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Summary 

Ribonuclease E (RNase E) is likely the most important endoribonuclease in Gram-negative bacteria. As a 

frequently essential enzyme, RNase E is involved in the processing of numerous RNA species. In order to 

investigate the transcriptome-wide activity of RNase E, mutants with thermosensitive RNase E enzymes have 

been analysed through TIER-seq in recent years. Thereby, >20,000 RNase E-dependent RNA 5'-ends were de-

tected in the transcriptomes of Salmonella enterica, Vibrio cholerae and Rhodobacter sphaeroides. Interestingly, 

in R. sphaeroides the reduction of RNase E activity led to a severe growth deficit under phototrophic conditions 

in addition to an altered stress resistance. A recent follow-up study of this phenotype revealed that important 

transcriptional activators of photosynthesis-related genes of R. sphaeroides are regulated in an RNase E-de-

pendent manner. Furthermore, the data show that RNase E has a function in the growth condition-dependent 

control of RNA degradation rates. While the mRNA stabilities of three important transcriptional regulators 

were not significantly affected under microaerobic conditions, the reduced enzyme activity led to a significant 

change in RNA half-lives under phototrophic conditions. 

As one of the few known double-strand-specific endoribonucleases, RNase III, like RNase E, plays an im-

portant role in bacterial gene regulation. However, compared to RNase E, RNase III is much higher conserved 

and can be found in all known bacteria and eukaryotes. RNase III has long been known to be involved in the 

maturation of bacterial rRNAs. Especially since the discovery of numerous new sRNAs in the last 15 years, 

which can form RNA-RNA hybrids with cellular target mRNAs, RNase III has again become a focus of research 

as a global regulator of gene expression. Recent RNA-seq studies have identified numerous substrates of 

RNase III, particularly among the sRNA-mRNA hybrids, and thus revealed important functions of the enzyme, 

for example in the production of antibiotics, regulation of virulence, maturation of CRISPR-RNAs or regula-

tion of toxin/anti-toxin systems. A recent study on RNase III in R. sphaeroides demonstrated for the first time 

an involvement of the enzyme in the bacterial quorum sensing system in addition to functions in stress re-

sistance and the formation of the photosynthetic apparatus. 

RNA-binding proteins regulate gene expression by interacting with cellular transcripts and thus influence 

intramolecular RNA folding, intermolecular base pairing or the accessibility of RNase cleavage sites. The 

small DUF1127-protein CcaF1 was recently identified as a novel RNA-binding protein in R. sphaeroides. A 

comparison of the CcaF1 binding partners identified by RIP-seq revealed an partially overlapping binding 

spectrum between microaerobic and phototrophic growth conditions. An interaction with the pigment bind-

ing protein-encoding pufBA mRNA was detected under both microaerobic and phototrophic conditions by 

RIP-seq analysis. Interestingly, overexpression of CcaF1 had an opposite effect on the stability of pufBA under 

the two conditions: While destabilization of pufBA was observed under microaerobic conditions, the overex-

pression of CcaF1 had a stabilizing effect on pufBA under phototrophic conditions. 

This work examines the present state of research on posttranscriptional gene regulation in bacteria by 

discussing step-by-step current research results on the function of RNase E, RNase III as well as the novel 

RNA binding protein CcaF1 from R. sphaeroides in the context of the latest state of knowledge. In addition, 

this work provides an important scientific contribution by investigating the effects of different environmental 

conditions on posttranscriptional gene regulation and revealing new functions of RNase E, RNase III and 

CcaF1. 
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Zusammenfassung 

Ribonuklease E (RNase E) ist die wohl einflussreichste Endoribonuklease in Gram-negativen Bakterien. Als 

häufig essentielles Enzym, ist RNase E an der Prozessierung zahlreicher RNA-Spezies beteiligt. Um das tran-

skriptomweite Wirkspektrum der RNase E zu untersuchen, wurden in den letzten Jahren Mutanten mit ther-

mosensitiven RNase E Enzymen mittels TIER-seq analysiert. Dabei wurden >20.000 RNase E-abhängige RNA 

5‘-Enden in den Transkriptomen von Salmonella enterica, Vibrio cholerae und Rhodobacter sphaeroides detek-

tiert. In R. sphaeroides führte die Reduktion der RNase E Aktivität interessanterweise neben einer veränderten 

Stressresistenz zu einem schwerwiegenden Wachstumsdefizit unter phototrophen Bedingungen. Eine aktu-

elle Folgeuntersuchung dieses Phänotyps ergab, dass wichtige Transkriptionsaktivatoren der Photosynthese-

Gene in R. sphaeroides RNase E-abhängig reguliert werden. Weiterhin zeigen die Daten, dass RNase E eine 

Funktion in der Umweltbedingungs-abhängigen Kontrolle der RNA-Abbauraten besitzt. Während die mRNA-

Stabilitäten dreier wichtiger Transkriptionsregulatoren unter mikroaeroben Bedingungen nicht signifikant 

beeinflusst wurden, führte die verminderte Enzymaktivität unter phototrophen Bedingungen zu einer signi-

fikanten Veränderung der RNA-Halbwertszeiten. 

Als eine der wenigen bekannten Doppelstrang-spezifischen Endoribonukleasen besitzt RNase III ebenso wie 

RNase E eine wichtige Bedeutung in der bakteriellen Genregulation. Im Vergleich zur RNase E ist RNase III 

jedoch deutlich stärker konserviert und kommt in allen bekannten Bakterien und Eukaryonten vor. Dabei ist 

RNase III schon seit längerer Zeit für ihre Beteiligung an der Reifung bakterieller rRNAs bekannt. Spätestens 

mit der Entdeckung zahlreicher neuer sRNAs in den letzten 15 Jahren, welche RNA-RNA Hybride mit zellulä-

ren Ziel-mRNAs bilden können, ist RNase III als globaler Regulator der Genexpression wieder in den Fokus 

der Forschung gerückt. Neuere RNA-seq Studien konnten insbesondere unter den sRNA-mRNA-Hybriden 

zahlreiche Substrate der RNase III identifizieren und somit wichtige Funktionen des Enzyms zum Beispiel in 

der Antibiotikaproduktion, Virulenz, Reifung von CRISPR-RNAs oder Regulation von Toxin/Anti-Toxin-Sys-

temen aufzeigen. Eine kürzlich durchgeführte Studie zur RNase III in R. sphaeroides demonstrierte hierbei 

neben interessanten Funktionen in der Stressresistenz und der Ausbildung des Photosynthese-Apparates 

erstmals eine Beteiligung des Enzyms im bakteriellen Quorum sensing System. 

RNA-Bindeproteine regulieren die Genexpression indem sie mit zellulären Transkripten interagieren und so 

die intramolekulare RNA-Faltung, intermolekulare Basenpaarungen oder die Zugänglichkeit von RNase-

Schnittstellen beeinflussen. Das kleine DUF1127-Protein CcaF1 wurde kürzlich als neuartiges RNA-Bindepro-

tein in R. sphaeroides identifiziert. Ein Vergleich der mittels RIP-seq identifizierten CcaF1 Bindepartner ergab 

ein nur teilweise überlappendes Bindespektrum unter mikroaeroben und phototrophen Wachstumsbedingun-

gen. Eine Interaktion mit der Pigmentbindeprotein-kodierenden pufBA mRNA wurde sowohl unter mikroae-

roben als auch unter phototrophen Bedingungen mittels RIP-seq Analyse nachgewiesen. Interessanterweise 

hatte die Überexpression von CcaF1 einen gegensätzlichen Effekt auf die Stabilität von pufBA unter den bei-

den Bedingungen: Während unter mikroaeroben Bedingungen eine Destabilisierung von pufBA beobachtet 

wurde, wirkte die Überexpression von CcaF1 unter phototrophen Bedingungen stabilisierend auf pufBA. 

Die vorliegende Arbeit befasst sich mit dem gegenwärtigen Stand der Forschung zur posttranskriptionellen 

Genregulation in Bakterien, indem schrittweise aktuelle Forschungsergebnisse zur Funktion der RNase E und 

RNase III sowie des neuartigen RNA-Bindeproteins CcaF1 aus R. sphaeroides im Kontext des aktuellen Wis-

sensstandes diskutiert werden. Darüber hinaus leistet diese Arbeit einen wichtigen wissenschaftlichen Bei-

trag, da sie die Auswirkungen unterschiedlicher Umweltbedingungen auf die posttranskriptionelle Genregu-

lation untersucht und anhand dessen neue Funktionen von RNase E, RNase III und CcaF1 aufdeckt.  
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Meister der Anpassung 

Bakterien gehören zu den ältesten Bewohnern un-

seres Planeten. Durch ihre besonders lange evolu-

tionäre Entwicklungshistorie konnte eine große Ar-

tenvielfalt entstehen. Von der Spitze des Mount 

Everests bis in die Tiefen des Marianengrabens, un-

sere Welt ist voller Bakterien. Dabei besiedeln sie 

nicht nur nahezu alle erdenklichen Habitate um 

uns herum, sondern begleiten uns auch auf und so-

gar in uns. Während die meisten der uns bekannten 

Bakterienarten in einer überschaubaren Auswahl 

an standardisierten Wachstumsbedingungen kulti-

viert werden können, benötigen einige stärker spe-

zialisierte und viele bisher unerforschte Arten teil-

weise komplexe Wachstumsvoraussetzungen, wel-

che oft nur an besonderen Standorten existieren.  

Obwohl sich die heutige bakterielle Artenvielfalt im 

Laufe der Evolution an verschiedenste Standorte 

anpassen konnte, sind die umweltbedingten 

Standortgegebenheiten in der Natur nicht immer 

gleichbleibend, sondern verändern sich dynamisch. 

Schwankende abiotische Parameter, wie Feuchtig-

keit, Temperatur, Osmolarität, pH-Wert, Strah-

lung, Sauerstoffverfügbarkeit und Nährstoffange-

bot beeinflussen die Wachstumsbedingungen eines 

jeden Individuums. Gleichzeitig wirken biotische 

Faktoren, wie die Zusammensetzung mikrobieller 

Lebensgemeinschaften sowie Interaktionen mit 

Artgenossen und fremden Spezies, auf das Leben 

bakterieller Zellen ein. Um sich stetig wechselnden 

Umweltbedingungen anpassen zu können und so-

mit die evolutionäre Fitness zu steigern, haben 

Bakterien diverse Mechanismen zur Regulation ih-

rer Genexpression entwickelt.  

Das von Francis Crick am 19. September 1957 auf 

einem Symposium der Society of Experimental Bio-

logy präsentierte und 1958 schriftlich veröffent-

lichte „Zentrale Dogma der Molekularbiologie“1 

stellt bis heute einen Meilenstein im Verständnis 

des Mechanismus der Genexpression dar. Als erste 

Publikation beschrieb dieser Aufsatz die Linearität 

der Genexpression und den Fluss der genetischen 

Information von der DNA über die Transkription in 

die RNA, welche schließlich durch die Translation 

in ein funktionelles Protein übersetzt werden kann. 

Darauffolgend konnte durch zahlreiche Experi-

mente ein großer Wissensschatz angesammelt wer-

den, welcher für unser heutiges Verständnis der 

Genexpression in Lebewesen essentiell ist.  

Erstmals 15 Jahre nach Francis Cricks Hypothesen-

formulierung diskutierte David Apirion, dass sich 

der damals aktuelle Wissenstand besonders aus-

führlich mit der de novo Synthese von RNA (Tran-

skription) befasste, wobei ein vergleichsweises 

spärliches Verständnis zum Abbau von RNA 

herrschte. Während seine relativ simple Arbeitshy-

pothese darin bestand, dass der RNA-Abbau in         

Escherichia coli eine Art einfacher Recycling-Pro-

zess zur Freigabe von Nukleotiden sein muss, 

diente diese Annahme als Grundlage für eine Band-

breite nachfolgender Untersuchungen2. Heute, 50 

Jahre später, ist klar, dass die bakterielle Genex-

pression ein hochkomplexer Prozess ist, welcher 

zahlreiche Mechanismen beinhaltet und gleicher-

maßen durch RNA-Syntheserate und -Abbaurate 

definiert wird.  

 

Die RNA-Polymerase 

Damit die Genexpression effizient gesteuert wer-

den kann, besitzen Bakterien die Möglichkeit, auf 

mehreren Ebenen der Genexpression regulierend 

eingreifen zu können. Auf Ebene der Transkription 

spielt die Zusammensetzung der DNA-abhängigen 

RNA-Polymerase (im Folgenden verkürzt als RNA-

Polymerase bezeichnet) eine wichtige Rolle.  

