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Zusammenfassung  

Ausgangspunkt dieser Arbeit war die Entdeckung von drei HAD-Phosphatasen im Bakterium 

B. subtilis, die vermutlich den Missing Link in der Riboflavinbiosynthese katalysieren. 

Um die Rolle dieser HAD-Phosphatasen in der Riboflavinbiosynthese zu bestätigen, war es 

das Ziel, alle möglichen einzelnen und kombinatorischen Gen-Knockouts der drei Enzyme in 

B. subtilis zu erzeugen und die erhaltenen Deletionsmutanten anschließend auf eine Ribofla-

vin-Auxotrophie zu testen. Diese umfangreichen Gen-Knockouts sollten unter Anwendung der 

CRISPR-Cas9 Technologie durchgeführt werden, welche hierfür zunächst im Arbeitskreis 

etabliert werden musste.  

Insgesamt wurden zwei verschiedene CRISPR-Cas9 Methoden zur Genom Editierung von 

Bakterien ausgewählt, um diese auf die in unserem Arbeitskreis genutzten Stämme E. coli 

BL21(DE3) und B. subtilis NIG1121 zu adaptieren. Die beiden etablierten CRISPR-Cas9 Me-

thoden zeigten teilweise deutliche Unterschiede in ihrer Leistungsfähigkeit: Zwar konnten un-

ter Anwendung von beiden Methoden hohe Mutationseffizienzen (ca. 60-75%) erzielt werden, 

jedoch wurden für E. coli BL21 deutliche Schwächen bzgl. der Erfolgsquote (lediglich 50% 

erfolgreiche CRISPR-Cas9-Events) festgestellt. Demgegenüber waren alle in B. subtilis durch-

geführten CRISPR-Cas9-Events erfolgreich. Die unterschiedlichen Beobachtungen bzgl. der 

Leistungsfähigkeiten der CRISPR-Cas9 Methoden in dieser Arbeit sowie 61Tdie in der Literatur 

beschriebenen Schwierigkeiten in Bezug auf die Anwendung des CRISPR-Cas Systems in 

einigen Prokaryoten zeigen eindrücklich, dass 61Tweitere Studien notwendig sein werden, um 

umfangreiche Kenntnisse über die möglichen Einflussfaktoren zu gewinnen und eine breite 

Anwendung der CRISPR-Cas Technologie in industriell bzw. biomedizinisch relevanten Bak-

terienstämmen zu ermöglichen.  

Mit Hilfe der auf B. subtilis NIG1121 erfolgreich adaptierten CRISPR-Cas9 Methode konnten 

sowohl alle drei Einzeldeletionsmutanten der HAD-Phosphatasen als auch die verschiedenen 

Kombinationen der jeweiligen Doppeldeletionsmutanten sowie eine Tripledeletionsmutante 

molekularbiologisch erzeugt werden. Die anschließende phänotypische Charakterisierung der 

Klone ergab, dass alle sieben Knockout-Mutanten – auch die Tripledeletionsmutante – weiter-

hin in der Lage waren, ohne eine exogene Riboflavinquelle zu wachsen, was darauf hindeutet, 

dass es weitere Phosphatasen geben muss, welche diese Reaktion mit nennenswerten Raten 

katalysieren können.  
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Mittels eines kompetitiven ELISAs wurden die intrazellulären Riboflavinkonzentrationen der 

jeweiligen Knockout-Klone im Vergleich zum initialen B. subtilis Stamm bestimmt. Während 

die Einzeldeletionsmutanten und zwei der Doppeldeletionsmutanten eine Abnahme der intra-

zellulären Riboflavinkonzentrationen um 34 bis 52% zeigten, wiesen eine Doppelmutante und 

die Tripledeletionsmutante eine weitere Abnahme mit Ergebnissen unterhalb der Bestim-

mungsgrenze auf.  

Im Zusammenhang mit den biochemischen Untersuchungen der Deletionsmutanten wurden 

zudem Effekte beobachtet, welche denen einer positiven Epistasie ähneln und evtl. den Ver-

lust der Enzymaktivitäten, der drei HAD-Phosphatasen kompensiert haben. Auch eine mögli-

che Riboswitch-vermittelte Genregulation wird im Zuge der vorliegenden Ergebnisse diskutiert.  
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Abstract 

The initial point of this work was the discovery of three HAD phosphatases in the bacterium  

B. subtilis which are assumed to catalyse the missing link in riboflavin biosynthesis. 

To confirm the role of those HAD phosphatases in riboflavin biosynthesis the aim was to gen-

erate all possible single and combinatorial gene knockouts of the three enzymes in B. subtilis 

and subsequently testing the resulting deletion mutants for riboflavin auxotrophy. These com-

prehensive gene knockouts should be realised using the CRISPR-Cas9 technology, which first 

had to be implemented in our working group. 

Altogether, two different CRISPR-Cas9 methods for bacterial genome editing were selected 

for adaptation to the strains E. coli BL21(DE3) and B. subtilis NIG1121 which were used in our 

working group. The two established CRISPR-Cas9 methods revealed some clear differences 

in their performance: although high mutation efficiencies (approx. 60-75%) could be achieved 

using both methods, considerable shortcomings were found for E. coli BL21 regarding the 

success rate (only 50% successful CRISPR-Cas9 events). In contrast, all CRISPR-Cas9 

events performed in B. subtilis were successful. The different findings regarding the perfor-

mance of CRISPR-Cas9 methods in this work, as well as the challenges described in the liter-

ature with respect to the application of the CRISPR-Cas system in some procaryotes, impres-

sively show that further studies will be necessary to provide comprehensive knowledge about 

the possible influence factors and to allow the broad application of the CRISPR-Cas technol-

ogy in industrially or biomedically relevant bacterial strains. 

With the help of the CRISPR-Cas9 method, which was successfully adapted to B. subtilis 

NIG1121, all three single deletion mutants of the HAD phosphatases as well as the combina-

tions of the respective double deletion mutants and a triple deletion mutant could be genetically 

generated. Subsequent phenotypic characterisation of the clones revealed that all seven 

knockout mutants - even the triple deletion mutant - were still able to grow without an exoge-

nous riboflavin source, suggesting that there must be other phosphatases capable of catalys-

ing this reaction at appreciable rates. 

By means of a competitive ELISA, the intracellular riboflavin concentrations of the respective 

knockout clones were determined in comparison to the initial B. subtilis strain. While the single 

deletion mutants and two of the double deletion mutants showed a decrease in intracellular 

riboflavin concentrations from 34 to 52%, one double mutant and the triple deletion mutant 

showed a further decrease with results below the limit of quantification. 
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In the context with the biochemical investigations of the deletion mutants, we also observed 

effects comparable to those of positive epistasis, which may have compensated the loss of the 

enzyme activities of the three HAD phosphatases. A possible riboswitch-mediated gene regu-

lation is also discussed together with the present results. 
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1 Einleitung 

Die Aufklärung von Biosynthesewegen in Bakterien und die Identifizierung aller daran beteilig-

ter Enzyme und Regulationsmechanismen können wertvolle, wissenschaftliche Einblicke in 

komplexe Stoffwechselwege gewähren. Darüber hinaus können die aus den Untersuchungen 

gewonnenen Erkenntnisse in einigen Fällen für die Produktion bzw. zur Optimierung der Pro-

duktion von biotechnologisch hergestellten Rohstoffen genutzt werden. So werden heutzutage 

eine Vielzahl an Vitaminen (u.a. Vitamin B12, Vitamin C), Arzneimitteln (u.a. Insulin, therapeu-

tische Antikörper), kosmetischen Inhaltsstoffen (u.a. Hyaluronsäure) und Lebensmittelzusatz-

stoffen (u.a. Glutamat, Cystein und Aspartam) mit Hilfe von Fermentationsprozessen durch 

Mikroorganismen gewonnen (Baeshen et al., 2014; Kinoshita et al., 1957; Luo et al., 2016; 

Sunguroğlu et al., 2018). Auch Riboflavin wird seit vielen Jahren durch Fermentation mit u.a. 

rekombinant veränderten Bacillus subtilis-Stämmen produziert (Perkins et al., 1999) und eine 

weitere Optimierungen bzgl. der Effizienz der Riboflavin Produktion ist angesichts der stetig 

steigenden Nachfrage von großer wirtschaftlicher Bedeutung. Eine weitere Anwendungsmög-

lichkeit liegt im Bereich der Medizin: Sind einzelne Stoffwechselschritte bekannt, welche allein 

für Bakterien essenziell sind, so können diese als Targets, zur Inhibierung pathogener Orga-

nismen genutzt werden (Neu, 1992). Als Beispiel können hier Antibiotika aus der Gruppe der 

Sulfonamide genannt werden, welche die Dihydropteroat-Synthase (DHPS) im Folsäure-Stoff-

wechselweg von Bakterien inhibieren (Connor, 1998). 

Die Biosynthese von Riboflavin wird bereits seit mehr als drei Jahrzehnten intensiv erforscht. 

Ungeachtet dessen, sind jedoch bis heute nicht alle an der Biosynthese beteiligten Enzyme 

bekannt. Bei dem „Missing Link“ handelt es sich um eine unbekannte Phosphatase, welche 

die essenzielle Dephosphorylierung von 5-Amino-6-Ribityl-amino-2,4(1H,3H)-Pyrimidindion 

5´-Phosphat (ARPP) in der Riboflavinbiosynthese katalysiert (Perkins et al., 1999). Neben den 

bereits aufgeführten Möglichkeiten, welche sich durch die Aufklärung dieses Reaktionsschrit-

tes ergeben könnten, besteht vor allem ein wissenschaftliches Interesse daran, diesen letzten 

Schritt der Biosynthese zu entschlüsseln (Bacher & Lingens, 1970; Sa et al., 2016). 

In den letzten Jahren wurden innerhalb unserer Forschungsgruppe mehrere Kandidaten-En-

zyme in den Bakterien Escherichia coli und B. subtilis entdeckt, welche in der Lage waren die 

Hydrolyse von ARPP in-vitro zu katalysieren (Haase et al., 2013; Sarge et al., 2015b). Parallel 

hierzu wurden von Sa et al. (2016) in der Modellpflanze Arabidopsis thaliana ebenfalls mehrere 

Phosphatasen identifiziert, welche ARPP dephosphorylieren. 
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In weiterführenden Arbeiten hatten wir bereits nachgewiesen, dass einzelne Knockouts der 

identifizierten Phosphatase-Gene yigb und ybjI (in E. coli) und ycsE (in B. subtiis) zu keiner 

Riboflavin-Auxotrophie führten (Haase et al., 2013; Sarge et al., 2015b). Ebenso wurde in der 

Studie von Sa et al. (2016) beschrieben, dass einzelne Mutationen bzw. Herabregulierungen 

des Transkriptniveaus der identifizierten Phosphatasen PyrP1 und PyrP2 in A. thaliana, zu 

keiner Veränderung des Wachstums (PyrP1) bzw. lediglich zu einer Verlangsamung des 

Wachstums und zu einem reduzierten Flavin-Gehalt (PyrP2), nicht jedoch zu einer vollständi-

gen Riboflavin-Abhängigkeit der Pflanzen führten.  

Eine im Jahre 2017 veröffentlichte Studie, hatte alle 98 Klone einer 3970 Einzelgendeletionen 

umfassenden B. subtilis Bibliothek, welche einen Knockout in einem noch unbekannten Gen 

aufwiesen mit Hilfe eines Wachstumstests in Minimalmedium (enthält nur die zum Wachstum 

von B. subtilis notwendigen Nährstoffe) auf eine Auxotrophie untersucht. Mit Ausnahme einer 

Phosphatase, welche in der Studie als Serin-Biosyntheseenzym identifiziert wurde, waren 

keine weiteren unbekannten Phosphatasen unter den auxothrophen Mutanten gefunden 

worden (Koo et al., 2017). Diese Befunde sowie die Gegebenheit, dass in der Arbeitsgruppe 

von Prof. Dr. Markus Fischer neben YcsE in einem Phosphatasetest weitere Phosphatasen 

mit einer hohen enzymatischen Aktivität gegenüber ARPP identifiziert werden konnten (YitU 

und YwtE aus B. subtilis; Sarge et al., 2015b), implizieren, dass mehrere Enzyme den „Missing 

Link“ der Riboflavinbiosynthese katalysieren müssen und daher neben einzelnen Gen-Deleti-

onen kombinatorische Gen-Knockouts notwendig sind, um die Rolle von YcsE, YitU und YwtE 

in der Riboflavinbiosynthese von B. subtilis zu klären. 

Eine geeignete Methode, um präzise genetische Veränderungen in Organismen einzuführen, 

stellt das im Jahre 2012 erstmalig als gentechnische Methode beschriebene CRISPR-Cas9 

System dar (Jinek et al., 2012). Die CRISPR-Cas Technologie hat den Vorteil, dass sie neben 

seiner einfachen und kostengünstigen Anwendbarkeit eine große Flexibilität sowie eine hohe 

Spezifität aufweist. Zudem ist es mit Hilfe dieser Technik prinzipiell möglich, mehrere Gene in 

einem Genom gleichzeitig zu editieren (Wilkinson & Wiedenheft, 2014). Obwohl das CRISPR-

Cas System ursprünglich aus Bakterien stammt, wurde es bisher vor allem zur Genom Editie-

rung von eukaryotischen Organismen genutzt. Eine Anwendung des CRISPR-Cas Systems in 

Prokaryoten war zu Beginn dieser Arbeit lediglich von einigen wenigen Forschungsgruppen 

publiziert worden und beschränkte sich auf Modellorganismen wie bspw. E. coli.  
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2 Theoretische Grundlagen 

2.1 Riboflavin 

Riboflavin (7,8-Dimethyl-10-D-ribitylisoalloxazin), auch als Vitamin B2 bezeichnet, gehört zu 

den wasserlöslichen Vitaminen und zur Gruppe der Flavine. Es wurde erstmals 1879 von dem 

britischen Chemiker Blyth aus Milchpulver isoliert und auf Grund seiner Herkunft und der gelb-

lichen Farbe zunächst Lactochrom genannt (Blyth, 1879). Riboflavin besteht aus einem 

Isoalloxazin-Ringsystem und einer Ribityl-Seitenkette, wobei es aufgrund des Isoalloxazin-Ge-

rüsts seine charakteristische gelbe Färbung sowie seine gelb-grüne Fluoreszenz in wässrigen 

Lösungen aufweist (Bhagavan, 2002). Es handelt sich um ein hitzebeständiges Vitamin, das 

empfindlich gegenüber der Einwirkung von UV-Strahlung und Sonnenlicht ist (Ashoori & Sa-

edisomeolia, 2014; Northrop-Clewes & Thurnham, 2012). So wird es unter Exposition von 

Sonnenlicht und in Abhängigkeit des pH-Wertes zu den biologisch inaktiven Produkten Lu-

michrom (neutrale bis schwach saure Lösungen) oder Lumiflavin (alkalische Lösungen) um-

gesetzt (Shils & Shike, 2006). Während Pflanzen und ein Großteil der Prokaryonten und Hefen 

in der Lage sind Riboflavin selbst herzustellen, müssen Säuger das Vitamin über die Nahrung 

aufnehmen. Eine Ausnahme hiervon bilden Wiederkäuer, die Vitamin B2 mikrobiell mit Hilfe 

ihrer Darmflora im Pansen generieren können (Bacher et al., 2000). Auch bei den Bakterien 

sind einige wenige auxotrophe Ausnahmen bekannt, wie beispielsweise Enterococcus fae-

calis, Streptococcus pyogenes, Listeria monocytogenes und einige Laktobazillen (Koser, 

1968; Vitreschak et al., 2002). 

Riboflavin selbst ist nicht biologisch aktiv. Sein Vitamin Charakter erklärt sich dadurch, dass 

seine Derivate Flavinmononukleotid (FMN, Riboflavin-5´-Phosphat) und Flavinadenindinukle-

otid (FAD, Riboflavin-5´-Adenosindiphosphat) die Coenzyme für mehr als 90 verschiedene 

Flavin-abhängige Proteine (Flavoproteine) in Säugetieren bilden, die unter anderem zahlrei-

che Redoxreaktionen katalysieren (Bacher et al., 2001; Bhagavan, 2002; Eisenbrand et al., 

2006). Zusätzlich zu diesen klassischen Ein- und Zwei-Elektronen Übertragungen, an denen 

verschiedene Flavoproteine beispielweise in der Atmungskette, dem Cytochrom-P-450-Sys-

tem sowie dem Lipidstoffwechsel beteiligt sind, sind FMN und FAD auch in physiologische 

Prozesse, wie beispielsweise der Lichterzeugung in biolumineszierenden Bakterien, der Blau-

lichtwahrnehmung von Pflanzen und Mikroorganismen, DNA-Reparaturprozesse und den pro-

grammierten Zelltod involviert (Fischer & Bacher, 2005; Massey, 2000).  

Der Tagesbedarf an Riboflavin beträgt für einen Erwachsenen im Alter von 25 bis 51 Jahren 

1,4 mg (für Männer) und 1,1 mg (für Frauen) (Deutsche Gesellschaft für Ernährung e.V., 2015). 

Lebensmittel, die eine gute Riboflavin-Quelle für die menschliche Ernährung darstellen, sind 

beispielsweise Eier, Leber, Fisch, Milchprodukte, Leguminosen, Pilze und grünes Blattgemüse 
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(Belitz et al., 2008; Eisenbrand et al., 2006). Mit Ausnahme der Milch, die etwa 90% des ent-

haltenen Riboflavins in seiner freien Form enthält, liegen FMN und FAD in den meisten Le-

bensmitteln proteingebunden in Form von Flavoproteinen vor. Unter Einwirkung der Magen-

säure werden FMN und FAD aus der Proteinbindung gelöst und mittels Phosphatasen und 

Pyrophosphatasen zu Riboflavin freigesetzt. Das freie Riboflavin kann anschließend im Zwölf-

fingerdarm resorbiert werden. Innerhalb der Zelle wird es dann erneut in seine Coenzymfor-

men umgewandelt (Bhagavan & Ha, 2011; Eisenbrand et al., 2006). Dabei katalysiert zunächst 

die Riboflavinkinase die Übertragung eines Phosphates von Adenosintriphosphat (ATP) auf 

Riboflavin, wodurch Riboflavin-5´-Phosphat (FMN) entsteht. Die anschließende Umwandlung 

in FAD erfolgt mittels der FAD-Pyrophosphorylase (FMN Adenyltransferase), die die Abspal-

tung von zwei Phosphaten von einem weiteren ATP Molekül katalysiert und das entstehende 

Adenosinmonophosphat (AMP) auf FMN überträgt (Litwack, 2018). Die Strukturformeln von 

Riboflavin sowie seiner Cofaktoren FMN und FAD sind in Abbildung 1 dargestellt. 

 
Abbildung 1: Strukturformeln von Riboflavin, FMN und FAD. Die beiden Stickstoff-Atome und die beiden Koh-
lenstoff-Atome, die durch die gestrichelte Markierung im Isoalloxazin-Ringsystem gekennzeichnet sind, nehmen an 
den Oxidations-Reduktionsreaktionen der Flavin-Coenzyme teil. Abbildung in Anlehnung an Eisenbrand et al., 
2006. 

Ein Riboflavinmangel (Ariboflavinosis) äußert sich in entzündlichen Hautveränderungen 

(Exanthemen), Hautrissen und Rötungen an den Mundwinkeln (Cheilosis), Atrophie und Tro-

ckenheit von Rachenschleimhaut und Ösophagus sowie einer erhöhten Lichtempfindlichkeit 



2 Theoretische Grundlagen   [5] 

 
 

der Augen (Photophobie). Eine Unterversorgung mit Riboflavin tritt in den Industriestaaten  

eher selten auf und ist fast ausschließlich in Verbindung mit einem Mangel an weiteren  

B-Vitaminen zu beobachten (Bhagavan, 2002; Eisenbrand et al., 2006).  

2.1.1 Technologische und wirtschaftliche Bedeutung 

Jährlich werden schätzungsweise mehr als 9000 Tonnen Vitamin B2 von den drei Marktführern 

DSM (Niederlande), BASF (Deutschland), und ADM (USA) produziert (Fischer & Glomb, 2015; 

Revuelta et al., 2017; Schwechheimer et al., 2016; Stahmann et al., 2000). Der Großteil des 

industriell produzierten Riboflavins (etwa 80%) wird dabei zur Erhöhung des Nährwertes in der 

Tierfutterindustrie verwendet (Fischer & Glomb, 2015). Im Falle eines Riboflavinmangels kann 

es insbesondere bei Schweinen und Geflügel zu einer Wachstumshemmung, einer schlechte-

ren Futterverwertung und Diarrhöen kommen. Da ein Überschuss des wasserlöslichen Vita-

mins über den Urin effizient ausgeschieden werden kann und somit unbedenklich ist und auf-

grund seiner farbgebenden Komponente, wird es zudem in vielen Lebensmitteln als Farbstoff 

(E101 bzw. Food Yellow 15) zugesetzt (Fischer & Bacher, 2008; Stahmann et al., 2000). So 

erhalten beispielsweise Mayonnaisen, Vanille-Puddings und Multi-Vitaminsäfte ihre charakte-

ristische gelb-orangene Farbe. Nur ein geringer Anteil des weltweit produzierten Riboflavins 

gelangt in die pharmazeutische Industrie und wird anschließend als Nahrungsergänzungsmit-

tel für die Humanernährung angeboten. Bei einer gemischten Ernährungsweise, die tierische 

Lebensmittel, wie beispielsweise Eier und Milch einschließt, besteht in der Regel kein Risiko 

für eine Unterversorgung mit Vitamin B2 (s. auch Abschnitt 2.1) (Fischer & Bacher, 2008; Stah-

mann et al., 2000). 

Etwa 50 Jahre lang, von 1933 bis in die 1980er Jahre, wurde kommerziell vermarktetes  

Riboflavin nahezu ausschließlich mittels chemischer Synthese produziert (Revuelta et al., 

2017). Die chemische Synthese erreichte jedoch nur eine maximale Ausbeute von ca. 60%. 

Zudem ging diese mit einem hohen Verbrauch an Energie und organischen Lösungsmitteln 

und der Entstehung von giftigen Abfallprodukten einher (Revuelta et al., 2017; van Loon et al., 

1996). Im Jahre 1965 hatten zwar einige Unternehmen bereits Fermentationsverfahren zur 

Produktion von Riboflavin basierend auf dem anaeroben Bakterium Clostridium acetobutyli-

cum und den beiden natürlichen Riboflavin-Überproduzenten Eremothecium ashbyii und Ash-

bya gossypii (A. gossypii) entwickelt, jedoch wurden die entsprechenden Produktionsanlagen 

einige Jahre später wieder geschlossen, da sie der chemischen Synthese gegenüber noch 

nicht konkurrenzfähig waren. 

1974 wurde die Fermentation von Merck unter Verwendung von A. gossypii wieder aufgenom-

men, und durch das Generieren von Mutanten-Stämmen weiter optimiert. Nachdem im Jahr 

1990 eine Produktionsanlage mit einer A. gossypii Mutante von der BASF in Betrieb genom-
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men wurde, konnte dort sechs Jahre später die chemische Synthese endgültig eingestellt wer-

den. Neben A. gossypii  (BASF; Produktionsrate: 15 g/L) werden gegenwärtig die Hefe 

Candida famata (ADM) und das grampositive Bakterium B. subtilis (DSM) mit Riboflavin-Pro-

duktionsmengen von 20 g/L und 14 g/L für die Riboflavin Produktion genutzt (Perkins et al., 

1999; Stahmann et al., 2000). Bei B. subtilis handelt es sich um keinen natürlichen Überpro-

duzenten, zur gesteigerten Produktion wurden unterschiedliche Mutationen mittels gentechni-

scher Methoden in die regulierenden Gene der Riboflavinbiosynthese eingebracht. Die Ex-

pression der Riboflavin-Gene (rib-Gene) wurde beispielsweise durch eine Knockout-Mutation 

des Gens (ribC) erhöht, dass in B. subtilis für die bifunktionelle Flavokinase/FAD-Synthetase 

codiert und die Umwandlung von Riboflavin zu FMN und FAD katalysiert (Mack et al., 1998). 

Zusätzlich konnte die Riboflavin Produktion in B. subtilis durch eine Erhöhung der Kopienzahl 

einiger rib-Gene sowie durch den Austausch der zugehörigen nativen Promotor-Regulations-

stellen durch konstitutive Promotoren gesteigert werden. Für eine weitere Erhöhung der Rib-

oflavin-Produktionsrate wurden unter Exposition von toxischen Purin-Analoga, purinanaloga-

resistente Mutanten selektiert. Die resultierenden Mutationen im Purinbiosyntheseweg führen 

zur Maximierung des metabolischen Flusses von Kohlenstoff zu Guanosintriphosphat (GTP) 

und gewährleisten somit die ausreichende Verfügbarkeit von GTP, als Ausgangssubstanz der 

Riboflavinbiosynthese (Perkins et al., 1999). 

Die Verwendung von B. subtilis als Produktionsstamm für Riboflavin hat einige Vorteile. So 

sind viele Produkte, die aus Bacillus-Arten hergestellt und in der Lebens- und Futtermittelin-

dustrie verwendet werden, als GRAS (Generally Recognized As Safe) klassifiziert (Debabov, 

1982). Des Weiteren waren bereits in den 1980er Jahren fortgeschrittene molekulargenetische 

und gentechnische Technologien für die Verwendung in diesem Stamm verfügbar. Da die 

Gene der Riboflavinbiosynthese fast ausschließlich in einem einzigen Operon (rib-Operon) 

organisiert sind, werden zudem einige genetische Modifizierungen des Stammes erleichtert 

(Perkins et al., 1999). Ein weiterer erheblicher Vorteil ist die Fähigkeit von B. subtilis das syn-

thetisierte Riboflavin direkt ins Medium zu sekretieren, so dass weitere aufwendige Zellauf-

schluss-Verfahren entfallen (Sauer et al., 1996). 

2.1.2 Die Riboflavinbiosynthese 

Mehr als drei Jahrzehnte lang war die Aufklärung der Riboflavinbiosynthese Gegenstand in-

tensiver Forschung und wurde in einer Reihe von Übersichtsartikeln zusammengefasst (Ba-

cher et al., 1975; Bacher et al., 2000; Bacher et al., 2001; Fischer & Bacher, 2005; Lingens et 

al., 1967; Plaut & Harvey, 1971; Young, 1986). Trotz umfangreicher Forschungsprojekte auf 

dem Gebiet der Riboflavinbiosynthese ist diese jedoch bis heute nicht vollständig aufgeklärt 

(Bacher & Lingens, 1970; Sa et al., 2016). 
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Die Biosynthese von Riboflavin verläuft bei Pflanzen, Hefen, Pilzen, Archaeen und Bakterien 

sehr ähnlich, wobei der pflanzliche Weg im Vergleich zu Archaeen, Hefen und Pilzen überra-

schender Weise eine größere Ähnlichkeit mit dem eubakteriellen Weg aufweist (Fischer & 

Bacher, 2006). Eine schematische Darstellung des Reaktionsweges der Riboflavinbiosyn-

these von Bakterien, Pilzen und Hefen ist in Abbildung 2 zusammengefasst. Die Riboflavin-

biosynthese beginnt mit einem Molekül GTP (1) und zwei Molekülen Ribulose-5-Phosphat (7), 

wobei GTP in insgesamt sieben enzymatischen Schritten in Riboflavin umgewandelt wird 

(Bacher et al., 2001). Als Erstes erfolgt die hydrolytische Aufspaltung des Imidazolrings von 

GTP. Hierbei katalysiert die GTP Cyclohydrolase II (I) die Abspaltung von Formiat und Pyro-

phosphat. Das entstandene 2,5-Diamino-6-Ribosylamino-4(3H)-Pyrimidinon 5´-Phosphat (2) 

wird in einem zweistufigen Reaktionsmechanismus zu 5-Amino-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H)-Py-

rimidindion 5´-Phosphat (ARPP; 5) umgewandelt. Die Reihenfolge der Reaktionen unterschei-

det sich je nach Organismus voneinander und wird von einem bifunktionellen Enzym kataly-

siert. In B. subtilis und E. coli findet durch die bifunktionelle Pyrimidindesaminase/Pyrimidinre-

duktase (II) zunächst die Desaminierung statt und anschließend die Reduktion der Seitenkette 

des 5-Amino-6-Ribosylamino-2,4(1H,3H)-Pyrimidindion-5`-phosphat (3). Bei Hefen und Pilzen 

folgt auf die Reduktion der Ribosyl-Seitenkette und die Entstehung von Intermediat 4 die hyd-

rolytische Abspaltung der Aminogruppe an Position 2. Nach der Umwandlung von ARPP (5) 

zu 5-Amino-6-Ribitylamino-2,4(1H,3H) -Pyrimidindion (ARP; 6) durch eine oder mehrere noch 

nicht vollständig identifizierte Phosphatasen (III) können im nächsten Schritt ARP und 3,4-

Dihydroxybutan-2-on-4-Phosphat (8) durch eine Kondensationsreaktion miteinander verknüpft 

werden. Diese Reaktion wird von der Lumazinsynthase (V) katalysiert und es entsteht 6,7-

Dimethyl-8-Ribityllumazin (9) als Reaktionsprodukt (Lingens et al., 1967; Nielsen et al., 1986). 

Als zweites Substrat dieser Reaktion wurde 8 schon relativ früh durch Untersuchungen an 

Candida guilliermondii und E. coli charakterisiert (Volk & Bacher, 1990). Es wird durch das 

Enzym 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phosphat-synthase (IV) aus 7 synthetisiert.  

Im finalen Reaktionsschritt katalysiert die Riboflavinsynthase (VI) die Dismutation von zwei 

Lumazin-Molekülen (9), was zur Bildung von Riboflavin (10) und ARP führt, das von der Luma-

zin-Synthase wieder in den Biosyntheseweg zurückgeführt wird (Bacher et al., 2000; Fischer 

& Bacher, 2005; Fischer & Bacher, 2008; Plaut, 1963; Sedlmaier et al., 1987). 

Mit Ausnahme der schwer fassbaren Phosphatase sind alle Enzyme, die für andere Reakti-

onsschritte der Riboflavin-Biosynthese verantwortlich sind, bereits vor Jahren und Jahrzehn-

ten identifiziert worden (Perkins et al., 1999). In den letzten Jahren wurden schließlich in ver-

schiedenen Organismen eine Gruppe von Enzymen entdeckt, die der Haloacid Dehalogenase 

(HAD)-Superfamilie angehören. Diese sind in der Lage unter anderem die Dephosphorylierung 

von ARPP zu katalysieren und stellen somit möglicherweise den „Missing Link“ im Riboflavin-

biosyntheseweg dar (Haase et al., 2013; Sa et al., 2016; Sarge et al., 2015b). 
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Abbildung 2: Darstellung der Riboflavinbiosynthese in B. subtilis und E. coli. I: GTP-Cyclohydrolase II; II: 
Pyrimidindesaminase/Pyrimidinreduktase; III: unbekannte Phosphatase(n); IV: 3,4-Dihydroxy-2-butanon-4-phos-
phatsynthase (Mutase); V: 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazinsynthase; VI: Riboflavinsynthase; 1: GTP; 2: 2,5-Diamino-
6-ribosylamino-4(3H)-pyrimidinon-5`-phosphat; 3: 5-Amino-6-ribosylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion-5`-phosphat; 
4: 2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidinon-5`-phosphat; 5: 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion-
5`-phosphat (ARPP); 6: 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (ARP); 7: Ribulose-5-phosphat; 8: 3,4-
Dihydroxybutan-2-on-4-Phosphat; 9: 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin; 10: Riboflavin.  
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Infolgedessen, dass viele Forschergruppen parallel an der Aufklärung der an der Riboflavin-

biosynthese beteiligten Gene bzw. Enzyme arbeiteten und ihre enzymatische Funktion häufig 

erst später geklärt wurde, entwickelte sich keine einheitliche Nomenklatur für diese Gene. Die 

jeweilige Nomenklatur der offenen Leserahmen (Open Reading Frames, ORFs), die für die 

entsprechenden Enzyme der Riboflavinbiosynthese in B. subtilis bzw. E. coli kodieren, sind in 

den Tabellen 1 und 2 dargestellt.  

Tabelle 1: Übersicht der Nomenklatur der Riboflavinbiosynthese-Gene in B. subtilis. 

Enzym- 
nummer 

ORF Enzym Literatur 

I/IV ribA GTP-Cyclohydrolase II/Mutase (Richter et al., 1992) 

II ribG Desaminase/Reduktase (Richter et al., 1997a) 

V ribH Lumazinsynthase (Bacher et al., 1997; Kis et al., 1995) 

VI ribB Riboflavinsynthase (Bacher et al., 1980; Bacher et al., 1997) 

Tabelle 2: Übersicht der Nomenklatur der Riboflavinbiosynthese-Gene in E. coli. 

Enzym- 
nummer 

ORF Enzym Literatur 

I ribA GTP-Cyclohydrolase II (Richter et al., 1993) 

II ribD Desaminase/Reduktase (Richter et al., 1997a) 

V ribE Lumazinsynthase (Bacher et al., 1997; Mörtl et al., 1996) 

VI ribC Riboflavinsynthase (Bacher et al., 1997; Eberhardt et al., 
1996)

IV ribB Mutase (Richter et al., 1992; Richter et al., 
1997b) 

Im Gegensatz zu E. coli, bei dem die ORFs der Enzyme der Riboflavinbiosynthese einzeln im 

Genom vorliegen, sind diese bei B. subtilis innerhalb des 4,3 kbp großen rib-Operons  

(ribGBAHT) organisiert (s. Abbildung 3). Die Position des rib-Operons auf dem Chromosom 

von B. subtilis liegt bei 210° (Bresler et al., 1974; Mironov et al., 1990; Mironov et al., 1994; 

Osina et al., 1985). Neben den vier bereits vorgestellten Biosynthesegenen ribG, ribB, ribA 

und ribH, codiert das Operon auch für das Enzym RibT, das nicht für die Biosynthese benötigt 

wird. Im Jahre 2018 konnte mit Hilfe von Strukturanalysen gezeigt werden, dass RibT ein Mit-

glied der GCN5-assoziierten N-Acetyltransferase (GNAT)-Superfamilie ist.  

Die Mitglieder der GNAT-Familie übertragen die Acetylgruppe von Acetylcoenzym A (AcCoA) 

auf eine Vielzahl von Substraten (Srivastava et al., 2018). Ein weiteres Enzym, das im Zusam-

menhang mit der Riboflavinbiosynthese steht, dessen Gen jedoch nicht auf dem rib-Operon 

lokalisiert ist, ist die bifunktionelle Flavokinase/FAD-Synthetase (RibC). Diese katalysiert die 

Umwandlung von Riboflavin in seine Coenzymformen FMN und FAD. Zusätzlich wurde ein 

weiteres Gen (ribR) in B. subtilis gefunden, dass für eine monofunktionelle Flavokinase kodiert 

und möglicherweise eine regulatorische Funktion aufweist (Im Solov'eva et al., 1997; Mack et 
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al., 1998; Solovieva et al., 1999). Die Transkription der Gene des rib-Operons wird überwie-

gend von Promotor ribP1 sowie von einem Riboflavin Nukleotid-Element (RFN-Element, rib 

leader) kontrolliert. Die Transkription von ribA, ribH und ribT kann auch von dem Promotor 

ribP2, ausgehen. RibT kann auch von Promotor ribP3 transkribiert werden. Das regulatorische 

RFN-Element befindet sich in der 5´-untranslatierten Region der Messenger-RNA (mRNA) und 

wird durch FMN kontrolliert, weshalb es auch als FMN-Riboswitch bezeichnet wird.  

 
Abbildung 3: Genkarte des rib-Operons von B. subtilis. Die unteren Pfeile markieren den jeweiligen Transkrip-
tionsstart ausgehend von den Promotoren (ribPR1R, ribPR2R und ribPR3R). Die rib leader Sequenz (RFN-Element, Ri-
boswitch) ist in Rot dargestellt und befindet sich im 5´-Bereich des Operons zwischen dem Transkriptionsstart (Pro-
motor ribPR1R) und dem Translationsstart des ersten rib-Genes (ribG). Abbildung nach Vogl, 2008. 

Kommt es zur Akkumulation von freiem FMN in der Zelle, dann bindet dieses an das RFN-

Element und bewirkt eine Konformationsänderung, die letztendlich zu einem Transkriptions-

stopp der Riboflavinbiosynthese-Gene führt (Vitreschak et al., 2002; Winkler et al., 2002). 

Diese Funktion ermöglicht es der Zelle je nach Verfügbarkeit von FMN, regulatorisch in die 

Biosynthese seines Vorläufers (Riboflavin) einzugreifen.  

