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Zusammenfassung 

 

PPR-Proteine bilden die größte Familie von RNA-bindenden Proteinen in Pflanzen und die 

überwiegende Mehrheit ihrer Mitglieder wird in die Mitochondrien oder Plastiden importiert, 

wo sie eine wesentliche Rolle im RNA-Metabolismus definierter Transkripte spielen (Small 

und Peeters, 2000; Lurin et al., 2004). Doch die Funktionsweise dieser Proteine ist noch 

weitestgehend unbekannt. Nur wenige PPR-Proteine sind bisher im Detail analysiert worden 

und noch seltener ist es gelungen, ihre RNA-Liganden in vivo zu identifizieren. 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde das chloroplastidäre PPR-Protein PPR5 in Zea mays 

funktionell charakterisiert, dessen Ortholog in Arabidopsis thaliana essentiell für die 

Embryonalentwicklung ist (Cushing et al., 2005). Mittels PPR5-Immunopräzipitation und 

einer Analyse der kopräzipitierten RNA konnte in vivo eine spezifische Assoziation mit der 

ungespleißten tRNA-Glycin (UCC) nachgewiesen werden. Diese Studien wurden durch 

Analysen von ppr5-Mais-Mutanten ergänzt. Dabei konnte ein Stabilitätsverlust der Vorläufer 

der tRNA-Glycin in ppr5-Mutanten gezeigt werden. Es wurde geschlussfolgert, dass die 

Interaktion mit PPR5 das Transkript vor einem endonukleolytisch initiierten RNA-Abbau 

schützt. PPR5 ist somit notwendig für die plastidäre Translation. 

Weiterhin wurden die nächsten Verwandten von PPR5 (PPR2, PPR50 und PPR51) in Mais 

identifiziert. Northern-Analysen von ppr2-Mutanten zeigten eine reduzierte Akkumulation der 

Intron-enthaltenden plastidären tRNA-Valin (UAC) und tRNA-Isoleucin (GAU) im Vergleich 

zu Wildtypen. Darüber hinaus wurden Mutantenlinien für ppr50 und ppr51 isoliert und erste 

Analysen mit diesen durchgeführt. Das schuf die Voraussetzung für eine weiterführende 

Charakterisierung der vier Paralogen, die zukünftig Auskunft über die Konservierung der 

Funktion oder Spezifität nahe verwandter PPR-Proteine geben kann. 

In einem dritten Projekt ist es gelungen, Mais-Mutanten für das plastidäre Protein PPR54, 

dessen Funktion in Arabidopsis thaliana bereits bekannt war (M. Tillich, nicht veröffentlicht), 

zu identifizieren. Dies ermöglichte die erstmalige funktionelle Untersuchung orthologer PPR-

Proteine in einer mono- und einer eudikotylen Pflanze. Dabei konnte gezeigt werden, dass 

PPR54 in Mais, ebenso wie in Arabidopsis, für das Spleißen des ndhA-Introns benötigt wird. 

Interessanterweise weist die isolierte ppr54-Mutante einen stärkeren phänotypischen Defekt 

auf als die Arabidopsis-Mutante, was auf Unterschiede der beiden Pflanzenarten in der 

Kohlenstoff-Fixierung zurückzuführen sein könnte.  
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Die hier vorgelegten Analysen ausgesuchter PPR-Proteine mündeten in drei wesentlichen 

Schlussfolgerungen zur Funktion von PPR-Proteinen allgemeingültiger Art. So üben chloro-

plastidäre PPR-Proteine, die in Eudikotylen wie Arabidopsis für die Embryogenese 

notwendig sind, in der Regel eine Funktion in der plastidären Translation aus. Zum zweiten 

offenbarte die PPR5-Analyse eine möglicherweise für PPR-Proteine ursprüngliche Funktions-

weise, die nicht die Rekrutierung anderer, katalytisch aktiver Effektorproteine erfordert, 

sondern der ein passiver, auf der reinen Bindung einer RNA beruhender Mechanismus 

zugrunde liegt. Schließlich konnte eine Konservierung der Funktion orthologer PPR-Proteine 

in mono- und eudikotylen Pflanzen, wie sie bereits postuliert wurde (OôToole et al., 2008), 

am Beispiel von PPR54 experimentell nachgewiesen und somit klar untermauert werden. 
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Summary  

 

PPR proteins are the largest family of RNA binding proteins in plants and the vast majority of 

them is localized to mitochondria or chloroplasts, where they are major players in the RNA 

metabolism of defined transcripts (Small and Peeters, 2000; Lurin et al., 2004). However, the 

mechanistic function of these proteins is still not clear. Only few PPR proteins have been 

analyzed in detail so far and for even less, an in vivo RNA ligand has been identified. 

In this study, the plastid PPR protein PPR5, whose ortholog in Arabidopsis thaliana is 

embryo-essential (Cushing et al., 2005), was functionally characterized in Zea mays. By 

PPR5 immunoprecipitation and analyses of the coimmunoprecipitated RNA, a specific 

association to the unspliced tRNA glycine (UCC) was shown in vivo. The analysis of ppr5 

maize mutants demonstrated a loss of stability of the tRNA precursor in mutants. It was 

concluded that the interaction with PPR5 protects the unspliced tRNA from endonucleolytic 

decay. Thus, PPR5 is necessary for translation in plastids. 

In addition, close relatives of PPR5 were identified in maize (PPR2, PPR50, and PPR51) by 

phylogenetic means. Northern analyses of ppr2 mutants demonstrated a reduced accumulation 

of the plastid intron containing tRNA valine (UAC) and tRNA isoleucine (GAU) relative to 

wild-type. Maize mutants for ppr50 and ppr51 were isolated and first analyses were 

performed. This is a prerequisite for a future characterization of four paralogous PPR proteins 

which might answer whether closely related PPR proteins have similiar functions or RNA 

targets. 

In the third project of this study, a maize mutant for PPR54, a protein with a known function 

in Arabidopsis (M. Tillich, unpublished data), was obtained. This, for the first time, provided 

the opportunity to determine the functions of orthologous PPR proteins of a mono-

cotyledonous and an eudicotyledonous plant. It was demonstrated that PPR54 is needed for 

the splicing of the ndhA intron in maize as it is in Arabidopsis. Interestingly, the phenotypic 

defects of the maize mutants are stronger than those of the Arabidopsis mutants. A possible 

reason for that could be differences in carbon fixation metabolism between both plant species.  

Three important conclusions concerning the function of PPR proteins in general were drawn 

from the studies of chosen PPR proteins presented here. First, plastid PPR proteins that are 

essential in embryo development in eudicots like Arabidopsis should be necessary for plastid 

translation in most cases. Second, the characterization of PPR5 revealed a possibly ancient 

functional mechanism of PPR proteins which does not invoke the recruitment of additional 
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catalytic factors but relies on the passive binding of RNA elements. Last, the conservation of 

function of orthologous PPR proteins in monocots and eudicots was shown in the case of 

PPR54, confirming earlier postulations of a functional conservation of orthologous PPR 

proteins in angiosperms (OôToole et al., 2008) experimentally. 
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1 Einleitung 

 

1.1 Plastiden: von Endosymbionten zu Zellorganellen 

 

Von entscheidender Bedeutung für die Evolution der pflanzlichen Zelle waren zwei 

Endosymbiose-Ereignisse. Zunächst führte die Aufnahme eines freilebenden Vorfahren 

rezenter Ŭ-Proteobakterien durch eine Wirtszelle zur Entstehung der Mitochondrien (Lang 

et al., 1999; Gray et al., 2001). Obwohl noch immer kontrovers diskutiert, mehren sich die 

Hinweise, dass dies sogar den Ursprung der eukaryotischen Zelle selbst darstellt. Denn erst 

mit der Inkorporation der Mitochondrien-Ahnen und der damit verbundenen Etablierung von 

effizient Energie umwandelnden Organellen war die Entwicklung eukaryotischer 

Charakteristika, wie einem großen Genom innerhalb eines Zellkerns, energetisch ermöglicht 

(Vellai et al., 1997; Embley und Martin, 2006; Davidov und Jurkevitch, 2009). 

Nach der Rekrutierung der Mitochondrien kam es dann innerhalb eines Zweigs der frühen 

Eukaryoten zu einer Endosymbiose, welche die Fähigkeit der Algen und Pflanzen zur Photo-

synthese begründet: die Aufnahme der Plastiden-Vorläufer, die in der Verwandtschaft der 

Cyanobakterien zu suchen sind (Raven und Allen, 2003; initial formuliert von Meresch-

kowsky, 1905). Die langen Operons der plastidären Genome zeigen ihren eubakteriellen 

Ursprung und lassen in ihrer zum Teil konservierten Gen-Anordnung vermuten, dass alle 

Plastiden auf nur ein primäres Endosymbiose-Ereignis zurückzuführen sind (Kowallik, 1994; 

McFadden und van Dooren, 2004). Durch nachfolgende Phagozytosen eukaryotischer, bereits 

cyanobakterielle Symbionten enthaltender Einzeller entstanden innerhalb der Eukaryoten 

zahlreiche Linien, die Plastiden aufweisen. Die mittels der sogenannten sekundären 

Endosymbiose inkorporierten Zellen unterlagen dramatischen Reduktionen, heute zeugen vor-

nehmlich die komplexen Hüllmembranen dieser Plastiden von ihrer Herkunft (McFadden, 

2001; Gould et al., 2008).  

 

1.1.1 Struktur und Funktion von Plastiden 

Ihrem bakteriellen Ursprung entsprechend, können Plastiden nicht de novo gebildet werden, 

sondern nur durch Teilung auseinander hervorgehen (zytologische Kontinuität). Die Plastiden 

verschiedener Gewebe innerhalb einer Pflanze genügen dabei unterschiedlichen Anforde-

rungen und weisen variable Morphologien und spezifische Genexpressionsmuster auf. Un-
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differenzierte Plastiden-Vorläufer der Meristeme, die Proplastiden, sind bereits in der Zygote 

vorhanden. Aus ihnen können alle anderen Plastiden-Typen entstehen. Leukoplasten sind 

nicht-pigmentierte Plastiden, die primär der Speicherung von Stärke (Amyloplasten), Lipiden 

(Elaioplasten) oder Proteinen (Proteinoplasten) dienen. Chromoplasten akkumulieren 

Karotinoide und geben Blüten und Früchten ihre Farben. Die dominierende und am besten 

untersuchte Differenzierungsform der Plastiden jedoch sind die Chlorophyll enthaltenden 

Chloroplasten, die in allen grünen Geweben vorkommen und die Fixierung von Kohlendioxid 

mittels Photosynthese ermöglichen. Neben der Differenzierung aus Proplastiden können 

verschiedene Plastiden-Typen durch Redifferenzierung auseinander hervorgehen (Übersicht in 

Pyke, 2007; Bauer et al., 2001). 

 

Die Plastiden der Pflanzen sind durch die primäre Endosymbiose entstanden und als solche 

von zwei Membranen umgeben, welche auf die Plasmamembran und die äußere Membran des 

gram-negativen Symbionten zurückzuführen sind. Eine phagozytotische, vom Wirt stammen-

de Membran ist nicht nachweisbar (Gould et al., 2008).  

Den inneren Aufbau der Chloroplasten bestimmt ein drittes Membransystem, das der 

Thylakoide. Sie bilden ein hochkomplexes Gebilde aus Lamellen und Grana und grenzen das 

Lumen als Kompartiment innerhalb der Chloroplasten ab. Die Thylakoidmembranen 

beherbergen mit den Photosystemkomplexen den Ort des Licht-abhängigen Elektronen-

transports zur Bildung von ATP und Reduktionsäquivalenten. Im Chloroplastenstroma wird 

durch die RuBisCO (Ribulose-1,5-bisphosphat-Carboxylase/Oxygenase) Licht-unabhängig 

Kohlendioxid fixiert. Auch die Speicherung des organischen Kohlenstoffs, in Form von 

Stärke, geschieht in Pflanzen in den Plastiden (Pyke, 2007; Waters und Langdale, 2009). 

Doch der Einfluss des Endosymbionten auf den zellulären Metabolismus geht über die 

Photosynthese hinaus. Die Plastiden der Pflanzen werden für die Synthese der aromatischen 

Aminosäuren, zur Fettsäure-Synthese, zur Nitrat-Assimilation und zur Häm-Synthese 

benötigt. Weiterhin ergänzt der plastidäre Isopentenyl-Stoffwechsel den zytosolischen der 

Pflanzenzelle (Gould et al., 2008). 

  

1.1.2 Das Plastidengenom und -proteom 

Von ihren prokaryotischen Vorfahren haben sich die Plastiden ein eigenes protein-

synthetisierendes System und ein Genom, das Plastom, bewahrt. Es wird üblicherweise als 

zirkuläres, doppelsträngiges Molekül dargestellt (siehe Abb. 1), liegt tatsächlich aber auch in 
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diversen linearen oder multimeren Konformationen vor (zusammengefasst in Bock, 2007). 

Jeder Plastid enthält zahlreiche Genomkopien, organisiert als Nucleo-Proteinkomplexe im 

Nucleoid (Sato et al., 2003).  

 

Das Plastom von Landpflanzen ist in vier Abschnitte gegliedert: großer und kleiner Einzel-

kopiebereich (large und small single copy region, LSC und SSC), getrennt voneinander durch 

zwei Bereiche invertierter Repetitionen (IRA und IRB). Letztere sind identisch in ihrer 

Sequenz, aber gegenläufig im zirkulären Molekül orientiert (Abb. 1). Insgesamt umfasst die 

Sequenz je nach untersuchter Art etwa 120 bis 160 kb, ca. 115 Gene werden kodiert. Die 

meisten dieser Gene werden für die plastidäre Genexpression benötigt. Es handelt sich dabei 

z. B. um tRNA- und rRNA-Gene sowie um Gene für ribosomale Proteine und für die 

Untereinheiten der plastidär kodierten plastidären RNA-Polymerase PEP. Eine ebenfalls 

beträchtliche Anzahl an Genen kodiert Proteine, die an der Photosynthese beteiligt sind 

(Sugiura, 1989; aktuelle Übersicht in Bock, 2007).   

 

Die genetische Konstitution der Organellen genügt jedoch nicht ihrer komplexen Biochemie 

(Martin und Herrmann, 1998). Plastidengenome kodieren nur etwa 15 bis 209 Proteine des 

plastidären Proteoms (Keeling und Palmer, 2008), bei der Modellpflanze Arabidopsis thaliana 

sind es 87 (Abdallah et al., 2000). Demgegenüber sind etwa 2100 plastidäre Proteine nukleär 

kodiert (Richly und Leister, 2004). Auch besteht eine erhebliche Diskrepanz zwischen der 

Kodierungskapazität von Plastomen und jener der Genome rezenter Cyanobakterien. Daraus 

wurde gefolgert, dass es im Laufe der Plastiden-Evolution zu einer massiven Reduktion des 

Plastoms gekommen sein muss, einhergehend mit einem Transfer ursprünglich organellär 

kodierter Gene in den Nukleus. Berechnungen zufolge sind zwischen 14 und 18% der Kern-

kodierten Gene von A. thaliana cyanobakterieller Abstammung (Martin et al., 2002; Deusch 

et al., 2008). Zum Teil gelangen diese Kern-kodierten Proteine mit Hilfe von Transit-

sequenzen über eine Protein-Importmaschinerie zurück in die Plastiden (Jarvis und Robinson, 

2004). Der vermutlich weitaus größere Teil jedoch erfüllt inzwischen Funktionen in anderen 

Zellkompartimenten (Martin et al., 2002). Auf der anderen Seite übernehmen Kern-kodierte 

Proteine, die nicht der Endosymbiont beigesteuert hat, inzwischen Aufgaben im Plastiden 

(Abdallah et al., 2000; Richly und Leister, 2004; Stern et al., 2004). Im Rahmen der langen 

Koevolution des ursprünglich heterotrophen Eukaryoten und der aufgenommenen autotrophen 

Prokaryoten hat sich eine obligate Symbiose zwischen ihnen entwickelt (Gould et al., 2008). 
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Mais 

(Zea mays)

Chloroplasten-DNA

140.384 bp

Gene für PhotosystemI und II und Cytochromb6/f-Komplex

ATP-Synthase-Gene

Gene für die RuBisCo(große Untereinheit)

Gene für die NADH-Dehydrogenase

Gen für die Clp-Protease, Untereinheit P

tRNA-Gene

rRNA-Gene und Gene für Proteine der Genexpression

Konservierte ORFs unbekannter Funktion

Edierungs-

stellen

 

Abb. 1: Das Chloroplasten-Genom von Zea mays (nach Tillich et al., 2001; Maier et al., 1995)  

Das Plastiden-Chromosom ist zirkulär dargestellt, die Gene auf dem äußeren Kreis werden dabei im Uhrzeiger-

sinn transkribiert, die im inneren gegen den Uhrzeigersinn. Die farbigen Markierungen reflektieren die Funktion 

der kodierten Genprodukte. Enthalten Gene Introns, so ist dies durch einen Stern (*) gekennzeichnet. Die blauen 

Zahlen außerhalb des Kreises geben die Anzahl der Edierungsstellen eines Gens an.   
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1.1.3 Der chloroplastidäre RNA-Metabolismus 

Unter RNA-Metabolismus sind alle Prozesse zu verstehen, die die Herstellung, Modifikation 

und Umsetzung von RNA beinhalten, d. h. von der Transkription über die RNA-Prozessierung 

und die Translation bis zur RNA-Degradation (Anantharaman et al., 2002). All diese 

Vorgänge sind notwendig zur Expression des genetischen Materials.  

Ebenso wie die Biogenese und der Stoffwechsel eines Chloroplasten (siehe 1.1.1) zeugt auch 

die plastidäre Genexpression von seinem prokaryotischen Erbe. Wie oben erwähnt, weisen 

Plastiden ein eigenes Genom auf, welches transkribiert werden muss. Die Plastome fast aller 

Pflanzen kodieren Proteine für eine RNA-Polymerase (plastid encoded plastid RNA 

polymerase, PEP), die mit den Untereinheiten eubakterieller RNA-Polymerasen verwandt 

sind. Wie bei Cyanobakterien ist dabei das Gen rpoC, dessen Genprodukt die bô-Untereinheit 

darstellt, in zwei Gene, rpoC1 und  rpoC2, getrennt (Liere und Börner, 2007; Hess und 

Börner, 1999). 