Da höhere Lebewesen, wie die meisten Eukaryon-

ten, ein sehr dicht durch Histone kondensiertes Ge-

nom besitzen, können eukaryontische RNA-Poly-

merasen im Gegensatz zu bakteriellen RNA-Poly-

merasen zumeist nicht unmittelbar an die 
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chromosomale DNA binden. Häufig müssen sie zu-

erst in einem Prä-Initiationskomplex assembliert 

werden3. Dabei steuern Eukaryonten ihre Genex-

pression bereits durch eine sehr komplexe Regula-

tion auf Chromatin-Ebene, indem sie die Zugäng-

lichkeit der DNA stark variieren können, zum Bei-

spiel mittels einer veränderten Zusammensetzung 

der Histon-DNA-Komplexe (Nukleosomen). Inte-

ressanterweise besitzen Archaeen, welche spätes-

tens seit 1990 als eigenständige prokaryontische 

Domäne des Lebens gelten4, ebenfalls Histone. 

Diese ähneln zwar in ihrer Tertiärstruktur den eu-

karyontischen Histonen, bilden allerdings Quar-

tärstrukturen aus, welche sich deutlich von den eu-

karyontischen Nukleosomen unterscheiden5,6. 

Weiterhin besitzen Eukaryonten drei verschiedene 

RNA-Polymerase Enzyme, welche über unter-

schiedliche DNA-Bindespezifitäten verfügen. Im 

Gegensatz dazu besitzen Prokaryonten nur eine 

einzige RNA-Polymerase7, wobei die archaelle 

RNA-Polymerase der eukaryontischen RNA-Poly-

merase II ähnelt und mit 12-14 Untereinheiten re-

lativ komplex aufgebaut ist8. Die bakterielle RNA-

Polymerase ist deutlich einfacher aufgebaut und 

besteht im Kern aus den beiden großen Unterein-

heiten β und β´, zwei α-Untereinheiten und einer 

ω-Untereinheit9. Als zusätzliche Untereinheit, 

kann ein σ-Faktor an den bakteriellen RNA-Poly-

merase-Kernkomplex binden, wodurch das so ge-

nannte RNA-Polymerase-Holoenzym entsteht. 

Aufgrund der Affinität des σ-Faktors zu spezifi-

schen -10 und -35 lokalisierten Erkennungsmoti-

ven an den DNA-Promotoregionen, kann das RNA-

Polymerase-Holoenzym gezielt an bestimmte Pro-

motorregionen geführt werden, um die Transkrip-

tion zu initiieren10,11. Durch den Einsatz verschie-

dener σ-Faktoren können Bakterien die DNA-Bin-

despezifität der RNA-Polymerase modulieren. 

Viele Bakterienarten besitzen einen house keeping 

σ-Faktor, welcher zur RNA-Synthese während des 

exponentiellen Wachstums verwendet wird. Um auf 

Umweltveränderungen reagieren und zum Beispiel 

eine Stoffwechselanpassung einleiten zu können, 

werden oft alternative σ-Faktoren aktiv, welche den 

house keeping σ-Faktor ersetzen und somit die 

DNA-Bindespezifität der RNA-Polymerase verän-

dern12. Dies führt dazu, dass die genetische Infor-

mation des Stoffwechselprogramms auf RNA-

Ebene umgestellt werden kann. Häufig leiten präg-

nante Veränderungen abiotischer Umweltfaktoren, 

wie zum Beispiel eine starke Abweichung von der 

optimalen Wachstumstemperatur13–15, die Anwe-

senheit reaktiver Sauerstoffspezies16,17 oder Nähr-

stoffmangelsituationen18 die Synthese oder Akti-

vierung alternativer σ-Faktoren ein. Dabei kann ein 

σ-Faktor direkt die Transkription von mehr als 100 

Genen kontrollieren19,20. Um die Transkription ein-

zelner Gene feiner regulieren zu können, verwen-

den Bakterien zusätzlich eine Vielzahl weiterer 

Transkriptionsfaktoren, welche entweder als Tran-

skriptionsaktivator oder -repressor wirken können. 

 

Transkriptionsregulation am Beispiel der Rhodobacter 

sphaeroides Photosynthese-Gene 

Das fakultativ-phototrophe α-Proteobakterium 

Rhodobacter sphaeroides21,22 (mittlerweile phyloge-

netisch dem neu entstandenen Genus Cereibacter 

zugeordnet23) ist für seinen vielfältigen Metabolis-

mus bekannt und dient in zahlreichen Studien als 

Modellorganismus zur Erforschung der transkripti-

onellen Regulation der Photosynthese-Genexpres-

sion24–26. Auch durch die frühe Sequenzierung des 

R. sphaeroides Genoms27 und dessen Zugänglichkeit 

für genetische Modifikationen, erhielt das Bakte-

rium als metabolisches Multitalent große Aufmerk-

samkeit bei der Entwicklung interessanter Anwen-

dungen in der Biotechnologie. Dabei wird R. sphae-

roides zum Beispiel in der grünen Wasserstoffpro-

duktion28,29, der Produktion von Polyhydroxyalka-

noaten (Ressource zur Herstellung biologisch 
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abbaubaren Plastiks)30–32, der Bioremediation von 

kontaminierten Böden und Gewässern33–35 oder der 

in vitro CO2-Fixierung verwendet36–38. 

Die Expression Photosynthese-relevanter Gene ist 

in R. sphaeroides eng an den Sauerstoffgehalt und 

die Lichtverfügbarkeit am Wachstumsstandort ge-

koppelt. Während bei Vorherrschen eines hohen 

Sauerstoffpartialdrucks Energie durch aerobe Re-

spiration konserviert wird, bildet das Bakterium bei 

einem sinkenden Sauerstoffgehalt photosynthe-

tisch-aktive Pigment-Proteinkomplexe in Membr-

aneinstülpungen der inneren Zellmembran aus 

(siehe Abbildung 1).  

 

Abbildung 1: Schematische Darstellung der 

photosynthetischen Membran von R. sphaeroi-

des. Der Photosynthese-Apparat von R. sphaeroides 

befindet sich in intrazytoplasmatischen Membra-

ninvaginationen und besteht unter anderem aus 

dem Lichtsammelkomplex I (LH I: light harvesting 

complex I), welcher ein Dimer mit dem photochemi-

schen Reaktionszentrum (RC: reaction center) bildet 

und von mehreren Lichtsammelkomplexen II (LH 

II: light harvesting complex II) umgeben ist. In räum-

licher Nähe befindet sich ein Cytochromkomplex 

(bc1 Komplex). Dieser kann einen Protonengradien-

ten durch zyklischen Elektronentransport entlang 

der Membran generieren, welcher durch eine ATP-

Synthase zum Aufbau von ATP und somit zur Ener-

giekonservierung genutzt wird. (Grafik modifiziert 

nach: 41). 

Bei der simultanen Abwesenheit von Sauerstoff und 

dem Vorhandensein einer geeigneten Lichtquelle 

stellt R. sphaeroides den Stoffwechsel auf eine 

anoxygene Photosynthese um24. Die strikte 

Koordinierung der Photosynthese-Genexpression 

ist für R. sphaeroides notwendig, da das Bakterioch-

lorophyll der photosynthetischen Lichtsammel-

komplexe bei Anwesenheit von Sauerstoff als      

photosensitizer wirkt39. Dabei kann zytotoxischer 

Singulett-Sauerstoff, durch Energieübertragung 

auf molekularen Sauerstoff im Triplett-Grundzu-

stand40, produziert werden. Für die präzise Regula-

tion der Photosynthese-Gen Transkription in An-

passung an Sauerstoff- und Lichtverfügbarkeit in 

der Umgebung besitzt R. sphaeroides multiple Tran-

skriptionsfaktorsysteme, welche teilweise synerge-

tisch und überlappend agieren. 

 

Das PrrA/PrrB Zwei-Komponenten-System 

Das aktivierende Zwei-Komponenten-System be-

stehend aus PrrA und PrrB (Prr: photosynthetic 

response regulator) reguliert die Transkription zahl-

reicher Photosynthese-Gene in Abhängigkeit vom 

Redox-Zustand42,43. Durch ihre Transmembran-Do-

mäne kann die Zytoplasmamembran-gebundene 

Phosphokinase PrrB die Sauerstoffverfügbarkeit 

wahrnehmen. Hierbei führt der Elektronfluss in Ge-

genwart von Sauerstoff durch die cbb3 Oxidase zu 

einer Stimulierung der Phosphatase-Aktivität von 

PrrB44, wodurch dessen Autokinase-Aktivität redu-

ziert wird und PrrB vorwiegend in einem unphos-

phorylierten Zustand vorliegt.  

Eine Abnahme des Elektronenflusses durch cbb3 bei 

Abwesenheit von Sauerstoff dient als Signal zur Sti-

mulierung der PrrB Autokinase Funktion, wodurch 

Histidin-Seitenketten der zytoplasmatisch lokali-

sierten Proteinregion phosphoryliert werden45. 

Durch die Autophosphorylierung aktiviert, kann 

PrrB die angefügte Phosphat-Gruppe auf eine As-

partat-Seitenkette der N-terminalen Domäne des 

response regulator PrrA übertragen. Infolgedessen 

geht PrrA in den aktiven Zustand (PrrA-P) über und 

dimerisiert46. Die C-terminalen Helix-Turn-Helix 

Strukturen des aktiven Homodimers können 
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schließlich ein spezifisches Konsensusmotiv, be-

stehend aus zwei invertierten GCGNC-Sequenzen, 

an der DNA binden und dort die Transkription akti-

vieren47. Dieses Konsensusmotiv findet sich bei-

spielweise in den Promotorregionen der puf und puc 

Gene48, welche Pigmentbindeproteine des Licht-

sammelkomplex I und Lichtsammelkomplex II ko-

dieren (siehe Abbildung 1 und 2). 

 

Das AppA/PpsR Anti-Repressor/Repressor-System 

Ein weiteres Regulationssystem der Photosyn-

these-Gen Transkription in R. sphaeroides besteht 

aus dem Transkriptionsrepressor PpsR (photopig-

ment suppression) und seinem Anti-Repressor AppA 

(activation of photopigment and puc expression). Als 

Gegenspieler zum aktivierenden PrrA/PrrB-System 

inhibiert PpsR die Transkription zahlreicher Photo-

synthese-Gene, unter anderem puf, puc, sowie ei-

nige Gene zur Häm-Synthese (hem Gene), Bakterio-

chlorophyll-Synthese (bch Gene) und Karotinoid-

Synthese (crt Gene)49–51 (siehe Abbildung 2). Die 

höchste DNA-Bindeaffinität zum TCT-N12-AGA 

Konsensusmotiv49 besitzt PpsR unter aeroben Be-

dingungen. Unter anaeroben Bedingungen (gelöste 

Sauerstoffkonzentration [O2] ≤ 3 µM) können für die 

Proteinfaltung wichtige Cystein-Disulfid-Brücken 

durch Reduktion gebrochen und folglich die Bin-

deaffinität zum Konsensusmotiv reduziert wer-

den52,53. 

Der Anti-Repressor des Systems, AppA, kann die 

Lichtintensität in der Umwelt durch eine N-termi-

nale BLUF-Domäne (blue light sensing using FAD)54 

wahrnehmen. Diese absorbiert Blaulicht mit Hilfe 

eines nicht-kovalent gebundenen FAD-Chromo-

phors55,56, wodurch eine Konformationsänderung 

von AppA induziert werden kann57–59. Bemerkens-

werterweise kann die BLUF-Domäne unabhängig 

vom C-terminalen Rest des AppA Proteins funktio-

nieren60 und stellt aufgrund struktureller Unter-

schiede zur FAD-bindenden PAS-Domäne von 

Photolyasen und pflanzlichen Cryptochromen ei-

nen neuartigeren Typ biologischer Blaulichtrezep-

toren dar54. Neben seiner lichtwahrnehmenden Ei-

genschaft kann AppA ebenfalls den Redox-Zustand 

in der Umgebung messen und wurde somit Anfang 

der 2000er Jahre als erstes Protein beschrieben, 

welches die Perzeption von Licht- und Redox-Zu-

stand zugleich integriert56. Während man anfäng-

lich eine Redox-Wahrnehmung mittels FAD-Cofak-

tor der BLUF-Domäne vermutete61, konnte in spä-

teren Arbeiten gezeigt werden, dass AppA den Re-

dox-Zustand durch einen nicht-kovalent gebunde-

nen Häm-Cofaktor erkennen kann62–64. Die Sauer-

stoff- und Licht-abhängige Konformationsände-

rung des Anti-Repressors AppA erhöht die Bindeaf-

finität gegenüber PpsR und es kann sich ein AppA-

PpsR2 Komplex bilden. Durch Bindung des Anti-Re-

pressors AppA wird die DNA-Bindeaktivität von 

PpsR vollständig inhibiert. Folglich ist die PpsR-ab-

hängige Repression der Photosynthese-Gen Tran-

skription außer Kraft gesetzt52. 