Obwohl B. subtilis, wie die meisten Prokaryonten, Riboflavin de-novo synthetisieren kann, ver-

fügt das Bakterium zusätzlich über ein Transportprotein, mit Hilfe dessen es Riboflavin aktiv 

aus dem umgebenen Medium aufnehmen kann (Vitreschak et al., 2002). Ebenso wie für das 

rib-Operon, konnte auch für das Gen ypaA (ribU), das für den Riboflavintransporter kodiert, 

ein RFN-Element in der 5´-untranslatierten Region der mRNA und somit ein Riboswitch-Me-

chanismus nachgewiesen werden. Es konnte gezeigt werden, dass die Bindung von FMN an 

das RFN-Element zur Bildung einer alternativen Sekundärstruktur führt, die den Translations-

startpunkt, die Shine-Dalgarno-Sequenz, verdeckt und somit die Translation der mRNA von 

ypaA verhindert (Sklyarova & Mironov, 2014; Vogl et al., 2007).  

Neben der Erforschung der Riboflavinbiosynthese in B. subtilis, bestand zunehmend auch ein 

Interesse daran, diese in dem leicht zu handhabenden Modelorganismus E. coli zu erforschen. 

Die Gene der Riboflavinbiosynthese bilden in E. coli keine gemeinsame Transkriptionseinheit, 
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sie liegen breit verstreut auf dem Chromosom vor. In Abbildung 4 ist die Position der Ribofla-

vinbiosynthese-Gene (ribA, ribB, ribC, ribD und ribE) sowie die des Gens, der bifunktionellen 

Flavokinase/FAD-Synthetase RibF auf dem Chromosom von E. coli dargestellt.  

 
Abbildung 4: Lokalisation der Riboflavin-Biosynthese Gene auf dem E. coli-Chromosom. Es sind die Positi-
onen der Gene ribA, ribB, ribC, ribD, ribE und ribF in Blau dargestellt. (K) = Kilobasenpaare. Der Circos Plot wurde 
mit Hilfe der Circa Genomics Software erstellt. 

Lange Zeit wurde angenommen, dass die Biosynthese von Riboflavin in E. coli konstitutiv ver-

läuft und nicht durch Riboswitches reguliert wird (Abbas & Sibirny, 2011). Da der typische 

Lebensraum von E. coli kein freies Riboflavin bereithält und E. coli auch im Gegensatz zu 

B. subtilis über keinen Riboflavintransporter verfügt, muss das Bakterium lediglich das zyto-

plasmatische Niveau von Riboflavin regulieren (Bacher et al., 2000; Hemberger et al., 2011; 

Yonezawa & Inui, 2013). Vitreschak et al. stellten 2002 die Hypothese auf, dass das Gen ribB, 

welches für die Riboflavin-Mutase kodiert, einen Riboswitch-Mechanismus aufweisen könnte. 

Im Jahre 2015 konnten Pedrolli et al. nachweisen, dass tatsächlich ein RFN-Element in der 5´-

untranslatierten Region der mRNA des Genabschnittes von ribB existiert. Auch in diesem Fall 

führt eine Akkumulation von FMN in der Zelle zu einer negativen Regulation des Riboswitches. 
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2.1.3 Rolle der HAD-Phosphatasen in der Riboflavinbiosynthese von  
B. subtilis 

Die enzymatische Dephosphorylierung von ARPP (5) zu ARP (6) ist ein essenzieller Schritt in 

der Synthese von Riboflavin, da die Lumazinsynthase (V) im nächsten Reaktionsschritt kein 5´-

phosphoryliertes 5 als Substrat nutzen kann. Ebenso konnte gezeigt werden, dass das hypothe-

tische 6,7-Dimethyl-8-ribityllumazin-5´-phosphat (9) ebenfalls nicht von der Riboflavinsynthase 

(VI) akzeptiert wird (Harzer et al., 1978; Neuberger & Bacher, 1986). Wie im Abschnitt 2.3.1, 

Abbildung 3 dargestellt, enthält das rib-Operon die Gene ribG, ribB, ribA, ribH und ribT. Ein Gen, 

welches für eine Phosphatase kodiert, ist demnach nicht innerhalb des rib-Operons lokalisiert. 

Dieser Umstand erschwerte die Identifizierung des Enzyms, das die Dephosphorylierung von 

Intermediat 5 katalysiert. In den letzten Jahren – nach über 50 Jahren intensiver Erforschung 

der Riboflavinbiosynthese – wurde in verschiedenen Organismen eine Gruppe von Enzymen 

entdeckt, die der HAD-Superfamilie angehören und in der Lage sind die Dephosphorylierung 

von ARPP zu katalysieren. Die HAD-Superfamilie ist eine große Gruppe von Proteinen, die 

Phosphatasen, Beta-Phosphoglucomutasen, Phosphonatasen und Dehalogenasen umfasst 

und somit eine breite Substratspezifität aufweist (Allen & Dunaway-Mariano, 2004; Koonin & 

Tatusov, 1994). Die Sequenzhomologie der HADs untereinander ist relativ gering, Mitglieder 

dieser Familie können jedoch über vier hoch konservierte Sequenzmotive identifiziert werden 

(Burroughs et al., 2006). Tabelle 3 zeigt eine Auswahl von HAD-Enzymen aus verschiedenen 

Organismen, welche die Dephosphorylierung von ARPP katalysieren können. 

Tabelle 3: Auswahl von HAD-Enzymen, welche die Dephosphorylierung von ARPP katalysieren. 

Enzym Organismus Literatur 

YigB E. coli (Haase et al., 2013) 

YbjI E. coli (Haase et al., 2013) 

YcsE B. subtilis (Sarge et al., 2015b) 

YwtE B. subtilis (Sarge et al., 2015b) 

YitU B. subtilis (Sarge et al., 2015b) 

EFI-501083 (Bt_0970) Bacteroides thetaiotaomicron (London et al., 2015) 

AtcpFHy (AtPyrP1) Arabidopsis thaliana (Sa et al., 2016) 

AtPyrP2 Arabidopsis thaliana (Sa et al., 2016) 

Zusätzlich zur Dephosphorylierung von ARPP zeigten alle in Tabelle 3 aufgeführten HAD-Phos-

phatasen mit Ausnahme von AtPyrP2 und Bt_0970 auch eine hohe Dephosphorylierungsaktivi-

tät gegenüber FMN. Im Falle von YigB, YbjI, YcsE, YitU und AtcpFHy/PyrP1 wurde diese Sub-

stratpromiskuität auch in Bezug auf weitere Substrate beobachtet, darunter Nukleotide, Des-

oxynukleotide, Zuckerphosphate und phosphorylierte Kofaktoren (Haase et al., 2013; Kuznetsova 

et al., 2006; Niu et al., 2021; Rawat et al., 2011; Terakawa et al., 2016; Yusupova et al., 2020). 

Für YcsE und YitU konnte jedoch bereits gezeigt werden, dass die Km-Werte für Riboflavin um 
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den Faktor 50 bis 400 niedriger liegen und Riboflavin und FMN somit die präferierten Substrate 

der HAD-Phosphatasen darstellen (Terakawa et al., 2016; Yusupova et al., 2020). Neben YcsE, 

YitU und YwtE wurden innerhalb der Arbeitsgruppe von Prof. Dr. Markus Fischer insgesamt 11 

weitere HAD-Phosphatasen in B. subtilis identifiziert, welche in der Lage waren die Hydrolyse 

von ARPP in-vitro zu katalysieren (Sarge et al., 2015b). Diese zeigten jedoch deutlich geringere 

enzymatische Aktivitäten. 

Die Tatsache, dass HAD-ähnliche Phosphatasen, die normalerweise eine breite Substratspe-

zifität aufweisen, auch für die Dephosphorylierung von ARPP verantwortlich sein können, war 

bis zu einem gewissen Grad überraschend, da eine breite Substratspezifität für kein anderes 

Enzym dieses Biosynthesewegs bekannt ist. Des Weiteren ist es unklar, warum nicht auch 

aus dem, zu ARPP sehr ähnlichen Intermediat 4, 2,5-Diamino-6-ribitylamino-4(3H)-pyrimidin-

dion gebildet wird (Hollander & Brown, 1979). 

Die von Sarge et al. (2015b) identifizierten HAD-Phosphatasen liegen im Gegensatz zu den 

anderen Riboflavinbiosynthese-Genen in B. subtilis breit verstreut auf dem Chromosom vor 

(s. Abbildung 5).  

 
Abbildung 5: Position des rib-Operons und der HAD-Phosphatasen YcsE, YitU und YwtE auf dem Genom 
von B. subtilis. K) = Kilobasenpaare. Der Circos Plot wurde mit Hilfe der Circa Genomics Software erstellt. 
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Die für die kommerzielle Produktion von Riboflavin verwendeten rekombinanten B. subtilis 

Stämme wurden so modifiziert, dass unter anderem eine Hyperexpression des gesamten rib-

Operons ermöglicht wird. Obwohl innerhalb des rib-Operons kein Gen vorhanden ist, das für 

eine Phosphatase kodiert und dieses somit auch nicht koexprimiert wurde, können mit Hilfe 

dieses rekombinanten Stammes hohe Riboflavin-Ausbeuten bei der Fermentation erzielt wer-

den (Birkenmeier et al., 2014). Abbas und Sibirny stellten bereits 2011 die Hypothese auf, 

dass die Phosphatase eine hohe enzymatische Aktivität aufweisen muss, damit diese hohe 

Riboflavinausbeute der Produktionsstämme erreicht werden kann. Diese Vermutung konnte 

mit der Entdeckung der HAD-Phosphatasen in B. subtilis und der Bestimmung ihrer spezifi-

schen Aktivitäten gegenüber ARPP bestätigt werden:  

Es konnte gezeigt werden, dass die spezifischen Aktivitäten der Enzyme der Riboflavinbiosyn-

these mit 0,01-0,2 µmol/(mg*min) zum Teil deutlich niedriger sind als die spezifischen Aktivi-

täten der Phosphatasen. In Bezug auf YcsE (12 µmol/(mg*min)) liegen die spezifischen Akti-

vitäten um den Faktor 1200-60 niedriger. Die Michaeliskonstanten (Km-Werte) der HAD-Phos-

phatasen unterscheiden sich hingegen nicht von denen der meisten Biosyntheseenzyme. In 

Tabelle 4 sind die enzymatischen Kenndaten der drei HAD-Phosphatasen YcsE, YitU und 

YwtE in Bezug auf Intermediat 5 (ARPP) und FMN zusammengefasst (Sarge et al., 2015b; 

Yusupova et al., 2020). 

Tabelle 4: Überblick über die kinetischen Kenndaten der HAD-Phosphatasen YcsE, YitU und YwtE in  
B. subtilis (modifiziert nach Sarge et al., 2015b).  

Enzym Spezifische Aktivität  
[µmol mg-1 min-1] gegenüber:  
 
ARPP                    FMN                    

KM [µM]  
 
 
gegenüber ARPP

KM [µM]  
 
 
gegenüber FMN 

YcsE 12 25 54  

YitU 1,7 17 81 96 (Yusupova et al., 
2020) 

YwtE 0,69 7,4 21  

2.1.4 Bedeutung der Identifizierung der Phosphatasen 

Da die Herstellung von Riboflavin großtechnisch u.a. mittels rekombinanter B. subtilis-Stämme 

erfolgt, besteht neben dem wissenschaftlichen Interesse daran den „Missing Link“ der Ribof-

lavinbiosynthese zu finden, auch ein ökonomisches Interesse an der Identifizierung der schwer 

fassbaren Phosphatasen. Indem die HAD-Phosphatasen näher charakterisiert und ihre Funk-

tionen in der Riboflavinbiosynthese aufgeklärt würden, könnten die entsprechenden Gene in 

Form von mehreren Kopien in das Genom eines Riboflavin-Produktionsstammes eingebracht 

und somit möglicherweise die Riboflavinausbeute weiter erhöht werden. Hierbei wäre aller-

dings noch unklar, ob die zusätzliche Aktivität der Phosphatasen gegenüber FMN zu einem 
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bakteriellen Defizit an den essenziellen Cofaktoren FMN und FAD führen würde. Dies könnte 

nur experimentell geprüft werden. 

Des Weiteren hat die Tatsache, dass die Riboflavinbiosynthese-Enzyme im Menschen nicht 

präsent sind, zu der Überlegung geführt, diese als Zielort für die Entwicklung neuer Antibiotika 

gegen pathogene Mikroorganismen zu nutzen. Viele pathogene Mikroorganismen, wie bei-

spielsweise Enterobakterien besitzen keine Riboflavintransporter, die es ihnen ermöglichen 

Riboflavin aus der Umgebung aufzunehmen. Somit sind diese von der De-novo-Biosynthese 

von Riboflavin zwingend abhängig und der Einsatz von Inhibitoren dieser Enzyme würde eine 

bakterizide Wirkung aufweisen (Dahl et al., 2004; Stratton, 2000). Hierfür bliebe jedoch noch 

zu klären, ob geeignete Inhibitoren eine ausreichende Spezifität aufweisen würden, um die 

selektive Inhibierung der bakteriellen HAD-Phosphatasen zu gewährleisten. Ein mögliches 

Problem könnte sich auch hier durch die FMN-Hydrolase Aktivität der HAD-Phosphatasen er-

geben, da, im Gegensatz zu den Riboflavinbiosynthese-Genen, FMN-Hydrolasen auch im 

Menschen präsent sind. 

2.2 Gentechnische Methoden 

Unter dem traditionellen Begriff der Gentechnik werden Methoden der Biotechnologie verstan-

den, die dazu verwendet werden, durch gezielte Eingriffe in das Genom gentechnisch verän-

derte Organismen (GVOs) zu erzeugen. Der Begriff der roten Gentechnik bezeichnet hierbei 

eine Anwendung im Bereich der Medizin und Pharmazie, bei der weißen Gentechnik handelt 

es sich um eine Anwendung im Bereich der Mikroorganismen und Enzyme und bei der grünen 

Gentechnik um eine Anwendung in Pflanzen (Heberer, 2015). In Abbildung 6 ist die Entwick-

lung der gentechnischen Methoden auf einer Zeitachse dargestellt.  

 
Abbildung 6: Zeitlicher Überblick über die Entwicklung von gentechnischen Methoden. 
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Von 1970 bis in die frühen 2000er Jahre wurden vorwiegend die “traditionellen“ gentechni-

schen Methoden angewendet. Bei diesen Methoden werden große DNA-Abschnitte, so ge-

nannte Genkassetten in das Genom des zu verändernden Organismus eingebracht. Diese 

enthalten - neben dem eigentlichen Zielgen - ein Marker-Gen sowie ein spezifisches Startsig-

nal (Promotor) und ein Stoppsignal (Terminator), welche die spätere Expression des einge-

bauten Gens gewährleisten sollen. Nach Einbringung dieser, zumeist aus Teilsequenzen ver-

schiedenster Organismen stammenden Gen-Konstrukte, erfolgt die zufällige ungerichtete In-

tegration der DNA in den Wirtsorganismus. Hierbei sind weder die Häufigkeit der Integration 

und der Integrationsort noch die daraus resultierenden Veränderungen der Genregulation des 

Organismus kontrollierbar (Latham et al., 2006). Zusätzlich zur ungerichteten Integration von 

DNA war es bereits seit den 1989er Jahren möglich, mit Hilfe der homologen Rekombination 

(HR) zielgerichtete Mutationen in das Erbgut von Lebewesen einzubringen. Hierbei werden 

synthetisch erzeugte DNA-Templates verwendet, welche bis auf die zu verändernde(n) spezi-

fische(n) Base(n) mit der Zielregion identisch sind und somit mit dieser Hybridisieren können. 

Anschließend werden die entsprechenden Mutationen in die zelleigene DNA übernommen. Da 

die HR in eukaryotischen Zellen extrem selten auftritt, ist die Rekombinationsfrequenz (1 von 

106-109 Zellen) bei Anwendung dieser Methode jedoch relativ gering (Capecchi, 1989). Auch 

bei der Anwendung in Bakterien hat diese Methode zum Nachteil, dass häufig nur eine geringe 

Rekombinationsrate erzielt wird und ohne das Einführen von Markern wie bspw. Antibiotikare-

sistenzen aufwendige Screenings notwendig sind, um die Zellen, welche die Mutation enthal-

ten, zu selektieren. 

Im Jahr 2006 wurde die Methode weiter optimiert und es entstand die Bezeichnung der Oligo-

nukleotid-gerichteten-Mutagenese (OgM). Die OgM ist zwar relativ spezifisch, hat jedoch wei-

terhin den Nachteil einer geringen Mutationseffizienz, so dass große Mengen an Oligonukleo-

tiden in den Wirtsorganismus eingebracht werden müssen (Sauer et al., 2016). In den 1990er 

Jahren wurde zudem die Cre-lox-Technologie bekannt, bei der die Rekombinase Cre eines 

Bakteriophagen genutzt wird, um die ortspezifische Rekombination von DNA-Sequenzen zu 

ermöglichen. Die Cre-Rekombinase erkennt spezifisch einen 34-bp-Locus namens loxP und 

vermittelt die ortsspezifische Deletion von DNA-Sequenzen zwischen zwei loxP-Stellen 

(Sternberg & Hamilton, 1981; Suzuki et al., 2005). Nachteile dieser Methode sind zum einen 

die mit zunehmendem genetischen Abstand der loxP-Stellen verringerte Effizienz und zum 

anderen die Tatsache, dass kurze Bereiche des loxP-Locus nach der Deletion auf dem Chro-

mosom zurückbleiben (Carter & Delneri, 2010; Zheng et al., 2000). 

Seit Beginn der 2000er Jahre sind einige neue molekularbiologische Methoden verfügbar, die 

unter dem Begriff der ortsspezifischen Nukleasen (Site Directed Nucleases, kurz SDN) zusam-

mengefasst werden. Neben der erstmalig im Jahr 2012 angewandten CRISPR-Cas Technik 

(Jinek et al., 2012), werden die Zinkfingernukleasen (ZFNs) sowie die Transcription Activator-
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Like Effector Nukleasen (TALENs) diesen neuen Methoden der Genom Editierung zugeordnet. 

Mit Hilfe dieser Techniken ist es möglich die DNA von Lebewesen gezielt und ortsgerichtet zu 

modifizieren. Hierbei sind sowohl Deletionen als auch Insertionen von größeren Genen/Gen-

abschnitten, als auch Einzelbasenaustausche möglich (Sprink et al., 2016). Bei allen dieser 

Techniken werden die zelleigenen Reparatur- bzw. Rekombinationsmechanismen des Non-

Homologous End Joinings (NHEJ) oder der HR genutzt, um die jeweiligen Veränderungen in 

der DNA hervorzurufen. Hierfür erzeugen die ortspezifischen Nukleasen zunächst einen Dop-

pelstrangbruch in der chromosomalen DNA des zu verändernden Organismus.  

Sowohl ZFNs als auch TALENs, sind chimäre Proteine, die aus einer hochspezifischen DNA-

Bindungsdomäne und einer unspezifischen Nukleasedomäne des Restriktionsenzyms FokI 

aus dem Bakterium Flavobacterium okeanokoites bestehen (Hiroyuki & Susumu, 1981; Kim & 

Chandrasegaran, 1994; Kim et al., 1996; Kim et al., 2010).  

Da die FokI-Nuklease nur als Dimer enzymatisch aktiv ist, müssen immer zwei ZFN bzw.  

TALEN zum Induzieren eines Doppelstrangbruches auf der DNA-Zielsequenz über ihre FokI-

C-Termini dimerisieren (Bitinaite et al., 1998).  

TAL-Effektoren gehören zu einer großen Gruppe hochkonservierter bakterieller Proteine, die 

in verschiedenen Stämmen von Xanthomonas sp. vorkommen (Hayward, 1993; Leyns et al., 

1984). Die spezifische DNA-Bindung von TAL-Effektoren wird über eine Domäne mit 12 bis 27 

konservierten, fast identischen Wiederholungseinheiten (Repeats) von je 33 bis 35 Aminosäu-

ren vermittelt, wobei jede dieser Einheiten über zwei hochvariable Aminosäurereste an Posi-

tion 12 und 13 (Repeat-Variable Diresidue = RVD) an genau eine Base der Zielsequenz bindet. 

Es handelt sich hiermit um ein modulares System bestehend aus vier verschiedenen Wieder-

holungseinheiten, das es ermöglicht durch einfache Rekombination theoretisch für jede belie-

bige DNA-Sequenz einen passenden TAL-Effektor zu entwerfen (Kim & Kim, 2014; Mahfouz 

et al., 2011; Moscou & Bogdanove, 2009). 

Die Zinkfinger (ZF)-DNA-Bindungsdomänen setzen sich aus einzelnen Modulen zusammen, 

wobei jeweils ein Modul, bestehend aus etwa 30 Aminosäuren, an drei Basen innerhalb der 

gewünschten ZF-Bindungsstelle bindet. ZFN bestehen aus drei bis vier solcher ZF-Module, 

welche beliebig tandemartig arrangiert werden können, um so eine Vielfalt an neuen DNA-

Zielsequenzen zu adressieren (Beerli & Barbas, 2002; Cathomen & Keith Joung, 2008; Kim et 

al., 2010).  

Während die ZFNs und die TALENs Protein-DNA-Wechselwirkungen nutzen, basiert das 

CRISPR-Cas System auf der hochspezifischen Bindung zwischen der CRISPR-RNA und der 

Ziel-DNA (Sander & Joung, 2014). Die relativ neue CRISPR-Cas-Technologie hat daher neben 

der hohen Präzision den Vorteil, dass das zeitaufwendige, fehleranfällige und kostenintensive 

Entwerfen von spezifischen Enzymen entfällt, da für unterschiedliche Genmodifikationen nicht 
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die Nuklease selbst, sondern lediglich eine kurze, spezifische RNA-Sequenz neu hergestellt 

werden muss (Belhaj et al., 2013; Kim et al., 2010; Ramirez et al., 2008). Im Folgenden werden 

die Entdeckung und Funktion des CRISPR-Cas Systems im Allgemeinen sowie das CRISPR-

Cas9 System als neue Methode der Genom Editierung im Speziellen näher dargestellt. 

2.2.1 Das CRISPR-Cas System 

CRISPR (Clustered Regulary Interspaced Short Palindromic Repeats) sind Abschnitte kurzer 

(21-37 Basenpaare), palindromischer DNA-Sequenzen (Repeats), die von Abstandshaltern 

(Spacern) unterbrochen werden. Zusammen mit den Cas-Genen (CRISPR-associated genes), 

einer CRISPR-RNA (crRNA) sowie einer tracrRNA (trans-activating crRNA) sind sie auf dem 

Genom von etwa 42% aller bisher untersuchten Eubakterien und 85% der Archaeen in be-

stimmten Bereichen, den CRISPR-Loci, zu finden (Horvath & Barrangou, 2010; Jansen et al., 

2002; Makarova et al., 2020; van der Oost et al., 2009). Mittlerweise sind zahlreiche unter-

schiedliche CRISPR-Systeme bekannt, die in Abhängigkeit des Organismus unterschiedliche 

Komponenten aufweisen. So kann beispielsweise die Anzahl der einzelnen Repeat-Spacer 

Einheiten von einigen wenigen bis hin zu mehreren hunderten variieren. Die CRISPR-Loci 

codieren zudem für unterschiedliche Cas-Proteine und einige Systeme kommen ohne eine 

tracrRNA aus (Mojica & Garrett, 2013; Zetsche et al., 2015). In Abbildung 7 ist die schemati-

sche Darstellung eines CRISPR-Locus zu sehen.  

 
Abbildung 7: Schematische Darstellung eines CRISPR-Locus. Vor dem CRISPR-Array liegt die AT-reiche 
Leitsequenz, die den Transkriptionsstartpunkt darstellt. Dahinter befinden sich unterschiedliche Spacer-Sequenzen 
(S, farbige Rechtecke), flankiert von identischen Repeat-Sequenzen (R, graue Rauten), deren Anzahl variieren 
kann. In grau vorgeschaltet sind die tracrRNA und die CRISPR-assoziierten Cas Gene (Cas-Operon) dargestellt. 
Während die Cas-Gene in Proteine translatiert werden, werden die meisten CRISPR-Arrays zunächst als eine 
einzige RNA transkribiert, bevor sie anschließend zu kürzeren crRNAs verarbeitet werden. Abbildung in Anlehnung 
an Makarova et al., 2020. 

Bei Untersuchungen der intestinalen alkalischen Phosphatase (IAP) wurde 1987 von Nakata 

und Kollegen erstmals ein solcher CRISPR-Locus im Bakterium E. coli entdeckt. Sie berichte-

ten über ein kurioses Set von 29 Basenpaar-Wiederholungen stromabwärts des iap-Gens, 

dessen Funktion ihnen nicht bekannt war (Ishino et al. 1987). Erst 18 Jahre später, in den 

Jahren 2005 bis 2008, konnte durch verschiedene, unabhängige Studien gezeigt werden, dass 

es sich bei den von repetitiven Sequenzen eingerahmten Spacern um Fremd-DNA aus Bak-

terien-infizierenden Viren (Bakteriophagen) handelt. Dies führte zu der Hypothese, dass die 
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Funktion der CRISPR-Cas Systeme darin besteht, den jeweiligen Organismus gegen Fremd-

DNA aus Viren und Plasmiden zu verteidigen (Bolotin et al., 2005; Brouns et al., 2008; Mojica 

et al., 2005; Pourcel et al., 2005). Mit Hilfe von experimentellen Studien am Milchsäurebakte-

rium Streptococcus thermophilus konnte im Jahr 2007 bestätigt werden, dass nach einer Vi-

rusinfektion ein Teil der Zellen neue, Viren-spezifische Spacer-Sequenzen im CRISPR-Array 

ihres Genoms aufweisen, die bei einer Zweitinfektion zu einer Resistenz gegenüber dem Virus 

führten. Die Deletion dieser neu akquirierten Spacer-Sequenzen resultierte wiederum in einem 

Verlust der zuvor gezeigten Resistenz, wodurch bewiesen werden konnte, dass es sich bei 

den auf dem CRISPR-Locus enthaltenen genetischen Komponenten um ein adaptives Immun-

system von Prokaryoten handelt (Barrangou et al., 2007).  

Mittlerweile (Stand 2022) sind zwei verschiedene Klassen, sechs Typen und 33 Subtypen des 

CRISPR-Cas Systems bekannt, die in verschiedenen Bakterien oder Archaeen gefunden wur-

den und in einigen Bereichen stark differieren. Bei dem in dieser Arbeit verwendeten CRISPR-

Cas9 System handelt es sich um eine adaptive Immunabwehr aus dem Bakterium Streptococ-

cus pyogenes. Das System wird der Klasse 2, Typ II zugeordnet und zählt zusammen mit zwei 

weiteren kürzlich entdeckten Typen (V, VI) zu den CRISPR-Cas Systemen, die bislang auf-

grund ihrer Einfachheit als Methoden der Genom Editierung favorisiert werden. CRISPR-Cas9 

ist hierbei das am längsten bekannte und am umfangreichsten erforschte System (Cong et al., 

2013; Jinek et al., 2012; Makarova et al., 2020; Sander & Joung, 2014). Im Folgenden wird die 

adaptive Immunabwehr anhand des CRISPR-Cas9 Systems näher dargestellt. Die CRISPR-

vermittelte Immunabwehr gegenüber parasitärer Fremd-DNA kann in drei Phasen unterteilt 

werden: 1. Akquisitionsphase, 2. Bearbeitungsphase und 3. Interferenzphase (s. Abbildung 8).  
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Abbildung 8: Ablauf der adaptiven Immunabwehr beim Typ II CRISPR-Cas9 System aus S. pyogenes. Es 
werden die drei Phasen (Akquisitionsphase (blau), Bearbeitungsphase (grün) und Interferenzphase (rot)) der 
CRISPR-Cas9 vermittelten Immunabwehr dargestellt. Der CRISPR-Cas9-Locus von S. pyogenes enthält die 
tracrRNA, einen Cas-Operon mit den Genen cas9, cas1, cas2 und cas4, eine Leitsequenz sowie einen CRISPR-
Array. Auf dem CRISPR-Array befinden sich die unterschiedlichen Spacer-Sequenzen (S, farbige Rechtecke), die 
flankiert werden von identischen Repeat-Sequenzen (R, graue Rauten). Abbildung in Anlehnung an Bhaya et al., 
2011 und Makarova et al., 2020. 

In der Akquisitionsphase wird ein Teil, der durch einen Virus oder ein Plasmid eingebrachten 

Fremd-DNA (auch Protospacer genannt), in der Nähe einer für das jeweilige CRISPR-System 

spezifischen Orientierungssequenz, der so genannten PAM Region (Protospacer Adjacent 

Motif) erkannt und in Form einer neuen Spacer-Sequenz auf dem CRISPR-Locus des bakte-

riellen Genoms eingebaut. Die Adaption neuer Spacer-Sequenzen wird von den Enzymen 

Cas1 und Cas2 vermittelt (Wang et al., 2015; Yosef et al., 2012). Die akquirierte Sequenz ist 

jetzt Teil des bakteriellen Genoms und wird bei einer Zellteilung an die nachkommenden Ge-

nerationen vererbt (Barrangou et al., 2007; Deveau et al., 2008) Der neue Spacer wird dabei 

direkt von einer Repeat-Sequenz eingerahmt. Die Spacer-Sequenz besteht aus einer mit ei-

nem Teil der viralen DNA identischen, etwa 20-71 bp langen DNA-Sequenz, in Aussparung 

der PAM-Region. Die PAM-Region fungiert als eine Art Orientierungssequenz für die Cas-

Nuklease, ohne die die Nuklease nicht aktiviert wird. Dieser Aufbau ermöglicht es dem 
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CRISPR-System später zwischen Fremd-DNA und eigener DNA zu unterscheiden (Mojica et 

al., 2009; Yosef et al., 2012). Die Cas9-Nuklease aus S. pyogenes erkennt eine 5´-NGG-3´ 

bzw. 3´-NCC-5´ (N = A, T, C oder G) PAM-Sequenz (Jinek et al., 2012; Mojica et al., 2009). 

Während der Bearbeitungsphase (Phase 2) entsteht nach der Transkription des CRISPR-Ar-

rays, der tracrRNA und der Cas-Gene zunächst eine Vorläufer-crRNA (pre-crRNA), welche 

anschließend in die „reife“ crRNA prozessiert wird. Jede dieser crRNAs besteht anschließend 

aus je einem Teil der Repeat- und einem Teil einer Spacer-Sequenz. Die tracrRNAs, die eine 

Anti-Repeat-Sequenz enthalten, gehen eine Basenpaarung mit den pre-crRNA-Repeats ein. 

Diese Interaktion wird durch die Cas9-Nuklease gefördert und stabilisiert und führt zur Bildung 

eines Ribonukleoprotein-Komplexes. Nach der Bildung des tracrRNA:crRNA-Cas9-Komple-

xes werden beide RNAs von der wirtseigenen Ribonuklease III gemeinsam prozessiert, was 

zur Bildung einer prozessierten tracrRNA (75 Nukleotide) und einer Übergangsform der crRNA 

(66 Nukleotide) führt. Nach dieser ersten Reifungsphase wird die crRNA durch bisher noch 

unbekannte Faktoren weiter prozessiert und es entsteht die reife crRNA, die 39-42 Nukleotide 

umfasst. Der resultierende tracrRNA:crRNA-Duplex bleibt an der Cas9-Nuklease gebunden 

(Deltcheva et al., 2011). In der Interferenzphase (Phase 3) vermittelt schließlich die RNA-ge-

steuerte DNA-Endonuklease Cas9 die Spaltung der eindringenden Fremd-DNA (Gasiunas et 

al., 2012; Jinek et al., 2012). Das Enzym Cas9 besitzt zwei Nuklease Domänen, eine RuvC-

ähnliche Nuklease Domäne in der Nähe des Aminoterminus und eine HNH-ähnliche Nuklease 

Domäne in der Mitte des Proteins. Zusätzlich weist sie verschiedene Regionen auf, die für die 

spezifische Zielerkennung sowie das Auffinden der PAM-Sequenz von Bedeutung sind 

(Anders et al., 2014; Nishimasu et al., 2014). Die Bindung der Cas9-Nuklease an den 

tracrRNA:crRNA-Duplex bewirkt eine Konformationsänderung die es dem Protein ermöglicht, 

die Fremd-DNA nach PAM-Sequenzen abzusuchen (F. Jiang et al., 2015). Bei Erkennung der 

PAM-Sequenz lösen sich die Stränge der doppelsträngigen DNA, wodurch die crRNA in die 

Lage versetzt wird, die Komplementarität mit der Ziel-DNA zu prüfen (Anders et al., 2014). 

Wenn eine ausreichende Komplementarität besteht, geht die crRNA eine Watson-Crick-Ba-

senpaarung mit dem komplementären DNA-Strang ein und der nicht-komplementäre Strang 

wird verschoben, wodurch eine R-Schleifenstruktur entsteht (Gasiunas et al., 2012). Die R-

Schleifenbildung verläuft dabei vom PAM-proximalen zum PAM-distalen Teil der Target-Se-

quenz. Dabei sind insbesondere die PAM-Erkennung, als auch die Basenpaarung zwischen 

der crRNA und der Target-Sequenz der ersten 10-12 PAM-proximalen Nukleotide (auch als 

Seed-Region bezeichnet) wesentliche Voraussetzungen für die Cas9-Endonukleaseaktivität.  

Nach erfolgreicher Bindung der crRNA an die Target-Sequenz der Fremd-DNA erfolgt eine 

erneute Konformationsänderung der Nuklease und der HNH- und RuvC-vermittelte Doppel-

strangbruch drei Basenpaare stromaufwärts der PAM-Region (Chen et al., 2014; Gasiunas et 

al., 2012; Jinek et al., 2012). 
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2.2.2 Molekularbiologische Anwendung des CRISPR-Cas9 Systems 

Bereits ein halbes Jahr nachdem die genaue Funktionsweise des CRISPR-Cas Systems in 

Bakterien und Archaeen erstmalig beschrieben wurde, konnte gezeigt werden, dass sich die 

Cas9 Nuklease aus dem Typ II CRISPR-Cas9 System als ortsspezifisch programmierbare En-

donuklease zur Veränderung des Genoms verschiedener Organismen einsetzen lässt 

(Barrangou & Marraffini, 2014; Jinek et al., 2012; Sternberg & Doudna, 2015). Das CRISPR-

Cas9 System ist für eine molekularbiologische Anwendung besonders geeignet, da es im Ge-

gensatz zu anderen CRISPR-Cas Systemen, neben einer crRNA und einer tracrRNA, nur ein 

einziges Multidomänen-Protein, die Cas9 Nuklease, benötigt, um einen DNA-Doppelstrang-

bruch zu induzieren. Durch die Entwicklung einer so genannten single guide RNA (sgRNA), 

einer synthetisch erzeugten Chimäre, bestehend aus der Target-komplementären crRNA und 

der tracrRNA (s. Abbildung 9), konnte das System für die Anwendung in Eukaryoten weiter 

vereinfacht werden, da eine Bindung über die Repeat-Region der beiden RNAs hiermit entfällt. 

Somit werden für die Funktionalität des Systems lediglich zwei Komponenten, eine sgRNA 

sowie eine Cas9-Nuklease benötigt (Jinek et al., 2012; Makarova et al., 2020). Bei der Anwen-

dung der CRISPR-Cas Methode in Prokaryoten werden die Sequenzen der Cas9-Nuklease 

sowie der crRNA und der tracrRNA mit Hilfe eines Plasmides in die Zellen eingebracht, wes-

halb die Synthese einer Chimäre hier keine ersichtlichen Vorteile mit sich brachte und zu-

nächst keine Anwendung fand (Jiang et al., 2013; Oh & van Pijkeren, 2014). 

 
Abbildung 9: Chimäre sgRNA bestehend aus der Target-komplementären crRNA und der tracrRNA. 

Die gezielte Induktion von Doppelstrangbrüchen, die es ermöglicht verschiedene Modifikatio-

nen wie Basendeletionen und Insertionen sowie einzelne Basenaustausche in die DNA von 

Lebewesen einzubringen, war bereits unter Verwendung anderer ortspezifischer Nukleasen, 

wie den TALENs und den ZNFs möglich (Sander & Joung, 2014).  

Ein großer Vorteil des CRISPR-Cas Systems besteht im Gegensatz zu den anderen SDN-

Techniken jedoch darin, dass seine Spezifität nicht durch Protein-DNA-Interaktionen, sondern 

durch eine leicht an verschiedene Zielsequenzen anzupassende RNA-DNA-Interaktion be-
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stimmt wird. Hierdurch entfällt die zeitaufwendige und kostenintensive Anpassung der Erken-

nungsregionen an die zu bindende DNA-Sequenz (s. auch Abschnitt 2.2) (Belhaj et al., 2013; 

Kim & Kim, 2014). Weitere Vorteile des CRISPR-Cas Systems sind, neben seiner leichten 

Anwendbarkeit, eine große Flexibilität sowie eine hohe Spezifität. Zudem ist es mit Hilfe dieser 

Technik und unter Bereitstellung von mehreren crRNAs möglich, mehrere Gene in einem Ge-

nom gleichzeitig zu editieren (Wilkinson & Wiedenheft, 2014). 

Um das Genom eines Organismus zielgerichtet mittels der CRISPR-Cas9 Technologie zu mo-

difizieren sind grundsätzlich drei Schritte notwendig: 

1. Festlegung des chromosomalen DNA-Abschnittes und der Art der Modifizierung  

(Basendeletion, Baseninsertion oder Einzelbasenaustausch). 