Doch wie Morden et al. an der parasitierenden Angiosperme Epifagus virginiana sowie Hess 

et al. an der albostrians-Mutante von Hordeum vulgare zeigen konnten, muss es ergänzend 

dazu eine nukleär kodierte plastidäre RNA-Polymerase (NEP) geben (Morden et al., 1991; 

Hess et al., 1993). Es wurden, zunächst von Hedtke et al. in Arabidopsis thaliana (Hedtke 

et al., 1997, 1999), später in zahlreichen weiteren Angiospermen (Chang et al., 1999; Hedtke 

et al., 2000, 2002; Kobayashi et al., 2001, 2002; Emmanuel et al., 2004; Kusumi et al., 2004), 

Kandidatengene für solche NEP-Enzyme identifiziert, welche Homologie zu den Polymerasen 

der T3- und T7-Phagen aufweisen (Hedtke et al., 1997; Liere und Börner, 2007). Gene für 

Phagentyp-Polymerasen sind sicherlich nicht durch den cyanobakteriellen Endosymbionten 

ins Kerngenom gelangt (Gray und Lang, 1998). Auch die Promotoren, die diese RNA-

Polymerasen nutzen, unterscheiden sich deutlich von typisch eubakteriellen (Liere et al., 

2004; Swiatecka-Hagenbruch et al., 2007). D. h., die Transkription in Chloroplasten ist ent-

schieden komplexer als in den Ur-Ahnen der Plastiden. 

 

Die Transkriptionsprodukte beider plastidärer RNA-Polymerasen sind in der Regel polycis-

tronische RNAs, welche zur Reifung prozessiert werden (Barkan und Goldschmidt-Clermont, 

2000). Endonukleasen spalten dabei die Transkripte vor der Translation zu kleineren, oft 

monocistronischen RNAs, ein Vorgang, der bei Bakterien nicht notwendig zu sein scheint 

(Barkan und Goldschmidt-Clermont, 2000; Maier et al., 2008). Von Pfalz et al. wurde 

vorgeschlagen, dass endonukleolytisch gespaltene Transkripte sukzessive exonukleolytisch 
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abgebaut werden. Sekundärstrukturen in der RNA oder RNA-Bindeproteine definieren jene 

Sequenzbereiche, die vor dieser Degradation geschützt werden. Das spielt eine Rolle für einen 

geregelten RNA-Abbau bzw. andersherum die Stabilisierung von Transkripten. Außerdem 

werden auf diese Weise definierte 5ô- und 3ô-Termini generiert (Pfalz et al., 2009). Die 

Prozessierung der 5ô-Enden kann dabei entscheidend für die Translationseffizienz sein 

(Zusammenfassung in Bollenbach et al., 2007). Insgesamt resultiert daraus ein komplexes 

Transkriptmuster mit variablen RNA-Spezies, wie es von Cyanobakterien nicht bekannt ist 

(Maier et al., 2008). 

 

Die Modifikation chloroplastidärer RNA beinhaltet zwei weitere Vorgänge, Spleißen und 

Edieren, welche evolutionäre Neuerwerbungen gegenüber dem prokaryotischen RNA-

Metabolismus darstellen (Schmitz-Linneweber und Barkan, 2007). Spleißen bezeichnet das 

posttranskriptionelle Entfernen von Introns. Bei plastidären Introns werden aufgrund von 

Merkmalen ihrer Sequenz und der daraus abgeleiteten Sekundärstruktur Gruppe-I-, -II - oder 

-III -Introns unterschieden, wobei die letzteren aller Wahrscheinlichkeit nach degenerierte 

Gruppe-II -Introns darstellen. In den Plastomen von Landpflanzen findet man etwa 20 Gruppe-

II - und ein Gruppe-I-Intron, deren Positionen streng konserviert sind. Sie sind offensichtlich 

frühzeitig in der Evolution der Pflanzen erworben worden (Michel et al., 1989; Schmitz-

Linneweber und Barkan, 2007). Gruppe-I- und Gruppe-II -Introns konnten auch in Eu-

bakterien, inklusive der Cyano- und Proteobakterien, detektiert werden (Ferat und Michel, 

1993). So ist beispielsweise das plastidäre Gruppe-I-Intron im trnL-UAA-Gen auch in 

verschiedenen Cyanobakterien nachweisbar (Saldanha et al., 1993). Nichtsdestotrotz sind 

solche Introns bedeutend häufiger in organellären Genomen, insbesondere in den Mitochon-

drien und Chloroplasten der Pflanzen, zu finden (Michel und Ferat, 1995; Schmitz-

Linneweber und Barkan, 2007). 

Während des Spleißvorgangs finden in der Regel zwei Transester-Reaktionen statt. Durch 

einen nukleophilen Angriff wird zunächst die Exon-Intron-Bindung am ersten Exon gelöst, 

anschließend geht dieses eine neue Phosphordiester-Bindung mit dem zweiten Exon ein, das 

Intron fällt, bei Gruppe-II -Introns in einer Lariat-Struktur, heraus. Sowohl Gruppe-I- als auch 

Gruppe-II -Introns werden als Ribozyme bezeichnet, da für einzelne Vertreter in vitro die 

Befähigung zum autokatalytischen Spleißen beobachtet wurde. In vivo werden für eine 

effiziente Reaktion jedoch Spleißfaktoren benötigt (Saldanha et al., 1993; zusammengefasst 

in Schmitz-Linneweber und Barkan, 2007). Nur ein potentieller Spleißfaktor wird in den 

Plastomen höherer Pflanzen kodiert: matK (Vogel et al., 1999). Es gibt Hinweise, dass dieser 



1 Einleitung   

17 

 

als Maturase zum Spleißen einer Untergruppe der Gruppe-II -Introns (Gruppe-IIA -Introns, 

Michel et al., 1989) benötigt wird (Vogel et al., 1997, 1999; Jenkins et al., 1997; Zoschke 

et al., 2010). Demgegenüber wurden in den letzten Jahren eine Vielzahl von Kern-kodierten 

Proteinfaktoren identifiziert, welche zum Spleißen von einzelnen oder mehreren spezifischen 

plastidären Introns in Landpflanzen benötigt werden (u. a. Jenkins et al., 1997; Till et al., 

2001; Ostheimer et al., 2003; Meierhoff et al., 2003; Nakamura et al., 2003; Ostersetzer et al., 

2005; Schmitz-Linneweber et al., 2006; Asakura und Barkan, 2006, 2007). Der evolutionäre 

Ursprung dieser Proteine ist divers. Sie wurden im Rahmen der Koevolution von Wirt und 

Endosymbiont rekrutiert, um den neu erworbenen Ansprüchen der plastidären Genexpression 

zu genügen (Schmitz-Linneweber und Barkan, 2007). 

Noch offensichtlicher als das Spleißen unterscheidet das Edieren den chloroplastidären RNA-

Metabolismus von dem seiner bakteriellen Ahnen, es kommt in Prokaryoten nicht vor 

(Schmitz-Linneweber und Barkan, 2007). Der Prozessierungsschritt des RNA-Edierens führt 

zum hochspezifischen, posttranskriptionellen Umschreiben einzelner Nukleotide. Meist 

werden dabei Cytidine in Uracile desaminiert. Oft werden erst dadurch Kodons für konser-

vierte Aminosäuren hergestellt (Tillich et al., 2005, 2006a). In den Plastomen von Samen-

pflanzen sind etwa 30 bis 35 Edierungsstellen beschrieben (Tillich et al., 2006a; Maier et al., 

2008). Obwohl diese Anzahl sehr konstant ist, variieren die spezifischen Stellen zwischen 

verschiedenen Spezies stark. Selbst zwischen nah verwandten Arten gibt es Unterschiede, was 

zu der Schlussfolgerung führte, dass plastidäre Edierungsstellen sehr rasch evolvieren 

(Schmitz-Linneweber et al., 2001, 2002; Tillich  et al., 2006b). In der direkten Sequenz-

umgebung des zu edierenden Nukleotids sind cis-Elemente beschrieben, welche der 

Erkennung durch Kern-kodierte trans-Faktoren dienen (Übersicht in Schmitz-Linneweber und 

Barkan, 2007). 

 

Der obige Abschnitt veranschaulicht, dass der chloroplastidäre RNA-Metabolismus weitaus 

komplexer ist als der prokaryotische. Damit Transkripte korrekt translatiert werden können 

bzw. damit tRNAs und rRNAs funktionell sind, müssen sie aufwändig zurechtgeschnitten, 

stabilisiert, gespleißt und ediert werden (Abb. 2). Diese Komplexität entstand erst nach der 

Endosymbiose und erfordert eine Vielzahl nukleär kodierter Proteinfaktoren, die mit 

plastidärer RNA interagieren (Maier et al., 2008; Nickelsen, 2003a). Eine außerordentlich 

große Gruppe von organellär lokalisierten RNA-Bindeproteinen sind die PPR-Proteine (Small 

und Peeters, 2000). 
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Abb. 2: Die Komplexität des chloroplastidären RNA-Metabolismus 

Schematische Darstellung der plastidären Genexpression, insbesondere der RNA-Prozessierungsschritte: Primär-

transkripte werden endo- und exonukleolytisch gespalten und müssen ediert, gespleißt und stabilisiert werden. 

Das erfordert eine Vielzahl nukleär kodierter Proteine (dargestellt in grau), die aus dem Zytoplasma importiert 

werden. Auch für die Translation und RNA-Degradation werden Kern-kodierte Faktoren benötigt.  

 

 

1.2 PPR-Proteine 

 

Interessanterweise blieben die pentatricopeptide repeat (PPR) Proteine bis zu ihrer Beschrei-

bung durch Small und Peeters vor zehn Jahren als Proteinfamilie unentdeckt, obgleich sie mit 

mehreren Hundert Vertretern in Angiospermen die größte Gruppe RNA-bindender Proteine in 

Pflanzen bilden (Small und Peeters, 2000; Lurin et al., 2004). Einzelne PPR-Gene waren mit 

pet309 in Hefe, cya-5 in Neurospora crassa und crp1 in Mais zu diesem Zeitpunkt bereits 
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beschrieben. Sie alle kodieren Proteine, denen Funktionen in der Modifikation bzw. Trans-

lation definierter, organellärer Ziel-RNAs zugewiesen werden (Manthey und McEwen, 1995; 

Coffin et al., 1997; Fisk et al., 1999). Doch erst durch die vollständige Sequenzierung des 

Kerngenoms von Arabidopsis thaliana wurden PPR-Gene als große, Pflanzen-spezifische 

Familie offenbar, und PPR-Proteine traten in den Fokus der Analyse des chloroplastidären und 

mitochondrialen RNA-Metabolismus der Pflanzen (Small und Peeters, 2000; Aubourg et al., 

2000; Lurin et al., 2004). 

 

1.2.1 Das Pentatricopeptid-Motiv und die Struktur von PPR-Proteinen 

PPR-Proteine sind charakterisiert durch ein degeneriertes Motiv von 35 Aminosäuren, 

welches in bis zu 30 direkten Wiederholungen vorliegt. Die Benennung erfolgte in Analogie 

zu den zuvor definierten TPR-Proteinen (tetratricopeptide repeat), beide werden der Gruppe 

der Ŭ-Solenoid-Proteine zugeordnet (Small und Peeters, 2000; Schmitz-Linneweber und 

Small, 2008). Das Kennzeichen dieser repeat-Proteine ist die wiederholte Abfolge eines 

definierten Strukturmotivs, was zu einer Gesamtstruktur führt, die aufgrund ihrer großen 

Oberfläche als Interaktionsplattform fungiert. Gemäß Strukturvorhersagen und bestätigt durch 

Kristallstrukturanalysen bilden in TPR-Proteinen mehrere Paare antiparalleler Ŭ-Helices eine 

Superhelix, deren konkave Innenseite Proteine bindet (Blatch und Lässle, 1999; Wilson et al., 

2005). Ähnlich sollen auch PPR-Motive je zwei Ŭ-Helices A und B formen, die in ihren 

Wiederholungen eine Superhelix kreieren. Ein Unterschied zu den TRP-Motiven besteht unter 

anderem darin, dass die nach innen weisenden Aminosäurereste der Helix A ausschließlich 

hydrophil zu sein scheinen, sodass der von der PPR-Superhelix eingeschlossene Innenraum, 

Vorhersagen zufolge, eine positiv geladene Seite enthält. Durch die vergleichsweise hohe 

Anzahl ihrer PPR-Motive bieten PPR-Proteine Platz für größere Liganden. So wurde anstelle 

einer Interaktion mit Proteinen eine Assoziation mit RNA vorgeschlagen (Small und Peeters, 

2000). Derzeit gibt es keine experimentellen Strukturinformationen, doch es wird 

angenommen, dass die spezifische RNA-Bindung ähnlich wie bei Puf-Domänen-Proteinen 

erfolgt, die ebenfalls den Ŭ-Solenoid-Proteinen angehören und durch ein wiederholtes Motiv 

von drei Helices charakterisiert sind (Edwards et al., 2001b; Delannoy et al., 2007; Schmitz-

Linneweber und Small, 2008). 

Von Lurin et al. wurde beobachtet, dass nur etwa die Hälfte der PPR-Proteine in Arabidopsis 

thaliana das oben beschriebene PPR-Motiv in mehreren direkten Wiederholungen zeigt. Die 

anderen Proteine weisen neben diesem Konsensus-Motiv zwei davon abgeleitete Motive auf: 
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ein kürzeres von 31 Aminosäuren (genannt S für short) und ein längeres von zumeist 36 

Aminosäuren (L für long). Diese Sequenzmotive sind in der Regel als P-L-S Tripletts 

organisiert, wobei P das klassische PPR-Motiv symbolisiert. Entsprechend werden bei PPR-

Proteinen P-Typ- und PLS-Typ-Proteine unterschieden (Lurin et al., 2004; Abb. 3). Letztere 

überlappen weitgehend mit den parallel und unabhängig zu den PPR-Proteinen beschriebenen 

plant combinatorial and modular proteins (PCMP, Aubourg et al., 2000; Rivals et al., 2006). 

 

P-Typ-PPR-Proteine

PLS-Typ-PPR-Proteine

E-Subtyp

DYW-Subtyp

PLS-Subtyp

DYW-Motiv

E/E+-Motiv 

PPR-MotiveL

P

S

targetingSequenz

 

Abb. 3: Schematische Darstellung der Motive in PPR-Proteinen (nach Lurin et al., 2004; Schmitz-

Linneweber und Small, 2008) 

PPR-Proteine des P-Typs enthalten in direkten Wiederholungen das klassische PPR-P-Motiv. In PLS-PPR-

Proteinen ist dieses im Wechsel mit den L- und S-Motiven vorhanden. Die dunkelblaue Linie symbolisiert 

Sequenzabschnitte, die zwischen den PPR-Abschnitten vorhanden sein können, nicht immer schließt sich ein 

PPR-Motiv nahtlos an das vorherige an. Der N-Terminus vieler PPR-Proteine weist organelläre Transitsequenzen 

auf. C-terminal von den PPR-Motiven können in PLS-Proteinen weitere charakteristische Domänen  

vorkommen. 

 

Zusätzlich zu den genannten PPR-Motiven weisen viele PPR-Proteine vor oder nach der 

Folge von PPRs weitere Sequenzabschnitte auf (Abb. 3). Im N-terminalen Bereich der 

Proteine sind in der Regel organelläre targeting Sequenzen nachzuweisen (Lurin et al., 2004). 

Innerhalb der PLS-Subfamilie kommen zwei charakteristische Zusatzdomänen C-terminal der 
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PPR-Motive vor. Einige Proteine enthalten die E-Domäne (für extended), welche ursprünglich 

unterteilt wurde in zwei kleinere Motive E und E+. Da keine funktionellen Unterschiede 

zwischen diesen beiden Bereichen determiniert werden konnten und ein E+-Abschnitt nur auf 

einen E-Bereich folgend vorkommt, werden die Motive in der neueren Literatur zusammen-

gefasst (Schmitz-Linneweber und Small, 2008). Die zweite Zusatzdomäne wird durch ein 

C-terminales Asparaginsäure-Tyrosin-Tryptophan-Tripeptid definiert und entsprechend mit 

DYW bezeichnet. Dieses Motiv schließt sich an das E-Motiv an. Die E- und DYW-Sequenzen 

zeigen keine Ähnlichkeit zu den PPR-Motiven, ihre Herkunft ist noch völlig unklar (Lurin 

et al., 2004). Es können weitere Domänen in PPR-Proteinen vorkommen, beispielsweise die 

RRM-Domäne (RNA recognition motif) im PPR4-Protein (Schmitz-Linneweber et al., 2006) 

oder die vermutlich DNA-bindenden SMR-Domänen (small mutS related, Koussevitzky 

et al., 2007). Domänen, denen eine katalytische Funktion zugeschrieben werden kann, enthält 

die Mehrheit der PPR-Proteine jedoch nicht, weshalb sie als Adaptoren angesehen werden, die 

RNA-prozessierende Enzyme zu spezifischen Ziel-RNAs leiten (Lurin et al., 2004; Schmitz-

Linneweber und Small, 2008). 

