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Einleitung 1
1 Einleitung 
1.1 Phycobiliproteine – Hauptbestandteile der Phycobilisomen 
1.1.1 Funktion und Aufbau der Phycobilisomen 
Phycobilisomen, erstmals beschrieben von Gantt und Conti (1965; 1966; 1969), stellen in Cyanobakterien, Rotalgen und Cryptophyceen die primären Lichtsammelkomplexe des pho-tosynthetischen Apparats dar. Der Thylakoidmembran außen aufliegend absorbieren sie Licht im Wellenlängenbereich von 450–665 nm und leiten die Energie effektiv an die photosynthe-tischen Reaktionszentren weiter (Searle et al., 1978; Porter et al., 1978). Die Phycobilisomen erlauben diesen Organismen somit die Nutzung von Licht zwischen den roten und blauen Absorptionsbanden der Chlorophylle a und b („Grünlücke“) und tragen beträchtlich zur glo-balen Photosynthese bei (MacColl und Guard-Friar, 1987; Sidler, 1994). 
Phycobilisomen können bis zu 30 % des gesamten Zellproteins ausmachen (Tandeau de Mar-sac und Houmard, 1993; Grossman et al., 1995), wobei die sogenannten Phycobiliproteine mit ca. 80 % den Hauptbestandteil der Phycobilisomenproteine darstellen (Tandeau de Mar-sac und Cohen-Bazire, 1977). Diese weisen eine starke Färbung auf, welche sich auf die kovalente Bindung von bestimmten Chromophoren, den Phycobilinen, zurückführen lässt (vgl. Abschnitt 1.1.2). Auf der Grundlage der Absorptionseigenschaften im sichtbaren Be-reich werden die Phycobiliproteine in vier Gruppen eingeteilt (siehe Tab. 1).  
Tab. 1: Phycobiliprotein-Gruppen. Phycobiliprotein-Gruppe max) [nm]Phycoerythrine (PE) 565–575  Phycoerythrocyanine (PEC) 575 Phycocyanine (PC) 615–640 Allophycocyanine (APC) 650–655 
Ein Phycobilisom setzt sich aus einer Kernstruktur und peripheren Stäbchen-artigen Struktu-ren zusammen (siehe Abb. 1). Von den genannten Phycobiliprotein-Gruppen findet sich im Kern stets nur Allophycocyanin (APC), während die Pigmentzusammensetzung der Stäbchen variieren kann. So ist in den Phycobilisomen aller natürlich vorkommenden Cyanobakterien zwar stets Phycocyanin (PC) vorhanden, das weiter distal liegende Phycoerythrin (PE) kann 
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aber fehlen bzw. durch Phycoerythrocyanin (PEC) ersetzt sein (Bryant, 1982). Des Weiteren unterliegt die Pigmentzusammensetzung der Phycobilisomen Veränderungen als Antwort auf Lichtintensität und -qualität sowie Nährstoffangebot (Grossman et al., 1993).  

 Abb. 1: Aufbau eines Phycobilisoms (Quelle: http://www.biologie.uni-hamburg.de/b-online/libra-ry/webb/BOT311/Cyanobacteria/phycobilisome_small.jpg). 
Die beschriebene Anordnung der Phycobiliproteine in den Phycobilisomen ermöglicht einen optimalen Energiefluss absorbierter Lichtenergie durch strahlungsfreien Exzitonentransfer zu den Reaktionszentren in der Thylakoidmembran (siehe Abb. 2). 

 Abb. 2: Energiefluss in Phycobilisomen von Cyanobakterien und Rotalgen. Absorbierte Lichtenergie wird durch strahlungsfreien Exzitonentransfer von Pigmenten, die bei kürzerer Wellenlänge absorbie-ren, auf Pigmente übertragen, die bei längerer Wellenlänge absorbieren. Schließlich wird die Energie zwischen Photosystem I (PS I) und Photosystem II (PS II) aufgeteilt (aus Zhao et al., 1992). 
Ein weiterer Bestandteil eines Phycobilisoms sind Linkerproteine, die am Aufbau und der Stabilisierung des Multiproteinkomplexes beteiligt sind (Glazer et al., 1982; 1985). Sie sind in der Regel farblos, mit Ausnahme des Kern-Membran-Linkerproteins LCM (ApcE) (vgl. Abb. 2) und der γ-Untereinheiten einiger Phycoerythrine, die ebenfalls chromophoryliert sind und zusätzlich der Energieübertragung dienen (Koller und Wehrmeyer, 1977; Glazer und Hixson, 1977; Lundell et al., 1981; Wilbanks und Glazer, 1993). 
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1.1.2 Aufbau der Phycobiliproteine 
Phycobiliproteine von Cyanobakterien und Rotalgen stellen eine Gruppe stark gefärbter und wasserlöslicher Proteine dar, die untereinander deutliche Homologie sowohl in der Amino-säuresequenz (Apt et al., 1995; MacColl, 1998) als auch in der dreidimensionalen Struktur zeigen (Schirmer et al., 1985; 1987; Dürring et al., 1990; 1991; Ficner et al., 1992; Brejc et al., 1995; Liu et al., 1999; Stec et al., 1999; Padyana et al., 2001). Es handelt sich in der Re-gel um heterodimere Proteine, bestehend aus einer - und einer -Untereinheit, die unterei-nander ebenfalls homolog sind, in äquimolarer Stöchiometrie auftreten und molekulare Mas-sen von je 15–20 kDa besitzen. Beide Untereinheiten weisen einen globulären C-Terminus, der die Chromophore trägt, und eine N-terminale Verlängerung, die zwei -Helices umfasst und hauptsächlich die Oligomerisierung vermittelt, auf (siehe Abb. 3 A, B). Drei der -Di-mere lagern sich wiederum zu einem stabilen ringförmigen ()3-Trimer zusammen, welches die grundlegende Struktureinheit des Phycobilisoms darstellt (Schirmer et al., 1985; 1987; Dürring et al., 1990; 1991; Ficner et al., 1992) (siehe Abb. 3 C). In PE aus Rotalgen und ei-nigen Cyanobakterien findet sich zudem eine γ-Untereinheit. 

