliert werden, sind oft an die Stringente- oder Wachstumsratenkontrolle gekop-
pelt (unter anderem bolA, rpoS und die rrn-Operons). Welche die aktive Form des Proteins
ist, wird bislang noch kontrovers diskutiert, es könnten Homodimere, aber auch Oligome-
re sein. Die Struktur von H-NS kann in drei Bereiche aufgeteilt werden: der C-terminale

2N= jedes Nukleotid, Y= Pyrimidin (T oder C), R= Purin (A oder G)

28



1.7 Fragestellung und Konzeption der Arbeit

Bereich enthält die DNA-bindende Domäne. Zur Zeit ist noch nicht bekannt, ob H-NS in
der kleinen oder der großen Furche der DNA bindet. Die NTD formt eine amphipathische
α-Helix, welche bei der Repression der Transkription und der Protein-Protein-Interaktion
eine Rolle spielt. Die zentrale Region ist wichtig für die Dimerisierung des Proteins. Diese
Domäne ist innerhalb der H-NS-ähnlichen Proteinfamilie hoch konserviert, wodurch Hete-
ro(di)mere mit H-NS verwandten Proteinen wie StpA möglich sind. H-NS bindet an jede
Form von doppelsträngiger DNA sowie, jedoch mit geringerer Affinität, an einzelsträngige
DNA und RNA. Bislang konnte keine Konsensussequenz für eine H-NS Bindestelle identi-
fiziert werden. Eine starke und spezifische Bindung findet statt an intrinsisch gekrümmten
DNA-Regionen oder an DNA, in welcher eine Krümmung induziert werden kann. Für die
Regulation durch H-NS gibt es mehrere Modelle, die hier nicht näher diskutiert werden
sollen. Am Beispiel der rrn-Operons konnte jedoch mit AMF-Mikroskopie gezeigt werden,
dass H-NS Moleküle ‘up’- und ‘downstream’ des Promotors auf der DNA binden und wie
ein Reißverschluss durch intermolekulare Wechselwirkung die RNA-Polymerase auf dem
Promotor ‘gefangen’ halten (Dame et al., 2002; Wagner, 2000).

StpA StpA wurde ursprünglich als ‘Supressor beim Spleißen des T4-Phagen Introns td’
charakterisiert. Das Protein hat eine Größe von 136 Aminosäuren und ist zu 58% identisch
mit H-NS. Die Identität beschränkt sich hierbei nicht nur auf die Sequenz: beide Proteine
können sich in vielen Funktionen gegenseitig ersetzen. StpA bindet ebenfalls an gekrümmte
DNA und wirkt inhibierend auf die Transkription. Im Gegensatz zu H-NS wirkt StpA je-
doch auch als RNA-Chaperon (Grossberger et al., 2005). Beide Proteine regulieren sich in
einer Feedback-Schleife gegenseitig und inhibieren ihre eigene und die Synthese des jeweils
anderen Proteins. Die Expression von StpA ist weiterhin abhängig von dem Transkriptions-
regulator LRP, der Temperatur sowie der Wachstumsphase. Wie bereits erwähnt, können
H-NS und StpA Heterodimere formen. Die biologische Relevanz solcher Dimere ist jedoch
bislang nicht bekannt.

LRP Das ‘Leucine-responsive Regulatory Protein’ ist ein globaler Regulator in E. coli,
welches die Expression vieler Gene beeinflusst. LRP und LRP-ähnliche Regulatoren haben
eine Größe von etwa 15 kDa und sind typische DNA-Bindeproteine. Eine 2002 veröffentliche
DNA-Microarray-Analyse hat gezeigt, dass LRP die Transkription von etwa 10% aller Gene
in E. coli beeinflusst, wobei der Großteil dieser Gene zu Beginn der stationären Phase
exprimiert wird (Tani et al., 2002). Unter den von LRP regulierten Operons befinden sich
Gene für den Kata- und Anabolismus der Aminosäuren sowie Gene der Pili-Synthese. LRP-
und LRP-ähnliche Regulatoren bestehen aus einer DNA-Binde- und einer Effektordomäne.
(Brinkman et al., 2003). Der LRP-Ligand Leucin spielt eine differentielle Rolle bei der durch
LRP vermittelten Regulation. Hierbei hat Leucin keine ‘an’ oder ‘aus’-Wirkung, sondern
moduliert die Funktion von LRP abhängig vom jeweiligen Promotor (Wagner, 2000).

1.7 Fragestellung und Konzeption der Arbeit

Die vorliegende Arbeit befasst sich mit der kleinen regulatorischen 6S RNA aus E. coli.
Da bislang hauptsächlich Untersuchungen zur Funktion der E. coli 6S RNA in vivo durch-
geführt worden waren, ist in dieser Arbeit die in vitro Regulation durch die 6S RNA von
besonderem Interesse. Hierbei sollen vor allen Dingen folgende Fragen beantwortet werden:
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• Kann eine direkte Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase nachgewiesen wer-
den und bindet die 6S RNA tatsächlich nur an die exponentielle Phase-spezifische
(σ70) RNA-Polymerase?

• Welche Sequenzen und Nukleotide der 6S RNA vermitteln die Bindung und die Wir-
kung der 6S RNA an und auf die RNA-Polymerase?

• Kann eine Regulation der Aktivität der verschiedenen RNA-Polymerase Holoenzyme
und des Core-Enzyms durch die 6S RNA gezeigt werden und wenn ja, handelt es sich
bei der Regulation um einen differentiellen Mechanismus?

• Wie hängt die Regulation durch die 6S RNA mit der Expression der 6S RNA selber
zusammen?

Die Arbeit ist in zwei Teile gegliedert. Im ersten Teil soll die Interaktion der 6S RNA
mit der bakteriellen RNA-Polymerase in vitro untersucht werden. Hierzu sollen neben der
generellen Spezifität der Bindung von 6S RNA und RNA-Polymerase in vitro die genauen
Kontaktstellen der RNA-Polymerase auf der 6S RNA identifiziert werden. Die Identifizie-
rung soll methodisch durch Retardierungsexperimente, Hydroxylradikal-‘Footprints’ und
UV-Quervernetzungsanalysen erfolgen.

Weiterhin soll in Retardierungsanalysen und in vitro Transkriptionen die Wirkung der
6S RNA auf die Initiationskomplexbildung und die Transkription bei wachstumsphasen-
spezifischen Promotoren untersucht werden. Hierdurch soll ermittelt werden, ob die 6S
RNA tatsächlich eine differentielle Regulation der σ70 und σ38-spezifischen Holoenzyme
verursacht. Diese Analysen sollen den größten Teil der Arbeit stellen.

Im zweiten Teil der Arbeit soll bestimmt werden, ob die Transkriptionsfaktoren FIS,
H-NS, LRP und StpA an die 6S RNA Transkriptionseinheit ssrS binden und hierdurch die
Transkription der 6S RNA beeinflussen. Auch dieses soll durch Retardierungen und in vitro
Transkriptionen untersucht werden. Ebenfalls durch in vitro Transkriptionen soll der Ein-
fluss der 6S RNA auf die Expression ihres eigenen Gens getestet werden. Die Experimente
sollen einen Einblick in die vermutete phasenabhängige Regulation der 6S RNA-Expression
ermöglichen.
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2 Ergebnisse

2.1 Charakterisierung der Bindung der 6S RNA an die

RNA-Polymerase

In Zellextrakten aus E. coli migriert die 6S RNA bei einem Koeffizienten von etwa 11S.
Aufgereinigte 6S RNA hingegen findet man bei einem Koeffizienten von 6S (Lee et al.,
1978), was auf eine Comigration mit anderen Zellkomponenten hindeutet. 2000 konnte
durch Coimmunoprezipitation gezeigt werden, dass es sich bei dieser Komponente um die
bakterielle RNA-Polymerase handelt (Wassarman und Storz, 2000). In der gleichen Arbeit
konnten darüber hinaus die β/β´-Untereinheit der RNA-Polymerase sowie σ70 als potenti-
elle Bindepartner der 6S RNA identifiziert werden. Alle durchgeführten Analysen wurden
jedoch in Zellextrakten und mit der 6S RNA aus Haemophilus influenza durchgeführt.
An dieser Stelle wurde darum zunächst die Bindung der nativen E. coli 6S RNA an das
bakterielle Holoenzym überprüft. Weiterhin wurden die genauen Kontaktpunkte zwischen
6S RNA und RNA-Polymerase analysiert.

2.1.1 Retardierungsanalysen zur Untersuchung der 6S
RNA/RNA-Polymerase-Bindung

Um die direkte Bindung der nativen 6S RNA aus E. coli an die bakterielle RNA-Polymerase
nachzuweisen, wurden Retardierungsanalysen mit radioaktiv markierter 6S RNA durchge-
führt. Hierzu wurde mit 32[P]-pCp markierte 6S RNA (5.2.8.10) mit dem exponentiellen
und dem stationäre Phase-spezifischen Holoenzym, sowie mit Core-Enzym komplexiert.
Die Bindung an die Sigmafaktoren σ70 und σ38 alleine wurde ebenfalls getestet. Für die
Komplexbildung wurden 9 nM radioaktiv markierte 6S RNA mit 3 nM aktivem, rekonstitu-
iertem Holoenzym (Kapitel 5.2.8.8) oder Core-Enzym 20 Minuten bei 30◦C inkubiert. Nach
der Inkubation wurden dem Komplex unterschiedliche Mengen Heparin zugefügt, um un-
spezifische Bindungen abzufangen und die Stabilität der Komplexe zu überprüfen. Ebenso
wurde bei der Komplexbildung mit den Sigmafaktoren vorgegangen, hier wurden 60 nM des
jeweiligen Faktors eingesetzt. Alle Reaktionen wurden in 1x 80 mM Kaliumglutamat-Puffer
(KGlu80, 5.2.7.8) durchgeführt, sowie mit und ohne Startnukleotide (ATP und CTP). Die
Abbildung 2.1 zeigt exemplarisch eine solche Retardierungsanalyse.

Wie zu erkennen, bindet die E. coli 6S RNA an die bakterielle RNA-Polymerase. Ge-
bunden werden beide Holoenzyme (E70 und E38) sowie das Core-Enzym. Die 6S RNA
bildet mit den Holoenzymen drei Komplexe, von denen nur die Komplexe E70/E38 II und
III Heparinstabil sind. Bei dem Komplex E70/E38/E I handelt es sich somit um einen un-
spezifischen Komplex zwischen RNA-Polymerase und 6S RNA oder um doppelt besetzte
Komplexe, die nicht spezifisch sind. Der Komplex II, welcher mit E70 und E38 gebildet
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Abbildung 2.1: Retardierungsanalyse der 6S RNA mit verschiedenen RNA-
Polymerasen. Die Autoradiographie zeigt die Komplexbildung zwischen 6S RNA und E70,
E38 sowie dem Core-Enzym. Eine Bindung an die σ-Faktoren alleine konnte nicht nachgewiesen
werden. 6S RNA 9 nM, RNAP 3 nM (Rekonstitution mit 45 nM σ70 bzw. 540 nM σ38) in 1x
KGlu80 (ohne NTPs). Heparin: 0, 50, 100, 200 ng/µl. K= 6S RNA ohne Protein. Die Komplexe
sowie die freie 6S RNA sind durch Pfeile gekennzeichnet.

wird, repräsentiert die Holoenzym-Bindung. Bei dem Komplex III (E70/E38) beziehungs-
weise II (E), handelt es sich um einen Komplex aus Core-Enzym und 6S RNA. Dass dieser
Komplex auch bei der Reaktion mit Holoenzymen gebildet wird ist nicht ungewöhnlich
und liegt an einer nicht vollständigen Rekonstitution der Holoenzyme. Hier wird deutlich,
dass die Rekonstitution von E70 effektiver ist als die von E38, da bei den E70-spezifischen
Komplexen kaum Bindung der 6S RNA an freies Core-Enzym beobachtet werden kann. Die
Bindung der 6S RNA ist mit dem exponentielle Phase-spezifischen Holoenzym (E70) am ef-
fektivstem. Die schlechten Rekonstitutionseigenschaften des stationäre Phase-spezifischen
Enzyms könnten ein Grund dafür sein, dass die Komplexbande E38 II im Vergleich zu
E70 II eher schwach ist. Wegen der schlechten Rekonstitution von Core-Enzym und Sig-
mafaktor steht der 6S RNA hier nicht so viel Holoenzym zur Bindung zur Verfügung. Die
Bindung (und somit auch die Radioaktivität) teilt sich in diesem Fall auf Holoenzym- und
Core-Komplex auf und verursacht die geringere Schwärzung. Ebenso kann aber auch eine
generell unterschiedlich gute Bindung der 6S RNA an die (Holo-) Enzyme der Grund für
die Varianz der Komplexe II und III von E70 und E38 sein. Ein Hinweis hierauf ist auch
die höhere Sensitivität der Komplexe aus E38 und 6S RNA gegenüber dem Kompetitor
Heparin. Die 6S RNA bindet auch an das freie Core-Enzym. Die Bindung ist ebenfalls nicht
sehr stabil, zu erkennen an der größeren Sensitivität gegenüber dem Kompetitor Heparin.
Die Sigmafaktoren alleine werden von der E. coli 6S RNA nicht gebunden.

Zusätzliche Versuche haben ergeben, dass die hier beobachteten Komplexe aus 6S RNA
und RNA-Polymerase (E70) bei 30◦C mindestens 90 Minuten stabil sind, auch bei der Zu-
gabe von Heparin (200 ng/µl) als Kompetitor. Die An- oder Abwesenheit von Nukleotiden
beeinflusst die Komplexbildung der 6S RNA mit den bakteriellen Enzymen nicht. Bei der
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2.2 Charakterisierung der bindeaktiven Regionen der 6S RNA

Abbildung 2.2: UV-Quervernetzungsanalyse von 6S RNA/RNA-Polymerase-
Komplexen Die Abbildung zeigt exemplarisch die Autoradiographie eines SDS-Gels. Zu
erkennen sind die kovalent mit der RNA verbundenen Proteinbanden, gekennzeichnet durch
(*). Die obere Bande entspricht β/β´, die untere σ70 (durch Pfeile gekennzeichnet). Alle Spuren
(außer K) enthalten RNA-Polymerase (E70) und RNase A. UV-Bestrahlung (J) wie angegeben.
Alle Proben enthalten 5´-endmarkierte 6S RNA (1x 106cpm). K= 6S RNA.

Bindung der 6S RNA an die bakterielle RNA-Polymerase handelt es sich darüber hinaus um
eine spezifischen Reaktion: eine Komplexbildung der 6S RNA mit der T7-RNA-Polymerase
konnte nicht nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt).

2.2 Charakterisierung der bindeaktiven Regionen der 6S RNA

In früheren UV-Quervernetzungsanalysen konnte eine Bindung der 6S RNA an die β/β´-
Untereinheit sowie an den σ70-Faktor gezeigt werden (Wassarman und Storz, 2000). Es ist
jedoch nicht bekannt, welche Nukleotide oder Bereiche der 6S RNA an der Bindung betei-
ligt sind. Durch UV-Quervernetzungsanalysen sowie durch die Behandlung mit Hydroxyl-
radikalen (·OH) der Komplexe aus 6S RNA und RNA-Polymerase können die Positionen
der 6S RNA identifiziert werden, die eine Bindung mit der RNA-Polymerase eingehen.
Diese Methoden liefern ein sehr genaues Bindemuster, da nahezu jedes Nukleotid einzeln
betrachtet werden kann.

2.2.1 UV-Quervernetzung von 6S RNA/RNA-Polymerase-Komplexen

Vor der nukleotidgenauen Analyse der Komplexe aus 6S RNA und RNA-Polymerase soll-
te zunächst überprüft werden, ob die E. coli 6S RNA tatsächlich an die in der Literatur
angegebenen Untereinheiten der bakteriellen RNA-Polymerase (E70) bindet. Diese Über-
prüfung war notwendig, da eine UV-Quervernetzung bislang nur mit der 6S RNA aus H.
influenza gezeigt werden konnte, die in ihrer Länge und Sekundärstruktur von der E. coli
6S RNA abweicht.

Hierzu wurden UV-Quervernetzungsanalysen mit radioaktiv (32[P]) markierter 6S RNA
durchgeführt. 3´- oder 5´-endmarkierte 6S RNA wurde mit σ70-spezifischem Holoenzym
wie beschrieben (siehe 5.2.8.10) komplexiert und mit UV-Strahlung (254 nm) behandelt.
Hiernach wurden die Komplexe mit RNase A verdaut. Die Proben wurden nach der Hy-
drolyse über ein SDS-Gel mit anschließender Autoradiographie analysiert. Eine so durch-
geführte UV-Quervernetzungsanalyse ist in der Abbildung 2.2 zu sehen.

Die Abbildung zeigt das Autoradiogramm einer UV-Quervernetzungsanalyse von E. coli
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6S RNA und RNA-Polymerase (E70). Durch Coomassiefärbung des SDS-Gels konnten die
sichtbaren Banden den Untereinheiten β und β´, sowie dem Sigmafaktor σ70 zugeordnet
werden (markiert mit ‘*’). Ohne UV-Bestrahlung (1. Spur, ‘-’) ist keine Vernetzung zu
erkennen, was bestätigt, dass es sich bei den erhaltenen Banden tatsächlich um Kontakt-
punkte der 6S RNA mit der RNA-Polymerase handelt. Die Quervernetzung von endmar-
kierter RNA hat die Limitierung, dass durch eine Abspaltung der extremen (markierten)
Enden eine Vernetzung nicht detektiert werden kann, was bei der 3´-endmarkierten 6S
RNA der Fall war. Eine interne Markierung der 6S RNA wäre hier sinnvoller gewesen.
Die Markierung der 6S RNA mit γ-32[P]ATP ergibt neben der Markierung am 5´-Ende
jedoch auch eine Markierung an einem intrinsischen ‘nick’, etwa 10-20 Nukleotide weiter in
Richtung des 3´-Endes der RNA. Durch diese interne Markierung konnte die 6S RNA in
den UV-Quervernetzungsanalysen sichtbar gemacht werden. Aus dieser Beobachtung kann,
neben der Proteinbindung, noch ein weiterer Schluss gezogen werden: die extremen Enden
der 6S RNA sind nicht in Kontakt mit der RNA-Polymerase. Die fehlende Protektion durch
das Enzym ermöglicht den Abbau der markierten Enden der RNA durch die RNase A.

2.2.2 Charakterisierung der Proteinbindungsregionen innerhalb der 6S RNA

2.2.2.1 Analyse von Proteinbinderegionen durch Hydroxylradikal-‘Footprints’

Um die Bindungsregionen für die RNA-Polymerase Holoenzyme sowie Core innerhalb
der 6S RNA eingrenzen zu können, wurden Hydroxylradikale eingesetzt. Hydroxlyradikale
sind beschrieben als Analysemittel zur Untersuchung makromolekularer Wechselwirkung
von DNA und RNA (Tullius und Dombrowski, 1985; Hüttenhofer und Noller, 1992). Ein
großer Vorteil der Hydroxylradikale besteht in ihrer Unempfindlichkeit gegenüber RNA-
Sekundärstrukturausbildung, da sie nicht die Basen selbst, sondern die exponierten C1´-
und C4´-Atome der Ribose angreifen. Da die Radikale außerdem eine geringe Größe haben,
können alle Ribosen im Zucker-Phosphatrückgrat der RNA-Moleküle erfasst werden.

Eine Einschränkung der Methode besteht darin, dass Hydroxylradikale sensitiv gegen-
über Glycerin reagieren, welches die Radikale abfängt. Da die RNA-Polymerase jedoch in
10% Glycerin gelagert wird, müsste vor der Reaktion das Glycerin durch eine Dialyse ent-
fernt werden. Dieser problematische Schritt kann umgangen werden, indem ein so genannter
‘Damage-Selection-Footprint’ der RNA genutzt wird. In einer solchen ‘Damage Selection’-
Reaktion bindet die RNA-Polymerase selektiv an bestimmte, noch bindeaktive Bereiche
der modifizierten 6S RNA, welche dann durch Autoradiographie sichtbar gemacht werden
können. Hierzu wurde 3´-endmarkierte 6S RNA zunächst mit Hydroxylradikal-Reagentien
wie beschrieben (siehe Kapitel 5.2.8.11) behandelt. Die modifizierte und aufgereinigte 6S
RNA wurde dann mit den verschiedenen RNA-Polymerasen (E70, E38 und Core) wie be-
reits beschrieben (2.1.1) komplexiert. Die Komplexe wurden nach Zugabe von Heparin
(200 ng/µl) über ein natives Retardierungsgel (5% PAA) getrennt. Anschließend wurden
die einzelnen Komplexe aus dem Gel eluiert und über ein denaturierendes Polyacrylamid-
Gel erneut aufgetrennt. Die Abbildung 2.3 zeigt die nach Komplexbildung von modifizierter
6S RNA und RNA-Polymerase erhaltenen Komplexe.

In der Abbildung 2.4 ist exemplarisch ein Hydroxylradikal-‘Footprint’ der 6S RNA mit
den verschiedenen RNA-Polymerase Holoenzymen sowie dem Core-Enzym dargestellt. Ei-
nige charakteristische Nukleotidpositionen sind durch Pfeile markiert.
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2.2 Charakterisierung der bindeaktiven Regionen der 6S RNA

Abbildung 2.3: Komplexbildung von modifizierter 6S RNA mit der RNA-Polymerase.
Gezeigt sind die Komplexe von mit Hydroxylradikalen modifizierter 6S RNA mit den σ70- und
σ38-spezifischen Holoenzymen. Die Core-Enzym spezifischen Komplexe sind hier nicht gezeigt,
entsprechen aber denen mit E38.

Abbildung 2.4: Auftrennung von Komplexen aus modifizierter 6S RNA und RNA-
Polymerase. (a) kurzer Lauf, Auftrennung der 6S RNA von Position 180-1. (b) langer Lauf
(136-1). E70 I-III: Komplexe aus modifizierter 6S RNA mit E70. E38 I-II: Komplexe aus mo-
difizierter 6S RNA mit E38. E I-II: Komplexe aus modifizierter 6S RNA und Core-Enzym. 6S
E70, 6S E38, 6S E: jeweilige freie 6S RNA. 6S K: unmodifizierte 6S RNA. ·OH: modifizierte 6S
RNA, −OH: Alkalileiter der 6S RNA. Die Pfeile zeigen charakteristische Nukleotidpositionen.
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2 Ergebnisse

Abbildung 2.5: Densitometrische Auswertung der Hydroxylradikal-‘Footprints’. Gezeigt
sind die densitometrischen Scans der einzelnen Spuren der Autoradiographien in 2.4 bis Position
154 der 6S RNA (I, 2.4(a)) sowie bis zur Position 136 (II, 2.4 (b)).
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2.2 Charakterisierung der bindeaktiven Regionen der 6S RNA

Vergleicht man die einzelnen Spuren miteinander, können bereits mit dem Auge Unter-
schiede im Bandenmuster sowohl zwischen den einzelnen Komplexen, als auch zwischen
den Komplexen und der freien 6S RNA festgestellt werden. Weil eine genaue Aussage zu
möglichen Kontaktstellen von RNA-Polymerase und 6S RNA alleine anhand der Autora-
diographie nur schwer zu treffen ist, wurde eine densitometrische Auswertung der einzelnen
Spuren mit ‘ScionImage’ durchgeführt. Einzelne Positionen lassen sich hierbei durch die
Alkalileiter sehr gut zuordnen. Die Auswertungen sind in den Abbildungen 2.5, 2.6 und 2.7
gezeigt.

Die Hydroxylradikal-‘Footprints’ zeigen deutliche Unterschiede zwischen der freien 6S
RNA und den Komplexen aus 6S RNA und RNA-Polymerase. Es fällt auf, dass die Kom-
plexe, die im Retardierungsgel (siehe Abbildung 2.3) auf einer Höhe laufen, ein einheitliches
Modifikationsmuster zeigen (Abbildungen 2.4 und 2.7). Bei den Komplexen E70 I, E38 I
und E I handelt es sich somit um analoge Komplexe, ebenso wie bei den Komplexen E70 III,
E38 II und E II. Da diese Komplexe in allen drei RNA-Polymerasen-Formen vertreten sind,
muss es sich hierbei um eine Bindung an das Core-Enzym, bzw. an eine Untereinheit des
Core-Enzyms handeln. Da in den UV-Crosslinks eine Vernetzung an die β/β´-Untereinheit
gezeigt werden konnte (siehe 2.2.1 und Wassarman und Storz, 2000), ist es wahrscheinlich,
dass es sich hierbei um die Bindung an diese Untereinheiten handelt. Beide beobachteten
Core-Enzym spezifischen Komplexe (I und II bzw. E70 III) zeigen darüber hinaus ein sehr
ähnliches Modifikationsmuster. Eine geringe Abweichung besteht darin, dass die Komplexe
E70 I, E38 I und E I eine verringerte Bindung im Bereich der Nukleotide 83-88 aufwei-
sen. Einen weiteren Unterschied zu den Komplexen II (bzw. E70 III) findet man auch
an den Positionen 133-137: diese werden von der RNA-Polymerase bevorzugt gebunden
(Abbildung 2.6 und 2.7). Innerhalb der analogen Komplexe gibt es weiterhin einige sehr
geringere Unterschiede zwischen den verschiedenen RNA-Polymerase-Spezies, welche je-
doch auf Unterschiede bei der Auftragung, den Radioaktivitätsmengen oder auf Ähnliches
zurückzuführen sind und nicht gesondert beachtet werden sollen (vergleiche z. B. E70 III
mit E38 II und E II, Abbildung 2.6).

Große Abweichungen vom Modifikationsmuster der bereits beschriebenen Komplexe zeigt
der Komplex E70 II. In diesem Komplex ist die Bindung der RNA-Polymerase an bestimm-
te Bereiche der 6S RNA stark reduziert (siehe Abbildung 2.6 und 2.7), und zwar an die
Nukleotide 76-79, sowie im Bereich von Nukleotid 83-106. Die Nukleotide, die zwischen die-
sen Positionen liegen (80-82) zeigen eine leicht verstärkte Bindung der RNA-Polymerase.
Da dieser Komplex bei einer Reaktion von Core-Enzym und der 6S RNA nicht gebil-
det wird, muss es sich hierbei um die Bindung an den Sigmafaktor, genauer um σ70,
handeln. Diese Vermutung wird gestützt durch UV-Quervernetzungsexperimente, in de-
nen ebenfalls eine Bindung an σ70 gezeigt werden konnte (siehe 2.2.1). Warum in den
Hydroxlyradikal-‘Footprints’ keine Komplexe mit σ38 beobachtet werden konnten ist un-
klar, da in Retardierungsanalysen eine Komplexbildung beobachtet werden konnte (2.1.1).
Der E38 Holoenzym-Komplex hatte sich im Vergleich zu E70 bereits in den Retardierungs-
analysen als weniger stabil gegenüber dem Kompetitor Heparin erwiesen. Ein Fehlen des
Komplexes aus 6S RNA und dem Sigmafaktor σ38 deutet darum auf eine differentielle
Bindung der 6S RNA an die verschiedenen Holoenzyme hin.

Eine besonders wichtige Rolle bei der 6S RNA/RNA-Polymerase-Bindung scheinen die
Nukleotide 149-154 sowie 132-137 zu spielen: bei allen Komplexen kann an diesen Positio-
nen eine verstärkte Bindung der RNA-Polymerase beobachtet werden.
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Abbildung 2.6: Differenzspektren der einzelnen Komplexe und der 6S RNA. Gezeigt sind
die Differenzspektren über die gesamte auswertbare Länge der 6S RNA (etwa Nt. 70-154). Die
freie 6S RNA zeigt die (statistische) Verteilung der Zugänglichkeiten und dient als Referenz für
die Bindung der RNA-Polymerase. Bei einer Komplexbildung werden von der RNA-Polymerase
selektiv 6S RNA-Moleküle gebunden, die besonders- oder noch bindeaktiv sind. Innerhalb die-
ser Komplexe kommt es aufgrund der Modifikationen zu Abweichungen im Bindeverhalten. Zur
Identifizierung dieser Regionen wurde jeder (einem bestimmten Nukleotid zugeordnete) Wert der
6S RNA von dem korrespondierenden Wert des entsprechenden Komplexes subtrahiert (Kom-
plex - 6S RNA). Hierdurch ergibt sich, das Werte > 0 eine verstärkte Bindung der RNAP an
das jeweilige Nukleotid oder den Bereich repräsentieren, Werte < 0 zeigen die Bereiche der 6S
RNA, die im Komplex unterrepräsentiert sind. Die Abbildung 2.7 zeigt die von einer Bindung
betroffenen Bereiche der 6S RNA in der Sequenz.
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Abbildung 2.7: Zusammenfassung der RNA-Polymerase-Bindung an die 6S RNA im
OH-‘Footprint’. Grüne Bereiche: Überrepräsentierte Bindung an die 6S RNA, rote Bereiche:
Unterrepräsentierte Bindung, jeweils im Vergleich zu der freien 6S RNA. Für einige Bereiche der
6S RNA besteht eine sichtbare, aber nur mäßig erhöhte Bindeaffinität (hellgrün).

Überträgt man die beschriebenen Veränderungen in die berechnete Sekundärstruktur der
E. coli 6S RNA (Abbildung 2.8), fällt auf, dass besonders der Stem II und der terminale
Loop1, sowie Bereiche des zentralen Loops oder Bereiche in dessen Nähe betroffen sind.
Da Hydroxylradikale nicht strukturbedingt modifizieren, muss davon ausgegangen werden,
dass es sich hierbei um Effekte handelt, die durch die Bindung der RNA-Polymerase ent-
stehen. Über mögliche Bindepositionen und Eigenschaften der RNA-Polymerase in den
Bereichen von Position 1 bis etwa 50 und ab Position 154 kann an dieser Stelle keine Aus-
sage gemacht werden. Wie in der Abbildung 2.4 zu sehen, ist nach der Position 154 kaum
noch Radioaktivität im Gel vorhanden.

1Für die Nomenklatur der 6S RNA siehe Kapitel 1.5
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Abbildung 2.8: Lage der durch die RNA-Polymerase beeinflussten Nukleotide in der
Sekundärstruktur. Grün: verstärke Bindung. Rot: verminderte Bindung. Hellgrün: leicht ver-
stärkte Bindung.

Weiterhin ist die Trennung der Banden im Gel nach etwa Position 70 so schlecht, dass
keine Aussagen über eine Bindung der RNA-Polymerasen an diese Regionen der 6S RNA
gemacht werden können. Eine Bindung in diesem Bereich findet jedoch statt, wenn auch
nicht im gleichen Maße wie an die terminalen Bereiche (siehe 2.2.2.2).

2.2.2.2 UV-Quervernetzungsanalysen von 6S RNA/RNA-Polymerase Komplexen

Um die in den Hydroxylradikal-‘Footprints’ beobachteten Kontaktstellen zu verifizieren und
die RNA-Protein-Bindung nukleotidgenau zu bestimmen, wurden weitere UV-Quervernetz-
ungsexperimente durchgeführt. Hierzu wurden zunächst Komplexe aus 6S RNA und RNA-
Polymerase gebildet und mit UV-Licht (254 nm, siehe Kapitel 5.2.8.5) behandelt. Die
Komplexe wurden anschließend mit Proteinase K verdaut, um nicht kovalent gebundenes
Enzym von der RNA zu entfernen. Nach der Aufreinigung wurden die quervernetzten
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Komplexe mit den radioaktiv markierten Sonden ‘Oligo6S-B’ (Bindet Nt. 165 - Nt. 184
der 6S RNA) und ‘6S-Oligo4’ (Bindet Nt. 68 - Nt. 89 der 6S RNA) hybridisiert und in
eine Primer-Extension-Reaktion (siehe Kapitel 5.2.8.3) eingesetzt. Die Proben wurden nach
der Reaktion mittels 10% dPAGE aufgetrennt. Die Abbildung 2.9 zeigt exemplarisch die
Autoradiographie einer solchen Primer-Extension nach UV-Quervernetzung.

Abbildung 2.9: Primer-Extension-Reaktion nach UV-Quervernetzung von 6S RNA und
RNA-Polymerase. (a) PE mit Sonde Oligo6S-B, (b) PE mit Sonde 6S-Oligo4. 1: 6S RNA+E70,
2: 6S RNA+E38, 3:6S RNA+E, 4: 6S RNA+σ70, 5: 6S RNA+σ38, 6: 6S RNA+UV, 7: 6S-UV.
A, C, G, T: Sequenzierung der 6S RNA mit der jeweiligen Sonde. UV-Quervernetzung durch
254 nm, 2700 mJ.

Die Abbildung 2.9 (a) zeigt die Primer-Extension-Reaktion mit einer Sonde, die am
extremen 3´-Ende der 6S RNA hybridisiert. In der Spur 1 ist deutliche die Abweichung
des Bandenmusters im Vergleich zu den anderen Spuren zu erkennen. Die Abbruchban-
den der Primer-Extension repräsentieren die Quervernetzung zwischen der 6S RNA und
dem σ70-spezifischen Holoenzym. Die Spuren 2-5 zeigen im Vergleich zur Kontrolle (6S
RNA ohne UV, Spur 7) ebenfalls Quervernetzungen. Bei diesen handelt es sich um in-
terne Vernetzungen, wie die Kontrolle der mit UV-Strahlung behandelten 6S RNA (Spur
6) zeigt. Die Primer-Extension-Reaktion mit einer Sonde, die weiter in Richtung des 5´-
Endes der 6S RNA bindet (6S-Oligo4), zeigt ein ähnliches Bild (b). Auch hier findet man
ein abweichendes Bandenmuster, wurden Komplexe aus 6S RNA und der σ70-spezifischen
RNA-Polymerase (E70) quervernetzt.

Diese Ergebnisse ließen sich in mehreren unabhängigen Reaktionen bestätigen. Wie die
Retardierungsanalysen der 6S RNA mit den verschiedenen RNA-Polymerase Holoenzymen
und dem Core-Enzym gezeigt haben, bindet die 6S RNA stabil an beide Holoenzyme, sowie
an das Core-Enzym (siehe Abbildung 2.1). Die Bindung an das stationäre Phase-spezifische
Holoenzym und das Core-Enzym ist jedoch im Vergleich zu der Komplexbildung mit dem
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σ70-spezifischen Holoenzym schwächer und weniger stabil gegenüber Heparin. Diese geringe
Bindung an E38 und Core kann einer der Gründe dafür sein, dass in der Primer-Extension
keine komplexbedingten Crosslink-Banden sichtbar sind. Ein weiterer Faktor für eine feh-
lende Quervernetzung zwischen 6S RNA und E38 kann zudem die schlechte Rekonstitution
des σ38-Holoenzyms sein. Interessanter Weise wurde jedoch schon bei den Komplexbildun-
gen im Hydroxylradikal-‘Footprint’ kein σ38-spezifischer Komplex detektiert. Dieses deutet
ebenfalls auf eine unterschiedliche Stabilität der verschiedenen Komplexe sowie auf eine un-
terschiedliche Bindung der RNA-Polymerase-Spezies an die 6S RNA hin.

Abbildung 2.10: Positionen der Quervernetzungen innerhalb der 6S RNA Sekundär-
struktur. Dargestellt sind die erhaltenen UV-Quervernetzungen zwischen der 6S RNA und der
σ70-spezifischen RNA-Polymerase (E70). Vernetzte Nukleotide sind durch rote Pfeile markiert,
‘sensible’ Regionen durch rote Balken. Die stärkeren Pfeile markieren besonders reaktive Posi-
tionen. Blaue Pfeile zeigen Banden, die durch die Sekundärstruktur bedingt sind.
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In der Abbildung 2.10 sind die anhand der Sequenzierungen zugeordneten quervernetzten
Positionen innerhalb der 6S RNA-Sekundärstruktur zusammengefasst. An den markierten
Positionen findet ein direkter Kontakt von 6S RNA und RNA-Polymerase statt. Die breite-
ren roten Pfeile entsprechen besonders starken Signalen in der Primer-Extension. Auffällig
ist, dass die betroffenen Nukleotide innerhalb oder am Rand von einzelsträngigen Bereichen
liegen. Eine leichtere Zugänglichkeit könnte an diesen Nukleotiden die Wechselwirkungen
zwischen RNA und Protein stark vereinfachen. Weitere in der Quervernetzung erfasste Po-
sitionen befinden sich im mittleren Bereich der 6S RNA, mit einer Konzentrierung um den
zentralen Loop (siehe Abbildung 2.10). Eine zweite Anhäufung von Kontakten findet sich
im Stem II und am terminalen Loop des RNA-Moleküls und umfasst die Nukleotide 82,
83, 86, 88, 99 sowie 111 und den Bereich von Nukleotid 71-74.

Die hier gezeigten Daten stimmen somit mit den in den Hydroxylradikal-‘Footprints’
gemachten Beobachtungen überein und zeigen ebenfalls eine Bindung der RNA-Polymerase
an die zentrale Domäne sowie den terminalen Bereich (Stem II und terminaler Loop) der
6S RNA.

2.3 Der Einfluss der 6S RNA auf die Funktion der

RNA-Polymerase

2.3.1 Problemstellung und experimenteller Ansatz

In vorangegangen Versuchen konnte die Bindung der 6S RNA an verschiedene Formen
der RNA-Polymerase nachgewiesen werden. Weiterhin konnte eine Inhibierung des σ70-
spezifischen rsd -Promotors durch die 6S RNA gezeigt werden (Wassarman und Storz,
2000). Bei dem rsd -Promotor handelt es sich um den Tandem-Promotor des Gens für den
Anti-Sigmafaktor Rsd, der aus einen σ38- und einem σ70-spezifischen Promotor besteht.

Die Inhibierung σ70-abhängiger Promotoren durch die 6S RNA ist jedoch nicht ubiquitär,
vermutet wird eine Inhibierung nur solcher Promotoren, die eine verlängerte -10 (‘extended
-10’) Region aufweisen. Eine in vivo Aktivierung bestimmter stationärer Phase-spezifischer
Promotoren, wie sie von Trotochaud und Wassarman (2004) postuliert wurde, wird hinge-
gen kontrovers diskutiert. Kim et al. konnten zeigen, dass die Überexpression von 6S RNA
in vivo zu einer Inhibierung verschiedener σ38-abhängiger Promotoren führt. Im Falle des
auch in dieser Arbeit untersuchten bolA Promotors führt zudem das Fehlen der 6S RNA
(ssrS ) zu einer Aktivierung der Promotoraktivität (Kim et al., 2004).

Um den Einfluss der 6S RNA auf wachstumsphasen-spezifische Promotoren zu unter-
suchen, wurden in vitro Transkriptionsanalysen durchgeführt. Hierzu wurden der σ70-
abhängige rrnB P1-Promotor sowie der σ38-spezifische bolA Promotor in verschiedenen
Transkriptionssystemen analysiert. Neben dem Einfluss auf die Transkription wurde auch
die Wirkung der 6S RNA auf die Komplexbildung der σ70- und σ38-spezifischen Promo-
toren mit den entsprechenden Holoenzymen durch Retardierungs- (‘Gelshift’) Analysen
untersucht.