 

Der Transkriptionsaktivator FnrL 

Neben dem aktivierenden PrrA/PrrB Zwei-Kompo-

nenten-System, verfügt R. sphaeroides über einen 

weiteren zentralen Transkriptionsaktivator der 

Photosynthese-Gene, das FnrL Protein. FnrL be-

sitzt ebenfalls eine Helix-Turn-Helix-Domäne und 

ist ein Homolog des Fnr (fumarate nitrate regulator) 

Transkriptionsfaktor aus E. coli, welcher spezifisch 

an DNA mit der Konsensussequenz TTGAT-N4-AT-

CAA bindet65. Zur signalbedingten Regulation der 

Genexpression kann FnrL den vorherrschenden Re-

dox-Zustand mit Hilfe eines Eisen-Schwefel-Clus-

ter wahrnehmen. Dieses wird über vier Cystein-Sei-

tenketten in der N-terminalen Region des Proteins 

gebunden66. Eisen-Schwefel-Cluster sind ubiquitär 

in nahezu allen Lebewesen vorkommend67 und kön-

nen als Cofaktor von Eisen-Schwefel-Cluster-Pro-

teinen genutzt werden, welche unterschiedlichste 
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biologischen Funktionen ausüben67–69. Die Bindung 

des Eisen-Schwefel-Clusters aktiviert Fnr-Prote-

ine, wie FnrL, indem es eine Homodimerisierung 

des Proteins induziert70,71. Neben dem puc Operon 

werden Gene zur Häm-Synthese und Bakteriochlo-

rophyll-Synthese transkriptionell positiv durch das 

aktive FnrL kontrolliert72–76 (siehe Abbildung 2). In-

teressanterweise reguliert FnrL auch das PrrA-

abhängige Regulon indirekt, indem es die Expres-

sion von CcoN (Komponente der cbb3 Cytochrom-

Oxidase) kontrolliert77. Durch Anwesenheit von 

Säure, Sauerstoff oder anderen Oxidationsmitteln 

können Eisen-Schwefel-Cluster rapide beschädigt 

werden78,79, wodurch FNR-Proteine zumeist mono-

merisieren und ihre DNA-Bindeaffinität drastisch 

reduziert wird71,80.

Abbildung 2. Die zentralen Transkriptionsfaktoren der Photosynthese-Genexpression und deren Re-

gulons in R. sphaeroides. Das Schema zeigt den Einfluss der drei wichtigen Transkriptionsregulationssys-

teme FnrL, PrrB/PrrA und AppA/PpsR auf die Expression der Photosynthese-Gene in R. sphaeroides. Das Zwei-

Komponenten-System bestehend aus der Sensorkinase PrrB und dem response regulator PrrA aktiviert die 

Transkription von bch, crt, puc und puf Genen in Abwesenheit von Sauerstoff. PpsR reprimiert die Transkrip-

tion zahlreicher bch, crt und hem Gene, sowie die Operons der puf und puc Gene. In Abwesenheit von Sauer-

stoff wird der Anti-Repressor AppA exprimiert, welcher bei ausreichender Lichtintensität PpsR komplexiert 

und dessen reprimierende Wirkung inhibiert. FnrL nimmt den Redoxzustand durch einen Eisen-Schwefel-

Cluster Cofaktor wahr. In Abwesenheit von Sauerstoff liegt das Eisen-Schwefel-Cluster intakt vor und ermög-

licht die Homodimerisierung von FnrL, wodurch die Transkription der beiden puc Operons und einiger hem 

Gene aktiviert wird. PcrX und PcrZ sind zwei kleine nicht-kodierende RNAs, welche ihre Ziel-mRNAs in trans 

binden und dadurch reprimierend wirken. bch Gene: kodieren Komponenten der Bakteriochlorophyll a-Synthese; 

crt Gene: kodieren Komponenten der Karotinoid-Synthese; hem Gene: kodieren Komponenten der Tetrapyrrol-Syn-

these; puf Gene: kodieren Pigmentbindeproteine des Lichtsammelkomplex I; puc Gene: kodieren Pigmentbindepro-

teine des Lichtsammelkomplex II. (Grafik modifiziert nach: 81) 
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Kleine RNAs als Regulatoren der Photosynthese-

Gene 

Kleine, nicht-kodierende RNAs (in Bakterien 

sRNAs genannt) können durch Basenkomplemen-

tarität mit bestimmten Ziel-mRNAs in der Zelle di-

rekt interagieren und so die Stabilität oder Transla-

tionseffizienz der Ziel-mRNA regulieren82–85. Durch 

moderne Hochdurchsatztranskriptomik, untestützt 

von Northern blot Analysen, konnten seit 2009 86 

zahlreiche sRNAs in R. sphaeroides identifiziert 

werden. Während für einige dieser sRNAs ein mo-

dulierender Einfluss auf die Stressresistenz87–92 o-

der die Wachstumsrate93,94 beschrieben werden 

konnte, wurden drei sRNAs im posttranskriptionel-

len Photosynthese-Genregulationsnetzwerk von R. 

sphaeroides identifiziert.  

Die zuerst entdeckte sRNA im Photosynthese-Re-

gulationsnetzwerk von R. sphaeroides, PcrZ (photo-

synthesis control RNA Z), hemmt die Expression von 

bchE und puc2A durch direkte sRNA-mRNA Inter-

aktion. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass 

die Abundanzen vieler zusätzlicher Photosynthese-

mRNAs in Abhängigkeit von PcrZ beeinflusst wer-

den95,96. 

Als zusätzliche sRNA, entsteht PcrX (photosynthesis 

control RNA X) durch Co-Transkription der puf 

Gene und anschließender Prozessierung aus der 3´-

UTR (untranslated region) des polycistronischen puf 

Transkripts. PcrX bindet an das pufX Segment der 

puf mRNA, wodurch deren Halbwertszeit herabge-

setzt und die zelluläre Stöchiometrie der Puf-Pro-

teine (beschrieben in: 97–99) beeinflusst wird100. 

asPcrL (anti-sense photosynthesis control RNA L) ist 

eine weitere sRNA, welche direkt die Expression 

des puf Operons moduliert. Anders als PcrZ und 

PcrX entsteht asPcrL durch Transkription vom anti-

sense DNA-Strang seiner Ziel-mRNA, dem pufL 

Segment. Durch perfekte Basenkomplementarität 

bindet asPcrL an das pufL Segment der polycistro-

nischen pufBALMX mRNA. Das asPcrL-pufBALMX 

sRNA-mRNA Hybrid wird im Folgenden von der 

Doppelstrang-spezifischen Endoribonuklease III 

(RNase III) erkannt und prozessiert, was zur post-

transkriptionellen Feinregulation der puf Genex-

pression und als weiterer Kontrollmechanismus zur 

Etablierung der Puf-Protein Stöchiometrie bei-

trägt101. 

 

Riboregulation in Bakterien 

Durch die Formulierung des zentralen Dogmas der 

Molekularbiologie angestoßen, wurden in den fol-

genden Jahren nach Francis Cricks Hypothesenfor-

mulierung zahlreiche Komponenten der transkrip-

tionellen Regulation der Genexpression entdeckt. 

Auf Grund dessen ging man ursprünglich davon 

aus, dass die zentrale Regulation der Genexpres-

sion vor allem auf transkriptioneller Ebene stattfin-

det.  

Interessanterweise stellt die differentielle Expres-

sion der Rhodobacter puf Gene ein anschauliches 

Gegenbeispiel zu dieser Vermutung dar. Da die 

Transkription der puf Gene in einer gemeinsamen 

Transkriptionseinheit exakt identisch reguliert 

wird, ließe sich vermuten, dass auch die kodierten 

Proteine in einem quantitativ ähnlichen Verhältnis 

zueinander vorliegen. Entgegen dieser Vermutung, 

führt eine überraschend komplexe posttranskripti-

onelle Regulation der puf RNA dazu, dass eine mehr 

als 10-fach unterschiedliche Proteinmenge der ein-

zelnen Komponenten generiert werden kann97,102–

104 (siehe Abbildung 3). 
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Abbildung 3: Posttranskriptionelle Regulation der puf Genexpression in Rhodobacter. Die puf Gene (Q, 

B, A, L, M und X) sind auf dem Negativ-DNA-Strang des ersten Chromosoms in einem gemeinsamen Operon 

organisiert. Die Transkription wird positiv durch PrrA und negativ durch PpsR kontrolliert. Im Gegensatz zur 

nah verwandten Spezies Rhodobacter capsulatus, befindet sich keine FnrL Bindestelle in der puf Genregion 

von R. sphaeroides.73,74 Die polycistronische pufQBALMX mRNA besitzt eine Halbwertszeit (HWZ) von unter 

einer Minute. Durch einen endonukleolytischen Schnitt wird das 5´-lokalisierte pufQ Segment abgetrennt, 

wodurch ein neues 5´-Ende generiert wird, welches mehrere stabilisierende RNA-Sekundärstrukturen trägt105. 

Das Prozessierungsprodukt pufBALMX besitzt eine Halbwertszeit von ~12 Minuten und wird durch einen 

RNase E-abhängigen endonukleolytischen Schnitt in der 5´-Region des pufL Segments weiter prozessiert106. 

Das resultierende pufBA Prozessierungsprodukt ist durch 5´- und 3´- Sekundärstrukturen stabilisiert und be-

sitzt eine Halbwertszeit von ~40 Minuten. Durch die räumlich und zeitlich versetzte Prozessierung der puf 

RNA, stehen die einzelnen ORFs (open reading frame: offener Leserahmen) unterschiedlich lange zur Trans-

lation zur Verfügung, wodurch PufA und PufB Proteine zahlreich am meisten, gefolgt von PufL und PufM, 

und am wenigsten PufX, synthetisiert werden. (Grafik modifiziert nach: 100).

Während bei Eukaryonten die Transkription (im 

Zellkern) und Translation (im Zytoplasma) räum-

lich voneinander getrennt sind, finden sie bei Bak-

terien simultan statt. Hierbei wird die syntheti-

sierte RNA meist unmittelbar von den Ribosomen 

gebunden und die Translation initiiert. Weiterhin 

können Ribonukleasen, RNA-Bindeproteine und 

sRNAs in Bakterien direkt am Ort der Transkription 

wirken, wodurch die Stabilität und Translationsef-

fizienz von RNAs moduliert werden kann. Diese 

posttranskriptionelle Expressionsregulierung 

durch Ribonukleasen, RNA-Bindeproteine oder 

sRNAs wird auch Riboregulation genannt. 

Dass eine rasche und durchaus komplexe Riboregu-

lation vor allem von bakteriellen Spezies genutzt 

wird, deutet sich bereits beim Vergleich der gene-

rellen RNA-Halbwertszeiten in den beiden Domä-

nen des Lebens an: Bei Bakterien beträgt diese zwi-

schen wenigen Minuten bis einigen Stunden, wobei 

eukaryontische RNAs oftmals mehrere Stunden bis 

teilweise sogar tagelang stabil sind107–110, zum 

Beispiel mRNAs für Crystalline111, Kollagene112 oder 

Globine113,114. In einer Untersuchung zur RNA-Sta-

bilität im Dinoflagellaten Karenia brevis, welcher 

vermehrt im Golf von Mexiko vorkommt und dort 

regelmäßig für die Entstehung der roten Algen-

blüte verantwortlich ist, konnte erstaunlicherweise 

eine durchschnittliche RNA-Halbwertszeit von 33,3 

Stunden ermittelt werden, wobei einige RNAs sogar 

Halbwertszeiten von mehr als 144 Stunden besa-

ßen115. 

 

Ribonukleasen: Die Katalysatoren 

Zu den Schlüsselkomponenten der bakteriellen Ri-

boregulation zählen allen voran Ribonukleasen 

(RNasen). RNasen sind ubiquitär in allen Lebewe-

sen vorkommende Enzyme, welche die Spaltung 

von RNA katalysieren. Zumeist geschieht dies 

durch eine irreversible Hydrolyse des RNA-Phos-

phatrückgrats. 
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Funktionell werden RNasen in Exo- oder Endoribo-

nukleasen unterteilt, wobei Exoribonukleasen RNA 

vom 5´- oder 3´-Ende beginnend abbauen und dabei 

schrittweise einzelne Nukleotide vom Substrat ent-

fernen. Endoribonukleasen hydrolysieren RNA-

Substrate intern. Hierbei wird die RNA gespalten 

wodurch zwei kürzere RNA-Fragmente entstehen, 

welche jeweils ein neues 5´- oder 3´-Ende an Posi-

tion der Hydrolyse besitzen (siehe Abbildung 4). 