 Abb. 3: Bändermodell der (A) -Untereinheit und (B) -Untereinheit des R-Phycoerythrins aus der Rotalge Porphyridium sordidum (aus Ficner et al., 1992). (C) Bändermodell des Phycoerythrocyanin-Trimers aus Mastigocladus laminosus. Dieses besitzt einen Durchmesser von 11 nm und eine Dicke von 3 nm, das zentrale Loch hat einen Durchmesser von 3 nm. Die -Untereinheiten sind violett, die -Untereinheiten hellblau, PVB rot und PCB blau dargestellt (aus Dürring et al., 1990). 
Die Färbung der Phycobiliproteine beruht auf der kovalenten Bindung sogenannter Phycobi-line, bei denen es sich um Chromophore aus der Gruppe der linearen Tetrapyrrole handelt. Die kovalente Bindung erfolgt an konservierte Cysteinreste im Apoprotein durch Ausbildung von Thioether-Bindungen. Während man in der -Untereinheit meist nur ein bis zwei Phyco-biline findet, kann die -Untereinheit bis zu vier Phycobiline tragen (Rüdiger, 1994), wobei 
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die Anzahl der Chromophor-Bindestellen von APC über PC und PEC nach PE zunimmt (Sid-ler, 1994). Man findet in Cyanobakterien und Rotalgen vier Typen von Phycobilinen (siehe Tab. 2 und Abb. 4), die sich in der Anzahl konjugierter Doppelbindungen und somit in ihren Absorptionseigenschaften unterscheiden. Die Absorptionseigenschaften der Phycobiline wer-den zudem stark durch die Interaktion mit der Proteinumgebung beeinflusst (Scheer und Kufer, 1977; Zickendraht-Wendelstadt et al., 1980; Scheer, 1981). So nehmen freie Phycobi-line eine recht flexible zyklische oder helikale Struktur ein (Falk, 1989), während Protein-gebundene Phycobiline in einer festen und gestreckten Konformation vorliegen, was zudem meist mit einer Drehung aus der Ebene einhergeht. Aufgrund dieser starren Anordnung in den Phycobiliproteinen sind die Phycobiline hochfluoreszent, da ein strahlungsfreier Rück-gang des angeregten Zustands in den Grundzustand unterbunden wird. Diese Eigenschaft macht man sich in vielen biotechnologischen und biomedizinischen Anwendungen oder in der Untersuchung des marinen Phytoplanktons zunutze (Kronick und Grossman, 1983; Peck et al., 1989; Frankel et al., 1989; Glazer, 1994; Downes und Hall, 1998; Cavender-Bares et al., 1998; Beutler et al., 2002). 
Tab. 2:  Natürlich vorkommende Phycobiline in den Phycobilisomen aus Cyanobakterien und Rot-algen.  Phycobilin Anzahl konjugierter Doppelbindungen  (Amax) [nm] Farbe 
Phycocyanobilin (PCB) 8 ca. 640 blau Phycoviolobilin (PVB) 7 ca. 575 violett Phycoerythrobilin (PEB) 6 ca. 550 rot Phycourobilin (PUB) 5 ca. 500 gelb 
Wie Abb. 4 zu entnehmen ist, können Phycoerythrobilin (PEB) und Phycourobilin (PUB) über eine oder zwei Thioether-Bindungen kovalent mit dem Apoprotein verknüpft sein, da beide Chromophore sowohl am A- als auch am D-Ring eine Vinyl-Gruppe besitzen, über die die Bindung an einen Cysteinrest vermittelt wird (Nagy et al., 1985; Glazer, 1985; Ficner et al., 1992).  
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 Abb. 4: Struktur Protein-gebundener Phycobiline. (A) 31-Cys-PCB, (B) 31-Cys-PVB, (C) 31-Cys-PEB, (D) 31,181-Di-Cys-PEB, (E) 31-Cys-PUB, (F) 31,181-Di-Cys-PUB. Die Thioether-Bindungen zwischen Phycobilin und Cysteinrest des Apoproteins sind jeweils rot hervorgehoben. 
APC enthält stets nur einen Phycocyanobilin(PCB)-Chromophor pro Untereinheit an den konservierten Positionen -Cys82 und -Cys82. PC besitzt drei Chromophor-Bindestellen an den konservierten Positionen -Cys84, -Cys84 und -Cys155, an denen PCB der typische Chromophor ist. An den Positionen -Cys84 und -Cys155, welche im PC-Trimer in der Peripherie des Lichtsammelkomplexes lokalisiert sind, können zur besseren Nutzung von Licht im blauen und grünen Wellenlängenbereich allerdings einer oder beide PCB-Chromophore durch Phycoviolobilin (PVB), PEB oder PUB ersetzt sein. In PC von Rotalgen findet man an -Cys155 daher stets PEB. Die Expression des lediglich in Cyanobakterien vorkommenden PEC wird unter Schwachlicht-Bedingungen stark induziert. PEC weist eine sehr ähnliche Chromophor-Zusammensetzung wie PC auf. Es bindet an den Positionen -Cys84 und -Cys155 je einen PCB-Chromophor, während -Cys84 stets den photoaktiven Chromophor PVB trägt. PEC wird in Rotalgen nicht gefunden. In PE finden sich entweder nur PEB- oder zusätzlich PUB-Chromophore. Typ-I-PE (PE-I) trägt an den konservierten Positionen -Cys84, -Cys143, -Cys50/61 (doppelte Bindung), -Cys84 und -Cys155 insgesamt fünf Chromophore, während Typ-II-PE (PE-II) eine weitere Chromophor-Bindestelle für PEB oder PUB an -Cys75 besitzt. Zudem weist PE-II für gewöhnlich ein 