 

1.2.2 Verbreitung und Evolution von PPR-Proteinen 

Mit der Erstbeschreibung der PPR-Gene ging die Erkenntnis einher, dass es sich um eine 

Pflanzen-spezifische Genfamilie handelt (Small und Peeters, 2000). Denn obwohl die PPR-

Gene innerhalb der Eukaryoten weit verbreitet sind, variiert ihre Anzahl in verschiedenen 

Taxa beträchtlich (Lurin et al., 2004; siehe Abb. 4). Die in Angiospermen wie Arabidopsis 

thaliana und Oryza sativa nachgewiesene Abundanz der Gene (450 respektive 477, OôToole 

et al., 2008) scheint auf Landpflanzen beschränkt zu sein. In den Genomen von Hefen, Tieren 

und sogar Algen werden nur zwei bis elf PPR-Gene kodiert (Lurin et al., 2004; Schmitz-

Linneweber und Small, 2008; Johnson et al., 2010). Außerhalb des Pflanzenreiches weist 

Trypanosoma brucei mit 28 identifizierten PPR-Motive enthaltenden Sequenzen noch 

verhältnismäßig viele PPR-Gene auf (Pusnik et al., 2007). In Giardia, die degenerierte 

Mitochondrien ohne ein Genom besitzen (Dolezal et al., 2005), fehlen PPR-Proteine (Andrés 

et al., 2007). Von den oben beschriebenen PPR-Gen-Subfamilien kommen die P-Typ-Gene 

ubiquitär in Eukaryoten vor, Gene des PLS-Typs sind nur in Landpflanzen kodiert (Lurin 

et al., 2004; Andrés et al., 2007).  
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Abb. 4: Verteilung von PPR-Genen (nach Schmitz-Linneweber und Small, 2008) 

Dargestellt ist die Anzahl der PPR-Gene in Prokaryoten und Eukaryoten. Die Daten entstammen den Arbeiten 

von Lurin et al., 2004; OôToole et al., 2008; Schmitz-Linneweber und Small, 2008 sowie Johnson et al., 2010 

(für Chlamydomonas rheinhardtii); Andrés et al., 2007 (für Giardia) und Pusnik et al., 2007 (für Trypanosoma 

brucei). Die blauen Balken geben die Verteilung auf P- und PLS-Typ-Gene wieder. Letztere sind nur in Land-

pflanzen identifiziert worden. Die fettgedruckten Zahlen rechts geben die absolute Anzahl der PPR-Gene an. 

 

Aufschluss über die Expansion der PPR-Proteine in Pflanzen gibt das Laubmoos Physco-

mitrella patens, dessen Genom 103 PPR-Gene kodiert (OôToole et al., 2008), während das der 

Farnverwandten Selaginella moellendorffii nach ersten Untersuchungen über 600 PPR-Gene 

aufweist (Yuan et al., 2009). Diese Zahlen legen nahe, dass es erst nach der Trennung von 

Moosen und Gefäßpflanzen zu einer immensen Vermehrung der PPR-Gene kam (OôToole 

et al., 2008).  

Die eudikotyle Pflanze Arabidopsis thaliana und die Monokotyle Oryza sativa verfügen nicht 

nur über praktisch gleich viele PPR-Gene, auch die Verteilung der Gene auf die einzelnen 

Subtypen (P-, PLS-, E- und DYW-Gene) ist nahezu identisch. Darüber hinaus zeigt eine 

Stammbaumrekonstruktion mit allen Arabidopsis- und Reis-Sequenzen, dass die meisten 

PPR-Gene als Orthologe in beiden Spezies existieren. Duplikationen bzw. Genverluste inner-

halb nur einer Art sind selten (Abb. 5; Begriffsklärung Orthologie/Paralogie siehe Anhang 1). 

Daraus kann geschlussfolgert werden, dass eine massive Amplifikation der PPR-Gene vor der 

Trennung von Monokotylen und Eudikotylen stattfand bzw. mit dieser koinzidiert (OôToole 

et al., 2008). Ob sich diese Expansion schon früh innerhalb der Gefäßpflanzen ereignete und 
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die Selaginella-PPR-Gene Orthologe der Angiospermen-Gene sind, bleibt noch zu unter-

suchen. 
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Abb. 5: Orthologe PPR-Gene in Arabidopsis und Reis (nach Daten von Small et al., nicht publiziert) 

Gezeigt ist ein beispielhafter Ausschnitt einer Stammbaumrekonstruktion der PPR-Gene von Arabidopsis 

thaliana (blaue Kennzeichnung) und Oryza sativa (rot). Die Mehrheit der PPR-Gene hat Orthologe in beiden 

Spezies. Genduplikationen nach der evolutionären Auftrennung mono- und eudikotyler Pflanzen sind die 

Ausnahme (gekennzeichnet durch *). Die Expansion der PPR-Gene in Landpflanzen erfolgte demnach vor der 

Trennung von Monokotylen und Eudikotylen (OôToole et al., 2008). 

 

Die Analyse der Exon-Intron-Struktur der PPR-Gene gibt Hinweise auf den Mechanismus, 

der dem sprunghaften Anstieg der Gen-Familie in Landpflanzen zugrunde liegt. Die über-

wiegende Mehrheit der PPR-Gene in Arabidopsis und Reis enthält keine Introns. Die Gene 

mit einem oder wenigen Introns weisen diese zumeist im 5ô-Bereich ihrer Sequenz auf. Das 

impliziert durch Retrotransposition vermittelte Genduplikationen (Lurin et al., 2004; OôToole 

et al., 2008). Die wenigen Intron-reichen Gene repräsentieren dabei ursprünglichere Gene, aus 

deren gespleißten mRNAs die Intron-ärmeren durch reverse Transkription und homologe 

Rekombination entstanden (OôToole et al., 2008). Im Einklang damit steht die Tatsache, dass 
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die PPR-Gene in Physcomitrella, welche eher Intron-reich sind, gemäß phylogenetischen 

Untersuchungen zumeist mit den mehrere Introns enthaltenden, also ursprünglicheren, PPR-

Genen in Angiospermen in nächster Verwandtschaft stehen. Doch auch Physcomitrella weist 

im Vergleich zu anderen Eukaryoten zahlreiche PPR-Gene auf, einige davon ebenfalls mit 

wenigen bzw. ohne Introns. So fand eine erste, wahrscheinlich durch reverse Transkription 

vermittelte Expansion bereits vor der Divergenz von Laubmoosen und Gefäßpflanzen statt. 

Innerhalb der Moose erfolgten unabhängig weitere Genduplikationen, erkennbar daran, dass 

42 der 103 PPR-Gene paraloge Paare in Physcomitrella bilden (OôToole et al., 2008).  

 

Sehr viel weniger verstanden als die Expansion der PPR-Proteine in Pflanzen ist ihr 

evolutionärer Ursprung insgesamt. Die weite Verbreitung ebenso wie ihre Funktion in den 

Organellen ließen einen mitochondrialen oder chloroplastidären Ursprung plausibel er-

scheinen, doch weder organelläre Genome noch die rezenter Verwandter der Endosymbionten 

kodieren PPR-Motive. Sie traten nach derzeitigem Kenntnisstand erstmals in Eukaryoten auf, 

denn die wenigen in Prokaryoten identifizierten PPR-Sequenzen sind aller Wahrscheinlichkeit 

nach durch horizontalen Gentransfer in diese Organismen gelangt (Lurin et al., 2004; 

Schmitz-Linneweber und Small, 2008). Möglicherweise von Bedeutung ist in diesem 

Zusammenhang, dass die strukturell sehr ähnlichen TPR-Proteine in Prokaryoten, ebenso wie 

in Eukaryoten, weit verbreitet sind (Blatch und Lässle, 1999; DôAndrea und Regan, 2003). 

Selbst in Organellen-Genomen, z. B. im plastidär kodierten Gen ycf3, treten TPR-Motive auf 

(Boudreau et al., 1997). Interessanterweise ist der Innenraum der Helix einiger TPR-Proteine 

gerade so gestaltet, dass sie nicht mit Proteinen, sondern mit RNA interagieren (DôAndrea 

und Regan, 2003; Sane et al., 2005).  

 

1.2.3 Die Funktion von PPR-Proteinen im organellären RNA-Metabolismus 

Die Mehrheit der PPR-Proteine enthält N-terminale Sequenzabschnitte, die gemäß in silico-

Analysen eine Lokalisation in den Mitochondrien oder Chloroplasten vermitteln (Lurin et al., 

2004; OôToole et al., 2008; siehe Abb. 6). Für ungefähr ein Viertel der PPR-Proteine von 

Arabidopsis thaliana konnte kein organelläres targeting vorhergesagt werden (Lurin et al., 

2004), wobei hier die Rate von ca. 20 bis 30% falsch-negativen Prognosen durch die Analyse-

programme zu berücksichtigen ist (Small et al., 2004). Tatsächlich zeigen in vitro-targeting-

Experimente auch für viele Proteine ohne Lokalisationsvorhersage einen Import in die 

Organellen (L. Heurtevin und C. Lurin, persönliche Mitteilung). Fast alle derzeit funktionell 
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charakterisierten PPR-Proteine bestätigen eine Funktion in den Mitochondrien und Chloro-

plasten (Delannoy et al., 2007; Andrés et al., 2007; Schmitz-Linneweber und Small, 2008). 

Eine Ausnahme könnte ein von Ding et al. analysiertes PPR-Protein bilden, welches 

möglicherweise im Nukleus von A. thaliana als Transkriptionsfaktor mit der RNA-Poly-

merase II interagiert (Ding et al., 2006).  

 

54%

19%

27%

Mitochondrien

Plastiden

keine Vorhersage

?

 

Abb. 6: Subzelluläre Lokalisation von PPR-Proteinen in Arabidopsis thaliana (nach Lurin et al., 

2004) 

Gemäß targeting-Vorhersagen ist die Mehrheit der PPR-Proteine in Arabidopsis in den Mitochondrien oder 

Plastiden lokalisiert. 

 

Wie unter 1.2.2 dargelegt, zeigt die Familie der PPR-Gene eine bemerkenswerte Kon-

servierung innerhalb der Angiospermen, was für eine essentielle, nicht-redundante Funktion 

der kodierten Proteine ï trotz ihrer großen Anzahl ï spricht (Lurin et al., 2004; OôToole et al., 

2008). Gestützt wird dies durch Mutantenanalysen. Homozygote Mutationen in einzelnen 

PPR-Genen haben oftmals starke phänotypische Auswirkungen bis hin zu Embryoletalität 

(Lurin et al., 2004; Cushing et al., 2005; Schmitz-Linneweber und Small, 2008). Genetische 

Analysen der PPR-Gen-Mutanten zeigen Defekte in der Prozessierung oder Translation 

organellärer RNAs, wobei jeweils spezifische Transkripte betroffen zu sein scheinen 

(Übersichten in Delannoy et al., 2007; Andrés et al., 2007; Schmitz-Linneweber und Small, 

2008). In einigen wenigen Fällen wurden RNA-Liganden eines PPR-Proteins in vivo durch 
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Immunopräzipitation und eine nachfolgende Analyse der gebundenen RNA (Schmitz-

Linneweber et al., 2005b, 2006) oder in vitro (Nakamura et al., 2003; Okuda et al., 2006; 

Kazama et al., 2008) bestimmt. Diese Analysen zeigen, dass PPR-Proteine hochspezifisch mit 

definierten Transkripten interagieren können. Wie die genaue Erkennung jedoch funktioniert, 

ist unklar, da bisher weder übereinstimmende Struktur- noch Sequenzmotive identifiziert 

werden konnten (Schmitz-Linneweber und Small, 2008). Zwar wurde für das Mais-Protein 

CRP1 ein putatives Erkennungsmotiv bestehend aus zwei durch exakt 51 Nukleotide 

getrennten, kurzen Sequenzen ermittelt, das beide Ziel-RNAs streng konserviert aufweisen 

(Schmitz-Linneweber et al., 2005b). Für CLB19, CRR22 und CRR28, die ebenfalls je 

mehrere RNA-Liganden binden sollen, scheinen solche Erkennungssequenzen jedoch nicht zu 

existieren (Chateigner-Boutin et al., 2008; Okuda et al., 2009). Allerdings gibt es erste Hin-

weise, dass es die PPR-Motive selbst sind, und nicht weitere Domänen, die die RNA-

Liganden binden. So konnten Okuda et al. für zwei E-Typ-PLS-Proteine in Mutanten-

Komplementationsanalysen zeigen, dass ein Austausch der E-Domänen die Spezifität der 

Interaktion erhält und diese demnach durch den PPR-Bereich des Proteins definiert wird 

(Okuda et al., 2007). In Hefe wurde für sieben PPR-Motive des PET309-Proteins nach-

gewiesen, dass jedes einzelne davon notwendig für die Funktion des Proteins in der Trans-

lation der cox1-mRNA ist. Nach Spekulation der Autoren ist somit jedes PPR-Motiv essentiell 

für eine hochaffine RNA-Bindung (Tavares-Carreón et al., 2008). 

 

D. h., PPR-Proteine sind Transkript-spezifische, organelläre RNA-Bindeproteine und als 

solche ideale Kandidaten für die zahlreichen Kern-kodierten Faktoren, die für den komplexen 

plastidären RNA-Metabolismus benötigt werden (Maier et al., 2008). Tatsächlich wurde PPR-

Proteinen bereits ein bemerkenswert breites Spektrum posttranskriptioneller Prozessierungs-

schritte zugeschrieben. Das Arabidopsis-PPR-Protein PGR3 stabilisiert Transkripte des petL-

Operons (Yamazaki et al., 2004). CRP1 in Mais sowie HCF152 und das DYW-PPR-Protein 

CRR2 in Arabidopsis sind für intergenische Prozessierungen spezifischer RNAs notwendig 

(Fisk et al., 1999; Schmitz-Linneweber et al., 2005b; Meierhoff et al., 2003; Hashimoto et al., 

2003). Möglicherweise haben CRP1 und HCF152 dabei, wie es für das Mais-Protein PPR10 

beschrieben wurde, eher eine Funktion in der Stabilisierung generierter 5ô- bzw. 3ô-Trans-

kripttermini ihrer Ziel-RNAs als in deren endonukleolytischer Spaltung (Pfalz et al., 2009). 

CRP1 aktiviert darüber hinaus die Translation der petA- und der psaC-RNA (Fisk et al., 1999; 

Schmitz-Linneweber et al., 2005b). Zudem sind PPR-Proteine als Spleißfaktoren identifiziert 

worden. In Chloroplasten von Mais ist PPR4 essentiell für das Spleißen des rps12-trans-
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Introns (Schmitz-Linneweber et al., 2006). Weitere plastidäre Spleißfaktoren wurden z. B. mit 

OTP51 und HCF152 in Arabidopsis und mit PPR531-11 in Physcomitrella beschrieben 

(Falcon de Longevialle et al., 2008; Meierhoff et al., 2003; Hattori et al., 2007). 

Bereits seit ihrer Charakterisierung wird vermutet, dass PPR-Proteine in den Organellen von 

Pflanzen am hochspezifischen Edieren beteiligt sind (Small und Peeters, 2000). Nach der 

Identifikation des PPR-Proteins CRR4 als plastidärem Edierungsfaktor (Kotera et al., 2005; 

Okuda et al., 2006) wurden inzwischen mehrere weitere beschrieben, welche alle E- oder 

DYW-Proteine sind (Okuda et al., 2007, 2008, 2009, 2010; Chateigner-Boutin et al., 2008; 

Zhou et al., 2008; Yu et al., 2009; Hammani et al., 2009). Das Vorkommen von 

Edierungsstellen korreliert phylogenetisch strikt mit dem Vorhandensein von DYW-Motiven 

in Proteinen der Landpflanzen (Salone et al., 2007; Rüdinger et al., 2008). Außerdem weisen 

DYW-Domänen streng konservierte Cystidine und Histidine auf und zeigen Ähnlichkeit zu 

Cytidin-Desaminasen. Daraufhin wurde vorgeschlagen, dass die DYW-Domänen Edierungs-

aktivität besitzen (Salone et al., 2007). Einige charakterisierte Edierungsfaktoren enthalten 

selbst jedoch kein DYW-Motiv (Kotera et al., 2005; Okuda et al., 2007, 2008; Chateigner-

Boutin et al., 2008). In den DYW-PPR-Proteinen CRR22, CRR28 und OTP82 scheint die 

DYW-Domäne für die Edierung entbehrlich, demgegenüber ist die E-Domäne in mehreren 

DYW- und E-Typ-Proteinen essentiell. Es wird angenommen, dass die E-Domäne die 

Funktion hat, ein bisher unbekanntes Edierungsenzym zu rekrutieren (Okuda et al., 2007, 

2009, 2010). Sollten DYW-Domänen diese Aktivität bereitstellen, müssten sie auch in trans 

wirken können (Okuda et al., 2009). Einige DYW-Proteine, z. B. das oben angesprochene 

CRR2, werden mit endonukleolytischer Spaltung assoziiert ï die DYW-Domäne ist dafür 

nachweislich notwendig ï und nicht mit Edierung (Hashimoto et al., 2003; Okuda et al., 

2009; Nakamura und Sugita, 2008). Denkbar wäre, da ein direkter Zusammenhang zwischen 

Ribonukleolyse und Desaminierung nicht bekannt ist, dass einige DYW-Domänen edierende 

Aktivität besitzen, andere endonukleolytische. Zusätzliche Kofaktoren könnten dabei 

modulieren, ob sie RNA binden oder als Ribonukleasen wirken (Okuda et al., 2009). 

Insgesamt wird davon ausgegangen, dass PPR-Proteine in Komplexen vorkommen und 

insbesondere PPR-Proteine ohne DYW-Domäne mit Partnerproteinen mit katalytischer 

Aktivität zusammenwirken (Lurin et al., 2004). 