 

Abbildung 4: Unterscheidung zwischen Exo- 

und Endoribonukleasen. Skizziert ist ein bakteri-

elles Primärtranskripte, welches typischerweise ein 

5´-Triphosphat und eine 3´-Sekundärstruktur be-

sitzt. A Endoribonukleasen (Schere) spalten RNA 

intern. B Durch endonukleolytische Wirkung wer-

den neue 5´- und 3´-Enden (rot) erzeugt. Diese kön-

nen von Exoribonukleasen (Pacman) abgebaut wer-

den. 

 

Die Polynukleotidphosphorylase 

Die meisten RNasen bestehen mindestens aus einer 

katalytischen Domäne, welche zur Hydrolyse des 

Substrats benötigt wird, und einer RNA-Bindedo-

mäne, welche den RNasen eine Substratspezifität 

verleiht. Die Polynukleotidphosphorylase (PNPase) 

ist eine wichtige Exoribonuklease, vorkommend in 

Bakterien, Tieren und Pflanzen116, und eine der we-

nigen RNasen, welche ihre Substrate nicht durch 

hydrolytische Spaltung, sondern durch Phosphoro-

lyse prozessiert (nukleophiler Angriff durch Ver-

wendung einer Phosphatgruppe anstelle eines H2O-

Moleküls). Durch Addition der Phosphatgruppe, 

entstehen dabei Nukleosiddiphosphate. Bemer-

kenswerterweise ist die durch PNPase katalysierte 

Phosphorolyse reversibel, wobei das Enzym in der 

Umkehrreaktion auch eine Matrizen-unabhängige 

5´ zu 3´ Polymerisierung von Nukleosiddiphospha-

ten katalysieren kann117–119. 

In Gram-negativen Bakterien übernimmt die 

PNPase die Prozessierung von rRNAs, tRNAs, 

sRNAs und verschiedensten mRNAs, wobei sie eine 

zentrale Rolle in der posttranskriptionellen Genre-

gulation einnimmt120. Dabei konnte gezeigt wer-

den, dass eine vollständige Abwesenheit der 

PNPase-Aktivität (zum Beispiel durch genomische 

Deletion) oder eine reduzierte Aktivität (zum Bei-

spiel durch Entfernen der C-terminalen RNA-Bin-

dedomäne) zahlreiche Phänotypen hervorruft, wie 

erhöhte Stresssensitivität121–123, eine verminderte 

Virulenz124–126 oder eine veränderte Motilität und 

Biofilmbildung127–129. 

 

Weitere Exoribonukleasen 

Nicht nur in Bakterien besitzen die meisten Exori-

bonukleasen eine 3´ zu 5´ RNA-Abbauspezifität. 

Vertreter dieser Enzyme finden sich in allen Domä-

nen des Leben130. Bakterielle 3´ zu 5´ Exoribonukle-

asen werden auf Grundlage ihrer Struktur zu den 

Superfamilien RNR (RNase R und RNase II), PDX 

(PNPase) oder DEED (Oligoribonuklease) zugeord-

net131. Im Gram-negativen Modellorganismus E. 

coli geht der größte Teil der katalytischen 3´ zu 5´ 

Exoribonuklease-Aktivität in der Zelle von drei 

Exoribonukleasen aus: RNase R, RNase II und 

PNPase132,133. Während das Substratspektrum dieser 

RNasen teilweise überlappend ist, üben sie auch 

spezifische Funktionen aus. 

RNase R ist in der Lage, strukturierte RNAs durch 

hydrolytische Spaltung zu prozessieren, wobei zur 

Substratbindung einzelsträngige RNA-Bereiche be-

nötigt werden. In E. coli besitzt RNase R eine wich-

tige Funktion in der Qualitätskontrolle von RNAs 
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und Proteinen, da sie spezifisch beschädigte tRNAs 

und rRNAs abbaut134,135 und bei der Befreiung fest-

gesetzter Ribosomen beteiligt ist, indem sie die Ri-

bosom-blockierende RNA degradiert136–138. Des 

Weiteren ist RNase R maßgeblich am Abbau von 

RNAs mit Polyadenyl-Anhängen beteiligt139–141, 

welche häufig in Bakterien (im Gegensatz zu Euka-

ryonten) als Abbau-Signal und nicht zur Stabilisie-

rung verwendet werden142. 

RNase II ist eine weitere hydrolysierende 3´ zu 5´ 

Exoribonuklease der RNR Superfamilie. Im Gegen-

satz zur strukturell ähnlich aufgebauten RNase R, 

baut RNase II spezifisch einzelsträngige RNA-En-

den ab und gerät beim Erreichen einer RNA-Sekun-

därstruktur ins Stocken, wobei der RNase II-Sub-

strat-Komplex dissoziieren kann143,144. In E. coli pro-

zessiert RNase II hauptsächlich verschiedene 

mRNAs und tRNAs, wobei Adenin-reiche Regionen 

besonders schnell degradiert werden können. Inte-

ressanterweise begünstigt die Anheftung eines    

Polyadenyl-Anhangs am RNA 3´-Ende, welcher 

zum Beispiel durch die Polyadenylatpolymerase 

(nicht in α-Proteobakterien vorkommend145) gene-

riert wird, den Abbau vorausliegender RNA-Sekun-

därstrukturen durch RNase II146–148. 

Schließlich spielt auch die Oligoribonuklease eine 

wichtige Rolle in der RNA-Degradation in vielen 

Gram-negativen Bakterien. Im Gegensatz zu den 

drei anderen wichtigen 3´ zu 5´ Exoribonukleasen 

aus E. coli, RNase R, RNase II und PNPase, ist die 

Oligoribonuklease essentiell149, besitzt keine spezi-

fische RNA-Bindedomäne und ist nahezu aus-

schließlich für den Abbau von Oligoribonuklein-

säuren (bevorzugt RNA-Moleküle mit bis zu fünf 

Nukleotiden) zu Mononukleotiden verantwort-

lich150. 

 

 

 

Endoribonukleasen: Die Initiatoren 

Apirion hielt bereits 1973 fest, dass die RNA-Degra-

dation aus einer Reihe von exo- und endonukleoly-

tischen Katalyseevents bestehen muss2. Hierbei er-

klärte er, dass die bakteriellen Ribosomen die neu 

synthetisierte mRNA unmittelbar durch Bindung 

stabilisieren können. Weiterhin stellte er fest, dass 

eine Verzögerung der Ribosomen-mRNA Bindung 

das Transkript zugänglich für eine endonukleolyti-

sche Prozessierung macht, woraufhin das neu ent-

stehende RNA 3´-Ende von Exoribonukleasen atta-

ckiert werden kann. Auch 50 Jahre später ist diese 

Zusammenfassung noch richtig, wenn auch stark 

vereinfacht. 

Erwähnenswert ist, dass die meisten Gram-positi-

ven Bakterien eine spezielle Ribonuklease besitzen, 

RNase J, welche sowohl 5´ zu 3´ Exoribonuklease-

Aktivität als auch Endoribonuklease-Aktivität be-

sitzt151. Durch die 5´ zu 3´ Exoribonuklease-Aktivi-

tät ist es RNase J möglich, Endoribonuklease-unab-

hängig mRNA-Degradation zu initiieren. Da die 5´ 

zu 3´ Exoribonuklease-Prozessierung jedoch stark 

von den RNA 5´-Triphosphaten bakterieller Pri-

märtranskripte inhibiert wird152,153, benötigt die En-

doribonuklease-unabhängige Degradation häufig 

eine zusätzliche Konvertierung des 5´ RNA-

Triphosphats zu einem Monophosphat durch en-

zymatische Wirkung der Pyrophosphatase RppH154. 

Interessanterweise besitzt auch R. sphaeroides, im 

Gegensatz zu vielen Gram-Negativen, ein Homolog 

der RNase J, welches jedoch hauptsächlich als En-

doribonuklease vor allem in der Prozessierung der 

rRNA155 wirkt und nur sehr limitierte 5´ zu 3´ Exori-

bonuklease-Aktivität zeigt156. 

 

Endoribonuklease E (RNase E) 

Zuerst Ende der 1970er Jahre identifiziert157,158, ist 

RNase E mittlerweile die meist untersuchte Endori-

bonuklease in Gram-negativen Bakterien. Struk-
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turell besteht das Enzym etwa zur Hälfte aus einer 

N-terminalen katalytischen Domäne, welche in den 

meisten Gram-Negativen stark konserviert ist, ge-

folgt von einer C-terminalen nicht-katalytischen 

Domäne, welche weniger stark konserviert und e-

her unstrukturiert ist159,160. In der N-terminalen ka-

talytischen Domäne befinden sich strukturgebende 

RNase H1 Domänen, die katalysierende DNase I 

Domäne, eine S1 RNA-Bindedomäne und ein sen-

sorischer Bereich zur Interaktion mit 5´ monophos-

phorylierten RNA-Substraten161. 

Die C-terminale Domäne der RNase E hat selbst 

keine katalytische Wirkung und ist Spezies-spezi-

fisch unterschiedlich aufgebaut, wobei sich der 

Aufbau innerhalb einiger Proteobakterien stark äh-

nelt. Auf der C-terminalen Domäne des bestunter-

suchten RNase E-Modells aus E. coli befinden sich 

zwei weitere RNA-Bindedomänen (AR2 und 

RBD)162,163 und Proteinstrukturen zur Interaktion 

mit der RNA-Helikase RhlB, der glykolytischen 

Enolase und der exonukleolytischen PNPase, sowie 

eine Membran-Bindedomäne zur Lokalisierung des 

Enzyms entlang der inneren Zellmembran. Durch 

Protein-Protein-Interaktion mit RhlB, Enolase und 

PNPase bildet sich ein Multienzymkomplex, auch 

Degradosom genannt (siehe Abbildung 5), welcher 

durch die räumliche Zusammenführung der Heli-

kase-, Exo- und Endoribonuklease-Aktivität beson-

ders effizient eine Vielzahl zellulärer Transkripte 

abbauen kann. Dabei variiert die Zusammenset-

zung des Degradosoms nicht nur Art-spezifisch, 

sondern auch dynamisch in Abhängigkeit von Um-

weltbedingungen oder Wachstumsphasen164–166. 

Für R. capsulatus, eine nah verwandte Art von R. 

sphaeroides, konnte mittels Proteinaufreinigung 

gezeigt werden, dass das Degradosom des Organis-

mus neben RNase E aus dem Transkriptionstermi-

nations-Faktor Rho und zwei DEAD-box Helikasen 

besteht167. Interessanterweise demonstrierte eine 

Folgestudie, dass die Zusammensetzung und 

Aktivität des R. capsulatus Degradosoms in Abhän-

gigkeit zur Sauerstoffverfügbarkeit variiert. Dabei 

co-eluierten erhöhten Mengen des Rho-Faktors un-

ter aeroben Bedingungen, während unter mikroae-

roben Bedingungen deutlich geringere Mengen des 

Rho-Faktors, aber eine erhöhte Menge der 65 kDa 

DEAD-box Helikase mit RNase E co-eluiert wur-

den165. 

 

Abbildung 5: Schematische Darstellung des E. 

coli Degradosoms. Die RNase E (lila) dient als Ge-

rüst zur Assemblierung des RNA-degradierenden 

Multienzymkomplexes. Der N-terminale Bereich 

der RNase E (Pacman) ist in der Lage RNA-Sub-

strate endonukleolytisch zu hydrolysieren. Die C-

terminale Domäne ist nicht katalytisch aktiv und 

besitzt eine Membranbinderegion (gelb), zwei 

RNA-Bindestellen (rot) und exponierte Strukturre-

gionen zur Interaktion mit der RNA-Helikase RhlB 

(grün), der glykolytischen Enolase (hellbraun) und 

der exoribonukleolytischen PNPase (blau). (Grafik 

modifiziert nach: 168). 

RNase E ist in Bakterien weit konserviert vorkom-

mend161 und dabei häufig essentiell. Als wichtige 

Endoribonuklease prozessiert RNase E nicht nur 

zahlreiche mRNAs169–173 und sRNAs90,93,174,175, son-

dern ist auch häufig an der Reifung von tRNAs176–178 

und rRNAs170,179,180 beteiligt. Im Gram-positiven 

Modellorganismus Bacillus subtilis ist RNase E nicht 

vorzufinden. Hier übernimmt ein Homolog, RNase 

Y, eine zentrale RNA-prozessierende Funktion an-

stelle von RNase E. Dass beide RNasen funktionell 

überlappend wirken, konnte zuletzt anschaulich 

demonstriert werden, wobei das E. coli RNase E En-

zym eine Vielzahl zellulärer RNAs an gleichen 

Schnittstellen wie RNase Y prozessierte und dabei 

die Wiederherstellung eines Wildtyp-ähnlichen 

Wachstumsverhaltens der B. subtilis Δrny Mutante 

(Deletion des RNase Y kodierenden Gens) 
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ermöglichte. Weiterhin postulierten die Autoren, 

dass die Membranlokalisierung der RNase E aus      

E. coli (ebenso wie RNase Y aus B. subtilis) einen 

wichtigen Teil zur Kompensationseffizienz bei-

trägt, da eine mutierte RNase E mit fehlender 

Membranbindesequenz das RNase Y-bedingte 

RNA-Prozessierungsmuster und Wachstumsdefizit 

geringfügiger kompensieren konnte als intakte 

RNase E181.  