Einleitung 6
höheres PUB:PEB-Verhältnis als PE-I auf (für detaillierte Informationen und Referenzen siehe Sidler, 1994) (siehe Tab. 3). Mittlerweile ist ein dritter PE-Typ (PE-III) bekannt (siehe Unterkapitel 1.4).  
Tab. 3: Chromophor-Bindestellen und Phycobilin-Gehalt der Phycobiliproteine. 
Protein Chromophor-Bindestelle -Cys75 -Cys821,842 -Cys143 -Cys50/61 -Cys821,842 -Cys155 
APC  PCB   PCB  PC  PCB/PEB (PCV/PUB)   PCB PCB/PEB (PVB/PUB) PEC  PCV   PCB PCB PE-I  PEB/PUB PEB/PUB PEB/PUB PEB PEB PE-II PEB/PUB PEB/PUB PEB/PUB PEB/PUB PEB PEB 
1 APC; 2 PC, PEC, PE-I, PE-II 

1.2 Biosynthese der Phycobiline 
Das Vorgängermolekül aller Phycobiline ist das zyklische Tetrapyrrol Häm, welches zu-nächst durch eine Ferredoxin-abhängige Hämoxygenase zu Biliverdin IX (BV) gespalten wird (Cornejo et al., 1998). Daraufhin wird BV durch Ferredoxin-abhängige Bilinreduktasen an je zwei von drei möglichen Stellen reduziert, was zur Bildung der Chromophore PCB und PEB führt. PCB entsteht in einer von PCB:Ferredoxin-Oxidoreduktase (PcyA) katalysierten Reaktion, die zwei aufeinanderfolgende Zwei-Elektronen-Reduktionen mit 181,182-Dihydro-biliverdin als Zwischenprodukt umfasst (Frankenberg und Lagarias, 2003). PEB wird hinge-gen durch die aufeinanderfolgende Aktivität der beiden Enzyme 15,16-Dihydrobiliver-din:Ferredoxin-Oxidoreduktase (PebA) und PEB:Ferredoxin-Oxidoreduktase (PebB) in je-weils Zwei-Elektronen-Reduktionen mit 15,16-Dihydrobiliverdin (DH-BV) als Zwischen-produkt gebildet (Frankenberg et al., 2001; Dammeyer und Frankenberg-Dinkel, 2006). Kürzlich wurde das Enzym PEB-Synthase (PebS) des Cyanophagen P-SSM2 identifiziert, welches beide Reduktionsschritte von BV zu PEB katalysiert, ebenfalls mit DH-BV als Zwi-schenprodukt (Dammeyer et al., 2008) (siehe Abb. 5).  
Die Phycobiline PVB und PUB wurden in der Natur noch nie in freier Form gefunden, auch sind keine Biosynthesegene für diese Chromophore bekannt (vgl. Abschnitt 1.3.2). 
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 Abb. 5: Biosynthese der Phycobiline PCB und PEB ausgehend von Häm. HO: Hämoxygenase; PcyA: Phycocyanobilin:Ferredoxin-Oxidoreduktase; PebA: 15,16-Dihydrobiliverdin:Ferredoxin-Oxidore-duktase; PebB: Phycoerythrobilin:Ferredoxin-Oxidoreduktase; PebS: Phycoerythrobilin-Synthase. Die durchgezogene Klammer kennzeichnet ein PcyA-gebundenes Zwischenprodukt, die gepunktete Klammer ein freies bzw. PebS-gebundenes Zwischenprodukt. 
1.3 Assemblierung der Phycobiline an die Apoproteine 
1.3.1 Spontane versus autokatalytische Bindung 
Die Apoprotein-Untereinheiten der meisten Phycobiliproteine zeigen eine spontane Bindung von Phycobilinen, die allerdings in Holo-Phycobiliproteinen resultiert, die sich in ihren spekt-roskopischen Eigenschaften von den nativen Proteinen unterscheiden. Arciero et al. (1988a; 1988b) zeigten zuerst, dass eine spontane Bindung von PCB an -Cys84 und -Cys82 der Apo-PC-Untereinheiten aus Synechcococcus sp. PCC7002 erfolgt. Dabei entsteht allerdings durch unphysiologische Oxidation eine neue Doppelbindung zwischen C2 und C3 des A-Rings, was in der Bildung von Peptid-gebundenem 181,182-Dihydrobiliverdin (Mesobi-liverdin) resultiert. Dieses ist das Vorläufermolekül von PCB in dessen Biosynthese (vgl. 
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Abb. 5). Auch PEB kann spontan von -Cys84 und -Cys82 der Apo-PC-Untereinheiten gebunden werden, wobei jeweils eine entsprechende Oxidation an C2 und C3 unter Bildung von Peptid-gebundenem DH-BV erfolgt (Arciero et al., 1988c), dem direkten Vorläufermo-lekül von PEB in dessen Biosynthese. Die Inkubation der -Apountereinheit von PE aus Ca-lothrix sp. PCC7601 mit PEB führt hingegen zu einem Produktgemisch, welches neben ei-nem Cys82-DH-BV- und einem Cys139-PUB-Addukt nur geringe Mengen des jeweils natür-lichen PEB-Addukts enthält (Fairchild und Glazer, 1994a). Zudem entsteht auch eine kleine Menge an Cys59 gebundenes PEB, obwohl dieser Cysteinrest in vivo keine Chromophor-Bindestelle darstellt. Spontane Bindung von PCB an Cys84 sowohl der - als auch der -Un-tereinheiten von PC und PEC resultiert in gebundenem Chromophor mit nicht nativer Konfi-guration (Zhao et al., 2004). 