43



2 Ergebnisse

2.3.2 Auswahl und Präparation von Komponenten

2.3.2.1 Der rrnB P1-Promotor

Für Retardierungsanalysen und in vitro Transkriptionen mit linearen Templates lag der
rrnB P1-Promotor als DNA-Fragment vor. Dieses nachfolgend als ‘rrnB P1’ bezeichnete
Fragment mit einer Länge von 260 Basenpaaren enthält die regulatorische UAS-Region so-
wie das UP-Element des nativen Promotors. Für beide Analysen wurde das Promotorfrag-
ment aus dem Vektor pUC18-1 isoliert (siehe Kapitel 4.3.2). Für in vitro Transkriptions-
Analysen wurden hierzu Restriktionsenzyme gewählt, die glatte Enden produzieren. Die-
ses ist notwendig, um eine unspezifische Endbindung der Polymerase, wie sie besonders an
überhängenden Enden beschrieben ist (Kadisch und Chamberlin, 1982), zu verhindern. Für
Retardierungsanalysen wurde hingegen mit Enzymen geschnitten, welche 5´-überhängende
Enden produzieren. Diese konnten so mittels Klenow-Polymerase aufgefüllt und radioak-
tiv markiert werden (siehe 5.2.7.5). Für Analysen mit superhelikalen Templates lag der
rrnB P1-Promotor mit den starken, downstream liegenden Terminatoren T1 und T2 des
rrnB -Operons von E. coli auf dem Plasmid pRT3H∆P2 vor (siehe 4.2.2).

Die Tabelle 2.1 gibt zusammenfassend eine Übersicht über die verwendeten rrnB P1-
Promotoren.

Tabelle 2.1: Übersicht über die rrnB P1-Promotoren. Angegeben ist die Position relativ
zum rrnB P1-Transkriptionsstart.

Experiment Vektor Enzyme Position Länge Transkript
IVT (linear) pUC18-1 Ecl136II/HincII -183 bis +63 256 Bp 63/65 Nt
IVT (‘ccc’) pRT3H∆P2 — -103 bis +48 5632 Bp 320 Nt
Retardierungen pUC18-1 BamHI/EcoRI -183 bis +63 256 Bp —

2.3.2.2 Der bolA-Promotor

Der in dieser Arbeit verwendete bolA-Promotor enthält neben dem σ38-abhängigen P1-
Promotor einen upstream liegenden, benachbarten σ70-abhängigen Promotor P2 (Position
-73 relativ zum P1 Start, Santos et al., 1999). Dieses ermöglichte eine gleichzeitige Analy-
se des postulierten P2-Promotors, sowie der ebenfalls upstream liegenden regulatorischen
Elemente. Für in vitro Transkriptionen mit linearen Templates und Retardierungsanalysen
konnten verschiedene Fragmente aus dem Plasmid pUC18-bolA (Reckendrees, 2004) durch
Restriktionsanalysen gewonnen werden.

Durch Restriktion mit dem Enzym HincII konnte ein Fragment mit glatten Enden für in
vitro Transkriptionen generiert werden. Für Retardierungsanalysen wurde das Fragment
durch Restriktionsanalyse aus pUC18-bolA so isoliert, dass 5´-überhängende Enden vor-
handen waren. Für Transkriptionen mit superhelikalen Promotoren wurde das Plasmid
pbolAT1T2 (Reckendrees, 2004) genutzt, welches den bolA-Promotor inklusive seiner ‘up-
stream’ Region vor den Terminatoren T1 und T2 des ribosomalen rrnB -Operons trägt.
Die Tabelle 2.2 zeigt eine Übersicht über die verwendeten bolA-Fragmente und -Vektoren.
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Tabelle 2.2: Übersicht über die bolA-Promotoren. Angegeben ist die Position relativ zum
bolA Transkriptionsstart.

Experiment Vektor Enzyme Position Länge Transkript
IVT (linear) pUC18-bolA HincII -160 bis +124 284 Bp 124 Nt
IVT (‘ccc’) pbolAT1T2 — -160 bis +124 5632 Bp 124 Nt
Retardierungen pUC18-bolA XbaI/HincII -160 bis +116 276 Bp –

2.3.2.3 DNA-abhängige RNA-Polymerasen

Die in den nachfolgend beschriebenen Experimenten benutzten DNA-abhängigen RNA-
Polymerasen wurden vor der Reaktion durch Assemblierung des Core-Enzyms mit dem
jeweiligen Sigmafaktor erhalten (‘Rekonstitution’, siehe 5.2.8.8). Die jeweiligen Unterein-
heiten wurden in Anlehnung an die im Kapitel 4 genannten Methoden präpariert und lagen
jeweils in hoher Reinheit vor. Die Aktivität der rekonstituierten E70-Holoenzyme wur-
de nach Chamberlin et al. (1979) bestimmt. Die Aktivitätsmessung der rekonstituierten
E38 Holoenzyme wurde über eine vergleichende ‘multiple-round’ in vitro Transkriptions-
Analyse durchgeführt. Hierbei wurde eine effiziente Transkription an dem bolA-verwandten
Promotor ‘bolA1’ ab einem molaren Core-Enzym zu σ38-Faktor Verhältnis von 1:100 detek-
tiert. Die Aktivität konnte noch bis zu einem molaren Verhältnis von 1:1000 (Core : σ38)
erhöht werden (Reckendrees, 2004). Das rekonstituierte exponentielle Phase-spezifische Ho-
loenzym (E70) erreichte seine maximale Aktivität bereits bei einem Core : σ70-Verhältnis
von 1:30. Diese Unterschiede in der Aktivität lassen sich durch die 5fach geringere Bindeaffi-
nität des σ38-Faktors zum Core-Enzym der RNA-Polymerase, sowie durch die unterschied-
lichen Promotorstärken erklären. Für alle Analysen wurden darum folgende Verhältnisse
von Core-Enzyme zu Sigmafaktor eingesetzt:

Core : σ70 = 1:15
Core : σ38 = 1:180 oder 1:500.

2.3.3 Die Wirkung der 6S RNA auf die Komplexbildung an
wachstumsphasen-spezifischen Promotoren

2.3.3.1 Die Spezifität der wachstumsphasen-abhängigen Promotoren rrnB P1 und

bolA

Um im Folgenden eine eventuelle Inhibierung der Komplexbildung von rrnB P1 und bolA
und der RNA-Polymerase durch die 6S RNA bestimmen zu können, wurden die Binde-
eigenschaften der Promotoren ohne den Einfluss der 6S RNA untersucht. Hierzu wurden
Gelretardierungs-(‘Gelshift’) Analysen mit beiden Promotoren im homologen (σ70-abhän-
giger Promotor/E70 bzw. σ38-abhängiger Promotor/E38) und heterologen (σ70-abhängiger
Promotor/E38 und umgekehrt) System durchgeführt. Für die Analysen wurde 1.5 nM ra-
dioaktiv markiertes Promotorfragment (5.2.7.5) mit 3 nM aktivem Holoenzym und 65 µM
Startnukleotiden in 1x KGlu80-Puffer wie beschrieben (siehe 5.2.8.7) inkubiert. Unspezifi-
sche Bindungen wurden nach der Reaktion durch die Zugabe von Heparin abgefangen.

Zusätzlich zu einer Analyse der Holoenzym-Komplexe wurde am bolA-Promotor auch
die Bindung an das Core-Enzym sowie an die Sigmafaktoren σ70 und σ38 alleine unter-
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Abbildung 2.11: Komplexbildung des rrnB P1-Promotors im homo-und heterologen
System. Die Pfeile markieren die beobachteten Komplexe sowie die freie DNA. Der Core-Enzym
spezifische Komplex ist mit einem ‘*’ markiert. K= DNA ohne Protein. Heparin: 0, 100, 200
ng/µl.

sucht. Für den rrnB P1-Promotor wurden diese Analysen nicht durchgeführt, da dessen
Eigenschaften aus früheren Analysen hinlänglich bekannt sind (Jöres, 2001). Ebenso be-
kannt sind die Bindeeigenschaften des rrnB P1 an das σ38- und σ70-Holoenzym, diese sind
hier zur besseren Vergleichbarkeit der Komplexe von E70 und E38 mit den entsprechenden
Promotoren dennoch gezeigt.

Der rrnB P1-Promotor bildet mit dem σ70-assoziierten Holoenzym wie bereits beschrie-
ben zwei Komplexe (E70 I und E70 II, Abbildung 2.11). Beide Komplexe sind heparin-
stabil, wobei in Abwesenheit von Heparin auch mehrfach besetzte Zustände möglich sind.
Für die Stabilität der Komplexe gegenüber Heparin ist die Zugabe der ersten beiden Start-
nukleotide zwingend erforderlich. (Ohlsen und Gralla, 1992; Gourse, 1988). Bei dem stark
retardierten Komplex E70 I handelt es sich um einen Initiationskomplex (RPinit, siehe
Kapitel 1.6.4). Der zweite Komplex, welcher ohne die Zugabe von Heparin von dem sen-
sitiven Core-Komplex überlagert wird, ist ein initialer Elongationskomplex (Jöres, 2001).
An der Überlagerung wird deutlich, dass sich trotz einer sehr guten Bindung von σ70

an die RNA-Polymerase noch freies Core-Enzym im Rekonstitutionsansatz befindet. Das
E38-Holoenzym bildet mit dem rrnB P1-Promotor neben den schon beschriebenen he-
parinstabilen Komplexen (E70/E38 I und E70/E38 II) einen weiteren Komplex (E38 III),
der schneller migriert. Eventuell handelt es sich hierbei um Komplexe, die kurze, reiterative
Transkripte beinhalten.

Für die Bindung von bolA an sein homologes Holoenzym können, wie in der Abbildung
2.12 gezeigt, drei Komplexe beobachtet werden. Die signifikanten Komplexe E38 II und
E38 III sind heparinstabil, wobei E38 III bevorzugt gebildet wird. Zusätzlich ist noch ein
weiterer, sehr schwacher und stark retardierter Komplex (E38 I) erkennbar, welcher im
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Abbildung 2.12: Retardierungsanalyse des bolA-Promotors mit verschiedenen RNA-
Polymerase-Formen sowie den Sigmafaktoren σ70 und σ38. Die gebildeten Komplexe
und die freie 6S RNA sind mit Pfeilen markiert. Der Core-Enzym spezifische Komplex ist mit
‘*’ markiert, *1 zeigt kurze, reiterative Komplexe. K= DNA ohne Protein. Heparin: 0, 50, 100,
200 ng/µl.

Komplex mit E38 nicht stabil gegenüber Heparin ist. Bei diesem Komplex handelt es sich
eventuell um eine Bindung an den postulierten, σ70-abhängigen P2. Die geringere Mobilität
im Gel könnte durch eine starke, proteininduzierte Krümmung sowie durch eine gleichzei-
tige Bindung an beide Promotoren erklärt werden (Reckendrees, 2004). Bei dem Komplex
E38 II handelt es sich wahrscheinlich um den Initiationskomplex (RPinit, vergleichbar mit
rrnB P1 E70 I). Der Komplex E38 III repräsentiert einen ternären Initiationskomplex (sie-
he Kapitel 1.6.4), der nur bei Zugabe von Nukleotiden auftritt (siehe auch: Reckendrees,
2004). Der bolA-Promotor bildet zudem mit seinem homologen Enzym transkriptionsakti-
ve Komplexe aus, die kurze, reiterative Transkripte gebunden haben (*1). Gegenüber dem
σ70-Holoenzym zeigt der bolA-Promotor nur eine sehr geringe Bindeaffinität. Hierbei wird
vor allen Dingen der heparinstabile ternäre Komplex (E70 III) gebildet. Eine Bindung des
bolA-Promotors an das Core-Enzym erfolgt nur ohne die Anwesenheit von Heparin. Eine
Bindung von bolA an die Sigmafaktoren alleine konnte nicht beobachtet werden.

Die Abbildungen 2.11 und 2.12 zeigen, dass nur in einem Fall (rrnB P1/E70 ohne Hepa-
rin) eine vollständige Komplexierung der Promotor-Fragmente erfolgte, obwohl die RNA-
Polymerase im Überschuss vorlag. Weiterhin zeigte sich, dass nicht alles Core-Enzym in der
Rekonstitution umgesetzt wird. Die Rekonstitution ist mit dem σ38-spezifischen Holoen-
zym wesentlich schlechter als bei der σ70-spezifischen RNA-Polymerase. Eine Kreuzerken-
nung der Transkriptionssysteme ist möglich, die Bindung erfolgt jedoch im homologen Sys-
tem wesentlich effizienter als im heterologen. Darüber hinaus konnte in vorangegangenen
Versuchen gezeigt werden, dass die Promotor/RNA-Polymerase-Komplexe ausschließlich
in Anwesenheit von Startnukleotiden gegen Heparin stabil sind (Reckendrees 2004, Jöres
2001).
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2.3.4 Der Einfluss der 6S RNA auf die Promotorbindung

Im ersten Schritt sollte der Einfluss der 6S RNA auf die Komplexbildung in den verschie-
denen RNA-Polymerase/Promotor-Systemen getestet werden. Die 6S RNA bindet nicht
nur an das E70-Holoenzym, sondern auch an das stationäre Phase-spezifische Holoenzym
(E38, siehe Abbildung 2.1). Die Bindung ist jedoch nicht so stabil wie an E70. Da die
6S RNA zudem die Transkription in vivo beeinflusst (Kim et al., 2004), sollte auch die
Komplexbildung an beiden Promotoren durch eine Zugabe von 6S RNA verändert werden.
Aufgrund der direkten Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase sollte zudem je nach
Zeitpunkt der 6S RNA-Zugabe eine unterschiedlich starke Inhibierung der Komplexbildung
auftreten.

2.3.4.1 Die Wirkung der 6S RNA auf die Komplexbildung

In einem ersten Versuchsansatz wurden zunächst 1.5 nM Promotor-Fragment mit den
entsprechenden Startnukleotiden und unterschiedlichen Mengen 6S RNA nach Vorschrift
(5.2.8.10) vorinkubiert. Nach der Inkubation wurden 3 nM RNA-Polymerase-Holoenzym
(E70 oder E38) zu der Reaktion gegeben und 20 Minuten bei 30◦C inkubiert. Die Reaktion
wurde mit Heparin (200 ng/µ) versetzt, um unspezifische Bindungen abzufangen. Voran-
gegangene Analysen hatten gezeigt, dass die Komplexbildung nicht so empfindlich auf die
Zugabe von 6S RNA reagiert wie z. B. Transkriptionssysteme (Daten nicht gezeigt). Es
wurden daher 6S RNA-Mengen von 5-1000 nM in verschiedenen Schritten gewählt, um
einen möglichst großen Wirkungsbereich erfassen zu können.

Wie in der Abbildung 2.13 zu erkennen, inhibiert die 6S RNA die Komplexbildung von
rrnB P1-Promotor und RNA-Polymerase. Hierbei wurden weiterhin die bereits beschrie-
benen Komplexe gebildet (siehe 2.3.3). Die Abbildung 2.13 unten zeigt die quantitative
Auswertung zweier unabhängiger Experimente, wobei die Komplexe zusammen quantifi-
ziert wurden. Der Komplexanteil ohne 6S RNA Zugabe wurde hierbei gleich 100% gesetzt,
alle anderen Banden wurden hierauf bezogen und die Restaktivität ermittelt. In der Tabelle
A2 sind die gemessenen Werte dargestellt.

Durch die Zugabe von 6S RNA wird die Komplexbildung zunächst um 7% aktiviert. Bei
dieser Aktivierung handelt es sich jedoch wahrscheinlich um ein Artefakt, welches durch ei-
ne zu geringe Komplexbildung ohne 6S RNA, eventuell durch Auftragungsfehler, entstand.
Die Zugabe von 6S RNA zeigt erst ab einer Konzentration von 10 nM eine inhibierende
Wirkung auf die Komplexbildung. Die vorhandene Restaktivität nimmt bei der Zugabe
größerer Mengen 6S RNA regelmäßig ab, wobei auch bei sehr hohen 6S RNA Konzentra-
tionen (1000 nM) keine komplette Inhibierung erreicht wurde.

Auch für den stationäre Phase-spezifischen bolA-Promotor ist eine Inhibierung der Kom-
plexbildung durch die 6S RNA zu erkennen, wie in der Abbildung 2.14 gezeigt. Die Inhi-
bierung ist hierbei generell stärker als am rrnB P1-Promotor und erreicht bei hohen 6S
RNA Konzentrationen fast 100% (0% Restaktivität). Die Inhibierung verläuft hierbei sehr
regelmäßig und nimmt bei steigender 6S RNA Konzentration kontinuierlich zu. Die abso-
luten Werte sind in der Tabelle B im Anhang aufgeführt.

2Die Tabellen, auf welche hier verwiesen wird, befinden sich im Anhang
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Abbildung 2.13: Wirkung der 6S RNA auf die Transkriptions-Komplexbildung am rrnB
P1-Promotor. Zu erkennen ist die Inhibierung der Komplexbildung mit dem σ70-Holoenzym.
Die Komplexe sowie die freie 6S RNA sind mit Pfeilen markiert. 6S RNA-Konzentrationen: 0, 5,
10, 50, 100, 1000 nM. ‘-’= ohne Heparin, 50 nM 6S RNA (oben). Unten: Graphische Auftragung
der Quantifizierung der Retardierung von rrnB P1 und RNA-Polymerase. Aufgetragen ist die
eingesetzte 6S RNA Menge gegen die bestimmte Restaktivität (Mittelwert aus zwei unabhängi-
gen Versuchen).

Vergleicht man die Restaktivität beider Promotoren miteinander (Abbildung 2.15) fällt
auf, dass die Inhibierung am bolA-Promotor stärker ist. Der rrnB P1-Promotor zeigt bei
allen 6S RNA Konzentrationen eine höhere Restaktivität als der bolA-Promotor. Dieses
resultiert wahrscheinlich aus der im Vergleich zu E70 und rrnB P1 instabileren Bindung
zwischen bolA und E38. Eine instabilere Bindung könnte einen Vorteil für die 6S RNA
bei der Konkurrenz mit dem Promotor um die RNA-Polymerase bedeuten. Eine Zunahme
des freien Fragments, welche bei abnehmender Restaktivität zu sehen sein sollte, ist nur
in geringem Maße zu beobachten. Eine Quantifizierung führte zu keinem Ergebnis, da das
Promotorfragment nicht vollständig von der RNA-Polymerase gebunden wird.

Zusätzlich zu den hier beschriebenen homologen Retardierungssystemen wurden auch
die heterologen Retardierungssysteme untersucht (nicht gezeigt).
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Abbildung 2.14: Wirkung der 6S RNA auf die Komplexbildung am bolA Promotor. Zu
erkennen ist die Inhibierung der Komplexbildung mit dem σ70- und dem σ38-Holoenzym. Die
Komplexe sowie die freie 6S RNA sind mit Pfeilen markiert. 6S RNA-Konzentrationen: 0, 5, 10,
50, 100, 1000 nM. ‘-’= ohne Heparin, 50 nM 6S RNA (oben). Unten: Graphische Auswertung der
Quantifizierung der Retardierung von bolA und RNA-Polymerase. Aufgetragen ist die eingesetzte
6S RNA Menge gegen die gemessene Restaktivität (Mittelwert aus zwei unabhängigen Versuchen,
siehe Tabelle B).

Diese zeigen im Allgemeinen den gleichen Gang wie die homologen Systeme. Hierbei ist,
wie zu erwarten, die Inhibierung aufgrund der unspezifischen Promotor/RNA-Polymerase-
Komplexe stets höher als im entsprechenden homologen System. Eine Ausnahme bildet
lediglich die Komplexbildung von bolA mit der σ70-spezifischen RNA-Polymerase. Hier
ist zunächst eine Aktivierung der Komplexbildung bei niedrigen 6S RNA Konzentratio-
nen zu beobachten, wobei die Aktivierung bei der niedrigsten 6S RNA Konzentration am
stärksten ist. Der Grund für diese Aktivierung ist unklar. Es könnte sich zum Beispiel um
eine vorübergehende Stabilisierung des RNA-Polymerase/Promotor-Komplexes durch ein
gleichzeitiges Anlagern der 6S RNA handeln. Auch hier ist jedoch eine zu geringe Kom-
plexmenge bei der Probe ohne 6S RNA möglich. Bei höheren 6S RNA Konzentrationen
nimmt die Restaktivität der Komplexbildung wieder ab, wobei sie bei 100 nM 6S RNA
nahezu ähnliche Werte erreicht wie bei den homologen Komplexen. In der Tabelle C im
Angang sind die absoluten Werte (bolA) zusammengefasst dargestellt.
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Abbildung 2.15: Vergleich der Komplexbildung von bolA und rrnB P1 mit ihren homo-
logen RNA-Polymerasen unter dem Einfluss von 6S RNA. Aufgetragen ist die einge-
setzte 6S RNA Menge gegen die gemessene Restaktivität. Der bolA Promotor zeigt eine geringere
Restaktivität als der rrnB P1-Promotor (je zwei unabhängige Versuche).

2.3.4.2 Der Einfluss des 6S RNA Zugabe-Zeitpunktes auf die Inhibierung von

RNA-Polymerase/Promotor-Komplexen

In den vorangegangen Experimenten wurden 6S RNA und DNA-Template vor der Zu-
gabe der RNA-Polymerase vorinkubiert. Wenn es sich bei der Inhibierung der RNA-
Polymerase/Promotor-Bindung durch die 6S RNA um eine Kompetition (eventuell sogar
um dieselben Bindestellen der RNA-Polymerase) handelt, sollte der Zeitpunkt der 6S RNA
Zugabe die Inhibierung beeinflussen. Aus diesem Grund wurden Retardierungen durchge-
führt, bei welchen die 6S RNA entweder direkt zu der Rekonstitution der Holoenzyme
gegeben wurde oder zu den bereits rekonstituierten RNA-Polymerasen. In beiden Fällen
war die Komplexmenge deutlich geringer als bei einer Vorinkubation von 6S RNA und
Template. In beiden Versuchsanordnungen war zudem eine zusätzliche Inhibierung bei
steigenden 6S RNA Konzentrationen zu beobachten. Die homologen Komplexe zeigten bei
6S RNA Mengen von 100 nM noch einen Komplex, bei 500 nM 6S RNA erfolgte jedoch
eine vollständige Inhibierung beider Promotoren. Bei den heterologen Systemen waren auf-
grund ihrer geringen Stabilität bereits ab einer Menge von 50 nM 6S RNA keine Komplexe
mehr zu erkennen (Daten nicht gezeigt). Die hier beschriebenen Auswirkungen der (zeitlich
unterschiedlichen) 6S RNA Zugabe sind ein Beweis für eine direkte Wirkung der 6S RNA
auf die RNA-Polymerase und für eine wahrscheinliche Kompetition der 6S RNA mit dem
Promotor um die RNA-Polymerase. Zudem scheint die 6S RNA dieselben Bindestellen wie
das DNA-Promotorfragment zu nutzen.

2.3.5 In vitro Transkriptionen unter dem Einfluss der 6S RNA

2.3.5.1 Die generelle Promotorspezifität von bolA und rrnB P1

In vivo wird die Spezifität der σ-Faktor-abhängigen Transkription durch ein komplexes
Zusammenspiel mehrerer Transkriptionseffektoren erzielt. In vitro konnte eine Kreuzer-
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kennung der exponentiellen und stationäre-Phase spezifischen Promotoren für den rrnB
P1 und den bolA-Promotor, sowie für den σ70-spezifischen RNA1-Promotor bereits gezeigt
werden (Reckendrees, 2004). Hierbei findet mit beiden Holoenzymen und allen Promotoren
eine funktionelle und produktive Kreuzerkennung statt. Die Spezifität und Effizienz ist im
homologen Transkriptionssystem jedoch bedeutend größer als die im heterologen System.
Besonders im Fall des heterologen bolA-Promotors ist die Transkription sehr schwach. Aus
diesem Grund wurden die Inhibierungsstudien mit 6S RNA hauptsächlich im homologen
Transkriptionssystem durchgeführt.

2.3.5.2 Regulation durch 6S RNA an linearen DNA-Templates in vitro

Die in vitro Transkriptionen wurden, wie auch die Retardierungsanalysen, mit rekonsti-
tuierten Holoenzymen durchgeführt. Für Transkriptionen mit linearen DNA-Templates
wurden 3 nM rekonstituierte Holoenzyme (E70 und E38, Core : Sigmafaktor-Verhältnis
wie unter 2.3.2.3 beschrieben) mit 1 nM spezifischem Template (rrnB P1 oder bolA) und
65 µM ATP, CTP und GTP sowie 5 µM UTP in 1x KGlu80 wie beschrieben inkubiert
(siehe 5.2.8.7). Die radioaktive Markierung der Transkripte erfolgte durch den Einbau von
α-32[P]-UTP.

Die Abbildung 2.16 zeigt exemplarisch eine in vitro Transkription mit linearen Templates
unter dem Einfluss von 6S RNA. Gezeigt ist die Transkription im homologen und im
heterologen System. Beide Promotoren zeigen die erwarteten Transkripte von etwa 64
(rrnB P1) und 124 (bolA) Nukleotiden. Der bolA-Promotor generiert zusätzlich zu seinem
Volllängen-Produkt noch ein weiteres Transkript, das etwa 10 Nukleotide länger ist und
dem beschriebenen Start an der Position -10 entspricht (Nguyen und Burgess, 1996).

Wie in der Abbildung 2.16 (links) zu erkennen, ist die Transkriptausbeute sehr schwach.
Dieses gilt im homologen System vor allen Dingen für das Transkript des rrnB P1-Promotors.
Das Transkript ist mit einer Länge von etwa 64 Nukleotiden nur halb so lang wie das des
bolA-Promotors (124 Nt). Mit der geringeren Länge des Transkriptes geht ein geringe-
rer radioaktiver Einbau einher, der dazu führt, dass das rrnB P1-Transkript nicht exakt
quantifizierbar ist. Für die rrnB P1-Transkripte kann deshalb nur eine Tendenz gege-
ben werden. Gut zu erkennen ist die wesentlich schwächere Transkription im heterologen
System. Für den rrnB P1-Promotor ist deshalb unter den gewählten Bedingungen keine
Transkription mit dem stationären Phase-spezifischen Holoenzym zu erkennen, zusätzlich
kommt es bei der geringen Länge des rrnB P1-Transkriptes wie bereits beschrieben nur
zu einem schwachen Einbau von α32[P]-UTP. Der bolA-Promotor zeigt wie erwartet eine
geringere Transkriptionsaktivität mit dem σ70-spezifischen Holoenzym. Eine quantitative
Auswertung war aus den oben beschriebenen Gründen lediglich für den bolA-Promotor
(homologes System) möglich und ist in der Abbildung 2.16 rechts gezeigt.

Die Aktivität des bolA-Promotors nimmt mit steigender 6S RNA Menge deutlich ab
und ist bereits bei der Zugabe von 250 nM 6S RNA nicht mehr feststellbar. Die Aktivität
wird bereits bei der Zugabe nur geringer Mengen 6S RNA signifikant beeinflusst: schon
bei der Anwesenheit von 10 nM 6S RNA im Transkriptionsansatz ist im Mittel nur noch
eine Restaktivität von etwa 60% vorhanden. Eine Messung des heterologen bolA-Systems
wurde aufgrund der nur geringen Transkriptionseffizienz nicht durchgeführt. Für die Inhi-
bierung des rrnB P1-Promotors konnte nur eine Reaktion ausgewertet werden. In diesem
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Abbildung 2.16: In vitro Transkription mit linearen Templates. Die Transkriptionen wurden
hier im homologen und im heterologen System durchgeführt. Die Transkripte des bolA- und des
rrnB P1-Promotors sowie der ‘Standard’ sind mit Pfeilen markiert. 6S RNA: 0, 10, 50, 100,
250 nM. Bei dem ‘Standard’ handelt es sich um das aufgefüllte rrnB P1-Fragment (260 Nt.).
Die ‘*’ Kennzeichnen das 6S RNA-spezifische ‘de novo’-Transkript (links). Rechts: Quantitative
Auswertung der Transkripte vom linearen bolA-Promotor. Aufgetragen wurden die Mittelwerte
von drei unabhängigen Versuchen. Die aufgetragenen Werte sind in der Tabelle D im Anhang
zu finden.

Fall betrug die Restaktivität bei der Zugabe von 10 nM 6S RNA 82% (18% Inhibierung)
im Vergleich zu der Transkription ohne 6S RNA. Weitere Banden waren nicht quantifizier-
bar. Dieses liegt jedoch wahrscheinlich nicht an einer starken Inhibierung der Transkription
durch eine 6S RNA Zugabe, sondern an der geringen Markierungseffizienz. Hierauf deutet
auch die im Vergleich zum bolA-Promotor (63%) höhere Restaktivität (82% für rrnB P1)
bei der Zugabe von 10 nM 6S RNA hin. Des Weiteren deckt sich diese Beobachtung mit
der stärkeren Inhibierung der Komplexbildung am bolA-Promotor (siehe 2.3.4).

Wie in den Abbildungen 2.16 (links) und 2.17 zu erkennen, nimmt mit steigender 6S
RNA Menge eine Doppelbande (‘de novo’-Transkript) von etwa 200/210 Nukleotiden kon-
tinuierlich zu. Da diese Bande ohne die Zugabe von 6S RNA nicht auftritt, muss es sich
um ein Transkript handeln, dass für die 6S RNA spezifisch ist. Das Transkript wird so-
wohl bei homologen - als auch bei heterologen Transkriptionen gebildet. Weiterhin konnte
in weiteren Versuchen festgestellt werden, dass dieses ‘de novo’-Transkript auch ohne die
Zugabe eines DNA-Templates gebildet wird (siehe 2.3.6).

Auf weiterführende Transkriptionsexperimente mit linearen Fragmenten wurde wegen
der geringen Transkriptausbeute und der hierdurch nur unzureichenden Aussagekraft ver-
zichtet. Im Folgenden wurde auf Transkriptionen mit superspiralisierten DNA-Templates
zurückgegriffen, welche eindeutigere Aussagen ermöglichen.
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Abbildung 2.17: ‘De novo’- Transkripte bei linearen in vitro Transkriptionen Ohne 6S
RNA wird das ‘de novo’-Transkript nicht gebildet. Mit zunehmender 6S RNA Menge wird
die Transkription der spezifischen Promotoren inhibiert, die Menge des ‘de novo’-Transkripts
nimmt hingegen zu. (In der Abbildung wurde zum Teil der Kontrast verstärkt, um die rrnB
P1-Transkripte sichtbar zu machen).

2.3.5.3 In vitro Transkriptionen unter superhelikalen Bedingungen

Die in vitro Transkriptionen im ‘supercoiled’ System wurden ebenfalls mit rekonstituierten
Holoenzymen durchgeführt. Frühere Analysen hatten ergeben, dass das vorhandene Core-
Enzym eine geringe ‘nicking’-Aktivität besitzt. Da die Transkriptionseffizienz der genutzten
Promotoren bolA und rrnB P1 jedoch stark von dem Grad der Superhelikalität des Tem-
plates abhängig ist, mussten Bedingungen gewählt werden, in welchen das superhelikale
Template zu jeder Zeit im Überschuss vorhanden war. Hierzu wurde zum einen die Elon-
gationszeit auf 8 Minuten reduziert. Weiterhin wurde das RNA-Polymerase zu Template
Verhältnis mit einer Konzentration von 3 nM : 5 nM zugunsten des Templates eingesetzt.
Dieses garantierte eine Templatekonzentration von mindestens 50% nach Ablauf der Zeit
(Reckendrees, 2004). Die in vitro Transkriptionen wurden weiterhin durchgeführt mit 65
µM ATP, CTP und GTP sowie 5 µM UTP. Die Detektion der Transkripte erfolgte auch
hier über den Einbau von radioaktivem UTP. Im Folgenden wurden lediglich Transkriptio-
nen im homologen System durchgeführt, da die Transkription auch bei superspiralisierten
Templates im heterologen System generell stark reduziert ist.

2.3.5.4 Auswirkung des Zeitpunkts der Zugabe von 6S RNA auf die Transkription an

superhelikalen Templates

Zunächst sollte getestet werden, ob die Zugabereihenfolge der Komponenten einen Effekt
auf die Inhibierung der Transkription hat. Hierzu wurden die Komponenten in unterschied-
lichen Zusammensetzungen vorinkubiert und die Reaktion danach gestartet. Folgende Rei-
henfolgen wurden gewählt:
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• A: Zugabe der 6S RNA direkt zu der Rekonstitution der RNA-Polymerasen (Start
der Reaktion durch die Template-Zugabe).

• B: Zugabe der 6S RNA zu den bereits rekonstituierten Enzymen (Start durch Zugabe
des Templates).

• C: Zugabe der 6S RNA zum Template (Start der Reaktion durch die Zugabe der
RNA-Polymerase).

Die Abbildung 2.18 zeigt exemplarisch in vitro Transkriptionen mit zeitlich unterschied-
licher Zugabe der verschiedenen Komponenten.

Abbildung 2.18: In vitro Transkriptionen mit superspiralisierten Templates. A: Zugabe
der 6S RNA zu der Rekonstitution der Holoenzyme. B: Zugabe der 6S RNA zu der RNAP nach
erfolgter Rekonstitution. C: Zugabe der 6S RNA zum DNA-Template. Transkription mit 3 nM
rekonstituiertem Holoenzym (σ70: 45 nM, σ38: 540 nM) und 5 nM superhelikalem Template. Die
spezifischen Transkripte von rrnB P1 (pRT3H∆P2) und bolA (pbolAT1T2) sowie der RNA1,
die an dem intrinsischen Terminator T1 beendet wurden, sind mit Pfeilen gekennzeichnet. 6S
RNA: 0, 50, 100, 250 nM. Standard= Auftragungsstandard ‘P1’, 260 Basenpaare.

Zur genauen Analyse der Transkripte erfolgte eine quantitative Auswertung von drei
unabhängigen Experimenten (Abbildung 2.19). Die RNA1 kann hierbei als interner Tran-
skriptionsstandard angesehen werden.

Wie die quantitative Auswertung der Transkriptionsprodukte in der Abbildung 2.19
zeigt, inhibiert die 6S RNA den rrnB P1-Promotor immer weniger stark als den bolA-
Promotor. Eine Auswirkung zeigt sich nicht nur auf die Restaktivität bei der maximalen
6S RNA Menge, sondern auch im Verlauf der Inhibierungskurven: In allen Fällen mit Aus-
nahme von (A) sind die Inhibierungskurven des bolA-Promotors steiler, dieser wird bereits
bei geringen Mengen von 6S RNA stark inhibiert und erreicht schon bei geringen 6S RNA
Konzentrationen (50 nM) eine Inhibierung von über 70% (Restaktivität etwa 30-38%).
Die Transkription des rrnB P1-Promotors erreicht hingegen bei 50 nM 6S RNA noch ei-
ne Restaktivität von rund 35-60%. Hier zeigt sich auch, dass die Reihenfolge der Zugabe
eine Rolle bei der Reaktion spielt. Wird die 6S RNA direkt zu der Rekonstitution (A)
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Abbildung 2.19: Quantitative Auswertung der Transkripte von superhelikalen Templa-
tes pRT3H∆P2 und pbolAT1T2 im homologen System. Zur Berechnung wurden die
Mittelwerte von drei unabhängigen Versuchen gebildet. Die berechneten Werte sind in der Ta-
belle E im Anhang aufgeführt.
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der Holoenzyme gegeben, verläuft die Inhibierung der beiden Promotoren sehr ähnlich,
wobei der bolA-Promotor auch hier die höchste ‘End’-Inhibierung erfährt. Wird die 6S
RNA erst nach der Rekonstitution zum Holoenzym gegeben, verläuft die Inhibierungskur-
ve der rrnB P1 wieder flacher und zeigt mehr Restaktivität bei 250 nM 6S RNA (34%).
Der bolA-Promotor zeigt im den gleichen Gang: Auch hier verläuft bei der Zugabe der
6S RNA direkt zur Rekonstitution (A) die Inhibierungskurve steiler als unter (B). Anders
als der rrnB P1-Promotor unterscheidet sich die Restaktivität bei Zugabe von 250 nM 6S
RNA jedoch nur gering zwischen A (16%) und B (12%). Wie die Abbildung 2.19 zeigt,
hat die An- oder Abwesenheit des Templates zu Beginn der Reaktion einen großen Ein-
fluss auf die Transkription. Die verbleibende Restaktivität (rrnB P1: 59%, bolA: 20%), ist
das Template bei Zugabe der 6S RNA bereits im Reaktionsansatz vorhanden (C), ist im
Vergleich zu den vorherigen Transkriptionen (A und B) deutlich höher, besonders für den
rrnB P1-Promotor. Gleichzeitig nimmt die Restaktivität im Verlauf der Zugabe wesentlich
langsamer ab als unter (A) und (B) beobachtet. Da der Referenzpromotor RNA1 unter
allen Bedingungen immer den gleichen Gang zeigte wie der jeweilige spezifische Promo-
tor, muss davon ausgegangen werden, dass es sich bei den hier beschriebenen Effekten um
solche handelt, die durch eine Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase verursacht
werden. Zusammengefasst bestätigen die hier gezeigten Ergebnisse, dass das Ziel der durch
die 6S RNA vermittelten Regulation die bakterielle RNA-Polymerase ist. Die Stabilität
der Polymerase/Promotor-Komplexe scheint hierbei den größten Einfluss auf das Ausmaß
der Regulation durch die 6S RNA zu haben. Weiterhin spielt eine bereits erfolgte Bindung
des spezifischen Promotors an die RNA-Polymerase eine Rolle bei der Wirkung durch die
6S RNA. Es muss deshalb in Betracht gezogen werden, dass 6S RNA und Promotor um
die gleichen Bindestellen auf dem Enzym konkurrieren.

In den hier gezeigten Versuchen wurden maximal 250 nM 6S RNA eingesetzt. Bei dieser
Konzentration erreicht die Inhibierung, besonders am rrnB P1-Promotor jedoch nicht ihr
Maximum. Aus diesem Grund wurden weitere in vitro Transkriptionen mit höheren 6S
RNA Mengen durchgeführt.

2.3.5.5 Bestimmung der maximalen und minimalen Wirkkonzentration der 6S RNA

auf das exponentielle- und stationäre Phase-spezifische Transkriptionssystem

Die physiologisch wirksame Konzentration der 6S RNA für superhelikale Transkriptionen
liegt zwischen 10 und 150 nM 6S RNA. Bei diesen Mengen beträgt die durch die 6S RNA
vermittelte Inhibierung etwa 50%. Um zu ermitteln, bei welcher 6S RNA Konzentration
die maximale Inhibierung der verschiedenen Transkriptionssysteme erreicht wird, wurden
in vitro Transkriptionen mit großen 6S RNA Mengen durchgeführt. Ebenfalls wurden sehr
geringe Mengen 6S RNA eingesetzt, um die minimale Wirkkonzentration der 6S RNA auf
die Transkription zu testen. Die 6S RNA wurde hierzu nach der Rekonstitution zu der
RNA-Polymerase gegeben und die Reaktion wurde durch Zugabe des Templates gestartet.
Die 6S RNA wurde für diese Titrationen in Konzentrationen von 0.1 nM bis 1500 nM ein-
gesetzt. 1500 nM 6S RNA entsprechen einer Menge von 930 ng (10 µl Ansatz). Die Menge
der 6S RNA ist somit um das 500fache höher als die der RNA-Polymerase. Zum Vergleich:
unter physiologischen Bedingungen sollen in der stationären Phase 10000 6S RNA Molekü-
le vorhanden sein. Bei etwa 3000 vorhandenen RNA-Polymerase entspricht dies einem etwa
3fachem Überschuss. Für den bolA-Promotor war bereits bei der Zugabe von 500 nM 6S
RNA nur noch eine Restaktivität von 3% feststellbar. Bei der maximal eingesetzten Kon-
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zentration von 1500 nM betrug die Restaktivität 1%. Unter Berücksichtigung eventueller
Messfehler kann daher von einer vollständigen Inhibierung des bolA-Promotors ab einer
Zugabe von etwa 500 nM 6S RNA in dem gemessenen System ausgegangen werden. Die
Transkription vom rrnB P1-Promotor zeigte zu keiner Zeit eine vollständige Inhibierung.
Die maximale Inhibierung erreichte ihr Plateau bei 1000 nM 6S RNA (14% Restaktivität).
Die Restaktivität blieb danach konstant. Auch bei der Zugabe von 2000 nM 6S RNA ver-
änderte sich die Restaktivität der Transkription vom rrnB P1 nicht. Bereits die Zugabe
von 0.1 nM 6S RNA zeigte eine Wirkung auf die Transkription von rrnB P1 und bolA
(Daten nicht gezeigt).