 

Im Rahmen dieser Arbeit ist vorrangig der chloroplastidäre RNA-Metabolismus von 

Interesse, es soll jedoch erwähnt werden, dass in Mitochondrien, ebenso wie in Plastiden, 

PPR-Proteine am posttranskriptionellen RNA-Spleißen (Falcon de Longevialle et al., 2007), 
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Edieren (Zehrmann et al., 2009; Verbitskiy et al., 2010; Takenaka, 2010; Tasaki et al., 2010; 

Doniwa et al., 2010), Stabilisieren (Mancebo et al., 2001) sowie an der Translation (Manthey 

und McEwen, 1995; Coffin et al., 1997; Uyttewaal et al., 2007; Tavares-Carreón et al., 2008; 

Davies et al., 2009) beteiligt sind. Darüber hinaus sind zahlreiche PPR-Gene in diversen 

Spezies im Zusammenhang mit der Analyse zytoplasmatischer männlicher Sterilität (CMS) 

als Rf-Gene (restorer of fertility) identifiziert worden (u. a. Bentolila et al., 2002; Brown 

et al., 2003; Desloire et al., 2003; Koizuka et al., 2003; Kazama und Toriyama, 2003; Akagi 

et al., 2004; Klein et al., 2005; Wang et al., 2006; Kato et al., 2007; Xu et al., 2009). CMS 

bezeichnet die Unterdrückung der Pollenherstellung durch die Expression anormaler 

mitochondrialer offener Leserahmen (ORFs). Kern-kodierte Rf-Faktoren stellen die 

männliche Fruchtbarkeit wieder her, indem die Expression dieser ORFs verhindert wird 

(Schnable und Wise, 1998). Mechanismen, durch die dies ermöglicht wird, sind die endo-

nukleolytische Spaltung aberranter Transkripte (Akagi et al., 2004; Wang et al., 2006), die 

Degradation der RNA (Wang et al., 2006) oder die Inhibition ihrer Translation (Brown et al., 

2003; Koizuka et al., 2003; Übersicht in Chase, 2007). Rf-PPR-Gene scheinen rasch zu 

evolvieren, Duplikationen innerhalb einer Art führen zu Chromosomen-Regionen mit 

mehreren paralogen PPR-Genen (Bentolila et al., 2002; Desloire et al., 2003; Geddy und 

Brown, 2007; Xu et al., 2009). Tatsächlich handelt es sich bei den beiden Art-spezifischen, 

paralogen PPR-Gen-Verwandtschaftsgruppen innerhalb des Stammbaums der PPR-Gene von 

Arabidopsis und Reis um Homologe der Rf-Gene (OôToole  et al., 2008).  

 

Somit ist inzwischen anerkannt, dass PPR-Proteine eine tragende Rolle im organellären RNA-

Metabolismus spielen. Nichtsdestotrotz gibt es kaum biochemische Daten zur Funktion von 

PPR-Proteinen und von der Vielzahl pflanzlicher PPR-Proteine ist noch immer nur ein kleiner 

Teil untersucht worden (Schmitz-Linneweber und Small, 2008). Weiterhin stellt sich die 

Frage, warum der organelläre RNA-Metabolismus diese Komplexität aufweist und Pflanzen 

so viele PPR-Proteine benötigen. Innerhalb der Zelle müssen Kern- und Organellengenome 

koordiniert exprimiert werden, um Genprodukte aus verschiedenen Kompartimenten in 

stöchiometrischen Verhältnissen zu akkumulieren (Barkan und Goldschmidt-Clermont, 2000). 

Das in den Plastiden lokalisierte PPR-Protein GUN1 scheint ein Element des retrograden 

Signalwegs vom Plastid zum Kern zu sein (Koussevitzky et al., 2007). Dieser Signalweg 

dient dazu, die nukleäre Genexpression mit der Funktion der Chloroplasten zu koordinieren. 

Andersherum muss die chloroplastidäre Genexpression durch den Kern kontrollierbar sein. Es 

gibt Hinweise, dass dies maßgeblich durch die Stabilität und Prozessierung sowie schließlich 
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die Translation der plastidären RNA geschieht (Nickelsen, 2003b; Bollenbach et al., 2007; 

del Campo, 2009). Insofern könnten die PPR-Proteine als RNA-bindende Faktoren eine 

Schlüsselfunktion in der Gen-spezifischen Regulation der organellären Genexpression 

einnehmen (Delannoy et al., 2007; Schmitz-Linneweber und Small, 2008). In der Grünalge 

Chlamydomonas rheinhardtii konnte gezeigt werden, dass das PPR-Protein MCA1, welches 

für die Stabilität des plastidären petA-Transkripts benötigt wird, in Abhängigkeit von äußeren 

Bedingungen exprimiert wird und so die Akkumulation des Cytochrom f reguliert wird 

(Raynaud et al., 2007). Weitere Belege für eine regulative Funktion von PPR-Proteinen fehlen 

jedoch (Schmitz-Linneweber und Small, 2008). Tatsächlich scheinen PPR-Proteine im Allge-

meinen konstitutiv exprimiert zu werden (Lurin et al., 2004). So schlagen Maier et al. vor, 

dass sich die Komplexität des organellären RNA-Metabolismus nicht so sehr aufgrund einer 

Notwendigkeit von Regulationsmechanismen manifestiert hat, sondern vielmehr das Resultat 

von Mutationen im Organellengenom ist, die durch das schneller evolvierende Kerngenom 

kompensiert werden (Maier et al., 2008). Im Einklang mit dieser Hypothese stehen die PPR-

Proteine, die als restorer of fertility in CMS-Pflanzen die Expression toxischer Genprodukte 

inhibieren und so eine funktionelle plastidäre Genexpression wiederherstellen (Chase et al., 

2007; Maier et al., 2008). Auch das Edieren lässt sich einfacher mit der Unterdrückung einer 

Punktmutation als mit einer regulativen Funktion erklären (Maier et al., 2008; Schmitz-

Linneweber und Small, 2008). Denn das experimentelle Entfernen von Edierungsstellen führt 

zu keinen offensichtlichen Defekten für die Pflanze (Schmitz-Linneweber et al., 2005a). Noch 

lässt sich jedoch nicht endgültig ableiten, warum die PPR-Proteine gerade in höheren 

Pflanzen so zahlreich sind und welche Funktion sie genau ausüben. Weitere Analysen von 

PPR-Proteinen können helfen, die generelle Funktion dieser Proteinfamilie aufzuklären. 

 

 

1.3 Unterschiede in der Rolle der Plastiden in Zea mays und Arabidopsis thaliana  

 

Arabidopsis thaliana gilt als Modellpflanze der Molekularbiologie, denn das Kerngenom ist 

mit 125 Mb verhältnismäßig klein und wurde als erstes Pflanzengenom vollständig 

sequenziert (Arabidopsis Genome Initiative, 2000). Durch die Syngenta Arabidopsis Insertion 

Library (Sessions et al., 2002), die GABI-Kat-Datenbank (Rosso et al., 2003; Li et al., 2003, 

2007) sowie die T-DNA-Insertionslinien des Salk-Institutes (Alonso et al., 2003) stehen 

zahlreiche Arabidopsis-Mutanten zur Verfügung. Entsprechend basieren derzeit die meisten 
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funktionellen Analysen von PPR-Genen auf Studien an Arabidopsis-PPR-Mutanten (Über-

sichten in Delannoy et al., 2007; Andrés et al., 2007; Schmitz-Linneweber und Small, 2008). 

Ein beträchtlicher Teil der PPR-Gene ist dieser Charakterisierungsmethode jedoch nicht 

zugänglich, denn der knockout vieler Gene der PPR-Familie in Arabidopsis führt zu 

Embryoletalität (Lurin et al., 2004; Cushing et al., 2005; Schmitz-Linneweber und Small, 

2008). Es konnte inzwischen gezeigt werden, dass Plastiden in Arabidopsis frühzeitig, bevor 

sich die Befähigung zur Photosynthese entwickelt, essentiell für die Embryogenese sind 

(Cushing et al., 2005) und ein Verlust der plastidären Translation Embryoletalität zur Folge 

hat (Berg et al., 2005; Ruppel und Hangarter, 2007). Interessanterweise scheint dies für 

monokotyle Spezies nicht zu gelten, wie z. B. die Plastiden-Ribosomen-defizienten Mutanten 

iojap in Mais und albostrians in Gerste belegen (Stern et al., 2004; Walbot und Coe, 1979; 

Hess et al., 1994). Für das plastidär lokalisierte Protein PPR4 konnte gezeigt werden, dass ein 

knockout von ppr4 in Arabidopsis Embryoletalität verursacht, KO-Pflanzen des orthologen 

Mais-Gens keimen jedoch und erlauben eine weitergehende molekularbiologische und 

biochemische Charakterisierung (Schmitz-Linneweber et al., 2006). Somit bieten sich gerade 

für die Analyse essentieller plastidärer PPR-Proteine monokotyle Pflanzen wie Zea mays an. 

Eine Ursache für die unterschiedliche Rolle, die Plastiden offenbar in der Entwicklung von 

eudikotylen und monokotylen Pflanzen spielen, könnten verschiedene Kodierungspotentiale 

plastidärer Genome sein (Stern et al., 2004).  

Auch die plastidären Proteome von Arabidopsis und Oryza geben Hinweise, dass die 

Funktion der Plastiden in Eudikotylen und Monokotylen nicht zwingend identisch ist. Nach 

einer Studie von Richly und Leister werden in Arabidopsis thaliana ca. 2100 Kern-kodierte 

Proteine in die Chloroplasten importiert, während es in Reis 4800 sind. Vergleichende 

Analysen ergeben, dass ein Teil der plastidär lokalisierten Proteine bei beiden Arten 

übereinstimmt, es handelt sich hierbei vor allem um ein Basis-Set cyanobakterieller Proteine. 

Unterschiede in den Zusammensetzungen ihrer Chloroplastenproteome deuten jedoch auch 

divergierende Entwicklungen der Plastiden innerhalb der Angiospermen an (Richly und 

Leister, 2004). So stellt sich zum einen die Frage, welche Aussage zur Funktion orthologer 

plastidärer PPR-Proteine in Mono- und Eudikotylen möglich ist. Zum anderen ist im 

Zusammenhang mit der Charakterisierung von PPR-Proteinen, die in Arabidopsis essentiell 

sind, speziell die unterschiedliche Bedeutung, die Chloroplasten für die Embryogenese bei 

Monokotylen und Eudikotylen haben, von Interesse. 
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1.4 Zielstellung 

 

Die Expression des plastidär kodierten genetischen Materials ist durch einen höchst 

komplexen RNA-Metabolismus gekennzeichnet, welcher den Import zahlreicher Kern-

kodierter RNA-Bindeproteine in die Chloroplasten erfordert (Maier et al., 2008). Mit 

wahrscheinlich mehr als hundert Proteinen stellen die PPR-Proteine eine ausgesprochen große 

Gruppe putativ RNA-bindender Faktoren in den Plastiden der Angiospermen (Lurin et al., 

2004). Doch zu Beginn der vorliegenden Arbeit war lediglich für zwei Beispiele, CRP1 und 

PPR4, eine Assoziation mit definierten plastidären Transkripten in vivo gezeigt worden 

(Schmitz-Linneweber et al., 2005b, 2006). Deshalb sollte die kurz zuvor erstmalig 

beschriebene RIP-Chip-Methode (Schmitz-Linneweber et al., 2005b, siehe Material und 

Methoden 2.2.19) genutzt werden, um in vivo die Ziel-RNA eines weiteren plastidär 

lokalisierten PPR-Proteins, PPR5, in Mais zu ermitteln. 

Parallel dazu sollten ppr5-Insertionsmutanten analysiert werden. Dies diente einer genauen 

Bestimmung der Funktion von PPR5. Dabei war insbesondere der Metabolismus der 

Transkripte, mit denen das Protein spezifisch interagiert, in den Mutanten zu untersuchen. 

Interessanterweise ist das Orthologe von PPR5 in Arabidopsis thaliana essentiell für die 

Embryonalentwicklung (Cushing et al., 2005). Die Charakterisierung von PPR5 zielte auch 

darauf ab, eine Hypothese entwickeln zu können, weshalb so viele plastidäre PPR-Mutanten 

in Arabidopsis Embryoletalität zeigen, während dies nicht für PPR-Nullmutanten in Mais gilt 

(Stern et al., 2004). 

Weitere Projekte sollten sich Aspekten der Evolution der Familie der PPR-Proteine widmen. 

Zunächst sollten die nächsten Verwandten, die Paralogen, von PPR5 in Mais bestimmt und 

Transposon-induzierte Mutanten aus einer Kollektion von Mais-Insertionslinien der Universi-

tät Oregon für diese isoliert werden. In ersten Analysen der Mutanten sollte überprüft werden, 

ob sie ähnliche Defekte wie die ppr5-Mutanten zeigen.  

Neben diesen Studien paraloger Proteine sollten auch orthologe PPR-Proteine betrachtet 

werden. Aufgrund der strengen Konservierung der PPR-Proteine zwischen Monokotylen und 

Eudikotylen über etwa 150 Mio. Jahre wird angenommen, dass die Funktion orthologer 

Proteine entsprechend konserviert ist (OôToole et al., 2008). Doch erst vergleichende 

Analysen können darüber Aufschluss geben. In Vorarbeiten von M. Tillich (nicht publiziert) 

wurden bereits Mutanten des plastidären Gens Atppr54 charakterisiert. Ein Ziel dieser Arbeit 

war es, die Funktion von PPR54 in der einkeimblättrigen Pflanze Mais zu untersuchen. Dazu 
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waren ppr54-Mais-Mutanten zu identifizieren und es war zu bestimmen, ob der von den 

Arabidopsis-Mutanten bekannte Defekt in der Prozessierung einer plastidären mRNA eben-

falls vorliegt. 
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2  Mater ial und Methoden  

 

2.1 Material  

 

Plastik-Einmalartikel wurden von den Firmen Eppendorf AG (Hamburg), Biozym Scientific 

GmbH (Oldendorf), Starlab GmbH (Ahrensburg) sowie Greiner BIO-ONE GmbH (Fricken-

hausen) bezogen.  

Es wurden, wenn nicht anders angegeben, Geräte der Hersteller BioRad Laboratories GmbH 

(München), Applied Biosystems (Weiterstadt), PeqLab Biotechnologie GmbH (Erlangen), 

neoLab Migge Laborbedarf-Vertriebs GmbH (Heidelberg) und Heraeus (Newport Pagnell, 

UK) verwendet. Weitere Materialien sind im Folgenden explizit aufgeführt. 

 

2.1.1 Pflanzenmaterial 

Es wurden Wildtyp-Pflanzen von Zea mays der Kultivare B73, A632 und A188 sowie Mu-

Transposon-induzierte Mutanten der Photosynthetic Mutant Library (PML) der Universität 

Oregon (http://pml.uoregon.edu/pml.html) verwendet (siehe Auflistung unten). Die Samen 

wurden, soweit sie nicht auf Nachzuchten zurückgehen, freundlicherweise von Prof. Dr. Alice 

Barkan (Universität Oregon, USA) zur Verfügung gestellt. 

Mais-Mutanten: 

ppr5-1, ppr5-2 Beick et al., 2008 

ppr2-4 Williams und Barkan, 2003 

ppr50-3, ppr50-4 diese Arbeit, in Zusammenarbeit mit S. Finster 

ppr51-1, ppr51-2 diese Arbeit 

ppr54 diese Arbeit 

ppr4-1 x ppr4-2 Schmitz-Linneweber et al., 2006 

hcf7 Barkan, 1993 

  

Die Isolation von Mais-Chloroplastenstroma erfolgte aus Pflanzen der Linie Tassilo (Camena 

Samen, Lauenau).  

Von Arabidopsis thaliana wurden Wildtyp-Pflanzen des Ökotyps Columbia und T-DNA-

Insertionsmutanten der Sammlung des Salk-Institutes (Alonso et al., 2003) genutzt.  
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2.1.2 Bakterienstämme 

E. coli BL21 DE3 Expressionszellen Merck KGaA (Darmstadt) 

E. coli Top10 Invitrogen (Karlsruhe) 

 

2.1.3 Oligonukleotide 

Die verwendeten Oligonukleotide (siehe Anhang 2, Tab. 3) wurden von den Firmen Eurofins 

MWG Operon (Ebersberg) und Sigma-Aldrich Chemie GmbH (Steinheim) synthetisiert.  

 

2.1.4 Chemikalien 

Chemikalien wurden, sofern nicht unten aufgeführt, von den Firmen Carl Roth GmbH und 

Co. KG (Karlsruhe), SERVA Feinbiochemica (Heidelberg), Merck KGaA (Darmstadt) oder 

Sigma-Aldrich Chemie GmbH (Taufkirchen) bezogen.  

 

Agar remel Inc. (Lenexa, USA) 

CDPStar Roche Diagnostics GmbH (Mannheim) 

Coomassie G-250 Stain Invitrogen (Karlsruhe) 

Desoxyribonukleotide Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

Digoxygenin-11-uridin-5ô-triphosphat Roche Diagnostics GmbH (Mannheim) 

Glykogen Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

1-Methyl-2-pyrrolidinon Fisher Scientific GmbH (Schwerte) 

MS-Basismedium Duchefa Biochemie B.V. (Haarlem, Nieder-

lande) 

Ni-NTA-Agarose Suspension QIAGEN GmbH (Hilden) 

rec-Protein A Sepharose 4B Invitrogen (Karlsruhe) 

SeaKem LE Agarose Cambrex Bio Science (Verviers, Belgien) 

TRIzol Reagent Invitrogen (Karlsruhe) 

 

2.1.5 Radiochemikalien 

[Ŭ-
32

P]dCTP, 3000 Ci/mmol 

[Ŭ-
32

P]UTP, 3000 Ci/mmol 

[ɔ-
32

P]ATP, 3000 Ci/mmol 
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Die genannten Radiochemikalien wurden von GE Healthcare (München) und PerkinElmer 

(Waltham, USA) bezogen. 