2. Induktion eines DNA-Doppelstrangbruches an der unter 1. beabsichtigten Stelle des 

Genoms.  

3. Reparatur, d.h. ein erneutes Zusammenfügen der entstandenen doppelsträngigen 

DNA-Enden mit oder ohne Einführung einer modifizierten, “fremden“, DNA-Sequenz. 

Die Protospacer-Sequenz, nachfolgend im Kontext der molekularbiologischen Anwendung, als 

Zielsequenz oder auch Target bezeichnet, kann unter der Voraussetzung einer entsprechend 

assoziierten PAM-Sequenz (stromabwärts der Zielsequenz) frei gewählt werden. Für das De-

sign der crRNA wird in der Regel ein DNA-Abschnitt von etwa 20 Basenpaaren ausgewählt. 

Abbildung 10 zeigt die Anwendung der CRISPR-Cas9 Methode zur Genom Editierung.  
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Abbildung 10: Induktion eines CRISPR-Cas9 vermittelten DNA-Doppelstrangbruches und Generierung an-
schließender genetischer Veränderungen unter zu Hilfenahme der zelleigenen Reparatur- und Rekombina-
tionsprozesse. Die tracrRNA (grau) und die Target-komplementäre crRNA (rot) liegen bei der molekularbiologi-
schen Anwendung des CRISPR-Cas9 Systems in Eukaryoten bereits aneinandergebunden, in Form einer Chimäre, 
vor. Nach der Einführung eines zielgerichteten Doppelstrangbruches im zu verändernden Organismus kann mittels 
HR und eines teilweise homologen Donor-Templates (die homologen Bereiche sind durch die gestrichelten Linien 
gekennzeichnet) eine präzise Baseninsertion bzw. Basendeletion (dunkelblau) vorgenommen werden. Wird kein 
Donor-Template in die Zelle eingebracht, kann es über eine Reparatur mittels des fehleranfälligen NHEJ in einigen 
Fällen zum Auftreten zufälliger Indel-Mutationen (dunkelblau) kommen. Diese Indel-Mutationen können wiederum 
einen Frameshift und somit die Entstehung einer oder mehrerer Stopcodone (rot) im Zielgen bewirken. Abbildung 
in Anlehnung an Razzaq & Masood, 2018. 

Der Target-komplementäre Abschnitt der sgRNA, die crRNA, leitet den sgRNA-Cas9 Komplex 

zunächst zum Zielbereich der genomischen DNA, die von einer PAM-Region (hier: 3´-NCC-

5´) flankiert wird. Bei erfolgreicher Bindung (Watson-Crick-Basenpaarung) des crRNA-Berei-

ches an die Target-DNA des zu verändernden Organismus kommt es zu einer Konformations-

änderung der Cas9-Nuklease und einem, durch die beiden Nuklease-Domänen HNH und 

RuvC vermittelten DNA-Doppelstrangbruch etwa drei Nukleotide stromaufwärts der PAM-Re-

gion (Jinek et al., 2012; Nishimasu et al., 2014). Nach der Induktion eines glatten DNA-Dop-

pelstrangbruches werden die zelleigenen Reparatur- bzw. Rekombinationsmechanismen, das 
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NHEJ oder die HR genutzt, um Veränderungen in der DNA hervorzurufen. Wird, ähnlich wie 

beim HR-vermittelten Targeting oder bei der OgM, eine partial zur Zielsequenz homologe 

DNA-Vorlage als „Spender“ (eng. Donor-Template) in die Zelle eingeführt, so erfolgt die Re-

paratur des Doppelstrangbruches in einigen Fällen über den präzisen HR-Mechanismus. 

Durch das Einführen von Doppelstrangbrüchen in das Genom wird die Rekombination in der 

Zelle getriggert, so dass die Rekombinationsrate im Vergleich zur OgM und zum HR-vermit-

telten Targeting deutlich höher liegt (Choulika et al., 1995). Das Donor-Template kann in Form 

einer doppel- oder einzelsträngigen DNA vorliegen (Cobb et al., 2015; Huang et al., 2015; 

Jiang et al., 2013; Y. Jiang et al., 2015). Durch eine entsprechende Modifikation des Donor-

Templates können sowohl Basendeletionen als auch Insertionen im Zielorganismus eingeführt 

werden. Wenn keine Reparaturvorlage in die Zelle eingebracht wird bzw. der HR-Mechanis-

mus in dem entsprechenden Organismus nicht aktiv ist, werden die restriktierten DNA-Enden 

mit Hilfe des fehleranfälligen NHEJ wieder miteinander verbunden. Dies führt häufig zu einem 

heterogenen Pool von Insertionen und Deletionen (Indel-Mutationen) und häufig zu einer Ver-

schiebung des Leserasters auf dem Gen (Frameshift). Diese Frameshifts begünstigen wiede-

rum das Entstehen frühzeitiger Stopcodone, die zu einem Abbruch der Translation und somit 

zum gewünschten Knockout im Zielgen führen (Bibikova et al., 2002; Rouet et al., 1994; Salo-

mon & Puchta, 1998). Auf den genauen Ablauf der beiden hier genannten Reparatur- bzw. 

Rekombinationsmechanismen wird im nächsten Abschnitt eingegangen. 

2.2.3 Mechanismen der Reparatur und Rekombination von DNA in 
Prokaryoten 

Ein DNA-Doppelstrangbruch stellt für die Wirtszelle einen der schwersten Schäden dar und 

würde ohne Reparatur zum Zelltod führen (Bennett et al., 1993). Um diesem Schicksal zu 

entgehen, besitzen eukaryotische Zellen unter anderem zwei Mechanismen zur Reparatur von 

DNA: Das NHEJ und die HR. Diese beiden zellinternen Mechanismen werden bei der Genom 

Editierung mittels der CRISPR-Cas9 Technologie genutzt, um genetische Modifikationen ein-

zuführen. Bei Eukaryoten stellt das NHEJ das dominierende Reparatursystem dar. Im Gegen-

satz dazu besitzen die meisten Prokaryoten keinen bzw. nur einen temporär aktiven NHEJ-

Mechanismus (Michel & Leach, 2012; Wilson et al., 2003; Wyman & Kanaar, 2006). Während 

E. coli zur Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen ausschließlich auf die HR angewiesen 

ist, weisen einige Bakterien wie beispielsweise Mycobacterium tuberculosis und B. subtilis zu-

sätzlich eine rudimentäre NHEJ-Maschinerie auf. Diese besteht aus zwei Proteinen, der mul-

tifunktionalen ATP-abhängigen Ligase LigD und dem Protein Ku, die gemeinsam DNA-Enden 

schützen, verarbeiten und ligieren (Della et al., 2004; Gong et al., 2004; Weller et al., 2002; 

Wilson et al., 2003). Das NHEJ-Reparatursystem ist u.a. in B. subtilis lediglich während der 

Sporulationsphase aktiv. Während dieser Phase ist es für das Bakterium nicht möglich, DNA-

Schäden mittels HR zu reparieren, da nur eine chromosomale Kopie der DNA vorliegt und 
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somit die notwendige Reparaturvorlage in Form einer intakten Kopie des Genabschnittes (Ge-

nomäquivaltents) fehlt (Moeller et al., 2007; Vega, 2013; Wang et al., 2006). Der HR-Mecha-

nismus ist nicht nur für die Bewahrung der Genomintegrität durch die Reparatur von DNA-

Doppelstrangbrüchen von Bedeutung, er ist des Weiteren grundlegend für die genetische Di-

versifikation von bakteriellen Genomen. So erlaubt er bei Bakterien die Integration von DNA, 

die beispielsweise durch eine Aufnahme aus dem umgebenen Medium (Transformation) oder 

durch die zeitweise Verbindung zweier Bakterienzellen (Konjugation) in die Zelle gelangt ist 

(Lorenz & Wackernagel, 1994; Smith, 1991). Auch die Rekombination mit fremder bakterieller 

DNA, die über eine Transfektion mit einem Phagen erhalten wurde, ist möglich. Dieses natür-

liche Rekombinationsvermögen von Bakterien wurde bereits vor der Entdeckung von zielspe-

zifischen-Nukleasen und der Einführung gezielter Doppelstrangbrüche technologisch genutzt, 

um mit Hilfe von Donor-Templates genetische Veränderungen in Bakterien zu erzielen. An-

hand von Abbildung 11 ist die Funktionsweise der beiden Reparatur- bzw. Rekombinations-

mechanismen in Bakterien dargestellt. 
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Abbildung 11: Schematische Darstellung der Funktionsweise der Homologen Rekombination (HR) und des 
non-homologous end joinings (NHEJ) bei der Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen bzw. bei der Re-
kombination von DNA. Bei der HR werden ein oder beide Enden des DNA-Doppelstrangbruches (blau) zunächst 
durch eine Helikase entwunden und dann durch eine 5′-3′-Exonuklease (orange) restriktiert und es entstehen ein-
zelsträngige Überhange an den 3′-OH-Enden. In E. coli katalysiert der Multiprotein-Komplex RecBCD diese Reak-
tion, in B. subtilis der Enzymkomplex AddAB (Rocha et al., 2005). Vermittelt durch das bakterielle Protein RecA 
kommt es zu einer Stranginvasion des längeren OH-Endes in das intakte homologe Genomäquivalent (magenta) 
bzw. bei einer technologischen Anwendung, in das synthetisch erzeugte Donor-Template. Der eindringende, blaue 
Strang dient hierbei als Primer für eine DNA-Polymerase (DNA-POL), welche die magentafarbene Chromatidinfor-
mation über die Bruchstelle hinaus kopiert. Der zweite verlängerte Strang bindet aufgrund der Basenhomologie 
ebenfalls an das magentafarbene Template und wird über die DNA-Polymerase verlängert. Nach der Auflösung 
der als Holliday-Struktur (eng. Holliday junction) bezeichneten Verknüpfung der Rekombinationsintermediate, 34Ti34Tst 
der Doppelstrangbruch korrigiert. Die verbleibenden Einzelstrangkerben im reparierten Duplex werden höchstwahr-
scheinlich durch replikative DNA-Ligasen verschlossen (Lusetti & Cox, 2002; Shuman & Glickman, 2007). Ein sol-
cher Austausch von DNA-Abschnitten zwischen zwei DNA-Molekülen wird auch als Crossing-over bezeichnet. Es 
konnte noch nicht vollständig geklärt werden, wodurch die Rekombination der intakten chromosomalen DNA mit 
der durch beispielsweise Transformation, Konjugation oder Transfektion eingebrachten Fremd-DNA getriggert wird, 
bzw. falls diese durch Strangbrüche initiiert wird, welche zellulären Prozesse daran beteiligt sind. Bekannt ist, dass 
Abschnitte der chromosomalen DNA als einzelsträngige DNA (eng. single stranded DNA; ssDNA) vorliegen müs-
sen. Diese ssDNA-Abschnitte können beispielsweise durch eine unvollständige Replikation oder durch den Abbau 
eines Strangabschnittes durch Exonukleasen entstehen. Der weitere Verlauf der DNA-Rekombination unterschei-
det sich nicht wesentlich von dem der DNA-Reparatur (Lovett et al., 2002). Beim NHEJ ist kein homologes Genom-
äquivalent für die Reparatur des Doppelstrangbruches erforderlich. Der Doppelstrangbruch wird durch das die 
DNA-Enden bindende Protein Ku (grün) angenähert und anschließend durch die DNA-Ligase LigD ligiert. Während 
die DNA-Reparatur über den HR-Mechanismus in der Regel fehlerfrei verläuft, kann diese beim NHEJ mutagen 
sein. Dies ist davon abhängig, ob die DNA-Enden direkt wieder miteinander verbunden werden oder ob diese zuvor 
durch Nukleasen oder Polymerasen modifiziert wurden (Bertrand et al., 2019; Brissett et al., 2007; Shuman & 
Glickman, 2007). Abbildung in Anlehnung an Shuman & Glickman, 2007. 
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2.2.4 Besonderheiten bei der Anwendung des CRISPR-Cas9 Systems in 
Prokaryoten 

Das CRISPR-Cas9 System wurde bereits in zahlreichen eukaryotischen Organismen wie bei-

spielsweise humanen Zellen, Zebrafischen, Schweinen, Reis, Weizen, Champignons, Wür-

mern und Hefen angewendet (Hruscha et al., 2013; Kildegaard et al., 2019; Kim et al., 2018; 

Liu et al., 2014; Sakuma et al., 2014; Waltz, 2016; Whitworth et al., 2014; Zhou et al., 2014). 

Obwohl die Methoden zur Genom Editierung in Bakterien limitiert sind und häufig den Nachteil 

einer geringen Mutationseffizienz aufweisen, hat sich die CRISPR-Cas-basierte Genombear-

beitung nur langsam auf die Anwendung in prokaryotischen Modelorganismen oder industriell 

relevanten Bakterien ausgeweitet (Vento et al., 2019).  

Im Jahre 2013 wurde das CRISPR-Cas System von Jiang et al. erstmals in Prokaryoten (E. coli 

und Streptococcus pneumoniae) erfolgreich angewendet. In den darauffolgenden Jahren 

wurde seine Anwendung auf weitere Bakterien der Gattungen Bacillus, Clostridium, Lactoba-

cillus, Pseudomonas, Staphylococcus und Streptomyces erweitert (Altenbuchner, 2016; Chen 

et al., 2017; Huang et al., 2015; Huang et al., 2016; Leenay et al., 2019; van der Els et al., 

2018; Wirth et al., 2020). Der Grund für die im Vergleich zu Eukaryoten weniger intensiv ge-

nutzte Anwendung des CRISPR-Cas Systems könnte eventuell in der Ineffizienz der Bakteri-

enstämme zur Reparatur von Doppelstrangbrüchen liegen, die durch die CRISPR-Cas Tech-

nologie eingeführt werden. Das Fehlen eines effektiven NHEJ-Mechanismus während der ve-

getativen Wachstumsphase der Bakterien hat zur Folge, dass bei der Anwendung des 

CRISPR-Cas Systems zur Genom Editierung ein synthetisch erzeugtes Donor-Template zwin-

gend Vorhandensein muss, da die Zellen andernfalls infolge des Doppelstrangbruches ster-

ben. Im Gegensatz zu natürlich (beispielsweise durch UV-Licht) entstehenden DNA-Doppel-

strangbrüchen, werden bei der Anwendung von zielgerichteten Nukleasen, wie der Cas9-Nuk-

lease, in der Regel alle in der Zelle vorhandenen Genomäquivalente des Chromosoms mit der 

entsprechenden Zielsequenz und der PAM-Region gespalten, sodass für die Reparatur kein 

intaktes Genomäquivalent mehr zur Verfügung steht. Das Donor-Template besteht für ge-

wöhnlich aus homologen, die Zielsequenz flankierenden Armen sowie einer veränderten 

Zielsequenz und/oder einer modifizierten bzw. deletierten PAM-Region (Jiang et al., 2013). 

Neben der gewünschten genetischen Veränderung ist eine Modifikation der Zielsequenz 

und/oder der PAM-Region notwendig, damit die Zellen, welche die Modifikation auf ihrem Ge-

nom eingebaut haben, nicht weiterhin von der Cas9-Nuklease attackiert werden. Der genaue 

Editiermechanismus, der die genetischen Modifizierungen in das Chromosom der Bakterien 

einbringt, ist noch nicht vollständig geklärt und variiert vermutlich (Vento et al., 2019). Eventuell 

kommt es durch die Induktion des DNA-Doppelstrangbruches durch die Cas-Nukleasen, unter 

anderem zu einer getriggerten Reparatur mittels HR.  
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Einen vermutlich größeren Einfluss auf die Modifizierung des Genoms der Prokaryoten hat 

jedoch die HR der noch intakten DNA mit dem Donor-Template. Es wird angenommen, dass 

das CRISPR-Cas System bei Prokaryoten vorwiegend als Rekombinations-Induktor und als 

Gegenselektionswerkzeug (eng. counter-selection tool) fungiert, dass die Zellen, die noch eine 

intakte Target-Sequenz aufweisen, eliminiert (Jiang et al., 2013; Vento et al., 2019). Dies hat 

den Vorteil, dass ein aufwendiges Screening der überlebenden Bakterienzellen auf die ge-

wünschte Mutation theoretisch entfällt und der Einbau von Screening-Markern, wie beispiels-

weise Antibiotika-Resistenzgenen, nicht zwingend erforderlich ist. Die Marker-freie genetische 

Manipulation von Bakterien ist für viele Anwendungen sehr wünschenswert, da der extensive 

Einsatz von selektiven Markern zu mehreren unerwünschten Effekten führen kann. Darüber 

hinaus kann die Generierung konsekutiver Genommutationen aufgrund der begrenzten Anzahl 

der verfügbaren Marker eine Herausforderung darstellen (Jiang et al., 2013; Mougiakos et al., 

2016). Die homologen Donor-Templates werden abhängig vom jeweiligen Bakterienstamm 

und der Art der gewünschten Modifikation entweder mit Hilfe eines Plasmids oder in Form von 

linearer ssDNA oder linearer doppelsträngiger DNA (eng. double stranded DNA; dsDNA) in 

die Zelle eingebracht. Die Integration der Donor-Templates erfolgt dann zumeist durch HR-

vermittelte Crossing-overs (siehe auch Abschnitt 2.2.3). Einige Prokaryoten, wie beispiels-

weise E. coli, weisen jedoch nur eine sehr geringe natürliche Rekombinationsrate auf. In die-

sen Fällen muss zusätzlich ein auf Rekombinationsproteinen basierendes System aus dem 

Bakteriophagen Lambda oder dem Prophagen Rac verwendet werden, um eine effiziente Re-

kombination des bakteriellen Chromosoms mit dem Donor-Template zu gewährleisten (Ellis et 

al., 2001; Hamilton et al., 1989; Murphy, 1998). Die von Rekombinasen aus Phagen vermittelte 

Rekombination verläuft unabhängig vom bakteriellen HR-Mechanismus und wird bereits seit 

Jahren als Methode des so genannten Recombineerings in Bakterien angewendet (Murphy, 

1998; Zhang et al., 1998). Beide Rekombinations- bzw. Recombineering-Methoden hatten bis-

her den Nachteil, dass nur eine geringe Mutationseffizienz erzielt werden konnte und ohne das 

Einführen von Markern aufwendige Screenings notwendig waren, um die Zellen, die die Mu-

tation enthalten, zu identifizieren. Durch eine Kombination der bereits existierenden Rekombi-

nationstechniken mit der neuen CRISPR-Cas9 Methode kann sowohl die Rekombinationsrate 

(Anzahl der rekombinierten Zellen im Verhältnis zur Gesamtpopulation) als auch die Rekom-

binationseffizienz (Anzahl der rekombinierten Zellen im Verhältnis zur Anzahl der unter selek-

tierten Bedingungen erhaltenen Zellen) deutlich erhöht und das nachfolgende Screening auf 

genetisch veränderte Zellen wesentlich erleichtert werden (Chung et al., 2017; Jiang et al., 

2013; Mougiakos et al., 2016; Oh & van Pijkeren, 2014).
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3 Aufgabenstellung und Zielsetzung der Arbeit 

Die vorliegende Arbeit befasst sich mit CRISPR-Cas9 vermittelten Knockouts zur Identifizie-

rung der essenziellen Phosphatasen der Riboflavinbiosynthese in B. subtilis und ist in zwei 

Teile gegliedert. Im ersten Teil der Arbeit soll das CRISPR-Cas9 System im Modelorganismus 

E. coli angewendet werden. Da das System zu Beginn dieser Arbeit relativ neu war und seine 

Anwendung in Prokaryoten bisher nur in wenigen wissenschaftlichen Arbeiten beschrieben 

wurde, sollte dieses zunächst anhand eines einfach zu kultivierenden Bakteriums im Arbeits-

kreis etabliert werden. Im zweiten Teil der Arbeit sollte dieses System dann auf den in Bezug 

auf Riboflavin wirtschaftlich und technologisch bedeutsamen Organismus B. subtilis übertra-

gen werden. Nach erfolgreicher Adaption der Methode auf B. subtilis soll das System genutzt 

werden, um die drei von Sarge et al. identifizierten HAD-Phosphatasen, die mit einer hohen 

enzymatischen Aktivität die Umsetzung von 5-Amino-6-Ribityl-amino-2,4(1H,3H)-Pyrimidin-

dion 5´-Phosphat (ARPP) zu 5-Amino-6-ribitylamino-2,4(1H,3H)-pyrimidindion (ARP) kataly-

sieren, einzeln und kombinatorisch auszuschalten.  

3.1 Vorgehen zur Anwendung der CRISPR-Cas9 Technologie in  
E. coli 

Im Jahre 2015 wurde erstmals von Jiang und Kollegen eine Forschungsarbeit über die Ent-

wicklung eines Plasmid-basierenden CRISPR-Cas9 Systems zur Anwendung in E. coli veröf-

fentlicht (Y. Jiang et al., 2015). Das Plasmid-System sollte in dieser Arbeit verwendet werden, 

um mehrere genetische Veränderungen in das Genom des E. coli-Stammes BL21(DE3) ein-

zuführen und somit die CRISPR-Cas9 Technologie innerhalb des Arbeitskreises zu etablieren.  

Für eine Anwendung und Etablierung des CRISPR-Cas9 Systems waren mehrere Schritte 

notwendig, die im Folgenden anhand eines Ablaufschemas (Abbildung 12) erläutert werden.  
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Abbildung 12: Ablaufschema zur Anwendung der CRISPR-Cas9 Technologie in E. coli. 

Zunächst musste in Schritt 1 eine geeignete, 20 Basenpaare umfassende Target-Sequenz in 

dem Gen ausgewählt werden, in dem die gewünschte Modifikation eingeführt werden sollte. 

Da im zweiten Teil dieser Arbeit Knockouts in Genen generiert werden sollten, die möglicher-

weise für die Biosynthese von Riboflavin essenzielle Enzyme kodieren, wurden hier Gene der 

Riboflavinbiosynthese ausgewählt, von denen bereits bekannt war, dass ihre Funktion für die 

Synthese von Riboflavin zwingend erforderlich ist. Es sollten die Gene ribA (GTP-Cyclohydo-

lase II), ribB (Mutase) und ribC (Riboflavinsynthase) ausgeschaltet werden. Um das Risiko von 

Off-Target-Reaktionen zu minimieren, sollten zunächst Kriterien ermittelt werden, die für die 

Spezifität der crRNAs von Bedeutung sind. Ebenso sollte ermittelt werden, welche Kriterien 

eine crRNA aufweisen sollte, damit sie effizient an ihr Target bindet und einen Doppelstrang-

bruch induziert. In Schritt 2 musste das auf den beiden Plasmiden pCas und pTargetF basie-

rende CRISPR-Cas9 System von Jiang et al. modifiziert werden. Das Plasmid pTargetF, das 

für die crRNA (i) und die tracrRNA (ii) codiert, musste so verändert werden, dass die enthal-
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tende crRNA-Sequenz gegen die in Schritt 1 ausgewählte crRNA-Sequenz ausgetauscht wer-

den konnte. Dieser „Austausch“ der spezifischen crRNA-Sequenz musste für jedes Zielgen 

erneut erfolgen. Daher soll hierfür eine Methode gewählt werden, die möglichst effizient und 

wenig zeitintensiv ist. Neben den beiden Plasmiden, die alle notwendigen Komponenten des 

CRISPR-Cas9 Systems enthalten, musste zudem ein Donor-Template (iv) synthetisiert wer-

den. Dieses sollte in Form einer linearen dsDNA in die Zelle eingebracht werden. Um später 

sicherzustellen, dass das jeweilige Zielgen effizient ausgeschaltet wird, sollten möglichst 

große Bereiche des Genes deletiert werden. Insbesondere in Bezug auf das weitere Vorha-

ben, war das Einbringen von großen Deletionen in das jeweilige Zielgen von Bedeutung, da 

es sich bei den von Sarge et al. identifizierten HAD-Phosphatasen, um noch nicht umfangreich 

erforschte Proteine handelt und daher nur wenige Erkenntnisse darüber vorliegen, welche 

Aminosäuren einen Effekt auf die enzymatische Aktivität dieser Enzyme aufweisen. Die Größe 

der Deletionen sollten für die Knockouts der Gene ribA, ribB und ribC schrittweise erhöht wer-

den, um zu evaluieren, ob diese effizient in den Zielgenen induziert werden können. Die Her-

stellung der Donor-Templates, die eine modifizierte Version der jeweiligen chromosomalen 

DNA-Abschnitte von ribA, ribB und ribC darstellen, sollte mit Hilfe einer geeigneten Methode 

der Polymerase-Kettenreaktion (eng. Polymerase Chain Reaction, PCR) erfolgen. Um alle für 

die Genom Editierung benötigten Komponenten in die Zellen einzubringen, musste in Schritt 

3 eine Transformationsmethode gewählt werden. Je höher die Anzahl der Zellen ist, die nach 

der Transformation erfolgreich alle benötigten Komponenten aufgenommen haben (Transfor-

mationsrate), desto größer wird die Wahrscheinlichkeit sein, dass einige dieser Zellen an-

schließend die gewünschte Mutation enthalten. Daher sollen hier Methoden bevorzugt werden, 

die hohe Transformationsraten gewährleisten können. Nach Ablauf der, in den Zellen vermut-

lich simultan ablaufenden Schritte 4 und 5, bei denen die transformierten Komponenten des 

CRISPR-Cas9 Systems in einigen Zellen die gewünschte Deletion induzieren (s. hierzu auch 

Abschnitt 2.2.3 und 2.2.4), musste in Schritt 6 eine Untersuchung der überlebenden Zellen auf 

die jeweilige Mutation erfolgen. Hierzu sollte zunächst ein Großteil der Transformanten in ei-

nem Wachstumstest auf eine Riboflavin-Auxotrophie geprüft werden. Bei einem erfolgreichen 

Knockout der jeweiligen Riboflavinbiosynthese-Gene, sollten die mutierten Zellen aufgrund ih-

rer Riboflavin-Abhängigkeit, lediglich auf den Agar-Platten Wachstum zeigen, denen Ribofla-

vin zugesetzt wurde. Mittels einer Kolonie-PCR könnten diese Zellen anschließend auf die 

Mutation getestet werden. Bakterienzellen, die die Deletion aufweisen, sollten im Vergleich 

zum Wildtyp (WT), ein um die jeweilige Größe der Deletion verkürztes DNA-Fragment aufwei-

sen. Die Bestätigung der korrekten Mutation einer im PCR-Screening positiv getesteten Zelle, 

kann anschließend anhand der SANGER-Sequenzierung erfolgen.  
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3.2 Kombinatorische Knockouts der putativen Phosphatase(n) in  
B. subtilis 

Im zweiten Teil dieser Arbeit soll das zuvor im Modelorganismus etablierte CRISPR-Cas9 Sys-

tem auf den wirtschaftlich und technologisch bedeutsamen Riboflavinproduzenten B. subtilis 

adaptiert werden. Bei der Adaption der Methode auf das grampositive Bakterium B. subtilis ist 

zu beachten, dass für dieses, aufgrund seiner im Vergleich zu gramnegativen Bakterien etwa 

zehn Mal dickeren Zellwand (Mureinschicht), wesentlich geringere Transformationsraten er-

zielt werden können. Daher muss zunächst eine effiziente Methode zur Transformation von 

DNA in B. subtilis gefunden werden.  

Nach der erfolgreichen Adaption der CRISPR-Cas9 Methode in B. subtilis soll diese genutzt 

werden, um die drei für die HAD-Phosphatasen codierenden Gene ycsE, yitU und ywtE einzeln 

und kombinatorisch auszuschalten. Die so generierten Knockout-Mutanten sollen im An-

schluss auf eine Riboflavin-Auxotrophie getestet und ggf. biochemisch weiter charakterisiert 

werden. Des Weiteren soll die Gesamtgenomsequenzierung einer mittels CRISPR-Cas9 er-

zeugten B. subtilis Mutante erfolgen, um zum einen die gezielt eingebrachten genomischen 

Modifikationen nachzuweisen und zum anderen Aufschluss über möglicherweise aufgetretene 

Off-Target-Mutationen zu erhalten.  
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4 Ergebnisse und Diskussionen  

4.1 Etablierung der CRISPR-Cas9 Technologie in E. coli 

In diesem Abschnitt sollte das CRISPR-Cas9 System zunächst im Bakterium E. coli 

BL21(DE3) etabliert werden. Wie eingangs erwähnt sollte das von Y. Jiang et al. (2015) ent-

wickelte Zwei-Plasmid-System bestehend aus pCas und pTargetF (Vektorkarten s. Anhang 2) 

verwendet werden, um auf genomischer Ebene die essenziellen Riboflavinbiosynthese-En-

zyme RibA (GTP-Cyclohydolase II), RibB (Mutase) und RibC (Riboflavinsyntase) auszuschal-

ten. Dabei wurde die Größe der Basen-Deletionen für die Knockouts der jeweiligen Gene 

schrittweise erhöht, um zu evaluieren bis zu welcher Größe diese effizient in den Zielgenen 

induziert werden können.  

4.1.1 Auswahl geeigneter CRISPR-Cas9 Target-Sequenzen 

Es hat sich gezeigt, dass die Auswahl der Target-Sequenz bzw. das Design der crRNA-Se-

quenz sowohl für die Spezifität als auch die Effizienz von CRISPR-Cas9 vermittelten Doppel-

strangbrüchen von Bedeutung ist (Hsu et al., 2013; Jinek et al., 2013). In den letzten Jahren 

wurden daher verschiedene experimentelle Ansätze sowie bioinformatische Methoden veröf-

fentlich, um crRNA-Sequenzen mit reduzierten Off-Target-Effekten und einer hohen Effizienz 

entwickeln zu können (Chuai et al., 2018; Doench et al., 2014; Doench et al., 2016; Hsu et al., 

2013; Kocak et al., 2019; Tycko et al., 2016). Wie bereits beschrieben, hat sich die Anwendung 

des CRISPR-Cas9 Systems zur Genom Editierung in Prokaryoten im Vergleich zur Anwen-

dung in eukaryotischen Organismen nur langsam durchgesetzt (Vento et al., 2019). Die zu 

Beginn dieser Arbeit verfügbaren Studien, die sich mit der Ermittlung von spezifischen und 

effizienten crRNAs beschäftigten und zur Entwicklung entsprechender Vorhersagealgorithmen 

führten, weisen daher die Limitation auf, dass sie ausschließlich auf experimentell erzeugten 

Datensätzen von eukaryotischen Zellen basieren.  

Die Auswahl geeigneter Target-Sequenzen bzw. das Design der 20-Nukleotide umfassenden 

crRNAs für die Knockouts der Riboflavinbiosynthese-Gene ribA, ribB und ribC erfolgte in die-

ser Arbeit unter Verwendung des Online-Tools CRISPR-ERA (s. 6.3, Tabelle 11 und Abschnitt 

7.4). Die Software verwendet einen Algorithmus für die Suche nach CRISPR-Cas9 Target-

Sequenzen und bewertet deren Effizienz (E-Score) und Spezifität (S-Score) unter Verwendung 

eines Regelsatzes, der aus aktuellen, publizierten Daten zusammengefasst wurde (Liu et al., 

2015) und unter Abschnitt 7.4 näher eräutert wird. CRISPR-ERA ermöglicht im Gegensatz zu 

den meisten verfügbaren Anwendungen, neben der Suche nach eukaryotischen Target-Se-

quenzen, auch die Auswahl von Target-Sequenzen für eine Anwendung in bakteriellen Geno-

men wie E. coli und B. subtilis.  
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Die Studienergebnisse, die für die Bewertung der jeweiligen Spezifität und Effizienz der Tar-

get-Sequenzen von der Software verwendet werden, basieren jedoch wie bereits oben er-

wähnt, auf experimentell erzeugten Datensätzen von eukaryotischen Zellen. Die Target-Se-

quenzen werden anschließend als resultierende crRNA-Sequenzen absteigend nach der 

Summe von E-Score und S-Score (maximal 20) geordnet, angezeigt. Zudem lassen sich die 

exakte Position der Sequenz und der jeweilige Target-Strang (+/-) ablesen. Bei der Auswahl 

einer geeigneten crRNA-Sequenz wurden nach Möglichkeit die Sequenzen berücksichtigt, die 

einen maximalen Score von 20 aufwiesen. Diese Sequenzen waren gekennzeichnet durch 

einen mittleren GC-Gehalt (25-75%) einer geringen Entfernung der TSS des Zielgens (maxi-

mal +300 bp) und einer hohen Spezifität (keine identischen genomischen Sequenzen unter 

Berücksichtigung der PAM-Region (5'-NRG-3', R = A oder G und 1-3 Basen-Mismatches). 

Eine geringe Entfernung der Target- bzw. crRNA-Sequenz von der TSS des Zielgens ist ein 

wichtiger Aspekt bei der Generierung von effektiven Knockouts, da die geplanten Basen-De-

letionen, die zu Frameshifts und möglicherweise zur Entstehung von Stopcodonen führen, 

möglichst die Translation eines großen Bereichs der Gensequenz verhindern sollten. Neben 

diesen von CRISPR-ERA berücksichtigten Kriterien wurden zudem nur crRNA-Sequenzen 

ausgewählt, die nicht mehr als zwei aufeinanderfolgende Thymidin-Nukleotide aufwiesen 

(Poly-T-Sequenzen), da bekannt war, das diese möglicherweise zu geringeren On-Target-Ak-

tivitäten führen (Wu et al., 2014).  

In Abbildung 13 ist ein Ausschnitt der mit Hilfe des Online-Tools CRISPR-ERA ermittelten 

crRNA-Sequenzen (hier: sgRNA sequence) für die Knockouts von ribA, ribB und ribC darge-

stellt. Die resultierenden Target-Sequenzen mit den dahinterliegenden PAM-Regionen sind 

unter 6.7 aufgeführt. Für die Knockouts von ribB und ribC wurden jeweils zwei crRNA-Sequen-

zen ausgewählt, da im weiteren Verlauf der Arbeit festgestellt wurde, dass einige crRNAs nicht 

effizient an die Target-Sequenz binden bzw. keinen Doppelstrangbruch induzieren.  

Diese werden fortan entsprechend ihrer Reihenfolge in Abbildung 13 und ihrer Entfernung zur 

TSS als ribB1 (ID 31) und ribB2 (ID 41) bzw. ribC1 (ID 21) und ribC2 (ID 8) bezeichnet. Bei 

der Auswahl der jeweiligen crRNA-Sequenzen wurde darauf geachtet, dass diese in unmittel-

barer Nähe zueinander lagen, damit die entsprechenden unter 4.1.3 hergestellten Donor-

Templates (DTriB und DTribC) ohne weitere Modifikationen für beide CRISPR-Cas9-Versuche 

verwendet werden konnten. Während die ausgewählten crRNA-Sequenzen für die Gene ribA 

und ribC einen maximalen E+S Score aufwiesen, konnten für ribB lediglich geeignete crRNA-

Sequenzen ermittelt werden, welche mehr als 300 bp hinter der TSS lagen und somit einen 

E+S-Score von 15 aufwiesen. Da für RibB jedoch bereits bekannt war, dass es auch am N-

terminalen Ende mehrere kritische Aminosäuren aufweist, welche für die enzymatische Aktivi-

tät des Enzyms essenziell sind (s. auch Abschnitte 4.1.3 und 4.1.5.2), wurde die höhere Ent-

fernung zum TSS als unproblematisch eingestuft. Alle hier ausgewählten crRNA-Sequenzen 
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lagen auf einem 5´-3´-DNA-Strangabschnitt und sollten später mittels komplementärer Basen-

paarung an den jeweiligen 3´-5´-DNA-Strangabschnitt (+) binden. Da die in der Anwendung 

hinterlegte Genomsequenz von einem anderen E. coli-Stamm (E. coli K-12 MG1655, NCBI-

Zugangsnummer: NC_000913) stammt als der in dieser Arbeit zur Genom Editierung verwen-

dete Stamm (E. coli BL21(DE3), wurden die ausgewählten Target-Sequenzen mit Hilfe des 

BLAST- (Basic Local Alignment Search Tool) Algorithmus mit der Gensequenz des jeweiligen 

Zielgens von E. coli BL21(DE3) (NCBI-Zugangsnummer: CP001509.3) verglichen, um sicher-

zustellen, dass diese identisch sind.  

 
Abbildung 13: crRNA-Sequenzen (hier sgRNA sequence) für den Knockout der Enzyme RibA, RibB und 
RibC, welche mit Hilfe des CRISPR-ERA Online-Tools und unter den oben aufgeführten Bedingungen aus-
gewählt wurden.  