Aus diesen Transkriptionsanalysen können folgende Schlüsse gezogen werden: die 6S
RNA beeinflusst sowohl die Transkription des exponentielle Phase- als auch des stationäre
Phase-Systems bereits in sehr geringen Konzentrationen. Die Frage, ob eine ‘Mindestkon-
zentration’ 6S RNA notwendig ist, um eine differenzielle Regulation von rrnB P1 und bolA
zu erreichen, kann an dieser Stelle nicht beantwortet werden. Weiterhin zeigen die Ergeb-
nisse, dass die 6S RNA auch in hohen Konzentrationen die Transkription beeinflusst. Eine
differenzierte Wirkung zeigt sich dabei sowohl auf den Verlauf der Inhibierung, als auch
auf die maximale gesamte Inhibierung der verschiedenen Transkriptionssysteme. Beachtet
werden muss hierbei jedoch, dass die hier eingesetzten hohen 6S RNA Konzentrationen in
der Zelle nicht auftreten.

2.3.5.6 Einfluss der Salzkonzentration auf die in vitro Transkription mit 6S RNA

Salzkonzentration, Superhelikalität und verschiedene andere Faktoren wie z. B. Trehalo-
se sollen die σ38-spezifische Transkription beeinflussen (Ding, 1995; Kusano et al., 1996).
Hierbei zeigt das σ38-spezifische Holoenzym generell eine höhere Salztoleranz als die σ70-
spezifische RNA-Polymerase. Frühere in vitro Transkriptionen mit superhelikalen Templa-
tes hatten gezeigt, dass die Salzempfindlichkeiten der Holoenzyme promotorspezifisch sind
bzw. von der Stabilität der Holoenzym/Promotor-Komplexe abhängen. Die Transkripti-
on am bolA-Promotor wird bei höheren Salzkonzentrationen durch eine Stabilisierung der
Initiationskomplexe positiv beeinflusst. Bei dem rrnB P1-Promotor erfolgt eine Desta-
bilisierung durch höhere Salzkonzentrationen (Reckendrees, 2004). Die Transkription des
bolA-Promotors sollte unter den eingesetzten Bedingungen (160 mM Kaliumglutamat) auf-
grund seiner höheren Salztoleranz durch die 6S RNA weniger stark als bisher beeinflusst
werden. Für den rrnB P1-Promotor wird hingegen eine stärkere Inhibierung erwartet. Für
die in vitro Transkriptionen mit superhelikalen Templates bei hohen Salzkonzentration
wurde der bereits beschriebene Ansatz verwendet, als Puffer wurde jedoch 1x KGlu160
eingesetzt. Dieser Puffer enthält mit 160 mM Kaliumglutamat die doppelte Salzkonzentra-
tion wie der KGlu80.

Vergleicht man die Transkriptmengen der analogen in vitro Transkripitonen mit 80 (siehe
auch 2.3.5.4) und 160 mM Kaliumglutamat miteinander, zeigt sich, dass die Erhöhung der
Salzkonzentration den erwarteten Effekt hat. Die Transkription des rrnB P1-Promotors
wird bei 160 mM Kaliumglutamat stärker durch die 6S RNA inhibiert. Die Restaktivi-
täten sind hierbei für alle gemessenen 6S RNA Konzentrationen geringer als mit 80 mM
Kaliumglutamat. So ist die Restaktivität bei der Zugabe von 100 nM 6S RNA im KGlu160-
Puffer um mehr als die Hälfte niedriger als bei der gleichen Menge 6S RNA mit 80 nM
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Abbildung 2.20: In vitro Transkriptionen mit hohen Salzkonzentrationen Quantitative
Auswertung von vier unabhängigen in vitro Transkriptionen mit hohen Salzkonzentrationen
(KGlu160) und 6S RNA. Die Tabelle F zeigt die zugehörigen Mittelwerte und Standardabwei-
chungen.

Kaliumglutamat (22% RA mit KGlu160 zu 46% RA mit KGlu80). Gleichzeitig erreicht
die Transkription am rrnB P1-Promotor mit höheren Salzkonzentrationen schneller die
maximale Inhibierung. Während bei Transkriptionen mit KGlu80-Puffer 1000 nM 6S RNA
für eine maximale Inhibierung des Systems zugegeben werden müssen, ist diese bei 160
mM Kaliumglutamat bereits bei der Zugabe von 250 nM 6S RNA erreicht. Auch hier wird,
zumindest für die gemessenen Werte, keine komplette Inhibierung des rrnB P1-Promotors
erreicht. Auch die RNA1 als σ70-spezifischer Promotor reagiert bei hohen Salzkonzentra-
tionen empfindlicher auf die 6S RNA. Die Transkription am bolA-Promotor zeigt ebenfalls
die erwartete Reaktion. Die erhöhte Salzkonzentration scheint den Komplex aus Polyme-
rase und Promotor zu stabilisieren, was zu einer weniger starken Inhibierung durch die
6S RNA führt. Vergleicht man die Transkriptmenge bei der Zugabe von 100 nM 6S RNA
zu der Reaktion, ergibt sich eine um 18% höhere Restaktivität bei hohen Salzkonzen-
trationen. Die Transkription mit 160 mM Kaliumglutamat nimmt bei weiterer 6S RNA
Zugabe zwar weiterhin ab, erreicht aber die mit KGlu80 gemessene maximale Inhibierung
bei 250-500 nM 6S RNA nicht. Bei diesen Konzentrationen beträgt die Restaktivität der
bolA-Transkription noch 17 bzw. 11%. Zum Vergleich: wird KGlu80 als Puffer benutzt, be-
trägt die Restaktivität bei der Zugabe von 250 nM 6S RNA noch rund 12%, bei 500 nM 6S
RNA nur noch 3%. Die RNA1 verhält sich bei der Transkription mit dem σ38-spezifischen
Holoenzym analog zur Transkription am bolA-Promotor. Auch hier hat die Erhöhung der
Salzkonzentration einen stabilisierenden Effekt.
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Hier zeigt sich, dass die 6S RNA, wie bereits vermutet, auf die RNA-Polymerase wirkt
und eventuell mit dem Promotor um die Bindung an das RNAP-(Holo)Enzym kompetiert.
Dieses lässt sich aus der erhöhten (rrnB P1) bzw. der erniedrigten (bolA) Inhibierung bei
höheren Salzkonzentrationen (KGlu160) schließen. Eine Destabilisierung des Initiations-
Komplexes, wie sie durch die erhöhte Salzkonzentration am rrnB P1 stattfindet, führt an
diesem zu einer erleichterten Inhibierung durch die 6S RNA. Umgekehrt führt die Stabili-
sierung der RNAP/Promotor-Komplexe, wie am bolA, zu einer verminderten Inhibierung
der Transkription durch die 6S RNA. Die differentielle Regulation bei erhöhten Salzkonzen-
trationen könnte weiterhin auf eine spezielle Wirkung der 6S RNA in der stationären Phase
hindeuten. Die hier gemachten Beobachtungen schließen ebenfalls nicht aus, dass es sich
bei der Regulation durch 6S RNA nicht um einen ubiquitären Regulationsfaktor handelt,
sondern um einen Mechanismus, der nur in besonderen Situationen (z. B. osmotischem
Stress) zum Tragen kommt.

2.3.5.7 In vitro Transkriptionen unter dem Einfluss anderer RNAs

Um eine spezifische Regulation durch die 6S RNA zu zeigen, wurden in vitro Transkriptio-
nen auch mit anderen RNAs durchgeführt. Als RNAs wurden aufgrund ihrer Größe und
ihrer Stabilität die 5S RNA und ein tRNA-Gemisch aus E. coli gewählt. Die 5S RNA bil-
det zudem eine Sekundärstruktur aus, die wie die der 6S RNA über stabile Helixbereiche
verfügt, die durch Loopstrukturen unterbrochen sind. Ebenfalls getestet wurde die Auswir-
kung von PSTVd auf die in vitro Transkription. Bei PSTVd, dem ‘Potato Spindle Tuber
Viroid’, handelt es sich um eine pathogene RNA, deren Replikation durch einen ‘rolling-
circle’-Mechanismus erfolgt, katalysiert von der DNA-abhängigen RNA-Polymerase II des
Wirts (Branch und Robertson, 1984). Weiterhin konnte gezeigt werden, dass ein naher
Verwandter dieses Viroids, das ‘Peach Latent Mosaic Viroid’ (PLMVd) als Matrize für die
E. coli RNA-Polymerase dienen kann (Pelchat et al., 2002). Die in vitro Transkriptionen
wurden durchgeführt wie bereits beschrieben. Dabei wurde die jeweilige RNA (5S, tRNA
oder PSTVd) mit der RNA-Polymerase nach der erfolgten Rekonstitution der Holoenzyme
vorinkubiert und die Reaktion durch Zugabe des Templates gestartet. Die Abbildungen
2.21 und 2.23 zeigen in vitro Transkriptionen mit den exponentielle- und stationäre Phase-
spezifischen RNA-Polymerase Holoenzymen und Promotoren. Als Kontroll-RNA wurden
hier zunächst 5S RNA und tRNA verwendet.

Die Autoradiogramme und Quantifizierungen zeigen, dass sowohl 5S RNA (Abbildung
2.21) als auch tRNA (Abbildung 2.23) die Transkription inhibieren. Die Inhibierung ist
hierbei besonders bei der Zugabe von 5S RNA sehr stark. Die Transkription von beiden
Promotoren wird bereits bei der Zugabe von 50 nM 5S RNA stark inhibiert (35% RA)
und erreicht im Mittel nur noch 3% der Aktivität ohne 5S RNA. Die starke Inhibierung
wird vermutlich durch verschiedene Faktoren bedingt. Zum einen spielt die Präparation
der 5S RNA eine Rolle. Die 5S RNA wurde aus Ribosomen extrahiert und aufgereinigt. Es
kann darum nicht ganz ausgeschlossen werden, dass sich geringe Anteile von 6S RNA in
der Präparation befinden. Beide Fraktionen liegen aufgrund ihrer Sedimentationskonstan-
ten sehr nah beisammen. Außerdem kann ein hoher Salzgehalt in der Präparation nicht
ausgeschlossen werden. Ein anderer Grund für die starke Inhibierung kann eine direkte Wir-
kung der 5S RNA selber sein. Die Sekundärstruktur der 5S RNA (siehe Abbildung 2.22)
könnte eine Bindung der RNA-Polymerase an die RNA ermöglichen. In der Tat konnte
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Abbildung 2.21: In vitro Transkription mit 5S RNA als Inhibitor. Die Transkripte und der
Standard sind mit Pfeilen markiert. 5S RNA: 0, 50, 100, 500 nM. In der Quantifizierung sind
die Mittelwerte und die Standardabweichung aus zwei unabhängigen Ansätzen angegeben. Die
zugehörige Tabelle G befindet sich im Anhang.

in Retardierungsgelen ein schwacher, aber heparinstabiler Komplex der 5S RNA mit der
RNA-Polymerase nachgewiesen werden (nicht gezeigt). Dieser Komplex entstand mit bei-
den Holoenzymen, sowie in sehr geringer Menge mit dem Core-Enzym. Der Komplex lief
schneller im Retardierungsgel als die Komplexe aus RNA-Polymerase und 6S RNA, so dass
angenommen werden muss, dass es sich bei dem beobachteten Komplex tatsächlich um eine
Bindung der 5S RNA an die RNA-Polymerase handelt (und nicht etwa um eine Retardie-
rung von 6S RNA und RNA-Polymerase durch eventuelle 6S RNA-Verunreinigungen).

Abbildung 2.22: Eine mögliche Sekundärstruktur der 5S RNA aus E. coli. I-V= Helices,
A-E= Loops.
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Abbildung 2.23: In vitro Transkription mit tRNA als Inhibitor. Die Transkripte und der
Standard sind mit Pfeilen markiert. 5S RNA: 0, 50, 100, 500 nM. In der Quantifizierung sind
die Mittelwerte und die Standardabweichung aus zwei unabhängigen Ansätzen angegeben. Die
zugehörige Tabelle G befindet sich im Anhang.

Auch die Zugabe der tRNA inhibiert die Transkription von beiden Promotoren im ho-
mologen System (siehe Abbildung 2.23). Das Ausmaß der Inhibierung ist hier jedoch nicht
so stark wie bei der Zugabe von 5S RNA. Beide Promotoren erreichen bei der Zugabe
von 500 nM tRNA noch eine Restaktivtät von etwa 40-50%. Diese Inhibierung kann eben-
falls durch Salzeffekte verursacht werden. Aufgrund der hohen Verdünnung der tRNA ist
dieses aber unwahrscheinlich. Wahrscheinlicher ist, dass die Inhibierung durch eine präpa-
rationsbedingte Verunreinigung der tRNA herbeigeführt wird. Retardierungsanalysen mit
3´-endmarkierter tRNA zeigten die gleiche Komplexbande, die auch bei den Retardierun-
gen mit 5S RNA auftrat (nicht gezeigt). Eine Verunreinigung durch 5S RNA-Anteile ist
somit anzunehmen. Trotz der gezeigten Inhibierung durch 5S- und tRNA wird deutlich,
dass es sich bei der Inhibierung durch die 6S RNA um einen spezifischen Effekt handelt.
Anders als die 6S RNA verursachen beide Kontroll-RNAs eine Inhibierung, die nicht spe-
zifisch für die unterschiedlichen Holoenzyme ist, sondern beide Systeme in gleichem Maße
beeinflusst. Die Synthese eines ‘de novo’-Transkripts ohne DNA-Template konnte, anders
als bei der 6S RNA, nicht beobachtet werden (Daten nicht gezeigt).

Ähnliches kann auch bei der Inhibierung durch PSTVd beobachtet werden. PSTVd in-
hibiert, wie in der Abbildung 2.24 zu sehen, die Transkription von beiden Promotoren
stark. Schon bei der Zugabe von 50 nM PSTVd ist kaum noch Restaktivität zu erkennen.
Bei einer weiteren Erhöhung der PSTVd-Konzentration wird die Transkription vollstän-
dig inhibiert. Die Inhibierung durch PSTVd kann nicht nur auf Salzeffekte zurückzuführen
sein. Die Vermutung liegt nahe, dass es sich hierbei um eine direkte Inhibierung der RNA-
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Abbildung 2.24: In vitro Transkription mit PSTVd als Inhibitor. (a) In vitro Transkription
mit pRT3H∆P2 und pbolAT1T2. Die Transkripte und der Standard sind mit Pfeilen gekenn-
zeichnet. PSTVd 0, 10, 50, 250, 500 nM. (b) In vitro Transkription mit PSTVd ohne DNA-
Template. Der Standard und die abortiven Transkripte sind markiert. PSTVd 0, 50, 500 nM.

Polymerase handelt, besonders da die PSTVd-Zugabe, auch ohne DNA-Template, zu einer
Transkription durch die RNA-Polymerase führt. Bei dieser Transkription werden jedoch
keine Transkripte mit einer spezifischen Länge gebildet, sondern es kommt zu einem ‘cy-
cling’, das unspezifische Transkripte verschiedener Länge generiert. Die Transkripte werden
mit beiden Holoenzymen gebildet. Diese Beobachtung war nicht erwartet, ist aber aufgrund
der bereits oben beschriebenen Eigenschaften nicht ungewöhnlich. PSTVd hat zudem ei-
ne der 6S RNA ähnliche Sekundärstruktur aus helikalen Bereichen, die durch verschieden
große Loops unterbrochen sind. In Gelshift-Analysen konnte gezeigt werden, dass die Zu-
gabe von PSTVd zu RNA-Polymerase/Promotor-Komplexen die Komplexbildung inhibiert
(Daten nicht gezeigt). Die Inhibierung zeigte jedoch kein so großes Ausmaß wie die Inhi-
bierung der Transkription durch PSTVd oder die Inhibierung der Komplexbildung durch
die 6S RNA. Da die Viroid-RNA im Fall der Retardierungsanalyse nach erfolgter Kom-
plexbildung von DNA-Promotor und RNA-Polymerase zu dem Ansatz gegeben wurde, ist
PSTVd, im Gegensatz zur 6S RNA, kein natürliches Substrat für eine Bindung an die
bakterielle RNA-Polymerase.
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2.3.6 Analyse des ‘de novo’-Transkripts

Wie bereits beschrieben, fallen bei in vitro Transkriptionen mit linearen Template-Frag-
menten bei der Zugabe der 6S RNA Menge zwei distinkte Banden auf. Diese Banden
entstehen nicht, wenn sich keine 6S RNA im Ansatz befindet. Zusätzlich werden die Banden
intensiver, wenn die Menge der zugegebenen 6S RNA erhöht wird (siehe Abbildung 2.25).
Die Länge der Transkripte liegt nach Abschätzung etwa bei 200-210 Nukleotiden. Die
Banden werden im Folgenden als ‘de novo’-Transkript zusammengefasst.

2.3.6.1 Bestimmung der Spezifität des ‘de novo’-Transkriptes

Um zu testen, ob das ‘de novo’-Transkript tatsächlich spezifisch bei der Zugabe der 6S
RNA auftritt, bzw. ob es sich um eine Reaktion der 6S RNA mit der bakteriellen RNA-
Polymerase handelt, wurden in vitro Transkriptionen mit den verschiedenen Holoenzymen
sowie dem Core-Enzym durchgeführt. Anders als in den bisherigen Transkriptionen wurde
jedoch auf ein DNA-Template verzichtet. Die Abbildung 2.25 zeigt eine in vitro Transkrip-
tion mit 6S RNA und dem E70/E38-Holoenzym sowie dem Core-Enzym. Wie zu erkennen
ist, entsteht das ‘de novo’-Transkript auch ohne die Zugabe von DNA-Template. Dabei wird
die obere Bande der Doppelbande im Vergleich vermehrt gebildet. Ein Sigmafaktor ist für
die Bildung des Transkriptes scheinbar nicht nötig: auch mit dem Core-Enzym entsteht ‘de
novo’-Transkript, wenn auch nicht in so großen Mengen wie mit den Holoenzymen. Eine
Transkription nur mit dem Core-Enzym ist nicht verwunderlich, da in Retardierungsgelen
eine (schwache) Bindung der 6S RNA an das Core-Enzym gezeigt werden konnte.

Abbildung 2.25: In vitro Transkription der 6S RNA mit der RNA-Polymerase. Die
IVT zeigt, dass das ‘de novo’-Transkript auch ohne DNA-Template in Anwesenheit aller vier
Nukleotide gebildet wird.

Um auszuschließen, dass es sich bei dem ‘de novo’-Transkript um ein Transkript handelt,
dass aus einer möglichen Verunreinigung der 6S RNA durch ein DNA-Template entsteht,
wurde die präparierte 6S RNA mit RNase-freier DNase I behandelt. Die 6S RNA wurde
vor der in vitro Reaktion 1 Stunde bei 37◦C mit der DNase I inkubiert und aufgereinigt.
Die anschließende in vitro Transkription mit den verschiedenen RNA-Polymerasen wurde
durch diesen Schritt nicht beeinflusst. Auch die Zugabe von RNase-freier DNase I direkt
in den Reaktionsansatz hatte keinen Einfluss auf die ‘de novo’-Produkte (Daten nicht
gezeigt). Es handelt sich bei dem ‘de novo’-Transkript somit um ein 6S RNA spezifisches
Produkt, das selbst eine Ribonukleinsäure ist.
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2.3.6.2 2D-‘Fingerprint’-Analysen des ‘de novo’-Transkripts

Der 2D-‘Fingerprint’ ist eine Methode, mit welcher Unterschiede in der Sequenz zweier
RNAs bestimmt werden können. Hierzu wurden mit α32[P]-GTP markierte 6S RNA (‘Ri-
bomax’, siehe 5.2.8.1) sowie ‘de novo’-Transkript (durch IVT mit E. coli RNA-Polymerase)
hergestellt und so aufgereinigt, dass sich keine freien Nukleotide mehr im Ansatz befanden
(siehe 5.2.8.8). Die RNAs wurden anschließend mit RNase T1 komplett hydrolysiert. Nach
der Hydrolyse wurde ein Teil der Probe auf ein denaturierendes PAA-Gel aufgetragen. Der
andere Teil der jeweiligen Probe wurde einer 2-dimensionalen Dünnschichtchromatographie
unterzogen. Anhand der Stärke und Laufweite der Banden im Gel können Rückschlüsse auf
die Menge und die Länge der gebildeten Oligonukleotide gezogen werden. Die Oligonukleo-
tide entstehen bei der Hydrolyse der RNA mit RNase T1. RNase T1 schneidet spezifisch
nur hinter Guanosin. Jedes erhaltene Oligonukleotid hat somit 3´-seitig ein -pG-OH, wo-
bei das kleinste erhalten Fragment ein Guanosin-Monophosphat darstellt. Aufgrund der
bekannten Sequenz der 6S RNA ist aus dem erhaltenen Muster ersichtlich, ob es sich bei
dem ‘de novo’-Transkript um die gleiche, eine antisense- oder eine alternative Sequenz
handelt. Die 2-dimensionale Auftrennung der Oligonukleotide erlaubt darüber hinaus die
Kontrolle der Nukleotidzusammensetzung, da die Auftrennung der Oligonukleotide über
die Nettoladung der 3´-Nukleodsidphosphate in Abhängigkeit des pH-Wertes erfolgt. Die
Reihenfolge der Wanderungsgeschwindigkeit ergibt sich danach zu: Up > Gp > Ap > Cp
(Sanger und Brownlee, 1967).

Die sequenzunabhängige Auftrennung des RNase T1-Verdaus (Abbildung 2.26 (a)) be-
stätigt die ermittelte Oligonukleotid-Zusammensetzung der 6S RNA (Vergleiche 2.3.6.3,
linkes Panel mit Abbildung 2.26 (a)). Gleichzeitig zeigt sie aber auch, dass es sich bei dem
‘de novo’-Transkript nicht um ein 100%iges antisense-Transkript der 6S RNA handelt (sie-
he Abbildung 2.26 (a) und Tabelle 2.3, rechtes Panel). Einige erwartete Oligonukleotide,
die entstehen müssten, würde es sich um ein antisense-Transkript der 6S RNA handeln,
sind nicht vorhanden. Bei der RNase T1-Hydrolyse des ‘de novo’-Transkripts entstehen
Fragmente mit mehr als 11 Nukleotiden, die nicht Auftreten dürften, würde es sich um
eine Antisense-RNA handeln. Interessanter Weise sind in dem ‘de novo’-Transkript auch
kaum 3er- oder 4er-Oligonukleotide vorhanden (siehe Abbildung 2.26 (a)), was sehr un-
gewöhnlich ist. Ein Grund hierfür ist nicht ersichtlich. Durch diese Methode kann jedoch
nicht ausgeschlossen werden, dass es sich in Teilen um eine 6S RNA antisense-Sequenz
handelt. Die RNA-Polymerase könnte zum Beispiel im zentralen Loop der 6S RNA starten
und von dort aus transkribieren. Ein Transkript größer als 200 Nukleotide würde dann
durch ein ‘umklappen’ der RNA-Polymerase am 3´-Ende der 6S RNA entstehen. Solche
‘Durchleseprodukte’ sind auch bei der Transkription mit Promotor-Fragmenten nicht unge-
wöhnlich. Da aber der Startpunkt der RNA-Polymerase nicht bekannt ist, kann die genaue
Zusammensetzung solcher Oligonukleotide nur schwer vorhergesagt werden.

Auch bei der 6S RNA gibt es bezüglich der Oligonukleotid-Zusammensetzung Aufäl-
ligkeiten. Die 6S RNA hat lange Sequenzabschnitte (14 und 17 Nukleotide) ohne interne
Guanosine, was sehr ungewöhnlich ist. Ob dieses eine biologische Relevanz hat oder Zufall
ist, konnte nicht geklärt werden.

Die 2D-Dünnschichtchromatographie der Oligonukleotide ist aufgrund der starken Kon-
zentrierung der größeren Oligonukleotide am Auftragungspunkt nur schwer zuzuordnen.
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Abbildung 2.26: (2D)-‘Fingerprint’-Analysen des ‘de novo’-Transkripts (a) zeigt die Auf-
tragung auf ein denaturierendes Sequenzgel (20%). Die Längen der durch die RNase T1-
Hydrolyse erhaltenen Oligonukleotide sind mit Pfeilen markiert. (b) 2-dimensionale Dünnschicht-
chromatographie der Oligonukleotide. (c) Darstellung der detektierten Spots und Zuordnung der
wahrscheinlichen Oligonukleotidzusammensetzung (siehe auch Tabelle 2.3).

Aber auch hier zeigt sich der Unterschied der Oligonukleotid-Zusammensetzung zwischen
6S RNA und ‘de novo’ -Transkript. Deutlich wird dies sowohl an dem Fehlen bestimmter
Oligonukleotide sowie an zusätzlichen Spots, vergleicht man 6S RNA ((b) I) und die ‘de
novo’-Transkripte ((b) II und III). Die durchgeführte Bestimmung der Oligonukleotid-
Zusammensetzung ist unzureichend für eine Aussage bezüglich der Sequenz von 6S RNA
und ‘de novo’-Transkript. Zum einen enthalten beide RNAs sehr große Fragmente, die in
der Chromatographie nicht vollständig aufgetrennt werden. Zum anderen ist die Zuord-
nung der Sequenzen schwierig und nicht immer mit dem ‘Standard’ (siehe Sanger, 1967)
vergleichbar.

2.3.6.3 Sequenz und Charakterisierung des ‘de novo’-Transkripts

Um die Sequenz des ‘de novo’-Transkripts zu entschlüsseln, wurden sowohl direkte als auch
indirekte Sequenzierungsmethoden angewandt. Zur direkten Sequenzierung diente der Ein-
bau von 3´-Deoxy-Nukleotiden (3´-dNTPs) in die naszierende RNA bei der Transkription
mit der E. coli RNA-Polymerase, analog der DNA-Sequenzierung. Obwohl diese Methode
bei der Sequenzierung des rrnB P1-Promotor Transkripts hervorragende Ergebnisse liefer-
te, konnte für das ‘de novo’-Transkript keine Sequenz bestimmt werden. Ebenso führte die
Sequenzierung von intern markiertem ‘de novo’-Transkript zu keinem Ergebnis.
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Tabelle 2.3: Oligonukleotide und antisense-Oligonukleotide, die bei einem Verdau der
6S RNA mit RNase T1 entstehen. Dargestellt sind die Länge und Sequenz der Oligonu-
kleotide.

6S RNA Oligonukleotide 6S RNA antisense-Oligonukleotide
Größe[Nt] Sequenz Größe[Nt] Sequenz
1 G (x 16), -ppp, -OH 1 G (x 9)
2 AG (x 5) 2 AG (x 4)

CG (x 5) CG (x 3)
UG(x 2) UG (x 3)

3 AUG 3 AUG
CCG CCG (x 2)
UUG CAG
AAG CUG
ACG UCG (x 2)

CAG
ACG

4 UUCG 4 CCUG (-ppp)
CAAG AAUG
CCAG CAUG
AAUG UAUG
CAUG CCCG
CUCG CUUG
UCCG (x 2) ACCG
CCUG

5 CUCCG 5 CUCAG
6 UUCAAG 6 AAAUCC (-OH)

UUACAG UUCAAG
7 UCCCCUG 7 UUUUAAG

AACCAAG CUUCUCG
CAUCUCG
AUUCCAG

8 AAUCUCCG
AAAUAUCG
AACCCUUG

9 AUUUCUCUG 9 UAACCCUUG
10 AACAUCUCAG

11 CCUUAAACUG 11 CCACAUUCUUG
CUCACCAACCG

14 ACACAUUCACCUUG
17 AUAUUUCAUACCACAAG
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Abbildung 2.27: Verlängerung des ‘de novo’-Transkripts. 5´- und 3´-markierte 6S RNA
wurde mit radioaktivem Nukleotiden (3-6) und NTPs (7-10) in in vitro Transkriptionen einge-
setzt. Würde es sich bei dem ‘de novo’-Transkript um eine verlängerte 6S RNA handeln, würde
auch bei der Zugabe von nicht radioaktiven Nukleotiden eine ‘de novo’-Transkriptbande (‘*’)
auftreten. 1 und 2: Kontrolle ohne Nukleotid-Zugabe. (1, 3, 5, 7, 9: 5´-markierte 6S RNA. 2, 4,
6, 8, 10: 3´-markierte 6S RNA. 3, 4, 7, 9: 15 min Elongation, 1, 2, 5, 6, 9, 10: 30 min Elongation).

Auch die versuchte indirekte Sequenzierung über Primer-Extension-Analysen mit Ran-
dom-Primern (Hexamere) zeigte lediglich die Sequenz der 6S RNA. Verschiedene an die
6S RNA bindende- sowie 6S RNA antisense-Sonden konnten ebenfalls nicht an das ‘de
novo’ -Transkript hybridisiert werden (Daten nicht gezeigt). Auch weitere Eigenschaften
des ‘de novo’-Transkriptes sind bislang ungeklärt. Es ist möglich, ‘de novo’-Transkript in
größeren Mengen in vitro herzustellen. Das Transkript ist jedoch nicht auf denaturieren-
den Polyacylamid-Gelen anfärbbar, was ein Problem bei der Aufreinigung darstellte. Auf
nativen Gelen war es jedoch mit allen angewandten Färbemethoden nachweisbar. Ebenso
wenig ist eine Endmarkierung des Transkriptes am 3´- oder am 5´-Ende möglich. Bei dem
‘de novo’-Transkript handelt es sich nicht um eine Verlängerung der 6S RNA. Wie die Ab-
bildung 2.27 zeigt, führt die in vitro Transkription mit zuvor radioaktiv markierter 6S RNA
als Template nicht zu einem Shift der Bande im Gel, was jedoch bei einer Verlängerung
passieren sollte.

Die Vermutung, dass es sich bei dem ‘de novo’-Transkript um ein zirkuläres Molekül
handeln könnte, wurde durch Temperaturgradienten-Gelelektrophorese (TGGE) überprüft
(Abbildung 2.28). Hierzu wurde aufgereinigtes ‘de novo’-Transkript auf eine TGGE auf-
getragen und bei einem Gradienten von 25-65◦C elektrophoretisiert. Als Kontrolle wurde
zirkuläres PSTVd in die kleinen Taschen am Rand des Gels aufgetragen. Die unsaubere
Aufreinigung des ‘de novo’-Transkripts stellte auch bei der TGGE ein Problem dar: Auf-
grund von Anteilen kürzerer (Abbruch-) Transkripte in der Präparation ist die Zuordnung
der Banden problematisch.

Ein Teil der Moleküle zeigen in der TGGE ein ähnliches Verhalten wie die 6S RNA (siehe
Kapitel 1.5, Abbildung 1.4). Der Schmelzpunkt (Tm) liegt dabei mit etwa 47◦C nur wenig
höher als der der 6S RNA (45◦C). Der Verlauf der Bande (1) mit einer Unterbrechung im
Schmelzpunkt (gekennzeichnet durch die Pfeilspitze) weist auf ein Molekül mit stabilen
helikalen Bereichen, unterbrochen von einem oder mehreren Loops hin, die bei einer be-
stimmten Temperatur irreversibel denaturieren (siehe auch: Gildehaus, 2001). Obwohl das
Transkript vor dem Auftragen auf das Gel einem Denaturierungs/-Renaturierungschritt
unterzogen wurde, um es in eine einheitliche Struktur zu überführen, bildet es neben der
Struktur (1) noch eine weitere Struktur (2) aus. Bei dieser Struktur könnte es sich, nach
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Abbildung 2.28: TGGE des ‘de novo’-Transkripts. Die Pfeilspitze zeigt den Schmelzpunkt
der Doppelbande (etwa 47◦C).

dem Verlauf im Gel zu urteilen, um eine rein helikale Sekundärstruktur handeln.
Eine solche stabile Struktur würde erst bei höheren Temperaturen denaturieren. Bei den

zwei im ‘de novo’-Transkript beobachteten Banden könnte es sich somit um zwei strukturell
(und funktionell) verschiedene Moleküle handeln. Interessanter Weise ähnelt eine Bande
(1) im Laufverhalten und im Schmelzpunkt der 6S RNA, was auf eine der 6S RNA ähnliche
Sequenz hindeutet. Der ‘Sprung’ des ‘de novo’-Transkripts zeigt jedoch einen geringere Ver-
zögerung als die 6S RNA (siehe Kapitel 1.5, Abb. 1.5), was auf eine in sich geschlossenere
Struktur hindeutet. In Northern Blot-Analysen konnten jedoch weder radioaktiv markierte
6S RNA noch 6S RNA spezifische Oligonukleotide gegen das ‘de novo’-Transkript hybri-
disert werden. Im Gel sind noch weitere kürzere und eine längere Bande zu erkennen. Ob
es sich hierbei um verkürzte Transkripte handelt, die in der Transkription selbst generiert
werden, oder um einen präparationsbedingten Abbau der RNA, kann nicht geklärt werden.
Die Herkunft des längeren Transkriptes (‘*’) ist ebenfalls unbekannt, eventuell handelt es
sich hierbei um eine strukturbedingte Verzögerung im Gel. Die TGGE lässt nicht erken-
nen, ob es sich bei dem ‘de novo’-Transkript um ein zirkuläres Molekül handelt. Bei hohen
Temperaturen ist bei einem zirkulären Molekül eine größere Verzögerung im Gel zu erwar-
ten, wie PSTVd sie zeigt. Die Denaturierung der helikalen Struktur von PSTVd zum Zirkel
erfolgt jedoch wegen der vielen internen Loops des Viroids relativ einfach. Eine extrem
stabile, rein helikale Struktur könnte eventuell mit den hier untersuchten Temperaturen
noch nicht zu öffnen sein.

Das ‘de novo’-Transkript wurde bislang nur in vitro beobachtet. Um zu untersuchen,
ob es auch in vivo produziert wird, wurden Northern Blot-Analysen mit Gesamt-RNA
durchgeführt. Als Sonde wurde intern radioaktiv markiertes ‘de novo’-Transkript gewählt.
Das ‘de novo’-Transkript ließ sich jedoch in den Northern Blots nicht nachweisen. Trotzdem
kann nicht ausgeschlossen werden, dass das ‘de novo’-Transkript in vivo gebildet wird, und
es sich lediglich aufgrund einer zu niedrigen Nachweisgrenze mit dieser Methode nicht
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detektieren ließ (Daten nicht gezeigt). Auch ist es unklar, ob intern markiertes ‘de novo’-
Transkript generell als Sonde genutzt werden kann. Zusammenfassend lässt sich über das
‘de novo’-Transkript somit aussagen:

• Bei dem ‘de novo’-Transkript handelt es sich um ein RNA-Transkript, dass von der
bakteriellen RNA-Polymerase synthetisiert wird. Als Template dient die 6S RNA.
Generiert werden zwei distinkte Produkte mit einer Länge von etwa 200 und 210
Nukleotiden.

• Das ‘de novo’-Transkript lässt sich weder am 3´- noch am 5´-Ende radioaktiv markie-
ren, was auf eine sehr stabile Struktur schließen lässt. Ebenso wenig ist es möglich, das
Transkript in denaturierenden Polyacrylamid-Gelen anzufärben. Auch dieses deutet
auf eine sehr stabile Sekundär- und/oder Tertiärstruktur hin. Ob es sich bei dieser
Struktur um einen Zirkel handelt, konnte nicht bestimmt werden.

• Bei dem ‘de novo’-Transkript handelt es sich nicht um eine (100%ige) antisense-6S
RNA. Ebenso entsteht es wahrscheinlich nicht durch eine Verlängerung der 6S RNA.

• Es handelt sich bei dem Transkript nicht nur um ein Poly-A, -C, -G oder -U-Molekül,
sondern alle Nukleotide sind vertreten. Dieses lässt sich daraus ableiten, dass sich das
‘de novo’-Transkript mit allen vier α-Nukleotiden radioaktiv markieren lässt (nicht
gezeigt). Es ist jedoch möglich, dass bestimmte Bereiche des Transkriptes identisch
sind und unterschiedlich oft wiederholt werden.

• Ob das ‘de novo’-Transkript auch in vivo auftritt, kann weder bejaht noch ausge-
schlossen werden.

• Bei dem ‘de novo’-Transkript handelt es sich um ein in E. coli bislang noch nicht
beschriebenes Phänomen. Obwohl es in vitro hergestellt werden konnte, ist es nicht
gelungen, die Sequenz zu bestimmen. Probleme bei der Sequenzierung liegen in der
wahrscheinlich sehr stabilen, eventuell zirkulären Struktur des Moleküls begründet.

2.4 Regulation der ssrS-Expression

2.4.1 Problemstellung und experimenteller Ansatz

In dem folgenden Teil dieser Arbeit sollte die Regulation des für die 6S RNA kodierenden
Gens (ssrS ) untersucht werden. Die E. coli 6S RNA wird als Teil eines dicistronischen
Leseraster exprimiert, zusammen mit dem 5´-liegenden Gen ygfA, dessen Funktion zur
Zeit noch nicht bekannt ist. Die 6S RNA wird von zwei verschiedenen Vorläufer-Molekülen
prozessiert. Diese Vorläufer werden von zwei verschiedenen Promotoren transkribiert: dem
distalen P2- und proximalen P1-Promotor (Lee und Kim, 2004). Der distale Promotor ist
σ38 abhängig, kann jedoch auch vom σ70-spezifischen Holoenzym transkribiert werden. Der
proximale Promotor, der schon 1985 zum ersten Mal beschrieben wurde (Hsu, 1985), wird
nach Kim und Lee in vivo sowie in vitro nur vom σ70-Holoenzym der RNA-Polymerase
transkribiert (siehe auch Abbildung 2.29).

Die Menge der 6S RNA akkumuliert während des Wachstumszyklus und ist in der sta-
tionären Wachstumsphase am höchsten. Zudem inhibiert die 6S RNA die Nutzung σ70-
abhängiger Promotoren in der stationären Phase durch Interaktion mit E70. Eine wichtige
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Abbildung 2.29: Schematische Anordnung der ssrS-Promotoren P1 und P2. Das Schema
zeigt die Lokalisation der Promotoren ssrS P1 und ssrS P2 auf der ssrS -Transkriptionseinheit
(verändert nach Kim und Lee, 2004).