Spontane Bindungen dieser Art müssen daher von echter autokatalytischer Bindung unter-schieden werden, bei welcher Chromoproteine entstehen, die sich weder spektroskopisch noch biochemisch oder funktionell von den nativen Proteinen unterscheiden lassen. Die auto-katalytische Bindung von linearen Tetrapyrrolen an Cysteinreste ist sehr gut in Phytochromen untersucht (Wu und Lagarias, 2000), einer mit den Phycobiliproteinen funktionell und phylo-genetisch nur entfernt verwandten Klasse von Biliproteinen (Lamparter, 2004). Ein weiteres Beispiel für autokatalytische Bindung ist die Bindung von PCB an das Kernmembran-Linkerprotein ApcE der Phycobilisomen (Zhao et al., 2005a). In Phycobiliproteinen stellt autokatalytische Bindung allerdings (wenn überhaupt) die Ausnahme dar. Beschrieben wurde sie z. B. für ApcA (-Untereinheit von APC) aus Anabaena sp. PCC7120 und Synechocystis sp. PCC6803 (Hu et al., 2006), wobei dies allerdings zumindest im Falle des Proteins aus Anabaena sp. PCC7120 aufgrund neuer Ergebnisse strittig ist (Zhao et al., 2007). Auch für CpeB aus P. marinus MED4 wurde eine autokatalytische Bindung postuliert, ein eindeutiger Nachweis eines nativ gebundenen Chromophors wurde allerdings nicht erbracht (Steglich et al., 2005). 
1.3.2 Enzym-vermittelte Bindung: Phycobiliprotein-Lyasen 
Aus der spontanen Bindung lässt sich ersehen, dass viele, wenn nicht alle, Apophycobilipro-teine geeignete Chromophore binden können, wobei die Bindung hauptsächlich an solche Cysteinreste erfolgt, die auch in den nativen Proteinen chromophoryliert vorliegen. Dies lässt vermuten, dass die korrekte Bindung der Phycobiline Enzyme benötigt, die eine Chaperon-artige Funktion besitzen und dadurch ungewünschte Nebenreaktionen bei Ausbildung der 
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Chromophor-Bindung an das Apoprotein verhindern. Zu diesen zählen sowohl die unphysio-logische Oxidation des Chromophors als auch die Ausbildung einer falschen Stereochemie am asymmetrischen C-Atom, das bei der Bindung entsteht.  
Die Bedeutung konformativer Kontrolle des Chromophors wurde von Zhao et al. (2004) her-vorgehoben. Zum einen wurde gezeigt, dass in Anwesenheit des Detergens Triton X-100, welches die Konformation des Chromophors (und in geringerem Maße die des Proteins) ver-ändert, PCB bevorzugt zu Cys155 anstatt zu Cys84 der -Untereinheit von PC dirigiert wird und dass dabei der korrekt gebundene Chromophor entsteht. Zudem verhindert Triton X-100 die Oxidation von PCB zu Mesobiliverdin während der Bindung an Cys84 der -Untereinheit. Die Ergebnisse sprechen demnach dafür, dass durch die konformative Kon-trolle des Chromophors sowohl die Spezifität der Bindestelle festgelegt wird als auch unphy-siologische Nebenreaktionen wie die Oxidation des Chromophors unterbunden werden.  
Bislang wurden drei Typen von Enzymen beschrieben, welche die korrekte Bindung der Chromophore an die Apoproteine katalysieren und die allgemein als Phycobiliprotein-Lyasen bezeichnet werden: die E/F-Typ-Lyasen, die S(/U)-Typ-Lyasen und die T-Typ-Lyasen. 
E/F-Typ-Lyasen 
Ein erster Hinweis auf eine Phycobiliprotein-Lyase wurde im Jahr 1992 erbracht, als gezeigt wurde, dass durch separate oder gemeinsame Inaktivierung der Gene cpcE und cpcF aus Sy-nechocococcus sp. PCC7002 eine fehlerhafte Bindung von PCB an Cys84 der -Untereinheit von PC (CpcA) unter Bildung eines Mesobiliverdin-Addukts hervorgerufen wird. Die Bin-dung von PCB an die -Untereinheit (Cys82 und Cys155) wird hingegen nicht beeinflusst (Zhou et al., 1992; Swanson et al., 1992). Schon bald darauf gelang der eindeutige Nachweis, dass CpcE und CpcF eine heterodimere PC-Lyase bilden, welche PCB reversibel und spezi-fisch an -Cys84 bindet (Fairchild et al., 1992). Auch PEB kann von dieser Lyase verwendet werden, allerdings mit geringerer Effektivität (Fairchild und Glazer, 1994b). CpcE und CpcF sind zueinander homolog und besitzen jeweils die COG1413(HEAT repeat)-Domäne. 
Bei Untersuchung der Gene pecE und pecF aus Mastigocladus laminosus wurde eine neue Aktivität einer Phycobiliprotein-Lyase entdeckt. Die von diesen Genen codierten Proteine sind stark homolog zu CpcE bzw. CpcF und bilden eine heterodimere PEC-Lyase, die PCB an Cys84 der -Untereinheit von PEC bindet und zusätzlich zu PVB isomerisiert (Zhao et al., 2000; 2002). Durch Koexpression von pecA (codiert für die -Apountereinheit), pecE und pecF aus Anabaena sp. PCC7120 mit PCB-Biosynthesegenen in einem heterologen System 
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wurde wiederum natives Holo--PEC erhalten (Tooley et al., 2002). Ein erster Hinweis auf eine solche Isomerase-Aktivität wurde bereits im Jahr 1995 erbracht, indem gezeigt wurde, dass in einer pecEF-Deletionsmutante von Anabaena sp. PCC7120 die -Untereinheit von PEC an Cys84 mit PCB anstatt mit dem natürlich gefundenen Chromophor PVB chromopho-ryliert wird (Jung et al., 1995). 
Die PecE-Untereinheit erfüllt vermutlich eine Chaperon-artige Funktion durch Interaktion mit der -Untereinheit (Böhm et al., 2007). In der PecF-Untereinheit wurde zudem ein in CpcF nicht vorkommendes Motiv identifiziert, welches für die Isomerase-Aktivität essenziell ist (Zhao et al., 2005b).  