4.1.2 Einbringung der ausgewählten crRNA-Sequenzen zur Herstellung der 
Plasmide pTargetF-ribA, pTargetF-ribB1/B2, pTargetF-ribC1/C2  

In diesem Abschnitt sollte das Plasmid pTargetF (Vektorkarte s. Anhang 2, DNA-Sequenz: 

Addgene # 62226), das u.a. für die crRNA und die tracrRNA codiert, so verändert werden, 

dass die im Plasmid enthaltene Target-spezifische crRNA-Sequenz gegen jeweils eine der 

unter 4.1.1 ausgewählten crRNA-Sequenzen ausgetauscht werden kann (s. Ablaufschema 

unter 3.1, Abbildung 12, Schritt 2). Die entsprechende Modifizierung der Plasmid-DNA erfolgte 

für die Herstellung von pTargetF-ribA zunächst mit Hilfe einer Klonierung. Hierzu wurde das 

Insert (129 bp) über zwei konsekutive PCR-Reaktionen hergestellt (s. 7.2.7.3). Das Insert ent-

hielt die 20 bp-umfassende DNA-Sequenz der für den Knockout von ribA ausgewählten crRNA 

sowie die für das CRISPR-Cas9 System aus S. pyogenes spezifische DNA-Sequenz der 

tracrRNA und jeweils eine Schnittstelle für die Restriktionsendonukleasen SpeI und EcoRI zur 

späteren Klonierung in das Plasmid. Die Sequenz des crRNA/tracrRNA-Inserts ist in Anhang 4 

aufgeführt. Das resultierende PCR-Amplifikat (crRNA/tracrRNA-Insert) wurde wie unter 7.2.7.3 

beschrieben mit Hilfe einer Klonierung in das Plasmid pTargetF eingebracht. Der Erfolg der 

Klonierung wurde mittels einer Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) und den zur Herstellung des Inserts 

verwendeten äußeren Primern ribA2fw (eng. forward, fw) und ribAr (eng. reverse, r) (Primer-

sequenzen s. Anhang 3, Tabelle 45) überprüft. Die PCR-Produkte wurden anschließend mit 

Hilfe der AGE (s. 7.2.8) und unter Verwendung eines 3%igen Agarosegels analysiert. Alle in 
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der Kolonie-PCR getesteten Transformanten (1-4), zeigten eine Bande bei ca. 130 bp und 

enthielten somit das rekombinante Plasmid (pTargetF-ribA) mit dem gewünschten 

crRNA/tracrRNA-Insert (s. Elektropherogramm in Abbildung 14). Die Negativ-Kontrolle zeigte 

keine DNA-Bande, wodurch die spezifische Amplifikation des crRNA/tracrRNA-Inserts bestä-

tigt werden konnte. Mit Hilfe der SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und dem in Anhang 3, 

Tabelle 45 aufgeführten Primer (pTargetF-ribAr) wurde die Sequenz des eingefügten Inserts 

verifiziert (Daten nicht gezeigt). 

 
Abbildung 14: Elektropherogramm zur Überprüfung des Einbaus des crRNA/tracrRNA-Inserts in das Plas-
mid pTargetF-ribA mittels Kolonie-PCR. DNA-Marker (M), getestete Kolonien (1-4), Negativ-Kontrolle (N) = ur-
sprüngliche pTargetF-DNA. 

Wie bereits in Abschnitt 3.1 beschrieben, muss der „Austausch“ der DNA-Sequenz der spezi-

fischen crRNA für jedes Target erneut erfolgen. Zwar konnte das rekombinante Plasmid pTar-

getF-ribA anhand der oben beschriebenen Durchführung erfolgreich hergestellt werden, je-

doch war die Herstellung des crRNA/tracrRNA-Inserts und die anschließende Klonierung in 

das Plasmid mit vielen Arbeitsschritten verbunden und hierdurch relativ zeitintensiv. Insbeson-

dere vor dem Hintergrund, dass im weiteren Verlauf der Arbeit festgestellt wurde, dass nicht 

jede crRNA-Sequenz geeignet war, um effizient einen Doppelstrangbruch im Zielgen zu indu-

zieren, war es wichtig eine Methode zu finden, die es ermöglichte, die DNA-Sequenz der je-

weiligen crRNA unter geringem Zeitaufwand und möglichst nach einem automatisierbaren 

Schema in das Plasmid einzubringen. Da die DNA-Sequenz der crRNA lediglich 20 bp umfasst 

und somit nur ein kleiner Abschnitt auf dem Plasmid modifiziert werden musste, wurde eine 

Ortsgerichtete Mutagenese-PCR (eng. Site-Directed Mutagenesis-PCR, SDM-PCR) als Alter-

native zur klassischen Klonierung ausgewählt. Unter der Verwendung von Mutagenese-Pri-

mern, die sich aus einem zur Zielsequenz auf dem Plasmid komplementären und einem vari-

ablen Bereich zusammensetzen, ermöglicht die Anwendung der SDM-PCR das Einbringen 

von Mutationen und die gleichzeitige Amplifikation des gesamten Plasmids (Hemsley et al., 

1989). In Abhängigkeit der Sequenz der mutagenen Primer können SDM-Mutationen in Form 

von Deletionen, Insertionen oder Punktmutationen (Substitutionen) eingebracht werden 
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(Mingfu Ling & Robinson, 2002). Die 20 bp-DNA-Sequenz der crRNA sowie eine weitere SpeI-

Restriktionsschnittstelle wurden in dieser Arbeit in zwei Stufen (zwei PCR-Reaktionen) unter 

Verwendung von insgesamt drei Primern in das Plasmid pTargetF eingebracht (s. 7.2.7.4). 

Dies ermöglichte das Design von effizienten Mutagenese-Primern mit einem großen komple-

mentären Bereich (15-25 Nukleotide) und einem reduzierten Anteil an mutagenen Nukleotiden 

(jeweils < 18).  

Der Ablauf der zweistufigen SDM-PCR zur Substitution der DNA-Sequenzen der crRNAs so-

wie der Insertion einer zweiten SpeI-Restriktionsschnittstelle in das Plasmid pTargetF ist in 

Anhang 8, Abbildung 45 schematisch dargestellt.  

Da bei der SDM-PCR die Sequenzintegrität der PCR-Amplifikate (modifizierte Plasmid-DNA) 

entscheidend war, wurde eine Proofreading-Polymerase (s. Anhang 1.3, Tabelle 43) verwen-

det, die durch ihre 3´-5´-Exonukleaseaktivität eine Korrekturlesefunktion und eine im Vergleich 

zur Taq-DNA-Polymerase um den Faktor 50 geringere Fehlerrate aufweist (McInerney et al., 

2014; Zhang et al., 2009). Zudem wurde die Anzahl der PCR-Zyklen auf maximal 25 reduziert. 

Die erste SDM-PCR-Reaktion wurde mit dem jeweiligen ersten Mutagenese-Primer (fw1) 

durchgeführt, der einen Teil der ursprünglichen crRNA durch die neue crRNA-Sequenz er-

setzte und komplementäre Bereiche zu der unmittelbar dahinterliegenden tracrRNA-Sequenz 

auf dem Plasmid aufwies. Als Rückwärtsprimer wurde bei allen PCR-Reaktionen der Primer 

pTargetFr verwendet, der in der ersten SDM-PCR eine SpeI-Restriktionsschnittstelle ein-

brachte. Die zweite SDM-PCR-Reaktion substituierte den restlichen Teil der crRNA-Sequenz 

unter Verwendung des jeweiligen zweiten Mutagenese-Primers (fw2) (Primersequenzen s. An-

hang 3, Tabelle 45). Die aufgereinigten PCR-Produkte der zweiten SDM-Reaktionen wurden 

mittels 2%iger Agarosegele elektrophoretisch aufgetrennt (s. 7.2.8) und mit Hilfe des DNA-

Größenmarkers und den erwarteten Fragmentlängen verglichen. Alle PCR-Produkte zeigten 

eine Bande bei etwa 2000 bp und wiesen somit die erwartete Fragmentgröße der modifizierten 

linearen Plasmid-DNA auf (s. Elektropherogramme in Abbildung 15). Die Endprodukte der 

zweiten PCR, die die vollständige crRNA-Sequenz enthalten, sind lediglich um die in der zwei-

ten SDM-PCR neu eingebrachten 20-22 bp länger und könnten anhand des Elektrophero-

gramms nicht sicher von den Zwischenprodukten differenziert werden. Jedoch wurden in der 

ersten SDM-PCR lediglich vier PCR-Zyklen durchgeführt, um die Konzentration des unvoll-

ständigen Zwischenproduktes möglichst gering zu halten. Daher kann es sich bei den in den 

Elektropherogrammen sichtbaren DNA-Banden ausschließlich um PCR-Produkte handeln, 

welche die vollständige crRNA-Sequenzen enthalten, da die jeweiligen Mutagenese-Primer 

der zweiten PCR (fw2) nur dann erfolgreich an die DNA der Zwischenprodukte binden konnten, 

wenn in der ersten SDM-PCR Fragmente erhalten wurden, welche den ersten Teil der crRNA-

Sequenzen und somit eine partielle Komplementarität zu den 2. Mutagenese-Primern aufwie-

sen. 
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Die anschließende Klonierung und Vervielfältigung der Plasmide erfolgten wie unter 7.2.7.4 

weiter beschrieben. Mit Hilfe der SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und dem in Anhang 3, 

Tabelle 45 aufgeführten Sequenzierungs-Primer (Seq-pTargetFr) wurden die Plasmid-Modifi-

zierungen in den vier Plasmiden pTargetF-ribB1/B2 und pTargetF-ribC1/C2 verifiziert. 

 
Abbildung 15: Elektropherogramme der mittels SDM-PCR modifizierten, linearen Plasmid-DNA von pTar-
getF-ribB1/ribB2 und pTargetF-ribC1/ribC2. DNA-Marker (M). 

Mittels der durchgeführten SDM-PCR konnten die entsprechenden crRNA-Sequenzen im 

Plasmid pTargetF innerhalb kurzer Zeit (in der Regel innerhalb von 2-3 Tagen) eingebracht 

werden. Es wurden nur geringe Mengen an unverdauter Plasmid-DNA als Template für die 

ersten SDM-PCR-Reaktionen benötigt, wodurch ein, bei der klassischen Klonierung erforder-

licher, präparativer Plasmid-DNA-Verdau mit anschließender gelelektrophoretischer Auftren-

nung und Isolierung nicht erforderlich war. Die Durchführung der SDM-PCR zur Herstellung 

der Plasmide mit den unterschiedlichen crRNA-Sequenzen war größtenteils analog zueinan-

der. Während der Rückwärtsprimer universell für alle SDM-PCRs verwendet werden konnte, 

mussten lediglich die variablen Bereiche am 5´-Ende der Mutagenese-Primer der jeweiligen 

crRNA-Sequenz entsprechend angepasst werden. Da in der ersten SDM-PCR nur eine ge-

ringe Konzentration der ursprünglichen Plasmid-DNA (ca. 0,5 ng/µL) als Template verwendet 

wurde und zudem die Zyklenzahl zur Herstellung des Zwischenproduktes geringgehalten 

wurde, war eine Selektion gegen diese unerwünschten DNA-Komponenten (beispielsweise 

durch Restriktion) vor der Transformation nicht erforderlich. Unter Anwendung der Kolonie-

PCR konnte bei etwa 80% der untersuchten E. coli-Kolonien die Aufnahme der rekombinanten 
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Plasmid-DNA nachgewiesen werden, wodurch das zeitaufwändige Screening von einer gro-

ßen Anzahl an Transformanten entfiel. Alle mittels SANGER-Sequenzierung analysierten re-

kombinanten Plasmide wiesen zudem die korrekten DNA-Sequenzen der jeweiligen crRNAs 

auf, was für eine hohe Effizienz der Mutagenese-PCR sprach. 

4.1.3 Konstruktion der Donor-Templates für die Knockouts von RibA, RibB 
und RibC 

Nachdem die, für die jeweiligen Target-Sequenzen spezifischen crRNA-Sequenzen erfolg-

reich in die pTargetF-Plasmide eingebracht wurden, mussten wie im Ablaufschema (s. 3.1, 

Abbildung 12, Schritt 2) dargestellt, im nächsten Schritt die für die Rekombination bzw. Repa-

ratur notwendigen Donor-Templates synthetisiert werden. Das von Jiang und Kollegen entwi-

ckelte und in dieser Arbeit verwendete Zwei-Plasmid-System bestehend aus den beiden Plas-

miden pCas und pTargetF (Vektorkarten s. Anhang 2, Abbildungen 39 und 40) ermöglichte es 

die Donor-Templates in Form linearer dsDNA-Fragmente in die Zellen einzubringen (Y. Jiang 

et al., 2015). Somit konnte die Target-spezifische Modifizierung der pTargetF-Plasmide weiter 

vereinfacht werden, da eine zeitaufwendige Klonierung der entsprechenden Donor-Templates 

in die Plasmide entfiel. In Abhängigkeit des Designs der Donor-Templates ist es möglich so-

wohl Punktmutationen als auch Baseninsertionen oder Basendeletionen innerhalb des Ziel-

gens zu generieren. In dieser Arbeit sollten zunächst exemplarisch verschiedene essenzielle 

Gene der Riboflavinbiosynthese in E. coli (ribA, ribB und ribC) ausgeschaltet werden. Ein effi-

zienter Gen-Knockout, der einen vollständigen Funktionsverlust des Proteins zur Folge hat, ist 

theoretisch bereits durch eine einzige Punktmutation möglich, wenn diese zur Bildung eines 

Stopcodons (TAG, TAA oder TGA) und einem damit einhergehenden Translationsabbruch 

führt. Allerdings besteht hierbei ein erhöhtes Risiko für die Entstehung von Revertanten, die 

durch eine einfache Rückmutation die ursprüngliche Nukleotid-Sequenz des Gens wiederer-

langen würden. Zudem kann es durch eine zweite so genannte kompensatorische Mutation im 

selben Gen dazu kommen, dass durch einen weiteren Aminosäureaustausch die für die Akti-

vität des Proteins notwendige Faltung annähernd wieder hergestellt würde (Hahn et al., 1991). 

Um zu verhindern, dass die erfolgreich rekombinierte DNA, weiterhin als Target-Sequenz von 

der crRNA-geleiteten Cas9-Nuklease erkannt wird, müsste eine Punktmutation zudem unmit-

telbar in die PAM-Region eingebracht werden, da mehrere Studien bereits gezeigt haben, dass 

einige DNA-Sequenzen trotz des Aufweisens von ein bis fünf Basen-Mismatches innerhalb 

der Protospacer-Sequenzen ebenfalls von der Cas9-Nuklease geschnitten werden (Cho et al., 

2014; Hsu et al., 2013; Jinek et al., 2012; Semenova et al., 2011; Wiedenheft et al., 2011). Aus 

den oben genannten Gründen war es sinnvoll, größere Bereiche der jeweiligen Gene ein-

schließlich ihrer Protospacer-Sequenzen und PAM-Regionen zu deletieren. Die Donor-Temp-

lates sollten zudem so designt werden, dass nach erfolgter Rekombination die distalen Berei-



4 Ergebnisse und Diskussionen   [41] 

 

che der mutierten Gene ihr ursprüngliches Leseraster verlieren und die resultierenden Amino-

säurezusammensetzungen der Proteine von den eigentlichen Proteinsequenzen divergieren. 

Hierbei wurde darauf geachtet, dass durch die entsprechenden Frameshifts auch ein oder 

mehrere vorzeitige Stopcodone entstehen.  

Diese mehrstufigen Mutationen sollten verhindern, dass weder die aktiven Proteine in ihrer 

vollen Größe noch Proteinfragmente mit einer möglichen verbleibenden enzymatischen Akti-

vität aus den jeweiligen mutierten Genen synthetisiert werden konnten. Ein weiterer Aspekt, 

der bei dem Design von Donor-Templates berücksichtigt werden sollte, sind die zur Target-

DNA homologen Bereiche. Einige Studien haben bereits gezeigt, dass die Rekombinationsef-

fizienz von Donor-Templates sowohl von der Größe der zu ersetzenden genomischen Sequen-

zen als auch von der Länge der homologen Bereiche („Arme“) abhängig ist (Pyne et al., 2015; 

Y. Jiang et al., 2015). Obwohl die Lambda-Red vermittelte Rekombination bereits mit homolo-

gen Bereichen ab 40 bp effizient funktionieren soll (Datsenko & Wanner, 2000), konnten Y. 

Jiang et al. beobachten, dass die Rekombinationseffizienz bei CRISPR-Cas9 vermittelten In-

sertionen in das Genom von E. coli um das 5-fache (von 28% zu 6%) abnahm, wenn sie die 

Länge der homologen Arme von 400 bp auf 40 bp verkürzten (Y. Jiang et al., 2015). Ähnliche 

Ergebnisse erzielten Hendel et al. unter Verwendung von TALENs und bei dem Versuch HR 

vermittelte Modifizierungen von einzelnen Nukleotiden in humane Zellen einzuführen: Sie 

konnten beobachten, dass die Rekombinationseffizienz von Donor-Templates mit 400 bp an-

stelle von 200 bp-homologen Armen, um den Faktor drei höher war. Eine Verlängerung der 

homologen Arme auf jeweils 800 bp konnte die Rekombinationseffizienz hingegen nicht weiter 

erhöhen. Allerdings muss beachtet werden, dass die für eine bestimmte Spezies optimierte 

Länge der homologen Arme nicht zwangsläufig auch auf eine andere Spezies übertragbar ist. 

So konnte bereits anhand von ZFN vermittelten Rekombinationsversuchen gezeigt werden, 

dass die optimale Länge der homologen Bereiche eines Donor-Templates sowohl zwischen 

verschiedenen Spezies, als auch in verschiedenen Zelltypen innerhalb einer Spezies stark 

variieren kann (Beumer et al., 2013; Orlando et al., 2010). Da wie bereits erwähnt in dieser 

Arbeit u.a. größere Deletionen in das Genom von E. coli bzw. B. subtilis eingebracht werden 

sollten, wurde beim nachfolgenden Design der Donor-Templates darauf geachtet, dass diese 

homologe Bereiche von mindestens 350-500 bp links und rechts der zu deletierenden geno-

mischen DNA aufwiesen, um eine hohe Rekombinationseffizienz mit der Target-DNA zu ge-

währleisten. 

Die Herstellung der Donor-Templates, die eine modifizierte Version der jeweiligen chromoso-

malen DNA-Abschnitte darstellen, erfolgte unter Anwendung der Overlap-Extension (OE)-

PCR, auch Megaprime-PCR genannt. Die Verlängerung von sich überlappenden Gensegmen-

ten ist eine vielseitige PCR-Technik, die es ermöglicht, Substitutionen, Insertionen und/oder 



4 Ergebnisse und Diskussionen   [42] 

 

Deletionen ohne eine zusätzliche Verwendung von Restriktionsenzymen und Ligasen inner-

halb eines DNA-Moleküls einzubringen (Ho et al., 1989; Horton et al., 1989). Für die Durch-

führung der OE-PCR wurde, wie bereits bei der SDM-PCR beschrieben, aufgrund der Bedeu-

tung der Sequenzintegrität der PCR-Produkte (Donor-Templates) eine Proofreading-Poly-

merase verwendet. Zwar kann diese Variante der PCR bei kleineren Fragmenten auch mit der 

Taq-Polymerase durchgeführt werden, jedoch fügt diese teilweise an den 3´-Enden der PCR-

Produkte unspezifische Überhänge in Form zusätzlicher Nukleotide ein, welche stören könn-

ten, wenn diese Fragmente später als Megaprimer fungieren sollen (Clark, 1988). In Anhang 

9, Abbildung 47 ist der Ablauf der unter 7.2.7.5 beschriebenen OE-PCR zur Herstellung der 

Donor-Templates schematisch dargestellt. Zunächst wurden in zwei separaten PCR-Reaktio-

nen und unter Verwendung chromosomaler DNA aus E. coli, die jeweiligen homologen Berei-

che der Donor-Templates erzeugt. Dabei synthetisierte das erste Primerpaar den linken ho-

mologen Bereich und das zweite Primerpaar den rechten homologen Bereich der Donor-

Templates. Die beiden inneren Primer wurden so konzipiert, dass sie die jeweiligen zu dele-

tierenden Bereiche auf der chromosomalen DNA flankierten und gleichzeitig einen neuen kom-

plementären Bereich (Überlappungsbereich) von 15-16 bp für ein späteres Annealing der bei-

den Fragmente in einer zweiten PCR-Reaktion einbrachten. Für ein optimales Hybridisieren 

der Fragmente werden Überlappungsbereiche mit einer Größe von mindestens 15 bp sowie 

einem GC-Gehalt von etwa 60-70% empfohlen (Horton et al., 1989). Die zur Herstellung der 

Donor-Templates verwendeten Primerpaare sind unter 7.2.7.5, Tabelle 33 und die Sequenzen 

der jeweiligen Primer in Anhang 3, Tabelle 45 aufgeführt. 

Die Größe der deletierten Bereiche in den Donor-Templates wurde für die Knockouts der Gene 

ribA (-23 bp), ribC (-87 bp) und ribB (-176 bp) schrittweise erhöht, um später zu evaluieren, bis 

zu welcher Größe Deletionen effizient mittels CRISPR-Cas9 induziert werden können. Für die 

Herstellung des Donor-Templates DTribA wurden die PAM-Region sowie ein großer Teil der 

Zielsequenz (14 von 20 bp) entfernt. Zudem wurde durch den inneren Primer (AmLr) eine 

Punktmutation eingeführt, die zur Entstehung eines Stopcodons führte. Bei den Donor-Temp-

lates DTribC und DTribB wurden die vollständigen Zielsequenzen von ribC1 und ribC2 bzw. 

ribB1 und ribB2 inklusive ihrer PAM-Regionen sowie weitere Bereiche der jeweiligen Gene 

entfernt. Bei allen Donor-Templates wurde darauf geachtet, dass die Anzahl der deletierten 

Basenpaare unter Berücksichtigung der jeweiligen Überlappungssequenzen (15-16 bp) nicht 

durch drei teilbar ist, um nach einer erfolgten Rekombination der Donor-Templates mit den 

jeweiligen Zielgenen, Frameshift-Mutationen zu induzieren. Tabelle 5 gibt einen Überblick über 

die für die Knockouts ausgewählten Gene und das Design der entsprechenden Donor-Temp-

lates. 
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Tabelle 5: Überblick über die geplanten CRISPR-Cas9 induzierten Deletionen in den Riboflavinbiosyn-
these-Genen in E. coli BL21(DE3) (NCBI-Zugangsnummer: CP001509.3) und Design der entsprechenden 
Donor-Templates.  

Annotations-
nummer 

ORF Enzym Donor-Template 
Gesamtgröße 
[bp] 

Homologe 
Arme [bp] 

Überlap-
pungs- 
bereich [bp] 

Größe des  
deletierten  
Bereiches 
[bp] 

ACT43142.1 ribA GTP-Cyclo- 
hydrolase II 

811 L = 400 
R = 396 

15 23  

ACT44717.1 ribB Mutase 1333 L = 814 
R = 504

15 176 

ACT43491.1 ribC Riboflavin- 
synthase 

771 L = 361 
R = 394

16 87 

In Folge dessen, dass die Hybridisierung der kurzen Überlappungsfragmente zwischen den 

DNA-Einzelfragmenten nur mit einer geringen Häufigkeit auftritt, enthalten die OE-PCR-Pro-

dukte in der Regel größere Mengen der DNA-Einzelfragmente (Ho et al., 1989; Shevchuk et 

al., 2004). Diese wurden mittels einer präparativen AGE (s. 7.2.8) entfernt. Da die synthetisier-

ten Donor-Templates für die CRISPR-Cas9-Events in E. coli direkt, in Form linearer dsDNA, 

in die Zellen transformiert werden sollten, war es wichtig, dass diese als hochreine DNA-Pro-

dukte vorlagen und keine Verunreinigungen durch beispielsweise DNA-Einzelfragmente vor-

lagen. Diese würden die Anzahl der Transformanten, welche nach einer Elektroporation die 

gewünschten Donor-Templates aufweisen, signifikant reduzieren und somit auch die Mutati-

onsrate negativ beeinflussen. Die aufgereinigten PCR-Produkte wurden anschließend mittels 

eines 1%igen Agarosegels elektrophoretisch aufgetrennt (s. 7.2.8) und mit Hilfe des DNA-

Größenmarkers und den erwarteten Fragmentlängen verglichen. Alle PCR-Produkte zeigten 

eine der jeweiligen zu erwartenden Fragmentgröße entsprechende DNA-Bande (s. Elekt-

ropherogramme in Abbildung 16 mit DTribA = 811 bp, DTribB = 1333 bp und DTribC = 771 

bp). In Anhang 5 sind die DNA-Sequenzen der mittels OE-PCR generierten Donor-Templates 

aufgeführt. 
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Abbildung 16: Elektropherogramme der mittels OE-PCR synthetisierten Donor-Templates DTribA, DTribB 
und DTribC. DNA-Marker (M). 

4.1.4 Auswahl der Transformationsmethode zur Herstellung 
elektrokompetenter E. coli- und E. coli (pCas)-Zellen und Expression der 
Lambda Red Gene 

Nachdem alle für die Genom Editierung benötigten Komponenten hergestellt bzw. der Target-

DNA entsprechend modifiziert wurden, mussten diese mit Hilfe einer geeigneten Transforma-

tionsmethode in die E. coli Zellen eingebracht werden (s. Ablaufschema unter 3.1, Abbildung 

12, Schritt 3). Zwar besitzen einige Bakterien die Fähigkeit (Kompetenz) unter natürlichen Be-

dingungen genetisches Material aus ihrer Umgebung aufzunehmen, doch ist diese zumeist 

nur gering ausgeprägt (Stewart & Carlson, 1986). Es existieren daher verschiedene moleku-

larbiologische Methoden, wie bspw. die Behandlung mit zweiwertigen Ionen (u.a. Calciumchlo-

rid-Methode) und Hitzeschock, die Protoplastentransformation und die Elektroporation, die die 

Permeabilität der Zellmembranen kurzzeitig erhöhen und somit die Effizienz der DNA-Auf-

nahme steigern können (Bibb et al., 1978; Hanahan, 1983; Mandel & Higa, 1970; Taketo, 

1988). Die Elektrotransformation (Transformation durch Elektroporation) weist dabei den Vor-

teil auf, dass die Herstellung von kompetenten Zellen deutlich weniger zeit- und arbeitsintensiv 

ist als die Herstellung von Protoplasten und elektrokompetente Zellen eine bis zu zehnfach 

höhere Transformationsrate im Vergleich zu chemisch kompetenten Zellen aufweisen (Dower 

et al., 1988; Taketo, 1988).  



4 Ergebnisse und Diskussionen   [45] 

 

Zudem sollten in dieser Arbeit, neben der zirkulären Plasmid-DNA von pTargetF und pCas, 

auch die Donor-Templates in Form linearer dsDNA-Fragmente in E. coli-Zellen transformiert 

werden. Da die Transformationseffizienz von linearer DNA im Vergleich zu zirkulärer dsDNA 

oder ssDNA in E. coli etwa um den Faktor 100 niedriger ist (Bergmans et al., 1980; Cohen et 

al., 1972), wurde die Elektroporation als Transformationsmethode bevorzugt.  

Die Herstellung der elektrokompetenten E. coli BL21(DE3)-Zellen und die anschließende 

Transformation erfolgten nach einer modifizierten Methode von Dower et al. (1988) (s. 7.1.2). 

Unter Anwendung dieser Methode konnten Transformationsraten von 109-1010 Transforman-

ten/ µg Plasmid-DNA erreicht werden. 

Analog zu der Vorgehensweise von Y. Jiang et al. (2015) wurden unter Anwendung der oben 

beschriebenen Methode zunächst elektrokompetente Zellen des E. coli BL21(DE3)-Stammes 

hergestellt. Anschließend wurde in diese Zellen das Plasmid pCas transformiert und eine der 

Transformanten in einer Kultur vermehrt (s. 7.1.2 und 7.1.1). Der Hauptkultur wurde nach dem 

Erreichen einer bestimmten Zelldichte L-Arabinose-Lösung hinzugegeben, um die Induktion 

des Promotors ParaB und somit die Expression der Lambda Red Gene (exo, beta und gam) auf 

dem Plasmid pCas zu bewirken (s. 7.1.2 und Vektorkarte in Anhang 2, Abbildung 39). Die E. 

coli (pCas)-Zellen mussten im nächsten Schritt erneut auf die Elektroporation vorbereitet wer-

den, um diese später mit den jeweiligen pTargetF-Plasmiden und den linearen Donor-Temp-

lates transformieren zu können (s. 4.1.5). Diese konsekutive Vorgehensweise bei der Trans-

formation der zur Genome Editierung benötigten DNA-Komponenten stellte sicher, dass die 

Zellen bereits vor der Komplementierung des CRISPR-Cas9 Systems durch die Transforma-

tion der pTargetF-Plasmide eine ausreichende Konzentration der zur Rekombination mit dem 

Donor-Template benötigten Phagen-Proteine aufwiesen. Da E. coli in Rekombinationsversu-

chen unter Anwendung der Elektroporation lediglich über eine sehr geringe natürliche Rekom-

binationsrate von ca. 10-8  Rekombinanten pro überlebenden Zellen  verfügt (Murphy, 1998; 

Murphy et al., 2000) und sowohl die Cas9-Nuklease, als auch die crRNA/tracrRNA auf den 

Plasmiden pCas und pTargetF konstitutiv exprimiert werden, würde es ohne eine vorherige 

Expression der Rekombinationsgene dazu kommen, dass ein Großteil der Zellen bereits vor 

der Rekombination durch die starke Selektion der CRISPR-Cas9 vermittelten chromosomalen 

Doppelstrangbrüche getötet würde. Die Rekombinasen Exo, Beta und Gam aus dem Bakteri-

ophagen Lambda sind in der Lage die ortsgerichtete Integration linearer DNA in das Bakte-

rienchromosom deutlich zu erhöhen (Murphy, 1998). Während das Protein Gam lineare DNA-

Fragmente vor dem Abbau durch die endogenen E. coli-Nukleasen RecBCD und SbcCD 

schützt und dadurch eine effiziente Transformation linearer DNA in die Zelle ermöglicht (Karu 

et al., 1975), fungiert Exo als dsDNA-abhängige 5´-3´-Exonuklease, die 3´-Überhänge an bei-

den Enden des DNA-Fragmentes generiert (Little, 1967) bzw. einem aktuelleren Modell zu 

Folge, einen der Stränge vollständig abbaut, sodass ein ssDNA-Intermediat in voller Länge 
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entsteht (Mosberg et al., 2010). Beiden Modellen entsprechend können die 3´-Überhänge bzw. 

die ssDNA-Intermediate anschließend von dem Einzelstrang-bindenden Protein Beta erkannt 

werden, welches die Bindung an homologe ssDNA-Bereiche der chromosomalen DNA vermit-

telt (Karakousis et al., 1998; Kmiec & Holloman, 1981). Solche genomischen ssDNA-Bereiche 

können bspw. in Form beschädigter DNA-Abschnitte oder als Einzelstränge einer Replikati-

onsgabel vorliegen (Court et al., 2002; Ellis et al., 2001). Das Modell nach Mosberg et al. 

(2010) geht auf Grundlage von mehreren Forschungsergebnissen davon aus, dass die 

ssDNA-Intermediate an ihr homologes Ziel am Folgestrang der Replikationsgabel binden und 

dort, ähnlich wie ein Okazaki-Fragment, als Teil des neu synthetisierten Strangs eingebaut 

werden. 

4.1.5 Genom Editierung mittels CRISPR-Cas9 und Selektion der Mutanten 

In diesem Abschnitt sollten die zuvor hergestellten elektrokompetenten E. coli (pCas)-Zellen 

verwendet werden, um mittels einer weiteren Elektroporation die für die spezifischen crRNA-

Sequenzen codierenden pTargetF-Plasmide (s. Abschnitt 4.1.2) zusammen mit den unter 

4.1.3 hergestellten Donor-Templates in die Zellen zu transformieren und somit die CRISPR-

Cas9 vermittelte genetische Modifizierung der Zellen zu bewirken. Im Anschluss an die 

CRISPR-Cas9-Events sollten mit Hilfe von Selektiv-Agarplatten und der Kolonie-PCR die Zel-

len auf die gewünschten Mutationen untersucht werden (s. Ablaufschema unter 3.1, Abbildung 

12, Schritte 4-6). 

Die Elektroporation erfolgte unter den in den Abschnitten 7.2.9.1 und 7.1.2 beschriebenen 

Bedingungen. Für die Gen-Knockouts wurden in dieser Arbeit analog zu Y. Jiang et al. (2015) 

Konzentrationen in einem Verhältnis von 1:4 von Plasmid-DNA zu Donor-Template-DNA ein-

gesetzt. Mit Hilfe eines vier bis zehnfachen Überschusses der Donor-Template-DNA bei der 

parallelen Transformation mit einem Plasmid zur CRISPR-Cas9 vermittelten Genom Editie-

rung konnten in mehreren Studien gute Rekombinationseffizienzen in E. coli-Bakterien erzielt 

werden (Chung et al., 2017; Y. Jiang et al., 2015; Zerbini et al., 2017). Da die lineare Donor-

Template-DNA in den meisten Bakterien eine wesentlich geringere Transformationseffizienz 

aufweist als Plasmid-DNA (s. auch Abschnitt 4.1.4) und diese vermutlich trotz des Schutzes 

durch das Phagen-Protein Gam zu einem geringen Teil durch die zelleigenen Exonukleasen 

abgebaut wird, kann der Einsatz höherer Konzentrationen an Donor-Template-DNA diese Ein-

flüsse evtl. nivellieren.  

4.1.5.1 Optimierung des CRISPR-Cas9-Events in E. coli BL21(DE3) anhand des 
Knockouts der GTP-Cyclohydrolase II (RibA) 

Zunächst wurden elektrokompetente E. coli (pCas)-Zellen für den Knockout des Gens ribA mit 

dem Plasmid pTargetF-ribA und der entsprechenden Donor-Template-DNA (DTribA) transfor-

miert. Die Zellen wurden nach der Elektroporation in 1 mL Recovery-Medium aufgenommen 
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und analog zu Y. Jiang et al. (2015) für eine Stunde im Schüttelinkubator inkubiert. Anschlie-

ßend wurden die Zellen auf Selektiv-Agarplatten mit Riboflavin ausplattiert und im Brutschrank 

inkubiert (s. 7.2.9.1). Am nächsten Tag wurden etwa 80 Kolonien der erhaltenen Transforman-

ten mit Hilfe eines Wachstumstests auf LB-Agarplatten mit und ohne den Zusatz von Riboflavin 

auf eine Riboflavin-Auxotrophie und somit eine erfolgreiche Deletion im ribA-Gen überprüft (s. 

7.1.5). Alle getesteten Kolonien zeigten auch auf den Agarplatten ohne Riboflavin-Supplemen-

tierung ein eindeutiges Wachstum, was darauf hindeutete, dass es sich hierbei um keine ribA-

Mutanten handelte. Da E. coli über keinen Riboflavin-Transporter verfügt, kann das Bakterium 

dieses lediglich über Diffusion aufnehmen und wenn es in hohen Konzentrationen (2,5-720 

µM) im Nährmedium enthalten ist (Bacher et al., 2000; Brutinel et al., 2013; Burgess et al., 

2006; Gutiérrez-Preciado et al., 2015). Die Konzentrationen an Riboflavin, die im nicht subli-

mierten LB-Agar aufgrund des enthaltenen Hefeextrakts vorhanden sind (ca. 0,2 µM; eigene 

ELISA-Bestimmungen) liegen etwa um den Faktor 13-3600 niedriger und sollten bei einem 

erfolgreichen Knockout der essenziellen GTP-Cyclohydrolase II kein weiteres Wachstum der 

Mutanten zulassen.  

Zur weiteren Absicherung des Ergebnisses wurden 20 der Kolonien zusätzlich mittels einer 

Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) auf die zu erwartende Mutation getestet. Bei einer erfolgreichen Re-

kombination des bakteriellen Genoms mit dem Donor-Template von DTribA wäre das PCR-

Produkt der ribA-Gensequenz einer Wildtyp-Kolonie lediglich um acht Basen länger als das 

DNA-Fragment einer ribA-Mutante (s. Tabelle 5 ribA: 23-bp große Deletion und 15-bp Insertion 

von Überlappungsbereich) und somit wären diese mittels einer AGE nur schwer differenzier-

bar. Daher wurde für die Kolonie-PCR ein zusätzlicher Primer designt (ribA-mutfw), der aus-

schließlich komplementär zur Überlappungssequenz ist und nur im Falle einer erfolgreichen 

Mutation zusammen mit dem Rückwärtsprimer (AmRr) ein DNA-Fragment amplifiziert (Primer-

sequenzen s. Anhang 3). Als Positiv-Kontrolle für die PCR wurde die Donor-Template-DNA 

von DTribA verwendet. Während für die Positiv-Kontrolle ein DNA-Fragment der erwarteten 

Größe (411 bp) erhalten wurde, zeigten keine der getesteten Kolonien im Elektropherogramm 

des Agarosegels eine DNA-Bande (Daten nicht gezeigt). Dieses Ergebnis stimmte mit dem 

zuvor durchgeführten Wachstumstest überein, in dem keine der 80 getesteten Kolonien ein 

Riboflavin-abhängiges Wachstum zeigte.  