 

2.1.6 DNA- und RNA-Längenmarker und Protein-Molekulargewichtsstandards 

GeneRuler 1 kb DNA Ladder Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

GeneRuler 100 bp DNA Ladder Plus Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

GeneRuler Ultra Low Range DNA Ladder Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

RiboRuler Low Range RNA Ladder Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

RiboRuler High Range RNA Ladder Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

PageRuler Prestained Protein Ladder Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

PageRuler Unstained Protein Ladder Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

 

2.1.7 Enzyme 

DNase I, Recombinant Roche Diagnostics GmbH (Mannheim) 

Omniscript Reverse Transcriptase QIAGEN GmbH (Hilden) 

Phusion Hot Start DNA Polymerase Finnzymes (Espoo, Finnland) 

Restriktionsendonukleasen Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

RiboLock RNase Inhibitor Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

RNase A Boehringer GmbH (Mannheim) 

RNase Mix Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

SuperScript III Reverse Transcriptase Invitrogen (Karlsruhe) 

T4 Polynukleotidkinase Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

T4 RNA Ligase Biozym Scientific GmbH (Oldendorf) 

TaKaRa Ex Taq TaKaRa Bio Inc. (Otsu, Japan) 

Taq DNA Polymerase QIAGEN GmbH (Hilden) 

   

2.1.8 Kits  

ABI PRISM Big Dye Terminator Cycle  

Sequencing Ready Reaction Kit 

Applied Biosystems (Weiterstadt) 

ASAP RNA Labeling Kit PerkinElmer (Waltham, USA) 

DecaLabel
 
DNA Labeling Kit Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

DYEnamic ET Terminator Chemistry Kit GE Healthcare (München) 
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Extract-N-Amp Plant PCR Kit Sigma-Aldrich Chemie GmbH (Taufkirchen) 

HexaLabel
 
DNA Labeling Kit  Fermentas GmbH (St. Leon-Rot) 

QIAexpress Kit QIAGEN GmbH (Hilden) 

QIAGEN PCR Cloning Kit QIAGEN GmbH (Hilden) 

QIAquick Gel Extraction Kit QIAGEN GmbH (Hilden) 

QIAquick Nucleotide Removal Kit QIAGEN GmbH (Hilden) 

QIAquick PCR Purification Kit QIAGEN GmbH (Hilden) 

 

2.1.9 Membranen, Filterpapiere, Röntgenfilme und screens 

Hybond
 

N
+
-Membran GE Healthcare (München) 

Hybond
 
N-Membran GE Healthcare (München) 

Hybond
 
C extra-Membran GE Healthcare (München) 

Whatman 3MM Filterpapier Whatman Paper (Maidstone, UK) 

Amersham Hyperfilm MP GE Healthcare (München) 

K-Type Imaging Screen BioRad Laboratories GmbH (München) 

 

2.1.10 Antikörper und Seren 

Die folgenden kommerziell erhältlichen Antikörper wurden genutzt: 

Anti-DIG-Antikörper Roche Diagnostics GmbH (Mannheim) 

Goat Anti-Rabbit IgG HRP Conjugate BioRad Laboratories GmbH (München) 

Rabbit IgG TrueBlot, HRP-conjugated eBioscience Inc. (Hatfield, UK). 

 

Zur Gewinnung polyklonaler Antiseren gegen PPR50 und PPR51 wurden im Rahmen dieser 

Arbeit Antigene rekombinant exprimiert. Die Kaninchen-Antiseren wurden von der Firma 

BioGenes GmbH (Berlin) generiert. Peptidantikörper wurden von Agrisera (Vännas, Schwe-

den) bezogen.  

Polyklonale Antikörper gegen PPR2, PPR5, OEC23, OEC16 und CAF1 sowie alle Antiseren 

gegen Komponenten des Photosyntheseapparates wurden freundlicherweise von Prof. Dr. 

Alice Barkan (Universität Oregon, USA) zur Verfügung gestellt (Williams und Barkan, 2003; 

Beick et al., 2008; Ostheimer et al., 2003; Voelker und Barkan, 1995). 
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2.1.11 Software-Programme und -Algorithmen zur Sequenzanalyse 

Es wurden übliche Graphik- und Office-Programme genutzt. Folgende Programme und Algo-

rithmen wurden darüber hinaus verwendet.  

  

BLAST Altschul et al., 1997 

ClustalW Thompson et al., 1994 

GPRana http://indiji.com/gprana.html 

Lasergene Software GATC Biotech (Konstanz) 

Multalin (Version 5.4.1) Corpet, 1988 

Oligo Calc http://www.basic.northwestern.edu/ 

biotools/oligocalc.html 

PlantGDB http://www.plantgdb.org/ 

POGs Datenbank http://pogs.uoregon.edu 

Predotar V1.03 Small et al., 2004 

Signal http://signal.salk.edu/cgi-bin/tdnaexpress 

TAIR http://www.arabidopsis.org/ 

TargetP Emanuelsson et al., 2000 

TPRpred Karpenahalli et al., 2007 

TreeView Page, 1996 

 

 

2.2 Methoden 

 

Die Herstellung von Lösungen und Medien erfolgte mit zweifach destilliertem Wasser 

(Reinstwasseranlage PURELAB Ultra, ELGA LabWater, Wycombe, UK), sie wurden ggf. zur 

Sterilisation bei 212 °C, 55 kPa, 20 min autoklaviert. Dienten Lösungen der Arbeit mit RNA, 

wurden sie durch Millex GS Filter 0,22 µm (Millipore GmbH, Schwalbach) steril filtriert. 

 

2.2.1 Pflanzenanzucht 

2.2.1.1 Aussaat und Kultivierung von Zea mays 

Mais-Samen wurden in einer Mischung aus einem Fünftel Vermiculit und vier Fünfteln Erde 

ausgesät und zum Schutz vor Austrocknung mit Erde bedeckt. Die Keimlinge wurden, wie in 
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Beick et al. (2008) beschrieben, unter Langtagbedingungen (16 h Licht und 8 h Dunkelheit) 

bei 27 °C angezogen und zur Isolation von Nukleinsäuren und Proteinen ca. sieben bis zehn 

Tage nach der Aussaat geerntet. 

 

2.2.1.2 Aussaat und Kultivierung von Arabidopsis thaliana 

Samen von Arabidopsis thaliana wurden zunächst für mindestens drei Tage bei 4 °C gelagert 

und anschließend auf Anzuchterde, versetzt mit einem Zehntel Quarzsand, ausgesät. Sie 

wurden unter Langtagbedingungen bei 23 °C kultiviert. Für den Keimungstest wurden Samen 

von Arabidopsis thaliana sterilisiert wie von der GABI-Kat-Initiative beschrieben 

(http://www.gabi-kat.de/faq/sul-selection-scheme.html) und auf MS-Medium ausgebracht. 

 

MS-Medium: 0,44% (w/v) MS-Basismedium (pH 5,8 mit KOH); 3% (w/v) 

Saccharose (verändert nach Murashige und Skoog, 1962) 

 

2.2.2 Anzucht von Escherichia coli 

Transformierte E. coli-Zellen wurden auf LB-Agarplatten (versetzt mit Antibiotika, der 

Plasmid-kodierten Resistenz entsprechend) ausplattiert und ca. 16 h bei 37 °C inkubiert. Die 

Anzucht in Flüssigkultur erfolgte bei 37 °C auf einem Schüttler mit 220 rpm. 

 

LB-Medium (flüssig): 1% (w/v) Bacto-Trypton; 0,5% (w/v) Hefeextrakt; 1% (w/v) 

NaCl (nach Bertani, 1951) 

LB-Medium (fest): LB-Medium (flüssig), versetzt mit 1,5% (w/v) Agar 

 

2.2.3 Isolation von Nukleinsäuren 

2.2.3.1 Isolation von Plasmid-DNA aus E. coli (Minipräparation)  

Die Präparation von Plasmid-DNA aus E. coli Zellen erfolgte durch alkalische Zelllyse 

(modifiziert nach Birnboim und Doly, 1979). Die Bakterienzellen einer 4 ml-LB-Kultur 

wurden durch Zentrifugation geerntet und in 200 µl Lösung E1 resuspendiert. Es folgte eine 

alkalische Lyse durch Zugabe von 200 µl Lösung E2. Nach 4 min wurden 200 µl Lösung E3 

zur Neutralisation zum Lysat gegeben. Zur Fällung der Proteine wurde die Probe 10 min auf 

Eis inkubiert, die denaturierte chromosomale DNA und Proteinbestandteile wurden bei 4 °C 

und 13000 rpm zentrifugiert. Die Plasmid-DNA des klaren Überstandes wurde durch Zugabe 
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von 45% (v/v) Isopropanol gefällt und das Sediment in 70% (v/v) Ethanol gewaschen. Die 

Luft-getrocknete Plasmid-DNA wurde in 100 µl A. bidest. aufgenommen. 

 

Lösung E1: 50 mM Tris-HCl (pH 8,0); 10 mM EDTA; 0,1% (w/v) RNase A 

Lösung E2: 200 mM NaOH; 1% SDS 

Lösung E3: 3,2 M Natriumacetat (pH 5,5) 

 

2.2.3.2 Isolation von genomischer DNA 

Die Extraktion von Gesamt-DNA aus Zea mays und Arabidopsis thaliana erfolgte mit Hilfe 

eines CTAB-Isolationspuffers, verändert nach Stewart und Via (1993). Etwa 1 g Blattgewebe 

wurde in flüssigem Stickstoff gemörsert. Das Homogenisat wurde in 1 ml 2x CTAB-

Extraktionspuffer aufgenommen und 1 h bei 65 °C inkubiert. Nach einem 10-minütigen 

Zentrifugationsschritt (9000 rpm) wurde der Überstand mit 1 Volumen Chloroform-Isoamyl-

alkohol (24:1, v/v) versetzt und erneut zentrifugiert. Die im Überstand befindliche DNA 

wurde mit 0,7 Volumen Isopropanol präzipitiert, in 70% (v/v) Ethanol gewaschen und nach 

Trocknung in TE-Puffer resuspendiert. Es schloss sich ein RNase-Verdau, durch Zugabe von 

1 µl RNase A (10 mg/ml) und 30 min Inkubation bei 37 °C, an. 

 

2x CTAB-Extraktionspuffer: 2% (w/v) CTAB; 1,4 M NaCl; 20 mM EDTA; 2% (w/v) PVP40; 

100 mM Tris-HCl (pH 8); 0,2% (v/v) ɓ-Mercaptoethanol 

TE-Puffer: 10 mM Tris-HCl (pH 8); 1 mM EDTA 

 

Kleine Mengen Gesamt-DNA zur Genotypisierung wurden alternativ unter Verwendung des 

Extract-N-Amp Plant PCR Kit (Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen) gemäß den Vor-

gaben des Herstellers isoliert. 

  

2.2.3.3 Isolation von DNA-Fragmenten aus Agarosegel 

Die Präparation von DNA-Fragmenten aus Agarosegel erfolgte mit dem QIAquick Gel 

Extraction Kit (QIAGEN GmbH, Hilden) nach den Angaben des Herstellers. 
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2.2.3.4 Isolation von RNA 

Gesamt-RNA aus Zea mays wurde mittels TRIzol Reagent (Invitrogen, Karlsruhe), den 

Vorgaben des Herstellers entsprechend, isoliert. 

RNA aus Chloroplastenstroma und Immunopräzipitaten wurde durch Phenol-Chloroform-

Extraktion gewonnen wie in Ostheimer et al. (2003) beschrieben. Als Fällungshilfe wurde 

anstelle von Hefe-tRNA Glykogen verwendet. 

 

2.2.4 Reinigung, Konzentration und Quantifizierung von Nukleinsäuren 

Zur Reinigung von PCR-Produkten und von Plasmid-DNA wurde das QIAquick PCR 

Purification Kit (QIAGEN GmbH, Hilden) wie im Protokoll des Herstellers beschrieben 

eingesetzt. Die Reinigung Fluoreszenz-markierter RNA (siehe 2.2.19) erfolgte mit dem 

QIAquick Nucleotide Removal Kit (QIAGEN GmbH, Hilden). 

Zur Überführung von DNA und RNA in kleinere Volumina wurden die Proben mit je 1 ɛl 

Glykogen, 2,5 Volumen 96% (v/v) Ethanol und 0,1 Volumen 3 M Natriumacetat versetzt. Die 

Proben wurden für mindestens 40 min bei -70 °C gekühlt und anschließend bei 4 °C und 

13000 rpm 35 min zentrifugiert. Das Sediment wurde mit 70% (v/v) Ethanol gewaschen und 

anschließend in A. bidest. aufgenommen (nach Sambrook und Russel, 2001). 

Um die Konzentration von DNA oder RNA zu ermitteln, wurde die optische Dichte bei einer 

Wellenlänge von 260 nm mit dem NanoDrop ND 1000 Spectrophotometer (PeqLab 

Biotechnologie GmbH, Erlangen) wie vom Hersteller empfohlen gemessen.  

Zusätzlich wurde die Konzentration von DNA im Agarosegel (siehe 2.2.11.1) optisch 

abgeschätzt. Dazu wurden parallel zu den Proben Mengenstandards der Fermentas GmbH 

(siehe 2.1.6) auf das Gel aufgetragen und die Intensität der mit Ethidiumbromid angefärbten 

Banden im Transilluminator (GelDoc XR System, BioRad Laboratories GmbH, München) 

verglichen. 

 

2.2.5 Polymerasekettenreaktion (PCR) 

Standard-PCR-Protokolle umfassten eine 3-minütige Denaturierung der DNA, 30 bis 35 PCR-

Zyklen und eine abschließende 5-minütige Elongation. Jeder der Zyklen setzte sich 

zusammen aus einer Denaturierung bei 94 °C (30 s), einer Phase der Anlagerung der Starter-

oligonukleotide von 30 s, wobei die Temperatur entsprechend des verwendeten Oligo-

nukleotid-Paares gewählt wurde, und einer Elongationsphase bei 72 °C von 1 min je 1 kb 
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Fragment. Zur Amplifikation wurden 1 U Taq DNA Polymerase (QIAGEN GmbH, Hilden), 

100 ng DNA, 0,2 µM je Oligonukleotid und 0,2 mM je dNTP in 1x Taq DNA Polymerase 

Puffer verwendet. Die Reaktionen erfolgten in einem Peltier Thermal Cycler PTC-200 

(Biozym Scientific GmbH, Oldendorf). Die Analyse der PCR-Produkte wurde mittels 

Agarosegelelektrophorese (2.2.11.1) vorgenommen. 

Für die Identifikation von Mu-Transposon-induzierten Mutanten (2.2.15) wurde die TaKaRa 

ExTaq (TaKaRa Bio Inc., Otsu, Japan) verwendet. Wurde DNA mittels Extract-N-Amp Plant 

PCR Kit  (Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Taufkirchen) isoliert, wurde der dem Kit beigefügte 

PCR-Mix den Herstellerangaben folgend für die PCR eingesetzt. Die Amplifikation aus ppr5-

cDNA erfolgte mit der Phusion Hot Start DNA Polymerase (Finnzymes, Espoo, Finnland) wie 

in Beick et al. (2008) beschrieben. 

 

2.2.5.1 Kolonie-PCR  

Um die Größe klonierter Produkte in E. coli Plasmiden zu prüfen, wurde die Methode der 

Kolonie-PCR genutzt. In einem Ansatz von 20 µl wurden 1 U Taq DNA Polymerase 

(QIAGEN GmbH, Hilden), 0,25 µM pro Starteroligonukleotid und 0,2 mM je dNTP in 1x Taq 

DNA Polymerase Puffer verwendet. Unter sterilen Bedingungen wurden mit einer Pipetten-

spitze minimale Mengen der Kolonie in den PCR-Ansatz transferiert. In der Regel wurden 

Vektor-spezifische Oligonukleotide eingesetzt. Die initiale Denaturierung betrug 10 min bei 

95 °C, die folgenden 35 Zyklen entsprachen dem oben beschriebenen Standardprotokoll. 

 

2.2.6 Synthese und Markierung von Hybridisierungssonden  

Die Herstellung radioaktiv markierter Sonden erfolgte wie in Beick et al. (2008) beschrieben. 

Zur Markierung von Oligonukleotiden wurden in einem Ansatz von 20 µl 100 pmol des 

Oligonukleotids, 10 U T4 Polynukleotidkinase (Fermentas GmbH, St. Leon-Rot) und 50 µCi 

[g-
32

P]ATP in 1x Puffer A für T4 Polynukleotidkinase eingesetzt. Der Ansatz wurde 1 h bei 

37 °C inkubiert. 

Radioaktiv zu markierende DNA-Fragmente wurden mittels PCR amplifiziert (siehe Protokoll 

2.2.5). Das PCR-Produkt wurde mit dem QIAquick PCR Purification Kit (QIAGEN GmbH, 

Hilden) gereinigt. Die Markierung erfolgte mit dem HexaLabel oder dem DecaLabel DNA 

Labeling Kit (Fermentas GmbH, St. Leon-Rot) unter Verwendung von 100 ng Amplifikat und 

50 µCi [a-
32

P]dCTP gemäß den Vorgaben des Herstellers. Zur Eliminierung nicht-

inkorporierter Nukleotide wurden radioaktiv markierte Oligonukleotide und PCR-Produkt-
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Sonden über illustra MicroSpin G-25 Säulen (GE Healthcare, München) den Hersteller-

angaben entsprechend gereinigt. 

Die Markierung von DNA-Sonden mit Digoxygenin erfolgte unter Verwendung von 0,5 nmol 

Digoxygenin-11-uridin-5ô-triphosphat (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) in einem 

ansonsten dem Standardprotokoll entsprechenden 50 µl PCR-Ansatz (2.2.5). Die Sonde 

wurde durch Agarosegel-Elution gereinigt (2.2.3.3).  

 

2.2.7 Synthese von cDNA 

2.2.7.1 DNase-Verdau von RNA 

Um kontaminierende genomische DNA aus Gesamt-RNA-Präparationen zu eliminieren, 

wurde DNase I (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) den Herstellerangaben entsprechend 

verwendet. Es schlossen sich eine Phenol-Chloroform-Extraktion und eine Phenol-Extraktion 

an (Sambrook und Russel, 2001). Die RNA wurde durch Natriumacetat-Ethanol-Fällung in 

ein kleineres Volumen überführt wie in 2.2.4 beschrieben. 

 

2.2.7.2 Reverse Transkription 

Die Synthese von cDNA erfolgte im Allgemeinen unter Verwendung der Omniscript Reverse 

Transcriptase (QIAGEN GmbH, Hilden). Es wurden etwa 5 µg DNase-verdaute RNA und 

random Hexamer- und Nonamer-Oligonukleotide (Endkonzentration 10 µM) oder Gen-

spezifische Oligonukleotide (Endkonzentration 0,5 µM) eingesetzt. Die Reaktion wurde dem 

vom Hersteller empfohlenen Protokoll entsprechend durchgeführt. 