Die Isomerase-Aktivität der heterodimeren PEC-Lyase liefert eine Erklärung dafür, weshalb PVB in der Natur noch nie in freier Form gefunden wurde. Entsprechendes wird für den Chromophor PUB vermutet, der aus PEB in einer der Isomerisierung von PCB zu PVB ent-sprechenden Reaktion hervorgehen könnte (vgl. Abb. 4). Bisher wurde ein Nachweis einer solchen Aktivität einer Phycobiliprotein-Lyase allerdings nicht erbracht. Einen starken Hin-weis liefert jedoch das Vorkommen eines fusionierten cpcEF-Gens aus Synechococcus sp. WH8102 (Six et al., 2005). Obwohl dieser Organismus kein PEC produziert, enthält die F-Sequenz das für die Isomerisierung charakteristische Motiv der PecF-Untereinheit. 
In PE-, APC- und auch einigen PC-Genclustern werden keine Gene gefunden, die für CpcE- und CpcF-Homologe codieren. Verschiedene Cyanobakterien weisen hier jedoch Gene auf, die für Proteine mit entfernter Ähnlichkeit zu CpcE und CpcF codieren (Kahn et al., 1997; De Lormier et al., 1993). Zu diesen zählen z. B. cpeY und cpeZ, wobei gezeigt wurde, dass die Proteine CpeY und CpeZ aus Fremyella diplosiphon (F. diplosiphon) für die PE-Synthese benötigt werden und somit putative PE-Lyasen darstellen (Kahn et al., 1997). Eine genauere biochemische Chrarakterisierung dieser Proteine steht allerdings noch aus. 
S(/U)-Typ-Lyasen 
Im Jahr 2004 wurde in Synechococcus sp. PCC7002 eine neue Gruppe von Proteinen (CpcS, CpcT, CpcU, CpcV) identifiziert, welche die Bindung von PCB an die -Untereinheit von PC katalysieren, allerdings nur sehr fern mit den E/F-Typ-Lyasen verwandt sind (Shen et al., 2004). Später konnte gezeigt werden, dass ein CpcS-ähnliches Protein (CpeS1) aus Anabaena sp. PCC7120 PCB spezifisch an -Cys84 von PC und PEC bindet (Zhao et al., 2006; 2007a). In weiteren Untersuchungen wurde festgestellt, dass CpeS1 eine beinahe universale Lyase für Cys84-Bindestellen in cyanobakteriellen Phycobiliproteinen darstellt (Zhao et al., 2007b). So 
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bindet es PCB nicht nur an Cys84 der -Untereinheiten von PC und PEC, sondern auch an die entsprechenden Cysteinreste aller fünf APC-Untereinheiten (ApcA1, ApcA2, ApcB, ApcD, ApcF). Darüber hinaus katalysiert CpeS1 sogar die Bindung von PEB an die entspre-chenden Bindestellen beider PE-Untereinheiten aus F. diplosiphon, obwohl Anabaena sp. PCC7120 selbst kein PE produziert. Ausnahmen dieser Universalität stellt Cys84 der -Un-tereinheiten von PC und PEC dar, die wahrscheinlich von E/F-Typ-Lyasen chromophoryliert werden. 
Im Gegensatz zu CpeS1 aus Anabaena sp. PCC7120 ist CpcS-I aus Synechococcus sp. PCC7002 allein völlig inaktiv. Gemeinsam mit dem homologen Protein CpcU, das wie die S-Typ-Lyasen die sogenannte CpeS-Domäne besitzt, bildet es allerdings eine heterodimere Phycobiliprotein-Lyase, welche die Bindung von PCB an -Cys82 von PC sowie -Cys81 und -Cys82 von APC katalysiert (Shen et al., 2008; Saunée et al., 2008).  
Eine auffällige Eigenschaft der S/(U)-Typ-Lyasen ist somit eine hohe Spezifität für die Chromophor-Bindestelle, während die Proteinspezifität relativ gering ist.  
T-Typ-Lyasen 
Im Jahr 2000 wurde gezeigt, dass eine cpeT-Transposonmutante von F. diplosiphon kein nachweisbares PE produziert (Cobley et al., 2000). Zudem ergab eine genaue Charakterisie-rung des zu CpeT homologen Proteins CpcT aus Synechococcus sp. PCC7002, welches von Shen et al. als neue Phycobiliprotein-Lyase identifiziert wurde (s. o.), dass es sich um eine PC-Lyase handelt, die PCB spezifisch an Cys153 der -Untereinheit bindet (Shen et al., 2006). Später wurde mit CpcT aus Anabaena sp. PCC7120 eine zweite T-Typ-Lyase identifi-ziert, welche die Bindung von PCB an -Cys155 nicht nur von PC, sondern auch von PEC katalysiert (Zhao et al., 2007a). Dies spricht für eine hohe Spezifität für die Chromophor-Bindestelle bei allerdings geringer Proteinspezifität. Die gemeinsame Domäne der T-Typ-Lyasen ist die DUF1001-Domäne. 
Eine phylogenetische Untersuchung von CpcT/CpeT-Homologen (Shen et al., 2006) sowie der Befund, dass eine cpeT-Transposonmutante von F. diplosiphon kein nachweisbares PE produziert (s. o.), lassen vermuten, dass T-Typ-Lyasen in PE-produzierenden Cyanobakterien in entsprechender Weise auch die Bindung von PEB an PE katalysieren. Ein experimenteller Beweis wurde allerdings bisher nicht erbracht. Interessanterweise finden sich T-Typ-Lyasen in allen Cyanobakterien bis auf den ausschließlich PE-produzierenden Organismus 
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P. marinus MED4. Da dessen PE die konservierte Bindestelle -Cys159 nicht besitzt, wird eine spezifische Lyase für diese Position entsprechend nicht benötigt. 
In Tab. 4 sind die drei Phycobiliprotein-Lyase-Typen zusammengefasst. 
Tab. 4: Phycobiliprotein-Lyase-Typen. Typ Beispiele Aktivität  Protein- spezifität Bindestellen- spezifität 