In einer Studie von Chung et al. (2017) konnte gezeigt werden, dass die Rekombinationseffi-

zienz und die Rekombinationsrate verschiedener E. coli-Stämme teilweise stark variieren. Sie 

führten verschiedene Rekombinationsversuche mit MG1655 und BL21(DE3)-Zellen durch und 

erzielten unter Induktion des CRISPR-Cas9 Systems in den BL21-Zellen signifikant geringere 

Rekombinationseffizienzen (62% vs. 89%). Noch größer waren die Unterschiede ohne die In-

duktion des CRISPR-Cas9 Systems: Während für die MG1655-Zellen Rekombinationseffizi-

enzen von bis zu 39% ermittelt wurden, konnte keine einzige BL21-Mutante erhalten werden. 
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Diese Ergebnisse verdeutlichen zum einen die Schwierigkeiten der HR in BL21(DE3)-Zellen 

und zum anderen die getriggerte Rekombination durch die Induktion des CRISPR-Cas9 Sys-

tems in beiden E. coli-Stämmen. Die Autoren berichteten zudem, dass sie erst durch eine 

Verlängerung der Erholungsphase nach der Elektroporation (von 1 h auf 2,5 h) und eine Er-

höhung des Sauerstoff- und Nährstoffangebots rekombinante BL21-Zellen erhalten hatten 

(Chung et al., 2017). 

Um sicherzustellen, dass den Zellen ausreichend Zeit bzw. Sauerstoff und Nährstoffe zur Ver-

fügung stehen, um die DNA-Reparatur und die Rekombination abzuschließen, wurden die ent-

sprechenden Parameter angepasst (s. 7.2.9.1) und ein weiteres CRISPR-Cas9-Event durch-

geführt. Es konnten jedoch erneut weder im Wachstumstest noch mittels der Kolonie-PCR 

ribA-Mutanten identifiziert werden. 

Auffällig war, dass nach beiden Transformationsversuchen mit pTargetF-ribA und dem Donor-

Template relativ viele Transformanten auf den Agarplatten wuchsen, sich jedoch unter den 

getesteten Kolonien keine einzige ribA-Mutante befand. Theoretisch sollten sich aufgrund der 

durch das CRISPR-Cas9 System induzierten letalen Doppelstrangbrüche unter den Transfor-

manten keine bzw. nur wenige Wildtyp-Zellen befinden, da E. coli über kein ausreichend aus-

geprägtes NHEJ-Reparatursystem verfügt (Shuman & Glickman, 2007). Zwar war bereits be-

kannt, dass auch einige nicht rekombinierte Zellen der Selektion „entkommen“ bzw. diese 

überleben können (Cui & Bikard, 2016; Jiang et al., 2013), jedoch lag bei der hohen Anzahl an 

überlebenden Wildtyp-Zellen die Vermutung nahe, dass die CRISPR-Cas9 induzierte Selek-

tion evtl. nicht oder nur unzureichend funktioniert hat. Um diese Hypothese zu überprüfen, 

wurde eine erneute Elektroporation mit kompetenten E. coli (pCas)-Zellen unter den oben be-

schriebenen Bedingungen durchgeführt. Diesmal wurde zur Kontrolle parallel ein weiteres Ali-

quot kompetenter E. coli (pCas)-Zellen mit der Plasmid-DNA von pTargetF-ribA und ohne das 

zur Rekombination bzw. Reparatur notwendige Donor-Template transformiert. Es wurden für 

beide Ansätze Transformationsraten von ca. 107-108 Transformanten/µg Plasmid-DNA erhal-

ten. Trotz eventueller Überlebensmechanismen, die einigen Wildtyp-Zellen ein weiteres 

Wachstum ermöglichen können, sollte die Anzahl der nach einer effizienten CRISPR-Cas9-

Selektion erhaltenen Transformanten bei der Kontrolle deutlich geringer sein als bei den Zel-

len, die mit dem Donor-Template cotransformiert wurden.  

Mögliche Gründe für ein nicht effizient ablaufendes CRISPR-Cas9 induziertes chromosomales 

Targeting könnten darin liegen, dass bspw. die crRNA-Sequenz größere Ähnlichkeiten zu ei-

nem Abschnitt auf der Plasmid-DNA von pTargetF-ribA oder pCas aufweist und das entspre-

chende Plasmid in Form eines Off-Target-Effektes ebenfalls restriktiert wird. In diesem Falle 

würden die Zellen jedoch zusammen mit dem jeweiligen Plasmid auch die Resistenz gegen 

das Antibiotikum verlieren und ein Wachstum auf den verwendeten Selektiv-Agarplatten sollte 

nicht mehr möglich sein. Umfangreiche PCR-Screenings (s. 7.2.7.1) mit den Primern ribAfw2 
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und pTargetF-Screenr (Nachweis von pTargetF-ribA) sowie pCasKanfw und pCasKanr (Nach-

weis von pCas) bestätigten zudem das Vorhandensein der beiden Plasmide in den Transfor-

manten (s. Elektropherogramme in Anhang 7, Abbildungen 42 und 43). Lediglich 2 von 20 

Kolonien (K4 und K8) zeigten im Elektropherogramm keine für das Plasmid pCas spezifische 

Bande. Jedoch muss dies nicht zwingend auf die Abwesenheit des Plasmids in den jeweiligen 

Kolonien zurückzuführen sein, da es aufgrund der inhibierenden Wirkung des Zellmaterials bei 

der Kolonie-PCR zu falsch-negativen Ergebnissen kommen kann (Müller & Prange, 2016). Da 

bei der Mehrheit der Transformanten nach dem CRISPR-Cas9-Event weiterhin beide Plas-

mide nachgewiesen werden konnten, wurde ein „Self-Targeting“ der Plasmide ausgeschlos-

sen. Mittels SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) des Cas9-Genabschnitts von pCas, konnte 

des Weiteren die korrekte, unveränderte DNA-Sequenz der Cas9-Nuklease verifiziert werden. 

Aufgrund dieser Ausschlussmöglichkeiten stellte sich bei der weiteren Ursachenanalyse die 

Frage, ob die unter 4.1.1 ausgewählte crRNA-Sequenz evtl. nicht oder nur unzureichend an 

die entsprechende Target-Sequenz bindet und diese daher nicht von der Cas9-Nuklease ge-

schnitten werden kann. Zwar wurden bei der Auswahl der crRNA-Sequenzen bereits einige 

Effizienz-Kriterien berücksichtigt, jedoch beschränkten sich diese auf zu diesem Zeitpunkt ver-

fügbare, allgemeingültige Erkenntnisse, die auch für das Design effizienter PCR-Primer gelten 

(z. B. ein moderater GC-Gehalt s. 4.1.1), da Effizienzmerkmale von crRNA-Sequenzen im Ge-

gensatz zu Spezifitätsmerkmalen erst in wenigen Studien charakterisiert wurden. Auch die 

Target-Sequenzen einschließlich ihrer PAM-Regionen könnten aufgrund von Sequenz- bzw. 

Strukturmerkmalen unterschiedliche Effizienzen beim Targeting und/oder der anschließenden 

Reparatur/Rekombination aufweisen. Auffällige Merkmale in der Zielsequenz bzw. crRNA von 

ribA, zeigten sich an Position 14-17 in Form vier repetitiver Guanin- bzw. Cytosin-Nukleotide 

und im Bereich der PAM-Region (s. Abbildung 17). Sowohl die PAM-Region als auch das un-

mittelbar proximal zur PAM-Region liegende Nukleotid, wiesen eine Cytosin-Base auf, 

wodurch eine Art „erweiterte PAM-Region“ entstand.  

 
Abbildung 17: Target-Sequenz und resultierende crRNA für den Knockout von ribA. Die vier repetitiven Gu-
anin- bzw. Cytosin-Nukleotide sind gelb hinterlegt. Die PAM-Region ( UCCCU) sowie die Nukleotide (19-20), welche 
eine erweiterte PAM-Region bilden, sind in Rot dargestellt. 

In einer Studie von Wong et al. (2015) wurde mittels einer erneuten bioinformatischen Analyse 

eines von Doench et al. (2014) publizierten Datensatzes bestehend aus 1841 getesteten 

crRNA-Sequenzen ein Vorhersagemodel aufgebaut, um das Design von crRNAs hinsichtlich 
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ihrer Effizienz zu optimieren. Die zuvor veröffentlichten Studienergebnisse beruhten auf expe-

rimentellen Versuchen an Säugetierzellen (Doench et al., 2014). Die Autoren analysierten den 

Datensatz der crRNA-Sequenzen in Anlehnung an bereits vorhandene Erkenntnisse über das 

Design funktioneller siRNAs (engl. small interfering RNAs) und konnten zeigen, dass die Effi-

zienz des CRISPR-Cas9 Systems in ähnlicher Weise von den Sequenz- und Strukturmerkma-

len der crRNA beeinflusst wird. So konnten sie bspw. nachweisen, dass nicht nur crRNAs mit 

Poly-U-Sequenzen eine geringere On-Target-Aktivität aufweisen, sondern crRNAs mit repeti-

tiven Basen (vier bis fünf Wiederholungen) im Allgemeinen mit einer signifikant geringeren 

CRISPR-Cas-Aktivität korrelieren (Wong et al., 2015). Malina et al. (2015) konnten anhand 

verschiedener Target-Sequenzen zeigen, dass nicht per se ein hoher GC-Gehalt, sondern 

vielmehr das Auftreten mehrerer PAM-Motive (5´-NGG-3´ bzw. 3´-NCC-5´) innerhalb einer 

Target-Sequenz, die intrinsische Affinität von Cas9 inhibieren können. Um die vier repetitiven 

Nukleotide in der crRNA- bzw. Target-Sequenz zu vermeiden, wäre es notwendig gewesen, 

eine neue Target-Sequenz auszuwählen. Dies hätte sowohl eine Neukonstruktion des Plas-

mids pTargetF-ribA als auch des entsprechenden Donor-Templates zur Folge gehabt. Daher 

sollte zunächst geprüft werden, ob durch eine Reduktion der PAM-Motive innerhalb der Target-

Sequenz die Effizienz des Targetings erhöht werden kann.  

Mit Hilfe der SDM-PCR (s. 4.1.2 und 7.2.7.4) und den entsprechenden Primer-Paaren (Primer-

sequenzen s. Anhang 3, Tabelle 45) wurde das letzte Guanin-Nukleotid in der crRNA-Sequenz 

(s. Abbildung 17, Position 20) von dem Plasmid pTargetF-ribA deletiert, so dass die PAM-

Region (CCC) um eine Base verschoben wurde und sich nur noch drei repetitive Cytosin-

Basen innerhalb der Target-Sequenz befanden. Die neue Target-Sequenz bzw. crRNA von 

pTargetF-ribA-G, ist unter Abschnitt 6.7, Tabelle 14 aufgeführt. Analog zur oben beschriebe-

nen Durchführung des CRISPR-Cas9-Events wurden elektrokompetente E. coli (pCas)-Zellen 

mit dem Plasmid pTargetF-ribA-G bzw. pTargetF-ribA und der entsprechenden Donor-Temp-

late-DNA (DTribA) bzw. ohne das Donor-Template transformiert.  

Während zwischen den beiden pTargetF-ribA-Ansätzen erneut keine signifikanten Unter-

schiede bezüglich der Überlebensrate der Zellen beobachtet werden konnten, zeigte der Kon-

trollansatz von pTargetF-ribA-G eine verminderte Zellwachstumsrate (etwa um den Faktor 1,5) 

gegenüber dem Ansatz, der mit dem Donor-Template cotransformiert wurde. Wesentlich auf-

fälliger war jedoch, dass die beiden Ansätze, die das Plasmid mit der modifizierten crRNA-

Sequenz (pTargetF-ribA-G) erhalten hatten, im Allgemeinen ein deutlich geringeres Zell-

wachstum zeigten, als die Zellen die mit pTargetF-ribA transformiert wurden. In Abbildung 18 

sind die Agarplatten der entsprechenden Kontrollen im Vergleich zu sehen. Bildabschnitt A 

zeigt die pTargetF-ribA-G Kontrolle, die etwa um den Faktor 10³ geringere Wachstumsraten 

aufweist, als die Kontrolle von pTargetF-ribA (s. Bildabschnitt B). Aufgrund der deutlich redu-

zierten Anzahl von Kolonien bei den pTagetF-ribA-G Ansätzen trotz nahezu identischer zur 
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Transformation verwendeter DNA-Konzentrationen, lag die Vermutung nahe, dass die Modifi-

zierung der crRNA-Sequenz und die damit einhergegangene Reduktion von Poly-PAM-Moti-

ven (NCC-Motiven) innerhalb der Target-Sequenz, zu einer Optimierung des CRISPR-Cas9 

vermittelten Targetings von ribA geführt hatte.  

 
Abbildung 18: Überlebende Transformanten nach dem CRISPR-Cas9-Event zum Knockout von ribA. Das 
Bild zeigt die jeweiligen Kontrollansätze von pTargetF-ribA-G (A) und pTargetF-ribA (B), welche ohne das Donor-
Template transformiert wurden. Auf den Agarplatten im oberen Abschnitt wurden jeweils 95 µL der Zellsuspensio-
nen und auf den unteren 1 µL ausplattiert. 

Von den CRISPR-Cas9-Ansätzen die mit pTargetF-ribA-G sowie dem Donor-Template trans-

formiert wurden, wurden analog zur oben beschriebenen Vorgehensweise einige Kolonien mit 

Hilfe eines Wachstumstests auf LB-Nährböden mit und ohne den Zusatz von Riboflavin auf 

ein Riboflavin-abhängiges Wachstum überprüft (s. 7.1.5). Von 25 Kolonien, die auf dem mit 

Riboflavin supplementierten LB-Agar wuchsen, zeigten 17 Kolonien auf dem LB-Nährboden 

ohne Riboflavin keinerlei Wachstum, was auf einen erfolgreichen Knockout der Cyclohydro-

lase II (RibA) in diesen Zellen hindeutete (s. Abbildung 19A). Zur Bestätigung dieses initialen 

Ergebnisses wurden 14 der Riboflavin-auxotrophen Kolonien mittels Kolonie-PCR (s. oben 

und 7.2.7.1) auf das Vorhandensein der Überlappungssequenz des Donor-Templates im ribA-

Gen getestet. Als Positiv-Kontrolle für die PCR wurde erneut die Donor-Template-DNA 

(DTribA) verwendet. Als Negativ-Kontrollen dienten BL21-Kolonien des Kontroll-Ansatzes so-

wie zwei der Kolonien (K6- und K21-), die im Wachstumstest kein Riboflavin-abhängiges 

Wachstum gezeigt hatten. Während keine der Negativ-Kontrollen im Elektropherogramm des 

Agarosegels eine DNA-Bande zeigte, konnten sowohl für die Positiv-Kontrolle als auch für alle 

14 Riboflavin-auxotrophen Kolonien, DNA-Fragmente der erwarteten Größe (411 bp) erhalten 
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werden (s. Abbildung 19B). Die modifizierte crRNA von pTargetF-ribA-G war demnach in der 

Lage ein effizientes Targeting der Zielsequenz zu induzieren und somit die Rekombination 

bzw. Reparatur der Target-Sequenz mit dem entsprechenden Donor-Template zu triggern. Die 

Mutationsrate der BL21-Zellen lag in Bezug auf das Ergebnis des Wachstumstests bei etwa 

68% (17 von 25 Kolonien) und somit in einem ähnlichen Bereich wie in der Studie von Chung 

et al. (2017).  

 
Abbildung 19: Wachstumstest einiger Kolonien nach dem CRISPR-Cas9-Event mit pTargetF-ribA-G (A) und 
anschließende Untersuchung der Riboflavin-auxotrophen Kolonien in der Kolonie-PCR (B). DNA-Marker 
(M), getestete Riboflavin-auxotrophe Kolonien (K1, K2, K4, K7-K14, K16, K18, K19), getestete Kolonien, die ohne 
BR2R-Supplementierung wuchsen (K6-, K21-), Negativ-Kontrolle (N), Positiv-Kontrolle (P). 

Zwei der in der Kolonie-PCR bestätigten ribA-Mutanten wurden schrittweise zunächst einem 

Plasmid-Curing von pTargetF und anschließend von pCas unterzogen (s. 7.2.9.1). Von den 

Plasmid-freien Zellen wurden wie unter 7.1.1 beschrieben Dauerkulturen hergestellt. Anschlie-

ßend wurde mit Hilfe von zwei, die Mutation im Genbereich von ribA flankierenden Primern 

(AmLfw und AmRr) und einer präparativen PCR (s. 7.2.7.2) der DNA-Abschnitt einer der re-

sultierenden Plasmid-freien Kolonien amplifiziert. Das erhaltene DNA-Fragment wurde aufge-

reinigt und mittels SANGER-Sequenzierung und dem Sequenzierungsprimer Cycfw (Primer-

Sequenzen s. Anhang 3) sequenziert. Das Elektropherogramm und die resultierende DNA-

Sequenz wurden mit Hilfe des Genome Compilers abgebildet und unter Anwendung der Align-

ment-Funktion wurde der entsprechende Sequenzabschnitt mit der ribA-DNA-Sequenz des 

Wildtyp-Stammes verglichen (s. Abbildung 20A).  
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Abbildung 20: Alignments der ribA-Gensequenzen (A) sowie der Aminosäuresequenzen (B) des 
BL21(DE3)-Wildtyp-Stammes (Annotationsnummer: ACT43142.1) und der ribA-Mutante. Die Target-Sequenz 
(hier: Darstellung des 5´-3´-Strangs) von ribA-G ist in der Gensequenz türkis hinterlegt. Die in der ribA-Mutante 
deletierten 23 Basen (Abbildung A) sind in der ursprünglichen Sequenz durch einen schwarzen Rahmen hervorge-
hoben. Rekombinante Basen sind in Rot dargestellt. Die roten Rahmen kennzeichnen in beiden Abbildungen die 
Positionen der in der ribA-Mutante eingeführten bzw. durch die Leserasterverschiebung entstandenen Stopcodone. 
Die in Folge der Rekombination/Reparatur mit dem Donor-Template eingebrachte Insertion des Überlappungsbe-
reiches wurde jeweils gelb hervorgehoben (angefertigt mit der Genome Compiler-Software (A) und dem Aligment-
tool Clustal Omega (B)).  

Das Elektropherogramm der ribA-Mutante zeigte eine, in Übereinstimmung mit dem Design 

des Donor-Templates modifizierte DNA-Sequenz (vgl. Anhang 5, Tabelle 46). Es wurde an 

Position 28 innerhalb der Target-Sequenz eine Punktmutation eingeführt, die zur Entstehung 

eines Stopcodons (TAA) führte. Die PAM-Region (5´-GGG-3´) und ein großer Teil der Target-

Sequenz von ribA-G (13 von 20 bp) sowie sieben weitere Basen wurden deletiert und durch 

die 15-bp Sequenz des Überlappungsbereichs ersetzt, welcher am Ende ein weiteres Stopco-

don (TGA) enthielt. Die aus den entsprechenden Genmutationen resultierende Veränderung 

der Aminosäuresequenz des Proteins wird in Abbildung 20B dargestellt.  

Neben den oben genannten Stopcodonen an Position 10 und 15 der Aminosäuresequenz kam 

es durch die Deletion bzw. Insertion mehrerer Basen im Bereich der ursprünglichen Target-

Region zu einer Verschiebung des Leserasters und zur Entstehung von 14 weiteren Stopco-

donen. Diese mehrstufigen Mutationen in der Gensequenz führten wie eingangs geplant zu 



4 Ergebnisse und Diskussionen   [54] 

 

dem Verlust eines großen Anteils der Aminosäuresequenzidentität von RibA (ca. 11% verblei-

bende Sequenzidentität). Das größte Peptid mit einer bestehenden Sequenzidentität zu RibA 

umfasste lediglich neun Aminosäuren (s. Abbildung 20B, Position 1-9).  

4.1.5.2 CRISPR-Cas9 induzierte Knockouts der Riboflavinsynthase (RibC) und der 
Riboflavin-Mutase (RibB)  

Aufgrund der Feststellung, dass einige crRNAs möglicherweise nicht effizient an ihre Target-

Sequenzen binden bzw. keinen Doppelstrangbruch induzieren, wurden wie unter 4.1.1 be-

schrieben, für die weiteren Knockouts von ribB und ribC jeweils zwei, in unmittelbarer Nähe 

zueinander liegende Target-Sequenzen ausgewählt. Wie im Abschnitt unter 4.1.5.1 erläutert, 

konnte festgestellt werden, dass crRNAs mit repetitiven Basen (insbesondere Guanin-Nukle-

otide) mit einer signifikant geringeren CRISPR-Cas-Aktivität korrelieren (Wang et al., 2015). 

Daher wurde bei dem Design nachfolgender crRNA-Sequenzen (s. 4.1.1) darauf geachtet, 

dass diese nicht mehr als drei (im Falle von Adenin, Cytosin und Thymin) bzw. zwei (im Falle 

von Guanin) hintereinanderliegende Basen aufweisen. Zudem wurden Target-Sequenzen, 

welche eine erweiterte PAM-Region aufwiesen, von der Auswahl ausgeschlossen. Die paral-

lele Modifikation der entsprechenden Plasmide pTargetF-ribB1/B2 bzw. pTargetF-ribC1/C2 

(s. 4.1.2) und die universell für die jeweiligen CRISPR-Cas9-Versuche konstruierten Donor-

Templates (s. 4.1.3: DTriB und DTribC) sollten einem größeren zeitlichen und labortechni-

schen Mehraufwand in Folge evtl. ineffizienter crRNA-Sequenzen vorbeugen bzw. weitere 

Merkmale/Gemeinsamkeiten von effizienten crRNA-Sequenzen aufzeigen.  

Nachdem für den Knockout von ribA, erfolgreich ein genomischer Bereich von insgesamt 

23 bp deletiert werden konnte, wurde dieser für ribC (-87 bp) und ribB (-176 bp) schrittweise 

erhöht, um zu evaluieren, bis zu welcher Größe Deletionen effizient induziert werden können. 

Die Durchführung der CRISPR-Cas9-Events für die Knockouts von RibC und RibB erfolgte 

analog zu den unter 4.1.5.1 genannten, optimierten Bedingungen. Die CRISPR-Cas9-Events 

wurden parallel mit den jeweiligen pTargetF-Plasmiden (pTargetF-ribC1/C2 bzw. pTargetF-

ribB1/B2) durchgeführt. Zusätzlich zu den CRISPR-Cas-Ansätzen, wurden erneut Kontrollan-

sätze ohne die Donor-Template-DNA durchgeführt. Wie bereits bei den CRISPR-Cas9-Events 

mit pTargetF-ribA und pTargetF-ribA-G beobachtet, zeigten sich auch bei den Knockout-Ver-

suchen von ribC und ribB teilweise große Unterschiede bezüglich der Überlebensraten der 

Zellen. Eine deutlich verminderte Zellwachstumsrate, sollte wie eingangs vermutet, ein Hin-

weis auf eine effiziente crRNA sein. Diese zeigte sich bei den CRISPR-Cas9-Events, die mit 

den Plasmiden pTargetF-ribB1 bzw. pTargetF-ribC2 durchgeführt wurden. Die Zellen, welche 

mit pTargetF-ribB2 bzw. pTargetF-ribC1 transformiert wurden, zeigten eine im Vergleich deut-

lich höhere Überlebensrate. In Abbildung 21 sind zur weiteren Veranschaulichung die Agar-

platten der Kontrollansätze von pTargetF-ribC1 (A) und pTargetF-ribC2 (B) sowie die des 

CRISPR-Cas-Ansatzes mit pTargetF-ribC2 und dem Donor-Template (C) zu sehen.  
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Abbildung 21: Überlebende Transformanten nach dem CRISPR-Cas9-Event zum Knockout von ribC. Das 
Bild zeigt die Kontrollansätze (Transformation ohne Donor-Template) mit pTargetF-ribC1 (A) und pTargetF-ribC2 
(B) sowie den CRISPR-Cas-Ansatz mit pTargetF-ribC2 (C). Auf den Agarplatten im oberen Abschnitt wurden je-
weils 1 µL der Zellsuspensionen und auf den unteren 95 µL ausplattiert. 

Wie bereits bei den CRISPR-Cas-Events zum Knockout von ribA beobachtet, zeigte der Kon-

trollansatz von pTargetF-ribC2 gegenüber dem Ansatz, der mit dem Donor-Template cotrans-

formiert wurde, eine verminderte Zellwachstumsrate (etwa um den Faktor 2-3). Auffälligkeiten 

zeigten sich jedoch auch in der unterschiedlichen Größe der einzelnen Kolonien. Der Kon-

trollansatz (B) wies vorwiegend große Kolonien auf, während auf den Agarplatten des 

CRISPR-Cas-Events (C) eine deutlich höhere Anzahl an kleinen Kolonien wuchsen. Es wurde 

vermutet, dass es sich bei den auffallend großen Kolonien um so genannte Escaper-Zellen 

handelt, die durch unbekannte Mechanismen, der Selektion durch das CRISPR-Cas9 System 

entkommen sind, während die kleinen Kolonien die Zellen abbilden, welche mit Hilfe des Do-

nor-Templates rekombiniert bzw. anhand eines intakten Genomäquivalents repariert wurden.  

Von den CRISPR-Cas9-Ansätzen die mit pTargetF-ribC1 bzw. C2 oder pTargetF-ribB1 bzw. 

B2 sowie dem entsprechenden Donor-Template transformiert wurden, wurden erneut einige 

Kolonien mit Hilfe eines Wachstumstests auf LB-Nährböden mit und ohne den Zusatz von 

Riboflavin auf ein Riboflavin-abhängiges Wachstum überprüft (s. 7.1.5). Entsprechend der auf-

gestellten Hypothese und der deutlich höheren Überlebensrate der Zellen, die mit pTargetF-

ribB2 bzw. pTargetF-ribC1 transformiert wurden, zeigte keine der getesteten Kolonien (jeweils 

25, zufällig ausgewählt) ein Riboflavin-abhängiges Wachstum, während von den CRISPR-

Cas9-Events, die mit den Plasmiden pTargetF-ribC2 bzw. pTargetF-ribB1 durchgeführt wur-

den, mehrere Riboflavin-abhängige Kolonien erhalten wurden (etwa 60-70% der getesteten 

Kolonien). Im nächsten Schritt wurden von den erfolgreichen CRISPR-Cas9-Events (ribC2 und 
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anschließend ribB1) erneut einige Kolonien im Wachstumstest überprüft, diesmal wurden je-

doch kleine und große Kolonien separat getestet und markiert. Von den auffallend großen 

Kolonien (jeweils 7 von ribC2 und ribB1), zeigte entsprechend der Annahme, dass es sich 

hierbei um Zellen handelt, welche der CRISPR-Cas-Selektion entkommen konnten, keine Ko-

lonie ein Riboflavin-abhängiges Wachstum (Ergebnisse nicht gezeigt). Von den kleinen Kolo-

nien (ribC1: 27 Kolonien; ribB1: 6 Kolonien) zeigten hingegen ca. 89% bzw. 83% der Kolonien 

eine Riboflavin-Defizienz (s. Abbildung 22). Einige der im Wachstumstest überprüften Kolonien 

wurden anschließend in der Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) mit Hilfe der jeweiligen flankierenden 

Primer der Donor-Templates (CmLfw und CmRr bzw. BmLfw und BmRr, Primer-Sequenzen 

s. Anhang 3) auf die zu erwartenden Mutationen getestet. Alle in der Kolonie-PCR getesteten 

Riboflavin-auxotrophen Kolonien wiesen ein entsprechend der geplanten Mutationen (vgl. Ta-

belle 5: ribC = -71 bp bzw. ribB = -161 bp) verkürztes Fragment gegenüber den getesteten 

Negativ-Kontrollen auf (s. Abbildung 22). Demzufolge konnten in dieser Arbeit auch größere 

Abschnitte des E. coli-Genoms mit Hilfe des CRISPR-Cas9 Systems deletiert werden.  
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Abbildung 22: Wachstumstests einiger Kolonien nach den CRISPR-Cas9-Events mit pTargetF-ribC2 (A) 
und pTargetF-ribB1 und anschließende Untersuchung der Riboflavin-auxotrophen Kolonien in der Kolonie-
PCR (B und D). DNA-Marker (M), getestete Riboflavin-auxotrophe Kolonien von ribC2 (K1, K2, K7-K12, K15) und 
ribB1 (K1-K4), getestete Kolonie, die ohne BR2R-Supplementierung wuchsen (ribC2: K4-, K23-; ribB1: K5-). 

Zudem konnte gezeigt werden, dass durch eine Diskriminierung auffallend großer Kolonien, 

die keine Mutationen aufweisen, der Screening-Umfang nach einem CRISPR-Cas9-Event wei-

ter reduziert werden kann. Das Auftreten solcher "Escaper-Zellen" wurde bereits beschrieben 

und wird auf eventuelle Deletionen oder Mutationen der Cas9- bzw. crRNA-Sequenz oder auf 

eine DNA-Reparatur mit Hilfe des alternativen End-Joinings und/oder des Mismatch-Repair-

Systems (MMR) zurückgeführt (Jiang et al., 2013; Sharan et al., 2009; Y. Jiang et al., 2015).  
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Den hier dargestellten Ergebnissen zur Folge lassen sich ineffiziente crRNAs zudem nicht nur 

an einer hohen Zellüberlebensrate (s. Abbildungen 21A und 18B: Kontrollansätze pTargetF-

ribC1 und pTargetF-ribA), sondern auch an einer geringen Anzahl von Escaper-Zellen erken-

nen (vgl. Abbildung 18B mit Abbildungen 18A/21B: Kontrollansätze von pTargetF-ribA, pTar-

getF-ribA-G und pTargetF-ribC2). Das verminderte Auftreten von Escaper-Zellen bei CRISPR-

Cas9-Events mit ineffizienten crRNAs ließe sich dadurch erklären, dass in diesem Falle auch 

der Selektionsdruck deutlich geringer ausfällt. 

Jeweils zwei der in der Kolonie-PCR bestätigten ribB- bzw. ribC-Mutanten wurden einem Plas-

mid-Curing unterzogen (s. 7.2.9.1). Von den Plasmid-freien Zellen wurden wie unter 7.1.1 be-

schrieben Dauerkulturen hergestellt. Anschließend wurde erneut mit Hilfe der jeweiligen flan-

kierenden Primer der Donor-Templates (CmLfw und CmRr bzw. BmLfw und BmRr, Primer-

Sequenzen s. Anhang 3) und einer präparativen PCR (s. 7.2.7.2) der DNA-Abschnitt einer der 

jeweiligen Plasmid-freien Kolonien amplifiziert. Die erhaltenen DNA-Fragmente wurden aufge-

reinigt und mittels SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und den Primern CmLfw bzw. BmRr 

sequenziert.  

Die Elektropherogramme und die resultierenden DNA-Sequenzen wurden mittels der 

Benchling Software abgebildet und unter Anwendung der Alignment-Funktion wurden die ent-

sprechenden Sequenzabschnitte mit der ribC- bzw. ribB-DNA-Sequenz des Wildtyp-Stammes 

verglichen (s. Abbildungen 23A und 24A). Beide Elektropherogramme zeigten eine, in Über-

einstimmung mit dem Design des jeweiligen Donor-Templates modifizierte DNA-Sequenz (vgl. 

Anhang 5, Tabelle 46). Bei der ribC-Mutante wurden die gesamte Target-Sequenz inkl. der 

PAM-Region (5´-AGG-3´) sowie 64 weitere Basen deletiert und durch eine 16-bp Sequenz des 

Überlappungsbereichs ersetzt, welche am Ende ein Stopcodon (TGA) einbrachte. Die aus den 

entsprechenden Genmutationen resultierende Veränderung der Aminosäuresequenz des Pro-

teins wird in Abbildung 23B dargestellt. Neben dem oben genannten Stopcodon an Position 

79 der Aminosäuresequenz kam es durch die Deletion bzw. Insertion mehrerer Basen im Be-

reich der ursprünglichen Target-Region zu einer Verschiebung des Leserasters und zur Ent-

stehung von insgesamt sechs weiteren Stopcodonen. Diese mehrstufigen Mutationen in der 

Gensequenz führten zu einem großen Verlust der Aminosäuresequenzidentität von RibC (ca. 

45% verbleibende Sequenzidentität).  

Das größte Peptid mit einer bestehenden Sequenzidentität zu RibC befand sich am N-Termi-

nus des Proteins und umfasste 74 Aminosäuren (s. Abbildung 23B, Position 1-74). 
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Abbildung 23: Alignments der ribC-Gensequenzen (A) sowie der Aminosäuresequenzen (B) des 
BL21(DE3)-Wildtyp-Stammes (Annotationsnummer: ACT43491.1) und der ribC-Mutante. Die Target-Sequenz 
(hier: Darstellung des 5´-3´-Strangs) von ribC ist in der Gensequenz türkis hinterlegt. Die in der ribC-Mutante dele-
tierten 87 Basen (Abbildung A) sind in der ursprünglichen Sequenz durch einen schwarzen Rahmen hervorgehoben 
und im Elektropherogramm der ribC-Mutante durch die rot hinterlegte gestrichelte Linie bzw. die rot hinterlegten 
Basen gekennzeichnet. Die roten Rahmen kennzeichnen in beiden Abbildungen die Positionen der in der ribC-
Mutante eingeführten bzw. durch die Leserasterverschiebung entstandenen Stopcodone. Die in Folge der Rekom-
bination/Reparatur mit dem Donor-Template eingebrachte 16-bp Insertion des Überlappungsbereiches wurde je-
weils gelb hervorgehoben (angefertigt mit der Benchling Software (A) und dem Alignmenttool Clustal Omega (B).  

Das Alignment des Elektropherogramms der ribB-Mutante mit der ribB-DNA-Sequenz des 

Wildtyp-Stammes ist in Abbildung 24A dargestellt. Der Deletionsbereich umfasste für die ribB-

Mutante insgesamt 176 bp und beinhaltete die gesamte Target-Sequenz inkl. der PAM-Region 

(5´-AGG-3´). Durch die erfolgreiche Rekombination mit dem Donor-Template wurde außer-

dem, wie bereits bei den anderen CRISPR-Cas9 induzierten Mutationen beschrieben, eine 15-

bp umfassende Sequenz (Überlappungsbereich) eingebracht, welche am Ende ein Stopcodon 

(TGA) enthielt. Die resultierende Veränderung der Aminosäuresequenz des Proteins wird in 

Abbildung 24B dargestellt. Neben dem oben genannten Stopcodon an Position 152 der Ami-

nosäuresequenz kam es durch die Deletion bzw. Insertion mehrerer Basen im Bereich der 

ursprünglichen Target-Region zu einer Verschiebung des Leserasters und zur Entstehung von 
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zwei weiteren Stopcodonen (Position 158 und 160 in der Aminosäuresequenz). Aufgrund des-

sen, dass für das Gen ribB keine geeignete Target-Sequenz gefunden werden konnte, die sich 

in der unmittelbaren Nähe der TSS befand (s. 4.1.1) und aufgrund des Designs des Donor-

Templates (DTribB), blieb ein größerer Aminosäuresequenzabschnitt im Bereich des N-Ter-

minus von RibB erhalten (s. Abbildung 24B, Position 1-147). Die eingebrachten Mutationen 

führten zu einem Sequenzidentitätsverlust bzw. einer Deletion von insgesamt 70 von 217 Ami-

nosäuren am C-Terminus des Proteins.  
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4.1.6 Diskussion der Bedeutung effizienter crRNAs für die CRISPR-Cas9 
vermittelte Genom Editierung in Prokaryoten 

In den letzten Jahren wurde zunehmend festgestellt, dass crRNAs deutliche Unterschiede in 

ihrer Effizienz aufweisen, die Cas9-Nuklease zu ihrem jeweiligen Zielort zu bringen und/oder 

einen Cas9-vermittelten Doppelstrangbruch zu induzieren (Doench et al., 2014; Doench et al., 

2016; Wong et al., 2015). Wie eingangs erwähnt, beschränkten sich diese Beobachtungen 

zunächst auf die Genom Editierung in Eukaryoten, weshalb auch die bioinformatischen Me-

thoden, welche für die Ermittlung effizienter crRNAs entwickelt wurden, ausschließlich auf eine 

eukaryotische Anwendung ausgerichtet waren. Guo et al. (2018) vermuten das dieser Um-

stand der herkömmlichen Auffassung geschuldet sei, dass die DNA in prokaryotischen Zellen 

aufgrund des Mangels an komplexen Chromatinstrukturen weniger geschützt wäre, als in eu-

karyotischen Zellen, weshalb vielfach angenommen wurde, dass die Genom Editierung in pro-

karyotischen Organismen gut funktionieren müsse.  