Wenn die so generierte cDNA von unzureichender Qualität war, wurden alternativ die 

SuperScript III Reverse Transcriptase (Invitrogen, Karlsruhe) oder das Qiagen Quantitect 

Reverse Transcription Kit (QIAGEN GmbH, Hilden) den Herstellerangaben folgend 

verwendet. 

 

2.2.8 Bestimmung von Transkriptenden 

Zur Bestimmung von Transkripttermini kamen zwei Methoden zum Einsatz. Zum einen 

wurde die RNA zirkularisiert, gefolgt von einer reversen Transkription über die Ligations-

stelle des 3ô- und 5ô-Transkriptendes (siehe 2.2.8.2; Yokobori und Pääbo, 1995; Vogel und 

Hess, 2001). Zum anderen wurde die 5ô-RACE-Technik (rapid amplification of cDNA ends) 
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genutzt. Dazu wurde ein RNA-linker-Oligonukleotid an die 5ô-Enden der Transkripte ligiert 

und diese dann, inklusive der linker-Sequenz, revers transkribiert (siehe 2.2.8.3; Bensing 

et al., 1996; Kühn et al., 2005). Per PCR wurden die so generierten cDNAs amplifiziert, 

wobei bei der 5ô-RACE-PCR ein linker-spezifisches und ein Gen-spezifisches Oligonukleotid 

eingesetzt wurden. Es folgte die Klonierung und schließlich Sequenzierung der Produkte 

(2.2.10 und 2.2.14). 

 

2.2.8.1 Behandlung mit tobacco acid pyrophosphatase (TAP) 

Zunächst fand ein DNase-Verdau der RNA statt, wie unter 2.2.7.1 beschrieben. Um primäre, 

also unprozessierte, Transkripte einer Reaktion mit der T4 RNA Ligase zugänglich zu 

machen, wurden die 5ô-Triphosphate der Primärtranskripte durch eine TAP-Behandlung 

entfernt, dem Protokoll von Kühn et al. (2005) folgend (siehe Abb. 7A). Parallel wurden 

Ansätze ohne vorherige TAP-Behandlung in die Ligationsreaktion eingebracht. Ein Vergleich 

der Sequenzen beider Ansätze erlaubte eine differentielle Analyse primärer und bereits 

prozessierter Transkripte (Kühn et al., 2005). 

 

2.2.8.2 RNA-Zirkularligation  

Die Zirkularisierung orientierte sich an den von Yokobori und Pääbo (1995) und Vogel und 

Hess (2001) beschriebenen Protokollen mit geringfügigen Modifikationen. Nach einem RNA-

Denaturierungsschritt von 2 min bei 70 °C wurde die Probe auf Eis überführt. Die Ligation 

wurde mit 40 U T4 RNA Ligase (Biozym Scientific GmbH, Oldendorf) in 1x T4 RNA Ligase 

Puffer und unter Zugabe von  ATP (1 mM finale Konzentration, Fermentas GmbH, St. Leon-

Rot) und RiboLock RNase Inhibitor (80 U, Fermentas GmbH, St. Leon-Rot) angesetzt und 

1 h bei 37 °C inkubiert. Die reverse Transkription wurde wie im Kapitel 2.2.7.2 dargestellt 

durchgeführt. Es folgte eine PCR (Abb. 7B) und die Analyse der PCR-Produkte durch 

Gelelektrophorese sowie Klonierung und Sequenzierung. 

 

2.2.8.3 5ó-RACE-Technik  

Anders als in der Zirkularligation wurde mit dieser Kartierung nur das 5ô-Ende bestimmt. Die 

Methode entsprach exakt der von Kühn et al. (2005) beschriebenen, auch das in der Studie 

genutzte linker-Oligonukleotid wurde verwendet. Die Abbildung 7C illustriert die Vorgehens-

weise. 
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Abb. 7:  Bestimmung von Transkripttermini (nach Kühn et al., 2005 und Vogel und Hess, 2001) 

Schematische Darstellung verschiedener RT-PCR-Techniken. (A) Vorbereitende Behandlung mit TAP nach Kühn 

et al. (2005). Mit (*) gekennzeichnete primäre Transkripte besitzen Triphosphate an den 5ô-Enden, die für eine 

Ligation in Monophosphate überführt werden müssen. (B) Zirkularligation nach Vogel und Hess (2001). 

(C) Ligation mit einem RNA-linker nach Kühn et al. (2005). Dargestellt sind jeweils die vorliegenden 

Transkripte sowie die durch die RT-PCR generierten Amplifikate.  

 

2.2.9 Verdau von DNA mit Restriktionsendonukleasen 

Die Fragmentierung von DNA mit Restriktionsenzymen erfolgte 1 h bei 37 °C in einem 

Gesamtvolumen von 20 µl. Zu etwa 1 bis 3 mg Plasmid-DNA wurden 2 U Restriktions-

endonuklease (Fermentas GmbH, St. Leon-Rot) und der entsprechende Reaktionspuffer 

(einfache Finalkonzentration) gegeben. Für einen Doppelverdau wurde ein für beide Enzyme 

optimaler Puffer den Empfehlungen der Fermentas GmbH folgend gewählt. 
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2.2.10 Klonierung in E. coli 

2.2.10.1 Ligation  

Zur Ligation von DNA-Fragmenten in den Vektor pDrive wurde das QIAGEN PCR Cloning 

Kit (QIAGEN GmbH, Hilden) gemäß den Vorgaben des Herstellers genutzt. Ligationen in den 

pET15b-Vektor (Merck KGaA, Darmstadt) erfolgten in einem 10 µl Ansatz mit 30 ng 

geschnittenem Vektor, dem Insert in einem dreifach molaren Überschuss und 0,5 U T4 DNA 

Ligase (Fermentas GmbH, St. Leon-Rot) in 1x T4 DNA Ligase Puffer. Die Reaktion wurde 

über Nacht in einem Wasserbad inkubiert, wobei die Temperatur zunächst bei 21 °C lag und 

dann langsam bis auf 4 °C absank. 

 

2.2.10.2 Transformation  

Transformationen erfolgten mit bei -70 °C gelagerten, chemisch kompetenten E. coli Top10- 

(Invitrogen, Karlsruhe) oder BL21-Zellen (Merck KGaA, Darmstadt) und orientierten sich an 

der in Sambrook und Russel (2001) beschriebenen Methode. Dabei wurden die kompetenten 

Zellen auf Eis aufgetaut, 5 µl Ligationsansatz dazu gegeben und beides 15 bis 30 min auf Eis 

inkubiert. Durch einen Hitzeschock von 1 min bei 42 °C sollten die Vektoren in die Zellen 

aufgenommen werden. Der Ansatz wurde für 2 min wieder in das Eisbad überführt, 

anschließend wurden 300 µl SOC-Medium (nach Hanahan, 1983) dazu gegeben und die 

E. coli-Zellen 1 h bei 37 °C und 220 rpm geschüttelt. Die transformierten Zellen wurden zur 

Selektion auf LB-Platten, versehen mit Antibiotika der Resistenz des Vektors entsprechend, 

ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert. 

 

SOC-Medium: 2% (w/v) Bacto-Trypton; 0,5% (w/v) Hefeextrakt; 10 mM NaCl; 

2,5 mM KCl; 10 mM MgSO4 (pH 7); 10 mM MgCl2; 20 mM 

Glucose 

  

2.2.11 Auftrennung von Nukleinsäuren durch Gelelektrophorese 

2.2.11.1 Auftrennung von DNA-Fragmenten im Agarosegel 

Das Prinzip der gelelektrophoretischen Auftrennung von Nukleinsäuren beruht darauf, dass 

sich verschieden große Fragmente bei angelegter Spannung mit unterschiedlicher Geschwin-

digkeit durch die Gelmatrix in Richtung des positiven Pols bewegen. Wird dem Gel Ethidium-

bromid zugesetzt, welches mit DNA interkaliert, werden die Banden unter UV-Licht im 
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Transilluminator (GelDoc XR System, BioRad Laboratories GmbH, München) durch 

Fluoreszenz sichtbar (Sambrook und Russel, 2001). Die Vorbereitung des Agarosegels und die 

Durchführung der Elektrophorese entsprachen dem in Sambrook und Russel (2001) 

vorgestellten Standardprotokoll. Es wurden Apparaturen der PeqLab Biotechnologie GmbH 

(Erlangen) genutzt. Die Konzentration der Agarose im Gel betrug je nach Größe der zu 

trennenden DNA-Fragmente 1,0 bis 2,0% (w/v). Zur Auftragung wurden die Proben mit 

0,2 Volumen Ladepuffer versetzt. Die Größe der Fragmente konnte im Vergleich mit DNA-

Markern der Fermentas GmbH (2.1.6) bestimmt werden. Als Laufpuffer diente 1x TAE. 

 

1x TAE: 40 mM Tris-HCl; 20 mM Essigsäure; 1 mM EDTA (pH 8,0) 

DNA-Agarosegel: 1,0 ï 2,0% (w/v) Agarose in 1x TAE; 0,4 µg/ml Ethidiumbromid 

DNA-Ladepuffer: 50% (v/v) Glycerin; 1 mM EDTA (pH 8); 0,25% (w/v) Xylen-

cyanol; 0,25% (w/v) Bromphenolblau in 5x TAE 

 

2.2.11.2 Auftrennung von RNA im Agarosegel  

Es wurden je nach Experiment zwischen 0,5 und 10 µg Gesamt-RNA mit RNA-Probenpuffer 

versetzt, bei 75 °C 10 min denaturiert und sofort auf Eis überführt. Dann wurden die Proben 

mit 0,1 Volumen 10x RNA-Ladepuffer gemischt. Die Auftrennung erfolgte in 1,2%igen 

Agarose-Formaldehydgelen in 1x MOPS-Laufpuffer bei 110 V (nach Barkan, 1988).  

 

1x MOPS: 20 mM MOPS; 8 mM Natriumacetat; 1 mM EDTA 

RNA-Agarosegel: 1,2% (w/v) Agarose; 23% (v/v) Formaldehyd in 1x MOPS (pH 8) 

1x MOPS-Laufpuffer: 10% (v/v) Formaldehyd in 1x MOPS (pH 7) 

RNA-Probenpuffer: 25% (v/v) Formaldehyd; 70% (v/v) Formamid in 1,25x MOPS, 

(pH 7) 

10x RNA-Ladepuffer: 50% (v/v) Glycerin; 10 mM EDTA (pH 8); 0,25% (w/v) 

Xylencyanol; 0,25% (w/v) Bromphenolblau 

 

2.2.11.3 Auftrennung von RNA oder cDNA im denaturierenden Polyacrylamidgel 

Um kleinere RNA-Fragmente unter 100 bp detailliert aufzutrennen, wurden Gele mit 20% 

Polyacrylamid verwendet. Zur Auftrennung der poisoned primer extension- und primer 

extension-Produkte (2.2.13) wurden 15% Polyacrylamidgele genutzt. Zum Gießen des Gels 
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und für die Elektrophorese wurden Apparaturen von BioRad Laboratories GmbH (München) 

verwendet. Die RNA-Proben wurden mit 0,2 Volumen RNA-PAGE-Ladepuffer versetzt und 

bei 75 °C 10 min denaturiert. Anschließend wurden sie in die mit Laufpuffer vorgespülten 

Taschen geladen und es wurde eine Spannung von 400 V angelegt. RNA-Gele wurden nach 

der Elektrophorese in einem Ethidiumbromidbad (1 µg/ml Ethidiumbromid in 1x TBE) ange-

färbt, um die Beladung zu visualisieren. 

 

1x TBE: 90 mM Tris-HCl; 90 mM Borsäure; 2 mM EDTA (pH 8,3)   

Polyacrylamidgel: 7 M Harnstoff; 15% bis 20% Polyacrylamid in 0,5x TBE 

Laufpuffer: 0,5x TBE 

RNA-PAGE-Ladepuffer: 95% (v/v) Formaldehyd; 0,25% (w/v) Xylencyanol; 0,25% (w/v) 

Bromphenolblau in 0,25x TBE 

 

2.2.12 Hybridisierung membrangebundener Nukleinsäuren mit DNA-Sonden  

2.2.12.1 Southern-Transfer  

Die Übertragung von im Agarosegel aufgetrennten DNA-Fragmenten auf eine Nylonmembran 

(Hybond
 

N
+
-Membran; GE Healthcare, München) erfolgte nach der von Southern 

entwickelten Transfer-Methode mittels Kapillarkraft (Southern, 1975). Dazu wurde das Gel 

zunächst zweimal 15 min in Denaturierungspuffer, dann 10 min in bidestilliertem Wasser und 

schließlich 15 min in 5x SSC gewaschen. Die Übertragung folgte dem Standardprotokoll des 

Southern-Transfers (Southern, 1975; Sambrook und Russel, 2001). Als Transferpuffer diente 

5x SSC. Die Nukleinsäuren wurden mit dem Filter im GS Gene Linker (BioRad Laboratories 

GmbH, München; Programm C3 southern damp membrane) unter UV-Licht vernetzt. 

 

Denaturierungspuffer: 0,5 M NaOH; 1,5 M NaCl   

1x SSC: 0,15 M NaCl; 0,015 M Natriumcitrat (pH 7) 

 

2.2.12.2 Southern-Hybridisierung  

Es wurde das Protokoll der Arbeitsgruppe Barkan (Universität Oregon, USA) wie unter 

http://pml.uoregon.edu/index.htm.old beschrieben genutzt. Dabei erfolgte die Hybridisierung 

bei 65 °C unter kontinuierlicher Drehung. Die Membran wurde zunächst mindestens 30 min 

in Church-Puffer (Church und Gilbert, 1984) prähybridisiert. Die Digoxygenin-markierte 
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Sonde (siehe 2.2.6) wurde 10 min im kochenden Wasserbad denaturiert. Es folgte die 

Hybridisierung mit der Membran in Church-Puffer über ca. 16 h. Bei der ersten Verwendung 

der Sonde wurde diese vor der eigentlichen Hybridisierung mit einer leeren Membran 

inkubiert. Nach der Southern-Hybridisierung wurde die Membran viermal je 15 min in 

Waschpuffer (0,2x SSC, 0,1% SDS) gewaschen. Die Detektion erfolgte mittels Immunoblot 

(2.2.16.4).  

 

Church-Puffer: 7% (w/v) SDS; 1 mM EDTA; 0,5 M NaH2PO4 (pH 7,2)   

 

2.2.12.3 Northern-Transfer  

Der Northern-Transfer von RNA aus Agarosegel auf eine Hybond
 

N-Membran (GE 

Healthcare, München) erfolgte mittels Kapillarkraft unter neutralen Bedingungen mit 5x SSC 

als Transferpuffer nach Standardprotokoll (Sambrook und Russel, 2001; Barkan, 1988). 

Für den Transfer von RNA aus Polyacrylamidgelen wurde ein Elektrotransfer im Halb-

trockenverfahren genutzt (Trans-Blot SD Electrophoretic Transfer Cell, BioRad Laboratories 

GmbH, München). Der RNA-Transfer auf die Hybond N-Membran (GE Healthcare, 

München) erfolgte in 0,25x TAE 1 h bei 18 mA gemäß den Vorgaben der BioRad Laboratories 

GmbH.  

Nach dem Transfer wurden die Nukleinsäuren mit der Membran kovalent vernetzt. Zunächst 

wurde die Nylonmembran im GS Gene Linker (BioRad Laboratories GmbH, München; 

Programm C3) UV-Licht ausgesetzt, anschließend wurde sie 10 min bei 75 °C gebacken. Der 

erfolgreiche Transfer wurde mittels Methylenblau-Färbung visualisiert (Wilkinson et al., 

1991). 

 

Methylenblau-Färbelösung: 0,03% (w/v) Methylenblau in 0,3 M Natriumacetat (pH 5,2)   

 

2.2.12.4 Northern-Hybridisierung  

Die Hybridisierung der Membran-gebundenen RNA mit DNA-Sonden (Markierung siehe 

2.2.6) erfolgte in Church-Puffer (Church und Gilbert, 1984) bei 50 °C bei der Nutzung von 

Oligonukleotid-Sonden bzw. bei 65 °C bei der Verwendung von PCR-Sonden (Beick et al., 

2008). Auf die Prähybridisierung folgte eine etwa 16-stündige Hybridisierung. Zur Ent-

fernung unspezifisch an die Membran gelagerter Sonde dienten folgende Waschschritte: 
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einmal 20 min in 1x SSC und 0,1% SDS (Oligonukleotid-Sonde) bzw. 0,5x SSC und 0,1% 

SDS (PCR-Sonde) sowie je zweimal 20 min bei 0,5x SSC und 0,1% SDS bzw. 0,2x SSC und 

0,1% SDS. Die Detektion der Signale erfolgte mit Hilfe des PhosphorImager System GS 525 

(BioRad Laboratories GmbH, München). 

Sollten Membranen erneut verwendet werden, wurden die Sonden von den Filtern entfernt, 

indem sie zweimal 10 min in siedender 0,1%iger SDS-Lösung inkubiert wurden. Vor der 

weiteren Verwendung wurde durch Auflegen eines K-Type Imaging Screen (BioRad 

Laboratories GmbH, München) überprüft, ob die Sonden komplett von den Membranen 

gelöst wurden. 

 

2.2.13 Primer extension- und poisoned primer extension-Analyse 

Mit  der primer extension-Analyse werden RNA-Spezies mittels reverser Transkription unter 

Verwendung eines radioaktiv markierten Oligonukleotiden nachgewiesen (Sambrook und 

Russel, 2001). Die so generierten cDNAs werden in einem Polyacrylamidgel elektro-

phoretisch aufgetrennt (2.2.11.3) und durch Auflegen strahlungssensitiver Röntgenfilme oder 

screens (PhosphorImager System GS 525; BioRad Laboratories GmbH, München) visuali-

siert. 