E/F-Typ CpcE/CpcF (Synechococcus sp. PCC7002) PCB:-Cys84-PC-Lyase hoch hoch PecE/PecF  (Mastigocladus laminosus) PCB:-Cys84-PEC-Lyase/ Isomerase 

S(/U)-Typ 
CpeS1 (Anabaena sp. PCC7120) 

PCB:-Cys84-PC-Lyase 

gering hoch 
PCB:-Cys84-PEC-Lyase PCB:pcA1-/A2-/B-/D-/F-Lyase PEB:-Cys84-PE-Lyase PEB:-Cys84-PE-Lyase 

CpcS-I/CpcU (Synechococcus sp. PCC7002) PCB:-Cys82-PC-Lyase PCB:-Cys81-PEC-Lyase PCB:-Cys82-PEC-Lyase 
T-Typ CpcT (Synechococcus sp. PCC7002) PCB:-Cys153-PC-Lyase gering hoch CpcT (Anabaena sp. PCC7120) PCB:-Cys155-PC-Lyase PCB:-Cys155-PEC-Lyase 

1.4 Das Cyanobakterium Prochlorococcus  
Die Gattung Prochlorococcus, die zur Abstammungslinie der Cyanobakterien zählt (Palenik und Haselkorn, 1992; Urbach et al., 1992), wurde erst vor etwa 20 Jahren unter Verwendung von sensitiver Durchflusszytometrie entdeckt (Chisholm et al., 1988). Einen ersten publizier-ten Hinweis gab es allerdings bereits 1979 durch elektronenmikroskopische Aufnahmen von „type II“-Zellen aus Wasserproben des Nordatlantischen Ozeans (Johnson und Sieburth, 1979) (siehe Abb. 6). 
Mit einem Durchmesser von nur 0,5–0,7 µm ist Prochlorococcus der kleinste bekannte pho-totrophe Organismus und befindet sich damit zugleich an der Grenze der kleinsten vorher-sagbaren Größe eines oxygen phototrophen Organismus (Morel et al., 1993; Raven, 1994). Die geringe Größe sowie die schwache Fluoreszenz erklären, weshalb Prochlorococcus lange Zeit unentdeckt blieb, obwohl sich schon bald herausstellte, dass diese Gattung mit einer Zelldichte von typischerweise 104–105 Zellen/ml der zahlreichste phototrophe Organismus in 
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den Ozeanen und vermutlich auf dem Planeten ist und gemeinsam mit Synechococcus zu bis zu 80 % der Primärproduktion in den oligotrophen Ozeanen beiträgt (Goericke und Welsch-meyer, 1993; Li, 1995; Vendhuis et al., 1997; Liu et al., 1997; 1998; Partensky et al., 1999). 

 Abb. 6: Elektronenmikroskopische Aufnahme einer Prochlorococcus-Zelle aus einer Wasserprobe des Nordatlantischen Ozeans (aus Johnson und Sieburth, 1979). ce: Zellhülle; th: Thylakoidmembran; pb: polyedrische Körper. Maßstabbalken: 0,5 µm.  
Prochlorococcus ist ubiquitär zwischen den beiden 40. Breitengraden nördlich und südlich des Äquators verbreitet und wird sowohl in Oberflächennähe als auch in 100–200 m tiefen Wasserschichten gefunden, die weniger als 1 % des Sonnenlichts erreicht (Partensky et al., 1999). Da kein Prochlorococcus-Stamm gefunden wurde, der Photosynthese über mehr als 2,5 Größenordnungen der Lichtintensität betreiben kann (Moore et al., 1995), erfordert diese enorme vertikale Verteilung, dass verschiedene Prochlorococcus-Stämme bei signifikant unterschiedlichen Lichtbedingungen ihr Photosyntheseoptimum besitzen. Man unterteilt sie daher in an Starklicht angepasste „high light“(HL)- und an Schwachlicht angepasste „low light“(LL)-Stämme. HL-Stämme werden vornehmlich in Oberflächennähe gefunden und ha-ben ihr Photosyntheseoptimum bei einer Lichtintensität von 200 µmol Photonen m-2 s-1. Die in tieferen Wasserschichten gefundenen LL-Stämme haben ihr Photosyntheseoptimum hin-gegen bei 30–50 µmol Photonen m-2 s-1 (Moore et al., 1995; 1998; Moore und Chisholm, 1999).  
Ein Beispiel für einen LL-Stamm ist P. marinus SS120, ein Beispiel für einen HL-Stamm P. marinus MED4. Die Genome beider Organismen sowie zehn weiterer Prochlorococcus-Stämme sind bereits vollständig sequenziert (Kettler et al., 2007). Die Genomgrößen der Prochlorococcus-Stämme sind die kleinsten bekannten unter den oxygen phototrophen Orga-nismen. Während das Genom des LL-Stamms SS120 1774 kbp umfasst und für ca. 1900 Ge-ne codiert, ist das Genom des HL-Stamms MED4 mit 1658 kbp und ca. 1700 Genen noch stärker reduziert. Prochlorococcus dient daher als Modellorganismus für die Untersuchung des minimalen Bedarfs an Genen für allgemeine Photosyntheseprozesse. Des Weiteren erlau-
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ben die Unterschiede in den Genomen von HL- und LL-Stämmen Einblicke in die geneti-schen Grundlagen der Anpassung an bestimmte ökologische Nischen. 
Prochlorococcus weist verglichen mit anderen Cyanobakterien wie z. B. seinem nächsten Verwandten Synechococcus eine ungewöhnliche Chromophor- und Pigment-Zusammenset-zung auf. Die wohl auffälligste Eigenschaft ist das Fehlen der für Cyanobakterien charakte-ristischen Phycobilisomen (vgl. Unterabschnitt 1.1). Stattdessen besitzt Prochlorococcus intrinsische Membranantennen, die als Pcb (prochlorophyte Chl b-binding protein) bezeich-net werden und die eng mit CP43 verwandt sind, einem konstitutiv exprimierten Chl-a-Bin-deprotein von Photosystem II (LaRoche et al., 1996; Bibby et al., 2003). Eine weitere Beson-derheit ist das Auftreten der ungewöhnlichen Chromophore Divinyl-Chlorophyll a und b (DV-Chl a und b), mit einer Rotverschiebung des Soret-Maximums um 8–10 nm (Goericke und Repeta, 1992; Morel et al., 1993).  
Abb. 7 stellt schematisch den typischen Aufbau des photosynthetischen Apparats von Cyanobakterien und Rotalgen dem von Prochlorococcus gegenüber. 