Mittlerweile wurden Effizienzunterschiede von crRNA-Sequenzen jedoch auch bei der Genom 

Editierung von Prokaryoten festgestellt. Zwei umfangreiche Studien konnten zeigen, dass von 

zufällig ausgewählten crRNAs, die verschiedene genomische Loci zum Ziel hatten, zwischen 

10% und 60% nicht in der Lage waren einen CRISPR-Cas9 induzierten Zelltod auszulösen 

(Cui & Bikard, 2016; Zerbini et al., 2017). Eine weitere Studie untersuchte insgesamt 

70 000 crRNAs und fand heraus, dass eine hohe Anzahl der crRNAs (ca. 35%) das Wachstum 

von E. coli lediglich um das 10-fache oder weniger hemmen konnte, was in einer hohen Anzahl 

überlebender Wildtyp-Zellen resultierte (Guo et al., 2018). Zudem konnten sie nachweisen, 

dass es trotz der leichten Zugänglichkeit der DNA in Bakterien, einige Bereiche auf dem Ge-

nom gibt, die in Bezug auf die Aktivität des CRISPR-Cas9 Systems vollständig resistent sind. 

Cui und Bikard (2016) konnten zudem zeigen, dass auch die weniger effizienten crRNAs, 

Cas9-induzierte Doppelstrangbrüche auslösen, diese jedoch in Anwesenheit des Reparatur-

proteins RecA und verbleibender intakter Kopien der Genabschnitte (Genomäquivalente) über 

den HR-Mechanismus wieder repariert werden. Nur besonders aktive crRNAs, die in der Lage 

sind gleichzeitig alle vorhandenen Kopien zu schneiden, können demnach in Anwesenheit von 

RecA einen Zelltod induzieren. Ähnliche Beobachtungen wurden auch in dieser Arbeit ge-

macht: Bei 50% (drei von sechs) der zur Genome Editierung von E. coli verwendeten crRNAs 

kam es nach der Aktivierung des CRISPR-Cas9 Systems zu keiner signifikant reduzierten 

Zellviabilität und es wurden in den nachfolgenden Screenings keine Mutanten selektiert. 

Diese Ergebnisse verdeutlichen, dass die sorgfältige Auswahl von effizienten crRNAs nicht 

nur für eine Anwendung in Eukaryoten, sondern auch für eine erfolgreiche prokaryotische Ge-

nome Editierung von entscheidender Bedeutung ist. 
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Merkmale effizienter crRNAs und Eignung von Vorhersagealgorithmen zur Auswahl 
von crRNAs für die prokaryotische Anwendung 

Mittlerweile gibt es zahlreiche Online-Tools zur Vorhersage von spezifischen und teilweise 

auch von effizienten crRNAs, welche auf verschiedene Genome (z. B. Menschen, Pflanzen, 

Fliegen, Hefen, Zebrafische und Mäuse) bzw. Zelltypen spezialisiert sind (s. Review: Liu et al., 

2020). Eine Anwendung, welche die Vorhersage von effizienten crRNAs in Prokayoten ermög-

licht und dessen Algorithmen ebenfalls auf den Ergebnissen prokaryotischer Studien basieren, 

war zum Zeitpunkt der Fertigstellung dieser Arbeit jedoch nicht verfügbar.  

Die in dieser Arbeit verwendeten crRNAs wurden mit Hilfe des Online-Tools CRISPR-ERA 

ausgewählt. Es handelte sich dabei um eine der wenigen Anwendungen, welche neben der 

Suche nach eukaryotischen Target-Sequenzen auch die Auswahl von spezifischen Target-

Sequenzen in einigen Bakterien ermöglichte. Auch einige Effizienzkriterien wurden vom Vor-

hersagealgorithmus der Anwendung bereits berücksichtigt, diese beschränkten sich jedoch 

auf allgemeingültige Erkenntnisse, welche auch für das Design effizienter PCR-Primer gelten 

(bspw. moderater GC-Gehalt, Vermeidung von Poly-T-Sequenzen; s. auch 4.1.1).  

Zahlreiche Studien konnten in den letzten Jahren weitere Faktoren für die Effizienz von crRNA-

Sequenzen aufzeigen: Neben Sequenzmerkmalen wie bspw. einzelner Nukleotidpositionen, 

oder dem GC-Gehalt sowie genetischen und epigenetischen Merkmalen (Chromatin-Zugäng-

lichkeit, Genexpression), scheinen auch energetische Eigenschaften (RNA-Sekundärstruktur, 

Schmelztemperatur, freie Energie) die Effizienz von crRNAs zu beeinflussen (s. Review: Liu 

et al., 2020). Einige Sequenzmerkmale wie bspw. das Vorhandensein von mehreren PAM-

Motiven innerhalb der Target-Sequenz wurden bereits in dieser Arbeit als mögliche Ursache 

von ineffizienten crRNAs diskutiert (s. 4.1.5.1 und 4.1.5.2). Bisher konnte jedoch nur bei eini-

gen wenigen der identifizierten Effizienz-Merkmale eine Spezies-übergreifende Gültigkeit ge-

funden werden. Daher ist es fraglich, ob Merkmale aus eukaryotischen Studien auf die Do-

mäne der Prokaryoten übertragbar sind, zumal sich die CRISPR-Cas9-basierte Genom Edi-

tierung aufgrund des dort dominierenden NHEJ-Reparatursystems (Lieber, 2008) und der 

komplexen Chromatinstruktur der chromosomalen DNA (Chang et al., 2016) wesentlich von 

der in Prokaryoten unterscheidet. 

Cui und Bikard (2016) verwendeten bspw. das auf Erkenntnissen von Säugetierzellen basie-

rende Modell von Doench et al. (2016) und berichteten über sehr schlechte Vorhersagen be-

zogen auf die Aktivität von 13 ausgewählten Targets in E. coli. Guo et al. (2018) fanden eine 

sehr geringe Korrelation zwischen dem prokaryotischen Datenset aus ihrer Studie und den 

Vorhersagen von zwei eukaryotischen Modellen des maschinellen Lernens. 

Wang&Zhang (2019) verwendeten elf unabhängige eukaryotische Datensets, um die Validität 

ihrer mit Prokaryoten trainierten Modelle zu untersuchen und konnten zeigen, dass ihre Mo-
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delle zwar innerhalb der Domäne der Prokaryoten valide sind, jedoch nicht zwischen den ver-

schiedenen Domänen. Zusätzlich untersuchten sie die Basenpräferenzen an verschiedenen 

Positionen im Bereich der Target-DNA von Prokaryoten und Eukaryoten und fanden auch hier 

große Unterschiede zwischen den beiden Domänen.  

Trotz der teilweise großen Differenzen zwischen den einzelnen Vorhersagen der entsprechen-

den Modelle, scheinen einige Merkmale wie bspw. der GC-Gehalt, die Bedeutung der Seed-

Region und das Potenzial zur Ausbildung von Sekundärstrukturen, Spezies- und evtl. auch 

Domänen-übergreifend gültig zu sein (Guo et al., 2018; Liu et al., 2020; Wang & Zhang, 2019).  

Die in dieser Arbeit für die Genom Editierung von E. coli verwendeten crRNA-Sequenzen wie-

sen alle einen moderaten GC-Gehalt (45-60%) auf (s. Tabelle 6). 

Tabelle 6: Merkmale der für die Genom Editierung in E. coli verwendeten crRNA-Sequenzen. Die crRNA-
Sequenzen, welche sich als ineffizient erwiesen haben, wurden rot hinterlegt. Die Base, die sich unmittelbar vor 
der PAM-Region befindet (Position 20 bzw. 19 der crRNAs) wurde Fett hervorgehoben. 

Knockout crRNA (5´ 3’) GC-Gehalt [%] Minimale freie Energie [kcal/mol] 

ribA- GCCAAACUGCCAACCCCAUG 60 0,00 

ribA-G- GCCAAACUGCCAACCCCAU 58 0,00 

ribB1- AUUGAUCUGAUGACGCUGGC 50 0,00 

ribB2- GACUAAUGACCAUGGCACGA 50 0,00 

ribC1- GGUGCUUCCGUGGCGCAUAA 55 -6,00 

ribC2- AUUGGCGGACACUUAAUGUC 45 -1,10 

Wang und Zhang (2019) berichten in einer aktuellen Studie davon, dass die Base unmittelbar 

vor der PAM-Region (Position 20) einen großen Einfluss auf die Effizienz der crRNA aufweist 

und in Prokaryoten eine eindeutige Präferenz für Adenin und Thymin zeigt, während sich die 

in Eukaryoten präferierten Basen Guanin und Cytosin negativ auf die Effizienz auswirken sol-

len. In dieser Arbeit konnte kein Zusammenhang zwischen der genannten Basenpräferenz und 

der Effizienz der jeweiligen crRNAs festgestellt werden: Während zwei erfolgreich eingesetzte 

crRNA-Sequenzen eine Cytosin-Base vor der PAM-Region aufweisen, zeigen zwei weitere, 

nicht effiziente crRNAs die präferierte Thymin-Base. Ein weiteres, in Eukaryoten identifiziertes 

Merkmal, ist das Potential der crRNAs Sekundärstrukturen auszubilden. Es zeigte sich, dass 

ineffiziente crRNAs ein deutlich höheres Potenzial zeigen Sekundärstrukturen auszubilden, 

als gut funktionierende crRNAs (Wong et al., 2015). Ein Zusammenhang zwischen der Wahr-

scheinlichkeit der Ausbildung einer Sekundärstruktur (hier durch die Berechnung der Minima-

len Freien Energie (MFE) charakterisiert und der Effizienz der jeweiligen crRNA, konnte auch 

in der prokaryotischen Studie von Wang und Zhang (2019) gefunden werden. Die nachträgli-

che Berechnung der MFEs mittels des Vienna RNA Web-Servers (Gruber et al., 2008) zeigte 

für fast alle crRNA-Sequenzen keine bzw. geringe (ribC2 = -1,10 kcal/mol) negative Faltungs-



4 Ergebnisse und Diskussionen   [65] 

 

energien. Ausschließlich die crRNA-Sequenz ribC1 wies eine auffällig hohe negative Faltungs-

energie von -6,00 kcal/mol mit der starken Neigung zur Bildung einer Haarnadel-Struktur auf 

(s. Anhang 10, Abbildung 48). Es ist davon auszugehen, dass crRNA-Sequenzen, ähnlich wie 

es bereits in Studien zur Untersuchung der Effizienz von siRNAs gezeigt wurde (Singh et al., 

2012), eine möglichst geringe freie Faltungsenergie aufweisen sollten, da Moleküle mit nega-

tiven Faltungsenergien eine geringere Zugänglichkeit für die Target-Sequenz haben. Die hö-

here negative Faltungsenergie der crRNA-Sequenz von ribC1 ist daher möglicherweise eine 

Ursache für ihre Ineffizienz bei der Genom Editierung von E. coli. Aufgrund des geringen Um-

fangs der verwendeten crRNAs, können hier jedoch lediglich die aktuellen Erkenntnisse effizi-

enter crRNAs für eine Anwendung des CRISPR-Cas9 Systems in Bakterien diskutiert und mit 

den Daten dieser Arbeit verglichen werden und keine generellen Aussagen über Merkmale 

von effizienten crRNAs getroffen werden.  

Aufgrund der in E. coli beobachteten Problematik von ineffizienten crRNAs und im Hinblick 

darauf, dass ein großer Vorteil des CRISPR-Cas Systems in seiner Anwendung als Multiplex-

Methode liegen soll, wird es notwendig sein, dass – wie bereits für zahlreiche eukaryotische 

Lebewesen vorhanden – geeignete Algorithmen zur Vorhersage gut funktionierender crRNAs 

entwickelt werden. 
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4.2 Einzelne und kombinatorische Knockouts von putativen 
Phosphatasen der Riboflavinbiosynthese in B. subtilis  

Im zweiten Abschnitt dieser Arbeit sollte das CRISPR-Cas9 System auf die Anwendung in 

dem wirtschaftlich und technologisch bedeutsamen Riboflavinproduzenten B. subtilis adaptiert 

werden. Unmittelbar vor Beginn der Arbeiten erschien erstmals eine wissenschaftliche Veröf-

fentlichung, welche über eine erfolgreiche Anwendung des CRISPR-Cas9 Systems in B. sub-

tilis berichtete. Der Autor hatte ein Shuttle-Plasmid konstruiert, welches die Modifikation und 

Vervielfältigung eines CRISPR-Cas9-Plasmids im leicht zu handhabenden Bakterium E. coli 

und die anschließende Transformation und Replikation des CRISPR-Cas9-Plasmids in B. sub-

tilis ermöglichte (Altenbuchner, 2016). Das Plasmid pJOE8999 (Vektorkarte s. Anhang 2, Ab-

bildung 41) wurde unserer Forschungsgruppe freundlicherweise von Dr. Josef Altenbuchner 

(Institut für industrielle Genetik, Universität Stuttgart) zur Verfügung gestellt und sollte genutzt 

werden, um die drei für die HAD-Phosphatasen codierenden Gene ycsE, yitU und ywtE einzeln 

und kombinatorisch auszuschalten (s. Ablauf unter 4.2.5.2). 

4.2.1 Auswahl der CRISPR-Cas9 Target-Sequenzen 

Die Auswahl geeigneter Target-Sequenzen bzw. crRNA-Sequenzen für die Genom Editierung 

in B. subtilis erfolgte größtenteils analog zu der für E. coli beschriebenen Vorgehensweise. Zur 

Vorhersage spezifischer und effizienter crRNA-Sequenzen wurde ebenfalls das Online-Tool 

CRISPR-ERA (s. 4.1.1) verwendet und es wurden ausschließlich crRNA-Sequenzen berück-

sichtigt, die einen maximalen Score von 20 aufwiesen. Die Sequenzen wiesen dementspre-

chend einen mittleren GC-Gehalt (25-75%), eine geringe Entfernung zur TSS des Zielgens 

(maximal +300 bp) und eine hohe Spezifität auf (keine identischen genomischen Sequenzen 

unter Berücksichtigung der PAM-Region (5'-NRG-3', R = A oder G und 1-3 Basen-Mismat-

ches). Zusätzlich wurde bei der Auswahl der crRNAs darauf geachtet, dass diese nicht mehr 

als drei (im Falle von Adenin, Cytosin und Thymin) bzw. zwei (im Falle von Guanin) hinterei-

nanderliegende Basen enthielten. Target-Sequenzen, welche eine erweiterte PAM-Region 

aufwiesen, wurden aufgrund der in E. coli festgestellten Schwierigkeiten von der Auswahl aus-

geschlossen.  

In Abbildung 25 ist ein Ausschnitt der mit Hilfe des Online-Tools CRISPR-ERA ermittelten 

crRNA-Sequenzen (hier: sgRNA sequence) für die Knockouts von ycsE, yitU und ywtE darge-

stellt. Die entsprechenden Target-Sequenzen mit den dahinterliegenden PAM-Regionen sind 

unter 6.7 aufgeführt. 
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Abbildung 25: crRNA-Sequenzen (hier sgRNA sequence) für die Knockouts der Enzyme YcsE, YitU und 
YwtE, die mit Hilfe des CRISPR-ERA Online-Tools und unter den oben aufgeführten Bedingungen ausge-
wählt wurden. Anmerkung: Die Orientierung der Target-Stränge (hier: Strand) wurde für YcsE und YwtE von der 
Software nicht korrekt angegeben. Alle crRNA-Sequenzen lagen auf einem 5´-3´-DNA-Strangabschnitt und sollten 
später mittels komplementärer Basenpaarung an den jeweiligen 3´-5´-DNA-Strangabschnitt (+) binden. 

Die in der Anwendung hinterlegte Genomsequenz (B. subtilis subsp. subtilis str. 168, NCBI-

Zugangsnummer: NC_000964) stammte von einem nahen Verwandten des in dieser Arbeit 

zur Genom Editierung verwendeten Stammes (B. subtilis NIG1121). Da die Genomsequenz 

von B. subtilis NIG1121 jedoch bisher nicht veröffentlicht wurde, mussten die jeweiligen 

Gensequenzen zunächst mittels einer präparativen PCR vervielfältigt (s. 7.2.7.2; für Primer-

Sequenzen s. Anhang 3) und sequenziert werden (s. 7.2.10), um diese anschließend mittels 

BLAST-Algorithmus vergleichen zu können. Die DNA-Sequenzen der beiden Stämme waren 

im Bereich der ausgewählten Target-Sequenzen zu 100% identisch.  

 

4.2.2 Einbringung der ausgewählten crRNA-Sequenzen zur Herstellung der 
Plasmide pJOE8999-ycsE, pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE und 
Optimierung der SDM-PCR 

Analog zur Konstruktion der pTargetF-Plasmide (s. 4.1.2) sollte die SDM-PCR verwendet wer-

den, um die unter 4.2.1 ausgewählten crRNA-Sequenzen sowie zwei SpeI-Restriktionsschnitt-

stellen in das Plasmid pJOE8999 (Vektorkarte s. Anhang 2) einzubringen. Der Ablauf der zwei-

stufigen SDM-PCR ist in Anhang 8, Abbildung 46 schematisch dargestellt. Die SDM-PCR 

wurde zunächst wie unter 7.2.7.4 beschrieben, durchgeführt (Primersequenzen s. Anhang 3, 

Tabelle 45). 

Die aufgereinigten PCR-Produkte der zweiten SDM-Reaktionen wurden mittels 0,8%iger Aga-

rosegele elektrophoretisch aufgetrennt (s. 7.2.8) und mit Hilfe des DNA-Größenmarkers und 

den erwarteten Fragmentlängen verglichen. Während für pJOE8999-ycsE ein PCR-Produkt 

mit der erwarteten Fragmentgröße von ca. 7000 bp erhalten wurde (s. Abbildung 26A), konn-

ten für pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE keine sichtbaren PCR-Produkte nachgewiesen 

werden. 
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Das Plasmid pJOE8999 enthält alle zur Genom Editierung notwendigen Gen-Sequenzen und 

ist daher wesentlich größer (modifizierte Form ohne lacZ-Gen etwa 7,4 kbp) als das Plasmid 

pTargetF (ca. 2,1 kbp), welches im ersten Teil der Arbeit erfolgreich mittels SDM-PCR modifi-

ziert wurde. Bisher sind nur wenige SDM-PCR-Methoden bekannt, die auch für größere Plas-

mide entwickelt wurden (Nadin-Davis & Chang, 1998; Watkins et al., 1993). Schwierigkeiten 

bei der Anwendung der SDM-PCR unter Verwendung großer Plasmid-Templates (> 6 kbp) 

wurden insbesondere im Zusammenhang mit Primern, welche Sekundärstrukturen ausbilden, 

berichtet (Ling & Robinson, 1997; Wang & Wilkinson, 2000). Zwar wurden die für die SDM-

PCR designten Primerpaare zuvor mittels Multiple Primer Analyzer dahingehend untersucht, 

ob sie mit sich selbst (Self-Dimer Bindung) und/oder untereinander (Cross-Dimer Bindung) 

hybridisieren (s. 7.2.7.4), jedoch konnten im Falle von pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE 

und aufgrund der gewählten crRNA-Sequenzen schwache Self-Dimer Bindungen der zweiten 

Mutagenese-Primer (fw2) nicht vermieden werden. Wang und Wilkinson (2000) konnten mit 

einem Zusatz von 5-10% Dimethylsulfoxid (DMSO) zu den SDM-PCR-Ansätzen gute Erfolge 

erzielen. Insbesondere bei der Modifizierung größerer Plasmid-Templates (> 6 kbp) und/oder 

bei Verwendung von Primern, die starke Sekundärstrukturen ausbildeten, zeigte sich die Zu-

gabe von DMSO als entscheidend für den Erfolg der PCR. Die SDM-Reaktionen zur Herstel-

lung von pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE wurden unter Zugabe von jeweils 0%, 4% und 

8% DMSO (v/v im Gesamtansatz s. auch 7.2.7.4) wiederholt.  

Wie in Abbildung 26B ersichtlich, wurden unter Verwendung des herkömmlichen PCR-Ansat-

zes (ohne DMSO-Zusatz) für pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE wiederholt keine PCR-Pro-

dukte erhalten, während für die PCR-Ansätze mit 8% DMSO, DNA-Banden der erwarteten 

Fragmentgröße auf den Agarosegelen sichtbar waren. Die SDM-PCR-Ansätze zur Herstellung 

von pJOE8999-yitU zeigten bereits bei Zugabe von 4% DMSO eine schwache DNA-Bande, 

welche sich unter der Zugabe von 8% DMSO intensivierte. Zudem war eine unspezifische 

Bande in Höhe von ca. 1000 bp sichtbar, welche mit steigender DMSO-Konzentration in ihrer 

Intensität abnahm. Diese Ergebnisse bestätigen, dass ein Zusatz von 4-8% DMSO die SDM-

Reaktion hinsichtlich der DNA-Ausbeute und Spezifität deutlich verbessern kann. Die Optimie-

rung von PCR-Reaktionen durch die Zugabe von DMSO wurde vielfach in der Literatur be-

schrieben. Das Additiv soll u.a. die Strangtrennung der dsDNA erleichtern, indem es das 

Schmelzverhalten verändert (Frackman et al., 1998; Jensen et al., 2010). Auch eine Reduktion 

der Schmelztemperatur der Primer konnte festgestellt werden (Chester & Marshak, 1993). 
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Abbildung 26: Elektropherogramme der mittels SDM-PCR generierten, linearen Plasmid-DNA von 
pJOE8999-ycsE (A) und der mittels modifizierter SDM-PCR erzeugten Plasmid-DNA von pJOE8999-yitU und 
pJOE8999-ywtE (B). DNA-Marker (M). 

Die anschließende Klonierung und Vervielfältigung der Plasmide erfolgten wie unter 7.2.7.4 

beschrieben. Mit Hilfe der SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und dem in Anhang 3, Tabelle 

45 aufgeführten Sequenzierungs-Primer (T7r) konnten die Plasmid-Modifizierungen in den 

drei Plasmiden pJOE8999-ycsE, pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE verifiziert werden. 

4.2.3 Konstruktion der Donor-Templates für die Knockouts von YcsE, YitU und 
YwtE und Klonierung der Donor-Templates in die pJOE8999-Plasmide 

Die Synthese der für die Rekombination bzw. Reparatur notwendigen Donor-Templates er-

folgte wie bereits unter 4.1.3 für E. coli beschrieben unter Anwendung der OE-PCR. In Anhang 

9, Abbildung 47 ist der Ablauf der unter 7.2.7.5 beschriebenen OE-PCR zur Herstellung der 

Donor-Templates schematisch dargestellt. Die zur Herstellung der Donor-Templates verwen-

deten Primerpaare sind unter 7.2.7.5, Tabelle 33 und die Sequenzen der jeweiligen Primer in 

Anhang 3, Tabelle 45 aufgeführt. Aufgrund der im Vergleich zu gramnegativen Bakterien deut-

lich geringeren zu erwartenden Transformationsraten (s. auch Abschnitt 4.2.4) sollten sich die 

Donor-Templates für die Genom-Editierung in B. subtilis unmittelbar auf den jeweiligen 

pJOE8999-Plasmiden befinden und nicht wie für die Genom-Editierung von E. coli vorgese-

hen, als dsDNA-Templates cotransformiert werden. Für die spätere Klonierung der Donor-

Templates wurden mit Hilfe der in der OE-PCR verwendeten äußeren Primer (Lfw und Rr) 

Restriktionsschnittstellen an den äußeren Enden der Fragmente eingebracht.  

Da es sich bei den von Sarge et al. (2015b) identifizierten HAD-Phosphatasen, um noch nicht 

umfangreich erforschte Proteine handelt, liegen bisher nur wenige Erkenntnisse darüber vor, 

welche Aminosäuren einen Effekt auf die enzymatische Aktivität dieser Enzyme aufweisen 
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könnten. Wie bereits unter 4.1.3 beschrieben, sollten die Donor-Templates daher so designt 

werden, dass durch die erzeugten Deletionen die distalen Bereiche der mutierten Gene ihr 

ursprüngliches Leseraster verlieren und somit möglichst große Bereiche der Aminosäurezu-

sammensetzungen der Proteine von den eigentlichen Proteinsequenzen divergieren. Für die 

Konstruktion der Donor-Templates DTycsE, DTyitU und DTywtE wurden 115 bp der jeweiligen 

chromosomalen DNA-Regionen einschließlich ihrer vollständigen Target-Sequenzen und 

PAM-Regionen entfernt und durch eine Überlappungssequenz (15 bp) ersetzt. Die homologen 

Bereiche links und rechts der zu deletierenden genomischen DNA wiesen eine Länge von 379-

521 bp auf. Tabelle 7 gibt einen Überblick über die für die Knockouts ausgewählten Gene und 

das Design der entsprechenden Donor-Templates. 

Tabelle 7: Überblick über die geplanten CRISPR-Cas9 induzierten Deletionen für die Knockouts der putati-
ven Phosphatasen der Riboflavinbiosynthese in B. subtilis NIG1121 (NCBI-Zugangsnummer: CP010052.1) 
und Design der entsprechenden Donor-Templates.  

Annotati-
onsnummer 

ORF Enzym Donor-Template 
Gesamtgröße  
[bp] 

Homologe 
Arme 
[bp]* 

Überlap-
pungs- 
bereich [bp] 

Größe des  
deletierten  
Bereiches 
[bp] 

AIY91687.1 QU35_02340 
(ycsE) 

Putative  
Phospha-
tase 

848* (872) L = 379 
R = 454 

15 115 

AIY92396.1 QU35_06225 
(yitU) 

Putative  
Phospha-
tase 

832* (856) L = 391 
R = 426 

15 115 

AIY94900.1 QU35_19430 
(ywtE) 

Putative  
Phospha-
tase 

991* (1015) L = 455 
R = 521 

15 115 

* ohne Restriktionsschnittstellen; ( ) mit Restriktionsschnittstellen 

Die OE-PCR wurde zunächst wie für E. coli beschrieben mit chromosomaler DNA durchge-

führt, welche durch die vorherige Suspension einer Kolonie in Tris-EDTA (TE)-Puffer und ei-

nem anschließenden Erhitzungsschritt freigesetzt wurde (s. 7.2.7.1). Da auf diese Weise wie-

derholt keine PCR-Produkte erhalten werden konnten, wurde davon ausgegangen, dass die 

B. subtilis-Zellen aufgrund ihrer wesentlich dickeren und komplexeren Zellwände (Hayhurst et 

al., 2008) nicht oder nur teilweise aufgeschlossen wurden. Daraufhin wurde der Zellaufschluss 

nach der Methode von Packeiser et al. (2013) und unter Verwendung des Y-PER® Yeast Pro-

tein Extraktionsmittels (Fa. Thermo Scientific) durchgeführt (s. 7.2.7.1). Durch diese Modifizie-

rung konnten in allen OE-PCR-Reaktionen PCR-Produkte der erwarteten Fragmentlängen er-

halten werden (s. Elektropherogramme der 1%igen Agarosegele in Abbildung 27 mit DTycsE 

= 872 bp, DTyitU = 856 bp und DTywtE = 1015 bp). In Anhang 5 sind die DNA-Sequenzen der 

mittels OE-PCR generierten Donor-Templates aufgeführt. 

Die anschließende Klonierung der Donor-Templates in die jeweiligen pJOE8999-Plasmide  

erfolgte wie unter 7.2.5 und 7.2.6 beschrieben. Die aufgereinigten Produkte der Ligationsan-

sätze wurden in elektrokompetente E. coli XL1-Zellen transformiert (s. 7.1.2) und der Erfolg 
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der Klonierung mittels Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) und den in Anhang 3, Tabelle 45 aufgeführten 

Screening-Primern überprüft. Mit Hilfe der SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und dem in An-

hang 3 aufgeführten Sequenzierungs-Primer (T7fw) konnte der korrekte Einbau der Donor-

Templates in die Plasmide pJOE8999-ycsE-DT, pJOE8999-yitU-DT und pJOE8999-ywtE-DT 

verifiziert werden. 

 
Abbildung 27: Elektropherogramme der mittels OE-PCR synthetisierten Donor-Templates DTycsE, DTyitU 
und DTywtE. DNA-Marker (M). 

4.2.4 Herstellung und Elektroporation kompetenter B. subtilis-Zellen unter 
optimierten Bedingungen  

Die drei für die Knockouts von ycsE, yitU und ywtE konstruierten pJOE8999-Plasmide sollten 

im nächsten Schritt unter Anwendung einer möglichst effizienten Transformationsmethode in 

B. subtilis eingebracht werden. 

B. subtilis weist aufgrund seiner dickeren Zellwand und der allgemein geringeren Elektropora-

tionseffizienz grampositiver Bakterien eine im Vergleich zu E. coli wesentlich geringere Trans-

formationsrate auf (Chassy et al., 1988). Im Allgemeinen liegt sie in der Größenordnung von 

etwa 102-104 Transformanten/µg Plasmid-DNA (Kusaoke et al., 1989; McDonald et al., 1995; 

Ohse et al., 1997). Die höchsten publizierten Transformationsraten für B. subtilis (ca. 105-107 

Transformanten/µg Plasmid-DNA) wurden für Methoden erzielt, welche entweder die natürli-

che Kompetenz von B. subtilis zur DNA-Aufnahme nutzen oder mit Hilfe von Elektroporations-

methoden und unter Anwendung hoher elektrischer Feldstärken (Gang-Ping Xue et al., 1999; 

Meddeb-Mouelhi et al., 2012; Rahmer et al., 2015; You et al., 2012; Zhang et al., 2015). Da 

die natürliche Kompetenz der einzelnen Stämme stark variieren kann und eine effiziente DNA-
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Aufnahme teilweise nur unter Hochregulierung bestimmter Kompetenz-Faktoren möglich ist, 

sollte in dieser Arbeit die Elektroporation genutzt werden, um die Plasmid-DNA in B. subtilis 

einzubringen. 

Um eine effiziente DNA-Aufnahme im Rahmen einer Transformation zu gewährleisten, emp-

fiehlt sich zumeist eine Ernte der Zellen innerhalb der mittleren bis späten exponentiellen 

Wachstumsphase, da diese ein maximales Wachstum der Zellen sowie konstante Zellteilungs-

raten ermöglicht (Dower et al., 1988). Daher wurde zunächst wie unter 7.1.1 beschrieben eine 

Wachstumskurve für B. subtilis NIG1121 erstellt, um die verschiedenen Wachstumsphasen 

des Stammes unter den festgelegten Wachstumsbedingungen zu ermitteln. Die mittlere bis 

späte exponentielle Wachstumsphase von B. subtilis NIG1121 lag zwischen einem OD600-

Wert von 0,5 – 1 (s. Wachstumskurve in Anhang 11, Abbildung 49). Davon ausgehend wurde 

festgelegt, dass die Zellen für die elektrokompetente Herstellung bei einem OD600-Wert von 

max. 0,8 – 0,9 geerntet werden sollen, da zu einem späteren Zeitpunkt bei dem Endosporen-

bildner bereits die Sporulation einsetzen könnte.  

Die anschließende Herstellung der elektrokompetenten B. subtilis-Zellen erfolgte zunächst un-

ter Anwendung des für E. coli verwendeten Protokolls (s. 7.1.2) um zu prüfen, ob dieses evtl. 

auch für die Herstellung der elektrokompetenten B. subtilis-Zellen geeignet ist. Vielfach wurde 

gezeigt, dass hohe elektrische Feldstärken (in der Regel 20–25 kV/cm) in Kombination mit 

Osmoprotektanten und/oder Zellwand-schwächenden Substanzen die Transformationseffizi-

enz in B. subtilis deutlich erhöhen können (Gang-Ping Xue et al., 1999; Meddeb-Mouelhi et 

al., 2012; Zhang et al., 2015). Daher wurden für die Elektroporation sowohl elektrische Span-

nungen von 17 kV/cm (äquivalent zu E. coli) als auch 20 kV/cm getestet. Die ermittelten Trans-

formationsraten (s. Anhang 12.1, Tabelle 48) lagen mit 2,4 × 102 cfu/μg (17 kV/cm) und 1,0 × 

102 cfu/μg (20 kV/cm) in beiden Fällen in einem erwartungsgemäß niedrigen Bereich. Eine 

alleinige Erhöhung der elektrischen Feldstärke schien nicht ausreichend, um die Elektropora-

tionseffizienz in B. subtilis zu erhöhen und führte womöglich zu einer höheren Zellsterberate. 

Im nächsten Schritt sollten daher verschiedene osmoprotektiv wirkende Medienzusätze ein-

gesetzt werden, um die Zellen vor einem möglichen osmotischen Schock zu schützen. Ent-

sprechend des Protokolls von Meddeb-Mouelhi et al. (2012) wurde das Anzuchtmedium durch 

LB-Sorbitol-Medium (LBS-Medium) ersetzt und dem ursprünglichen Elektroporationsmedium 

(10%ige Glycerin-Lösung) wurden die osmoprotektiven Substanzen Glycin-Betain, Mannitol 

und Sorbitol zugesetzt. Das Recovery-Medium wurde entsprechend Meddeb-Mouelhi et al. 

(2012) und Gang-Ping Xue et al. (1999) durch ein nährstoffreicheres LB-Medium ersetzt, wel-

ches ebenfalls Mannitol und Sorbitol enthielt (Medien und Medienzusätze s. 6.9, Tabelle 15). 

Unter Anwendung des modifizierten Protokolls (s. Anhang 12.2 in Tabelle 49) konnte die 

Transformationsrate um den Faktor 4-10 erhöht werden (mittlere Transformationsrate 9,7 × 

102 cfu/μg). In Anlehnung an die Erkenntnisse von McDonald et al. (1995) und Zhang et al. 
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(2011) wurde die Methode durch eine Zugabe von Glycin und Tween 80 zum Wachstumsme-

dium weiter optimiert (s. 7.1.3).  

Die Kombination des Zellwand-schwächenden Glycins, mit dem die Fluidität der Zellmembran 

erhöhenden Detergens Tween 80, führte zu einer maximalen Transformationseffizienz von 

3,15 × 104 cfu/μg. Der Einfluss eines Racemats aus D- und L-Threonin wurde ebenfalls unter-

sucht. Entgegen der Erkenntnisse von Zhang et al. (2015) konnten unter Verwendung der 

Zellwand-schwächenden Substanz jedoch keine Transformanten erhalten werden (s. Ergeb-

nisse in Anhang 13.1). 

Die unter 7.1.3 beschriebene, optimierte Elektroporationsmethode wurde anschließend ge-

nutzt, um die pJOE8999-Plasmide im Rahmen der Genom Editierung in die B. subtilis-Zellen 

zu transformieren. 

4.2.5 CRISPR-Cas9 induzierte Knockouts in B. subtilis und Selektion der 
Mutanten 

In diesem Abschnitt sollten die zuvor hergestellten elektrokompetenten B. subtilis-Zellen ver-

wendet werden, um die unter 4.2.2 und 4.2.3 konstruierten pJOE8999-Plasmide in die Zellen 

zu transformieren und die CRISPR-Cas9 vermittelte genetische Modifizierung der Zellen zu 

bewirken. Wie eingangs dargestellt, sollten neben der Herstellung der Einzeldeletionsmutan-

ten (∆ycsE, ∆yitU und ∆ywtE) auch alle möglichen kombinatorischen Knockouts der drei Gene 

erfolgen, um die gewünschten Multideletionsmutanten zu erhalten (s. Abschnitt 3.2). Ein Vor-

teil bei der Anwendung der CRISPR-Cas9 Methode in B. subtilis ist sein im Gegensatz zu  

E. coli stärker ausgeprägtes, natürliches Rekombinationsvermögen. Für die Rekombination 

des Donor-Templates mit der chromosomalen DNA kann in B. subtilis daher die zelleigene 

Rekombinationsfähigkeit ausgenutzt werden, wodurch das Einbringen von Rekombinations-

systemen aus Phagen entfällt. 

4.2.5.1 Einzeldeletionsmutanten  

Die Genom Editierung von B. subtilis zum Knockout der Gene ycsE, yitU und ywtE erfolgte 

unter den in Abschnitt 7.2.9.2 beschriebenen Bedingungen. Bei der Genom Editierung in 

E. coli konnten mit Hilfe von Kontroll-Ansätzen (enthielten alle CRISPR-Cas9-Komponenten, 

jedoch keine Donor-Template-DNA) und durch die Bestimmung der Zellüberlebensraten, 

Rückschlüsse auf die Effizienz des jeweiligen CRISPR-Cas9 induzierten Targetings gezogen 

werden. Daher wurde auch bei diesen Versuchen, parallel zu jedem CRISPR-Cas9-Event, 

jeweils ein Aliquot kompetenter B. subtilis-Zellen mit einem entsprechenden Kontroll-Plasmid 

(pJOE8999-ycsE, pJOE8999-yitU bzw. pJOE8999-ywtE) transformiert. Nach der Elektropora-

tion wurden die Zellen für 3 h bei 30 °C in Recovery-Medium inkubiert. Die Expression des 

cas9-Gens, welche von dem induzierbaren Promotor PmanP gesteuert wird, erfolgte durch die 

anschließende Kultivierung der Zellen auf Mannose-haltigen Agarplatten. Während für die 
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CRISPR-Cas9-Ansätze Zellwachstumsraten von 1,1 bis 3,1 × 102 cfu/μg erhalten wurden, 

zeigten die Kontroll-Ansätze keine Kolonien auf den Agarplatten.  

Dies war zunächst überraschend, da bei der Genom Editierung von E. coli selbst bei den er-

folgreichen CRISPR-Cas9-Events lediglich um den Faktor 1,5 – 2 reduzierte Zellüberlebens-

raten festgestellt wurden.  