Frage ist deshalb, wie die ssrS -Transkription während des Wachstumszyklus reguliert wird.
Kim und Lee haben die Hypothese aufgestellt, dass die σ70-spezifische RNA-Polymerase in
der exponentiellen Phase 6S RNA von beiden Promotoren P1 und P2 transkribiert. Diese
Transkription wird gestoppt, wenn die Zellen in die stationäre Phase übergehen. E38 über-
nimmt dann die Transkription des ssrS -Gens vom P2-Promotor. Nach Wassarman und
Storz inhibiert die 6S RNA die Transkription besonders von solchen σ70-Promotoren, die
eine ‘extended’ -10 Region haben. Der P1-Promotor des ssrS -Gens weist eine solche exten-
ded -10 Region auf, P2 jedoch nicht. Die Transkription von P1 aus könnte also durch die
Akkumulierung von 6S RNA über ein bestimmtes Level hinaus in der stationären Phase
gestoppt werden. Wenn dieses der Fall wäre, würde das eine Feedback-Inhibierung der Gen-
expression bedeuten (Kim und Lee, 2004). Um diese Hypothese zu überprüfen, wurde ein in
vitro Transkriptionssystem generiert, welches die Analyse beider Promotoren in einem Sys-
tem, und somit die Untersuchung der kompletten ssrS -Transkriptionseinheit erlaubt. Mit
diesem System konnte weiterhin der Einfluss der 6S RNA und von Transkriptionsfaktoren
auf die Transkription des ssrS -Gens untersucht werden. Verschiedene Regulatorproteine
beeinflussen die Transkription der 6S RNA. In in vivo Analysen konnte gezeigt werden,
dass ein Fehlen der Transkriptionsfaktoren FIS, H-NS, LRP und StpA die Menge der 6S
RNA beeinflusst (Neusser, unpubliziert). Um den Einfluss dieser Transkriptionsfaktoren
auf die Regulation des ssrS -Gens zu analysieren, wurden in vitro-Bindestudien mit ver-
schiedenen Promotor-Fragmenten des ssrS -Gens durchgeführt.

2.4.2 Bindungsanalysen der Transkriptionsfaktoren H-NS, FIS, LRP und
StpA mit ssrS-Promotorfragmenten

Zellen, die defizient für die Transkriptionsfaktoren H-NS, FIS, LRP und StpA sind, zei-
gen in vivo einen Einfluss auf die Menge der 6S RNA (Neusser, unpubliziert). Um die in
vitro-Bindung der verschiedenen Transkriptionsfaktoren an das ssrS -Gen zu untersuchen,
wurden Retardierungsanalysen mit verschiedenen Promotorfragmenten durchgeführt. Hier-
zu wurden zwei verschiedene Promotorfragmente des ssrS -Gens aus pUC18-6S generiert.
Das Fragment ‘ssrS -Fragment1’ enthält 254 Basenpaare des ssrS -‘upstream’-Bereichs, den
vollständigen 6S RNA Kodierungsbereich sowie 3´-seitig sieben Basenpaare des Vektors.
Mit diesem Fragment lässt sich somit die Bindung an den postulierten P1-Promotor nach-
weisen. Die Sequenz des P2 ist auf diesem Fragment nicht enthalten. Die eventuelle Bindung
von Transkriptionsfaktoren an den P2-Promotor kann jedoch mit dem ‘ssrS -Fragment2’
überprüft werden. Dieses umfasst den Bereich von Position -410 bis +84 relativ zum Tran-
skriptionsstart der 6S RNA. Beide Fragmente sind so konstruiert, dass sie an ihrem 3´-Ende
radioaktiv markiert werden können (5.2.7.5). Für die Bindestudien wurden 2 nM des je-
weiligen Fragments mit verschiedenen Protein-Konzentrationen wie beschrieben inkubiert
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Abbildung 2.30: Retardierungsanalysen der ssrS-Fragmente mit verschiedenen Tran-
skriptionsfaktoren. Die Klammern markieren die mit dem jeweiligen Fragment gebildeten
Protein-DNA-Komplexe. (a) ssrS -Fragment1 mit LRP: 0.1, 1, 2, 4, 6 µM, StpA: 0.5, 1, 2, 4,
6 µM. K= ssrS -Fragment1 mit 300 mM TGED (ohne Protein). (b) ssrS -Fragment2 mit LRP:
0.1, 1, 2, 4 µM, StpA: 0.5, 1, 2, 4 µM. K1= ssrS -Fragment mit 100 mM TGED (ohne Protein),
K2 wie K1 mit 300 mM TGED (FIS: 0.5, 1, 2, 3 µM, H-NS: 0.5, 1, 2, 3 µM). Heparin: 50 ng/µl
Ansatz.

(siehe 5.2.8.10). Als Kompetitor zum Abfangen unspezifischer Bindungen wurde Heparin
(50 ng/µl) verwendet. In den folgenden Abbildungen sind teilweise die Retardierungsana-
lysen aller untersuchten Proteine gezeigt. Näher eingegangen werden soll hier jedoch nur
auf die Proteine StpA und LRP.

Die Retardierungsanalysen (Abbildung 2.30) zeigen, dass alle untersuchten Transkrip-
tionsfaktoren an die ssrS -Fragmente binden. Während FIS und LRP multiple Komplexe
formen, binden H-NS und StpA mit hoher Kooperativität und formen so einen einzigen
Komplex mit hohem Molekulargewicht. Die Bindung von StpA (und H-NS) an das kürzere
Fragment, das nur den P1 enthält, zeigt hierbei keinen Unterschied zu der Bindung an das
Fragment, das beide Promotoren enthält (Vergleiche (a) und (b)). Dieses deutet darauf
hin, dass es zu einer Bindung an den Bereich des ssrS -Gens kommt, der auf beiden Frag-
menten enthalten ist. Die Kooperativität von StpA ist bei dem ssrS -Fragment2 noch höher
als bei dem kürzeren ssrS -Fragment1, daran zu erkennen, dass die freie DNA bei ssrS -2
komplett komplexiert wird. Eine Involvierung des ssrS P2-Promotors oder von weiter 5´-
vom P1-Promotor entfernt liegenden Sequenzabschnitten ist darum wahrscheinlich. Ähnli-
ches lässt sich auch für LRP (und FIS) sagen: diese Proteine binden selektiv an bestimmte
Bereich des ssrS -Gens (für FIS konnten sieben Bindestellen identifiziert werden, siehe Ab-
bildung 3.2). Bindestellen für LRP liegen sowohl im Bereich des ssrS P1, des ssrS P2
und des 6S RNA-Kodierungsbereiches. Die Abbildung 2.30 zeigt, dass sich im Bereich des
ssrS P2 mindestens zwei zusätzliche Bindestellen befinden (zusätzlich zu denen am P1).
Der Transkriptionsfaktor FIS verhält sich ähnlich (Neusser, unpubliziert). Die Affinität der
verschiedenen Proteine zu der DNA ist sehr unterschiedlich. Während LRP und FIS schon
im mikromolaren Bereich eine Bindung zeigen, sind für StpA und H-NS wesentlich höhere
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Abbildung 2.31: TGGE des ssrS-Fragment2 mit StpA. Der Komplex und die freie DNA sind
mit Pfeilen markiert. Der Komplex dissoziiert bei etwa 47◦C.

Konzentrationen nötig, um eine Bindung zu erzielen.

In TGGE Analysen zeigt das freie ssrS -Fragment2 kaum temperaturabhängige Verände-
rungen, konsistent mit dem sehr niedrigen Krümmungs- (k) Faktor (siehe Abbildung 3.3).
Bei einer Temperatur von über 65◦C schmilzt der Doppelstrang jedoch in seine Einzel-
stränge auf. Die einzelnen Proteinkomplexe verhalten sich in der TGGE sehr unterschied-
lich. Während der H-NS Komplex bereits bei 20◦C zerfällt (Neusser, unpubliziert), ist
der Komplex mit StpA bis zu einer Temperatur von etwa 47◦C stabil (siehe Abbildung
2.31). Die Komplexe aus FIS- und LRP sind hingegen stabil und zeigen keine Dissoziation
(Neusser, unpubliziert).

2.4.3 Analyse der ssrS-Expression durch in vitro-Transkriptionen

2.4.3.1 Generation eines Expressionssystems für die in vitro-Analyse von ssrS

Bislang wurden der P1- und P2-Promotor des ssrS -Gens nur unabhängig voneinander
Untersucht. Um die native Transkriptionseinheit im in vitro-System analysieren zu können,
wurde ein superhelikales Template konstruiert, welches beide Promotoren sowie den 6S
RNA Kodierungsbereich enthält. Für die Klonierung wurde ein Fragment (‘6SInsertLong’,
durch EcoRI/HincII Restriktion aus pUC18-6S gewählt, welches neben dem kompletten
6S RNA-Leseraster noch 405 Basenpaare ‘upstream’ vom Transkriptionsstart der 6S RNA
enthält. Zusätzlich enthielt das Fragment zur gerichteten Klonierung plasmidär kodiert
noch 78 Basenpaare 5´-seitig vom ssrS -Genbereich sowie 20 Basenpaare 3´- vom 6S RNA-
Kodierungsbereich. Das aufgereinigte Insert wurde in die EcoRI/Ecl136II- Schnittstelle der
MCS des Vektors pCP1 eingefügt. pCP1 trägt den starken Doppelterminator T1T2 des
ribosomalen rrnB P1-Promotors sowie das komplette RNA1-Gen, dessen Transkript als
interner Standard genutzt werden kann. Der generierte Vektor wird im Folgenden als ‘p6S-
T’ bezeichnet. Bei der Präparation des Vektors war darauf zu achten, dass das Template in
superspiralisierter Form vorlag. Der Anteil an superhelikalem Plasmid wurde über Agarose-
Gelelektrophorese bestimmt und lag bei etwa 90%.
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Abbildung 2.32: Primer-Extension-Reaktion zur Startstellenbestimmung am ssrS P1-
und P2-Promotor. (a): Primer-Extension-Analyse zur Startstellenbestimmung für P1 (*) und
RNA1(#) mit den Holoenzymen E70 und E38. Als Primer für die P1-Produkte diente das Oli-
gonukleotid ‘6S-Oligo1’, für RNA1-Produkte das Oligonukleotid ‘#RNA1’. Zur Längenzuord-
nung wurde eine Primer-Extension-Sequenzierung der 6S RNA mit dem Oligonukleotid ‘Oligo6S-
B’ durchgeführt. Transkriptionsstarts sind mit Pfeilen gekennzeichnet. (b): Primer-Extension-
Analyse zur Startstellenbestimmung für P2 mit den Holoenzymen E70 und E38. Als Sonde
diente das Oligonukleotid ‘6S-Oligo5’. Zur Längenzuordnung diente eine Primer-Extension-
Sequenzierung der 6S RNA mit dem Oligonukleotid ‘Oligo6S-B’. Der Transkriptionsstart ist
mit einem Pfeil gekennzeichnet.

2.4.3.2 Bestimmung der Transkriptionsstartpunkte

Zur Bestimmung der Transkriptionsstartstellen von P1 und P2 sowie der RNA1 wurden
Primer-Extension-Analysen (siehe 5.2.8.3) der Transkriptionsprodukte von p6S-T durch-
geführt. Eine genaue Bestimmung der Startstellen von ssrS P1 und P2 ist wichtig, um
festzustellen, ob die Transkription auch im in vitro-System an den beschriebenen Positio-
nen startet. Mit der Startstellenbestimmung kann weiterhin bereits überprüft werden, ob
eine Transkription auch im heterologen Transkriptionssystem erfolgt. Für die Startstel-
lenbestimmung wurden zunächst in vitro-Transkriptionen mit superhelikalem Template
und verschiedenen RNA-Polymerase Holoenzymen im großen Maßstab wie unter (5.2.8.9)
beschrieben durchgeführt. Die aufgereinigten Transkripte wurden anschließend mit spezi-
fischen Oligonukleotiden hybridisiert und über Primer-Extension analysiert.

Die Abbildung 2.32 zeigt die Startstellenbestimmung für die Promotoren P1 und P2 des
ssrS -Gens sowie die RNA1. Alle Promotoren starten an den erwarteten Positionen, wo-
bei für den ssrS P1-Promotor zwei weitere schwache Starts an den Positionen -9 und -20
erkennbar sind. Diesen Startstellen konnte jedoch in den in vitro Transkriptionsanalysen
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kein Transkript zugeordnet werden. Da diese Banden im Vergleich zu dem Start an Positi-
on +1 sehr schwach sind, wurden sie im weiteren nicht berücksichtigt. Das Hauptprodukt
des P1 hat eine Länge von 291 Nukleotiden. Auch für den P2 Promotor konnten neben
dem Haupttranskript (507 Nt) weitere Nebenprodukte in der Primer-Extension identifi-
ziert werden. Da jedoch auch hier keine weiteren Produkte in den Transkriptionsanalysen
auftraten, wurden auch diese nicht weiter berücksichtigt.

Bereits in den Primer-Extension-Analysen zeigt sich, dass die Transkription auch mit
dem jeweils heterologen System stattfindet, wenn auch nicht in einem so großen Ausmaß
wie bei der homologen Reaktion. Anders als von Kim und Lee (2004) beschrieben, ist
somit der P1 Promotor (in vitro) nicht exklusiv σ70-abhängig, sondern kann auch vom
σ38-Holoenzym transkribiert werden.

2.4.3.3 Optimierung der RNA-Polymerase- und Templatemengen

Um eine optimale Produktausbeute zu erhalten, wurde im Vergleich zu den bisher be-
schriebenen in vitro Transkriptionsexperimenten die Menge des Sigmafaktors σ38 auf ein
Verhältnis von 1:500 angehoben. Das Verhältnis von Core-Enzym zu σ70 wurde mit 1:15
beibehalten. Reaktionsablauf, Inkubationszeiten und Konzentrationen der Komponenten
wurden von den unter 2.3.5.4 beschriebenen in vitro Transkriptionen übernommen. Gene-
rell ist die Produktausbeute des P2-Promotors geringer als die des P1-Promotors. In in vitro
Transkriptionen ohne Zugabe von 6S RNA war deutlich die Spezifität der Promotoren ssrS
P1 und ssrS P2 zu erkennen (siehe z. B. Abbildung 2.33). Der ssrS P1 zeigt seine Hauptak-
tivtät bei der Transkription mit E70, wohingegen P2 hauptsächlich von E38-transkribiert
wird. Beide Promotoren zeigen eine Kreuzerkennung, die jedoch in beiden Fällen nur etwa
1/10 der Aktivität des Hauptproduktes erreichte (Daten nicht gezeigt).

2.4.4 Der Effekt der 6S RNA auf die Transkription des ssrS-Gens

Lee und Kim haben die These aufgestellt, dass die Transkription vom ssrS -P1 Promotor
zu Beginn der stationären Phase durch eine Akkumulierung von 6S RNA inhibiert wird
und die Transkription auf den σ38-abhängigen P2 umgelenkt wird. Somit stellt sich nicht
nur die Frage, wie die 6S RNA die Transkription der einzelnen Promotoren im homologen
und heterologen System beeinflusst, sondern auch, ob eine differentielle Regulation der
Promotoren stattfindet.

2.4.4.1 Der Einfluss der 6S RNA auf die Regulation der ssrS-Promotoren

Um den Einfluss der 6S RNA auf die Regulation zu untersuchen, wurden in vitro Transkrip-
tionen mit den jeweiligem Holoenzym durchgeführt. Hierbei wurden die oben angegebenen
Bedingungen gewählt. 6S RNA wurde in Konzentrationen von 50-500 nM zu der Reak-
tion gegeben. Die 6S RNA wurde zu den rekonstituierten Holoenzymen gegeben, wobei
nach der Zugabe RNA-Polymerase und 6S RNA zunächst 5 min bei 30◦C vor Zugabe des
Templates vorinkubiert wurden. Die Reaktion wurde 8 min bei 30 ◦C inkubiert. Um ange-
fangene Transkripte zu beenden und gleichzeitig eine Neuinitiationen der RNA-Polymerase
zu verhindern, wurde die Reaktion anschließend mit einem ‘Chase’ für weitere 10 Minuten
inkubiert. Nach einem vollständigen Stopp der Reaktion durch die Zugabe von Formamid-
Puffer wurden die Ansätze auf eine 10% dPAGE aufgetragen. Zur genaueren Analyse der
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Abbildung 2.33: In vitro Transkription von p6S-T mit Zugabe von 6S RNA. Gezeigt
ist exemplarisch die in vitro Transkription mit E70 und E38 Holoenzym. Die Reaktion wurde
durchgeführt mit 5 nM superhelikalem Template (p6S-T) und 3 nM aktiver RNAP in 1x KGlu80
bei steigender 6S RNA Konzentration. 6S RNA: 0, 50, 100, 250 und 500 nM. Die homologen
Transkripte, das RNA1-Transkript sowie der Auftragungsstandard sind mit Pfeilen gekennzeich-
net.

Spezifitätsmodulation erfolgte die quantitative Auswertung von vier unabhängigen Expe-
rimenten mit dem RNA1-Transkript als internem Standard. In der Abbildung 2.33 ist
exemplarisch eine in vitro Transkription von p6S-T mit 6S RNA-Zugabe gezeigt.

Der ssrS P1-Promotor (mit E70) zeigt eine deutliche Transkriptbande auch mit hohen
6S RNA Konzentrationen. Vergleicht man die Transkriptbanden, zu denen 6S RNA zuge-
geben wurde miteinander, fällt auf, dass die Transkription nach einer Inhibierung bei 50
nM 6S RNA im nächsten Schritt (100 nM 6S RNA) wieder mehr Restaktivität zeigt. Bei
der Zugabe größerer Mengen 6S RNA wird die Transkription danach wieder inhibiert. Die
Auftragung der Restaktivität gegen die 6S RNA Menge bestätigt den beschriebenen Lauf
der Transkriptbanden (siehe Abbildung 2.34). Die Transkription wird jedoch generell bei
der Zugabe der 6S RNA inhibiert- die Restaktivität steigt in keinem Fall über 100%. Der
ssrS P2-Promotor zeigt im Gegensatz zum P1 im homologen System (E38) eine sehr regel-
mäßige Inhibierung. Die RNA1 als interner Standard folgt, je nach Polymerase, dem Gang
des jeweiligen homologen Promotors. Vergleicht man die Restaktivitäten der heterologen
Transkriptionsysteme (ssrS P1/E38 und ssrS P2/E70) fällt auf, dass in diesem Fall die
Transkripte beider Promotoren eine geringere Inhibierung bei 50 nM 6S RNA zeigen. Auch
kehrt sich hier die Inhibierung um: anders als bisher (homologe Systeme und RNA1) zeigt
nun der ssrS P2 eine höhere Restaktivität als der ssrS P1-Promotor.

Die Ergebnisse zeigen, dass die 6S RNA einen Einfluss auch auf ihre eigene Transkrip-
tion hat. Hierbei erstreckt sich der Einfluss nicht nur auf die RNA-Polymerase, sondern
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Abbildung 2.34: Auswertung der in vitro Transkriptionen mit 6S RNA Zugabe. Quan-
tifizierung der in Abbildung 2.33 gezeigten in vitro Transkription von p6S-T mit Zugabe von
6S RNA. Aufgetragen sind die Mittelwerte aus vier unabhängigen Experimenten (siehe auch
Tabelle H im Anhang)

.

indirekt auch auf oder durch den Promotor selbst. Die hauptsächliche Wirkung der 6S
RNA scheint jedoch durch eine Regulation der RNA-Polymerase selbst zu erfolgen, wie die
Transkriptionen im heterologen System zeigen (Abbildung 2.34): Unter dem Einfluss des
σ70-spezifischen Holoenzyms zeigt auch der ssrS P2-Promotor eine erhöhte Restaktivität
bei der Zugabe von 50 nM 6S RNA. Da der Effekt hier aber wesentlich geringer ausfällt als
am P1-Pomotor, muss auch der Promotor (indirekt) seine Transkription beeinflussen. Dies
wird auch deutlich in der erhöhten Restaktivität bei der Transkription von ssrS P1 mit
E38. Die bei der heterologen Transkription beobachtete ‘Umkehrung’ der Inhibierung von
P1 und P2 ist hingegen wahrscheinlich lediglich ein Artefakt, das durch die allgemein we-
niger effiziente Transkription des σ38-spezifischen Holoenzyms auftritt. Die hier gezeigten
Ergebnisse deuten somit neben der bereits in bei anderen Promotoren beobachtete Wir-
kung der 6S RNA auf die RNA-Polymerase auch auf eine Autoregulation des ssrS -Gens
bzw. des ssrS P1-Promotors durch sein eigenes Produkt hin.

2.4.4.2 Der Einfluss von verschiedenen Regulatorproteinen auf die ssrS-Transkription

Da die Transkriptionsfaktoren FIS, H-NS, LRP und StpA eine Bindung an die Promoto-
ren P1 und P2 des ssrS -Gens zeigen (siehe Abbildung 2.30), sollte darüber hinaus getestet
werden, ob die Proteine auch die Transkription beeinflussen. Neben den Transkriptions-
faktoren wurde auch die Wirkung des Effektornukleotids ppGpp untersucht.
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Abbildung 2.35: In vitro Transkription von p6S-T mit verschiedenen Transkriptions-
faktoren und ppGpp. ‘-’= ohne Proteine/ppGpp, ‘+’= mit Protein/ppGpp. Die Transkripte
von P1 und P2 sowie der Standard sind mit Pfeilen markiert. FIS: 2 µM, H-NS 6 µM, LRP 4
µM, StpA 6 µM und ppGpp 300 µM. Die RNA1 ist nicht gezeigt, da ihre Transkription nicht
von den eingesetzten Transkriptionsfaktoren reguliert wird. Unten: Quantifizierung der in vitro
Transkription von p6S-T mit verschiedenen Transkriptionsfaktoren und ppGpp. Aufgetragen
sind die Mittelwerte aus zwei unabhängigen Versuchen (FIS: drei unabhängige Versuche).

Hierzu wurden das jeweilige Protein mit dem Template (5 nM) im Transkriptionspuffer
10 Minuten bei 30◦C vorinkubiert. Die Reaktion wurde danach durch Zugabe der RNA-
Polymerase gestartet und für 8 Minuten bei 30◦C inkubiert und nach ‘Chase’ und Zugabe
von Formamidprobenpuffer über eine 10%ige dPAGE aufgetrennt. Die Abbildung 2.35
zeigt exemplarisch die in vitro Transkription von p6S-T mit den σ70- und σ38-spezifischen
Holoenzymen.
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Wie auch in Retardierungsanalysen gezeigt werden konnte (Abbildung 2.30), findet eine
Regulation des ssrS -Gens durch Transkriptionsfaktoren (und ppGpp) statt. Die Beein-
flussung der Transkription wird weiterhin durch in vivo Analysen bestätigt, die bereits
im Vorfeld eine differentielle Regulation der ssrS -Transkription durch diese Faktoren und
ppGpp gezeigt hatten (Neusser, unpubliziert). Über die Regulation des ssrS -Gens lassen
sich somit folgende Aussagen treffen:

• Die Transkription der 6S RNA erfolgt von beiden Promotoren aus, wobei der P1-
Promotor σ70-, der P2-Promotor σ38-abhängig ist. Beide Promotoren zeigen in vitro
jedoch eine effektive Kreuzerkennung für die jeweils heterologe RNA-Polymerase.

• Die 6S RNA beeinflusst die Transkription ihres eigenen Gens. Die Regulation durch
die 6S RNA scheint differentiell zu sein: während der P2 mit seiner homologen Poly-
merase eine regelmäßige Inhibierung erfährt, zeigt sich am P1-Promotor ein Anstieg
der Restaktivität bei der Zugabe von 100 nM 6 RNA. Dieses kann ein Hinweis auf
eine autoregulatorische Wirkung der 6S RNA auf ihre eigene Transkription sein. Be-
achtet werden muss jedoch, dass auch die RNA-Polymerase einen Einfluss auf hier
beschriebenen Effekte der 6S RNA hat. Weiterhin zeigt sich hier auch, dass die 6S
RNA für die inhibierende Wirkung auf die Transkription zwingend prozessiert werden
muss.

• Neben der 6S RNA beeinflussen auch verschiedene Transkriptionsfaktoren die Ex-
pression des ssrS -Gens. Dabei wirken H-NS, StpA und LRP reprimierend auf die
Transkription. Das Effektornukleotid ppGpp zeigt ebenfalls einen negativen Einfluss.
Im Gegensatz dazu zeigt das Protein FIS als einziger Faktor eine aktivierende Wir-
kung auf ssrS.
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3.1 Die 6S RNA reguliert die bakterielle RNA-Polymerase

Die kleine regulatorische 6S RNA bindet an die bakterielle RNA Polymerase. Eine Bin-
dung konnte hierbei bislang exklusiv an das exponentielle Phase-spezifische Holoenzym
gezeigt werden, wobei die Bindung an die β/β´ und die σ70-Untereinheit erfolgt. Eine Bin-
dung an das exponentielle Phase (σ38)-spezifische Enzym sowie an die Core-Polymerase
wurde jedoch bislang in vivo und in vitro ausgeschlossen (Wassarman und Storz, 2000;
Trotochaud und Wassarman, 2005). Nach Wassarman und Storz hat die Bindung an das
σ70-spezifische Holoenzym eine selektive Nutzung von σ70- und σ38-abhängigen Promo-
toren zu Beginn der stationären Phase zur Folge. Dieses Modell wurde weiterhin durch
einen beobachteten Anstieg der 6S RNA Menge zu Beginn der stationären Phase gestützt.
In vivo konnte bislang eine etwa dreifache Inhibierung einiger σ70-spezifischer Promoto-
ren gezeigt werden. Die durch 6S RNA inhibierten σ70-spezifischen Promotoren zeigten als
besonders Merkmal eine verlängerte (‘extended’) -10 Region, wie sie für stationäre Pro-
motoren spezifisch ist. Die postulierte Aktivierung einiger stationärer Phase Promotoren
in vivo (Trotochaud 2004) konnte durch weiterführenden Analysen nicht bestätigt werden.
Diese Untersuchungen zeigten im Gegenteil eine in vivo Inhibierung aller untersuchten
σ38-abhängiger Promotoren (Kim et al., 2004).

Ein Phänotyp durch eine Über- oder Unterexpression der 6S RNA kann nicht beobach-
tet werden, es gibt jedoch Hinweise auf eine verminderte Fitness der Zellen bei langen
Hungerperioden, wenn die 6S RNA deletiert ist (Trotochaud und Wassarman, 2004).

Wahrscheinlich ist die Funktion der 6S RNA stark mit ihrer Sekundärstruktur gekop-
pelt. Bislang wird ein Mechanismus vermutet, bei welchem die 6S RNA wie ein offener
Promotor an die RNA Polymerase bindet. Diese These wird gestützt dadurch, dass die be-
rechnete Sekundärstruktur einen relativ großen einzelsträngigen Bereich im Zentrum der
Struktur aufweist, der von zwei langen helikalen Bereichen eingerahmt wird. Hierbei ist
jedoch zu beachten, dass die Struktur der 6S RNA, besonders die der zentralen Domäne,
hoch dynamisch ist (Gildehaus, 2001). Strukturuntersuchungen haben gezeigt, dass die na-
tive 6S RNA in diesem Bereich alternative Strukturen einnimmt (Gildehaus, 2001). Durch
phylogentische Analysen und Strukturuntersuchungen von 6S RNA Sequenzen verschie-
dener Eubakterien konnten weiterhin konservierte Regionen identifiziert werden, welche
scheinbar für die Ausbildung der Sekundärstruktur sowie für die Funktion essentiell sind
(Barrick, 2005). Welche Nukleotide der 6S RNA in die Bindung an die RNA-Polymerase
involviert sind, konnte bislang noch nicht gezeigt werden.

Da bislang hauptsächlich Untersuchungen zur Funktion der E. coli 6S RNA in vivo
vorlagen, war in dieser Arbeit die in vitro Regulation durch die 6S RNA von besonderem
Interesse. Beantwortet werden sollte dabei die Frage, ob eine direkte Bindung der 6S RNA
an die bakterielle RNA-Polymerase stattfindet, und ob diese Bindung spezifisch nur an das
σ70-spezifische Holoenzym erfolgt. Weiterhin sollte festgestellt werden, ob die Aktivität
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der verschiedenen Holoenzyme und des Core-Enzyms von der 6S RNA moduliert wird,
und ob es sich bei dieser Modulation um einen differentiellen Mechanismus handelt. Eine
weitere zu beantwortende Frage war, welche Nukleotide und Bereiche der 6S RNA die
regulatorische Wirkung der RNA auf die RNA-Polymerase vermitteln. Untersucht werden
sollte ebenfalls, wie die Regulation durch die 6S RNA mit der Expression des Gens ssrS,
welches für die 6S RNA kodiert, zusammenhängt.

3.2 Die Bindung der 6S RNA an die bakterielle

RNA-Polymerase

3.2.1 Die native E. coli 6S RNA bindet an alle Formen der bakteriellen
RNA-Polymerase

Wie in den durchgeführten Retardierungsanalysen gezeigt werden konnte, bindet die 6S
RNA stabil an alle Formen der bakteriellen RNA Polymerase. Die beste und stabilste Bin-
dung erfolgt mit dem σ70-spezifischen Holoenzym (Abbildung 2.1). Die Bindung an das
σ38-spezifische Holoenzym und an das Core-Enzym erfolgt in geringerem Maße und weniger
spezifisch. Vergleicht man die aus 6S RNA und RNA-Polymerase gebildeten Komplexe, ist
zu erkennen, dass es sich sowohl bei dem am langsamsten (E70/E38/E I) als auch bei dem
am schnellsten im Gel migrierenden Komplex (E70/E38 III/E II) um Bindungen der 6S
RNA an das Core-Enzym handelt. Der obere Komplex ist jedoch unter den im Retardie-
rungsgel gegebenen Bedingungen nicht heparinstabil. Ob es sich bei diesem Komplex um
Doppelbesetzungen oder um eine alternative Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase
handelt, konnte nicht bestimmt werden. Auffällig ist jedoch, dass der Komplex nach einer
Behandlung mit Hydroxylradikalen heparinstabil ist (siehe 2.2.2.1, Abbildung 2.3). In den
Komplexen E70 II und E38 II repräsentiert die zusätzlich auftretenden Komplexbande
die Bindung an das Holoenzym. Vergleicht man die Komplexe, die die unterschiedlichen
Holoenzyme mit der 6S RNA eingehen, fällt auf, dass die Anteile der einzelnen Komplex-
banden stark unterschiedlich sind. Bei der Bindung an das exponentielle, σ70-spezifische
Holoenzym ist der Holoenzym-Komplex der am stärksten vertretene Komplex. Bei der Bin-
dung an die stationäre Phase-spezifische RNA-Polymerase überwiegt hingegen der untere
Core-Komplex. Dies kann zwei Gründe haben. Zum einen ist, wie bereits mehrfach beschrie-
ben, die Rekonstitution des Holoenzyms aus Core und dem σ38-Faktor eher schlecht. Das
starke Auftreten von Core-spezifischen Komplexbanden wäre somit in dem hohen Core-
und geringem Holoenzym Anteil begründet. Ein anderer Grund für die geringe Bildung
von Holoenzym-Komplexen könnte eine weniger effiziente Bindung der 6S RNA an das
σ38-Holoenzym sein. Beide Argumente schließen sich zudem gegenseitig nicht aus. Obwohl
auch die schlechte Rekonstitution zu der unterschiedlichen Bindung beiträgt, ist jedoch
anzunehmen, dass die Bindung an das σ38-spezifische Holoenzym weniger effizient ist, was
auch durch die weiteren Bindestudien deutlich wird. Vergleicht man weiterhin die Laufweite
der Komplexe in der Abbildung 2.3, ist zu erkennen, dass die korrespondierenden Komplexe
auf einer Höhe laufen. Das ist im Falle der Bindung an das Core-Enzym verständlich, für
die Holoenzym-Komplexe wäre jedoch aufgrund der unterschiedlichen Molekulargewichte
der Sigmafaktoren eine unterschiedliche Laufweite der Komplexe im Gel zu erwarten. Ei-
ne gleiche (oder sehr ähnliche) Laufweite könnte durch eine unterschiedliche Bindung der
Sigmafaktoren an die 6S RNA erklärt werden. In diesem Fall wäre die Bindung von σ70
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an die 6S RNA sterisch anders als die von σ38 und würde somit aufgrund einer stärkeren
Kompaktierung des σ70 auf/mit der RNA zu einem schnelleren Laufverhalten führen. Auch
diese Beobachtung ist ein Hinweis auf eine eventuell verschiedene Bindung der 6S RNA
an die verschiedenen Holoenzyme. Anders als die RNA Polymerase Core- und Holoenzyme
binden die Sigmafaktoren alleine nicht an die 6S RNA. Dieses war aufgrund der physio-
logischen Eigenschaften der Sigmafaktoren und im Hinblick auf die chemische Ähnlichkeit
von DNA und RNA auch nicht zu erwarten.

Anders als in der Literatur bislang beschrieben, ist somit eine Bindung der 6S RNA auch
an das stationäre Phase-spezifische Holoenzym sowie an das Core-Enzym in vitro möglich,
auch wenn diese Bindung weniger spezifisch und effektiv erfolgt als die an das exponentielle
Phase-spezifische Holoenzym E70.

3.2.2 Die Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase erfolgt an
spezifischen Positionen

Auf Ebene der RNA-Polymerase konnten bereits in früheren indirekten Analysen die Un-
tereinheiten β und β´ sowie der σ70-Faktor als Bindepartner identifiziert werden (Wass-
arman und Storz, 2000). Dieses konnte im Rahmen dieser Arbeit durch direkte Analysen
bestätigt werden. Die durchgeführten UV-Quervernetzungsanalysen und Hydroxylradikal-
‘Footprints’ ermöglichten es, die Bindung von 6S RNA und RNA-Polymerase auf Ebene
der RNA darzustellen. Hier zeigte sich, dass die RNA-Polymerase und die 6S RNA eine
direkte Bindung eingehen, die durch bestimmte Nukleotide innerhalb der 6S RNA vermit-
telt wird (siehe Abbildungen 2.8 und 2.10). Auffällig ist, dass diese Nukleotide verstärkt
am Rand von Loopregionen oder in Loops selbst zu finden sind. Zum einen erleichtern
hier die vorhandenen Einzelstränge wahrscheinlich eine Wechselwirkung mit dem Protein.
Weiterhin handelt es sich bei den Loops um konservierte Elemente, die wahrscheinlich für
die Funktion des Moleküls wichtig sind. Hierbei sind jedoch interessanter Weise nicht die
Sequenzen innerhalb der Loops wichtig, sondern ihre Anordnung, sowie bestimmte Posi-
tionen innerhalb der doppelhelikalen Bereiche (Barrick et al., 2005). Modifiziert man die
6S RNA mit Hydroxylradikalen, wird die Bindung der RNA-Polymerase an die 6S RNA
verbessert. Anders als bei den Retardierungsanalysen ist es möglich, so behandelte 6S RNA
komplett mit der RNA-Polymerase zu komplexieren. Eine Veränderung der Primärstruktur
(und somit auch der Sekundärstruktur) durch einen ‘nick’ oder einen Strangbruch führt zu
einer vereinfachten Bindung der RNA-Polymerase an die 6S RNA. Dieses spricht ebenfalls
dafür, dass Struktur und Funktion eng miteinander gekoppelt sind.

Als Bindestellen identifiziert werden konnten die Positionen 141-154 und 131-137. Inner-
halb dieser Bereiche liegen mit den Nukleotiden 136 und 141 zwei Positionen, die für einen
Kontakt mit der RNA-Polymerase von besonderer Bedeutung sind. Ebenfalls in die Bin-
dung involviert sind Bereiche des terminalen Teils der 6S RNA, hier spielen die Positionen
82-88 sowie 99 und 111 eine wichtige Rolle für die Bindung. Darüber hinaus gibt es noch
einige weitere Kontaktpunkte zu der RNA-Polymerase entlang der 6S RNA, diese Bereiche
scheinen aber im Vergleich zu den bereits aufgeführten eine eher sekundäre Rolle bei der
Bindung zu spielen.

Auffällig ist, dass in beiden Analysemethoden keine Bindung oder Quervernetzung des
σ38-spezifischen Holoenzyms mit der 6S RNA gezeigt werden konnte. Eine Bindung des
Core-Enzyms konnte hingegen für die Hydroxylradikal-‘Footprints’ gezeigt werden, in UV-
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Quervernetzungen ist jedoch kein Kontakt von 6S RNA und Core-Enzym zu erkennen.
Dieses ist ein weiter Hinweis auf eine differentielle Bindung der 6S RNA an die verschie-
denen Holoenzyme und an das Core-Enzym.

3.2.3 Das Core-Enzym und der σ70-Faktor haben unterschiedliche
Bindepositionen an der 6S RNA

In den Hydroyxlradikal-‘Footprints’ konnte die Bindung der einzelnen Untereinheiten nach-
gewiesen werden. Core bindet mit den β/β´-Untereinheiten an die Bereiche 149-154 und
132-137 (dunkelgrün markiert in der 6S RNA-Struktur und -Sequenz, siehe Abbildungen
2.7 und 2.8). Die Bindung des Core-Enzyms wird somit durch den zentralen Loop und
seine flankierenden Sequenzen vermittelt, wobei die Bereiche 132-137 sowie 149-154 di-
rekte Bindestellen repräsentieren könnten. Bei DNA-Templates erfolgt die Bindung der
RNA-Polymerase über einen Kontakt des σ-Faktors mit der -35 und der -10 Regionen des
Promotors. Promotor-unspezifische DNA-Templates mit einem zentralen einzelsträngigen
Bereich (so genannte ‘bubble’-Templates) sind jedoch in der Lage, mit dem Core-Enzym
die Transkription zu initiieren, ohne dass ein Sigmafaktor anwesend ist (Fenton und DeHa-
seth, 1999). Eine Bindung auch des Core-Enzyms alleine an die beschriebenen Positionen
wäre somit wahrscheinlich, analog zu den ‘bubble’-Templates.

Die unspezifische Bindung der RNA-Polymerase an ein DNA-Template wird hauptsäch-
lich durch elektrostatische Wechselwirkungen mit dem Zucker-Phosphat-Rückgrad vermit-
telt. Bei einem direkten Kontakt der RNA-Polymerase mit einem Promotor entstehen
jedoch spezifische Interaktionen z. B. durch H-Brücken (von Hippel et al., 1996). ‘Nicks’
oder Strangbrüche innerhalb der doppelsträngigen Bereiche könnten somit eine spezifische
Wechselwirkung vereinfachen oder überhaupt erst ermöglichen. Durch die Destabilisierung
der doppelsträngigen Bereiche ist auch die in Retardierungsanalysen und Hydroxylradikal-
‘Footprints’ beobachtete unterschiedliche Stabilität der Komplexe gegenüber Heparin zu
erklären. Während Komplexe aus nativer 6S RNA und dem Core-Enzym bei hohen Hepa-
rinkonzentrationen auseinander brechen (siehe Abbildung 2.1), sind die analogen Komple-
xe, die mit modifizierter 6S RNA gebildet wurden, auch bei hohen Konzentrationen des
Kompetitors (Heparin, 200 ng/µl, siehe Abbildung 2.3) noch stabil.