Bei einer poisoned primer extension-Analyse handelt es sich um eine Abwandlung der 

primer extension-Analyse, bei der eines der Desoxynukleotide in der reversen Transkription 

durch ein Didesoxynukleotid ersetzt wird, die cDNA-Synthese bricht mit dessen Einbau 

direkt ab. Liegen verschiedene Transkripte vor, die an das genutzte Oligonukleotid binden, 

z. B. gespleißte und ungespleißte, können diese, bei entsprechender Wahl des Dides-

oxynukleotids, anhand unterschiedlich langer cDNA-Abbruch-Produkte differenziert werden. 

Das Verhältnis beider Synthese-Produkte wird in verschiedenen Transkript-Proben verglichen 

(Schmitz-Linneweber et al., 2006). Die Markierung der Oligonukleotide erfolgte bei beiden 

Methoden wie unter 2.2.6 beschrieben. Für die reverse Transkription wurde mit der 

Omniscript Reverse Transcriptase (QIAGEN GmbH, Hilden) nach dem von Schmitz-

Linneweber et al. (2006) vorgestellten Protokoll gearbeitet. 

 

2.2.14 DNA-Sequenzierung 

Die Sequenzierung von Edierungsstellen erfolgte nach der Didesoxynukleotid-Kettenabbruch-

Methode nach Sanger et al. (1977) wie von Tillich et al. (2009, ergänzende Informationen) 
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beschrieben. Dazu wurden der DNA-Sequenzierer ABI PRISM 377 (Applied Biosystems, 

Weiterstadt) und das DYEnamic ET Terminator Chemistry Kit (GE Healthcare, München) 

genutzt. 

Alle anderen Sequenzierungen wurden mittels ABI PRISM Big Dye Terminator Cycle 

Sequencing Ready Reaction Kit (Applied Biosystems, Weiterstadt) unter Verwendung eines 

ABI 3130XL DNA-Sequenzierers von Dr. Martin Meixner (DLMBC, Rüdersdorf) durch-

geführt. 

Die Analyse und das Edieren der Sequenzen erfolgten mit der Lasergene software (GATC 

Biotech, Konstanz). Für Datenbankvergleiche wurde der BLAST-Algorithmus (Altschul 

et al., 1997) des BLAST-servers des National Center for Biotechnology Information 

(Bethesda, USA) genutzt. 

 

2.2.15 Isolation von Transposon-induzierten Mais-Mutanten 

In einem revers genetischen Ansatz wurden PPR-Mutanten aus der ca. 2100 Mu-Transposon-

induzierte Mais-Mutanten umfassenden Photosynthetic Mutant Library (PML) der Universität 

Oregon (http://pml.uoregon.edu/pml.html) identifiziert. Die Vorgehensweise entsprach der 

von der Arbeitsgruppe Barkan (Universität Oregon, USA) entwickelten Methode (detailliert 

von Williams und Barkan (2003) und unter http://pml.uoregon.edu/index.htm.old be-

schrieben). Dabei wurden etwa 110 Proben, die je die DNA-Extrakte von etwa 20 Mais-

Keimlingen der Sammlung enthielten, per PCR analysiert. Als Starteroligonukleotide wurden 

ein Mu-Transposon-spezifisches sowie ein PPR-Gen-spezifisches Oligonukleotid verwendet 

(siehe Abb. 8), die zuvor in Test-PCRs hinsichtlich ihrer Spezifität ausgewählt wurden. Es 

schloss sich an die PCR ggf. eine Southern-Hybridisierung mit einer Digoxygenin-markierten 

Sonde (2.2.6 und 2.2.12.2) und deren Immunodetektion (2.2.16.4) an, um die Sensitivität zu 

erhöhen. So wurden Proben identifiziert, die zu einem PCR-Produkt führten, d. h., Keimlinge, 

bei denen ein Mu-Element im untersuchten PPR-Gen inseriert sein könnte. Zur Kontrolle 

wurden diese Proben einer weiteren PCR mit einem zweiten Gen-spezifischen Oligonukleotid 

unterzogen. Dann wurden jeweils die 20 individuellen Pflanzen der in beiden PCRs positiven 

Proben analog mittels PCR und Southern-Hybridisierung analysiert. Schließlich wurde über 

Verwandte der so identifizierten Pflanzen die Vererbbarkeit der Mu-Insertion untersucht, um 

mutante Linien von durch Spontantransposition entstandenen somatischen Mutationen unter-

scheiden zu können. 
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TAGATG

Mu-Element

PPR-Gen

Digoxygenin-markierte Sonde

Gen-spezifisches Oligonukleotid

Mu-Element-spezifisches Oligonukleotid

Digoxygenin-Uridin
 

Abb. 8: PCR-Strategie zur Identifikation von Mu -Transposon-induzierten PPR-Mutanten in Mais 

Die Abbildung verdeutlicht das Prinzip der Identifikation von PPR-Mutanten in der PML durch PCR. Die 

Position der gewählten PCR-Starteroligonukleotide ist mittels Pfeilen dargestellt. Diese Oligonukleotide wurden 

auch zur Amplifikation einer Sonde genutzt. 

 

2.2.16 Methoden zur Analyse von Proteinen  

2.2.16.1 Isolation von Gesamt-Protein  

Die Extraktion von Gesamt-Protein aus Blattgewebe erfolgte wie von Barkan et al. (1986) 

beschrieben. 

 

2.2.16.2 Bestimmung von Proteinkonzentrationen 

Zur Konzentrationsmessung von Proteinproben wurde Bradford-Reagenz (BioRad 

Laboratories GmbH, München) den Herstellerangaben entsprechend mit den Proben gemischt 

und bei 595 nm im Photospektrometer (Lamda 35 UV/Vis PerkinElmer, Waltham, USA) 

vermessen. Zur Bestimmung der Konzentration diente eine mit der optischen Dichte von 

Proteinlösungen bekannter Konzentration selbst erstellte Eichgerade. Die ermittelten Absorp-

tionen wurden entsprechend in Proteinkonzentrationen umgerechnet. 

 

2.2.16.3 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese (SDS-PAGE) 

Die Auftrennung von Proteinen erfolgte mittels denaturierender SDS-Polyacrylamidgel-

elektrophorese nach Standardprotokoll (Laemmli, 1970; Sambrook und Russel, 2001). Dabei 

wurde das 13% Polyacrylamid enthaltende Trenngel mit einem Sammelgel (5% Polyacryl-
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amid) überschichtet. Die Proben wurden mit 3x SDS-Ladepuffer versetzt und für 10 min bei 

75 °C denaturiert. Die Elektrophorese erfolgte in 1x SDS-Laufpuffer bei 100 V. Es wurden 

Apparaturen der BioRad Laboratories GmbH (München) genutzt. Um die Molekulargewichte 

der aufgetrennten Proteine abschätzen zu können, wurden Marker der Fermentas GmbH 

(2.1.6) zum Vergleich aufgetragen. 

 

Trenngel: 0,375 M Tris-HCl (pH 8,8); 13% Polyacrylamid; 0,1% (w/v) 

SDS; 0,1% (w/v) APS; 0,05% (v/v) TEMED   

Sammelgel: 0,13 M Tris-HCl (pH 6,8); 5% Polyacrylamid; 0,1% (w/v) SDS; 

0,1% (w/v) APS; 0,1% (v/v) TEMED 

3x SDS-Ladepuffer: 0,2 M Tris-HCl (pH 6,8); 7% (w/v) SDS; 30% (v/v) Glycerol; 

7,5% (v/v) ɓ-Mercaptoethanol; 0,25% (w/v) Bromphenolblau 

1x SDS-Laufpuffer: 25 mM Tris-HCl; 192 mM Glycin; 0,1% (w/v) SDS (pH 8,8) 

 

2.2.16.4 Western-Transfer gelelektrophoretisch aufgetrennter Proteinproben und 

Immunodetektion  

Die Übertragung der gelelektrophoretisch aufgetrennten Proteinproben auf eine Hybond C 

extra-Membran (GE Healthcare, München) erfolgte in entsprechenden Apparaturen der 

BioRad Laboratories GmbH (München) bei 100 V für ca. 1 h in 1x Transferpuffer (Sambrook 

und Russel, 2001). Die Effizienz des Transfers wurde durch Färbung der Membran in 

Ponceau-Lösung überprüft (Klein et al., 1995). 

Für die Immunodetektion wurde die Membran zunächst in 4%iger Trockenmilchlösung 1 h 

blockiert. Ebenfalls 1 h wurde die Membran mit dem primären Antikörper (je nach genutztem 

Antikörper in einer Verdünnung von 1:250 bis 1:10000 in 1x TBST) inkubiert. Nach drei bis 

sechs Waschschritten für je 15 min in 1x TBST folgte die Inkubation mit dem sekundären 

Antikörper (Goat Anti-Rabbit IgG, BioRad Laboratories GmbH, München; Rabbit IgG 

TrueBlot, eBioscience Inc., Hatfield, UK). Dieser bindet den primären Antikörper und 

ermöglicht durch Konjugation mit einer Peroxidase-Aktivität dessen Detektion durch 

Chemolumineszenz. Dafür wurde der Filter nach erneutem Waschen wenige Minuten in der 

frisch angesetzten Detektionslösung geschwenkt und die Reaktion mittels Röntgenfilm 

(Amersham Hyperfilm MP; GE Healthcare, München) visualisiert (Sambrook und Russel, 

2001). 
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1x Transferpuffer: 025 mM Tris-HCl; 0,2 M Glycin; 20% (v/v) Methanol   

Ponceau-Lösung: 2% (w/v) PonceauS; 1,8 M Trichloressigsäure; 1,2 M Sulfosali-

cylsäure 

1x TBST: 50 mM Tris-HCl (pH 7,5); 150 mM NaCl; 0,1% (v/v) Tween20 

Blockierlösung: 4% (w/v) Trockenmilch in 1x TBST 

Detektionslösung: 0,45 mM Coumarat; 1,25 mM Luminol; 0,01% (w/v) H2O2 in 

0,1 M Tris-HCl (pH 8,5) 

 

2.2.17 Methoden zur Gewinnung polyklonaler Kaninchen-Antikörper  

2.2.17.1 Heterologe Expression rekombinanter Polypeptide (Antigene) 

Die Klonierung von DNA-Fragmenten in pET15b, eingebracht in E. coli BL21 Expressions-

zellen (siehe 2.2.11.2), ermöglichte die Expression rekombinanter Proteine bei Induktion mit 

1 mM IPTG. Mit einer über Nacht gewachsenen Bakterienkultur wurden 1 bis 2 l LB-Medium 

angeimpft und bei 37 °C und 220 rpm ca. 2,5 h bis zu einer optischen Dichte von 0,6 (bei 

600 nm, Spektrophotometer Lamda 35 UV/Vis PerkinElmer, Waltham, USA) inkubiert. Nach 

IPTG-Induktion wurden die Bakterien weitere 2,5 h geschüttelt und dann präzipitiert. Die 

Aufreinigung der in den E. coli Zellen exprimierten rekombinanten Polypeptide erfolgte mit 

Hilfe des QIAexpress Kits (QIAGEN GmbH, Hilden) nach den Protokollen des Anbieters. 

Die Methode nutzt die Bindung des vom pET15b Plasmid kodierten 6x Histidin Epitops an 

Nickel-Agarose. 

 

2.2.17.2 Affini tätsaufreinigung von Antiseren  

Die Affinitätsaufreinigung der Kaninchen-Antiseren der BioGenes GmbH (Berlin) erfolgte 

mittels Affi-Gel 10 oder 15 (BioRad Laboratories GmbH, München) gemäß den Angaben des 

Herstellers. Dabei wurde das heterolog exprimierte Antigen (2.2.18.1) an die Affi-Gel-Matrix 

gebunden, diese Lösung auf eine Säule geladen und das Antiserum wiederholt über die Säule 

gegeben. Auf diese Weise konnten die Antigen-spezifischen Antikörper aus dem Serum 

gefiltert werden. Die Antikörper wurden abschließend von der Säule eluiert, über Centricon 

Centrifugal Filter (Millipore GmbH, Schwalbach) den Herstellervorgaben entsprechend 

konzentriert und bei -70 °C gelagert. 
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2.2.18 Immunopräzipitation chloroplastidärer Proteine  

2.2.18.1 Isolation von Mais-Chloroplasten 

Mais-Chloroplasten wurden dem Protokoll von Voelker und Barkan (1995) folgend isoliert. 

 

2.2.18.2 Extraktion von Chloroplastenstroma  

Die Chloroplasten wurden durch einen hypotonischen Lysepuffer (nach Ostheimer et al., 

2003) und durch mechanische Scherkräfte (wiederholtes Saugen durch eine 21G1½ Kanüle) 

aufgebrochen. Die Membranbestandteile wurden durch Ultrazentrifugation bei 45000 rpm 

abgetrennt und das Stoma, versetzt mit 10% (v/v) Glycerol (Finalkonzentration), bei -70 °C 

gelagert (Ostheimer et al., 2003). 

 

Chloroplasten-Lysepuffer: 30 mM HEPES-KOH (pH 8); 200 mM Kaliumacetat; 2 mM DTT; 

10 mM Magnesiumacetat; 2 µg/ml (w/v) Aprotinin; 2 µg/ml (w/v) 

Leupeptin; 10 µg/ml (w/v) Pepstatin; 0,8 mM PMSF   

 

2.2.18.3 Immunopräzipitation  

Immunopräzipitationen von Proteinen aus Chloroplastenstroma erfolgten wie von Ostheimer 

et al. (2003) beschrieben. 

 

2.2.19 RNA-Immunopräzipitation und Chip -Analyse (RIP-Chip)  

Ziel dieser von Schmitz-Linneweber et al. (2005b) vorgestellten Methode ist es, die spezi-

fischen RNA-Interaktionspartner von RNA-Bindeproteinen in vivo zu ermitteln. Die 

Abbildung 9 illustriert die Vorgehensweise, die der des Originalprotokolls strikt folgte 

(Schmitz-Linneweber et al., 2005b). Das zu untersuchende Protein wurde immunopräzipitiert 

(2.2.18.3). Die in diesem Präzipitat befindlichen, mit dem Protein assoziierten Transkripte galt 

es zu bestimmen. Dazu wurde die RNA aus dem Präzipitat und, zu Vergleichszwecken, aus 

dem Stroma-Überstand isoliert wie unter 2.2.3.4 beschrieben. Die RNA-Proben wurden 

differentiell mit den Fluoreszenzfarbstoffen Cy3 und Cy5 des ASAP RNA Labeling Kit 

(PerkinElmer, Waltham, USA) markiert wie vom Anbieter empfohlen. Es folgte die Hybridi-

sierung mit einem Microarray, auf den PCR-Produkte, das gesamte Mais-Chloroplasten-

Genom repräsentierend, gedruckt wurden (die Mais-Chloroplasten-Microarrays wurden 

freundlicherweise von Prof. Dr. Alice Barkan, Universität Oregon, USA, zur Verfügung 
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gestellt). Die Microarrays wurden mit dem Genepix 4000B microarray scanner (MDS 

Analytical Technologies GmbH, Ismaning) eingelesen und mit der Genepix Pro 6.0 software 

(MDS Analytical Technologies GmbH, Ismaning) ausgewertet wie von Schmitz-Linneweber 

et al. (2005b, 2006) dargestellt. So konnten Transkripte identifiziert werden, die in der 

Präzipitat-Fraktion im Verhältnis zur Überstand-Fraktion signifikant angereichert waren. 

 

Chloroplastenisolation

Hybridisierung mit einem 
Chloroplastengenom-Chip 

Extraktion des 

Chloroplastenstromas

Immunopräzipitationdes PPR-
Proteins mit polyklonalemAntiserum

Antikörper

PPR
Ziel-RNA

Isolation der RNAs aus Präzipitat und 
Stroma-Überstand

Sepharoseoder
Pansorbin-Zellen

Markierung mit verschiedenen 
Fluoreszenzfarbstoffen

RNA des Überstands

Ziel-RNA des PPR-

Proteins (Präzipitat)

Identifikation der Ziel-RNA
 

Abb. 9: RNA-Immunopräzipitation und Chip -Analyse (Methode nach Schmitz-Linneweber et al., 

2005b) 

 

2.2.20 Slot blot-Analyse 

Die RNA aus dem Präzipitat und dem Überstand einer Immunopräzipitation wurde wie unter 

2.2.19 beschrieben gewonnen. Diese Proben wurden mit einer blotting-Apparatur (96-Well 

BioDot, BioRad Laboratories GmbH, München) auf eine Nylonmembran (Hybond
 

N-

Membran, GE Healthcare, München) übertragen (siehe Schmitz-Linneweber et al., 2005b, 
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2006). Anschließend wurden die Filter mit Oligonukleotid- oder PCR-Sonden hybridisiert wie 

im Kapitel 2.2.12.4 dargelegt. 

 

2.2.21 Run on-Transkriptionsanalyse  

Ergänzend zu einer Northern-Analyse, mit der es nicht möglich ist, Unterschiede in der 

Transkriptakkumulation auf die Herstellung oder Stabilität dieser Transkripte zurückzuführen, 

erlaubt die run on-Transkriptionsanalyse die Beurteilung der Transkriptionsrate. Dazu wurden 

intakte Chloroplasten isoliert (2.2.18.1). Der Methode von Mullet und Klein (1987) folgend 

wurden etwa 5x 10
7
 Chloroplasten in 45 µl Puffer D durch mechanischen Stress aufge-

schlossen. Es folgte die Inkubation in 50 µl run on-Puffer für 10 min bei 25 °C. Durch 

Zugabe von 100 µl Stopp-Puffer wurde die Reaktion beendet. Die nun durch Einbau von 

[Ŭ-
32

P]UTP radioaktiv markierten Transkripte wurden mittels Phenol-Chloroform-Extraktion 

isoliert und durch Natriumacetat-Ethanol-Fällung (2.2.4) in ein kleineres Volumen überführt. 