Es muss jedoch beachtet werden, dass die Transformationsraten für B. subtilis im Allgemeinen 

wesentlich geringer sind als für E. coli und auch bei den CRISPR-Cas9-Ansätzen lediglich eine 

geringe Anzahl an überlebenden B. subtilis-Kolonien (ca. 10-22) erhalten wurde. Die Tatsache, 

dass auf den Agarplatten der drei Kontrollansätze keine Kolonien erhalten wurden, deutete 

des Weiteren auf eine erfolgreiche Gegenselektion der Wildtyp-Zellen und somit auf crRNAs 

mit einer hohen Aktivität (Effizienz) hin. 

Im Anschluss an die CRISPR-Cas9-Events wurden einige der Kolonien einem Plasmid-Curing 

unterzogen und anschließend auf ihre Empfindlichkeit gegenüber Kanamycin getestet (s. 

7.2.9.2). Die Plasmid-freien Kolonien wurden mittels Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) und mit Hilfe der 

jeweiligen flankierenden Primer der Donor-Templates (EmLfw und EmRr, UmLfw und UmRr 

bzw. WmLfw und WmRr, Primer-Sequenzen s. Anhang 3) auf die zu erwartenden Mutationen 

geprüft. Etwa 71-75% der getesteten Kolonien wiesen ein Fragment auf, welches der Größe 

des für den jeweiligen Knockout designten Donor-Templates entsprach, wodurch auf eine er-

folgreiche Rekombination dieser Zellen geschlossen werden konnte (s. Elektropherogramme 

in Anhang 7, Abbildung 44).  

Im Gegensatz zur CRISPR-Cas9-Anwendung in E. coli, bei der die Donor-Templates in Form 

linearer dsDNA vorlagen, befand sich die Donor-Template-DNA für die Genom Editierung in 

B. subtilis unmittelbar auf den pJOE8999-Plasmiden. Bedingt durch die Zirkularität der Plas-

mid-DNA kann es in Folge eines einzigen homologen Rekombinationsereignisses (eng. Sin-

gle-Crossingover) dazu kommen, dass das gesamte Plasmid in das Chromosom integriert wird 

(Heap et al., 2012). Da die Zellen in diesem Falle jedoch weiterhin die zur jeweiligen crRNA 

komplementäre Target-Sequenz aufweisen, sollten diese – zusammen mit den unveränderten 

Wildtyp-Zellen – von der Cas9-Nuklease eliminiert werden (s. auch Abschnitt 2.2.4). Zudem 

deuteten der Verlust der Kanamycin-Resistenz der Zellen nach dem Plasmid-Curing bzw. die 

Ergebnisse der Kolonie-PCR darauf hin, dass es sich bei den Zellen um die “reinen“ Mutanten 

ohne integrierte Plasmid-DNA handelte. Zur Absicherung der initialen Ergebnisse wurde je-

weils eine der positiv getesteten Kolonien erneut in einer Kolonie-PCR analysiert. Diesmal 

wurden die flankierenden Primer der Donor-Templates (s. oben) durch Primerpaare ersetzt, 

welche an komplementäre Bereiche binden, die 70-120 bp upstream bzw. downstream der 

homologen Bereiche der Donor-Templates liegen und somit ausschließlich die chromosomale 

DNA amplifizieren (Primerpaare: ycsE-mutfw + ycsEr; ywtE-mutfw + ywtEr und yitU-mutfw + 
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yitUr; Primersequenzen s. Anhang 3). Alle Kolonien wiesen ein entsprechend der geplanten 

Mutationen (vgl. Tabelle 7) um 100-bp verkürztes Fragment gegenüber den Wildtyp-Zellen auf 

(s. Elektropherogramm in Abbildung 28).  

Die gewünschten genetischen Modifizierungen konnten zudem mit Hilfe der SANGER-Sequen-

zierung (s. 7.2.10) und den jeweiligen Vorwärts-Primern der Kolonie-PCRs (Primersequenzen 

s. Anhang 3). verifiziert werden.  

 

Abbildung 28: Nachweis der CRISPR-Cas9 induzierten Knockouts von ycsE, yitU und ywtE in B. subtilis. 
Das Elektropherogramm zeigt die jeweiligen PCR-Fragmente der gereinigten genomischen DNA des Wildtyps (WT) 
und der Knockout-Mutanten (ΔycsE, ΔywtE und ΔyitU). Die DNA-Amplifikation der erfolgreich modifizierten Stämme 
resultierte in PCR-Fragmenten, welche 100 bp kürzer waren als die des Wildtyps (WT). DNA-Marker (M). 

Die Elektropherogramme der SANGER-Sequenzierung und die resultierenden DNA-Sequenzen 

wurden mittels der Benchling Software abgebildet und unter Anwendung der Alignment-Funk-

tion wurden die Sequenzabschnitte mit den jeweiligen Gen-Sequenzen des Wildtyp-Stammes 

verglichen (s. Abbildungen 29A, 30A und 31A). Alle Elektropherogramme zeigten eine, in 

Übereinstimmung mit dem Design des jeweiligen Donor-Templates modifizierte DNA-Sequenz 

(vgl. Anhang 5, Tabelle 46). Bei allen Einzeldeletionsmutanten (∆ycsE, ∆yitU und ∆ywtE) wur-

den jeweils 115 Basen der ursprünglichen Sequenz deletiert und durch die 15-bp Sequenz der 

Überlappungsbereiche der Donor-Templates ersetzt. Die Deletionsbereiche umfassten die 

vollständigen Target-Sequenzen inkl. ihrer PAM-Regionen. 

Die aus den Genmutationen resultierenden Veränderungen der Aminosäuresequenzen der 

Proteine sind in den Abbildungen 29B bis 31B dargestellt. In Folge der Deletionen bzw. In-
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sertionen mehrerer Basen in den Bereichen der ursprünglichen Target-Regionen kam es in 

allen Aminosäuresequenzen zu den gewünschten Frameshifts sowie zur Entstehung von meh-

reren Stopcodonen. Die Mutationen in den Gensequenzen führten zu großen Verlusten der 

Aminosäuresequenzidentitäten von YcsE, YitU und YwtE (ca. 32-43% verbleibende Sequenzi-

dentitäten). Die größten Peptide mit einer bestehenden Sequenzidentität befanden sich am 

jeweiligen N-Terminus der Proteine und umfassten 79 Aminosäuren (YcsE), 66 Aminosäuren 

(YitU) bzw. 65 Aminosäuren (YwtE). An den Positionen 122 (YcsE), 79 (YitU) bzw. 69 (YwtE) 

der Aminosäuresequenzen sollte es in Folge eines ersten Stopcodons zu einem Abbruch der 

Proteinbiosynthese kommen.  

Wie bereits unter 4.1.3 beschrieben, sollten diese mehrstufigen Mutationen zum einen das 

Auftreten von „einfachen“ Rückmutationen und/oder kompensatorischen Mutationen verhin-

dern und zum anderen sicherstellen, dass keine größeren Proteinfragmente mit einer mögli-

chen verbleibenden enzymatischen Aktivität aus den jeweiligen mutierten Genen synthetisiert 

werden können. Wie eingangs beschrieben, handelt es sich bei den drei HAD-Phosphatasen 

YcsE, YitU und YwtE zudem um noch nicht umfangreich erforschte Proteine, weshalb auch 

nur wenige Erkenntnisse über eventuell vorhandene, funktionell bedeutsame Aminosäuren 

vorlagen. Da alle Mitglieder der HAD-Superfamilie trotz ihrer allgemein geringen Sequenzho-

mologie über vier hoch konservierte Sequenzmotive verfügen (Burroughs et al., 2006), liegt 

jedoch die Vermutung nahe, dass diese Bereiche für die katalytische Reaktion von besonderer 

Bedeutung sind. Das Motiv I der HAD-Superfamilie (DxDx(T/V)(L/V), x = variable Aminosäure) 

befindet sich am N-Terminus der Proteine und weißt ebenso wie Motiv IV (DD, GDxxxD oder 

GDxxxxD, x = variable Aminosäure), welches am C-Terminus lokalisiert ist, mehrere hoch kon-

servierte Aminosäuren auf (Aravind et al., 1998; Burroughs et al., 2006) (s. Abbildungen 29B 

bis 31B). Die Motive II und III, welche sich downstream zu Motiv I befinden, weisen lediglich 

eine hoch konservierte Aminosäure auf, weshalb eine exakte Zuordnung hier nicht möglich ist. 

Während Motiv II und III zur Stabilität der Reaktionszwischenprodukte der Hydrolyse beitra-

gen, sind die hochkonservierten Aspartate (D) in den Motiven I und IV für die Koordination des 

für die Katalyse essenziellen Mg2+-Cofaktors im aktiven Zentrum verantwortlich (Burroughs et 

al., 2006). Das Motiv IV wurde in den Zielgenen aller Mutanten zerstört. Aufgrund der in der 

Literatur beschriebenen Lokalisation von Motiv III am C-Terminus der Proteine (Burroughs et 

al., 2006) und der Positionen der ersten Stopcodone, kann davon ausgegangen werden, dass 

dieses ebenfalls keine Funktion mehr ausüben kann.  
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Abbildung 29: Alignments der ycsE-Gensequenzen (A) sowie der Aminosäuresequenzen (B) des B. subtilis 
NIG1121-Wildtyp-Stammes (Annotationsnummer: AIY91687.1) und der ycsE-Mutante. Die Target-Sequenz 
(hier: Darstellung des 5´-3´-Strangs) von ycsE ist in der Gensequenz türkis hinterlegt. Die in der ycsE-Mutante 
deletierten 115 Basen (Abbildung A) sind in der ursprünglichen Sequenz durch einen schwarzen Rahmen hervor-
gehoben und im Elektropherogramm der ycsE-Mutante durch die rot hinterlegte gestrichelte Linie bzw. die rot hin-
terlegten Basen gekennzeichnet. Die roten Rahmen kennzeichnen die in der ycsE-Mutante durch die Leseraster-
verschiebung entstandenen Stopcodone. Die in Folge der Rekombination/Reparatur mit dem Donor-Template ein-
gebrachte 15-bp Insertion des Überlappungsbereiches wurde jeweils gelb hervorgehoben (angefertigt mit der 
Benchling Software (A) und dem Alignmenttool Clustal Omega (B).  



4 Ergebnisse und Diskussionen   [78] 

 

 
Abbildung 30: Alignments der yitU-Gensequenzen (A) sowie der Aminosäuresequenzen (B) des B. subtilis 
NIG1121-Wildtyp-Stammes (Annotationsnummer: AIY92396.1) und der yitU-Mutante. Die Target-Sequenz 
(hier: Darstellung des 5´-3´-Strangs) von yitU ist in der Gensequenz türkis hinterlegt. Die in der yitU-Mutante dele-
tierten 115 Basen (Abbildung A) sind in der ursprünglichen Sequenz durch einen schwarzen Rahmen hervorgeho-
ben und im Elektropherogramm der yitU-Mutante durch die rot hinterlegte gestrichelte Linie bzw. die rot hinterlegten 
Basen gekennzeichnet. Die roten Rahmen kennzeichnen die in der yitU-Mutante durch die Leserasterverschiebung 
entstandenen Stopcodone. Die in Folge der Rekombination/Reparatur mit dem Donor-Template eingebrachte 15-
bp Insertion des Überlappungsbereiches wurde jeweils gelb hervorgehoben (angefertigt mit der Benchling Software 
(A) und dem Alignmenttool Clustal Omega (B).  
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Abbildung 31: Alignments der ywtE-Gensequenzen (A) sowie der Aminosäuresequenzen (B) des B. subtilis 
NIG1121-Wildtyp-Stammes (Annotationsnummer: AIY94900.1) und der ywtE-Mutante. Die Target-Sequenz 
(hier: Darstellung des 5´-3´-Strangs) von ywtE ist in der Gensequenz türkis hinterlegt. Die in der ywtE-Mutante 
deletierten 115 Basen (Abbildung A) sind in der ursprünglichen Sequenz durch einen schwarzen Rahmen hervor-
gehoben und im Elektropherogramm der ywtE-Mutante durch die rot hinterlegte gestrichelte Linie bzw. die rot hin-
terlegten Basen gekennzeichnet. Die roten Rahmen kennzeichnen in beiden Abbildungen die Positionen der in der 
ywtE-Mutante eingeführten bzw. durch die Leserasterverschiebung entstandenen Stopcodone. Die in Folge der 
Rekombination/Reparatur mit dem Donor-Template eingebrachte 15-bp Insertion des Überlappungsbereiches 
wurde jeweils gelb hervorgehoben (angefertigt mit der Benchling Software (A) und dem Alignmenttool Clustal 
Omega (B).  
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4.2.5.2 Multideletionsmutanten  

Im nächsten Schritt sollten aus den drei Einzeldeletionsmutanten die möglichen Kombinatio-

nen der Doppeldeletionsmutanten (ycsE/ywtE, ycsE/yitU und ywtE/yitU) generiert 

werden. Abschließend sollte eine der drei Doppeldeletionsmutanten verwendet werden, um 

die Tripledeletionsmutante (ycsE/ywtE/yitU) zu generieren. In Abbildung 32 ist das Ablauf-

schema zur kombinatorischen Erzeugung der Multideletionsmutanten dargestellt. 

 
Abbildung 32: Ablaufschema zur kombinatorischen Erzeugung der Multideletionsmutanten. Die Doppel-
deletionsmutanten ycsE/ywtE und ycsE/yitU wurden durch Mutationen in den Genen ywtE bzw. yitU in der 
Einzeldeletionsmutante ycsE erhalten. Die Doppeldeletionsmutante ywtE/yitU wurde aus der yitU-Mutante 
gewonnen. Durch eine ywtE-Mutation in der Doppeldeletionsmutante ycsE/yitU wurde anschließend die Triple-
deletionsmutante erhalten.  

Die CRISPR-Cas9 induzierten Knockouts zur Generierung der oben genannten Multideleti-

onsmutanten erfolgten analog zu den in den Abschnitten 4.2.5.1 und 7.2.9.2 beschriebenen 

Bedingungen. Nach dem erfolgten Plasmid-Curing wurden die Plasmid-freien Kolonien zu-

nächst in der Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) und mit Hilfe der flankierenden Primer der Donor-Temp-

lates auf die zu erwartenden Mutationen geprüft (Daten nicht gezeigt). Anschließend wurde 

jeweils eine der positiv getesteten Kolonien erneut in der Kolonie-PCR untersucht, diesmal mit 

Hilfe der Primerpaare welche 70-120 bp upstream bzw. downstream der homologen Bereiche 

der Donor-Templates liegen und somit keine komplementären Bereiche zur Plasmid-DNA auf-

weisen (s. 4.2.5.1). Alle Doppeldeletionsmutanten (ycsE/ywtE, ycsE/yitU und 

ywtE/yitU) sowie die Tripledeletionsmutante wiesen entsprechend der geplanten Mutatio-

nen um 100-bp verkürzte PCR-Fragmente gegenüber den Wildtyp-Zellen auf (s. Elektrophero-

gramme in Abbildung 33). Mit Hilfe der SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und den jeweiligen 

Vorwärts-Primern der Kolonie-PCRs (Primersequenzen s. Anhang 3) wurden die neu einge-

brachten Mutationen verifiziert. 
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Abbildung 33: Nachweis der CRISPR-Cas9 induzierten Knockouts in B. subtilis zur Herstellung der Dop-
peldeletionsmutanten ycsE/ywtE, ycsE/yitU und ywtE/yitU (A) sowie der Tripledeletionsmutante 
ycsE/ywtE/yitU (B). Die Elektropherogramme zeigen die jeweiligen PCR-Fragmente der gereinigten genomi-
schen DNA des Wildtyps (WT) und der Knockout-Mutanten. Die DNA-Amplifikation der erfolgreich modifizierten 
Stämme resultierte in PCR-Fragmenten, welche 100 bp kürzer waren als die des Wildtyps (WT). DNA-Marker (M). 
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4.2.6 Vergleich der Erfolgsquoten der angewandten CRISPR-Cas9 Methoden 
in B. subtilis und in E. coli 

Während viele wissenschaftliche Studien im Rahmen der Methodenentwicklung die Mutations-

effizienz (Anzahl der mutierten Kolonien/Gesamtzahl der analysierten Kolonien) des neu etab-

lierten CRISPR-Cas Systems bestimmen, fehlen häufig Angaben zur Erfolgsquote (Anzahl der 

mutierten Gen-Loci/Gesamtzahl der Zielloci) der Methoden. Die wenigen Studien, welche An-

gaben zur Erfolgsquote der Methoden machen, wurden zudem fast ausschließlich im Model-

organismus E. coli durchgeführt (s. auch 4.1.6), weshalb wichtige Vergleichsdaten zu anderen 

Stämmen, wie bspw. B. subtilis derzeit noch fehlen. 

Während sich die in dieser Arbeit für E. coli und B. subtilis ermittelten Mutationseffizienzen nur 

geringfügig voneinander unterschieden (E. coli: 60-70%; B. subtilis: 71-75%), wurden in Bezug 

auf die Resultate der CRISPR-Cas9-basierten Genom Editierung größere Unterschiede fest-

gestellt: Wie bereits unter 4.1.6 diskutiert, konnten bei der Genom Editierung von E. coli in 

50% (drei von sechs) der durchgeführten CRISPR-Cas9-Events keine Mutanten selektiert wer-

den. Auf der Grundlage von eigenen Beobachtungen und Kontrollversuchen sowie einer um-

fangreichen Literaturrecherche, wurde geschlussfolgert, dass nicht jede crRNA-Sequenz 

gleichermaßen aktiv ist und nur die besonders aktiven crRNAs in der Lage sind gleichzeitig 

alle Genomäquivalente zu schneiden und somit die Anzahl an Wildtyp-Zellen signifikant zu 

reduzieren. Überraschenderweise ermöglichten alle drei crRNA-Sequenzen, welche für die 

Genom Editierung in B. subtilis ausgewählt wurden, eine effiziente Gegenselektion der Wild-

typ-Zellen und es konnten nach der Durchführung eines jeden CRISPR-Cas9-Events mehrere 

Mutanten mittels Kolonie-PCR bestätigt werden.  

Die für die Genom Editierung von B. subtilis verwendeten crRNA-Sequenzen wiesen alle einen 

moderaten GC-Gehalt von 35-55% auf. Durch die nachträgliche Berechnung der MFEs der 

crRNA-Sequenzen mittels des Vienna RNA-Servers (Gruber et al., 2008) konnten zudem 

keine negativen Faltungsenergien und somit keine höheren Wahrscheinlichkeiten für die Aus-

bildung von Sekundärstrukturen festgestellt werden. Zwei der crRNA-Sequenzen (ycsE und 

yitU) wiesen an Position 20 die möglicherweise in Prokaryoten präferierte Thymin-Base auf, 

während die crRNA für den Knockout von ywtE die negativ assoziierte Guanin-Base zeigte (s. 

Tabelle 8). Bereits bei der Auswahl der crRNA-Sequenzen für die Anwendung in B. subtilis 

wurde berücksichtigt, dass diese nicht mehr als drei (im Falle von Adenin, Cytosin und Thymin) 

bzw. zwei (im Falle von Guanin) hintereinanderliegende Basen enthielten. Zudem wurden Tar-

get-Sequenzen, welche eine erweiterte PAM-Region aufwiesen, aufgrund der in E. coli fest-

gestellten Schwierigkeiten im Vorfeld von der Auswahl ausgeschlossen (s. 4.2.1). 
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Tabelle 8: Merkmale der für die Genom Editierung in B. subtilis verwendeten crRNA-Sequenzen. Die Base, 
die sich unmittelbar vor der PAM-Region befindet (Position 20 der crRNAs), wurde Fett hervorgehoben. 

Knockout crRNA (5´ 3’) GC-Gehalt [%] Minimale freie Energie [kcal/mol] 

ycsE-  GGACCAUAUUCAAAUGAUGU 35 0,00 

yitU- UCAUCCGCAAGACGACAGCU 55 0,00 

ywtE- UGUAAUUACCUAGICCUUCG 40 0,00 

Wie bereits unter 4.1.6.1 diskutiert, sind jedoch speziell für die Anwendung in Prokaryoten 

bisher nur wenige Merkmale von effizienten crRNA-Sequenzen in der Literatur beschrieben 

worden, weshalb eine abschließende Bewertung der hier verwendeten crRNAs nicht möglich 

ist.  

Aufgrund der ungleichen Ergebnisse in Bezug auf die Erfolgsquote der in dieser Arbeit ver-

wendeten CRISPR-Cas9 Methoden stellt sich daher weiterhin die Frage, ob die drei für  

B. subtilis ausgewählten crRNAs (zufällig) alle eine hohe Aktivität aufwiesen und/oder ob wei-

tere Aspekte in Frage kommen, welche die Erfolgsquote der CRISPR-Cas9 Methoden wesent-

lich beeinflussen. Denkbare Einflussfaktoren wären bspw. die zwischen den Bakterienarten 

und einzelnen Stämmen stark variierende Transformationseffizienz, das unterschiedliche Re-

kombinationsvermögen sowie die unterschiedlich ausgeprägte Aktivität von DNA-Reparatur-

systemen (Leenay et al., 2019). So ließe sich die höhere Erfolgsquote der CRISPR-Cas9 Me-

thode in B. subtilis evtl. durch seine im Vergleich zu E. coli wesentlich höhere Rekombinati-

onsrate erklären (Michel & Ehrlich, 1984). Während für die CRISPR-Cas9 getriggerte, 

Lambda-Red vermittelte Rekombination in E. coli lediglich Rekombinationsraten von ca. 10-6 

(E. coli W und E. coli MG1655) bzw. 10-8 Rekombinanten pro überlebenden Zellen (E. coli 

BL21 (DE3)) beschrieben werden, liegt bereits die natürliche Rekombinationsfrequenz von  

B. subtilis (ca. 10-4 bis 10-5 Rekombinanten pro überlebenden Zellen) um den Faktor 10 bis  

10 000 höher (Bruand et al., 2001; Chung et al., 2017; Michel & Ehrlich, 1984; Vagner & 

Ehrlich, 1988). Zudem ist davon auszugehen, dass das CRISPR-Cas9 System auch in B. sub-

tilis als Rekombinations-Induktor fungiert und eine Erhöhung der natürlichen Rekombinations-

frequenz bewirkt.  

Unabhängig von genetischen Faktoren, könnten des Weiteren Unterschiede in der methodi-

schen Durchführung (Verwendung eines Ein- versus Zwei-Plasmid-Systems, lineare Donor-

Template DNA versus Plasmid-assoziiertes Donor-Template und/oder Ausnutzung der natür-

lichen Rekombinationsmaschinerie versus Einsatz von Rekombinationssystemen aus Pha-

gen) einen Einfluss auf die Erfolgsquote der Systeme haben. 

Eine aktuelle Studie nutzte zwei unterschiedliche CRISPR-Cas9 Methoden (Plasmid-kodiertes 

Donor-Template und endogenes HR-System bzw. Cotransformation eines linearen Donor-
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Templates und Rekombinationsgene aus Bakteriophagen), um in drei verschiedene Lactoba-

cillus plantarum Stämme identische genetische Veränderungen einzuführen. Durch diesen di-

rekten Vergleich, konnten sie feststellen, dass der Erfolg der Genom Editierung sowohl zwi-

schen den nah verwandten Stämmen als auch zwischen den beiden Methoden stark variierte 

(Leenay et al., 2019). Diese Forschungsergebnisse legen nahe, dass sich die Erfolgsquote 

von CRISPR-Cas Methoden – wie in dieser Arbeit beobachtet – auch bzw. insbesondere zwi-

schen weiter entfernten Bakterienstämmen bzw. -Arten deutlich unterscheiden kann.  

4.2.7 Gesamtgenomsequenzierungen zur Analyse von On-Target- und  
Off-Target Mutationen 

Bevor die unter 4.2.5 generierten Deletionsmutanten biochemisch charakterisiert wurden, sollte 

zunächst die Gesamtgenomsequenzierung (engl. Whole Genome Sequencing, WGS) der mit-

tels CRISPR-Cas9 erzeugten Tripledeletionsmutante sowie des Wildtypstammes (B. subtilis 

NIG1121) erfolgen, um zum einen die gezielt eingebrachten genomischen Modifikationen nach-

zuweisen und zum anderen Aufschluss über möglicherweise aufgetretene Off-Target Mutatio-

nen zu erhalten. Insbesondere wenn der Einfluss noch nicht vollständig aufgeklärter Gene un-

tersucht werden soll, ist es von zentraler Bedeutung, ob im Zuge der eingeführten genetischen 

Veränderungen weitere Genabschnitte unbeabsichtigt modifiziert wurden, da diese Off-Target 

Mutationen (ebenfalls) biochemische Veränderungen mit sich bringen könnten.  

Die Anzucht und Ernte der Stämme erfolgten analog zu der unter 7.2.11 beschrieben Vorge-

hensweise. Die Extraktion der genomischen DNA sowie die Hochdurchsatz-DNA-Sequenzie-

rung mittels Next Generation Sequencing (NGS-) Technik wurden von einem externen Dienst-

leister durchgeführt. Die anschließende Qualitätskontrolle der reads und das Mapping gegen 

das Referenzgenom des nächsten verwandten Stammes (B. subtilis subsp. subtilis 168, NCBI-

Zugangsnummer: CP010052.1) erfolgten mittels der CLC Genomics Workbench 11 Software 

wie unter 7.2.11 weiter beschrieben. Die resultierenden 17.370.968 (Wildtyp) und 18.358.400 

(Tripledeletionsmutante) 2 x 150-bp paired-end reads wiesen eine durchschnittliche Abde-

ckung (engl. coverage) von 605 bzw. 641 auf, wobei bereits Sequenzabdeckungen > 20 als 

high coverage Sequenzierungen einzuordnen sind (Xu et al., 2017). Für die automatisierte 

Identifizierung von Variationen (engl. variant calls) in Form von SNPs, Insertionen und Deleti-

onen wurde die Software BCFtools eingesetzt (Li, 2011). Zusätzlich wurden die gemappten 

reads des Wildtypen und der Tripledeletionsmutante manuell, mit Hilfe des Integrative Geno-

mics Viewers (IGV), auf das Vorhandensein weiterer Variationen untersucht (Robinson et al., 

2011; Thorvaldsdóttir et al., 2013). 
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4.2.7.1 Nachweis der On-Target Mutationen  

Im Vergleich zur SANGER-Sequenzierung, welche einen geringeren Datenumfang aufweist, 

stützt sich die Analyse von NGS-Sequenzierungsdaten vorwiegend auf bioinformatische Algo-

rithmen zum automatisierten variant calling. Aufgrund der Komplexität der vorliegenden 

CRISPR-Cas9 vermittelten Indel-Mutationen (15-bp umfassende Insertionen der Überlap-

pungsbereiche zwischen 115-bp Deletionsbereichen) und der relativ kurzen Leselänge von 

150 bp stellte es sich jedoch heraus, dass die eingeführten Mutationen in der Tripledeletions-

mutante mittels des variant-callers BCFtool nicht korrekt nachgewiesen werden konnten. 

Jüngste Studien haben die Unzulänglichkeiten der derzeit verfügbaren variant-caller, welche 

Indel-Mutationen > 50 bp häufig nicht erkennen, bereits aufgedeckt (Au et al., 2017; Cameron 

et al., 2019; Hasan et al., 2015; Mali et al., 2013; Wang et al., 2022; Yang et al., 2015).  

Die Deletionen in den entsprechenden Genregionen von ycsE, yitU und ywtE wurden darauf-

hin mit Hilfe der IGV-Software in Form von Sequenzabdeckungslücken (engl. sequence 

coverage gaps) manuell identifiziert (s. Abbildungen 34 und 35A/B sowie Abbildung 50: Ge-

nome Coverage Plot in Anhang 13). Im Gegensatz zum Nachweis mittels SANGER-Sequenzie-

rung (s. 4.2.5.1), kann jedoch auch mit dieser Software weder die exakte Größe der Deletionen 

noch das Vorhandensein der aus der Konstruktion der Donor-Templates resultierenden Über-

lappungssequenzen überprüft werden.  
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Abbildung 34: Visualisierung der CRISPR-Cas9 induzierten On-Target Mutation im ycsE-Gen der Triplemu-
tante mittels IGV-Software. Der Nachweis der Deletion erfolgte durch die manuelle Identifizierung einer etwa 100-
bp umfassenden Lücke in der Sequenzabdeckung der gemappten reads im Bereich der ycsE-Gensequenz. Die 
Abbildung zeigt, dass sich die Sequenzabdeckungslücke ausschließlich in den prozessierten Daten der Triplemu-
tante, nicht jedoch in denen des Wildtyps befindet. 
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4.2.7.2 Identifizierung möglicher Off-Target Mutationen  

Im Gegensatz zu Eukaryonten fehlt den meisten Bakterien der NHEJ-Reparaturmechanismus, 

welcher Doppelstrangbrüche in Abwesenheit einer Reparaturvorlage reparieren kann und in 

einigen Fällen zu Indel-Mutationen führt (Ayora et al., 2011). Zwar verfügen einige Bakterien 

wie auch B. subtilis über ein solches Low-Fidelity-Reparatursystem, doch ist es oft nur wäh-

rend der Sporulationsphase aktiv (s. auch Kapitel 2.2.3). Aufgrund dieser Tatsache und des 

ohnehin relativ kleinen Genoms dürfte das Risiko von Off-Target-Effekten beim Einsatz von 

zielgerichteten Technologien wie dem CRISPR-Cas9 System in Bakterien relativ gering sein. 

Auf der anderen Seite existieren neben dem dominierenden HR-Reparatursystem in Bakterien 

noch zahlreiche weitere Mechanismen, welche die Genomreplikation und -reparatur regulieren 

und teilweise auch noch nicht vollständig aufgeklärt sind (s. Review: Lenhart et al., 2012). 

Wissenschaftliche Studien, welche das Auftreten von Off-Target-Effekten bei CRISPR-Cas9-

modifizierten Bakterien untersucht haben, wurden zudem noch nicht veröffentlicht. Im nächs-

ten Schritt wurden daher die unter 4.2.7 prozessierten NGS-Daten der Tripledeletionsmutante 

und des Wildtyps genutzt, um diese mit Hilfe der Software BCFtools auf das Vorhandensein 

weiterer genomischer Variationen zu untersuchen.  

Ein Vergleich der beiden Variationsanalysen identifizierte einen zusätzlichen SNP in der Trip-

lemutante (s. Anhang 14, Abbildung 51). Weitere Untersuchungen zeigten, dass der SNP in 

einem Gensegment liegt, welcher für ein noch nicht charakterisiertes Protein (YjaZ) kodiert 

und zu einer Missense-Mutation mit veränderter Peptidsequenz führt. Die Auswirkungen der 

veränderten Aminosäuresequenz des Proteins auf seine Funktion sind nicht bekannt, jedoch 

wurde bereits nachgewiesen, dass es sich bei dem Gen yjaZ um kein essenzielles Gen handelt 

(Kobayashi et al., 2003). Ein Alignment der Aminosäuresequenz mit den Sequenzen von 

YcsE, YitU und YwtE zeigte, dass YjaZ nicht über die für HAD-Phosphatasen spezifischen 

hoch konservierten Motive I und IV verfügt (s. auch 4.2.5.1) und es sich daher höchstwahr-

scheinlich um keine weitere HAD-Phosphatase handelt.  

Aufgrund der sequenziellen Generierung der Triplemutante aus dem Wildtyp (s. Abbildung 32) 

wurden PCR-Fragmente des yjaZ-Gensegments, der Einzel- und Doppeldeletionsmutanten 

hergestellt (s. 6.2.7.2 und für Primersequenzen s. Anhang 3, Tabelle 45), um diese mittels 

SANGER-Sequenzierung ebenfalls auf das Vorhandensein des entsprechenden SNPs zu über-

prüfen. Es zeigte sich, dass der SNP bereits in der Doppeldeletionsmutante ycsE/yitU auf-

trat, welcher der unmittelbare Vorläufer der Triplemutante war. Die Doppelmutante selbst 

wurde wiederum aus der Einzelmutante ycsE durch die Deletion im Genbereich von yitU ge-

wonnen.  
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Da sowohl die Einzelmutante als auch die daraus resultierende Doppelmutante ycsE/ywtE 

keinen SNP im yjaZ-Gen aufwiesen, muss dieser bei der Generierung der Doppeldeletions-

mutante ycsE/yitU entstanden sein. Ein Alignment der Target-Sequenzen von ycsE und yitU 

(Sequenzen s. 6.7, Tabelle 14) mit der Gensequenz von yjaZ mittels des Genome Compilers 

ergab eine geringe Komplementarität für ycsE (max. 12 von 20 Basen, 60%) und yitU (max. 

10 von 20 Basen, 50%) und keine PAM-Region an der entsprechenden Position.  

Es ist daher unklar, ob die Entstehung des SNPs im yjaZ-Gen mit der Anwendung der 

CRISPR-Cas9 Methode im Zusammenhang steht oder dieser bspw. im Rahmen einer spon-

tanen Mutation aufgetreten ist. 

4.2.8 Phänotypische Charakterisierung der Deletionsmutanten 

4.2.8.1 Untersuchung der Deletionsmutanten auf eine Riboflavin-Auxotrophie 

Alle bestätigten B. subtilis-Deletionsmutanten wurden im nächsten Schritt auf eine Riboflavin-

Auxotrophie untersucht. Zu diesem Zweck wurden frisch hergestellte Kulturen des Wildtyps 

und der Deletionsmutanten seriell in steriler Saline verdünnt, die Suspensionen jeweils auf 

synthetischem Minimalagar und auf LB-Agarplatten ausgestrichen und die Agarplatten bei 

37 °C bebrütet (s. 7.1.5). Da das LB-Medium aufgrund des Hefeextraktes und möglicherweise 

durch das aus Algen gewonnene Agar-Agar natürlicherweise geringe Mengen an Riboflavin 

enthält und B. subtilis über einen potenten Riboflavin-Transporter verfügt, wurden für den ne-

gativen Wachstumstest M9-Agarplatten verwendet, welche mit Hilfe von hoch reiner Agarose 

hergestellt wurden, um sicherzustellen, dass kein Riboflavin auf den Nährböden enthalten ist.  

Alle Deletionsmutanten waren in der Lage in Abwesenheit von Riboflavin zu wachsen. Ledig-

lich die Triplemutante zeigte auf dem Minimal-Agar leichte Wachstumsveränderungen in Be-

zug auf die Anzahl und die Größe der Kolonien (s. Abbildung 36). Die Ergebnisse des Wachs-

tumstests der Einzelmutanten stehen in Übereinstimmung mit den von Koo et al. (2017) ver-

öffentlichten Daten, welche zeigen, dass B. subtilis Einzeldeletionsmutanten von ycsE, yitU 

bzw. ywtE in der Lage sind in einem Glucose-Ammonium Minimalmedium (ohne Riboflavin) 

zu wachsen. Ebenso publizierten Yusupova et al. (2020), dass die Inaktivierung des Gens yitU 

auf dem Chromosom eines B. subtilis Wildtypstammes 168	trpC+ während der Kultivierung in 

Minimalmedium keinen Effekt auf das Wachstum und den Glucoseverbrauch der Zellen hatte.  
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Abbildung 36: Wachstumstest der Triplemutante auf M9-Minimal-Agar (links) und LB-Agar (rechts). Auf bei-
den Nährböden wurden jeweils 90 µL einer Zellsuspension der Verdünnungsstufen 10 P

-2
P (obere Hälfte der Agarplat-

ten) bzw. 10P

-4
P (untere Hälfte der Agarplatten) ausplattiert. Die Anzahl und Größe der Bakterienkolonien sind auf 

dem Minimal-Agar (links), im Vergleich zum LB-Agar (rechts), bei beiden Verdünnungsstufen vermindert. 

Bei dem Wildtypen, den Einzelmutanten sowie den Doppelmutanten zeigten sich keine bis 

kaum signifikante Wachstumsunterschiede zwischen den M9-Minimal-Nährböden und den LB-

Nährböden, was darauf hindeutet, dass das verminderte Wachstum der Triplemutante im un-

mittelbaren Zusammenhang mit der Verfügbarkeit bzw. Biosynthese von Riboflavin steht und 

nicht (allein) in Folge eines verminderten Nährstoffgehalts im Minimal-Agar aufgetreten ist. 

Da jedoch auch alle Mulitdeletionsmutanten in Abwesenheit von exogenem Riboflavin weiter-

hin ein eindeutiges Wachstum zeigten, scheinen – entgegen den bisherigen Annahmen – eine 

oder mehrere weitere Phosphatasen in der Lage zu sein, die notwendige Dephosphorylierung 

des Riboflavin-Vorläufers ARPP in nennenswerten Raten zu katalysieren bzw. den Verlust der 

Enzymaktivitäten der drei HAD-Phosphatasen in Folge epistatischer Effekte zu kompensieren. 

Dabei könnte es sich um eine oder mehrere der weiteren HAD-Phosphatasen handeln, die 

innerhalb unserer Forschungsgruppe von Sarge et al. (2015b) charakterisiert wurden (s. wei-

tere Diskussion der Ergebnisse unter 4.3). 