Die RNA-Polymerase öffnet im Initiationskomplex etwa 15 Basenpaare der DNA. Die
Strangöffnung erfolgt hierbei von den Position -11 bis +4 relativ zum Transkriptionsstart
(Uptain et al., 1996; Korzheva et al., 2000). Übertragen auf die 6S RNA würde dieser
Bereich von dem zentralen Loop repräsentiert werden, welcher etwa 9-15 Nukleotide um-
fasst. Beachtet werden muss hierbei jedoch auch die große Dynamik der zentralen Domäne
(Gildehaus, 2001), welche ebenfalls eine Rolle bei der Vermittlung der Bindung spielen
kann. Eine Bindung des Core-Enzyms (β/β´-Untereinheiten) zu beiden Seiten des zentra-
len Loops wird weiterhin gestützt durch frühere Analysen: In Studien, in welchen der zen-
trale Loop und seine flankierenden Stamm-Regionen mutiert oder deletiert wurde, stellte
sich heraus, dass nicht nur der Loop selbst, sondern besonders die ihn flankierenden dop-
pelsträngigen Bereiche wichtig für die Bindefähigkeit der 6S RNA sind. Dabei war nicht
nur die Doppelsträngigkeit selbst wichtig für eine Bindung an die RNA-Polymerase, son-
dern auch die Sequenz (Trotochaud und Wassarman, 2005). Die aufgestellte These, dass
auch diese Bereiche und bestimmte Nukleotide innerhalb dieser Bereiche einen Teil der
Funktionalität der 6S RNA ausmachen, konnte durch die hier gefundenen Bindestellen, die
höchstwahrscheinlich direkte Kontakte zwischen der 6S RNA und der RNA-Polymerase
vermitteln, bewiesen werden.
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Weitere mögliche Kontaktregionen der Core-Polymerase am Stem II und dem terminalen
Loop, die jedoch nicht so stark auffallen wie die oben beschriebenen Bereiche, sind in den
Abbbildungen 2.7 und 2.8 hellgrün markiert. Diese Bereiche zeigen ebenfalls nur in Kom-
plexen mit dem Core-Enzym eine verstärkte Bindung. Es kann deshalb davon angegangen
werden, dass es sich auch hierbei um eine Wechselwirkung durch z. B. elektrostatische
Interaktionen handelt. Diese Wechselwirkungen könnten jedoch eventuell nur durch die
Modifikation der 6S RNA durch die Hydroxylradikale und die hiermit einhergehende bes-
sere Bindung verursacht werden und in der nativen 6S RNA nicht unbedingt zur Bindung
an die β/β´-Untereinheit beitragen. Ein Unterschied zwischen den Core-spezifischen Kom-
plexen I und II (bzw. III bei E70) besteht lediglich in einer verminderten Bindung des
Komplexes I an die Nukleotide 83-88 (rot, Abbildungen 2.7 und 2.8). Ob diese verminderte
Bindung eine Relevanz hat, war nicht genau zu bestimmen. Der Komplex I ist unter den
Bedingungen der Retardierungsanalysen (siehe 2.1.1, Abbildung 2.1) extrem instabil und
wird auch bei modifizierter 6S RNA im Vergleich zu den anderen Komplexen kaum gebildet
(siehe 2.2.2.1, Abbildung 2.3). Es ist deshalb davon auszugehen, dass es sich hierbei um
einen Komplex handelt, der nur Aufgrund der verbesserten Bindefähigkeit der 6S RNA
durch die Modifikationen gebildet werden kann, nativ jedoch sehr instabil und wahrschein-
lich unspezifisch ist.

Der σ70-spezifische Holoenzym-Komplex zeigt hingegen ein völlig anderes Modifika-
tionsmuster. Auch hier zeigen die Positionen 133-137 und 149-154 eine verstärkte Bindung
im Komplex. Es ist deshalb davon auszugehen, dass es sich auch hier um die bereits be-
schriebenen Kontaktpunkte des Core-Enzyms bzw. der β/β´-Untereinheit mit der 6S RNA
handelt. Der Komplex E70 II zeigt hingegen eine deutlich reduzierte Bindung an den ter-
minalen Loop der 6S RNA (Position 77-106, rot markiert in den Abbildungen 2.7 und 2.8).
Diese Nukleotide und Bereiche vermitteln somit die spezifische Bindung an σ70. Eine Mo-
difikation dieser Region wirkt sich dabei negativ auf die Bindung an den Sigmafaktor aus
und setzt diese herab. Der terminale Bereich der 6S RNA, bestehend aus dem terminalen
Loop und den an ihn grenzenden Bereich des Stem II, ist phylogenetisch hoch konserviert.
Die Konservierung erstreckt sich dabei bei γ-Proteobakterien und B. subtilis besonders auf
den terminalen Loop (Barrick, et al., 2005). Zudem weist der terminale Loop eine weitere
Besonderheit auf: Er besteht aus einem stabilen Pentaloop, der die Nukleotide eines typi-
schen UUCG-Tetraloops enthält, plus einem zusätzlichen Uridin. In früheren Analysen war
es nicht möglich, eine Sonde gegen diesen Loop zu hybridisieren (Gildehaus, 2001), was die
Rolle dieses Bereiches für die Struktur und Funktion der 6S RNA untermauert. Innerhalb
des terminalen Teils der 6S RNA scheinen die Nukleotide 82 und 83 sowie 86 und 88 eine
besondere Rolle bei der Bindung zu spielen. An diesen Nukleotiden findet wahrscheinlich
ein direkter Kontakt zwischen der 6S RNA und σ70 statt. Hier fallen besonders die nah
beieinander liegenden Positionen 82 und 83 sowie 86 und 88 auf, die Erkennung des Promo-
tors erfolgt basenspezifisch durch die Region 2.4 des σ-Faktors und die direkte Interaktion
mit den Positionen -12 (Q437, T440) und -13 (R441) der DNA. Weitere direkte Kontakte
geht der Sigmafaktor darüber hinaus mit den Positionen -10 und -11 ein (Campbell et al.,
2002). Die Positionen 82 und 83 sowie 86 und 88 der 6S RNA könnten eine analoge Rolle
bei der Bindung spielen.
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3.2.4 Die Rolle von σ70 und dem terminalen Loop bei der Bindung von 6S
RNA und RNA-Polymerase

Geht man davon aus, dass die 6S RNA einen offenen Promotor nachbildet (‘Mimikry’),
würde man eine Bindung des Sigmafaktors an einen der beiden, den zentralen Loop flan-
kierenden doppelhelikalen Bereich erwarten. Hierbei ist eine Bindung der RNA-Polymerase
in beide ‘Richtungen’ möglich. Die hier gefundenen Kontakte des Core-Enzyms mit den
Positionen 132-137 und 149-154 der 6S RNA widersprechen dabei nicht einer möglichen
Orientierung des Enzyms in beide ‘Richtungen’ auf der 6S RNA. Aus den hier gefundenen
Kontakten mit dem Sigmafaktor σ70 ergibt sich eine Bindung der RNA-Polymerase auf der
6S RNA in Richtung des offenen Endes der 6S RNA. Eine mögliche Transkription auf der
6S RNA (siehe ‘de novo’-Transkript, Kapitel 2.3.6 und Abbildung 3.1) würde somit mit der
‘5´-Seite’ der 6S RNA als Template stattfinden. Die gezeigten Kontakte des Core-Enzyms
schließen auch eine (Transkriptions-)Richtung der RNA-Polymerase zum geschlossenen En-
de der 6S RNA nicht aus. In diesem Fall würden die Positionen 132-137 und 149-154 Kon-
takte zur ‘3´-Seite’ der 6S RNA (sozusagen zum ‘non-template’-Strang) ausbilden. Solche
Kontakte zum ‘non-template’-Strang sind auch an DNA-Promotoren vorhanden. Unter
diesen Umständen wäre jedoch eine Bindung von σ70 an den Stem I zu erwarten gewe-
sen, wie von Barrick et al. vermutet. In UV-Quervernetzungen konnten jedoch nur für die
Nukleotide 15-20 schwache Signale detektiert werden. In den Hydroxylradikal-‘Footprints’
sind Unterschiede im Bandenmuster für die Nukleotide nach der Position 70 der 6S RNA
zu erkennen, diese konnten jedoch nicht aufgelöst werden. Da die Modifikationen im ter-
minalen Bereich der 6S RNA klar dem Holoenzym-Komplex zugeordnet werden konnten,
ist es wahrscheinlich, dass dieser Bereich der 6S RNA zur Bindung an den Sigmafaktor
beiträgt. Ob es sich dabei um eine Bindung des Sigmafaktors an den terminalen Bereich
der 6S RNA, ähnlich der Bindung an einen DNA-Promotor, oder um die Ausbildung einer
Tertiärstruktur durch z. B. ein Umklappen der Struktur zurück auf die 6S RNA oder die
RNA-Polymerase handelt, kann hier nicht bestimmt werden. Die Struktur des terminalen
Bereichs hat jedoch wahrscheinlich einen maßgeblichen Einfluss auf die Interaktion der 6S
RNA mit dem Holoenzym und vermittelt eventuell auch die in vivo Spezifität der 6S RNA
für E70.

3.2.5 Die in vitro Spezifität der Interaktion von 6S RNA und
RNA-Polymerase wird durch die Struktur der 6S RNA vermittelt.

Die durchgeführten Experimente zur Bestimmung der Interaktion von 6S RNA und RNA-
Polymerase bestätigen im Grunde die vermutete Spezifität der 6S RNA für das σ70-
Holoenzym (E70) (Wassarman und Storz, 2004). Allerdings ist, zumindest in vitro, die
Bindung der 6S RNA auch an das σ38-spezifische Holoenzym sowie an Core möglich. Die
Bindung erfolgt hierbei jedoch nicht so spezifisch wie an das σ70-Holoenzym. Dieses lässt
sich zum einen aus der geringeren Menge der Komplexe schließen, die mit E38 und Core
gebildet werden. Zum anderen sind die Komplexe der 6S RNA mit Core sowie mit E38 we-
niger stabil gegen den Kompetitor Heparin, wie unter 2.1.1 in der Abbildung 2.1 zu sehen.
Die Spezifität der 6S RNA wird wahrscheinlich durch die Sekundärstruktur des Moleküls
vermittelt. Wie in den Hydroxylradikal-‘Footprints’ deutlich wird, führt eine Destabilisie-
rung der doppelhelikalen Bereiche der 6S RNA Struktur zu einer erhöhten Toleranz der
(Core)-Komplexe gegenüber Heparin und erleichtert die Bindung der Polymerase an die
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6S RNA. Die Spezifität für die verschiedenen Holoenzyme wird, wie oben bereits erwähnt,
wahrscheinlich durch den terminalen Loop vermittelt. Es ist vorstellbar, dass eine spezifi-
sche Bindung des σ70-Holoenzyms (oder des σ70-Faktors alleine) durch Kontakte von σ70

mit dieser Region der 6S RNA zustande kommt. Die beobachtete verringerte Bindung von
6S RNA und σ70-Holoenzym bei einer Modifikation der Struktur zeigt die Relevanz einer
intakten Struktur für die Komplexbildung von 6S RNA und der σ70-spezifischen RNA-
Polymerase.

Auch in UV-Quervernetzungsanalysen konnten keine direkten Kontakte von 6S RNA und
dem σ38-spezifischen Holoenzym oder Core detektiert werden. Ein Grund hierfür könnte
eine zu geringe Komplexbildung der 6S RNA mit diesen Formen der RNA-Polymerase
sein. Wahrscheinlicher ist jedoch, dass es hier aufgrund fehlender geeigneter Wechselwir-
kungen nicht zu Quervernetzungen kommt. Die Struktur von RNA-Polymerase/Promotor-
Komplexen ist für beide σ-Faktoren unterschiedlich (Colland et al., 2002). Unterschiede
in der Bindung der verschiedenen σ-Faktoren müssten auf der Protein-Ebene durch die
Region 1.1 oder den Linker vermittelt werden. Bei der Region 1.1 handelt es sich um eine
Domäne, die aufgrund ihrer hohen negativen Ladung durch Autoinhibition einen Kontakt
zwischen DNA und dem freien σ70-Faktor verhindert (Dombrowski et al., 1993; Camarero
et al., 2002). Dieser Bereich ist bei σ38 stark verkürzt und nicht sehr homolog. Ein weiterer
Unterschied zwischen σ70 und σ38 besteht in der Linker-Region, welche sich bei σ70 zwi-
schen den Regionen 1.2 und 2.1 befindet und deren Funktion noch nicht geklärt ist. Bei σ38

ist diese Region nicht vorhanden. Da die σ-Faktoren ansonsten sehr homolog sind, sollte
eine durch den Sigmafaktor selbst verursachte differentielle Bindung durch diese Bereiche
vermittelt werden. Unterschiede in der Struktur der σ70- und σ38-spezifischen Komplexe
könnten somit auch ein Unterscheidungsmerkmal für die Komplexbildung sein. Die dif-
ferentielle Bindung der 6S RNA an die verschiedenen Holoenzyme gibt jedoch weiterhin
Fragen auf, da auch in Transkriptionsanalysen in vitro und in vivo eine negative Beeinflus-
sung beider Holoenzyme durch die 6S RNA nachweisbar ist (siehe Kapitel 2.3 sowie Kim
et al., 2004).

Dieses lässt vermuten, dass die Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase, besonders
in vivo, nicht nur von dem Molekül selber abhängig ist, sondern das hier weitere externe
Faktoren eine Rolle spielen, die noch nicht bekannt sind.

3.3 Die 6S RNA moduliert die Aktivität der RNA-Polymerase

3.3.1 Die 6S RNA inhibiert die Initiationskomplexbildung und die
Transkription an beiden Holoenzymen in vitro

Wie in Retardierungsanalysen und in vitro Transkriptionen zu erkennen ist (siehe 2.3.3 und
2.3.5), inhibiert die 6S RNA die Komplexbildung und Transkription von RNA-Polymerase
und DNA-Promotor in vitro. Beeinflusst werden hierbei sowohl der exponentielle rrnB P1-
als auch der stationäre Phase-spezifische bolA-Promotor. Somit wirkt die 6S RNA in vi-
tro nicht nur auf σ70-spezifische, sondern auch auf σ38-spezifische Transkriptionssysteme.
Die vermutete differentielle Inhibierung nur σ70-spezifischer Promotoren und Holoenzyme
durch die 6S RNA (Wassarman und Storz, 2000; Trotochaud und Wassarman, 2004) kann
darum in vitro nicht bestätigt werden. Die Inhibierungsrate ist am bolA-Promotor zudem
höher als die am rrnB P1, was die Annahme einer nur σ70-spezifischen, selektiven Regu-
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lation durch die 6S RNA weiter einschränkt. Beachtet werden muss hierbei jedoch, dass
die höhere Inhibierung der Komplexbildung und der Transkription im stationäre Phase-
spezifischen bolA-System wahrscheinlich zum Teil auch durch die weniger stabilen Initia-
tionskomplexe aus DNA-Template und RNA-Polymerase bedingt wird.

Das die Inhibierung durch die 6S RNA durch die Stabilität der (Initiations-)Komplexe
beeinflusst wird, konnte durch die Erhöhung der Salzkonzentration in den in vitro-Tran-
skriptionen gezeigt werden. Erhöhte Salzkonzentrationen zeigten einen stabilisierenden Ef-
fekt auf die σ38-spezifische Transkription. Umgekehrt zeigt sich ein inhibierender Effekt
auf die Transkription von σ70-abhängigen Promotoren (Ding et al., 1995, Rajukumari et
al., 1996). Dieses ist auch hier zu beobachten (2.3.5.6, Abbildung 2.20). Die salzabhängige
Stabilisierung der Initiationskomplexe führt am bolA-Promotor zu einer weniger starken In-
hibierung der Transkription. Umgekehrt kommt es jedoch am rrnB P1-Promotor zu einer
stärkeren Inhibierung, bedingt durch die Destabilisierung der Initiationskomplexe. Eine
6S RNA vermittelte Inhibierung der Transkription muss somit nicht zwingend σ-Faktor
spezifisch sein, sondern kann auch von der Stabilität der gebildeten Initiationskomplexe
aus Promotor und RNA-Polymerase abhängen. Neben der Stabilität der jeweiligen Initia-
tionskomplexe müssen auch weitere Faktoren berücksichtigt werden, die die Transkription
beeinflussen können, wie zum Beispiel die Promotor-‘clearance’. Weiterhin ist es möglich,
dass der in den Analysen verwendete rrnB P1-Promotor eventuell kein ideales Ziel für
eine Untersuchung der 6S RNA Funktion darstellt. Ribosomale Promotoren unterliegen
aufgrund ihrer Relevanz für die Zelle einer mannigfaltigen Regulation durch verschiede-
ne Transkriptionsfaktoren und -Effektoren. Zudem könnte der Promotor aufgrund seiner
Stärke nicht den Grad der Inhibierung aufweisen, den andere σ70-abhängige Promotoren
zeigen könnten.

In vitro konnte in keinem Fall eine Aktivierung der Komplexbildung oder Transkription,
wie sie von Wassarman und Trotochaud (2004) postuliert wurde, gezeigt werden. Die in
dieser Arbeit erhaltenen Ergebnisse werden zudem gestützt durch in vivo-Analysen, in de-
nen gezeigt werden konnte, dass verschiedene stationäre Phase-Promotoren, unter anderem
auch bolA, durch eine Überexpression der 6S RNA inhibiert werden (Kim et al., 2004). Die
in vitro Inhibierung sowohl der Komplexbildung als auch der Transkription durch die 6S
RNA ist sehr effektiv und erreicht bei hohen 6S RNA Konzentrationen für beide Promoto-
ren nahezu 90-100%. Eine Wirkung der 6S RNA zeigt sich in vitro schon bei sehr geringen
Konzentrationen der RNA. Die in den in vitro Transkriptionen ermittelte Konzentration,
bei welcher noch 50% Restaktivität vorhanden ist, beträgt 10-100 nM 6S RNA. Ob die hier
benötigten Konzentrationen auch in vivo für eine Wirkung der 6S RNA nötig sind, kann
nicht bestimmt werden. Die Menge der 6S RNA wird zu Beginn der stationären Phase von
1000 um das 10fache auf 10000 Moleküle erhöht (Wassarman und Storz, 2000). Bei einer
Menge von etwa 3000 RNA-Polymerase-Molekülen (gesamt) entspricht dieses einem etwa
3fachen Überschuss an 6S RNA.

In vitro Transkriptionen und Retardierungen mit anderen externen RNAs (5S RNA,
tRNA und PSTVd, Kapitel 2.3.5.7) zeigen eine Inhibierung der Transkription auch durch
diese RNAs. Anders als bei der Inhibierung durch die 6S RNA zeigt sich in diesen Analy-
sen jedoch keine differentielle Regulation von σ70- und σ38-spezifischen RNA-Polymerasen
und -Promotoren (Abbildungen 2.21, 2.23 und 2.24). Die Inhibierung durch diese RNAs
ist somit nicht spezifisch. Der Grund für eine - besonders im Fall der 5S RNA sehr starke
- Inhibierung ist unbekannt und beruht eventuell auf der Dissoziation des σ-Faktors vom
Core-Enzym, wie es für die Zugabe von tRNA, ssDNA zu σ70-spezifischen Holoenzymen
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gezeigt werden konnte (Spassky et al, 1979). Zudem muss beachtet werden, dass in der Zelle
keine oder kaum freie 5S RNA vorhanden ist. Für PSTVd war eine Inhibierung der Tran-
skription erwartet, da die Bindung von Viroiden auch an die bakterielle RNA-Polymerase
bekannt ist (Pelchat, 2002).

Der Zeitpunkt der Inhibierung der Transkription durch die 6S RNA kann hier nicht genau
bestimmt werden, da es sich bei den durchgeführten Transkriptionsanalysen um ‘multiple
round’-Transkriptionen handelt, die ein über-alles-Bild der Transkription widerspiegeln.
Eine Beeinflussung der Initiation ist jedoch sehr wahrscheinlich, da in Retardierungsana-
lysen nur Initiationskomplexe untersucht wurden, und sich hier der gleiche Effekt wie in
den in vitro Transkriptionen zeigte.

3.3.2 Die 6S RNA bindet an die gleichen Bereiche der RNA-Polymerase wie
ein DNA-Promotor und kompetiert mit dem Promotor um die
Bindung an das Enzym.

Der Grad der Inhibierung der Komplexbildung und der Transkription durch die 6S RNA
ist abhängig vom Zeitpunkt der RNA Zugabe. In der Abbildung 2.18 ist zu erkennen,
dass die Zugabe der 6S RNA direkt zu der Rekonstitution (ohne Template) die stärkste
Inhibierung verursachte. Die Inhibierung war am geringsten, wurde die 6S RNA nach der
bereits erfolgten Komplexbildung aus dem Promotor und der RNA-Polymerase zu der
Reaktion gegeben. Dieses lässt vermuten, dass die 6S RNA die gleichen Bindestellen der
RNA-Polymerase nutzt wie ein DNA-Template.

Somit ist ein ‘Kompetitionsmodell’ für die Wechselwirkung der 6S RNA mit der RNA-
Polymerase denkbar. Die 6S RNA fängt durch Bindung an die RNA-Polymerase einen Teil
der Moleküle ab und zieht diesen aus dem Pool der freien Enzyme. Die Bindung der 6S
RNA an die RNA-Polymerase wird dabei erleichtert, wenn sich kein DNA-Template im
Reaktionsansatz befindet. Zudem kann die 6S RNA, besonders bei hohen Konzentratio-
nen, den Promotor von seiner Bindestelle auf der RNA-Polymerase verdrängen. Ob eine
solche Verdrängung des Promotors auch in vivo erfolgen würde ist fraglich, da die 6S RNA
Konzentrationen hier nicht die Konzentrationen erreichen, die in vitro eingesetzt wurden.
Die Beobachtung, dass der Zeitpunkt der 6S RNA Zugabe eine Rolle bei der Inhibierung
der Transkription und der Komplexbildung spielt zeigt, dass die Bindung der 6S RNA an
das Enzym wahrscheinlich der Geschwindigkeit bestimmende Schritt der Reaktion ist.

3.3.3 Die Rolle des ‘de novo’-Transkripts

Wie im Kapitel 2.3.6 beschrieben, wurde bei in vitro Transkriptionen mit 6S RNA und
der RNA-Polymerase ohne die Anwesenheit eines DNA-Promotors ein Transkript gebil-
det. Dieses ‘de novo-Transkript’ besteht aus einer Doppelbande mit einer Länge von etwa
200-210 Nukleotiden. Das Transkript zeigte einige, so nicht erwartete Besonderheiten. Eine
Markierung des Transkripts am 5´- sowie am 3´-Ende war nicht möglich. Ebenfalls konnte
das Transkript in denaturierenden Gelen nicht angefärbt werden und zeigte keine Hybridi-
sierung auch an Random-Hexamer-Sonden. Eine Sequenzierung des Transkriptes war nicht
möglich. Das ‘de novo’-Transkript wurde mit allen Formen der RNA-Polymerase (E70, E38
und E) gebildet, wobei die Ausbeute bei Core am geringsten war (siehe Abbildung 2.25).
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Es konnte gezeigt werden, dass es sich bei dem Transkript nicht um eine antisense-Sequenz
der 6S RNA oder um eine Verlängerung dieser handelt.

Aufgrund dieser Beobachtungen und anhand der durchgeführten Temperaturgradienten-
Gelelektrophorese (TGGE, Abbildung 2.28) kann die These aufgestellt werden, dass das
gebildete ‘de novo’-Transkript eine extrem stabile, eventuell zirkuläre Sekundärstruktur
ausbildet. Gleichzeitig bestätigt das Auftreten des ‘de novo’-Transkripts die These, dass
die 6S RNA Promotor-ähnliche Eigenschaften hat und als solcher (in vitro) fungieren kann.

Die Bildung eines solchen spezifischen RNA-abhängigen RNA-Transkriptes durch die
bakterielle RNA-Polymerase konnte für E. coli bislang noch nicht beschrieben werden. Es
ist jedoch bekannt, dass es RNA-Spezies gibt, welche mit der E. coli RNA-Polymerase repli-
zieren. Ein Beispiel hierfür ist das bereits erwähnte ‘Peach Latent Mosaik Viroid’ (PLMVd).
Pelchat et al. konnten zeigen, dass ein bestimmter Hairpin-Loop von PLMVd die Tran-
skription effektiv initiieren kann. Loops, die zu einer Initiation fähig sind, müssen am Ende
eines doppelsträngigen Bereiches liegen, einen ungepaarten Bereich von mindestens sechs
Nukleotiden aufweisen und darüber hinaus am Ende des Loops ein AU-Basenpaar haben,
an welchem die Transkription beginnt (Pelchat et al., 2002). Weiterhin ist die bakterielle
RNA-Polymerase in der Lage, aus einem Pool von zufälligen RNA-Sequenzen autokataly-
tisch eine Replikation bestimmter Sequenzen über unbekannte Intermediate zu katalysieren
(Wettich und Biebricher, 2001). Die TGGE solcher Transkripte zeigt einen sehr ähnlichen
Verlauf und eine ähnliche Schmelztemperatur wie die TGGE des 6S RNA-abhängen ‘de
novo’-Transkripts. Auch diese Random-Transkripte bilden somit eine sehr stabile Sekun-
därstruktur aus, zeigen jedoch keine doppelsträngigen Bereiche oder Bereiche, die irrever-
sibel denaturieren (Wettich und Biebricher, 2001). Die TGGE des ‘de novo’-Transkripts
zeigte hingegen Unterbrechungen in der Bande, ein Indiz dafür, dass hier helikale Bereiche
existieren, die bei einer bestimmten Temperatur denaturieren. Interessant ist auch die Ähn-
lichkeit des Bandenverlaufs des ‘de novo’-Transkripts in der TGGE verglichen mit dem der
6S RNA (siehe Abbildung 1.4). Ob es sich hierbei lediglich um einen Zufall handelt, oder
ob das ‘de novo’-Transkript eine Struktur (oder Strukturen) ausbildet, die der Struktur
der 6S RNA ähnlich ist/sind, konnte hier nicht geklärt werden.

Die TGGE zeigt jedoch, dass das ‘de novo’-Transkript eine spezifische Struktur ausbil-
det, welche der Schlüssel sowohl zu der Funktion als auch zu der Sequenz des Transkriptes
sein könnte.

Da es sich bei dem ‘de novo’-Transkript um ein 6S RNA spezifisches Transkript han-
delt, stellt sich die Frage, wo auf der 6S RNA die Transkription initiiert wird. Geht man
von der gerechneten 6S RNA Struktur aus, fällt als möglicher Bereich die zentrale Do-
mäne ins Auge, besonders, da es auch mit dem Core-Enzym zu einer Synthese des ‘de
novo’-Transkripts kommt. Ausgehend von einer Nutzung dieses Bereiches analog zu ei-
nem offenen Promotor könnte die Synthese des ‘de novo’-Transkripts am 5´-seitigen Ende
dieses Loops initiieren (Abbildung 3.1 (a)). Hier befinden sich nach einem GC-Basenpaar
zudem zwei AU-Basenpaare hintereinander, nach Pelchat et al. eine zwingende Vorausset-
zung für die Transkription der RNA-Polymerase mit PLMVd. Barrick et al. postulieren
zudem eine 6S RNA Struktur mit einem größeren einzelsträngigen Bereich als bislang an-
gegeben (Barrick et al., 2005). Auch dieser Bereich wird flankiert durch zwei konsekutive
AU-Basenpaare (siehe Abbildung 3.1 (b)). Die in den Hydroxylradikal-‘Footprints’ iden-
tifizierten Nukleotide 132-137 könnten hier den Kontakt des aktiven Zentrums der RNA-
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Polymerase mit dem ‘non-Template’-Strang repräsentieren. Eine Transkription beginnend
an diesen Nukleotiden würde ein weiteres Aufschmelzen der Struktur nach den Positio-
nen 57 oder 60 erfordern. Tatsächlich ist der betroffene helikale Bereich durch relativ viele
AU-Basenpaare nicht besonders stabil und wird zudem gefolgt von einem größeren Loop.
Nach diesem folgt dann jedoch der hoch konservierte terminale Bereich, der einen hohen
GC-Anteil enthält. Eine Transkription über diesen Bereich hinweg ist somit sehr unwahr-
scheinlich. Das entstehende ‘de novo’-Transkript würde sich somit aus vielen reiterativen,
gleichen Transkripten zusammensetzten. Eine Transkriptionsinitiation wäre darüber hin-
aus auch innerhalb des zentralen Loops möglich (Abbildung 3.1 (c)), da das aktive Zentrum
der Polymerase über eine gewisse Flexibilität verfügt. Auch hier wäre jedoch aufgrund der
Stabilität der folgenden doppelhelikalen Bereiche eine reiterative Transkription zu erwar-
ten. Diese hier angeführten Modelle gehen alle davon aus, dass der mittlere Bereich der 6S
RNA eine Art ‘offenen Promotor’ simuliert. Dieses muss natürlich nicht der Fall sein, die
RNA-Polymerase könnte ebenso an einem anderen Bereich der 6S RNA initiieren. Ebenso
ist auch eine Transkription über helikale Bereiche hinweg durchaus denkbar. Wäre dieses
der Fall, würde jedoch eine antisense-6S RNA entstehen, welche mit spezifischen Sonden
hybridisiert werden könnte. Das keine 100%ige antisense-RNA entsteht, konnte durch die
RNase T1-Hydrolyse gezeigt werden. Denkbar wäre jedoch ein Transkript aus Teilen ei-
ner antisense-RNA, das jedoch durch reiterativ entstandene Sequenzen unterbrochen ist.
Eine solche Sequenz würde in einer Hydrolyse mit RNase T1 sowohl Oligonukleotide er-
geben, die in der antisense-Sequenz enthalten sind, sowie einige Spots überrepräsentierter
Oligonukleotide. Eine solche ‘gemischte’ Sequenz würde sowohl das erhaltene Muster der
Oligonukleotide nach RNase T1-Verdau (siehe Abbildung 2.26), sowie die nicht erfolgreiche
Hybridisierung von spezifischen Sonden erklären.

Abbildung 3.1: Mögliche Startpunkte des ‘de novo’-Transkripts. Gezeigt sind mögliche
Transkriptionsstartpunkte in der berechneten 6S RNA Struktur nach Vogel et al. (1987) (a),
Barrick et al. (2005) (b), sowie aus dem einzelsträngigen Bereich (c). Auch für (a) und (b) ist
eine Transkription in die andere Richtung (wie in (c) gezeigt) möglich. SI= Stem I, SII= Stem
II, ZL= zentraler Loop, TL= terminaler Loop.
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Auf die Frage, welche Rolle das ‘de novo’-Transkript in der Zelle spielt, kann zur Zeit
noch keine Antwort gegeben werden. Unter der Annahme, das es auch in vivo gebildet wird,
ist eine Funktion des ‘de novo’-Transkripts bei der durch die 6S RNA vermittelten Regu-
lation der RNA-Polymerase denkbar. Eine mögliche Funktion hierbei könnte zum Beispiel
die Vermittlung der in vivo-Spezifität der 6S RNA für das σ70-spezifische Holoenzym sein.
Ebenso wahrscheinlich wäre auch eine Funktion des ‘de novo’-Transkripts als Feedback-
Regulator der 6S RNA Transkription. Bei sehr hohen 6S RNA Konzentrationen würde in
diesem Fall die Synthese des ‘de novo’-Transkripts durch die RNA-Polymerase erfolgen. Das
Transkript könnte dann direkt oder indirekt auf die 6S RNA oder ihre Transkriptionseinheit
wirken. Dass keine Bindung der 6S RNA an das ‘de novo’-Transkript gezeigt werden konn-
te, schließt eine direkte Bindung nach wie vor nicht aus, da eventuell die Nachweisgrenze
unterschritten wurde. Für eine Regulation durch eine Feedback-Regulierung spricht auch
die Tatsache, dass es in in vitro Transkriptionen aufgrund der hohen Transkriptionsra-
ten mit superhelikalen Templates nicht zur Bildung von ‘de novo’-Transkripten kommt.
Diese Argument könnte jedoch auch gegen eine Funktion und in vivo-Spezifität des ‘de
novo’-Transkripts sprechen. Es ist nicht auszuschließen, dass es nur unter den gewählten
Bedingungen, in welchen kein spezifisches Template zur Verfügung steht, zu einer Synthese
des Transkripts kommt. Somit würde es sich bei dem ‘de novo’-Transkript um ein in vitro
Phänomen handeln.

Auch unter diesen Voraussetzungen handelt es sich jedoch um eine in dieser Form bislang
noch nicht beschriebene Spezifität der bakteriellen RNA-Polymerase für eine kleine regu-
latorische RNA. Eine Klärung der Struktur und der Synthese des ‘de novo’-Transkripts
wären daher für das Verständnis des Transkriptionsmechanismus der bakteriellen RNA-
Polymerase von großer Bedeutung.

3.4 Die Rolle der 6S RNA als Regulator: mögliche

Wirkmechanismen

Der bislang vermutete Wirkmechanismus der 6S RNA, bei dem diese selektiv an die σ70-
spezifische RNA-Polymerase bindet und somit das Gleichgewicht zugunsten von Core und
σ38 verschiebt (Wassarman und Storz, 2000), kann aufgrund der beobachteten Bindung der
6S RNA auch an σ38 und an das Core-Enzym nicht uneingeschränkt bestätigt werden. Die
in vivo (Kim et al., 2004) und in vitro (diese Arbeit) gezeigte Inhibierung der Transkription
beider RNA-Polymerasen lässt ebenfalls an diesem Modell zweifeln. Besonders die gemes-
sene in vivo Inhibierung verschiedener σ38-spezifischer Promotoren ist hervorzuheben, da
es in vitro Versuchen durch die Begrenzung der Systeme zu ungewollten unphysiologischen
Effekten kommen kann. Aufgrund der auch von Kim et al. in vivo gemachten Beobachtun-
gen bezüglich der Inhibierung σ38-spezifischer Promotoren können die hier untersuchten
in vitro Systeme jedoch als spezifisch angesehen werden. Ebenso wie die Inhibierung der
Transkription erfolgte auch die Synthese des ‘de novo’-Transkriptes mit allen Formen der
RNA-Polymerase, wenn auch mit dem Core-Enzym nur in geringem Ausmaß, was ebenfalls
für eine mögliche Wirkung der 6S RNA auch auf diese Polymerase-Formen zeigt.

Eine Promotor-ähnliche Bindung der 6S RNA an die RNA-Polymerase ist aufgrund der
in dieser Arbeit erhaltenen Bindepositionen der RNA-Polymerase auf der 6S RNA durchaus
wahrscheinlich. Hierbei erfolgt ein Kontakt des Core-Enzyms (der β/β´-Untereinheit) in
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direkter Nähe zum zentralen Loop. Die Bindung des Sigmafaktors wird durch den termina-
len Loop der 6S RNA vermittelt, wobei nicht klar ist, ob dieses die einzigen Kontaktstellen
des Sigmafaktors mit der 6S RNA sind, oder ob sich noch weitere Kontaktpositionen im
vorderen Bereich des Moleküls befinden. In diesem Bereich könnten sich auch zusätzliche
Kontakte zum Core-Enzym befinden. Zudem kann davon ausgegangen werden, dass die 6S
RNA mit dem DNA-Template um die Bindung an die RNA-Polymerase kompetiert. Die
Inhibierung der Komplexbildung sowie der Transkription beruhen somit auf einer Ernie-
drigung der Konzentration freier RNA-Polymerase Holoenzyme (E70 und E38) im Reak-
tionsansatz.

Die Expression der 6S RNA wird zu Beginn der stationären Phase um das 10fache hoch-
reguliert (Wassarman und Storz, 2000). Eine Beteiligung dieser regulatorischen RNA an
dem bis heute unverstandenen Mechanismus der veränderten RNA-Polymerase-Nutzung
beim Übergang der Zellen von der exponentiellen zur stationären Wachstumsphase ist so-
mit wahrscheinlich. Ebenso wie die Erhöhung der helikalen Dichte des Nucleoids, einer
Zunahme der Salzkonzentration und weiteren Faktoren wie Trehalose oder ppGpp könnte
die 6S RNA einen Teil dieser Regulation vermitteln. Wie in Binde- und Inhibierungsstudi-
en gezeigt, besitzt die 6S RNA durchaus eine differentielle Affinität für die verschiedenen
RNA-Polymerasen. Eine ‘alles-oder-nichts’-Regulation durch die 6S RNA ist jedoch auf-
grund der hier gezeigten Ergebnisse eher unwahrscheinlich. Eine Regulation nur solcher
σ70-abhängiger Promotoren, die eine ‘extended -10’ Region aufweisen, kann in vitro eben-
falls nicht bestätigt werden, da weder der rrnB P1 noch der RNA1-Promotor einen solche
‘extended -10’ Region besitzen. Die spezifische Wirkung der 6S RNA könnte zudem von
weiteren Faktoren abhängen, die noch nicht identifiziert werden konnten. Das von der 6S
RNA stammende ‘de novo’-Transkript könnte ein solcher Faktor sein. Auch Proteine wie
z. B. Hfq oder der Anti-Sigma-Faktor Rsd könnten zusätzlich benötigte Spezifitätsfaktoren
für eine durch die 6S RNA vermittelten Regulation sein.

Eine weitere mögliche Funktion der 6S RNA könnte auch eine Regulation der RNA-
Polymerase unter extremen Stressbedingungen sein. Mit der B2 RNA der Maus, welche im
Fall eines Heat-Shocks die Transkription der RNA-Polymerase II inhibiert, ist eine solche
‘Stress-spezifische’ regulatorische RNA bereits bekannt (Espinoza et al., 2004 und Allen et
al., 2004).

Die hier gezeigten Ergebnisse schließen auch einen ganz anderen Wirkmechanismus nicht
aus. Die 6S RNA könnte, analog des von Wada et al. beschriebenen ‘Ribosome M odulation
Factor’ (RMF), die RNA-Polymerase reversibel inaktivieren. Der RMF ist ein Protein,
welches bei schlechten Umgebungsbedingungen oder in der stationären Phase einen Pool
inaktiver 100S Ribosomen formt. Bei einer Verbesserung der Lebensbedingungen sind diese
Ribosomen so schnell wieder verfügbar (Wada et al., 1990 und 1995). Eine solche Konser-
vierung von RNA-Polymerasen zu Beginn der stationären Phase oder in Stress-Situationen
könnte durchaus möglich sein. Wie bei den Ribosomen würde auch hier die Konservierung
des komplexen Enzyms, dessen Synthese einige Minuten benötigt, dieses bei einer Verbes-
serung der Wachstumsbedingungen schnell wieder verfügbar machen. Eine Verfügbarkeit
der RNA-Polymerase, die einen der wichtigsten Syntheseapparate der Zelle darstellt, ohne
dass eine vorangehende Neusynthese notwendig ist, würde einen immensen Vorteil für die
Anpassung der Zellen an ihre wechselnde Umgebung bedeuten.
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3.5 Die Regulation der ssrS-Expression

Im zweiten Teil der vorliegenden Arbeit sollte die Regulation des Gens ssrS, welches die
6S RNA exprimiert, untersucht werden. Der Promotorbereich der 6S RNA umfasst zwei
hintereinander liegende Promotoren P1 und P2, von denen zwei unterschiedliche 6S RNA
Vorläufer transkribiert werden, die nach der Transkription zur reifen Form prozessiert
werden (Kim und Lee, 2004). Der proximale Promotor P2 ist σ38-abhängig, kann jedoch
vom σ70- und σ38-spezifischen Holoenzym transkribiert werden, während der distale, σ70-
abhängige P1 nur von E70 transkribiert werden kann. Da die 6S RNA in die Regulation der
RNA-Polymerase-Nutzung zu Beginn der stationären Phase eingreift, ist das Verständnis
der ssrS -Genregulation während der unterschiedlichen Wachstumsphasen von großer Be-
deutung. Kim und Lee haben die Hypothese aufgestellt, dass die Transkription der 6S RNA
in der exponentiellen Phase von beiden Promotoren P1 und P2 durch das E70-Holoenzym
erfolgt. In der stationären Phase wird die Transkription des P1 durch die 6S RNA abge-
schaltet, und das σ38-spezifische Holoenzym übernimmt die Transkription vom P2 (Kim
und Lee, 2004). Dieses würde eine Autoregulation ihres eigenen Gens durch die 6S RNA
bedeuten.