Die Transkripte wurden in Church-Puffer (Church und Gilbert, 1984) bei 58 °C mit einer 

Membran hybridisiert, auf die ausgewählte PCR-Produkte transferiert wurden. Dieser 

Transfer erfolgte analog zu der unter 2.2.20 beschriebenen slot blot- bzw. dot blot-Methode, 

mit dem Unterschied, dass es hier die Sonden waren, die an einer Hybond N
+
-Membran (GE 

Healthcare, München) fixiert wurden, pro PCR-Produkt je zweimal 1 µg DNA. Nach der 

Hybridisierung wurde die Membran gewaschen wie im Protokoll der Northern-Hybridi-

sierung beschrieben (2.2.12.4) und die Signale konnten mittels PhosphorImager System 

GS 525 (BioRad Laboratories GmbH, München) detektiert werden (nach Mullet und Klein 

1987, modifiziert). 

 

Puffer D: 50 mM Tris-HCl, pH 7; 10 mM MgCl2; 10 mM KCl; 3 mM ɓ-

Mercaptoethanol   

run on-Puffer: 50 mM Tris-HCl (pH 8); 10 mM MgCl2; 0,2 mM ATP; 0,2 mM 

CTP; 0,2 mM GTP; 0,01 mM UTP; 50 µCi [Ŭ-
32

P]UTP; 40 U 

RiboLock RNase Inhibitor; 10 mM ɓ-Mercaptoethanol 

Stopp-Puffer: 50 mM Tris-HCl (pH 8); 25 mM EDTA; 5% (v/v) Sarcosyl 
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3 Ergebnisse  

 

3.1 Analyse des in Arabidopsis Embryo-essentiellen PPR-Proteins PPR5 in Mais  

 

Es wurde beobachtet, dass zahlreiche chloroplastidäre PPR-Proteine in Arabidopsis thaliana, 

nicht jedoch in Zea mays, notwendig für die Embryonalentwicklung sind (Stern et al., 2004). 

Um zu beleuchten, welche Funktionen solche PPR-Proteine haben könnten, sollte ein in 

Arabidopsis essentielles plastidäres PPR-Protein in Mais analysiert werden. Ein knockout des 

ppr5-Gens in Arabidopsis thaliana (At4g39620) führt zu Embryoletalität (Cushing et al., 

2005). Os02g51480 ist gemäß der POGs Datenbank (http://pogs.uoregon.edu) das Orthologe 

von ppr5 in Oryza sativa (siehe auch Abb. 5). Unter Verwendung dieser Reis-Sequenz konnte 

in öffentlich zugänglichen Sequenz-Datenbanken mittels BLAST-Algorithmus (Altschul 

et al., 1997) das am nächsten verwandte Mais-Gen identifiziert werden, das ein im Chloro-

plastenstroma lokalisiertes PPR-Protein kodiert (nach Analysen von C. Schmitz-Linneweber 

und A. Barkan, Beick et al., 2008). Ein Ziel der vorliegenden Arbeit war es, dieses Protein, im 

Folgenden mit PPR5 bezeichnet, das wie seine Orthologen in Arabidopsis (AtPPR5) und Reis 

(OsPPR5) ein PPR-Protein des P-Typs mit zehn PPR-Motiven (TPRpred, Karpenahalli et al., 

2007) repräsentiert, funktionell zu charakterisieren. Dazu wurden Mutantenanalysen mit einer 

Bestimmung der in vivo mit dem PPR-Protein assoziierten RNA-Moleküle kombiniert. 

 

3.1.1 Identifikation der Ziel -RNA von PPR5  

Durch Immunopräzipitation von PPR5 aus Chloroplastenstroma und Analysen der kopräzipi-

tierten RNA sollte in vivo die Ziel-RNA von PPR5 identifiziert werden (RIP-Chip-Methode, 

siehe 2.2.19). Dabei war zu ermitteln, welche plastidäre RNA in PPR5-Präzipitaten gegenüber 

im Überstand verbleibender RNA signifikant angereichert ist. Eine mögliche unspezifische 

Präzipitation einzelner Transkripte wurde durch Kontroll-Experimente berücksichtigt, in 

denen Proteine des Sauerstoff-produzierenden Komplexes (oxygen evolving complex, OEC), 

welche keine RNA binden sollten, immunopräzipitiert wurden. Nach der Hybridisierung des 

Mais-Plastom-Chips mit den durch verschieden fluoreszierende Farbstoffe markierten RNA-

Fraktionen wurde das Fluoreszenz-Verhältnis der 250 PCR-Produkte berechnet. Eine 

maximale Anreicherung in den PPR5-Präzipitaten zeigten Transkripte des trnG-UCC-Gens 
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(siehe Abb. 10A). Somit wurde die tRNA-Glycin als RNA-Interaktionspartner von PPR5 

bestimmt.  

 

 

Abb. 10:  Identifikation der im Chloroplastenstroma mit PPR5 assoziierten Transkripte  

(A) Grafische Darstellung der zusammengefassten RIP-Chip-Ergebnisse. Die Anreicherung der präzipitierten im 

Vergleich zur im Überstand verbliebenen RNA ist für jedes PCR-Produkt auf dem Chip logarithmisch 

aufgetragen. Die Werte ergeben sich aus zwei Experimenten mit PPR5-Immunopräzipitationen sowie zwei 

Kontroll-Experimenten mit OEC-Immunopräzipitationen (Daten von jeweils einem Experiment von C. Schmitz-

Linneweber). Die logarithmierten Anreicherungskoeffizienten der Kontrollen wurden von denen von PPR5 

subtrahiert. Pro PCR-Produkt waren je fünf technische Replikate auf einem Chip vorhanden, deren 

Fluoreszenzwerte gemittelt wurden. (B) Slot blot-Hybridisierungen mit RNA-Immunopräzipitaten von PPR5 

und, zur Kontrolle, PPR4. Es wurden zwei trnG-UCC-Sonden und eine rrn16-Sonde (Negativkontrolle) mit auf 

Nylonmembranen immobilisierter Präzipitat- und Überstand-RNA hybridisiert. Der Pfeil kennzeichnet die 

Entfernung von für diesen Nachweis irrelevanten Proben von allen drei Filtern. 

 

Mittels slot blot-Hybridisierungen (2.2.20) wurde bestätigt, dass die tRNA-Glycin in PPR5-

RNA-Komplexen spezifisch enthalten war (Abb. 10B). In Kontroll-Experimenten mit ŬPPR4 

wurde die tRNA erwartungsgemäß (Schmitz-Linneweber et al., 2006) nicht immuno-

präzipitiert. Weiterhin zeigte die Analyse, dass mit der Intron-Sonde in der Präzipitat-Fraktion 

in Relation zur Überstand-RNA ein deutlich stärkeres Signal als mit der Sonde des Exons 2 

detektiert wurde. Das deutete an, dass mit der Intron-Sonde eher als mit der das zweite Exon 

abdeckenden Sonde die nähere Umgebung der PPR-Bindestelle erfasst sein sollte. Denn durch 

die Aktivität plastidärer RNasen sinkt die Wahrscheinlichkeit der Präzipitation flankierender 

Sequenzbereiche mit der Entfernung von der Bindestelle von PPR5. Zudem ließ dieses 

Ergebnis vermuten, dass mit PPR5 vorwiegend das Intron enthaltende tRNA-Spezies 
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präzipitiert wurden. Das PPR-Protein sollte demnach mit der ungespleißten RNA assoziiert 

sein. Um dies zu testen, wurde die immunopräzipitierte RNA in Agarosegelen aufgetrennt und 

durch Northern-Analysen untersucht (2.2.11 und 2.2.12).  
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Abb. 11: Northern-Analysen der mit PPR5 koimmunopräzipitierten RNA  

Analysen der mit PPR5 assoziierten und der im Stroma-Überstand befindlichen Transkripte durch RNA-

Agarosegelelektrophorese und Hybridisierung der auf Nylonmembranen transferierten RNA mit DNA-Sonden. 

Parallel wurden Kontrollextrakte von CAF1- und OEC-Immunopräzipitationen sowie Mais-Gesamt-RNA 

aufgetragen. Um eine gleichmäßige Gelelektrophorese zu gewährleisten, wurden die mengenmäßig sehr wenig 

RNA enthaltenden Präzipitat-Proben mit Gesamt-RNA einer albinotischen Pflanze versetzt. Diese RNA wurde in 

der letzten Spur zur Kontrolle aufgetragen, sie zeigte keine Hybridisierungssignale. Nach der Hybridisierung 

wurden die Sonden von den Membranen entfernt und die Filter rehybridisiert. Der ungespleißte Vorläufer der 

tRNA-Glycin befindet sich gemäß den Northern-Analysen in PPR5-Komplexen, nicht jedoch die reife tRNA.  
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Wie die Abbildung 11 zeigt, waren tatsächlich ungespleißte, nicht jedoch reife trnG-UCC-

Transkripte in den PPR5-Immunopräzipitaten nachweisbar. Kontroll-Experimente wurden mit 

OEC-Präzipitaten, in denen keine RNA-Bestandteile zu erwarten sind, und CAF1-Präzipitaten 

(CRS2 assoziierter Faktor 1), die als Positivkontrolle fungierten, da CAF1 ein beschriebener 

Spleißfaktor des Gruppe-IIB-Introns der tRNA-Glycin in Mais ist (Ostheimer et al., 2003), 

durchgeführt. Des Weiteren wurde auf diese Weise überprüft, ob es sich bei einigen gemäß 

RIP-Chip-Experiment in der Präzipitat-Fraktion leicht angereichert erscheinenden Trans-

kripten (Abb. 10A) ebenfalls um RNA-Ziele von PPR5 handelt. Doch es wurde keines dieser 

Transkripte in den mit ŬPPR5 immunoprªzipitierten RNA-Proben detektiert (Abb. 11). Somit 

offenbarten die auf Immunopräzipitation basierenden Analysen die ungespleißte tRNA-Glycin 

(UCC) als primäre Ziel-RNA des Proteins PPR5 in vivo. 

 

3.1.2 ppr5-Mutanten  

Für eine detaillierte funktionelle Charakterisierung von PPR5 wurden von Christian Schmitz-

Linneweber zuvor identifizierte Mais-Mutanten genutzt. Zwei Mu-Transposon induzierte 

ppr5-Mutantenlinien standen dabei zur Verfügung: albinotische ppr5-1-Mutanten mit einer 

Mu-Element-Insertion im ersten Exon (+241 nt) und blass-grüne ppr5-2-Mutanten, bei denen 

in die ppr5-UTR (-55 nt) ein Mu-Transposon inseriert ist. Mutanten beider Linien sterben im 

Keimlingsstadium. Für die Mutantenanalysen wurden vorwiegend heterozygote Pflanzen, die 

beide Allele trugen, verwendet. Diese Allele konnten sich nicht komplementieren und der 

Phänotyp der ppr5-1 x ppr5-2-Keimlinge erschien im Vergleich zu den ppr5-1- und ppr5-2-

Mutanten intermediär (Abb. 12A). Das belegte, dass das beobachtete Chlorophyll -Defizit 

durch die Transposon-Insertion im ppr5-Gen bedingt wurde. 

Durch reverse Transkription und PCR-Analysen wurde die Menge der ppr5-mRNA in den 

Mais-Mutanten untersucht. Wie der Abbildung 12C zu entnehmen ist, korrelierte diese mit der 

phänotypischen Erscheinung. D. h., bei den weißen Keimlingen handelte es sich um ppr5-

KO-Mutanten, während die hellgrünen ppr5-2-Mutanten ein reduziertes, aber nachweisbares 

ppr5-mRNA-Level aufwiesen. 
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Abb. 12: Mu-Transposon induzierte ppr5-Mais-Mutanten 

(A) Phänotyp der ppr5-Mutanten im Vergleich zum Wildtyp (WT). Die gezeigten Keimlinge sind ca. 14 Tage alt 

und wuchsen auf Erde unter Langtagbedingungen bei 27 °C. ppr5-1-Mutanten sind albinotisch, ppr5-2-Mutanten 

etwas heller grün als Wildtyp-Keimlinge und heterozygote Kreuzungsmutanten haben einen intermediären 

Phänotyp. Alle Mutanten sterben noch als Keimlinge. (B) Maßstabsgetreue Darstellung der Lokalisation der Mu-

Transposon-Insertionen in ppr5. Die Rechtecke symbolisieren Exons, die Linien intronische bzw. UTR-Sequenz. 

(C) Reverse Transkription und semiquantitative RT-PCR-Analysen zeigen, dass die ppr5-mRNA in ppr5-

Mutanten reduziert ist. Die in der PCR genutzten Oligonukleotide flankieren die Mu-Insertion der ppr5-1-

Keimlinge im ersten Exon. Die Amplifikation von actin-cDNA aus den selben RNA-Proben diente als Kontrolle. 

Die Kontamination der Proben mit genomischer DNA kann ausgeschlossen werden, da ein Teil der RNA-Proben 

nach dem DNase-Verdau ohne den Schritt der reversen Transkription in einer PCR auf verbleibende DNA 

analysiert wurde (Daten nicht gezeigt). Zusätzlich überspannen die verwendeten actin-PCR-Oligonukleotide ein 

Intron. Es wurden keine das Intron enthaltenden PCR-Amplifikate detektiert. 
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Aufgrund des Chlorophyll-reduzierten Phänotyps der ppr5-Mutanten wurde die Akku-

mulation der Photosynthesekomplexe ATP-Synthase, Cytochrom b6f-Komplex sowie Photo-

system I und II durch Immunodetektion (2.2.16.4) ausgewählter Untereinheiten analysiert. 

Wie die Abbildung 13A zeigt, waren alle untersuchten Photosyntheseproteine im Vergleich 

zum Wildtyp stark, d. h. auf ein Zehntel oder weniger, reduziert. Gleiches galt für die 

Akkumulation der großen Untereinheit der RuBisCo (Abb. 13A, Ponceau-Färbung). Diese 

Defekte waren in ähnlicher Form auch bei den Kontrollmutanten hcf7 und ppr4 

(ppr4-1 x ppr4-2) zu beobachten. Für diese wurde gezeigt, dass die Reduktionen der 

Komponenten des Photosyntheseapparates im Zusammenhang mit einem globalen Verlust 

plastidär kodierter Proteine, inklusive der Plastiden-kodierten Untereinheiten der Photo-

synthesekomplexe, stehen (Schmitz-Linneweber et al., 2006; Barkan, 1993). Generell gilt, 

dass die fehlende bzw. reduzierte Synthese von je nur einer Untereinheit der Photo-

synthesekomplexe auch die verminderte Akkumulation assoziierter Untereinheiten des 

jeweiligen Komplexes zur Folge hat (Barkan et al., 1995; Barkan, 1998). Eine fehlende bzw. 

reduzierte plastidäre Translation, wie sie für die ppr4- und hcf7-Mutanten nachgewiesen 

wurde (Schmitz-Linneweber et al., 2006; Barkan, 1993), bedingt entsprechend die Reduktion 

der plastidär kodierten und damit der analysierten Proteine. 

Daraufhin wurde die Reifung ribosomaler RNA in den ppr5-Mutanten mittels Northern-

Hybridisierung (2.2.12) untersucht. In der Albino-Mutante ppr5-1 war keine plastidäre rRNA 

zu detektieren. In den ppr5-2- sowie den Kreuzungsmutanten waren die Mengen reifer 16S 

und 23S rRNA gegenüber dem Wildtyp reduziert, der 16S rRNA-Vorläufer akkumulierte 

stärker (Abb. 13B). Demnach wird PPR5 für die Prozessierung und Akkumulation ribo-

somaler RNA benötigt. Da plastidäre rRNA nicht außerhalb der Ribosomen akkumuliert, 

spiegelt ihre Abundanz die der Ribosomen wider (Williams und Barkan, 2003). Somit ist 

PPR5 für die Akkumulation oder Assemblierung der plastidären Ribosomen und daraus 

folgend auch für die Synthese der plastidär kodierten Untereinheiten der Photosynthese-

komplexe notwendig. In Anbetracht der unter 3.1.1 beschriebenen Erkenntnis, dass PPR5 

in vivo mit der tRNA-Glycin assoziiert ist, war im Folgenden zu untersuchen, ob ppr5-

Mutanten einen veränderten Metabolismus dieser tRNA aufweisen, der den oben dargestellten 

Defekten zugrunde liegen könnte. 
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Abb. 13: Verlust der plastidären rRNA und plastidär kodierter Proteine in ppr5-Mutanten 

(A) Analyse der Akkumulation repräsentativer Untereinheiten der Photosynthesekomplexe ATP-Synthase 

(AtpB), Cytochrom b6f-Komplex (PetD) sowie Photosystem I (PsaD) und II (D1) in ppr5-Mutanten. Blatt-

Gesamt-Protein (Verdünnungen der Wildtyp-Probe wie indiziert) wurde gelelektrophoretisch aufgetrennt, auf 

eine Membran transferiert und durch Immunodetektion analysiert. In ppr5-Mutanten sind alle Komplexe zu 

einem Zehntel oder weniger der im Wildtyp zu detektierenden Mengen reduziert. Die Färbung des Filters mit 

Ponceau-Lösung demonstriert die gleiche Ladung von Gesamt-Protein. Die große Untereinheit der RuBisCo 

(RbcL) ist ebenfalls stark reduziert in ppr5-Mutanten. (B) Northern-Analysen der ribosomalen RNA in ppr5-

Mutanten offenbaren einen Defekt in der Akkumulation und Prozessierung plastidärer rRNA. 0,5 µg Gesamt-

RNA wurden gelelektrophoretisch aufgetrennt, auf Membranen transferiert und mit DNA-Sonden für die 

plastidäre 16S und 23S rRNA hybridisiert. Die für die 23S rRNA genutzte Sonde erlaubte die Detektion eines 

der zwei in Mais in vivo vorhandenen Spaltprodukte der 23S rRNA, gekennzeichnet durch *.   Die mittels 

Methylenblau angefärbte Kern-kodierte 25S rRNA diente als Ladekontrolle. 

 

 
























































































































































