 Abb. 7: (A) Aufbau des photosynthetischen Apparats von Rotalgen sowie der meisten Cyanobakte-rien mit einem der Thylakoidmembran aufliegenden Phycobilisom. In der Membran finden sich die photosynthetischen Reaktionszentren. (B) In Prochlorococcus fehlen Phycobilisomen, stattdessen werden von den Reaktionszentren Pcb-Proteine rekrutiert, die intrinsische Membranantennen darstel-len. 
Obwohl man in Prochlorococcus keine Phycobilisomen findet, wurde für P. marinus SS120 überraschenderweise das Vorkommen von PE beschrieben (Hess et al., 1996). Für dieses wurde ein PUB:PEB-Verhältnis von 3:1 postuliert (Steglich et al., 2003). Wegen der unge-wöhnlichen Sequenz der - und der -Untereinheit sowie dem Vorhandensein nur einer Chromophor-Bindestelle in der -Untereinheit wurde es als dritter PE-Typ (PE-III, vgl. Ab-schnitt 1.1.2) eingeordnet. Die beiden als CpeA und CpeB bezeichneten - und -Untereinheiten mit den konservierten Cysteinresten sind schematisch in Abb. 8 dargestellt. 
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Abb. 9 zeigt hingegen, dass sich die meisten Gene, die an der PE-Synthese in P. marinus SS120 beteiligt sind, in einem stark reduzierten Phycobilisomen-Gencluster befinden. 

 Abb. 8: Schematische Darstellung der - und -Untereinheiten von PE-III aus P. marinus SS120. Gezeigt sind die Positionen aller vorkommenden Cysteinreste. Die konservierten Cysteinreste, die wahrscheinlich Chromophor-Bindestellen darstellen, sind rot markiert (nach Hess et al., 1996). 

 Abb. 9: Vergleich der Anordnung und Anzahl von Genen, die an der Phycobiliprotein-Biosynthese in Synechococcus sp. WH8102 und P. marinus SS120 beteiligt sind (aus Steglich et al., 2005). 
Auch andere Prochlorococcus-Stämme besitzen PE (Penno et al., 2000; Ting et al., 1999). Unter anderem wurde eine stark reduzierte Form von PE im HL-Stamm MED4 gefunden, welche nur die -Untereinheit umfasst (Ting et al., 2001). Zudem besitzen alle sequenzierten Prochlorococcus-Stämme die Gene für Apo-PE und für die PEB-Biosynthese.  
Die Funktion von PE in Prochlorococcus ist bislang noch weitgehend unklar. Für das PE aus P. marinus SS120 konnte nachgewiesen werden, dass es mit der Thylakoidmembran assozi-iert ist und Energie auf Chl übertragen kann (Hess et al., 1999; Lokstein et al., 1999). Da in der Zelle jedoch nur geringe Mengen von PE vorhanden sind (ca. 1 PE-Monomer pro 330 DV-Chl-b-Moleküle), kann lediglich von einer geringfügigen Rolle in der Lichtsammlung ausgegangen werden. Schätzungen ergaben einen Beitrag von nur 1,8 % zur gesamten Photo-synthese-Leistung (Hess et al., 1999; Steglich et al., 2003). Der PE-Gehalt im HL-Stamm MED4 ist noch einmal 100-mal geringer als im LL-Stamm SS120 (Steglich et al., 2005). Auch wurden keine Veränderungen des PE-Gehalts als Reaktion auf veränderte Lichtqualität 
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oder Stickstoff-Mangel beobachtet (Steglich et al., 2001). Somit ist eine Rolle von PE auch in der chromatischen Adaptation, d. h. in der Veränderung der Pigment-Zusammensetzung als Reaktion auf externe Stimuli, als unwahrscheinlich anzusehen. Die Funktion von PE in HL- und/oder LL-Stämmen von Prochlorococcus wird heute eher in der Lichtrezeption als in der Lichtsammlung vermutet (Steglich et al., 2005). 
Noch rätselhafter ist das Vorkommen des PCB-Biosynthesegens pcyA in allen sequenzierten Prochlorococcus-Stämmen (vgl. Abb. 9), da in diesen bislang keine PCB-bindenden Proteine beschrieben wurden. So fehlen diesen Organismen neben den PCB-bindenden Phycobilipro-teinen auch die ebenfalls PCB-bindenden Phytochrome. Dies sind Lichtrezeptoren, die in anderen Cyanobakterien weit verbreitet sind (Montgomery und Lagarias, 2002).  
1.5 Putative PE-Lyasen aus P. marinus SS120  
Auf dem PE-Gencluster von P. marinus SS120 befinden sich neben den Genen cpeA und cpeB, die für die - bzw. die -Apountereinheit codieren, u. a. fünf weitere Gene, die für pu-tative PE-Lyasen codieren (cpeS, cpeT, cpeY, mpeX und cpeZ) (siehe Abb. 10). 