Unbekannt ist, in wie fern Transkriptionsfaktoren in die Expression des ssrS -Gens ein-
greifen. In vivo konnte gezeigt werden, dass ein Fehlen der Transkriptionsfaktoren FIS,
H-NS, LRP und StpA die Menge der 6S RNA beeinflusst (Neusser, unpubliziert). Bei FIS,
H-NS, LRP und StpA handelt es sich um Proteine, die regulierend in die Transkription
während der Wachstumsphasen und besonders beim Übergang von einer Wachstumsphase
in eine andere eingreifen. Alle diese Transkriptionsfaktoren binden an gekrümmte DNA
oder induzieren durch ihre Bindung eine Krümmung der DNA.

3.5.1 Verschiedene Transkriptionsfaktoren binden an das ssrS-Gen und
beeinflussen seine Transkription.

Die Transkriptionsfaktoren H-NS, FIS, LRP und StpA binden an das 6S RNA-spezifische
ssrS -Gen (siehe Abbildung 2.30). Die Bindung erfolgt hierbei differentiell am ssrS P1-
Promotors und am ssrS P2 und umfasst die komplette Transkriptionseinheit. H-NS und
StpA binden mit hoher Kooperativität an Bereiche am ssrS P2 und am ssrS P1. StpA
bindet zudem wahrscheinlich innerhalb der 6S RNA-Transkriptionseinheit, zu erkennen an
der kompletten Komplexierung der freien DNA in der Retardierung mit dem Fragment
ssrS -2. Lrp und FIS binden selektiv an Bereiche innerhalb des ssrS -Gens, FIS zeigt min-
destens sechs Bindestellen, von denen vier 100% der Konsensussequenz entsprechen und in
der Abbildung 3.2 gezeigt sind.

LRP zeigt eine hohe Kooperativität seiner Bindung, wobei auch hier mindestens zwei
Bindestellen innerhalb des 6S RNA-Transkriptionsbereichs liegen. Die Identifizierung die-
ser Bindestellen ist aufgrund einer sehr ungenauen und stark degenerierten Konsensus-
struktur (Calvo und Matthews, 1994) schwierig. Eine mögliche Bindestelle konnte jedoch
identifiziert werden und befindet sich an der Position 543-554 der in der Abbildung 3.2
gezeigten Transkriptionseinheit. Die in den Retardierungen auffällige Kooperativität der
LRP-Bindung bestätigt jedoch die Spezifität des Regulators für das ssrS -Gen, da gezeigt
werden konnte, dass die Kooperativität der Bindung von LRP an multiple suboptimale
Positionen letztendlich zu einer Bindung mit hoher Affinität führt (Cui et al., 1995).

Die Bestimmung der Bindestellen der Proteine H-NS und StpA ist ebenfalls schwierig.
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Abbildung 3.2: Mögliche Bindestellen von FIS und LRP im ssrS-Gen. Gezeigt sind mögli-
che Bindestellen von FIS auf der ssrS -Transkriptionseinheit, die keine oder eine Abweichung von
der Konsensussequenz ((G/T)NNYRNN(A/T)NNYRNN(C/A)) haben (gelb unterlegt). Eben-
falls markiert ist eine, aufgrund der Konsensussequenz, mögliche Bindestelle von LRP (blau un-
terlegt). Im ‘upstream’-Bereich der Transkriptionseinheit befinden sich zudem einige AT-reiche
Sequenzabschnitte (***). Die Promotoren P1 und P2 sowie die Transkriptionstarts und der +1
der prozessierten 6S RNA sind markiert.

Für H-NS ist bislang keine Konsensussequenzen für eine DNA-Bindung bekannt. Die spe-
zifische Bindung von H-NS basiert auf der Preferenz des Proteins für gekrümmte DNA
(Tippner und Wagner, 1995). Regionen für eine H-NS Bindung zeichnen sich deshalb oft
durch AT-Cluster in helikaler Phase aus, welche man oft in intrinsisch gekrümmter DNA
findet. Bei hohen Konzentrationen des Proteins kann eine Bindung jedoch auch unspezi-
fisch an zufälligen DNA-Sequenzen erfolgen. Da durch den Kompetitor Heparin (50 ng/µl)
die Bindung von H-NS an die ssrS -DNA nicht inhibiert werden konnte, kann hier von ei-
ner spezifischen Interaktion ausgegangen werden, obwohl das ssrS -Gen trotz eines hohen
AT-Anteils in der nicht-codierenden Region keine intrinsische Krümmung zeigt (Abbildung
3.3).

StpA bindet ebenfalls mit hoher Kooperativität an das ssrS -Gen. Dieses war zu erwarten,
da StpA mit einer 58%igen Identität zu H-NS starke strukturelle und funktionelle Homolo-
gie zeigt (Zhang und Belford, 1992, Dorman et al., 1999). StpA zeigt im Vergleich zu H-NS
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Abbildung 3.3: Darstellung der Krümmung des ssrS-Gens (ssrS-Fragment2). Gezeigt
ist die mit dem Programm ‘DIAMOD’ (Dlakic und Harrington, 1998) berechnete Krümmungs-
analyse. Der berechnete End-zu-End-Abstand beträgt gekrümmt 155.54 nm, ohne Krümmung
beträgt er 161.93 nm. Hieraus ergibt sich ein sehr geringer k-Faktor von 1.04.

eine vierfach höhere Affinität zu (gekrümmter) DNA, was die stärkere Komplexierung im
Gel (Abbildung 2.30) erklärt. Im Vergleich zu FIS und LRP (Neusser, unpubliziert) ist der
Komplex von ssrS und StpA jedoch nicht thermostabil und zerfällt bei einer Temperatur
von 47 ◦C (siehe Abbildung 2.31). Gleiches gilt auch für H-NS, dieser Komplex ist jedoch
noch instabiler und dissoziiert bereits bei einer Temperatur von 25◦C (Neusser, unpubli-
ziert). Diese Ergebnisse bestätigen die Abhängigkeit der H-NS und StpA-Bindung von der
Struktur der DNA.

Die beobachtete Bindung der hier untersuchten Transkriptionsfaktoren an ssrS deutet
auf eine Regulation der 6S RNA Transkription durch diese Proteine hin. Durch in vi-
tro Transkriptionen mit dem superhelikalen Plasmid p6S-T (gezeigt in der Abbildung 2.35
oben) konnte gezeigt werden, dass alle Proteine bis auf FIS die Transkription des ssrS -Gen
inhibieren. Die Inhibierung erfolgt hierbei Promotor-unabhängig, sowohl ssrS P1 als auch
ssrS P2 werden beeinflusst, wobei die Reaktion am ssrS P2 in jedem Fall stärker ausfällt als
die am P1. Dieses muss jedoch nicht unbedingt eine differentielle Regulation bedeuten, son-
dern kann zum Teil durch eine eventuell geringere Stabilität der E38-Promotor-Komplexe
bedingt sein.

Die negative Regulation durch H-NS war durchaus erwartet. Zum einen wirkt H-NS
bei den meisten durch dieses Protein regulierten Genen als Repressor, nur einige wenige
Ausnahmen sind bekannt. Die durch H-NS regulierten Gene sind zudem meistens an der
Stress- oder Wachstumsphasen spezifischen Regulation beteiligt (Schröder und Wagner,
2002). Eine Inhibierung der Wachstumsphasen spezifischen 6S RNA Transkription ist so-
mit zu erwarten. Interessanter Weise spricht jedoch die beobachtete Inhibierung beider
Promotoren durch H-NS (und sein Analogon StpA) gegen eine verstärkte Expression des
ssrS -Gens zu Beginn der stationären Phase, besonders hier sollte die Transkription der 6S
RNA aktiviert werden. Es konnte gezeigt werden, dass H-NS einen Einfluss auch auf die
Expression von rpoS, dem Gen für den σ38-Faktor, sowie auf die Sigmafaktor-Kompetition
hat. In einigen Fällen wird die Initiation der Transkription von σ70-spezifischen RNA-
Polymerasen durch H-NS inhibiert, während Komplexe mit E38 nicht beeinflusst werden
(Arnquist et al., 1994, Marschall et al., 1998). Eine solche Funktion von H-NS könnte auch
am ssrS -Gen möglich sein und wäre in den hier durchgeführten ‘multiple-round’ in vitro
Transkriptionen aufgrund des erhaltenen ‘über-alles’-Bildes nicht erkennbar.

Eine Funktion von StpA auf die Expression von ssrS sollte analog zu der von H-NS sein.
Tatsächlich ist auch hier eine starke Inhibierung der Transkription von beiden Promotoren
zu beobachten (siehe Abbildung 2.35). Die beobachtete RNA-Chaperon-Aktivität von StpA
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3.5 Die Regulation der ssrS-Expression

(Grossberger et al., 2005) spielt bei der Regulation des ssrS -Gen wahrscheinlich keine Rolle.
LRP wirkt ebenfalls reprimierend auf die ssrS -Transkription. Für den osmY -Promotor

konnte eine Selektivität der Lrp-Regulation für die σ70-spezifische RNA-Polymerase gezeigt
werden (Colland et al., 2000). Auch für das ssrS -Gen ist eine solche Regulation denkbar.
Hier zeigt sich ebenfalls eine höhere Inhibierung der Transkription am σ70-spezifischen P1-
Promotor (siehe Abbildung 2.35), ein Hinweis darauf, dass LRP die Transkription von ssrS
differentiell reguliert.

Reprimierend auf die ssrS -Transkription wirkt auch ppGpp. Dieses Effektormolekül ist
ein wichtiger globaler Regulator der Genexpression. Hierbei wirkt ppGpp nicht direkt auf
den Promotor, sondern bindet an die β/β´-Untereinheit der RNA-Polymerase. Der Effek-
tor ppGpp wirkt negativ auf die Transkription besonders der ribosomalen RNAs in der
stationären Phase (Schröder und Wagner, 2000). Eine Aktivierung durch ppGpp konnte
jedoch unter anderem für den stationäre Phase-spezifischen Promotor bolA gezeigt werden
(Reckendrees, 2004). Eine Inhibierung durch ppGpp konnte für beide ssrS -Promotoren ge-
zeigt werden (siehe Abbildung 2.35). Die Inhibierung ist jedoch mit E70 am σ70-spezifischen
P1 stärker als am σ38-spezifischen ssrS P2-Promotor. Somit könnte auch hier eine diffe-
rentielle Regulation der Promotoren durch ppGpp erfolgen: Zu Beginn der stationären
Phase würde der P1 negativ durch ppGpp beeinflusst. Im Gegensatz dazu könnte jedoch
die Transkription des σ38-spezifischen P2-Promotors durch ppGpp weniger stark betroffen
sein.

FIS hat auf die meisten durch dieses Protein beeinflussten Gene und Operons eine akti-
vierende Wirkung. So zeigt FIS als einziges der in dieser Arbeit untersuchten Proteine auch
hier eine Aktivierung der Transkription. FIS und H-NS wirken in der Zelle antagonistisch.
Obwohl die Aktivierung durch FIS somit in gutem Einklang zu der mit H-NS und StpA
beobachteten Inhibierung der Transkription und der generellen Spezifität des Proteins ist,
war eine Aktivierung der ssrS -Transkription ebenso unerwartet wie die beobachtete In-
hibierung der Transkription durch H-NS. Die Inhibierung durch H-NS kann jedoch noch
durch die beschriebene Wirkung von H-NS auf rpoS sowie die Sigmafaktor-Kompetition
erklärt werden. Eine Erklärung für die Aktivierung durch FIS kann hier nicht gegeben wer-
den. Eventuell handelt es sich hierbei um einen Effekt, der nur in vitro entsteht. In vivo
könnte FIS jedoch eventuell eine Funktion haben bei der Aufrechterhaltung eines basalen
6S RNA Levels auch in der exponentiellen Phase des Wachstums.

Abschließend muss festgehalten werden, dass die Regulation durch die hier untersuchten
Transkriptionsfaktoren und ppGpp hoch komplex ist, zumal sich die einzelnen Faktoren
gegenseitig beeinflussen. Eine wichtige Rolle bei der Regulation des ssrS -Gens könnte auch
eine Autoregulation (-repression) durch die 6S RNA in unterschiedlichen Wachstumspha-
sen spielen. Die Zelle benötigt wahrscheinlich in jeder Wachstumsphase 6S RNA- hierfür
spricht die relativ hohe Zahl von 6S RNA Molekülen auch in der exponentiellen Phase.
Gleichzeitig darf jedoch die Menge der 6S RNA Moleküle einen maximalen Wert in der
stationären Phase nicht überschreiten, um eine fein abgestimmte spezifische Regulation zu
ermöglichen. Eine Autorepression durch die 6S RNA könnte, eventuell konzertiert mit einer
Regulation durch die Transkriptionsfaktoren, zu hohe (aber auch zu niedrige) Expressions-
raten einschränken. Eine Autoregulation konnte bereits für mehrere wichtige Komponenten
der Zelle, so z. B. auch für H-NS, dass bei zu hohen Konzentration seine eigene Synthese
inhibiert, gezeigt werden (Ueguchi et al., 1993). Aus der Existenz eines basalen 6S RNA
Levels auch in der exponentiellen Phase des Wachstums ist auf mehr als nur eine Funktion
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der 6S RNA in der Zelle zu schließen. Dieses konnte bereits gezeigt werden durch eine
Veränderung der Expression des deo-Operons in ssrS -defizienten Stämmen (Neusser, un-
publiziert). Eine exakt balancierte Konzentration der 6S RNA muss somit für die Zelle sehr
wichtig sein. Ebenfalls wichtig für eine Regulation (durch Proteine) ist die Lebensdauer
(t1/2) der 6S RNA. Da es sich bei der 6S RNA um eine stabile RNA handelt, sind weitere
regulative Mechanismen nötig, damit es nicht zu einer Akkumulation der RNA-Moleküle
in der Zelle kommt.

3.5.2 Die 6S RNA beeinflusst ihre eigene Synthese

In in vitro Transkriptionen konnte gezeigt werden, dass die 6S RNA auch die Transkription
ihres eigenen Gens beeinflusst. Hierbei werden beide Promotoren P1 und P2 inhibiert. Die
durchgeführten in vitro Transkriptionen zeigen, dass die Promotoren eine Spezifität für
das jeweilige homologe Holoenzym haben, jedoch eine effiziente Kreuzerkennung für beide
Promotoren in vitro möglich ist. Die Inhibierung ist dabei für beide Promotoren mit den
jeweils homologen Enzymen in etwa gleich. Die nötige 6S RNA Konzentration, um eine
Inhibierung von 50% zu erreichen, liegt unter 50 nM 6S RNA. Für beide Promotoren ist
die maximale Inhibierung bei einer Menge von 250 nM 6S RNA erreicht, bei höheren Kon-
zentrationen steigt die Restaktivität sogar wieder leicht an (siehe 2.4.4, Abbildung 2.33
und 2.34). Die Inhibierung des E38-abhängigen P2-Promotors verläuft regelmäßig mit zu-
nehmender 6S RNA Menge. Der ssrS P1-Promotor wird ebenfalls durch die Zugabe von
6S RNA stets inhibiert, zeigt jedoch im Vergleich zu 50 nM 6S RNA eine Zunahme der
Restaktivität bei der Zugabe der doppelten Menge 6S RNA (Abbildung 2.33 und 2.34).
Dieses Verhalten des P1-Promotor könnte auf eine Autoregulation des ssrS -Gens durch
sein eigenes Produkt hinweisen. Dabei könnte ein bestimmter Schwellenwert der 6S RNA
die Transkription des P1 positiv oder negativ beeinflussen. Kim und Lee haben die Hy-
pothese aufgestellt, das die 6S RNA zu Beginn der stationären Phase die Transkription
des σ70-abhängigen P1-Promotors durch eine Interaktion mit der σ70-spezifischen RNA-
Polymerase abschaltet. In diesem Modell wird dann die Transkription der 6S RNA in der
stationären Phase alleine vom σ38-abhänigen P2-Promotor aus gesteuert. Die in vitro Er-
gebnisse stützen diese These nicht, da hier die Transkription von beiden Promotoren mit
steigender 6S RNA Konzentration inhibiert wird. Die hier gewonnen Ergebnisse deuten
eher auf eine 6S RNA-gesteuerte Regulation der σ70-spezifischen ssrS -Transkription wäh-
rend der exponentiellen Phase hin, eventuell, um einen basalen Level der 6S RNA aufrecht
zu halten. Die Transkription vom P1-Promotor könnte bis zu einem gewissen Schwellenwert
durch die 6S RNA nicht beeinflusst oder sogar aktiviert werden. Wird der Schwellenwert
innerhalb der exponentiellen Phase durch eine zu hohe 6S RNA Konzentration überschrit-
ten, wird die Transkription hingegen wieder inhibiert. Eine solche Regulation würde durch
eine konzertierte Beeinflussung der σ70-spezifischen RNA-Polymerase und dem Promotor
erfolgen. Die RNA1-Kontrolle mit E70 zeigt ebenfalls eine höhere Restaktivität bei 100 nM
6S RNA, was auf eine Regulation der oder durch die RNA-Polymerase hindeutet. In den
heterologen Systemen zeigen sowohl der P2 als auch der P1-Promotor eine Aktivierung,
die jedoch beim ssrS P2 nur sehr gering ist. Dieses zeigt, dass die hier von der 6S RNA
vermittelte Regulation nicht nur von der RNA-Polymerase, sondern auch von bestimmten
Parametern des Promotors abhängig ist. Die von Kim und Lee vermutete Transkription
der 6S RNA in der stationären Phase nur vom P2 mag für die Aufrechterhaltung eines
konstanten Levels unter diesen Bedingungen richtig sein, der beobachtete Anstieg der 6S
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RNA beim Eintritt der Zellen in die exponentielle Phase lässt sich jedoch mit einer Tran-
skription nur vom P2-Promotor nicht erklären. Hier könnte eine konzertierte Aktivierung
beider Promotoren den beobachteten ‘upshift’ bedingen.

Die vollständige Regulation des ssrS -Gens durch die 6S RNA lässt sich jedoch anhand
der hier gezeigten Versuche nicht erklären. Vorangegangene Transkriptionsexperimente mit
Regulatorproteinen haben gezeigt, dass noch weitere Faktoren an der Regulation beteiligt
sind. Nicht berücksichtigt wurde hier zudem eine konzertierte Regulation der 6S RNA
durch die Transkriptionfaktoren, welche in Kombination miteinander andere regulatorische
Mechanismen als einzeln besitzen können. Weiterhin muss beachtet werden, dass es sich
auch bei den hier durchgeführten Transkriptionen um in vitro-Analysen handelt, in denen
bestimmte Gegebenheiten der Zelle nicht abgebildet werden können.

3.6 Ausblick

Die hier gezeigten Ergebnissen erlauben einen Einblick in die durch die regulatorische 6S
RNA aus E. coli vermittelte wachstumsphasen-spezifische Regulation.

Wie auch frühere Arbeiten zeigt die vorliegende Dissertation, dass die Regulation der
und durch die 6S RNA hoch komplex und noch nicht vollständig verstanden ist. Bisherige
Analyse konnten nur Teilbereiche erfassen, zumal die 6S RNA in die essentielle und somit
durch viele Faktoren beeinflusste Regulation der Wachstumsphasen eingreift.

Für das Verständnis der Regulation durch die 6S RNA ist die Identifizierung des ‘de
novo’-Transkripts von großer Wichtigkeit. Das Wissen um die Funktion dieses Moleküls
könnte entscheidende Fortschritte bei der Klärung der durch die 6S RNA vermittelten
Regulation der RNA-Polymerase bedeuten. Zudem würde eine Aufklärung der Struktur
und Entstehungsweise des ‘de novo’-Transkripts von großer Bedeutung für das Verständnis
des Transkriptionsmechanismus der bakteriellen RNA-Polymerase selbst sein.

Ebenfalls von Interesse ist eine eventuelle Wirkung der 6S RNA nicht nur als ubiquitär-
er, sondern auch als spezifischer Regulator in besonderen Stresssituationen wie Hitze- oder
osmotischem Schock.

Im Hinblick auf die Expression des ssrS -Gens wäre eine genaue Analyse der Rolle der
Transkriptionsfaktoren, besonders ihre konzertierte Wirkung, von Bedeutung. Bedacht wer-
den muss in diesem Zusammenhang auch eine eventuelle autoregulatorische Wirkung der
6S RNA auf ihre eigene Transkription. Auch die Halbwertszeit der 6S RNA, sowie ihre
Maturierung und ihr Abbau spielen möglicherweise eine große Rolle bei der Regulation
der Expression des ssrS -Gens während des Wachstums. Das Verständnis der Expression
des ssrS -Gens, die Prozessierung und der ‘turn-over’ seines Produktes, sowie das Wissen
um die Rolle des 3´ vom 6S RNA-Kodierungsbereich gelegenen ygfA-Gens könnten hierbei
entscheidend zu einer Klärung der Regulation durch die 6S RNA während verschiedener
Wachstumsphasen beitragen.
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4 Material

4.1 Allgemeines

Alle in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien besaßen, sofern nicht anders vermerkt den
Reinheitsgrad pro analysis. Zum Ansetzen von Puffern und Lösungen wurde ausschließlich
hochreines Milli-Q-Wasser (Hausanlage mit nachgeschaltetem water purification system
EPA Est. 41237-MA-1 Millipore GmbH, Neu Isenburg) verwendet. Dieses Wasser wird
nachfolgend als Aqua dest. bezeichnet. Die Qualität des Wasser wurde in regelmäßigen
Abständen bezüglich pH-Wert und Konduktivität überprüft.

4.2 Verwendete Bakterienstämme und Plasmide

4.2.1 E. coli Stämme

Stamm Genotyp Referenz/Herkunft

JM110 F−, traD36, lacIq, lacZ∆M15,
proAB/ rpsL (Strr), thr, leu, thi,
lacY, galK, galT, ara, fhuA, tsx,
dam, dcm, supE44, ∆(lac-proAB)

Yanish-Perron et al.(1985)

XL-1 Blue recA1, lac−, endA1,thi, gyrA96,
hsdR17, supE44, relA1, F´proAB,
lacIq, lacZ∆M15, Tn10

Stratagene
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4.2.2 Plasmide

Plasmid Beschreibung Referenz/Herkunft

pCP1 pUC18-Derivat (Vieira und Messing, 1982,
Yanish-Perron et al., 1985); trägt die Ter-
minatoren T1T2 des rrnB -Operons aus
pKK232-8 in der KpnI-Site des pUC18;
Freundliche Gabe von C. Pohl

Pohl, 2005

pUC18T76S pUC18T7-Derivat (Pardon, 1994) mit dem
E. coli ssrS -Gen in der StuI-Schnittstelle
nach dem Φ10 T7-Promotor

Gildehaus, 2001

pUC186S pUC18-Derivat mit dem E. coli ssrS -
Gen inkl. der ‘upstream’-Sequenzen in
der SmaI-Schnittstelle der MCS (auch:
pUC186S-2)

Gildehaus, 2001

p6S-T pCP1-Derivat, trägt das E. coli ssrS -
Gen inkl. ‘upstream’-Bereich und Promo-
toren aus pUC186S (EcoRI/HincII) in der
EcoRI/ Ecl136II-Schnittstelle von pCP1

diese Arbeit

pUC18-bolA pUC18-Derivat, trägt den E. coli bolA-
Promotor mit ‘upstream’-Region in der
Ecl136II-Schnittstelle des pUC18; Freund-
liche Gabe von B. Reckendrees

Reckendrees, 2004

pUC18-1 Derivat des pUC18, trägt das P1-
Fragment des rrnB -Operons aus pKK3535
(SspI/DdeI, 235 bp) in der SmaI-
Schnittstelle des pUC18; Freundliche Ga-
be von R. Wurm

Zacharias et al., 1990

pbolAT1T2 pCP1-Derivat mit dem E. coli bolA-
Promotor inkl. der ‘upstream’-Sequenzen
aus pUC18-bolA (EcoRI/BsaI, 209
bp) zwischen EcoRI und Ecl136II-
Schnittstelle des pCP1

Reckendrees, 2004

pRT3H∆P2 pBR322-Derivat, trägt den rrnB P1-
Promotor, einen Teil des 16S- und 5S
RNA-Gens vor den Terminatoren T1T2
des rrnB -Operons (auch: pRT4)

Tippner, 1994
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4.3 Oligonukleotide, Nukleinsäuren und Nukleotide

4.3.1 Oligonukleotide

Alle in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotide (Primer) wurden bezogen von Thermo
Hybaid, INTERACTIVA Division, Ulm oder Metabion, Martinsried

Name Sequenz 5´→3´ Beschreibung

Oligo6S-B CCT GGA ATC TCC GAG ATG CCG C Bindet Nt 165 bis Nt 184 der
E. coli 6S RNA. Primer für
PE-Analysen.

6S-Oligo1 GTG GTA TGA AAT ATC GGC Bindet Nt 38 bis Nt 56
der E. coli 6S RNA. Pri-
mer für PE-Analysen und Be-
stimmung von Transkriptions-
startstellen

6S-Oligo4 GCA TGC TCA CCA ACC GCG GAG C Bindet Nt 68 bis Nt 89
der E. coli 6S RNA. Pri-
mer für PE-Analysen und Be-
stimmung von Transkriptions-
startstellen

6S-Oligo5 CGT AAG TTA TAG TGC ATA CTC Komplementär von -200 bis
-220 zum ‘non template’
Strang des ssrS -Gens . Pri-
mer für Bestimmung von
Transkriptionsstartstellen

#RNA1 TCA GCAA GAG CGC AGA TAC CA Komplementär von +28 bis
+9 zum ‘non template’ Strang
des RNA1-Promotors. Primer
für Bestimmung von Tran-
skriptionsstartstellen

RH Hexamer mit 3´-Wobble Statistisches Random Hexa-
mer zur RNA-Sequenzierung
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4.3.2 DNA-Fragmente

rrnB P1-Fragment

- für in vitro Transkriptionen: Hergestellt durch HincII/Ecl136 II Restriktion von
pUC18-1, Länge 256 Bp, rrnB-P1-Sequenz von -193
bis +63 relativ zum P1-Start

- für Retardierungsanalysen: Hergestellt durch EcoRI/BamHI Restriktion von
pUC18-1 Länge 260 Bp, rrnB -P1-Sequenz von -
160 bis +59 relativ zum P1-Start. Auch genutzt als
‘Standard’

bolA-Fragment

- für in vitro Transkriptionen: Hergestellt durchHincII Restriktion von
pUC18bolA, Länge 284 Bp, bolA-Sequenz von
-160 bis +124 relativ zum bolA-Start

- für Retardierungsanalysen: Hergestellt durch XbaI/HincII Restriktion von
pUC18bolA, Länge 274 Bp, bolA-Sequenz von -160
bis +116 relativ zum bolA-Start

ssrS-Fragment1 Hergestellt durch BglII/BamHI Restriktion von
pUC186S, Länge 445 Bp, ssrS-Sequenz von -246 bis
+199 relativ zum 6S-Start

ssrS-Fragment2 Hergestellt durch BtgI Restriktion von pUC186S,
Länge 494 Bp, ssrS -Sequenz von -410 bis +84 rela-
tiv zum 6S-Start

6SInsLong Hergestellt durch EcoRI/HincII Restriktion von
pUC186S, Länge 699 Bp, Insert für die Klonierung
von p6S-T

4.3.3 Nukleinsäuren

PSTVd-RNA freundliche Gabe von B. Esters
(nach Hecker, 1989)

5S RNA aus E. coli freundliche Gabe von Ü. Pul
(nach Göhringer et al., 1984)

tRNA-Gemisch aus E. coli Boehringer, Mannheim
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4.3.4 Nukleotide

Adenosin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
Cytidin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
Guanosin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
Uridin 5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
Adenosin-5´-triphosphat (FPLC Ultra Pure) Pharmacia, München
Cytidin-5´-triphosphat (FPLC Ultra Pure) Pharmacia, München
Guanosin-5´-triphosphat (FPLC Ultra Pure) Pharmacia, München
Uridin 5´-triphosphat (FPLC Ultra Pure) Pharmacia, München
2´-Desoxyadenosin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´-Desoxycytidin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´-Desoxyguanosin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´-Desoxythymidin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´-Desoxyadenosin-5´-α[32P]triphosphat Hartmann,Braunschweig
2´,3´-Didesoxyadenosin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´,3´-Didesoxycytidin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´,3´-Didesoxyguanosin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
2´,3´-Didesoxythymidin-5´-triphosphat Boehringer, Mannheim
3´-Desoxyadenosin-5´-triphosphat TriLink, San Diego, USA
3´-Desoxycytidin-5´-triphosphat TriLink, San Diego, USA
3´-Desoxyguanosin-5´-triphosphat TriLink, San Diego, USA
3´-Desoxyuridin-5´-triphosphat TriLink, San Diego, USA
Adenosin-5´-γ[32P]triphosphat Hartmann, Braunschweig
Adenosin-5´-α[32P]triphosphat Hartmann, Braunschweig
Cytidin-5´-α[32P]triphosphat Hartmann, Braunschweig
Guanosin-5´-α[32P]triphosphat Hartmann, Braunschweig
Uridin-5´-α[32P]triphosphat Hartmann, Braunschweig
Guanosin-3´,5´-bis(di)phosphat (ppGpp) freundliche Gabe von B. Reckendrees

(nach Krohn und Wagner, 1995)

4.3.5 Molekulargewichtsmarker

1 kB-Leiter GibcoBRL, Eggenstein
PeqGOLDProtein-Marker peqlab-Biotechnologie, Erlangen

4.4 Proteine

4.4.1 Enzyme

AMV Reverse Transkriptase Promega, Madison, USA
Lysozymchlorid Sigma Aldrich, St. Louis, USA
Phosphatase, alkalisch (CIP) Boehringer, Mannheim
Proteinase K Merck, Darmstadt
Pyrophosphatase (PPase) Sigma Aldrich, St.Louis, USA
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RNase-Inhibitor (RNasin) Promega, USA
Ribonuklease A Sigma Aldrich, St. Louis, USA
Ribonuklease T1 Boehringer, Mannheim
T4 DNA-Ligase Boehringer, Mannheim
T4 Polynukleotidkinase (PNK) Boehringer, Mannheim
T4 RNA-Ligase New England Biolabs, USA
E. coli RNA-Polymerase
Core- und Holo-Enzym freundliche Gabe von R. Wurm

(nach Burgess und Jendrisak, 1975)
verändert nach Gonzales et al., 1977

T7 RNA-Polymerase freundliche Gabe von B. Esters
(nach Hecker, 1989)

4.4.2 Restriktionsendonukleasen

BamHI MBI Fermentas, St. Leon-Rot
BglII Boehringer, Mannheim
BtgI New England Biolabs, USA
Ecl136 II MBI Fermentas, St. Leon-Rot
EcoRI MBI Fermentas, St. Leon-Rot
HincII New England Biolabs, USA
StuI New England Biolabs, USA
XbaI MBI Fermentas, St. Leon-Rot

4.4.2.1 Proteine

σ70-Untereinheit der RNA-Polymerase freundliche Gabe von R. Wurm
(nach Igarashi, 1991, verändert
nach Boruhkov und Goldfarb, 1993)

σ38-Untereinheit der RNA-Polymerase freundliche Gabe von R. Wurm
(nach Tanaka et al., 1993)

FIS freundliche Gabe von R. Wurm
(nach Koch und Kahmann, 1986))

H-NS freundliche Gabe von R. Wurm
(nach Tippner et al., 1994)

LRP freundliche Gabe von R. Wurm
(verändert nach Zhang, 1995)

StpA freundliche Gabe von R. Wurm
(verändert nach Roesch und Blomfield, 1998)

Rinderserumalbumin (BSA) New England Biolabs, USA
Rinderserumalbumin (BSA), acetyliert Serva, Heidelberg
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4.5 Puffer und Medien

4.5.1 Standardpuffer

50x TAE-Puffer 2 M Tris-Acetat, pH 7.5
50 mM EDTA

10x TBE-Puffer 0.89 M Tris-Borat, pH 8.3
25 mM EDTA

1x TE-Puffer 10 mM Tris-HCl, pH 8.0
1 mM EDTA

5x TAE-Probenpuffer 0.025% (w/v) Bromphenolblau
0.025% (w/v) Xylencyanol
50% Glycerin
in 5x TAE-Puffer

1x/2x TBE-Probenpuffer 0.025% (w/v) Bromphenolblau
0.025% (w/v) Xylencyanol
50% Glycerin
in 1x/ 2x TBE-Puffer

Formamid-Probenpuffer 0.025% (w/v) Bromphenolblau
0.025% (w/v) Xylencyanol
95% (v/v) deionisiertes Formamid
50 mM Tris-Borat, pH 8.3
20 mM EDTA, pH 8.0

Harnstoff-Probenpuffer 0.025% (w/v) Bromphenolblau
0.025% (w/v) Xylencyanol
7 M Harnstoff
in 1x oder 2x TBE-Puffer

4.5.2 Medien

YT-Medium 8 g/l Trypton
5 g/l Hefeextrakt
5 g/l NaCl
in Aqua dest., pH 7.4 mit NaOH

YT-Agar YT-Medium mit 20 g/l Agar
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4.6 Chemikalien

4.6.1 Feinchemikalien

Acrylamid Serva, Heidelberg
Agar (BactoAgar) DIFCO, Detroit, USA
Agarose Biozym, Hameln
Agarose (Ultra Pure) Seakem, Hamburg
Amberlite MB-1 (Ionenaustauscher) ICN Biomedicals, Ohio, USA
Ammoniumperoxodisulfat (APS) Merck, Darmstadt
Ampicillin Sigma Aldrich, St. Louis, USA
Brij 35 Sigma Aldrich, St. Louis, USA
Bromphenolblau Merck, Darmstadt
Dichlordimethylsilan Janssen Chimica, Brüggen
Dithiothreitol (DTT) Janssen, Beerse, Belgien
Ethidiumbromid Boehringer, Mannheim
Ethylendiamintetraacetat(EDTA) Merck, Darmstadt
Formaldehyd Merck, Darmstadt
Formamid J. T. Baker, Deventer, NL
Glucose Merck, Darmstadt
Glycerin Merck, Darmstadt
Glykogen Boehringer, Mannheim
Harnstoff J. T. Baker, Deventer, NL
Hefeextrakt Gibco BRL, Eggenstein
Heparin Sigma Aldrich, St. Louis, USA
HEPES Calbiochem, La Jolla, USA
Kaliumperglutamat Aldrich Chemie, Steinheim
β-Mercaptoethanol Roth, Karlsruhe
N,N´-Methylenbisacrylamid Serva, Heidelberg
Natriumacetat Riedel-de Haën, Seelze
Natriumcacodylat DuPont, Bad Homburg
Natriumdeoxycholat Roth, Karlsruhe
Natriumdodecylsulfat (SDS) Serva, Heidelberg
Natriumhydroxid Merck, Darmstadt
N,N,N´,N´-Tetramethylethylendiamin (TEMED) Merck, Darmstadt
Polyethylenglykol (PEG6000) Sigma Aldrich, St. Louis, USA
Saccharose Merck, Darmstadt
Silbernitrat Roth, Karlsruhe
Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan (Tris) Merck, Darmstadt
Trypton DIFCO, Detroit, USA
Xylencyanol Serva, Heidelberg

4.6.2 Sonstige Chemikalien

Tetenal Roentogen Liquid (Entwickler) Tetenal Photowerk, Norderstedt
Tetenal Roentogen Superfix (Fixierer) Tetenal Photowerk, Norderstedt
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4.7 Verschiedenes

4.7 Verschiedenes

Bradford-Reagenz BioRad, Richmond, USA
DE52-Chromatographie-Papier 3MM Whatman, England
DE81-Papier Whatman, England
DC-Folie Machery-Nagel, Düren
MN Faltenfilter Machery-Nagel, Düren
Röntgenfilme RX Fuji Photo Film Co. Ltd., Japan
Röntgenfilme, X-OMAT AR Kodak, New Haven, USA
Verstärkerfolie DuPont Cronex DuPont, Bad Homburg
Gelbondfolie PAGfilm FMC, Rockland/Maine, USA
QIAquick Nucleotide Removal Kit QIAGEN, Hilden
Sterilfilter FB 030/3(0.2 µm) Schleicher & Schüll, Dassel
Dialyseschläuche, SpectraPor Spectrum Medical Industries, USA
VS Filtermembranen (0.025 µm) Millipore GmbH, Neu Isenburg
Plasmid-Sequenzierungen SeqLab, Göttingen
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5.1 Mikrobiologische Methoden

5.1.1 Arbeitsbedingungen beim Umgang mit Bakterien

Beim Umgang mit Bakterienkulturen wurde stets unter sterilen Bedingungen gearbeitet.
Mikrobiologischer Abfall und Arbeitsgerät wurde vor der Entsorgung autoklaviert. Der
Umgang mit rekombinanter DNA erfolgte unter Berücksichtigung der gesetzlichen Vor-
schriften zum Umgang mit gentechnisch veränderten Organismen (GVO).

5.1.1.1 Sterilisation von Lösungen, Glasgeräten und sonstigen Arbeitsmaterialien

Glasgeräte, Lösungen, Medien und andere autoklavierbare Materialien wurden durch Dampf-
drucksterilisation (20 min, 134◦C, 2-3 bar oder 40 min, 120◦C, 1 bar) keimfrei gemacht.
Nicht autoklavierbare Lösungen wurden mittels eines 0.2 µm Membranfilters (Schleicher
und Schuell) sterilfiltriert.

5.1.2 Kultivierung von Bakterienstämmen

5.1.2.1 Anlegen von Glycerinkulturen (Glycerinstocks)

1 ml einer E. coli über Nacht-Kultur wurde in ein Stockgläschen mit 200 µl Glycerin
gefüllt und bei mehrfacher Invertierung 30-60 min bei Raumtemperatur inkubiert. Eine so
behandelte Kultur konnte anschließend bei -70◦C gelagert werden.

5.1.2.2 Anzucht auf Agarplatten

Bakterienstämme wurden aus Glycerinstocks mit Hilfe einer Impföse auf gegebenenfalls mit
entsprechendem Antibiotikum behandelte Agarplatten aufgestrichen und bis zum wachsen
von Einzelkolonien bei 37◦C inkubiert. Die Agarplatten konnten anschließend bei 4◦C über
längere Zeiträume (2-8 Wochen) gelagert werden.