Hierbei ist zu bemerken, dass eine Dysfunktion der 

Membranbindeeigenschaft keinen generellen Ein-

fluss auf die enzymatische RNase E-Aktivität in 

vitro182 und in vivo183 hat, aber dennoch zu einer 

leichten Erhöhung der Gesamt-RNA-Stabilität in   

E. coli (von ~2,4 Minuten auf ~3,1 Minuten) 

führte183. Während die Stabilität von 1.792 ORFs 

nicht signifikant durch die fehlende Membranloka-

lisierung beeinflusst wurde, konnten 246 ORFs mit 

signifikant erhöhter Stabilität in E. coli gefunden 

werden.  

Abschließend sollte darauf hingewiesen werden, 

dass nicht alle RNase E Enzyme eine Membran-Bin-

dedomäne besitzen. Während RNase E aus E. coli 

und vielen β- und γ-Proteobakterien der Typ I 

RNase E zugeordnet werden, welche eine Memb-

ran-Bindedomäne besitzen, zählt RNase E aus 

R. sphaeroides und vielen anderen α-Proteobakte-

rien zur Typ II RNase E, welche über keine erkenn-

bare Membran-Bindedomäne verfügt184,185. Dabei 

demonstrierte eine aktuelle Studie mit Caulobacter 

crescentus, einem α-Proteobakterien mit Typ II En-

zym, dass RNase E in Phasen-separierten BR bodies 

(ähnlich den eukaryontischen Ribonukleoprotein-

Granula) im Zytoplasma lokalisiert, welche dyna-

misch gebildet werden und zur membranlosen 

Kompartimentierung innerhalb der Zelle dienen. In 

den BR bodies befinden sich hier vor allem Ribo-

som-ungebundene mRNAs, welche mit dem RNA-

Degradaosom assoziiert sind, während tRNAs und 

rRNAs durch eine selektive Permeabilität aus den 

BR bodies ausgeschlossen werden186–191. 

 

RNase E als zentraler Regulator der globalen Genex-

pression 

Als Endoribonuklease kann RNase E auch unabhän-

gig vom Degradosom wirken. In ihrer aktiven Form 

bildet sie dabei ein aus zwei Homodimeren beste-

hendes Tetramer161 und hydrolysiert spezifisch in 

einzelsträngigen Adenin/Uracil-reichen RNA-Regi-

onen192,193. Weiterhin besitzt RNase E eine stark er-

höhte Affinität gegenüber monophosphorylierten 

RNA-Substraten (etwa 20- bis 30-fach höher vergli-

chen zu triphosphorylierten Substraten)194. 

Monophosphorylierte RNA 5´-Enden entstehen in 

Gram-Negativen häufig durch endonukleolytische 

Prozessierung, zum Beispiel durch RNase III, RNase 

G (ein Mitglied der RNase E-Familie) oder durch 

RNase E selbst. In weiteren Fällen können mono-

phosphorylierte Substrate durch Wirkung der RNA 

5´ Pyrophosphohydrolase RppH generiert werden, 

welche in E. coli durch direkte Proteininteraktion 

mit DapF (einer Diaminopimelat-Epimerase) regu-

liert werden kann195,196. 

Das neu generierte monophosphorylierte RNA 5´-

Ende kann wiederum durch die C-terminale Binde-

tasche der RNase E erkannt werden. Infolgedessen 

kann RNase E in eine geschlossene Konformation 

übergehen und allosterisch aktiviert werden197–200. 

Als Resultat besitzt RNase E zumeist eine stark er-

höhte Hydrolyseaktivität gegenüber prozessierten 

RNAs. Da dieser Mechanismus (auch 5´-abhängiger 

RNA-Abbaumechanismus genannt) eine Art posi-

tive Rückkopplungs-Schleife darstellt, kann folg-

lich das Substrat vollständig fragmentiert werden. 

Bei Vorhandensein einer RNA-Sekundärstruktur o-

der Abwesenheit einer geeigneten RNase E-Erken-

nungssequenz wird der 5´-abhängige Abbau durch 

RNase E unterbrochen. Somit kann RNase E 
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einerseits stabile RNA 5´-Enden generieren, welche 

zur Reifung von RNAs beitragen können, oder an-

dererseits den Abbau einer RNA in zahlreiche Ein-

zelfragmente bewerkstelligen.  

Mit modernen Hochdurchsatzverfahren wie RNA-

seq ist es möglich, die Gesamtheit der RNAs inner-

halb einer Zelle (das Transkriptom) zu analysieren, 

zum Beispiel hinsichtlich Qualität und Quantität 

verschiedener Transkripte. Hierbei werden RNA-

Isolate durch reverse Transkription in cDNA umge-

schrieben, welche anschließend mit terminalen 

Adaptern versehen und durch ein schrittweises Flu-

oreszenz-basiertes Amplifikationsverfahren se-

quenziert wird (mehr zur RNA-seq Technologie in: 

201,202). Aufgrund der immensen Zeit- und Kostener-

sparnis hat RNA-seq die zuvor etablierten Tran-

skriptomanalyseverfahren wie Microarray-Stu-

dien203 in vielen Laboren weltweit abgelöst und ein 

neues Zeitalter der Transkriptomik eingeleitet. 

Um das Prozessierungsmuster von essentiellen En-

doribonukleasen, wie RNase E, auf transkriptom-

weiter Ebene untersuchen zu können, wurde das 

TIER-seq Protokoll (transiently inactivating an en-

doribonuclease followed by RNA-seq)204 auf Grund-

lage der einige Jahre vorher publizierten Studie von 

Clarke und Kollegen205 entwickelt. Hierbei wird ein 

Bakterienstamm verwendet, welcher eine tempera-

tursensitive RNase E kodiert (zum Beispiel durch 

das Gen rne-3071 in E. coli 157). Durch eine Erhöhung 

der Wachstumstemperatur (oftmals auf 39-44 °C) 

kann die temperatursensitive RNase E irreversibel 

inaktiviert werden. Resultierend daraus verändert 

sich das 5´-Prozessierungsmuster des Transkrip-

toms, welches durch RNA-seq erfasst und mit dem 

nativen Prozessierungsmuster verglichen werden 

kann.  

Durch Anwendung von TIER-seq konnte zuerst in 

Salmonella enterica204 und darauffolgend in R. 

sphaeroides206, Vibrio cholerae207 und Synechocysists 

sp. PC 6803208 eine transkriptomweite Kartierung 

von RNase E-Prozessierungsstellen erfolgen. Wäh-

rend in S. enterica (~22.000), R. sphaeroides 

(~23.000) und V. cholerae (~25.000) eine ähnliche 

Anzahl RNase E-abhängiger Schnittstellen gefun-

den wurde, konnten in Synechocystis deutlich weni-

ger RNase E-Schnittstellen (1472) identifiziert wer-

den. Obwohl die bloße Anzahl der 5´-Enden vermu-

ten lässt, dass RNase E in Synechocystis ein verrin-

gertes Substratspektrum besitzt, ist die erhebliche 

Reduktion der festgestellten RNase E-Schnittstel-

len sicherlich auch auf die etwas verfeinerte Metho-

dik (tagRNA-seq) zur spezifischen Detektion Pro-

zessierungs-bedingter RNA-Enden zurückzufüh-

ren, welche in dieser Studie angewandt wurde. Da 

die Genomgrößen der vier mittels TIER-seq unter-

suchten Organismen in einer ähnlichen Größen-

ordnung von ~5.000.0000 Basenpaaren liegen, ist 

eine Diskrepanz in der Anzahl der detektierten 

Schnittstellen aufgrund unterschiedlicher Genom-

größen eher unwahrscheinlich. 

Interessanterweise konnte in den vier bisherigen 

TIER-seq Studien eine ähnliche Verteilung der 

RNase E-Schnittstellen beobachtet werden, wobei 

die meisten Schnittstellen in kodierenden RNAs 

entdeckt wurden. Ebenso konnte das zuvor be-

schriebene Adenin-Uracil-reiche Erkennungsmo-

tiv192,193 der RNase E bestätigt werden, wobei die 

identifizierten Schnittstellen eine erhöhte Wahr-

scheinlichkeit für Uracil an Position +2 (relativ zur 

Hydrolyseposition) zeigten. Die TIER-seq Studie in 

R. sphaeroides ergab im Vergleich zu den Studien in 

Salmonella, Vibrio und Synechocystis ein nur sehr 

schwach Adenin-Uracil-angereichertes Erken-

nungsmotiv, was vermutlich durch den generell hö-

heren Guanin-Cytosin-Gehalt des Rhodobacter Ge-

noms (~69%) zustande kommt206. 

Während die übrigen TIER-seq Studien unter Nor-

malbedingungen keine besonderen phänotypi-

schen Auswirkungen durch die temperatursensitive 

RNase E (rnets) berichteten, zeigte die Rhodobacter 
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Mutante eine verringerte Zellüberlebensrate nach 

Singulett-Sauerstoff und Superoxid Exposition, 

eine verminderte Ausbildung von Photosynthese-

komplexen und ein drastisches Wachstumsdefizit 

unter phototrophen Bedingungen (anaerob im 

Licht)206.  

Obgleich der wichtige regulatorische Einfluss von 

RNase E auf die Prozessierung des puf Operons und 

damit die Ausbildung des Photosynthese-Apparats 

in Rhodobacter bereits seit einiger Zeit beschrieben 

ist104, war es vorerst unklar, ob ausschließlich die 

verminderte puf Prozessierung der Rhodobacter 

rnets Mutante für das limitierte Wachstum unter 

phototrophen Bedingungen verantwortlich ist. 

Auch zur Beantwortung dieser Fragestellung wurde 

in einer Folgestudie das Transkriptom der R. sphae-

roides rnets Mutante unter drei verschiedenen 

Wachstumsbedingungen analysiert: aerob (hoher 

Sauerstoffpartialdruck in Dunkelheit), mikroaerob 

(geringer Sauerstoffpartialdruck in Dunkelheit) 

und phototroph (anaerob im Licht). Hierbei konnte 

gezeigt werden, dass nicht nur die puf mRNA A-

bundanz, sondern auch die Level vieler weiterer 

Photosynthese-relevanter Transkripte, wie puc, 

hem und bch mRNAs, in der rnets Mutante exklusiv 

unter phototrophen Bedingungen stark reduziert 

sind. Auffallend dabei war, dass die mRNA-A-

bundanz und -Stabilität der wichtigen Regulatoren 

AppA und PrrB ebenfalls ausschließlich unter pho-

totrophen Bedingungen in der Mutante reduziert 

wird, was im Umkehrschluss eine Erklärung für die 

gesamtheitliche Verringerung der Photosynthese-

Transkriptlevel und das Wachstumsdefizit ergab 

(siehe auch Kapitel 2: 81). 

 

Regulation der RNase E-Aktivität 

Da RNasen besonders einflussreiche Enzyme sind, 

welche das Schicksal einer mRNA und damit die ge-

netische Informationsumwandlung vorgeben kön-

nen, ist es für den Organismus notwendig, dass die 

destruktive Wirkung der RNasen gerichtet ablaufen 

kann. Während die Biosynthese von RNasen unter 

anderem auf transkriptioneller Ebene reguliert 

wird209, besitzen einige RNasen posttranskriptio-

nelle Rückkopplungs-Schleifen, wobei die jeweilige 

RNase die Stabilität der eigenen mRNA kontrollie-

ren kann. Eine Mitwirkung am Abbau der eigenen 

mRNA konnte unter anderem für die wichtigen En-

zyme PNPase, RNase E und RNase III in E. coli und 

anderen Organismus mehrfach gezeigt werden210. 

Weiterhin wird das Substratspektrum von RNasen 

maßgeblich durch die Bindeaffinität zum Substrat 

definiert. Dafür existieren natürlicherweise unter-

schiedliche RNA-Bindemotive, welche von RNasen 

genutzt werden. Die PNPase besitzt eine KH und 

eine S1 RNA-Bindedomäne, wodurch spezifisch 

einzelsträngige RNAs erkannt und in die innere 

Pore des PNPase Homotrimers geführt werden kön-

nen211,212. RNase E trägt zur Erkennung einzelsträn-

giger RNAs ein AR2 und ein RBD RNA-Bindeele-

ment. Interessanterweise kann die RNA-Erkennung 

von RNase E nicht nur durch Entstehung und Zu-

sammensetzung des Degradosoms kontrolliert wer-

den.  