 Abb. 10: Ausschnitt des PE-Genclusters aus P. marinus SS120. Rot markiert sind die Gene cpeA und cpeB, die für die - bzw. die -Apountereinheit codieren, blau markiert sind die Gene cpeS, cpeT, cpeY, mpeX und cpeZ, die für putative PE-Lyasen codieren. 
CpeS besitzt die CpeS-Domäne der S(/U)-Typ-Lyasen, CpeT die DUF1001-Domäne der T-Typ-Lyasen und CpeY, MpeX und CpeZ die COG1413(HEAT repeat)-Domäne der E/F-Typ-Lyasen. CpeY und CpeZ sind jeweils homolog zu den gleichnamigen Proteinen aus F. diplosiphon (vgl. Abschnitt 1.3.2). Zusätzlich wurde mittels NCBI protein blast ein hypo-thetisches Protein aus P. marinus SS120 gefunden, welches ebenfalls die COG1413-Domäne enhält. Codiert wird es vom Gen pro1634, welches weit vom PE-Gencluster entfernt liegt.  
1.6 Cyanophagen 
Viren stellen in den Ozeanen die zahlenmäßig häufigsten biologischen Einheiten dar und be-fallen dort alle lebenden Organismen, von den Bakterien bis zu den Säugetieren (Suttle, 
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2005). Da ein Großteil der globalen Photosynthese von Cyanobakterien, insbesondere von Prochlorococcus und Synechococcus, geleistet wird (vgl. Unterkapitel 1.4), beeinflussen cya-nobakterielle Viren (Cyanophagen) in hohem Maße die marinen Kohlenstoff- und Stick-stoffzyklen (Azam, 1998). Darüber hinaus führen sie durch Lyse ihrer autotrophen Wirte zur Freisetzung von gebundenem Kohlenstoff und Stickstoff, was das Leben von heterotrophen Organismen in ansonsten oligotrophen Gewässern ermöglicht (Middleboe et al., 1996). Eine wichtige Rolle spielen Cyanophagen zusätzlich in der Kontrolle der phytoplanktonischen Zellzahl, da ihre Anzahl stets mit der ihrer Wirtszellen korreliert (Fuhrman, 1999; Wommack und Colwell, 2000). Sie leisten auch einen wichtigen Beitrag zur cyanobakteriellen Evoluti-on, weil sie den lateralen Austausch von Genen zwischen verschiedenen Wirtszellen ermög-lichen (Lindell et al., 2004; Sullivan et al., 2005; Zeidner et al., 2005; Coleman et al., 2006). Dieser genetische Austausch wird durch die relativ geringe Wirtsspezifität vieler Cyanopha-gen begünstigt, die sowohl Prochlorococcus- als auch Synechococcus-Stämme befallen kön-nen (Sullivan et al., 2003). 
Interessanterweise findet man in den Genomen von Cyanophagen Photosynthesegene cyanobakteriellen Ursprungs (Mann et al., 2003; Millard et al., 2004; Lindell et al., 2004; Sullivan et al., 2005; Weigele et al., 2007). Während der Infektion der Wirtszellen kann so deren photosynthetische Aktivität stabilisiert oder sogar erhöht werden, um eine maximale Cyanophagen-Proliferation zu ermöglichen (Lindell et al., 2004). 
Ein Beispiel für einen Cyanophagen ist das T4-ähnliche Virus Syn9 (siehe Abb. 11), welches aus Synechococcus sp. WH8109 isoliert wurde, aber auch einige andere Synechococcus- so-wie Prochlorococcus-Stämme (allerdings nicht SS120) infizieren kann (Sullivan et al., 2003; Weigele et al., 2007). Die Sequenzierung des Genoms führte u. a. zur Vorhersage eines Gens, das für ein CpeT-ähnliches Protein mit DUF1001-Domäne codiert. Dieses Protein stellt daher eine putative PE-Lyase dar. 

 Abb. 11: Elektronenmikroskopische Aufnahme von Vironen des Cyanophagen Syn9 (aus Weigele et al., 2007). Maßstabbalken: 50 nm. 
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1.7 Zielsetzung der Arbeit 
Die Zielsetzung dieser Arbeit war die biochemische Charakterisierung der - und -PE-Untereinheiten CpeA und CpeB aus P. marinus SS120 sowie der putativen PE-Lyasen aus P. marinus SS120 und dem Cyanophagen Syn9. Dazu sollten die Proteine in Escherichia coli (E. coli) rekombinant produziert und mittels In-vitro-Studien auf folgende Fragestellungen hin untersucht werden: 

 Interagieren die Proteine mit linearen Tetrapyrrolen und, falls ja, besitzen sie Spezifi-tät für einen bestimmten Chromophor? 
 Katalysieren die putativen PE-Lyasen tatsächlich die Assemblierung von PEB an die PE-Untereinheiten und gegebenenfalls auch die simultane Isomerisierung zu PUB? 

Durch Ergebnisse dieser Arbeit sollten Grundlagen für zukünftige Versuche auf diesem Ge-biet geschaffen werden.  
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