5.1.2.3 Anzucht von über Nacht-Kulturen (üN-Kultur)

3 ml YT-Medium wurde mit dem entsprechendem Antibiotikum versetzt und mit einer Ein-
zelkolonie von einer Agarplatte angeimpft. Die Kultur wurde bei 37◦C auf einem Schüttler
(New Brunswick Scientific Gio Gyrotory) über Nacht inkubiert.
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5.1.2.4 Anzucht von über Tag-Kulturen (üT-Kultur)

25 ml YT-Medium wurde mit dem entsprechendem Antibiotikum versetzt und mit 250
µl aus einer 3 ml E. coli üN-Kultur versetzt. Die Kultur wurde dann bei 37◦C über Tag
geschüttelt (New Brunswick Scientific Gio Gyrotory).

5.1.3 Herstellung kompetenter Zellen nach Dagert und Ehrlich (1979)

Hierzu wurden 100 ml YT-Medium mit 1/100 Volumen aus einer E. coli üN-Vorkultur
angeimpft und bis zum Erreichen einer optischen Dichte von OD600 0.5 bis 0.6 bei 37◦C auf
einem Schüttler inkubiert. Je 40 ml der Kultur wurden in vorgekühlte Zentrifugenröhrchen
gegeben und 20 min auf Eis inkubiert. Anschließend wurden die Zellen 5 min bei 4500
rpm und 4◦C pelletiert (Heareus Megafuge 1.5R). Der Überstand wurde abgenommen und
die Zellen vorsichtig in 20 ml 0.1 M CaCl2-Lösung bei 0◦C resuspendiert und 60 min bei
0◦C inkubiert. Im Anschluss folgte eine erneute Pelletierung der Zellen für 5 min bei 4500
rpm und 4◦C. Das Zellpellet wurde dann in 2 ml 85 mM CaCl2, 15% Glycerin erneut
aufgenommen, zu je 200 µl aliquotiert und bis zum Erreichen der höchsten Kompetenz
mindestens eine, maximal 24 Stunden bei 4◦C inkubiert. Kompetente Zellen, die nicht
direkt für Transformationsexperimente benötigt wurden, konnten nach der Inkubation mit
flüssigem Stickstoff gefroren und bei -70◦C gelagert werden. Die Kompetenz der Zellen
nimmt jedoch bei einer Lagerung ab.

5.1.4 Transformation kompetenter Zellen mit Vektor-DNA nach Hanahan
(1985)

Für jedes Tranfomationsexperiment wurden 200 µl kompetente E. coli Zellen eingesetzt.
Hierzu wurden die Zellen langsam auf Eis aufgetaut und vorsichtig mit 5-20 ng DNA aus
einem Ligationsansatz (5.2.7.4)in 10-20 µl Volumen gemischt. Die Zellen wurden anschlie-
ßend bei 0◦C 60 min inkubiert. Nach dem Hitzeschock (3 min, 42◦C) wurde der Ansatz
mit 800 µl vorgewärmten YT-Medium versetzt und weitere 60 min bei 37◦C im Wärme-
schrank inkubiert. Danach wurden Aliquots des Transformationsansatzes auf vorgewärmte
Agarplatten ausgestrichen und bis zum Anwachsen von Einzelkolonien bei 37◦C inkubiert.
Die Transformationsrate der kompetenten Zellen pro µg DNA wurde durch Auszählen
der Kolonien unter Berücksichtigung der eingesetzten DNA-Menge und des ausplattierten
Volumens (meist 100 oder 200 µl) bestimmt. Die Transformationsrate ist abhängig von
Stamm und Plasmid und liegt im Mittel bei 5x 104 bis 5x 105 Transformanden pro µg
DNA.

5.2 Molekularbiologische Methoden

5.2.1 Konzentrationsbestimmungen

5.2.1.1 Streumessung zur Bestimmung von Zelldichten in Flüssigkeiten

Messungen zur Feststellung des Zellwachstums von E. coli Kulturen wurden im Beckman
Spektralphotometer Modell DU64 durchgeführt. Hierzu wurde ein Aliquot der Zellkultur
entnommen und bei einer OD von 600 nm (VIS-Wellenlängenbereich) per Streumessung

112



5.2 Molekularbiologische Methoden

vermessen. Die Verdünnung des Aliquots wurde so gewählt, dass die Werte der optischen
Dichte im linearen Bereich (OD600 zwischen 0.1 und 1.0) lagen.

5.2.1.2 Spektralphotometrische Konzentrationsmessung von Nukleinsäuren

Alle spektralphotometrischen Messungen wurden im Beckman Spektralphotometer Mo-
dell DU64 durchgeführt. Die Messung von Nukleinsäuren erfolgte hierbei durch Absorp-
tionsmessung in einer Suprasil-Quarzküvette bei einer Wellenlänge von 260 nm (UV-
Wellenlängenbereich). Um eine ideale Messung der Absorptionswerte im linearen Bereich
zu erreichen, ist eine optische Dichte der zu messenden Nukleinsäurelösung von A260 0.5
bis 0.8 ideal, Lösungen wurden entsprechend dieser Vorgabe verdünnt. Für die Berechnung
der in einer Lösung enthaltenen Menge an reinen Nukleinsäuren gilt die Beziehung:

1 A260= 37 µg einzelsträngige NS/ml
1 A260= 50 µg doppelsträngige NS/ml

unter der Berücksichtigung des eingesetzten Verdünnungsfaktors.
Weiterhin kann mit einer spektralphotometrischer Messung auch die Reinheit von Nu-

kleinsäuren ermittelt werden. Hierzu wurde ein Spektrum über einen Wellenlängenbereich
von 220 bis 330 nm aufgenommen. Der Quotient der Absorptionswerte bei 260 und 280
nm (A260/A280) lässt Rückschlüsse auf die Reinheit der Lösung zu und sollte einen Wert
von 1.8 für DNA- und 2.0 für RNA-Lösungen haben. Verunreinigungen durch zum Beispiel
Phenol oder Proteine führen zu geringeren Quotienten. Für alle spektralphotometrischen
Messungen gilt hierbei: Die Extinktion E oder Absorption A ergibt sich aus:

A = E = log (1/T) = log (I0/I)

mit:
I = absorbierte Lichtintensität,
I0 = eingestrahlte Lichtintensität und
T = Transmission = I0/I

Den Zusammenhang zwischen Extinktion und Konzentration gibt das Lambert-Beersche
Gesetz wieder:

E = ε x c x d

mit:
ε = molarer Extinktionskoeffizient(103 cm2 x mol−1)
c = molare Konzentration (mol x L−1) der Lösung
d = Länge des Lichtweges in der absorbierenden Lösung (cm).

Der molare Extinktionskoeffiziert ist eine Stoffkonstante und gibt die Absorption einer 1
molaren Lösung einer reinen Verbindung unter Standardbedingungen des Lösungsmittels,
der Temperatur und der Wellenlänge wieder.
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5.2.1.3 Radioaktivitätsmessung

Bei Proben, welche mit radioaktivem Phosphor (Isotop 32[P]) markiert wurden, konnte
im Tritiumkanal eines Szintillationszählers (Beckman LS 5000 TD) durch Messung der
Cerenkow-Strahlung die Menge der enthaltenen Aktivität bestimmt werden.

5.2.1.4 Konzentrationsbestimmung von Proteinen

Für die Konzentrationsbestimmung von Proteinen wurden zunächst Eichlösungen verschie-
dener Proteinlösungen eines BSA-Standards hergestellt. Dazu wurden je 0.8 ml jeder Eich-
lösung und Probelösung sowie eines Leerwertes (Aqua dest.) mit jeweils 0.2 ml Bradford
‘Dye Reagent Concentrate’ versetzt, gut gemischt und bei Raumtemperatur für 10 Minu-
ten inkubiert. Anschließend wurde die Absorption aller Lösungen im Spektralphotometer
bei einer Wellenlänge von 595 nm gemessen. Für die Eichgerade wurden die Proteinkon-
zentrationen der Eichlösung gegen ihre Absorption aufgetragen und die Regressionsgrade
ermittelt. Die Proteinkonzentration der zu bestimmenden Proben ließ sich anschließend
durch Umformen der Geradengleichung und Einsetzen der Absorptionswerte der Probelö-
sungen berechnen.

5.2.1.5 Densitometrie

Zur quantitativen Auswertung der Bandenintensitäten von radioaktiven Proben wurden
diese mit einem PhosphoImager-Screen inkubiert und mit einem PhosphoImager (BioIma-
ger FAS 3000) gescannt. Die Auswertung und Quantifizierung erfolgte mittels der Pro-
gramme ‘Image Reader Fla V.18E’ und ‘Image Gauge’ der Firma Fuji. Alternativ wurden
Autoradiogramme (Röntgenfilme) mittels eines handelsüblichen Durchlicht-Scanners auf-
genommen und die digitalisierte Aufnahme über das Programm ‘ScionImage’ (Release
Beta 3b, Scion Corporation) quantifiziert und ausgewertet.

5.2.1.6 Quantifizierungen

Zur Quantifizierungen von Transkriptmengen wurden die entsprechenden Banden von je-
dem Experiment mittels ‘ImageGauge’ oder ‘ScionImage’ gemessen. Die erhaltenden Werte
wurden addiert und es wurden Mittelwert und Standardabweichung ermittelt. Zur Bestim-
mung der Restaktivität wurde der Wert der Banden ohne 6S RNA Zugabe gleich 100%
gesetzt. Alle anderen erhaltenen Werte wurden hierauf bezogen.

5.2.2 Isolation von Nukleinsäuren

5.2.2.1 Plasmidisolation im kleinen Maßstab (Minipräp) nach Birnboim und Doly

(1979)

E. coli Einzelkolonien von einer Agarplatte wurden in mit dem entsprechendem Anti-
biotikum versehenen 3 ml YT-Medien über Nacht bei 37◦C schüttelnd inkubiert. 1.5 ml
Zellsuspension aus der üN-Kultur wurde durch 3-minütige Zentrifugation bei 12000 rpm
im Eppendorfgefäß pelletiert und der Überstand verworfen. Das Zellpellet wurde in 100
µl Lyselösung I aufgenommen, gevortext und 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach
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dieser Zeit wurden 200 µl frisch angesetzte Lyselösung II zugefügt, gemischt und weite-
re 5 min bei 0◦C inkubiert. Anschließend wurden 150 µl 3 mM KOAc, pH 4.8 bei 0◦C
zugegeben und gemischt. Wiederum folgte eine Inkubation für 5 min bei 0◦C. Die Sus-
pension wurde für 5 min bei 12000 rpm zentrifugiert (Hettich Mikro22), der Überstand
in ein neues Eppendorfgefäß überführt und Phenol/ Chloroform extrahiert (5.2.3.1). Nach
Ethanolfällung (5.2.3.2) und trocknen (3 min, Heto SpeedVac) wurde das Pellet in 15 bis
20 µl Aqua dest. aufgenommen. Die Konzentration der Plasmid-DNA wurde mittels Ab-
schätzung über Agarosegelelektrophorese (5.4.2.1) oder Messung im Spektralphotometer
(5.2.1.2) bestimmt und eventuell in Restriktionsanalysen (5.2.7.1) eingesetzt.

Lyselösung I: 50 mM Glukose
10 mM EDTA
25 mM Tris-HCl, pH 8.0
4 mg/ml Lysozym
10 µg/ml RNase A

Lyselösung II: 200 mM NaOH
1% SDS

5.2.2.2 Isolation von superspiralisierter Plasmid-DNA im großen Maßstab

(Maxipräp) nach Hillen et al. (1981)

Für die Isolation superspiralisierter plasmidärer DNA im präparativen Ansatz wurde zu-
nächst eine mit dem entsprechendem Antibiotikum versetzte 25 ml YT-Kultur mit einer
E. coli Einzelkolonie angeimpft und bei 37◦C über Nacht schüttelnd inkubiert. Aus die-
ser Vorkultur wurde am nächsten Morgen eine ebenfalls mit Antibiotika versetzte 100 ml
YT-Kultur 1/100 angeimpft und über Tag bei 37◦C geschüttelt. Diese Kultur diente wie-
derum zum Animpfen einer 800 ml YT-Kultur (mit entsprechendem Antibiotikum), welche
ebenfalls bei 37◦C auf einem Schüttler über Nacht inkubiert wurde. 400 ml aus der 800
ml üN Kultur wurden in JA10-Becher überführt und 5 min bei 8000 rpm und 4◦C zen-
trifugiert (Beckman Zentrifuge J2-21, JA10-Rotor). Der Überstand wurde verworfen und
die Zellpellets wurden in 8 ml Saccharoselösung bei 4◦C resuspendiert. Zum Zellaufschluss
dienten im folgenden Schritt 3 ml 0.5 M EDTA, pH 8.0 und 3 ml Lysozymlösung. Nach
30-minütiger Inkubation bei 0◦C wurden 2 ml Brij-Doc-Lösung hinzugegeben und der An-
satz weitere 10 min bei 0◦C inkubiert, gefolgt von 30-minütiger Zentrifugation bei 44000
rpm (Beckman L8-55 Ultrazentrifuge, Rotor Ti55.2, Polycarbonatröhrchen Ti55.2). Der
nach der Zentrifugation abgehobene Überstand wurde mit entsprechender Menge RNase A
versetzt (Endkonzentration 50 µ/ml), 30 min bei 37◦C inkubiert, anschließend mit Prote-
inase K versetzt (Endkonzentration 50 µg/ml) und weitere 15 min bei 37◦C inkubiert. Die
Fällung der Plasmid-DNA erfolgte mit 1/2 Volumen PEG-Lösung für 30 min bei 0◦C und
nachfolgender Zentrifugation für weitere 30 min bei 10000 rpm und 4◦C (Beckman Zentri-
fuge J2-21; JA17-Rotor und -Becher). Der Überstand wurde abgenommen und zunächst
einmal mit TE-gesättigtem Phenol und anschließend wie unter (5.2.3.1) beschrieben mit
Phenol/Chloroform extrahiert und mit Ethanol präzipitiert (5.2.3.2). Im Anschluss wur-
de das getrocknete Pellet in 100-200 µl TE-Puffer aufgenommen und Konzentration und
Qualität der Präparation mittels Messung im Spektralphotometer (5.2.1.2) und über Aga-
rosegelelektrophorese (5.4.2.1) bestimmt.
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Saccharose-Lösung: 25% 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% Brij 35
1 Volumen 10% Na-Deoxycholat, pH 8.0

RNase A: 20 mg/ml in 10 mM Tris-HCl, pH 8.0,
von DNase-Aktivität befreit (Maniatis et al. 1982)

Proteinase K: 20 mg/ml in Aqua dest.

5.2.3 Reinigung von Nukleinsäuren

5.2.3.1 Phenol/Chloroform-Extraktion zur Reinigung von Nukleinsäuren

1 Volumen TE-gesättigtes Phenol/Chloroform (Verhältnis 1:1) wurde auf die zu extrahie-
rende Lösung gegeben und eine Minute auf dem Vortex vermischt. Die Mischung wurde
zur besseren Trennung der Phasen für 5 min bei höchst möglicher Umdrehungszahl zen-
trifugiert. Nach diesem Schritt enthält die obere, wässrige Phase die Nukleinsäuren und
Reste des Phenols. Die untere, phenolische Phase beinhaltet, je nach Ausgangslösung, Pro-
teine und Zellbestandteile. Der wässrige Überstand wurde abgenommen und in ein neues
Reaktionsgefäß überführt. Zur vollständigen Entfernung des Phenols wurde der wässri-
ge Überstand dann mit einem Volumen Chloroform versetzt, eine Minute auf dem Vortex
vermischt und wiederum 5 min zentrifugiert. Der jetzt phenolfreie wässrige Überstand wur-
de nochmals abgenommen, in ein neues Gefäß überführt und einer ethanolischen Fällung
unterzogen.

5.2.3.2 Ethanolfällung zur Konzentration von Nukleinsäuren

Zur Präzipitation von Nukleinsäuren aus wässrigen Lösungen und Überständen wurden
diese mit 1/10 Volumen 3 M NaOAc (pH 4.8-5.5) und 2.5-3fachem Volumen absolutem
Ethanol (EtOH abs.) versetzt (bei 0.3 M Salzkonzentration besitzen Nukleinsäuren das
niedrigste Löslichkeitsprodukt). Bei geringen Nukleinsäurekonzentrationen (< 50 ng) wur-
den zusätzlich noch 1/20 Volumen Glycogen als Fällhilfe verwendet. Die Fällung erfolgte
durch Durchfrieren der Lösung in flüssigem Stickstoff oder durch 30-minütige Inkubation
bei -20 oder 0◦C. Nach der Fällung wurde die Probe ca. 30 min bei höchster Drehzahl
zentrifugiert. Der Überstand über dem so erhaltenen Pellet wurde entfernt und das Pellet
mit 80% Ethanol gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation wurde der ethanolische Über-
stand wiederum abgenommen und das Pellet wurde durch Rotation im Vakuumverdampfer
(Heto SpeedVac) getrocknet.
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5.2.3.3 Dialyse von DNA und RNA

Dialysen von Nukleinsäuren wurden stets bei 4◦C durchgeführt. Dabei wurden kleine Volu-
mina bis 100 µl mittels eines Membranfilters dialysiert. Der Filter wurde mit der glänzenden
Seite nach oben auf den Dialysepuffer gelegt und für einige Minuten vorinkubiert. Anschlie-
ßend wurde die zu dialysierende Nukleinsäurelösung auf die Mitte des Filters aufgebracht.
Nach 1-2 h wurde die Lösung abpipettiert und der Filter wurde mit einem geringen Volu-
men Puffer gespült.
Große Volumen Nukleinsäurelösung wurden im Dialyseschlauch (MWCO:6-8000) über Nacht
gegen 1 Liter Dialysepuffer (TE) dialysiert. Zur Vorbereitung der Schläuche wurden diese
für 10 min in Aqua dest. gewaschen, 10 min im 1 mM EDTA gekocht und anschließend
in absolutem Ethanol bei 4◦C aufbewahrt (Maniatis et al., 1982). Vor der Dialyse wur-
de der Schlauch für einige Minuten in dem entsprechenden Dialysepuffer gewaschen und
äquilibriert.

5.2.4 Gelelektrophoresen

5.2.4.1 Agarose-Gelelektrophorese

Zur analytischen wie präparativen Auftrennung von DNA und RNA wurden 0.5-2%ige
Agarosegele verwendet(Maniatis et al., 1982). Die Gellösung (1x TAE-Puffer Endkonzen-
tration) wurde nach dem Aufkochen auf ca. 60◦C abgekühlt, mit 0.5 µg/ml Ethidium-
bromid (EtBr) versetzt und als Flachbettgel (14 x 11 cm) gegossen. Kammern, Schlitten
und Kämme für RNA-Proben wurden zuvor für mehrere Stunden mit 0.1% DEPC be-
handelt, um eventuell vorhandene Nukleasen zu inaktivieren. Die aufzutrennenden Proben
wurden mit TAE-Probenpuffer (1x Endkonzentration) versetzt und je nach Größe der zu
trennenden Fragmente 1-2.5 h bei 100-120 Volt elektrophoretisiert. Nach der Auftrennung
konnten die Nukleinsäuren durch Interkalation des Ethidiumbromids in die doppelsträngi-
gen Bereiche auf einem Transilluminator (Herolab UVT 2035) sichtbar gemacht werden.
Zur Dokumentation wurden die Gele über eine CCD-Videokamera (Sanyo) mit UV-Filter
aufgenommen und über einen Videoprinter ausgedruckt. Für präparative Agarosegele wur-
de ausschließlich hochreine Agarose verwendet. Die gewünschten Banden wurden dann aus
dem Gel ausgeschnitten und die DNA über Glaswolle-Extraktion (5.2.5.1) von der Agarose
getrennt.

5.2.4.2 Native Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE)

Die native PAGE wurde zur Analyse von DNA und RNA verwendet. Hierzu wurden Gele
mit einer Dimension von 200 x 210 x 0.5 mm mit Konzentrationen von 5-10% Gellösung
(40% Stammlösung, 46:1 oder 19:1 Acrylamid : Bisacrylamid) verwendet (Maniatis et al.,
1982). Zur Polymerisation der Lösung wurden 1/20 Volumen 10% APS und 1/200 Volumen
TEMED zugegeben. Die Proben wurden vor dem Auftragen im entsprechenden Volumen
TBE-Probenpuffer aufgenommen und mit 0.5 oder 1x TBE-Laufpuffer bei 150-250 Volt
aufgetrennt. Für leichtere Handhabung wurde die Gellösung teilweise auf die hydrophile
Seite einer Gelbondfolie polymerisiert. Die Banden wurden über Silberfärbung (5.2.6.1)
oder Toluidinblaufärbung (5.2.6.2) des Gels sichtbar gemacht.
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5.2.4.3 Denaturierende Polyacrylamid-Gelelektrophorese (dPAGE)

Die denaturierende PAGE wurde genutzt, um Proben Strukturunabhängig zu analysie-
ren. Zur Denaturierung der Proben wurde der Gellösung 7 M Harnstoff zugegeben. Als
Standardgellösung diente hierbei eine 10%ige Lösung mit einer Vernetzung von 19 : 1
(Acrylamid : Bisacrylamid). Als Gel- und Elektrophoresepuffer wurde 1x TBE verwendet.
Die Lösung wurde nach dem Lösen des Harnstoffs entgast, mit TEMED und APS ver-
setzt und zwischen Glasplatten (400 x 300 x 0.5 mm) gegossen. Die in Formamid- oder
Harnstoffprobenpuffer denaturierten Proben wurden bei 75-90 Watt aufgetrennt. Um bei
radioaktiven Proben eine Kontamination des Anodenpuffers möglichst gering zu halten,
wurde die Anodenseite der Platten vor der Elektrophorese mit DE-81 Ionenaustauscher-
papier (Whatman) umwickelt. Banden wurden durch Autoradiographie (5.2.6.4) sichtbar
gemacht.

5.2.4.4 Denaturierende Polyacrylamid-Gelelektrophorese (dPAGE) zur präparativen

Aufreinigung von T7-in vitro Transkripten

Zur Auftrennung präparativer in vitro Transkripte aus RiboMAX-Ansätzen wurde eben-
falls eine denaturierende PAGE (in den Dimensionen 400 x 300 x 0.5 mm) verwendet. Hier-
für wurde eine 5%ige Gellösung der Vernetzung 46:1 (Acrylamid : Bisacrylamid) verwendet,
wobei zusätzlich 7 M Harnstoff als denaturierendes Agenz zugegeben wurde. Die Proben
wurden in 0.5x TBE-Lauf und -Probenpuffer (Endkonzentration) bei 90 W getrennt. RNA-
Banden wurden über UV-Shadowing (5.2.6.3) detektiert, aus dem Gel ausgeschnitten und
passiv aus dem Gel eluiert.

5.2.4.5 Diskontinuierliche SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese

Um Proteine unter denaturierenden Bedingungen in Abhängigkeit ihres Molekulargewich-
tes zu trennen, wurde ein diskontinuierliches Gelsystem nach Laemmli (1970) verwendet.
Dieses besteht aus einem Sammelgel, das die Proteine zunächst fokussiert, und einem
Trenngel, in dem die eigentliche Auftrennung erfolgt. Natriumdodecylsulfat (SDS) führt
als denaturierendes Agenz durch hydrophobe Wechselwirkungen des aliphatischen Restes
mit entsprechenden Proteinbereichen zur Auffaltung der Proteine. Dieses hat ein festes
Verhältnis von Proteinmasse zu Ladung zur Folge, so dass die Auftrennung im elektrischen
Feld ausschließlich nach dem Molekulargewicht erfolgt.
Die Proteinproben (etwa 50 ng bis 5 µg in einem Volumen von 10-20 µl) wurden nach
Zugabe von 5 µl β-Mercaptoethanol und 10 µl SDS-Probenpuffer für 5 min bei 100 ◦C
denaturiert. Die Elektrophorese erfolgte bei konstanter Spannung (100-120 V) über Nacht.
Die anschließende Detektion der Banden erfolgte durch Färbung mit ‘Coomassie Brilliant
Blue R250’(5.2.6.5).

Trenngellösung: 15% (w/v) Acrylamid/Bisacrylamid (29:1)
125 mM Tris-HCl, pH 6.8
0.1% (w/v) SDS

Sammelgellösung: 6% (w/v) Acrylamid/Bisacrylamid (29:1)
375 mM Tris-HCl, pH 8.8
0.1% (w/v) SDS
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SDS-Probenpuffer: 128 mM Tris-HCl, pH 6.8
20.4% (v/v) Glycerin
2% (w/v) SDS
0.01% (w/v) Bromphenolblau

Laemmli-Laufpuffer: 50 mM Tris-HCl, pH 8.8
0.1% (w/v) SDS
380 mM Glycerin

5.2.4.6 Temperaturgradienten-Gelelektrophorese (TGGE)

nach Rosenbaum und Riesner (1987)

Die TGGE ermöglicht eine Strukturanalyse eines RNA oder DNA-Moleküls, indem quer
zur Laufrichtung des Gels ein linearer Temperaturgradient angelegt wird. Während der
Elektrophorese ist jedes Molekül einer konstanten Temperatur ausgesetzt, bei der es eine
für diese Temperatur entsprechende Sekundärstruktur einnimmt. Diese Sekundärstruktur
verursacht, je nach ihrem Zustand, eine mehr oder weniger starke Retardierung im Gel.
Für die Elektrophorese wurde wie bei der nativen PAGE verfahren, wobei eine Gellösung
von 7.5% mit einer 29:1 (Acrylamid:Bisacrylamid) Vernetzung verwendet wurde. Um eine
bessere Handhabung des Gels zu ermöglichen, wurde es auf eine Gelbondfolie polymerisiert.
Als Gel- und Elektrophoresepuffer wurde 0.5x TBE verwendet. Die RNA-Proben wurden
im gleichen Volumen 1x TBE Probenpuffer aufgenommen. Die TGGE wurde in zwei Schrit-
ten durchgeführt. Zunächst wurde das auf eine Gelbondfolie polymerisierte Gel auf die bei
der niedrigeren Temperatur vortemperierte horizontale Platte gelegt. Für die bessere Wär-
meleitung zwischen Platte und Gel diente eine dünne Schicht 30%ige Glycerinlösung. Die
RNA-Probe wurde in 1x uRHM-Puffer bei 65◦C denaturiert und dann langsam (1◦C/min)
renaturiert. Hiernach wurde die RNA in Probenpuffer aufgenommen, in die Tasche (1 x
130 x 1.5 mm) gegeben und für 10 min bei 500 V elektrophoretisiert. Im zweiten Schritt
wurde nach dem Einlaufen der Probe in das Gel der Temperaturgradient mit zwei Wasser-
bädern (Haake F3/C Thermostat) angelegt und der lineare Temperaturgradient über einen
Zeitraum von 10 bis 15 min eingestellt. Anschließend wurde die Elektrophorese für weitere
2.5 h bei 300 V fortgesetzt. Zur Sichtbarmachung der Probe wurde das Gel silbergefärbt
(5.2.6.1), bei radioaktiven Proben autoradiographiert (5.2.6.4). Bei TGGE-Analysen mit
Proteinen wurde der auch in den Retardierungsgel-Analysen (5.2.8.10) verwendete Ansatz
sechsfach aufskaliert. Die Proben wurden ebenso wie unter (5.2.8.10) beschrieben behandelt
und auf die TGGE aufgetragen.

1x uRHM-Puffer: 50 mM Na-Cacodylat, pH 7.2
100 mM NaCl
1 mM DTT
0.5 mM EDTA
evtl. 5 mM MgCl2
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5.2.5 Elution von Nukleinsäuren aus einer Gelmatrix

5.2.5.1 DNA-Elution aus Agarosegelen über Glaswolle-Extraktion

Für die Glaswolle-Extraktion wurden 0.5 ml Eppendorfgefäße mit einem Loch im Boden im
unteren Bereich dicht mit silikonisierter Glaswolle gefüllt. Die aus dem Agarosegel ausge-
schnittene Bande wurde in die Gefäße verteilt, die in 1.5 ml Eppendorfgefäße als Auffangge-
fäße gestellt wurden. Die Proben wurden mehrmals bei 12000 rpm (Hettich Mikro22) kurz
zentrifugiert, bis keine Flüssigkeit mehr aus der Probe austrat. Der wässrige Auslauf wurde
vereinigt, Phenol/Chloroform extrahiert (5.2.3.1), mit Ethanol präzipitiert (5.2.3.2) und
die Konzentration und Reinheit der Präparation wurden über Agarosegelelektrophorese
(5.2.4.1) und spektralphotometrische Messung (5.2.2.1) bestimmt.

5.2.5.2 Passive Elution von RNA aus Polyacrylamidgelen

Für die passive Elution wurden nach dem Ausschneiden der Bande aus dem Gel einzelne
Gelstücke 2x über Nacht bei 4◦C in 800-1000 µl RNA-Elutionspuffer inkubiert. Anschlie-
ßend wurde der Puffer vorsichtig abgehoben und die aus dem Gel diffundierten Nuklein-
säuren aus der Lösung durch Ethanolfällung (5.2.3.2) isoliert.

RNA-Elutionspuffer: 1x TE mit 300 mM NaOAc, pH 5.0
und 0.1 mM EDTA, pH 8.0

5.2.6 Detektion von Nukleinsäuren und Proteinen

5.2.6.1 Silberfärbung nach Beidler et al. (1982)

Durch die Silberfärbung nach Beidler et al. können Nukleinsäuremengen ab 5 ng in Poly-
acrylamidgelen detektiert werden. Nach der Elektrophorese wurde das Gel zunächst 5 min
in Fixierlösung I geschwenkt und dann 10 min in Silbernitratlösung inkubiert. Es folgten
drei Waschschritte mit Aqua dest. für je 1 min. Anschliessend wurde das Gel so lange in
frisch angesetzter Entwicklerlösung geschwenkt, bis die Banden die gewünschte Intensi-
tät erreicht hatten. Der Entwicklungsprozess wurde durch 5-10-minütiges Schwenken in
Fixierlösung II gestoppt.

Fixierlösung I: 10%Ethanol
0.5% Essigsäure

Entwicklerlösung: 15 g NaOH
0.08 g Na2BH4

4 ml Formaldehyd
ad 1 l Aqua dest.

Fixierlösung II: 0.75% Na2CO3

5.2.6.2 Toluidinblau-Färbung

Durch die Toluidinblaufärbung können Nukleinsäuren in einer Gelmatrix nachgewiesen
werden. Dazu wurde das Gel eine Stunde in einer 0.1%igen (w/v) Toluidinblau-Lösung
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mit 7.5% Essigsäure geschüttelt und anschließend über Nacht in 1% Essigsäure so lange
entfärbt, bis der Hintergrund fast vollständig entfärbt war.

5.2.6.3 UV-Shadowing

Zur Detektion präparativer Mengen Nukleinsäure in Polyacrylamidgelen wurden diese nach
der Elektrophorese auf eine mit Fluoreszenzindikator beschichtete Dünnschichtchromatogra-
phie-Platte (DC-Alufolie Kieselgel 60 F254, Merck) gelegt und von oben mit UV-Licht der
Wellenlänge 254 nm bestrahlt. Durch Absorption des UV-Lichtes durch die Nukleinsäure
wurde der darunter liegende Fluoreszenzindikator nicht angeregt und die Bande erschien
dunkel vor dem übrigen, hell fluoreszierenden Hintergrund.

5.2.6.4 Autoradiographie

Zum Nachweis von radioaktiv markierten Proben wurden Röntgenfilme verwendet, die je
nach Expositionsdauer eine Detektion von Banden unterschiedlicher Intensität ermögli-
chen. Um eine Diffusion der Proben während der Exposition (1-5 Tage) zu vermeiden,
wurden die Expositionskassetten (Siemens) bei -20◦C gelagert. Bei Verwendung von Ver-
stärkerfolien erfolgte die Exposition bei -70◦C. Zur Entwicklung wurde der Film für 1-5
min in Tetenal Röntgenentwickler inkubiert, die Reaktion wurde 30 s in 3%iger Essigsäure
gestoppt und der Film wurde für 2-5 min im Tetenal Röntgenfixierbad fixiert.

5.2.6.5 Coomassie-Färbung von Proteinen

Für den Nachweis von Proteinen im SDS-Gel wurde ‘Coomassie Brilliant Blue R250’ ver-
wendet. Dazu wurde das Gel für 1 Stunde in einer Färbelösung aus 50% (v/v) Methanol,
10% (v/v) Essigsäure und 0.1% (w/v) ‘Coomassie Brilliant Blue R250’ geschüttelt. An-
schließend wurde das Gel so lange in einer Entfärbe-Lösung aus 10% (v/v) Methanol und
10% (v/v) Essigsäure geschüttelt, bis der Hintergrund nahezu entfärbt war.

5.2.7 Enzymatische Reaktionen

5.2.7.1 Restriktionshydrolysen von DNA

Mit Hilfe spezifischer Enzyme ist es möglich, DNA an bestimmten Stellen zu schneiden.
Diese enzymatischen Restriktionshydrolysen spielen eine wichtige Rolle bei der Analyse
von DNA-Fragmenten oder Plasmiden, sind aber ebenso wichtig für die Herstellung und
Identifizierung von Klonierungsvektoren. Zur Hydrolyse von plasmidärer DNA wurden
ausschließlich Restriktionsenzyme der Typ II Endonukleasen eingesetzt. Solche Enzyme
erkennen spezifische, meist palindromische DNA-Sequenzen, binden an diese und hydroly-
sieren die DNA direkt an diesen Erkennungsstellen (Zabeau und Roberts, 1979). Je nach
Restriktionsendonuklease entstehen hierbei DNA-Stränge mit 3´-oder 5´-überhängenden
(‘sticky’) oder glatten (‘blunt’) Enden. Bei allen Hydrolysen wurde bezüglich Temperatur
und Pufferbedingungen gemäß den Vorgaben des Herstellers vorgegangen. Hierbei wur-
den für analytische Ansätze in der Regel 1-2 µg Plasmid-DNA mit 1 U Enzym/µg DNA
in 10-20 µl Gesamtvolumen (mit 1x Endkonzentration des spezifischen Puffers) 1-2 Stun-
den inkubiert. Für präparative Hydrolysen wurde das Gesamtvolumen so gewählt, dass
die DNA- Konzentration von 1 µg/µl Ansatz nicht überschritten wurde. Zur Restriktion
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wurde 0.5 U Enzym/µg DNA eingesetzt und der Ansatz wurde über Nacht inkubiert. Zur
Kontrolle der Restriktion wurde nach der Inkubation ein Aliquot des Ansatzes in einer
PAGE (5.2.4.2) oder einer Agarosegelelektrophorese (5.2.4.1) aufgetrennt. Bei unvollstän-
diger Hydrolyse wurde das Reaktionsvolumen erhöht, frisches Enzym zugegeben und für
weitere 3-4 Stunden inkubiert.

5.2.7.2 Phosphorylierung von DNA Oligonukleotiden

Synthetisch gefertigte Oligonukleotide (Primer) besitzen durch die Herstellung an Festpha-
sen-Membranen kein 5´-Phosphat. Mit der T4-Polynukleotidkinase (PNK) lassen sich
Phosphatreste an solche 5´-endständige Hydroxylgruppen anhängen. Nutzt man als Sub-
strat α-32[P]ATP, ist es möglich, die Oligonukleotide radioaktiv zu markieren. Hierzu wur-
den in einem Reaktionsvolumen von 20 µl 10 pmol des zu markierenden Oligonukleotids
mit 1 U T4-Polynukleotidkinase und 50 µCi α-32[P]ATP in 1x Kinase-Puffer 45 min bei
37◦C inkubiert. Anschließend wurde der Ansatz zur Inaktivierung des Enzyms bei 68◦C für
weitere 10 min inkubiert. Nach diesem Schritt folgte die Fällung des markierten Oligonu-
kleotids durch Zugabe von 0.1 Volumen 7.5 M NH4OAc, pH 5.0, 0.05 Volumen Glykogen
(20 µg/ml) und 3 Volumen EtOH abs. mit flüssigem Stickstoff. Der Ansatz wurde an-
schließend 30 min bei 12000 rpm (Heraeus) zentrifugiert, das Pellet mit 80%igem Ethanol
gewaschen und im Vakuumkondensator getrocknet. Anschließend wurde das Pellet in 20 µl
Aqua dest. aufgenommen und einige Stunden auf einem Schüttler (Eppendorf) vollständig
gelöst. Zur Bestimmung der Markierungs-Effizienz wurde ein 1 µl Aliquot des markierten
Oligonukleotids im Szintillationszähler (Beckman LS 5000 TD) vermessen.

1x Kinase-Puffer: 50mM Tris-HCl, pH 7.6
5 mM DTT
10 mM MgCl2
0.1 mM EDTA, pH 8.0

5.2.7.3 3´-Endmarkierung von RNA mit 5´-32[P]pCp

Zur radioaktiven Endmarkierung von RNA nach Bruce und Uhlenbeck (1978) wurde mittels
der T4-RNA-Ligase ein radioaktiv markiertes Cytidin an das 3´-Ende der RNA gebunden.
Hierzu wurden 0.5 bis 1 µg spezifische RNA mit 4 U T4-RNA-Ligase, 10%DMSO und 20
µCi 5´-32[P]pCp in 1x T4-RNA-Ligase Puffer in einem Endvolumen von 20 µl über Nacht
bei 4◦C umgesetzt. Der Reaktionsansatz wurde nach der Inkubation entweder wie beschrie-
ben mit Ethanol präzipitiert oder mit dem ‘QIAquick Nucleotide Removal Kit’ (QIAGEN)
aufgereinigt. Die Effizienz der Markierung wurde durch Messung der eingebauten Radio-
aktivität im Szintilationszähler (Beckman LS 5000 TD)(5.2.1.3) bestimmt.

5.2.7.4 Ligationen von DNA-Fragmenten mit T4-Ligase

Für die ‘blunt’-Ligation zweier DNA-Fragmente wurden bis zu 200 ng DNA in verschiede-
nen Verhältnissen von Vektor- zu Insertfragment (1:1 bis 1:500 Verhältnis Vektor:Insert)
in einem Reaktionsvolumen von 20 µl mit 10 U T4-Ligase in 1x Ligase-Puffer über Nacht
bei 16◦C inkubiert. Die Ansätze wurden anschließend in Transformationsexperimente ein-
gesetzt.
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1x Ligase-Puffer: 66 mM Tris-HCl, pH 7.5
1 mM DTT
5 mM MgCl2
1 mM ATP

5.2.7.5 Klenow-Reaktion zur radioaktiven Markierung von DNA-Fragmenten mit

5´-überhängenden Enden

Mit Hilfe des Klenow-Fragmentes der DNA-Polymerase I können aufgrund der fehlenden
5´-3´-Exonukleaseaktivität doppelsträngige DNA-Fragmente mit 5´-überhängenden En-
den mit den komplementären Nukleotiden aufgefüllt werden. Ebenso ist auch eine radio-
aktive Markierung durch ein entsprechendes Nukleotid möglich. Zur radioaktiven Markie-
rung wurden im Reaktionsansatz 0.5-1µg DNA-Fragment mit je 10 mM dCTP, dGTP und
dTTP, 2 µCi α-32[P]dATP) und 5 U Klenow-Polymerase in einem Gesamtvolumen von 25
µl mit 1x Klenow-Puffer für 30 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Nach erhöhen des
Reaktionsvoulumens auf 50 µl wurde der Ansatz Phenol/Chloroform extrahiert (5.2.3.1)
und gefällt (5.2.3.2). Das getrocknete Pellet wurde in TE-Puffer aufgenommen.