RraA und RraB (regulator of ribonuclease acitivity 

A/B) sind Proteininhibitoren, welche die RNase E-

Aktivität durch direkte Proteinbindung herabset-

zen können213. Während RraA an die AR2 und RBD 

Region der RNase E bindet und mit der RNA-Heli-

kase RhlB des Degradosoms interagiert214, bindet 

RraB im Aminosäuresequenzbereich 694-727 215, 

welcher zwischen der AR2 und RhlB Binderegion 

liegt. Globale Transkriptomstudien haben ergeben, 

dass zahlreiche RNA-Stabilitäten durch die RraA- 

und RraB-abhängige RNase E-Inhibition reguliert 

werden können, wobei die Effekte der beiden Inhi-

bitoren nicht exakt überlappend sind, sondern ei-

nige Transkripte auch RraA- oder RraB-spezifisch 

stabilisiert werden215,216. 
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RapZ aus E. coli (ehemals: YhbJ) ist ein RNA-Binde-

protein, welches direkt mit der katalytischen Do-

mäne der RNase E interagieren und dabei als eine 

Art Adapter für RNase E fungieren kann, wodurch 

es die RNase E-Substratspezifität moduliert217,218. 

Die Bindung von RapZ ist dabei notwendig, um eine 

RNase E-abhängige Prozessierung der GlmZ sRNA 

herbeizuführen, welche die Glucosamin-6-Phos-

phat Synthase in E. coli reguliert219. Interessanter-

weise zeigte eine Folgestudie, dass GlmZ eine dis-

tinkte Aptamer Struktur enthält, welche spezifisch 

von RapZ erkannt wird. Weiterhin konnte demons-

triert werden, dass die Fusion des Aptamers mit 

dem 5‘-Ende einer beliebigen RNA ausreichend ist, 

um Prozessierung durch RNase E in diesen RNA-

Fusionssubstraten einzuleiten220. Somit bietet sich 

RapZ als potentielles Werkzeug zur feineren Modu-

lierung der Genexpression an, zum Beispiel für gen-

technische Anwendungen. 

 

RNase III: Ein alter Bekannter mit neuen Funktionen 

Dass Bakterien eine Doppelstrang-spezifische En-

doribonuklease besitzen, wurde bereits 10 Jahre vor 

der Entdeckung von RNase E, zuerst von Robertson 

und Kollegen für E. coli berichtet221,222. In den fol-

genden Jahre wurde RNase III hinsichtlich ihrer Be-

teiligung an der rRNA-Reifung und als Wirtsfaktor 

in der Prozessierung viraler RNAs intensiv unter-

sucht223–225. Während RNase III in E. coli unter an-

derem für die vollständige Reifung der 23S rRNA 

notwendig ist226, besitzen einige α-Proteobakterien 

eine spezielle RNase III-abhängige rRNA Fragmen-

tierung. Beispielsweise wird in Rhodobacter das 

größere 23S rRNA-Molekül RNase III-abhängig in 

eine stabile 14S, 5.8S und eine zusätzliche 16S 

rRNA-Spezies prozessiert227,228. 

Interessanterweise kommt RNase III in allen be-

kannten Bakterien und Eukaryonten vor229–232 und 

ist damit deutlich stärker konserviert als RNase E. 

Dabei besitzt die katalytische Domäne der RNase III 

ein besonders hoch konserviertes Signaturmotiv 

(neun Aminosäuren), welches ein strikt konservier-

tes Leucin an Position 3, Glycin an Position 7 und 

Aspartat an Position 8 beherbergt233. Eine Mutation 

dieser Positionen kann genutzt werden, um die En-

zymkatalyse zu inaktivieren, während die dsRNA-

Bindeaktivität erhalten bleibt234–238.  

Auf struktureller Basis wird die RNase III-Enzymfa-

milie in mindestens drei Klasen unterteilt (siehe 

Abbildung 6). Bakterielle RNase III Enzyme beste-

hen oftmals nur aus einer katalytisch aktiven N-ter-

minalen RNase III-Domäne und einer C-terminalen 

Doppelstrang-RNA (dsRNA) Bindedomäne (Klasse 

1). Eukaryontische RNase III Enzyme sind zumeist 

komplexer aufgebaut, wobei Drosha (Klasse 2) und 

Dicer (Klasse 3) als bekannte Vertreter zu nennen 

sind239.  

 

Abbildung 6: Strukturelle Unterschiede zwi-

schen RNase III-Familienmitgliedern. Das bak-

terielle Klasse 1 RNase III Enzym besteht zumeist 

aus einer N-terminalen katalytischen RNase III-

Domäne (grün) und einer C-terminalen dsRNA-

Bindedomäne (blau). Eukaryontische RNase III En-

zyme besitzen häufig eine weitere katalytische 

RNase III-Domäne (gelb). Während Klasse 2 Vertre-

ter wie Drosha eine Prolin-reiche unstrukturierte 

Domäne (grau) am N-Terminus tragen, besitzen 

Klasse 3 Vertreter wie Dicer eine Helikase Domäne 

(braun), eine konservierte Domäne unbekannter 

Funktion (DUF238, lila) und eine PIWI-Argonaut-

Zwille Domäne (PAZ, rot). (Grafik modifiziert nach: 
240).  

Neben der zuerst dokumentierten, wichtigen Betei-

ligung in der rRNA-Reifung prozessiert RNase III 

auch zahlreiche mRNAs und sRNAs in Gram-posi-

tiven und Gram-negativen Bakterien, wodurch es 

direkt in die Regulation der Genexpression eingrei-

fen kann. Auch durch Entwicklung der Hochdurch-
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satztranskriptomik konnten in den letzten Jahren 

zahlreiche neue RNase III-Substrate identifiziert 

werden, wodurch eine Beteiligung der RNase III in 

vielen physiologischen Prozessen entdeckt wurde.  

Eine erste Microarray-Studie zur RNase III in E. coli 

zeigte, dass eine Deletion des Enzyms zu einer        

Abundanzveränderung bei ~12% der kodierenden 

RNAs führte, was die Autoren als eine unerwartet 

hohe Beteiligung an der zellulären mRNA-Prozes-

sierung beschrieben241. In einer kurz darauf veröf-

fentlichten Microarray-Studie in B. subtilis wurde 

ein quantitativ ähnlicher globaler Effekt einer 

RNase III-Depletion (in Abwesenheit des IPTG-In-

duktors) beschrieben, wobei ~11% der annotierten 

Transkripte eine mindestens zweifache Abundanz-

veränderung aufwiesen. Da eine exemplarische An-

zahl von analysierten RNA-Halbwertszeiten jedoch 

keine signifikante RNase III-abhängige Stabilisie-

rung anzeigte, schlossen die Autoren auf eine 

hauptsächlich indirekte Regulation durch RNase 

III, zum Beispiel durch eine Modulierung der Tran-

skriptionsraten242. 

Interessanterweise ist RNase III in B. subtilis, im 

Gegensatz zu den meisten anderen Organismen, 

essentiell243. Dies liegt daran, dass RNase III zwei 

Prophagen-kodierte Toxin-mRNAs destabilisiert, 

welche mit den beiden endogen-produzierten Anti-

Toxin sRNAs RatA und SR6 (ehemals: as-yonT) 

hybridisieren244,245. Dabei ist schon länger bekannt, 

dass RNase III durch ihre dsRNA-spezifische En-

doribonuklease-Aktivität eine wichtige Rolle in 

posttranskriptionell regulierten Toxin/Anti-Toxin-

Systemen spielt, indem sie beispielsweise das Hyb-

rid der Toxin-mRNA/Anti-Toxin-sRNA abbauen 

kann246,247. 

Auch aufgrund der RNA-seq basierten Entdeckung 

zahlreicher neuer sRNAs, welche durch RNA-RNA-

Hybridbildung expressionsregulierend wirken und 

somit ein potentielles RNase III-Substrat darstel-

len, entstand in den letzten Jahren ein gesteigertes 

Interesse für weitere globale Analysen mit RNase 

III. Erstaunlicherweise zeigt eine frühe RNA-seq 

basierte Studie, welche sich mit der genomweiten 

sense/anti-sense Transkription in etlichen Gram-

Positiven beschäftigte, dass die kodierenden RNA-

Sequenzen von >75% aller annotierten Gene in 

Staphylococcus aureus einer RNase III-abhängigen 

Regulation unterliegen, wobei durch überlappende 

Transkription entstehende anti-sense Transkripte 

(siehe auch „pervasive transcripts“: 248–250) mit den 

sense RNAs hybridisieren251. In der Tat konnte eine 

kurz darauf veröffentlichte Untersuchung via Co-

Immunopräzipitation mit einer katalytisch inakti-

vierten RNase III bestätigen, dass eine Vielzahl die-

ser allgegenwärtigen sense/anti-sense Hybride in S. 

aureus von RNase III gebunden wird. Weiterhin 

zeigten die Daten, dass RNase III etliche mRNAs 

bindet und dabei teilweise translational reguliert, 

indem sie zum Beispiel die translationsinhibie-

rende 5´-UTR-Struktur von cspA (kodiert ein wich-

tiges Kälteschockprotein) entfernt oder leaderless 

mRNAs durch 5´-UTR-Prozessierung erzeugt. Zu 

den häufigsten Bindepartnern der untersuchten 

RNase III zählten auch einige abundante regulato-

rische RNAs, wie tmRNA, 6S RNA, RNase P und 4.5S 

RNA252, aber auch weniger abundante sRNAs wie 

RsaA und RsaE253, welche durch RNase III destabili-

siert wurden254. Durch einen ähnlichen integrierten 

Versuchsansatz von RNA-seq basierter Expressi-

onsanalyse und Co-Immunopräzipitation wurde in 

Streptomyces coelicolor eine RNase III-abhängige 

Regulation der Antibiotikaproduktion festge-

stellt255.  

Mit Hilfe eines CLASH-Protokolls (cross-linking li-

gation and sequencing of hybrids)256, also einer wei-

terentwickelten Form der Co-Immunopräzipita-

tion, wurden kürzlich mehrere Hundert sRNA-

mRNA Regulationspaare in Methicillin-resistenten 

S. aureus Isolaten entdecket, welche mit RNase III 

interagieren und unter anderem an der 
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Toxinproduktion des Erregers beteiligt sind257. In 

einer parallel veröffentlichten Studie wurden mul-

tiresistente S. aureus Isolate ebenfalls durch CLASH 

untersucht258. Hier konnten die Autoren eine uner-

wartet hohe Menge an mRNA-mRNA Hybriden ent-

decken. Deren besondere Funktion konnte unter 

anderem anhand der vigR mRNA beschrieben wer-

den, welche eine untypisch lange 3´-UTR besitzt 

(657 nt) und eine Vancomycin-Resistenz vermit-

telt. Dabei konnte gezeigt werden, dass die vigR 

mRNA durch ihre 3´-UTR mit den kodierenden Se-

quenzen der folD und isaA mRNAs interagiert und 

diese stabilisiert, vermutlich durch Maskierung po-

tentieller RNase III-Schnittstellen258. Zusammen-

fassend konnten beiden Gruppen zeigen, dass sich 

RNase III aufgrund ihrer strikten dsRNA-Spezifität 

und der relativ einfachen katalytischen Inaktivie-

rung sehr gut als „Köder“ im CLASH-Protokoll zur 

Identifizierung regulatorischer RNA-RNA Hybride 

eignet. 

Eine umfassende Studie in Streptococcus pyogenes 

konnte durch globale Kartierung der 5´- und 3´-

RNA-Enden insgesamt 92 RNase III-spezifische 

Schnittstellen detektieren259. Während 48 dieser 

Schnittstellen bereits bekannt waren und den bio-

informatischen Detektionsalgorithmus bestätig-

ten, konnten 42 neue Schnittstellen identifiziert 

werden. Die meisten wurden dabei in untranslatier-

ten Regionen gefunden. Interessanterweise zeigte 

nur ~1/4 aller RNAs mit Schnittstelle eine differen-

tielle Abundanz in Abwesenheit von RNase III. 

Schlussfolgernd fassten die Autoren den direkten 

Einfluss der RNase III auf die RNA-Abundanz als e-

her geringfügig zusammen, schlossen allerdings ei-

nen translationsregulierenden Effekt durch RNase 

III nicht aus259, zum Beispiel durch Modulierung der 

Substrat-mRNA-Struktur233. 

Eine andere Gruppe konnte durch RNA-seq basier-

tes Transkriptomprofiling eines RNase III-Deleti-

onsstamms von S. pyogenes 12 RNAs aus intergenen 

Regionen mit RNase III-abhängiger Abundanz er-

fassen, wovon sechs als neue putative sRNAs iden-

tifiziert wurden260. Interessant ist auch, dass eben-

falls in S. pyogenes erstmals die RNase III-abhän-

gige Reifung der prä-crRNA (CRISPR RNA) be-

schrieben wurde. Hierbei bildet die neu entdeckte 

tracrRNA (trans activating crRNA) ein RNase III-

sensitives RNA-RNA Hybrid mit der prä-crRNA261. 

Eine katalytisch inaktivierte RNase III Variante, 

ähnlich der untersuchten S. pyogenes Mutante, 

wurde auch in einer aktuellen Studie in R. sphaero-

ides untersucht (siehe auch Kapitel 3: 262). Durch 

komparative Analyse der RNase III-abhängigen 

RNA 5´-Enden, basierend auf dem Protokoll von 

Chao et al.204, konnte eine, vergleichend zur RNase 

E81, deutlich geringere Anzahl potentieller RNase 

III-Schnittstellen im Transkriptom identifiziert 

werden. Diese Dokumentation deutet auf einen e-

her geringfügigeren globalen Effekt der RNase III in 

R. sphaeroides hin, übereinstimmend mit den vor-

herigen Berichten zu E. coli241,263,264, B. subtilis242 und 

S. pyogenes259. Ein Vergleich der Schnittstellen-Ver-

teilung in R. sphaeroides, ermittelt unter aeroben, 

mikroaeroben und phototrophen Bedingungen, 

ergab eine bemerkenswerte Variation zwischen den 

Wachstumsbedingungen. Dabei konnten die meis-

ten RNAs mit Schnittstellen unter aeroben Bedin-

gungen (~15% des Transkriptoms) und am wenigs-

ten RNAs mit Schnittstellen unter phototrophen 

Bedingungen (~5% des Transkriptoms) identifiziert 

wurden. Parallel dazu deutete eine Reporter-RNA-

basierte in vivo Messung der RNase III-Aktivität auf 

eine leicht erhöhte Hydrolyseaktivität unter aero-

ben Bedingungen hin. Neben den beobachteten 

globalen Effekten konnte weiterhin eine wichtige 

Funktion in der posttranskriptionellen Expressi-

onskontrolle des R. sphaeroides Quorum sensing-

Systems festgestellt werden. Hier destabilisierte 

RNase III die mRNA der AHL-Synthase, was wiede-

rum zu einer drastisch reduzierten mRNA- und 
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Autoinduktor-Abundanz führte (siehe auch Kapitel 

3: 262). Quorum sensing ist eine Zelldichte-abhän-

gige interzelluläre Kommunikation mittels sekre-

tierter Autoinduktor-Signalmoleküle (bei Gram-

Negativen zumeist in Form von AHLs). Bakterien 

dient diese Kommunikation zur Wahrnehmung der 

mikrobiotischen Umgebung und wird beispiels-

weise zur koordinierten Expression von Genen für 

die Antibiotikaproduktion, Biofilmbildung oder Vi-

rulenz verwendet265. 

Interessanterweise ergab eine Transkriptomana-

lyse im Keuchhusten-Erreger Bordetella pertussis, 

dass in Mutanten mit inaktivierter RNase III oder 

reduzierter RNase E-Aktivität ein quantitativ ähn-

licher Anteil des Transkriptoms (jeweils ~25%) sig-

nifikant differentiell exprimiert wird. Da die Mehr-

heit der regulierten Transkripte allerdings eine ver-

ringerte Abundanz in Abwesenheit der RNase III-

Aktivität zeigten, deutete dies auf eine stabilisie-

rende und ebenfalls insgesamt eher indirekte Regu-

lation durch RNase III in B. pertussis hin266. 

 

Das wachsende Feld der RNA-Bindeproteine: Nicht-

katalytische Mediatoren der Riboregulation 

Durch Entwicklung der RNA-seq basierten Tran-

skriptomik konnten in den letzten Jahren zahlrei-

che, vorher unbekannte, sRNAs in Bakterien iden-

tifiziert werden, welche posttranskriptionell die 

unterschiedlichsten physiologischen Prozesse kon-

trollieren. Viele sRNAs regulieren die Genexpres-

sion dabei in trans. Diese werden oft von eigenstän-

digen Genen kodiert (zum Beispiel PcrZ in R. sphae-

roides) oder durch RNase-abhängige Prozessierung 

aus UTRs anderer RNAs generiert (zum Beispiel 

PcrX in R. sphaeroides ), wodurch sie charakteristi-

scherweise keine perfekt-komplementäre Basense-

quenz zur regulierten Ziel-mRNA besitzen267. Da-

mit trans-wirkende sRNAs eine Bindung mit ihren 

Ziel-mRNAs herstellen können, wird häufig das 

RNA-Chaperon Hfq benötigt, welches die beiden 

RNAs in räumlicher Nähe zusammenführt268,269. 

Hfq ist das wohl bekannteste bakterielle RNA-Bin-

deprotein. Es ist sowohl in Gram-Negativen als 

auch Gram-Positiven konserviert und wurde erst-

mals 1968 als wichtiger Wirtsfaktor während der 

Phageninfektion in E. coli entdeckt270. Als Homohe-

xamer bildet Hfq einen ringförmigen Proteinkom-

plex. Dieser beherbergt 12 konservierte Sm-ähnli-

che RNA-Bindemotive (zwei je Protomer). Dabei 

bildet das Hexamer mindestens drei RNA-Kontakt-

flächen aus: Eine distale Plattform (an der vermehrt 

mRNAs271 und eher selten sRNAs binden272), sowie 

den äußeren Rand des Rings und eine proximale 

Plattform (an denen zumeist der Kontakt mit 

sRNAs stattfindet273,274). Generell binden Sm RNA-

Bindemotive präferiert an Adenin-Uracil-reiche 

RNA-Sequenzen, zum Beispiel dem 3´-gelegenen 

Polyuracil-Ende bakterieller Rho-unabängiger 

Transkriptionsterminatoren. Bekannte eukaryonti-

sche Sm-Proteine findet man unter anderem in den 

Proteinkomponenten des RNA-Spleißosoms, wobei 

dort besonders die Erkennung des eukaryontischen 

Polyadenyl-mRNA-Endes durch Sm-Proteine eine 

wichtige Rolle spielt275. Während Hfq vor allem für 

seine Wirkung als Mediator in der sRNA-vermittel-

ten Riboregulation bekannt ist276, interagiert das 

RNA Chaperon auch mit anderen RNA-Spezies in 

der Zelle. In E. coli wurde beobachtet, dass die De-

letion von Hfq eine gestörte Ribosom-Biogenese 

verursacht, welche auf eine fehlerhafte Prozessie-

rung und Mißfaltung von rRNAs zurückgeführt 

werden kann277. In Eukaryonten hingegen ist eine 

Beteiligung von Sm-Proteinen an der rRNA-278 und 

tRNA-Reifung279 schon länger bekannt. Interessan-

terweise wurde in einer frühen Studie während der 

Proteinaufreinigung von Hfq aus E. coli beobachtet, 

dass Hfq zusammen mit nicht-reifen prä-tRNAs 

eluiert, was erstmals auf eine mögliche Interaktion 

hindeutete280. Eine direkte Beteiligung von Hfq in 
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der tRNA-Biogenese konnte einige Jahre später von 

Lee & Feig genauer erläutert werden281. 

In R. sphaeroides resultierte die genomische Dele-

tion von hfq unter mikroaeroben Bedingungen in 

einer erhöhten Sensitivität gegenüber Singulett-

Sauerstoff, einer drastisch verminderten Photopig-

ment-Produktion und einer minicell Morphologie. 

Mittels Co-Immunopräzipitation und RNA-seq 

konnten 25 sRNAs als Hfq Bindepartner in R. sphae-

roides ermittelt werden282. Während in einem ähn-

lichen Versuchsansatz in S. enterica >700 verschie-

dene mRNAs nach Co-Elution mit Hfq angereichert 

waren (verglichen mit der Gesamt-RNA Kon-

trolle)283, war der mRNA-Gehalt in den R. sphaeroi-

des Proben mit 47 angereicherten mRNAs relativ 

niedrig282. 

Parallel zu Hfq ist in den letzten Jahren auch das 

RNA-Bindeprotein ProQ als ein Schlüsselspieler 

der bakteriellen Riboregulation ins Rampenlicht 

der Forschung gerückt. Obwohl ProQ bereits recht 

früh während eines Transposon-Screenings als Re-

gulator der Prolin-Aufnahme in E. coli entdeckt 

wurde284, konnte erst 22 Jahre später, durch eine 

Kristallisationsstudie aus 2004 angestoßen285, eine 

RNA-Bindeaktivität des Proteins dokumentiert 

werden286. Durch darauffolgende Co-Immunopräzi-

pitationsstudien in E. coli und S. enterica konnten 

mehr als 100 potentielle RNA-Interaktionspartner 

identifiziert werden, weshalb man mittlerweile von 

einer globalen regulatorischen Funktion von ProQ 

in diesen Organismen ausgeht287,288.  

Eine komparative Studie des ProQ- und Hfq-abhän-

gigen RNA-RNA Interaktoms in E. coli ergab, dass 

das ProQ-abhängige Interaktom um ein Vielfaches 

kleiner ist (ntotal ≈ 300 RNA-RNA Paare) und ein 

Drittel der ProQ interagierenden RNA-Hybride 

ebenfalls an Hfq bindet (ntotal ≈ 1900 RNA-Paare). 

Eine teilweise konkurrierende Rolle der beiden Pro-

teine konnte weiterhin anhand der Interaktion von 

Hfq und ProQ mit der sRNA RbsZ, welche durch 

Transkription von einem internen Promotor des 

Chemotaxis-relevanten rbsB Gens entsteht289, ver-

anschaulicht werden. RbsZ wird in Abwesenheit 

von ProQ in einem Hfq-abhängigen Mechanismus 

durch die sRNA RybB gebunden, was zur endonuk-

leolytischen Prozessierung des Hybrids durch 

RNase III und einer Destabilisierung von RbsZ 

führt. Im Gegensatz zur kurzweiligen Interaktion 

der RNAs auf Hfq, war ein auf ProQ assembliertes 

RbsZ-RybB Hybrid stabil, was auf eine schützende 

Rolle von ProQ gegenüber RNase III-initiiertem 

Abbau hindeutete290. Dass ProQ Homologe (FinO-

Domäne-Proteine) nur in Bakterien zu finden sind, 

welche ebenfalls Hfq besitzen, suggeriert neben der 

konkurrierenden auch eine komplementäre Funk-

tion der beiden Proteine. Dabei kommen ProQ Ho-

mologe in vielen β- und γ-Proteobakterien vor, sind 

aber, bis auf Ausnahme einiger Rhizobien, nicht in 

α-Proteobakterien und Firmicutes zu finden (von 

denen zahlreiche Spezies Hfq besitzen)291. Interes-

santerweise konnte in einer umfassenden Struktur-

analyse zu ProQ aus E. coli festgestellt werden, dass 

das Protein eine Tudor-ähnliche Domäne besitzt, 

welche häufig in Eukaryonten vorkommt und ver-

mutlich durch horizontalen Gentransfer akquiriert 

wurde292. 

 

Abbildung 7: Regulatorische Funktionsmecha-

nismen von RNA-Bindeproteinen. RNA-Binde-

proteine (grün), wie Hfq oder ProQ, können die Se-

kundärstrukturen von sRNAs (violett) durch Pro-

tein-RNA Bindung modifizieren. Zusätzlich kön-

nen zelluläre Ziel-mRNAs (rot) an Hfq oder ProQ 

binden, wodurch ein RNA-RNA Duplex gebildet 

werden kann. Außerdem können RNA-
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Bindeproteine RNA-stabilisierend wirken, indem 

sie mit doppelsträngigen Bereichen interagieren 

und potentielle RNase III (blaue Schere) Schnitt-

stellen maskieren, oder mit einzelsträngigen Berei-

chen interagieren und potentielle RNase E (rote 

Schere) Schnittstellen maskieren. Durch Interak-

tion mit dem RNA 3´-Ende kann der Abbau durch 

Exoribonukleasen (Pacman) inhibiert werden. 

(Grafik modifiziert nach: 293). 

 

DUF1127-Proteine als neue Klasse von RNA-Binde-

proteinen? 

Insbesondere durch die Entdeckung von ProQ und 

anderen FinO-Domäne-Proteinen, wie RocC (re-

pressor of competence) aus Legionella pneumophila294 

oder NMB1681 aus Neisseria meningitidis295, besteht 

derzeit ein starkes Forschungsinteresse, den globa-

len Einfluss RNA-bindender Proteine auf die bakte-

rielle Genexpression besser zu verstehen. 