10x Klenow-Puffer : 500 mM Tris-HCl, pH 7.2
1 mM DTT
100 mM MgSO4

500 µg/mlBSA

5.2.8 Spezielle Methoden

5.2.8.1 ‘Multiple round-run off’ in vitro Transkription mit T7-RNA-Polymerase

(RiboMAX, Promega)

Das von Promega vertriebene RiboMAX- System erlaubt es, mit der aus dem Phagen T7
gewonnenen RNA-Polymerase in vitro große Mengen RNA zu synthetisieren. Als Tem-
plate für die Polymerase dient hierbei ein spezifisches DNA-Fragment, meist aus einem
Vektor, das vor der zu transkribierenden Sequenz den spezifischen Promotor der T7-RNA-
Polymerase trägt. Die Polymerase synthetisiert von diesem Promotor aus sequenzspezifisch
RNA, bis sie das Ende des Fragments erreicht. Hier ‘fällt’ sie vom Template ab und kann
erneut am Promotor initiieren. Diese Art der Transkription wird deshalb auch als ‘multiple
round-run off’ in vitro Transkription bezeichnet. Für die Transkription wurden in einem
Gesamtvolumen von 30 µl 3 pmol Template mit 10 mM 4NTP-Mix, 0.1 U/µl PPase, 0.5
U/µl RNasin und 1.1 µl T7 RNA-Polymerase (288 U/µl) in 1x RiboMAX-Puffer für 2 Stun-
den bei 37◦C inkubiert. Nach Ablauf dieser Zeit wurden nochmals 1.1 µl Polymerase hinzu-
gegeben und für weitere 2 h inkubiert, um die Produkt-Ausbeute zu erhöhen. Für Ansätze
im präparativen Maßstab wurden die Komponenten entsprechend acht- oder zehnfach auf-
skaliert. Die Aufreinigung und Analyse der Transkripte erfolgte mittels dPAGE (5.2.4.3).
Zur Herstellung radioaktiv markierter Transkripte wurden zusätzlich zu oben angegebenen
Nukleotiden noch 50 µCi Uridin-, Adenin, Guanin oder Cytidin-5´-32[P]-Triphosphat zum
Ansatz gegeben.
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5x RiboMAX-Puffer: 400mM HEPES-KOH, pH 7.5
60 mM MgCl2
10 mM Spermidin
200 mM DTT

5.2.8.2 Alkalische Hydrolyse von RNA

Die limitierte Hydrolyse radioaktiv markierter RNA bei alkalischem pH-Wert führt zu der
Bildung einer Vielzahl verschiedener RNA-Fragmente. Die elektrophoretische Trennung
eines solchen Gemisches auf einem denatrierenden Gel erzeugt eine ‘Leiter’, die als Län-
genstandard für die Interpretation von RNA-Modifikationshydrolysen verwendet werden
kann. Radioaktiv endmarkierte 6S RNA (je 0.5 µg) wurden zusammen mit je 5 µg tRNA
‘Carrier’ in 0.02 ml Alkalipuffer gelöst und 5, 7.5 und 10 Minuten bei 95◦C erhitzt. Die
Probe wurde sofort auf 0◦C abgekühlt und mit Ethanol gefällt (5.2.3.2). Die verschiedenen
Präzipitate wurden in Formamidprobenpuffer aufgenommen und gemischt.

Alkali-Puffer: 50mM NaHCO3/Na2CO3, pH 9.5

5.2.8.3 Primer-Extension-Analyse von RNA

Primer-Extension Reaktionen wurden ähnlich der von Stern et al. (1988) beschriebenen
Methode durchgeführt. Sie dienten zur Analyse von Reaktionen, welche nicht direkt mit
3´-markierter RNA durchgeführt wurden. Bei der Primer-Extension wird die zu analysie-
renden RNA als Template genutzt, von welchem eine virale Reverse Transkriptase (AMV)
in vitro eine sequenzspezifische ‘copy DNA’ (cDNA) synthetisiert. Diese cDNA-Fragmente
geben indirekt die Fragmentlängen der RNA wieder und können über dPAGE aufgetrennt
werden. Für die Primer-Extension wurde zunächst mit α-32[P]ATP markiertes spezifisches
Oligonukleotid an die zu untersuchende RNA hybridisiert. Hierzu wurden 50-300 ng RNA
mit 1 µl spezifischem Oligonukleotid (2x 105 - 5x 105 cpm) in 100 mM KCl, 50 mM Tris-
HCl, pH 8.0 in einem Volumen von 7.5 µl bei 65◦C für 2 min inkubiert und dann langsam
(1◦C/min) auf Raumtemperatur (≤28◦C) abgekühlt. 2 µl dieses Hybridisierungsansatzes
wurden anschließend mit 2 µl einer 4dNTP-Lösung und 1 Unit AMV in 1x AMV-Puffer in
einem Reaktionsvolumen von 5 µl 30 min bei 42◦C inkubiert. Nach der Inkubation wurde
die Reaktion durch Zugabe von 5 µl Formamid- oder Harnstoff-Probenpuffer gestoppt. Vor
dem Auftragen auf eine 10% dPAGE wurden die Proben 3 min bei 96◦C denaturiert.

5x AMV-RT-Puffer: 125 mM Tris-HCl
125 mM KCl
125 mM DTT
125 mM MgCl2

4dNTP-Lösung: je 250 µM dATP, dCTP, dGTP, dTTP und
1 U AMV-RT/ Ansatz in 10 mM Tris-HCl, pH 7.5
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5.2.8.4 Primer-Extension-Sequenzierung

Die Primer-Extension-Sequenzierung erfolgte analog zur Primer-Extension-Reaktion (siehe
5.2.8.3), wobei das Volumen der Hybridisierung 8.5 µl betrug. Für die Sequenzierungsre-
aktion wurden in einem Gesamtvolumen von 6 µl 2 µl des Hybridisierungsansatzes mit 2
µl des jeweiligen d(d)NTP-Mixes und einer Unit AMV-RT in 1x AMV-RT-Puffer 30 min
bei 42◦C inkubiert. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 6 µl Harnstoff-Probenpuffer
gestoppt, denaturiert und über dPAGE analysiert.

d(d)NTP-Mix: je 250µM dATP, dCTP, dGTP,dTTP,

zusätzlich dazu im: A-Mix: 50 µM ddTTP
C-Mix: 50 µM ddGTP
G-Mix: 50 µM ddCTP
T-Mix: 50 µM ddTTP,
alle in 10 mM Tris-HCl, pH 7.5

5.2.8.5 UV-Quervernetzungsexperimente

UV-Quervernetzungen wurden entweder mit 3´-endmarkierter 6S RNA oder mittels Primer-
Extension-Analysen durchgeführt.

UV-Quervernetzungen mit 3´-endmarkierter 6S RNA 1x 106 cpm 3´-endmarkierte 6S
RNA pro Ansatz wurden mit etwa 3000 ng RNA Polymerase Holoenzym (σ70 in 1x KGlu80
für 30 min bei 30◦C inkubiert. Nach der Komplexbildung wurde 200 ng/µl Heparin als Kom-
petitor zugefügt. Die Ansätze wurden auf Eis mit 0.9 bis 2.7 J UV-Licht bestrahlt (254 nm
Wellenlänge, Stratalinker, Stratagene). Die Ansätze wurden anschließend mit 1 µg RNase
A versetzt und 45 min bei 37◦C inkubiert. Die Proben wurden auf 1x SDS-Probenpuffer
eingestellt und auf ein 15% Laemmli-Gel (5.2.4.5) aufgetragen. Die Auftrennung erfolgte
bei 100 V über Nacht. Die Gele wurden anschließend Coomassie gefärbt und autoradiogra-
phiert (5.2.6.4).

UV-Quervernetzungen mit anschließender Primer-Extension-Analyse 100 ng 6S RNA
wurden mit etwa 3000 ng RNA Polymerase (Rekonstituierte Holoenzyme (5.2.8.8) oder
Core-Enzym) oder mit Sigmafaktoren in 1x KGlu80 für 30 min bei 30◦C inkubiert. An-
schließend wurde 200 ng/µl Heparin als Kompetitor dem Ansatz hinzugefügt. Die Proben
wurden dann auf Eis mit 1.8- 2.4 J UV-Licht der Wellenlänge 254 nm bestrahlt (Strata-
linker, Stratagene). Danach wurden die Proben mit 500 ng Proteinase K versetzt und 1
h bei 37◦C inkubiert. Es folgte eine Phenol/Chloroform-Extraktion (5.2.3.1) mit anschlie-
ßender Fällung (5.2.3.2). Die gewaschenen und getrockneten Pellets wurden direkt in die
Primer-Extension-Reaktion (5.2.8.3) eingesetzt.

5.2.8.6 Northern-Blot-Analysen

Für die Northern-Analyse wurde die Methode nach (Maniatis et al. 1989) verwendet. Dazu
wurden spezifische RNA oder Transkriptionsansätze über eine native oder denaturieren-
den Gelelektrophorese getrennt. Das Gel wurde unmittelbar nach der Elektrophorese in
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Gegenwart von 5x SSC-Puffer auf eine Nylonmembran übertragen (Hybond N, Amers-
ham). Der Transfer erfolgte passiv über 14-16 Stunden durch Kapillartrasfer. Nach dem
Transfer wurde die RNA durch Bestrahlung mit UV-Licht (1200 mJ, 254 nm, Stratalinker,
Stratagene) kovalent auf der Nylonmembran fixiert.Anschließend konnte die Membran für
die Hybridisierung mit 32[P]-markierten Sonden eingesetzt werden. Dazu wurde sie mit
der RNA-haltigen Seite nach innen in eine Glasflasche eingebracht. Nach Zugabe vom 20
ml Hybridisierungslösung erfolgte eine Vorinkubation im Hybridisierungsofen (Biometra)
für 2 Stunden bei der entsprechenden Hybridisierungstemperatur. Für die Hybridisierung
wurden 1-5 x 106 cpm 32[P]-markierte Sonde zu der Membran gegeben und diese 14-16
Stunden bei der entsprechenden Temperatur inkubiert. Danach wurde die Hybridisierungs-
lösung verworfen und die Membran wurde zum entfernen unspezifisch gebundener Sonden
3 x 30 Minuten mit je 50 ml Waschlösung bei der Hybridisierungstemperatur gewaschen.
Die Hybridisierungstemperatur ergab sich aus dem ermittelten Tm-Wert minus 8◦C. Um
nacheinander verschiedene Sonden gegen die gleich RNA hybridisieren zu können, wurde
die Sonde durch dreimaliges einstündiges Waschen mit 50 ml Aqua dest. bei 80◦C entfernt.
Anschließend konnte wie beschrieben eine weitere Sonde eingesetzt werden.

Hybridisierungslösung: 5x SSC-Puffer
7.5% (w/v) SDS
50 µg/ml Heringssperm-DNA

Waschpuffer: 5x SSC-Puffer
0.1% (w/v) SDS

20x SSC: 300 mM Natriumacetat
3 M NaCl, pH 7.0

5.2.8.7 In vitro Transkription mit E. coli RNA-Polymerase

Bei der in vitroTranskription mit E. coli RNA Polymerase handelt es sich um eine ‘multiple
round’ in vitro Transkription, bei der jede Transkriptionseinheit mehrfach von der E. coli
RNA-Polymerase abgelesen werden kann. Bei der Verwendung von DNA-Fragmenten ist
das Transkriptende festgelegt, ohne dass es einer Terminatorstruktur bedarf (so genannte
‘run off’-Templates). Für die Transkription mit superspiralisierten (‘ccc’) Plasmiden, wel-
che eher die natürlichen Gegebenheiten in der Zelle widerspiegeln, sind jedoch Terminato-
ren am Ende des gewünschten Transkriptionsbereiches notwendig. An diesen Strukturen
stoppt die RNA Polymerase die Transkription und verlässt das Template, um am Promotor
neu zu initiieren.

In vitro Transkriptionen mit DNA-Fragmenten In einem Gesamtvolumen von 10 µl wur-
den 1 nM Template mit 3 nM aktiver RNA-Polymerase (rekonstituierte Enzyme (5.2.8.8),
verdünnt in AB-Diluent) mit oder ohne 6S RNA in 1x KGlu80-Premix je nach Versuchs-
anordnung (siehe Ergebnisse) bei 30◦C inkubiert. Um nach Ende der Inkubationszeit neue
Initiationen zu verhindern und eine Beendigung aller angefangenen Transkripte zu erzielen,
wurde der Ansatz mit 1.5 µl ‘Chase’-Lösung versetzt. Die Reaktion wurde nach weiteren
10 Minuten bei 30◦C durch Zugabe von 10 µl Formamid-Probenpuffer inklusive 1000 cpm
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radioaktiver Standard-DNA/Ansatz beendet. Ansätze wurden vor der Auftrennung über
eine 10% dPAGE (5.2.4.3) 3 Minuten bei 96◦C denaturiert und auf Eis abgekühlt.

In vitro Transkriptionen mit superspiralisierten Plasmiden In einem Gesamtvolumen
von 10 µl wurden 5 nM ‘ccc’-Template mit 3 nM aktiver RNA-Polymerase (rekonstituierte
Enzyme (5.2.8.8)), verdünnt in AB-Diluent) je nach Versuchsanordnung (siehe Ergebnis-
teil) mit oder ohne 6S RNA in 1x KGlu80 oder KGlu160-Premix 8 min bei 30◦C inkubiert.
Um nach der Inkubationszeit Neuinitiationen zu unterdrücken und begonnene Transkripte
zu beenden, wurden 1.5 µl ‘Chase’-Lösung zugegeben und die Ansätze weitere 10 Minuten
bei 30◦C inkubiert. Hiernach wurde die Reaktion durch Zugabe von 10 µl Formamid-
Probenpuffer (inklusive 1000 cpm Standard-DNA/Ansatz) beendet. Die Ansätze wurden
bei 96◦C denaturiert und mittels dPAGE (10%) aufgetrennt.

In vitro Transkriptionen mit supersprialisierten Plasmiden und Transkriptionsfaktoren
In vitro Trankriptionen mit den Transkriptionsfaktoren FIS, H-NS, LRP und StpA wurden
analog zu den oben beschriebenen in vitro Transkriptionen durchgeführt. Die Transkripti-
onsfaktoren wurden hierzu in TGED-Puffer (5.2.8.10) verdünnt und 10 Minuten mit dem
Promotor in 1x KGlu80-Premix bei RT vorinkubiert. Anschließend wurde das entsprechene
Holoenzym zugegeben und die Reaktion wurde wie beschrieben durchgeführt.

In vitro Transkriptionen zur Herstellung größerer Mengen des ‘de novo’-Transkripts
Zur Herstellung größerer Mengen des ‘de novo’-Transkripts wurden 2.5 µg 6S RNA mit 20
µg RNA-Polymerase (supplementiertes σ70-Holoenzym oder rekonstituierte Core-Enzyme)
mit je 400 µM jedes NTPs in 1x KGlu80-Puffer für 30 Minuten bei 30◦C inkubiert (ins-
gesamt 1 ml in 10x 100 µl-Ansätzen). Nach der Inkubation wurden zu jedem Ansatz 10
µl ‘Chase’-Lösung pipettiert und für weitere 20 Minuten inkubiert. Anschließend wurden
die Proben mittels nativer PAGE (5%, 46:1) aufgetrennt und die entsprechenden Banden
wurden wie unter (5.2.5.2) beschrieben aus dem Gel eluiert. Zur Herstellung radioaktiver
Transkripte wurde der Ansatz analog zu der ‘in vitro Transkription mit DNA-Fragementen’
durchgeführt, wobei jedoch anstelle des DNA-Templates 6S RNA angeboten wurde, so-
wie 20 nM RNA-Polymerase (supplementiertes σ70-Holoenzym oder rekonstituierte Core-
Enzyme). Hierfür wurde der oben beschriebene Ansatz auf das 10fache angehoben. Nach
der Reaktion wurde der Ansatz mit 1 U DNase I (RNase frei) versetzt, 1 Stunde bei 37◦C
inkubiert und anschließend mittels des ‘QIAquick Nucleotide Removal Kit’ (QIAGEN)
aufgereinigt.

AB-Diluent: 10 mM Tris-HCl, pH 8.0
10 mM MgCl2
10 mM β-Mercaptoethanol
50 mM NaCl
100 µg/ml BSA, acetyliert
0.1 mM EDTA, pH 8.0
5% (v/v) Glycerin

KGlu80-Premix: je 65 µM ATP, CTP, GTP
5 µM UTP
5 µCi (133nM) α-32[P]UTP
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x nM spezifisches DNA-Template
in 10x KGlu80

KGlu160-Premix: wie KGlu80-Premix, jedoch in 10x KGlu160

1x KGlu80-Puffer: 50 mM Tris-Acetat, pH 8.0
10 mM Mg-Acetat
0.5 mM DTT
0.1 mM EDTA
100 µg/ml BSA, acetyliert
80 mM Kaliumglutamat

1x KGlu160-Puffer: wie 1x KGlu80-Puffer, jedoch mit
160 mM Kaliumglutamat

‘Chase’-Lösung: je 2 mM ATP, CTP, GTP, UTP
2 mg/ml Heparin
1 mM Tris-HCl, pH 7.0

FA-Probenpuffer: 95 % Formamid (deionisiert)
20 mM EDTA pH 8.0

Standard-DNA: Als Standard wurde ein DNA-Fragment mit
einer Länge von 260 Bp verwendet (pUC18-1 BamHI/EcoRI)

5.2.8.8 Rekonstitution von σ70- und σ38-Holoenzymen

Die in dieser Arbeit verwendeten DNA-abhängigen RNA-Polymerasen wurden durch Re-
assemblierung des Core-Enzyms mit den entsprechenden σ-Faktoren selbst hergestellt. Das
Core-Enzym wie auch die σ-Untereinheiten lagen in hoher Reinheit vor. Zur Rekonstitution
von Holoenzymen mit den spezifischen Sigmafaktoren für exponentielles (σ70) und statio-
näres (σ38) Wachstum wurde die gewünschte Menge aktiver Core-Enzyme vorgelegt, wenn
nötig mit AB-Diluent verdünnt und mit entsprechender Menge Sigmafaktor gemischt und
1 Stunde auf Eis inkubiert. Die σ-Faktoren wurden wenn nötig ebenfalls in AB-Diluent
verdünnt. Die zur Rekonstitution benötigten molaren Verhältnisse von Core-Enzym zu
σ-Faktoren wurden experimentell bestimmt (Reckendrees, 2004) und betrugen für:

Core : σ70 = 1:15
Core : σ38 = 1:180 oder 1:500

5.2.8.9 Bestimmung von Transkriptionsstartstellen

Die nukleotidgenaue Bestimmung der Transkriptionsstartstellen von Promotoren erfolgte
durch indirekte Betrachtung von in vitro Transkripten über die Synthese einer
cDNA per Primer-Extension (5.2.8.3). Die in vitro Synthese der mRNA von den plasmi-
där codierten Promotoren P1 und P2 des ssrS -Gens und der RNA1 erfolgte in Anlehnung
an die Transkriptionsbedingungen mit superhelikalen Templates. Da die Elongationszeit
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nicht die Qualität der Transkriptionsprodukte beeinflusst, wurde zu Erhöhung der mRNA-
Ausbeuten die Inkubationszeit verlängert. In einem Reaktionsvolumen von 200 µl wurden
10 nM superspiralisiertes Template mit 6 nM aktivem σ70- oder σ38-Holoenzym und 65 µM
ATP, CTP, GTP und UTP in 1x KGlu80-Puffer 30 Minuten bei 30◦C inkubiert. Anschlie-
ßend wurden der Ansatz mit 30 µl ‘Chase’-Lösung versetzt und für weitere 20 Minuten
bei 30◦C inkubiert. Der Ansatz wurde anschließend zur Inhibierung der RNA-Polymerase
für 3 Minuten auf 68◦C erhitzt. Danach wurden 10 U DNase I (RNase frei) zugegeben
und der Ansatz wurde eine Stunde bei 37◦C inkubiert. Der Ansatz wurde anschließend
mit Phenol/Chloroform extrahiert und mit Ethanol gefällt. Das getrocknete Pellet wurde
direkt in Primer-Extension-Analysen (5.2.8.3) eingesetzt.

5.2.8.10 Retardierungsanalysen (Gelshift-Analysen)

Gelshift-Analysen zur Bestimmung von Polymerase-DNA- oder Polymerase-RNA Kom-
plexen RNA-Polymerase-Komplexe mit Promotorfragmenten oder (6S)RNA wurden mit
Hilfe von Retardierungsgelen analysiert. Unter nativen Bedingungen wurden die Komplexe
auf Polyacrylamidgelen aufgetrennt, wobei die Komplexe im Vergleich zu der freien DNA
oder RNA deutlich verzögert laufen. Retardierungsanalysen ermöglichen die Untersuchung
des Bindeverhaltens der RNA-Polymerase unter verschiedenen Bedingungen. Die Bedin-
gungen wurden modifiziert nach Garner und Revzin (1981) und Nachaliel et al. (1989).
Zur Identifikation der Komplexe an radioaktiv markierten Promotorfragmenten (5.2.7.4)
oder radioaktiv markierter RNA (5.2.7.3) wurde folgende Standardansatz genutzt:

3 nM aktive RNA-Polymerase (rekonstituierte Enzyme (x))
1 nM radioaktiv markiertes Promotorfragment oder
9 nM radioaktiv markierte (6S) RNA

(500 µM erstes und zweites Startnukleotid)
in 1x KGlu80 ad 10 µl mit Aqua dest.

Der Ansatz wurden 10 Minuten bei 30◦C zur Komplexbildung inkubiert. Neuinitiationen
wurden durch Zugabe von Heparin 50-200 ng/µl Ansatz verhindert. Anschließend wurde
die Probe auf 5% Glycerin (v/v) eingestellt und auf einem 5%igen PAA-Gel (46:1 Acrya-
mid:Bisacrylamid) bei 30 mA 2-3 Stunden. Um ein Aufheizen des Gels zu verhindern,
wurde ein Ventilator vor die Gelapparatur gestellt.

Gelshift-Analysen mit DNA-Promotorfragmenten und Transkriptionsfaktoren Mit der
Methode der Gelshift-Analyse kann das Bindeverhalten von Transkriptionsfaktoren an
einen spezifischen Promotor untersucht werden. Proteine, die spezifisch an ein DNA-Promo-
torfragment gebunden sind, laufen im nativen Gel im Vergleich zur freien DNA verzögert.
Für die Analysen mit radioaktiv markierter DNA wurde folgender Standardansatz gewählt:

2 nM radioaktiv markiertes Promotorfragment
x µM Transkriptionsfaktor, verdünnt in TGED300

in 1x Bindepuffer ad 15 µl mit Aqua dest.

Der Ansatz wurde 10 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Unspezifische Bindungen
wurden durch Zugabe von 50 ng Heparin/µl Ansatz verhindert. Die Probe wurde mit 5
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µl Auftragungspuffer (0.02% Xylencyanolblau, 0.02% Bromphenolblau, 5% Glycerin (v/v)
in 2x TBE) versetzt und auf ein 5%iges natives PAA-Gel (46:1 Acryamid : Bisacrylamid)
aufgetragen. Die Auftrennung erfolgte bei 30 mA 2-4 Stunden. Um ein Aufheizen des Gels
zu verhindern, wurde ein Ventilator vor die Apparatur gestellt.

1x TGED-Puffer: 10 mM Tris-HCl, pH 8.0
5% Glycerin
0.1 mM EDTA, pH 8.0
0.1 mM DTT
100 mM (TGED100) oder 300 mM (TGED300) NaCl

1x Bindepuffer: 500 mM Tris/HCl, pH 7.4
700 mM KCl
NaCl 150 mM
10 mM EDTA, pH 8.0
100 mM β-Mercaptoethanol

5.2.8.11 Hydroxylradikal-‘Footprints’ von RNA

Hydroxylradikal-‘Footprints’ von RNA wurden in Anlehnung an die von (Hüttenhofer und
Noller (1992) und Schickor und Heumann (1994)) beschriebenen Methoden durchgeführt.
Mit dieser Methode können spezifische Kontakte, die z.B. ein Protein mit einer RNA ein-
geht, gemappt werden. Hydroxylradikale (starkes Oxidationsmittel) entstehen bei der De-
kompensation von Wasserstoffperoxid unter der Beteiligung von Metallionen als Kataly-
sator. Mit Eisen als Katalysator lässt sich der Mechanismus in der klassischen ‘Fenton-
Reaktion’ beschreiben (Kappus, 1981).

•O2
− + Fe3+ −→ O2 + Fe2+

H2O2 + Fe2+ + H+ −→ •OH + Fe3+ + H2O

Die entstehenden Hydroxylradikale sind so reaktiv, dass sie direkt mit benachbarten Mo-
lekülen reagieren. Hydroxylradikal-‘Footprints’ mit 6S RNA und RNA-Polymerase (E70
und E38) wurden im ‘Damage-Selection’-System mit 3´-endmarkierter 6S RNA durchge-
führt. Hierbei wurde zunächst die RNA mit Hydroxylradikalen statistisch modifiziert. Bei
einer anschließenden Komplexbildung bindet die RNA-Polymerase nur an die Bereiche, die
für eine Bindung noch ausreichend sind.

3´-32[P]pCp-markierte 6S RNA (1-4x 106 cpm) wurde wie folgt mit Hydroxlradikal-
‘Footprint’-Reagenzien behandelt: je 1 µl H2O2 und Ascorbinsäure wurden auf die ei-
ne Seite des Deckels des Eppendorfgefäßes gegeben, Fe(NH4)2(SO4)2 und EDTA auf die
andere. Die Reaktanden wurden im Deckel gemischt, durch kurzes Zentrifugieren in die
Probe gebracht und bei 0◦C für 10 min inkubiert. Hiernach wurden die Proben mit Phe-
nol/Chloroform extrahiert (5.2.3.1), gefällt, gewaschen und getrocknet. Die getrockneten
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Pellets wurden in TE-Puffer aufgenommen. Die so behandelte 6S RNA wurde dann zur
Komplexbildung mit 20 nM RNA-Polymerase (rekonstituierte Enzyme) in 1x KGlu80-
Puffer (5.2.8.7) 30 Minuten bei 30◦C inkubiert und anschließend mit 200 ng Heparin/µl
Ansatz versehen. Die Komplexe wurden dann über ein natives 5%iges PAA-Gel (46:1) 3 h
bei 30 mA und Ventilator aufgetrennt. Die Komplexbanden und die freie 6S RNA wurden
aus dem Gel ausgeschnitten und zwei mal über Nacht passiv aus dem Gel eluiert (Eluti-
onspuffer: 300 mM NaOAc, pH 5.0; 0.1 mM EDTA, pH 8.0 in TE-Puffer). Der Überstand
wurde mit Ethanol gefällt, die Pellets in 5 µl Formamidprobenpuffer resuspendiert und
über eine 10%ige dPAGE aufgetrennt und anschließend autoradiographiert.

Hydroxylradikal-‘Footprint’-
Reagentien: 50 mM Fe(NH4)2(SO4)2

2.5% H2O2

100 mM EDTA, pH 8.0
250 mM Na-Ascorbat

5.2.8.12 2D-‘Fingerprint’-Analysen von RNA

Die 2D-‘Fingerprint’-Analyse ermöglicht die Auftrennung verschiedener radioaktiv mar-
kierter RNA-Oligonukleotide nach einer enzymatischen Spaltung der RNA.

Hierzu wurde zunächst mit α-32[P]GTP radioaktiv markierte 6S RNA und ‘de novo’-
Transkript über in vitro Transkription mit T7- oder E. coli RNA-Polymerase wie beschrie-
ben (5.2.8.1 und 5.2.8.7) hergestellt. Nach der Transkription wurden die Proben über das
‘QIAquick Nucleotide Removal Kit’ (QIAGEN) aufgereinigt, um restliche Nukleotide und
die Enzyme zu entfernen. Um einen vollständigen Verdau mit RNase T1 zu erreichen, wur-
den die Proben mit 5 U RNase T1 für 45 min bei 37◦C in einem Gesamtvolumen von 10 µl
inkubiert. 5 µl aus diesem Ansatz wurden direkt in das gleiche Volumen Formamidproben-
puffer gegeben und über eine 20%ige dPAGE aufgetrennt. Der Rest des Ansatzes wurde
über eine 2-Dimensionale Dünnschichtchromatographie analysiert.
Die Trennung wird durch zwei chromatographische Schritte in unterschiedlichen Fließ-
mitteln durchgeführt. Mit Polyethylenimin imprägnierte Dünnschichtplatten (20 x 20 cm)
wurden vor der Chromatographie in 2 M Ameisensäure/ Pyridin (pH 2.2) und anschließend
in A. dest. gewaschen und getrocknet. Die Probe wurde auf die Dünnschichtplatte gege-
ben und nach dem Antrocknen zunächst in A. dest. bis 1 cm über den Auftragungspunkt
chromatographiert. Nach diesem Vorlauf erfolgte die Trennung in der 1. Dimension bis 1
cm unter den Rand der Chromatographieplatte. Nach der Trennung in der 1. Dimension
wurden die Platten mit 70% Ethanol gewaschen und im Abzug getrocknet. Anschließend
erfolgte nach einem erneuten Vorlauf mit A. dest. (1 cm) die Trennung in der 2. Dimension.
Hierfür wurden die Platten um 90◦ gedreht. Die Platten wurden nach dem Lauf erneut mit
70% Ethanol gewaschen, getrocknet und anschließend autoradiographiert.

Fließmittel 1. Dimension: 7.4 M Ameisensäure (28%)
5 M Harnstoff

Fließmittel 2. Dimension: 1 M Ameisensäure
4 M Harnstoff, mit Pyridin auf pH 4.3 eingestellt.
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5.2.8.13 Sequenzierung von RNA

Die Sequenzierung des ‘de novo’-Transkriptes der 6S RNA erfolgte nach dem Kettenab-
bruchverfahren (Axelrod et al., 1978). Hierbei wurden bei der Elongationsreaktion einer
in vitro Transkription mit E. coli RNA-Polymerase und 6S RNA 3´-Deoxynukleotide (3´-
dNTPs) als Substrate angeboten. 500-1000 nM 6S RNA wurden mit 20 nM rekonstituier-
ter RNA-Polymerase (E70 und E38, siehe 5.2.8.8) in Gegenwart von 100 µM spezifischem
Nukleotid (ATP, CTP, GTP), 100 µM UTP 400, µM der übrigen Nukleotide, 5 µCi α-
32[P]UTP und 100 µM (3´-dCTP: 500 µM) des 3´-dNTPs in 1x KGlu80 Puffer bei 30◦C
20 Minuten inkubiert. Nach Zugabe der ‘Chase’-Lösung wurden die Proben weitere 10 Mi-
nuten bei 30◦C inkubiert. Die Reaktion wurde anschließend auf die Hälfte ihres Volumens
einrotiert, mit Formamid-Probenpuffer versetzt, auf eine 10%ige dPAGE aufgetragen und
anschließend autoradiographiert. Die Tabelle 5.1 zeigt die Zusammensetzung der Nukleo-
tide in den einzelnen Sequenzierungsreaktionen.

Tabelle 5.1: Nukleotidzusammensetzung der einzelnen Sequenzierungsreaktionen.

A C G U

ATP (100 µM) CTP (100 µM) GTP (100 µM) —

GTP,CTP (400 µM) GTP,ATP (400 µM) ATP,CTP (400 µM) ATP,CTP,GTP (400 µM)

UTP (5 µM)

α-32[P]UTP (5 µM)

3´-dATP (100 µM) 3´-dCTP (100 µM) 3´-dGTP (100 µM) 3´-dUTP (100 µM)
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Anhang

Tabelle A: Quantifizierung der Komplexinhibierung des rrnB P1-Promotors und E70
bei 6S RNA Zugabe. Angegeben sind die Mittelwerte und die Standardabweichung von zwei
angegebenen Experimenten.

6S RNA[nM] % Restaktivität (Mittelwert) Standardabweichung

5 107 1

10 85 2

50 72 2

100 61 0

1000 18 1

Tabelle B: Quantifizierung der Komplexinhibierung des bolA-Promotors und E38 bei
6S RNA Zugabe. Angegeben sind die Mittelwerte und die Standardabweichung von zwei unab-
hängigen Experimenten.

6S RNA [nM] % Restaktivität (Mittelwert) Standardabweichung

5 54 4

10 41 6

50 37 5

100 25 2

1000 6 2
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Tabelle C: Quantifizierung der Komplexinhibierung des bolA-Promotors und E70 bei
6S RNA Zugabe. Angegeben sind die Mittelwerte und die Standardabweichung von zwei unab-
hängigen Experimenten.

6S RNA [nM] % Restaktivität (Mittelwert) Standardabweichung

5 122 0

10 112 3

50 56 7

100 37 5

1000 2 1

Tabelle D: Quantitative Auswertung der bolA-Transkripte bei in vitro Transkriptio-
nen mit linearen Templates. Die Mittelwerte und Standardabweichungen ergeben sich aus drei
unabhängigen Versuchen.

6S RNA [nM] % Restaktivität (Mittelwert) Standardabweichung

0 100 -

10 63 4

50 26 5

100 16 3

250 0 -

Tabelle E: Quantitative Auswertung der in vitro Transkriptionen mit superhelikalen
Templates. Angegeben sind die Mittelwerte der Restaktivitäten in % und die jeweilige Standard-
abweichung (s) von drei unabhängigen Versuchen.

6S RNA [nM] rrnB P1 s RNA1(E70) s bolA s RNA1(E38) s

A: Zugabe der 6S RNA zur Rekonstitution

50 34 4 30 8 33 4 31 3

100 24 2 21 6 19 3 17 1

250 28 1 27 4 16 5 16 2

B: Zugabe der 6S RNA zur RNA-Polymerase (nach Rekonstitution)

50 62 3 49 9 38 3 33 1

100 46 8 36 4 21 2 19 3

250 34 1 25 5 12 1 12 2

C: Zugabe der 6S RNA zum Template

50 90 0 88 1 60 2 57 7

100 81 11 78 0 38 2 33 7

250 60 1 49 0 20 1 19 4
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Tabelle F: Quantifizierungen der in vitro Transkription mit 6S RNA bei hohen Salz-
konzentrationen. Gezeigt sind die Mittelwerte (% Restaktivität) von zwei unabhängigen Expe-
rimenten. s= Standardabweichung. Die teilweise hohe Standardabweichung ist auf eine zum Teil
stark unterschiedliche Schwärzung der Autoradiogramme zurückzuführen. Alle Experimente zeig-
ten jedoch den gleichen Gang und wurden daher als Signifikant betrachtet.

6S RNA [nM] rrnB P1 s RNA1(E70) s bolA s RNA1(E38) s

10 71 11 61 7 74 17 73 8

100 22 4 26 4 39 16 37 15

250 15 1 18 1 17 2 15 1

500 13 4 14 4 11 1 10 0

Tabelle G: Quantifizierungen der in vitro Transkription mit 5S- und tRNA. Angegeben
sind die Mittelwerte (für 5S RNA) (% Restaktivität) von zwei unabhängigen Experimenten. s=
Standardabweichung. Für die tRNA ist keine Standardabweichung angegeben, da hier nur ein
Experiment durchgeführt wurde.

RNA [nM] rrnB P1 s RNA1(E70) s bolA s RNA1(E38) s

5S RNA

50 37 4 35 4 41 4 37 1

100 15 2 12 1 20 1 17 2

500 4 4 4 6 3 0 2 1

tRNA

50 74 - 78 - 79 - 84 -

100 61 - 50 - 67 - 70 -

500 47 - 40 - 38 - 46 -
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Tabelle H: Quantitative Auswertung der in vitro Transkriptionen von p6S-T mit Zu-
gabe von 6S RNA. Angegeben sind die Mittelwerte der Restaktivitäten in % und die jeweilige
Standardabweichung (s) von vier unabhängigen Versuchen. Die teilweise hohe Standardabweichung
resultiert aus der unterschiedlich starken Schwärzung der Autoradiogramme, alle Transkriptionen
zeigten aber den gleichen Gang.

6S RNA [nM] ssrS P1 s RNA1(E70) s ssrS P2 s RNA1(E38) s

Homologe Promotoren

50 31 6 13 5 32 15 18 8

100 56 15 33 14 28 9 11 12

250 24 14 11 9 18 9 5 8

500 31 9 17 6 19 10 10 12

Heterologe Promotoren

50 16 6 — - 41 6 — -

100 30 11 — - 43 8 — -

250 15 8 — - 29 6 — -

500 22 8 — - 29 5 — -
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Abkürzungsverzeichnis

A Adenosin
A260 Absorption bei 260 nm
A280 Absorption bei 280 nm
Abb. Abbildung
abs. absolut
APS Ammoniumperoxodisulfat
AMV Avian myeloblastosis virus
ATP Adenosintriphosphat
bzw. beziehungsweise
C Cytidin
cDNA copyDNA
Ci Curie (2.22 x 1012 cpm)
cpm ‘counts per minute’
cps ‘counts per second’
CTP Cytidintriphosphat
oC Grad Celsius
ddNTP Didesoxyribonukleinsäure
DEPC Diethylpyrocarbonat
DNA Desoxyribonukleinsäure
DNase Desoxyribonuklease
ds doppelsträngig
DTT Dithiotheritol
E. coli Escherichia coli
EDTA Ethylendiamintetraacetat
EtBr Ethidiumbromid
FIS ‘factor of inversion stimulation’
G Guanosin
GTP Guanosintriphosphat
h Stunde
kb Kilobasenpaare
l Liter
LRP ‘Leucine-responsive regulatory Protein’
m milli (10−3)
mm Millimeter
M Mol pro Liter
min Minute
mg Milligramm
mM Millimolar
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µ mikro (10−6)
µM Mikromolar
n nano (10−9)
ng Nanogramm
NS Nukleinsäure
Nt Nukleotid
OD optische Dichte
P Promotor
PAA Polyacrylamid
PCR Polymerasekettenreaktion
PAGE Polyacrylamid-Gelelektrophorese
PE Primer-Extension
PEG Polyethylenglycol
RNA Ribonukleinsäure
RNAP RNA-Polymerase
RNase Ribonuklease
rpm Umdrehungen pro Minute
rrn ribosomale Transkriptionseinheit
rRNA ribosomale RNA
RT Raumtemperatur
S Svedberg
SDS Natriumdodecylsulfat
sec Sekunde
ss einzelsträngig
T Thymidin
Tab. Tabelle
TEMED N,N,N’,N’-Tetramethyethylendiamin
Tris Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan
U Unit
UE Untereinheit
üN über Nacht
üT über Tag
UTP Uraciltriphosphat
UV ultraviolett
V Volt
VIS visible
v/V Volumenprozent
W Watt
w/v ’weight per volume’ (Gewichtsprozent)
µ Mikro
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