Eine aktuelle Studie in R. sphaeroides entdeckte 

hierbei ein neuartiges kleines RNA-Bindeprotein, 

CcaF1 (ehemals RSP_6037), welches durch seine 

Arginin-reiche DUF1127-Domäne (DUF: domain of 

unknown function) charakterisiert wird88. Das ccaF1 

Gen wird interessanterweise von einem gemeinsa-

men genomischen Lokus mit vier homologen 

sRNAs co-transkribiert, welche RNase E-abhängig 

aus dem 3´-UTR Bereich des Transkripts prozessiert 

werden87. In früheren Studien konnte gezeigt wer-

den, dass die genomische Organisation des kleinen 

Proteins und der sRNAs (in R. sphaeroides: CcsR1-

4) in Rhodobacteraceae, Brucellaceae, Rhizobiaceae 

und Phylobacteraceae konserviert ist296.  

Während die Funktion von CcaF1 zunächst unge-

klärt war, konnte für die CcsR sRNAs eine wichtige 

Funktion in der oxidativen Stressabwehr von R. 

sphaeroides demonstriert werden, indem sie die Ex-

pression von flhR durch direkte sRNA-mRNA Inter-

aktion negativ regulieren. flhR kodiert einen Akti-

vator des Glutathion-abhängigen Methanol/For-

maldehyd Stoffwechselwegs. Die Repression von 

flhR führt dabei zur einer Akkumulation von anti-

oxidativem Glutathion87. 

In einer Folgestudie konnte eine RNA-Bindeaktivi-

tät von CcaF1 in vitro mittels EMSA (electro mobility 

shift assay) und in vivo mittels RIP-seq Analyse 

(RNA immunoprecipitation followed by RNA-seq) 

festgestellt werden. Ein zusätzliches komparatives 

Transkriptomprofiling via RNA-seq ergab, dass 

während einer Überexpression des kleinen Proteins 

61 RNAs signifikant differentiell exprimiert wur-

den, darunter 23S und 16S rRNA, etliche tRNAs, 

drei sRNAs und mRNAs für einen ABC-Mangan-

transporter, drei Kälteschockproteine und ein σ-

Faktor/Anti-σ-Faktor-System88. 

Phänotypisch resultierte die Überexpression von 

CcaF1 in einer erhöhten Sensitivität gegenüber oxi-

dativem Stress, vermutlich verursacht durch eine 

verringerte Abundanz der CcsR sRNAs, sowie in ei-

nem drastisch reduzierten Wachstumsverhalten 

unter mikroaeroben Wachstumsbedingungen. An-

dererseits konnte unter phototrophen Bedingun-

gen, konträr zu den Resultaten unter mikroaeroben 

Bedingungen, ein leicht wachstumsfördernder Ef-

fekt der CcaF1 Überexpression beobachtet werden. 

Damit einhergehend zeigte die Überexpression ei-

nen positiven Effekt auf die Ausbildung der Photo-

synthesekomplexe unter phototrophen Bedingun-

gen297. Diese werden in R. sphaeroides zwar bereits 

unter mikroaeroben Bedingungen assembliert, da-

bei jedoch nicht durch die CcaF1 Überexpression 

beeinflusst88. Ein Vergleich der mit Hilfe von RIP-

seq identifizierten CcaF1 RNA-Bindepartnern un-

ter mikroaeroben und phototrophen Bedingungen 

ergab ein nur teilweise überlappendes Spektrum, 

wobei einige Photosynthese-relevante mRNAs ex-

klusiv unter phototrophen Bedingungen mit CcaF1 

co-eluierten (siehe auch Kapitel 4: 297). Beispiel-

weise konnte eine Interaktion mit der pufBA mRNA 

sowohl unter phototrophen als auch mikroaeroben 

Bedingungen gezeigt werden. In diesem 
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Zusammenhang war interessant, dass eine RNA-

Halbwertszeitenanalyse in einem gegensätzlichen 

Effekt der CcaF1 Überexpression auf die Stabilität 

der pufBA mRNA zwischen den beiden Wachstums-

bedingungen resultierte. Unter phototrophen Be-

dingungen stabilisierte die CcaF1 Überexpression 

pufBA, während unter mikroaeroben Bedingungen 

eine Destabilisierung gemessen wurde297. Da es e-

her unwahrscheinlich scheint, dass die Sekun-

därstruktur der RNA Umweltbedingungs-abhängig 

variiert, liegt es nahe, dass weitere Faktoren, wie 

die Abundanz von RNasen oder anderer RNA-Bin-

deproteine, eine wichtige Rolle in der CcaF1-ver-

mittelten Riboregulation spielen. Interessant ist 

auch, dass die Studie von Grützner et al.94 ebenfalls 

die RNA-Bindeaktivität eines weiteren DUF1127-

Proteins aus R. sphaeroides, RSP_0557, mittels RIP-

seq Analyse belegt. 

Die InterPro Datenbank (aktuelle Version 96.0)298 

listet >18.000 DUF1127-Proteine in fast 4.300 Spe-

zies, wobei ungefähr 1.000 neue Einträge von 

DUF1127-Proteinen in den letzten drei Jahren (seit 

Version 77.0) neu hinzukamen (vergleiche Refe-

renz: 299. Dabei befinden sich fast alle DUF1127-

Proteine in α- und γ-Proteobakterien (>99% der 

Einträge) und sind bislang uncharakterisiert. Ledig-

lich zwei weitere Studien beschäftigten sich derweil 

mit der Charakterisierung von DUF1127-Proteinen. 

In einer Studie mit Brucella abortus, häufiger Ver-

ursacher der Brucellose bei Rindern und seltener 

beim Menschen, resultierte die Deletion eines 

DUF1127-Proteins in einer Sensitivität gegenüber 

L-Fucose300. L-Fucose ist ein Zucker, der unter an-

derem häufig im menschlichen Darm vorkommt301. 

Für die Pathogenen Klebsiella pneumonia und 

Campylobacter jejuni konnte gezeigt werden, dass 

ein Defekt des Fucose-Metabolismus die Virulenz 

herabsetzen kann302,303. Auch andere Bakterien wie 

enterohämorrhagischer E. coli (EHEC) und Rosebu-

ria inulinivorans nehmen Fucose als Wirtssignal 

wahr und induzieren daraufhin die Expression von 

Fucosestoffwechsel-relevanten Genen, um Fucose 

als Energiequelle nutzen zu können304,305. Da der be-

obachtete Effekt des DUF1127-Proteins auf das 

Wachstum von Brucella in Anwesenheit von L-Fu-

cose jedoch nur sehr schwach war, wurde der ge-

nauere Wirkmechanismus des DUF1127-Proteins 

nicht tiefergehend untersucht300. 

In einer anderen Studie an Agrobacterium tumefa-

ciens berichteten die Autoren von einer starken 

Transkriptomveränderung vor allem in späteren 

Wachstumsphasen, welche durch simultane Dele-

tion dreier DUF1127-Proteine verursacht wurde. 

Während zum Ende der exponentiellen Wachs-

tumsphase bereits 78 RNAs in der Dreifachmutante 

signifikant differentiell exprimiert waren, stieg 

diese Anzahl auf ~2.600 RNAs in der späteren Tran-

sitionsphase. Auch wenn die zugrundeliegende 

Wirkungsweise der DUF1127-Proteine ungeklärt 

blieb, konnte ein drastisches Wachstumsdefizit der 

A. tumefaciens DUF1127-Mutante in Übereinstim-

mung mit den starken Transkriptomveränderungen 

in späteren Wachstumsphasen beobachtet wer-

den299. 

Da die Entdeckung der RNA-Bindeeigenschaft des 

R. sphaeroides DUF1127-Proteins, CcaF1, erst sehr 

kürzlich berichtet wurde, ist momentan noch unsi-

cher, inwiefern die RNA-Bindeaktivität eine gene-

relle Funktion der DUF1127-Domäne darstellt. Das 

weitverbreitete Vorkommen dieser Domäne in α- 

und γ-Proteobakterien deutet allerdings auf eine 

konservierte Funktion hin. 

 

Ausblick 

Zuerst in Worte gefasst von Sokrates „Ich weiß, 

dass ich nicht weiß“ (sinnbildlich verkürztes Zitat), 

war diese Erkenntnis nicht nur seit Beginn ein 

grundlegender Baustein, sondern ist gleichzeitig 
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auch bis heute die treibende Kraft allen wissen-

schaftlichen Handelns. 

Auch wenn die letzten Jahre der Forschung maß-

geblich dazu beigesteuert haben, komplexe Regula-

tionsnetzwerke in bakteriellen Systemen zu identi-

fizieren, und uns dadurch gezeigt wurde, dass die 

Riboregulation eine weit wichtigere Rolle in der Ge-

nexpression einnimmt als ursprünglich vermutet, 

so bleiben viele Fragen dennoch ungeklärt. So war 

es beispielsweise überraschend, dass obwohl RNase 

E, RNase III und PNPase als die wichtigsten Ribo-

nukleasen in Gram-Negativen gelten, dennoch eine 

erstaunliche Vielzahl zellulärer RNAs existiert, bei 

denen keine Hinweise für eine Prozessierung durch 

diese Enzyme gefunden wurden. Während dies ei-

nerseits an einer nicht vollständigen Optimierung 

des Detektionsverfahrens liegen mag, ist anderer-

seits davon auszugehen, dass weitere RNasen und 

andere Riboregulatoren, wie nicht-identifizierte 

RNA-Bindeproteine und sRNAs existieren, welche 

wichtige Funktionen in der Kontrolle der Genex-

pression ausüben. Abseits der DUF1127-Proteine, 

listet die Pfam (protein family) Datenbank 4.424 

DUFs, was ~25% aller bekannten Domänen-Fami-

lien ausmacht306. Ungefähr 60% davon können in 

Bakterien gefunden werden, wobei mehrere Hun-

dert sogar essentiell zu sein scheinen307. Alleine 

durch die bloße Betrachtung dieser Zahlen ist da-

von auszugehen, dass viele DUF-Proteine neuartige 

Funktion besitzen, welche unser Verständnis wich-

tiger physiologischer Prozesse zumindest erwei-

tern, wahrscheinlich sogar reformieren, werden. 

In zukünftigen Untersuchungen sind wir hierbei 

mit modernen Technologien wie CRISPR-Cas-ba-

sierten Werkzeugen zur Genommodifikation, fein-

auflösenden Kristallisations-basierten Strukturge-

bungsverfahren, Hochdurchsatzsequenzierungs-

methoden, neuartigen bioinformatischen Algorith-

men und moderner künstlicher Intelligenz gewapp-

net. Weiterhin werden der analytischen 

Molekularbiologie, zum Beispiel durch die stetige 

Weiterentwicklung und Anpassung der CLIP-ba-

sierten Methoden (cross-linking and immunoprecipi-

tation)308, potente Protokolle zur Verfügung ge-

stellt, welche es erlauben werden, die Interaktome 

von RNasen, RNA-Bindeproteinen und regulatori-

schen RNAs weitreichend erfassen und besser ver-

stehen zu können. 

Auch wenn bisher viele bekannte Mechanismen un-

ter kontrollierten in vitro Bedingungen aufgeklärt 

werden konnten, ist eine Übertragung von variie-

renden Umweltbedingungen auf in vitro Studien nur 

sehr limitiert möglich. Insbesondere aufgrund der 

teilweise enormen Umweltschwankungen in der 

Natur ist es daher für ein umfassenderes Verständ-

nis der Biologie zunehmend wichtig, biologische 

Systeme durch weitere in vivo Experimente zu un-

tersuchen.  
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Abkürzungsverzeichnis 

 

AHL  N-Acyl-Homoserin-Lacton 

BLUF blue light sensing using FAD 

CLASH cross-linking ligation and sequencing of 

hybrids 

CLIP  cross-linking and immunoprecipitation 

CRISPR clustered regularly interspaced short pal-

indromic repeats 

crRNA  CRISPR RNA 

DNA Desoxyribonukleinsäure (deoxyri-

bonulceic acid) 

dsRNA  Doppelstrang-RNA 

DUF Domäne mit unbekannter Funktion 

(domain of unknown function) 

EMSA  electro mobility shift assay 

FAD Flavin-Adenin-Dinukleotid 

IPTG Isopropyl-β-thiogalactosid 

 

 
kDa  Kilodalton 

mRNA Boten-RNA (messenger RNA) 

nt  Nukleotide 

ORF Offener Leserahmen (open reading 

frame) 

RIP-seq RNA immunoprecipitation followed by 

RNA-seq 

RNA Ribonukleinsäure (ribonucleic acid) 

RNase Ribonuklease 

RNA-seq RNA sequencing 

rRNA  Ribosomale RNA 

sRNA  Kleine regulatorische RNA (small RNA) 

TIER-seq transiently inactivating an endoribonu-

clease followed by RNA-seq 

tracrRNA trans activating crRNA 

tRNA  Transfer RNA 

UTR Nicht-translatierte Region (untraslated 

region) 
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