4.2.8.2 Bestimmung der Wachstumszeiten in Flüssigmedium 

Neben den Wachstumstests auf M9-Minimal-Agar kann eine Kultivierung der Mutanten in flüs-

sigem Minimal-Medium ebenfalls Rückschlüsse auf das Wachstum der Bakterien zulassen. 

Hierfür wurden der Wildtyp sowie alle Deletionsmutanten analog zu den unter 7.1.4 beschrie-

benen Bedingungen bis zu einem OD600-Wert von 0,4 in M9-Minimal-Medium kultiviert. Um 

weitere Einflüsse auf die Kultivierungsdauer der einzelnen Stämme möglichst gering zu halten, 

wurden alle Kulturen aus einer Stocklösung eines M9-Minimalmediums angesetzt und es 

wurde darauf geachtet, dass sich die Zeitpunkte des Animpfens der Kulturen im Bereich eini-

ger weniger Minuten (ca. 1-2 min) befinden. Die durchschnittliche Wachstumszeit der Stämme 
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sowie die jeweiligen Einzelwerte der Doppelbestimmungen können Tabelle 9 entnommen wer-

den.  

Tabelle 9: Wachstumszeiten [h:min] der B. subtilis-Stämme in M9-Minimal-Medium. Die Stämme wurden bis 
zum Erreichen eines OD600-Wertes von 0,4 kultiviert. 

Es ist sind kleine Abweichungen in der Kultivierungsdauer der Stämme zu erkennen. Alle Dop-

pelmutanten sowie die Triplemutante wiesen eine im Vergleich zum Wildtypen und den Ein-

zelmutanten längere Kultivierungsdauer auf. Die kombinatorischen Knockouts der HAD-Phos-

phatasen YcsE, YitU und YwtE führten demnach zu einer verminderten Wachstumsgeschwin-

digkeit bei den Multideletionsmutanten. Die längere Kultivierungsdauer der Triplemutante, im 

Vergleich zum Wildtypen und den Einzeldeletionsmutanten, steht in Übereinstimmung mit den 

zuvor beobachteten Wachstumsveränderungen der Triplemutante auf Minimal-Agar (s. 

4.2.8.1). Die Doppeldeletionsmutanten, welche in diesem Test ebenfalls längere Wachstums-

zeiten aufwiesen, hatten hingegen auf den Minimal-Agarplatten ein ähnliches Wachstumsver-

halten wie der Wildtyp gezeigt. Auffällig war des Weiteren, dass die Einzelmutanten und ins-

besondere ycsE ein geringfügig schnelleres Wachstum zeigten als der Wildtyp. Dies könnte 

evtl. darauf zurückzuführen sein, dass es durch den Verlust der FMN-Phosphatase Aktivität in 

den Einzeldeletionsmutanten zu einer verminderten Umwandlung von FMN zu Riboflavin 

kommt, wodurch die Verfügbarkeit der Koenzyme für die verschiedenen Redoxreaktionen 

kurzfristig gesteigert wird. Bei den Multideletionsmutanten nimmt dieser Effekt möglicherweise 

aufgrund der zunehmend reduzierten Synthese von Riboflavin wieder ab. 

In Bezug auf diese Beobachtungen wäre es interessant, die Bakterien-Stämme über die frühe 

exponentielle Wachstumsphase (s. Wachstumskurve in Anhang 11) hinaus zu kultivieren, um 

zu prüfen, ob sich die Unterschiede in der Kultivierungsdauer der Mutanten weiter fortsetzen. 

Aufgrund der Substratpromiskuität der drei HAD-Phosphatasen (s. auch 2.1.4) kann nicht si-

cher differenziert werden, ob die festgestellten Wachstumsunterschiede (allein) aufgrund einer 

verminderten Dephosphorylierung von ARPP und der damit verbundenen reduzierten Verfüg-

barkeit von Riboflavin aufgetreten sind oder ob diese die Folge eines Verlustes (weiterer) en-

zymatischer Aktivitäten wie bspw. gegenüber FMN, Deoxinukleotiden und Nukleotiden sind.  

Kultivierungs-
dauer [h:min] 

Wildtyp ycsE yitU ywtE ycsE/ 
yitU 

ycsE/ 
ywtE 

yitU/ 
ywtE 

ycsE/ 
yitU/ 
ywtE

1. Bestimmung 5:35 5:05 5:20 5:30 6:00 5:40 6:00 6:00 

2. Bestimmung 5:30 5:15 5:20 5:20 5:58 5:42 5:45 5:45 

 
Mittelwert 

 
5:32 

 
5:10 

 
5:20

 
5:25

 
5:59

 
5:41

 
5:52 

 
5:52
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4.2.8.3 Morphologische Untersuchungen mittels Rasterelektronenmikroskopie 

Um den Einfluss der Gen-Knockouts auf die Morphologie der Bakterien zu untersuchen, wur-

den wie unter 7.1.1 beschrieben, Übernachtkulturen der B. subtilis Wildtyp-Zellen und der 

B. subtilis-Deletionsmutanten kultiviert, die Zellen mittels Zentrifugation geerntet und die Zell-

pellets auf Eis gelagert. Die weitere Vorbereitung der Proben (Trocknung der Präparate und 

Bedampfung mit Kohlenstoff) erfolgte in Kooperation mit dem Institut für Biologie in Klein Flott-

bek, Hamburg. Die Mikroskopie der Zellpräparate wurde im Institut für Zoologie der Universität 

Hamburg unter Verwendung des Rasterelektronenmikroskops (REM) LEO 1525 Gemini 

durchgeführt. Die Aufnahmen des Wildtypstammes und der Deletionsmutanten zeigten alle die 

für Bacillus typische Stäbchenform und es konnten keine morphologischen Auffälligkeiten am 

Mureinsacculus festgestellt werden (s. Aufnahmen in Anhang 15). Die mikroskopische 

Vermessung der Bakterienzellen ergab keine signifikanten Größenunterschiede zwischen den 

Zellen des Wildtypen und denen der Deletionsmutanten (Ergebnisse nicht gezeigt). 

4.2.9 Bestimmung der bakteriellen Riboflavin-Produktionsraten mittels ELISA 

Da entgegen der bisherigen Hypothese keiner der Deletionsstämme eine vollständige Ribof-

lavin-Auxotrophie zeigte, sollten im nächsten Schritt die Riboflavin-Syntheseraten der B. sub-

tilis-Deletionsmutanten im Vergleich zum Wildtypen bestimmt werden. Hierzu sollte der Ribof-

lavingehalt in den Zellpellets (intrazelluläres Riboflavin) und in den aufkonzentrierten Zellüber-

ständen (extrazelluläres Riboflavin) quantifiziert werden. Die Anzucht der Stämme und die Ge-

winnung der Zellüberstände sowie Ernte und Aufschluss der Zellpellets erfolgten analog zu 

der unter 7.1.4 beschriebenen Durchführung. Die Bestimmung der Riboflavin-Gehalte in den 

Proben wurde zunächst mit Hilfe einer von Nielsen et al. (1986) entwickelten HPLC-FLD- (engl. 

high performance liquid chromatography with fluorescence detection) Methode durchgeführt. 

Da mit Hilfe dieser Methode (abgeschätzte Nachweisgrenze ca. 500 ng/mL) kein Riboflavin in 

den Proben nachgewiesen werden konnte, wurde angenommen, dass diese nicht sensitiv ge-

nug ist, um die geringen Gehalte an Riboflavin in den Zellen bzw. dem Zellmedium nachzu-

weisen. Bei dem in dieser Arbeit verwendeten B. subtilis-Stamm handelt es sich um keinen 

Riboflavin-Überproduzenten und dementsprechend wird dieser auch nur geringe Mengen an 

Riboflavin ins Medium sekretieren. So wurden bspw. für den B. subtilis Wildtyp-Stamm ATCC 

6051 innerhalb einer Kultivierungsdauer von drei Tagen und unter Verwendung von kohlen-

stoffreichen Nährmedien, lediglich Riboflavin-Produktionsraten von 1-3 mg/L ermittelt (Oraei 

et al., 2018). Auch der intrazelluläre Gehalt an Riboflavin sollte erwartungsgemäß gering sein, 

da B. subtilis das in den Zellen vorliegende freie Riboflavin innerhalb von wenigen Minuten in 

seine physiologisch aktiven Derivate FMN und FAD umwandelt (Cecchini et al., 1979).  
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Für die weiteren Riboflavin-Bestimmungen wurde daher das sensitivere (modifizierte Bestim-

mungsgrenze (BG): 0,16 ng/mL Riboflavin) ELISA-Testkit des Herstellers Elabscience Bio-

technology (s. Anhang 1.3, Tabelle 42) verwendet. Bei dem Riboflavin-ELISA handelt es sich 

um ein kompetitives Testsystem, bei dem das an der Mikrotiterplatte gebundene Hapten (Rib-

oflavin) mit dem Riboflavin aus der Probe bzw. dem Standard um die Bindung an einen spezi-

fischen, Biotin-markierten Antikörper konkurriert. Je weniger Riboflavin in der Probe bzw. dem 

Standard enthalten ist, desto mehr markierter Antikörper bindet an das an der Festphase im-

mobilisierte Riboflavin und desto mehr Substrat wird im letzten Reaktionsschritt umgesetzt. 

Das Signal in Form der optischen Dichte ist somit umgekehrt proportional zur Riboflavin-Kon-

zentration. Da Riboflavin in den Zellen auch in Form seiner Derivate vorliegt und der ELISA 

eine Kreuzreaktivität von ca. 5,3% (FMN) bzw. 4,5% (FAD) aufweist (persönliche Mitteilung 

des Testkit-Herstellers), kann nicht ausgeschlossen werden, dass es sich bei den ermittelten 

Riboflavin-Konzentrationen anteilig auch um FMN und FAD handelt. Der ELISA wurde wie 

unter 7.2.12 beschrieben durchgeführt.  

Die Konzentration an Riboflavin in den Zellüberständen konnte wiederholt nicht bestimmt wer-

den, da diese bei einer erforderlichen Probenverdünnung von 1:5 bis 1:10 in Probenverdün-

nungspuffer bei allen Proben unterhalb der Bestimmungsgrenze lag. Eine geringere Proben-

verdünnung wurde getestet, zeigte jedoch Matrix-Effekte.  

Die Messwerte der Zellpellets (intrazelluläres Riboflavin) sowie die Standard-Kurve des Ribof-

lavin-ELISAs sind in Anhang 16 abgebildet. Die für den Wildtypen gemessene Konzentration 

an Riboflavin wurde auf 100% normiert. Bei allen B. subtilis Deletionsmutanten konnte eine 

Abnahme der intrazellulären Riboflavinkonzentration im Vergleich zum Wildtypen festgestellt 

werden. Bei der Doppeldeletionsmutante ycsE/ yitU und der Tripledeletionsmutante lagen 

die gemessenen Riboflavinkonzentrationen unterhalb der Bestimmungsgrenze von 25% (s. 

Abbildung 37).  
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Abbildung 37: Bestimmung der intrazellulären Riboflavinkonzentrationen des B. subtilis Wildtypen und der 
Deletionsmutanten mittels ELISA. Die Riboflavinkonzentration des Wildtyp-Stammes wurde auf 100% normiert. 
Die Balken stellen Mittelwerte ± Standardabweichungen dar, welche von jeweils zwei Zellpellets stammen. Die BG 
lag bei < 25%, bezogen auf den niedrigsten Standard von 0,16 ng/mL Riboflavin. 

Der B. subtilis ycsE-Deletionsklon zeigte eine um etwa 50% verringerte intrazelluläre Ribofla-

vinkonzentration, was mit den von Sarge et al. (2015b) veröffentlichten Ergebnissen überein-

stimmt, bei denen ein roher Zellextrakt einer B. subtilis ycsE-Deletionsmutante die Dephos-

phorylierung von ARPP mit einer um den Faktor zwei verringerten spezifischen Aktivität im 

Vergleich zum Elternstamm katalysierte. Auch die anderen Einzeldeletionsmutanten (yitU 

und ywtE) wiesen eine etwa 50%ige Abnahme der Riboflavin-Konzentration in den Zellen 

auf. Analog zu diesen Ergebnissen zeigte eine aktuelle Studie aus dem Jahr 2020, dass ein 

Knockout des yitU-Gens auf dem Chromosom des Riboflavin-Produktionsstammes B. subtilis 

Y25 zu einer reduzierten Akkumulation von Riboflavin führte. Im Umkehrschluss konnte beo-

bachtet werden, dass die Überexpression von yitU sowohl in dem Produktionsstamm als auch 

in einem B. subtilis Wildtyp-Stamm eine erhöhte Riboflavin Produktion zur Folge hatte 

(Yusupova et al., 2020). 

Die Doppeldeletionsmutante ycsE/ yitU sowie die Triplemutante wiesen eine entsprechend 

der spezifischen enzymatischen Aktivitäten der drei HAD-Phosphatasen (ycsE = 12 

µmol/mg/min; yitU = 1,7 µmol/mg/min; ywtE = 0,69 µmol/mg/min) stärkere Abnahme der intra-

zellulären Riboflavinkonzentration auf als die Doppelmutanten ycsE/ywtE und ywtE/yitU. 
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Sie zeigten den stärksten Abfall der intrazellulären Riboflavin-Konzentration mit Werten unter-

halb der BG (25%).  

Auffällig war, dass die reduzierten Riboflavin-Syntheseraten der Einzelmutanten in den Dop-

pelmutanten ycsE/ywtE und ywtE/yitU nicht wie erwartet zu einem multiplikativen Effekt 

führten, sondern für die beiden Doppelmutanten gleiche bzw. sogar geringfügig höhere Syn-

theseraten ermittelt wurden. In weiterführenden Arbeiten wurden in unserer Arbeitsgruppe mit-

tels HPLC-FLD die intrazellulären Gehalte an FMN und FAD in den Deletionsmutanten und 

dem Wildtyp-Stamm bestimmt. Auch hier zeigte sich, dass die Multideletionsmutanten zum 

Teil höhere Flavin-Syntheseraten aufwiesen als die Einzelmutanten (unveröffentlichte Ergeb-

nisse von F. Rostami). Sowohl die Beobachtung, dass die Triplemutante im Wachstumstest 

keine vollständige Riboflavin-Auxotrophie zeigte (s. 4.2.8.1), als auch die im Vergleich zu den 

Einzelmutanten teilweise höheren Flavin-Syntheseraten der Multideletionsmutanten, könnten 

möglicherweise durch positive, d.h. antagonistische oder kompensierende epistatische Wech-

selwirkungen zwischen den Genen begründet sein. Als Epistasie bezeichnet man das Phäno-

men, dass Gene auf unterschiedliche Weise miteinander wechselwirken können, indem die 

Aktivitäten oder auch Inaktivitäten ein oder mehrerer Gene die Expression eines oder mehrerer 

anderer Gene verstärken (positive Epistasie) oder unterdrücken (negative Epistasie) (Fisher, 

1918; Segrè et al., 2005). Umfangreiche Studien konnten feststellen, dass positive epistatische 

Effekte in Prokaryoten weit verbreitet sind und insbesondere zwischen Genen desselben Sig-

nalweges auftreten (Babu et al., 2011; Cohan et al., 1994; MacLean, 2010; Typas et al., 2008). 

Zudem wurde gezeigt, dass die Stärke der Epistasie mit der Mutationsschwere korreliert, was 

bedeutet, dass bei einer starken Störung stark antagonistische Effekte zu erwarten sind, wäh-

rend schwache Störungen leichte bis gar keine epistatischen Effekte bewirken (Gros et al., 

2009; MacLean, 2010).  

Die Tatsache, dass die beiden Doppelmutanten ycsE/ywtE und ywtE/yitU die fehlenden 

enzymatischen Funktionen der HAD-Phosphatasen besser kompensieren konnten als die 

Doppelmutante ycsE/ yitU sowie die Tripledeletionsmutante, kann evtl. darauf zurückge-

führt werden, dass YcsE und YitU die höchsten enzymatischen Aktivitäten gegenüber ARPP 

aufweisen und das Enzym mit der jeweils nächst höheren enzymatischen Aktivität (YwtE 

bzw.in Bezug auf die Triplemutante mögliche weitere Phosphatasen), trotz einer erhöhten Ex-

pression, diese nicht mehr vollständig kompensieren können.  

Die Annahme der positiven Epistasie wird von der Beobachtung unterstützt, dass es sich bei 

den von Sarge et al. (2015b) identifizierten HAD-Phosphatasen um eine Gruppe von mehreren 

promisken Enzymen handelt, welche neben der Dephosphorylierung von ARPP noch weitere 

Substratspezifitäten aufweisen (s. auch Abschnitt 2.1.4). Auch wenn der evolutionäre Nutzen 
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der Enzympromiskuität noch nicht vollständig geklärt ist, ist es naheliegend, das zuvor irrele-

vante Nebenaktivitäten von promisken Enzymen besonders leicht und ohne größere Folgen 

für die Zelle adaptiert werden können, sollte dieses aufgrund eines veränderten biologischen 

Kontextes erforderlich sein (O'Brien & Herschlag, 1999). 

Weitere Analysen wie z. B. die direkte quantitative Bestimmung des Riboflavin-Vorläufers 

ARPP in den Deletionsmutanten und dem Wildtyp könnten eine zusätzliche Evidenz zur Un-

termauerung dieser ersten Ergebnisse liefern. Erwartungsgemäß sollten die Knockouts der 

HAD-Phosphatasen zu einer der Abnahme des Flavin-Gehalts entsprechenden Akkumulation 

des phosphorylierten Vorläufers führen. Eine längere Wachstumsdauer der Stämme bspw. 

über mehrere Tage, müsste zudem zu einer höheren Produktion und somit Sekretion von Ri-

boflavin ins Kulturmedium führen, so dass eine Bestimmung des evtl. aussagekräftigeren ext-

razellulären Riboflavin-Gehalts möglich wäre.  

4.2.10 Diskussion der Rolle von YcsE, YitU und YwtE sowie weiterer  
HAD-Phosphatasen in der Riboflavinbiosynthese 

Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit legen nahe, dass alle drei HAD-Phosphatasen (YcsE, 

YitU und YwtE), welche im in-vitro Phosphatasetest eine hohe enzymatische Aktivität gegen-

über ARPP gezeigt hatten (Sarge et al., 2015b), die Dephosphorylierung des Intermediates 

auch in-vivo katalysieren und somit für die Riboflavinbiosynthese in B. subtilis von Bedeutung 

sind. Alle Einzeldeletionsmutanten wiesen im ELISA eine um etwa 50% reduzierte Riboflavin-

Konzentration auf, die Doppelmutante ycsE/yitU sowie die Triplemutante zeigten sogar um 

> 75% verminderte intrazelluläre Riboflavin-Konzentrationen (s. 4.2.9). Entgegen der bisheri-

gen Annahme konnte jedoch für keine der Multideletionsmutanten, auch nicht für die Triple-

mutante, eine vollständige Riboflavin-Auxotrophie festgestellt werden. Die Triplemutante 

zeigte gegenüber dem Wildtyp-Stamm lediglich geringfügige Wachstumsunterschiede 

(s. 4.2.8). Wie bereits unter 4.2.9 diskutiert, besteht die Möglichkeit, dass weitere Phosphata-

sen die essenzielle Dephosphorylierung des Riboflavin-Vorläufers ARPP in nennenswerten 

Raten katalysieren können. Dabei könnte es sich um eine oder mehrere der HAD-Phosphata-

sen handeln, welche innerhalb unserer Forschungsgruppe bereits charakterisiert wurden (s. 

Tabelle 10). 
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Tabelle 10: Überblick über die kinetischen Kenndaten der 14 rekombinant exprimierten und im Phosphata-
setest analysierten HAD-Phosphatasen aus B. subtilis (modifiziert nach Sarge et al., 2015b). Die drei HAD-
Phosphatasen YcsE, YitU und YwtE wurden Fett hervorgehoben. 

Enzym Spezifische Aktivität [µmol mg-1 min-1]  
gegenüber:  
 
ARPP                                       FMN                      

YcsE 12  25 

YitU 1,7 17 

YwtE 0,69 7,4 

YxeH (YidA) 0,017 0,40 

YfnB 0,0054 < 0,001 

NtdB (YhjK) 0,0018 < 0,001 

BAM54862.1 0,0005   < 0,001 

YkrA < 0,0001 0,17 

YwpJ < 0,0001 0,009  

YkvW < 0,0001 < 0,001 

KFI15493.1 < 0,0001 < 0,001 

NagD < 0,0001 < 0,001 

YhcW < 0,0001 < 0,001 

YsaA  < 0,0001 < 0,001 

Das Enzym mit der nächsthöheren spezifischen Aktivität gegenüber ARPP (YxeH) hat jedoch 

eine Umsatzrate, die im Vergleich zu YcsE um einen Faktor von etwa 700 reduziert ist. Da in 

der Studie von Sarge et al. (2015b) insgesamt 16 mutmaßliche B. subtilis HAD-Mitglieder ge-

funden wurden, von denen nur 14 in löslicher Form und mit guter Ausbeute in E. coli exprimiert 

werden konnten, ist es ebenso möglich, dass eines oder beide dieser HAD-Enzyme weitere 

Phosphatasen sind, welche die Hydrolyse von ARPP mit einer höheren spezifischen Aktivität 

katalysieren können. 

Eine weitere Möglichkeit besteht darin, dass der Verlust der Enzymaktivitäten der drei HAD-

Phosphatasen durch epistatische Effekte kompensiert wird (s. auch Diskussion unter 4.2.9). 

Diese epistatischen Effekte könnten theoretisch aus unterschiedlichen Genaktivitäten (Genre-

gulationen) oder aus Mutationen weiterer HAD-Phosphatasen und/oder Enzymen der Ribofla-

vinbiosynthese resultieren. Auf Grundlage der durchgeführten Gesamtgenomsequenzierung 

und der umfangreichen Variationsanalyse (s. 4.2.7) wurde eine zusätzliche Punktmutation in 

der Doppelmutante ΔycsE/ΔyitU, sowie der daraus erzeugten Triplemutante nachgewiesen. 

Die Funktion des betroffenen Proteins YjaZ ist noch nicht abschließend geklärt, es konnte 

jedoch mittels Sequenzanalyse keine Zugehörigkeit zur Familie der HAD-Phosphatasen fest-

gestellt werden, weshalb vermutet wird, dass diese Mutation spontan aufgetreten ist. Die hier 

angenommenen epistatischen Effekte müssten dementsprechend die Folge einer veränderten 

Genexpression sein.  
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Als Kandidatenenzyme für eine Hochregulierung kämen u.a. alle weiteren HAD-Phosphatasen 

in Frage, welche im Phosphatasetest ursprünglich eine geringe enzymatische Aktivität gegen-

über ARPP gezeigt hatten (s. Tabelle 10). Die (Haupt)funktionen dieser 11 HAD-Phosphata-

sen sind weiterhin größtenteils unbekannt, für einige der Enzyme wurden jedoch in den letzten 

Jahren ihre präferierten Substrate veröffentlicht. So wurde bspw. das Enzym YsaA (neue Gen-

bezeichnung: serB) als Phosphoserin-Phosphatase in der Serin-Biosynthese identifiziert (Koo 

et al., 2017). Für YwpJ wurde kürzlich gezeigt, dass dieses N-Acetylglucosamin dephospho-

ryliert und wahrscheinlich an der Phosphorzucker-Stressantwort beteiligt ist (Morabbi Heravi 

et al., 2019).  

Neben einer erhöhten Expression weiterer HAD-Phosphatasen, welche die Dephosphorylie-

rung von ARPP ursprünglich als Nebenfunktion katalysiert haben, besteht zudem die Möglich-

keit, dass in Folge der verminderten Riboflavin Produktion der Deletionsmutanten die Ribofla-

vinbiosynthese-Gene des rib-Operons hochreguliert wurden, um die zelluläre Verfügbarkeit 

der essenziellen Kofaktoren FMN und FAD zu gewährleisten. Wie unter 2.1.3 näher erläutert, 

verfügt B. subtilis über einen Riboswitch-Mechanismus, welcher bei einer Akkumulation von 

FMN in der Zelle über eine Rückkopplungshemmung die Expression der Gene auf dem rib-

Operon hemmt (Vitreschak et al., 2002; Winkler et al., 2002).  

Im Umkehrschluss könnte ein deutlich verminderter FMN-Gehalt in der Zelle zu einer Hochre-

gulierung des rib-Operons führen. Eine solche Hochregulierung eines durch einen Riboswitch-

Mechanismus kontrollierten Operons wurde bereits für den Thiaminbiosyntheseweg in einer 

A. thaliana-Mutante beschrieben (Hsieh et al., 2017). Interessanter Weise wurde die erhöhte 

Expression der Biosynthese-Gene im Zusammenhang mit dem Knockout einer HAD-Phos-

phatase beobachtet, welche zusammen mit weiteren unspezifischen Phosphatasen im Ver-

dacht steht, die Dephosphorylierung von Thiamin-Monophosphat, den vorletzten Schritt der 

Biosynthese, zu katalysieren (Hasnain et al., 2016; Hsieh et al., 2017). 

Neben der noch offenen Frage, ob zusätzlich zu YcsE, YwtE und YitU noch weitere HAD-

Phosphatasen den Missing Link in der Riboflavinbiosynthese mit einer hohen spezifischen Ak-

tivität katalysieren, gilt es noch zu klären, welchen evolutionären Grund die Ausbildung der 

Phosphatase-Isoenzyme haben könnte. Häufig katalysieren Isoenzyme Reaktionsschritte, 

welche natürliche Kontrollpunkte für metabolische Regulierungen darstellen (Stifel & Herman, 

1972). Da die Dephosphorylierung von ARPP jedoch erst spät in der Biosynthese erfolgt und 

ARP zudem ausschließlich für die Synthese von Riboflavin benötigt wird, besteht zumindest 

kein offensichtlicher Grund für eine regulierende Funktion der Isoenzyme. Des Weiteren ist es 

noch unklar, warum nahezu alle bekannten HAD-Phosphatasen, welche ARPP dephosphory-

lieren (s. auch 2.1.4) mit einer ebenso hohen bzw. höheren enzymatischen Aktivität auch die 

Dephosphorylierung des aus Riboflavin gebildeten Cofaktors FMN katalysieren.  
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4.3 Weitere Ergebnisse dieser Doktorarbeit 

Im Rahmen dieser Doktorarbeit wurde neben der Etablierung des CRISPR-Cas9 Systems zur 

Genom Editierung in Prokaryoten (E. coli und B. subtilis) und der Erzeugung einzelner und 

kombinatorischen Knockouts von drei putativen HAD-Phosphatasen (YcsE, YitU und YwtE) in 

B. subtilis, der Forschungsansatz verfolgt, das CRISPR-Cas9 System als eine in-vitro Anwen-

dung, in Form einer DNA-basierten Nachweismethode für die Lebensmittelkontrolle und -über-

wachung einzusetzen.  

Die Authentizität von Rohwaren und Lebensmitteln bezüglich ihrer Zusammensetzung, Sor-

tenreinheit, Art und geografischen Herkunft und/oder ihrer Herstellungsmethode ist ein wichti-

ges Qualitätsmerkmal das in den letzten Jahren aufgrund zahlreicher Lebensmittelbetrugsfälle 

zunehmend an Bedeutung gewonnen hat. Zur Differenzierung verschiedener Arten (bspw. 

Tierarten oder Fischarten) sind mehrere Protein-basierte (u.a. isoelektrische Fokussierung, 

ELISA) - und DNA-basierte Methoden (u.a. PCR, Microarray, Sequenzierungstechniken) ver-

fügbar. Die Unterscheidung einzelner Sorten bspw. von Nüssen, Trüffeln oder Kakao, die auf-

grund bestimmter Qualitätsmerkmale und/oder einer limitierten Erntemenge teilweise große 

preisliche Differenzen aufweisen, stellt eine besondere Herausforderung dar, da sich das Erb-

gut aufgrund des hohen Verwandtschaftsgrades teilweise lediglich in einigen wenigen Basen-

paaren unterscheidet. Die für gewöhnlich hoch-variable produktspezifische Matrix der Lebens-

mittel und/oder die unterschiedlichen Prozessierungsgrade der Rohwaren, können eine si-

chere Differenzierung zusätzlich erschweren. 

In der Routineanalytik werden Einzelbasenaustausche (engl. Single Nucleotide Polymor-

phisms, SNPs) häufig mit Hilfe von Analysemethoden nachgewiesen, welche auf der Verwen-

dung von Restriktionsendonukleasen basieren. Diese Anwendung setzt jedoch das Vorhan-

densein einer geeigneten Erkennungsstelle (Restriktionsschnittstelle) voraus. Hier kann die 

mittels einer crRNA-Sequenz frei programmierbare Cas9-Endonuklease eine leistungsfähige 

Alternative darstellen.  

In dieser Arbeit sollte exemplarisch eine CRISPR-Cas9 basierte, quantitative Nachweisme-

thode zur Differenzierung des Konsumkakaos “CCN-51“ von der Edelkakao-Sorte “Arriba“ ent-

wickelt werden. Aufgrund der enormen Preisunterschiede dieser beiden Kakaosorten, der be-

grenzten Anbaumenge von Edelkakao sowie der zunehmenden Auslobung von Edelkakao auf 

Lebensmitteln stellt dieses ein typisches Lebensmittel dar, bei welchem Methoden zur Authen-

tizitätsbestimmung von Bedeutung sind.  

Im Rahmen der Methodenentwicklung wurde ein SNP ausgewählt, welcher eine in CCN-51 

vorhandene PAM-Region (NGG) in eine nicht-kanonische PAM-Region in Arriba Kakao um-

wandelt. Hierdurch sollte erreicht werden, dass später nur die PCR-Fragmente von CCN-51 

gespalten werden. Im nächsten Schritt wurden aus den reinen DNA-Isolaten der Kakaobohnen 



4 Ergebnisse und Diskussionen   [100] 

 

der Sorten Arriba und CCN-51, PCR-Fragmente mit einer Größe von 1031 bp amplifiziert. Die 

Länge des DNA-Templates und die Position des SNPs wurden dabei so gewählt, dass nach 

einem in-vitro-Verdau mit der Cas9-Nuklease zwei Fragmente unterschiedlicher Größe erhal-

ten werden. Zur Quantifizierung von Mischungen der beiden Sorten Arriba und CCN-51 wur-

den anschließend Standards mit Anteilen von 2,5-80% CCN-51 in Arriba Kakao hergestellt. 

Die Standards konnten zusammen mit den Realproben für eine semi-quantitative Analyse mit-

tels AGE oder für quantitative Bestimmungen mit Hilfe der Kapillargelelektrophorese verwen-

det werden. 

Unter Anwendung der Methode war es möglich Beimischungen ab 5-10% des Konsum-Ka-

kaos CCN-51 im Edelkakao Arriba nachzuweisen. Weiterhin konnte gezeigt werden, dass 

diese Methode mit einigen Modifikationen auch für die Differenzierung von prozessierten Roh-

waren wie gerösteten und fermentierten Kakaobohnen und daraus hergestellten Schokoladen-

erzeugnissen geeignet ist.  

Die programmierbare Cas9-Endonuklease stellt somit ein effizientes Werkzeug für die Detek-

tion von SNPs dar, welche für Typ-II-Endonukleasen im Rahmen einer "klassischen" RFLP-

Analyse (RFLP = Restriktionsfragment-Längenpolymorphismus) nicht zugänglich sind. Zudem 

stehen mit den zunehmenden Entdeckungen von weiteren CRISPR-Systemen in Bakterien 

und Archaeen (z. B. CRISPR/Cpf1 mit der PAM-Region 5´-TTTV-3´) sowie synthetisch erzeug-

ten Varianten von bereits bekannten CRISPR-Nukleasen, eine große Anzahl von verschiede-

nen Erkennungssequenzen zur Verfügung. Unter Einsatz dieser CRISPR-Nukleasen könnten 

auch bisher nur schwer detektierbare SNPs, wie sie in AT-reichen Regionen des Plastidenge-

noms vorkommen, zugänglich gemacht werden. 

Die Ergebnisse wurden im Rahmen einer wissenschaftlichen Publikation veröffentlicht (Scharf 

et al., 2020): 

Scharf, A.*, Lang, C.*, Fischer, M. Genetic authentication: Differentiation of fine and bulk cocoa 
(Theobroma cacao L.) by a new CRISPR/Cas9-based in vitro method. Food Control 2020, 
114, 107219. *geteilte Autorenschaft 
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5 Ausblick  

35TZur Anwendung der CRISPR-Cas9 Technologie in Bakterien 

Der Erfolg der Anwendung der CRISPR-Cas Technologie in Bakterien ist von vielen Faktoren 

abhängig, welche teilweise noch nicht vollständig verstanden sind. Eine „einfache Übertra-

gung“ bereits bestehender CRISPR-Cas Methoden auf einen anderen Stamm — auch wenn 

dieser ein naher Verwandter ist — scheint daher häufig nicht möglich zu sein. Daher könnte 

es zukünftig von Interesse sein, wenn für die Erzeugung einer gewünschten genetischen Ver-

änderung in einem bestimmten Bakterienstamm möglichst mehrere komplementäre CRISPR-

Cas Methoden zur Verfügung stehen würden. 

Insbesondere bei der Anwendung in E. coli BL21(DE3) wurden in dieser und in weiteren Ar-

beiten Defizite bzgl. der Leistungsfähigkeit der CRISPR-Cas9 Technologie festgestellt. Da es 

sich bei E. coli BL21 um einen bedeutenden Produktionsstamm für rekombinante Proteine 

handelt, wäre eine robuste und effiziente Methode zur genetischen Veränderung des Stammes 

äußerst wünschenswert. In einer kürzlich veröffentlichten Studie von den Autoren um Y. Jiang 

et al. (2015) konnte die Effizienz des ursprünglich für E. coli MG1655 entwickelten Zwei-Plas-

mid-Systems für die Anwendung in E. coli BL21(DE3) erhöht werden, in dem u.a. der IPTG-

induzierbare Promotor pMB1, der die Transkription der pTargetF-spezifischen gRNA reguliert 

durch einen strenger regulierten Promotor ersetzt wurde. Die Autoren konnten zeigen, dass 

der ursprüngliche Promotor in BL21(DE3) eine erhöhte Undichtigkeit aufwies und somit ein 

Teil der pTargetF-Plasmide bereits unmittelbar nach der Transformation eliminiert wurde (Li et 

al., 2021). Das modifizierte Plasmid-System ist für Forschungszwecke frei verfügbar. Als wei-

tere Problematik erwies sich die hohe Anzahl an ineffizienten crRNAs, welche aufgrund einer 

unzureichenden Aktivität nicht in der Lage waren gleichzeitig alle Genomäquivalente der Bak-

terien zu schneiden. Da die Zellen in Folge einer induzierten SOS-Antwort und einer damit 

einhergehenden Erhöhung der RecA-abhängigen Reparatur der Selektion durch das CRISPR-

Cas System entkommen, könnte der Einfluss der crRNAs auf den Erfolg der Genom Editierung 

durch den Einsatz von recA-defizienten (E. coli)-Stämmen deutlich abgeschwächt werden (Cui 

& Bikard, 2016; Guo et al., 2018; Moreb et al., 2017). Die Verwendung von recA-Mutanten, 

welche über keine funktionierenden zelleigenen DNA-Reparaturwege verfügen, hätte jedoch 

neben einer Instabilität des Genoms zur Folge, dass ein Einsatz von externen Rekombinati-

onssystemen wie bspw. dem Lambda Red System für die Genom Editierung zwingend erfor-

derlich wäre. Die bessere Herangehensweise wäre daher eine gezielte Auswahl von effizien-

ten crRNAs. Hierfür bedarf es jedoch zunächst groß angelegter prokaryotischer Studien, um 

weitere Merkmale von effizienten und ineffizienten crRNAs zu identifizieren und geeignete Al-

gorithmen zu ihrer Vorhersage zur Verfügung stellen zu können.  
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35TZur weiteren Aufklärung der Rolle von YcsE, YitU und YwtE in B. subtilis  

In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass Deletionsmutanten der promisken HAD-Phos-

phatasen YcsE, YitU und YwtE, welche mit einer hohen enzymatischen Aktivität die Dephos-

phorylierung von ARPP und FMN in der Riboflavinbiosynthese katalysieren, verminderte int-

razelluläre Riboflavinkonzentrationen aufweisen. Darüber hinaus zeigte die Tripledeletionsmu-

tante in Abwesenheit von Riboflavin zwar leichte Wachstumsveränderungen (verminderte Ko-

loniengröße, geringfügig längere Wachstumszeiten), jedoch keine Riboflavin-Auxotrophie. Die 

ursprüngliche Komplexität der Thematik wird nun durch die Vermutung, das epistatische Ef-

fekte den Verlust der fehlenden Enzymaktivitäten (teilweise) kompensieren könnten, nochmals 

erhöht. Um die Rolle der drei HAD-Phosphatasen in der Riboflavinbiosynthese und darüber 

hinaus zu klären, kann daher die Analyse jeweils nur eines einzelnen Metaboliten wie bspw. 

Riboflavin, ARPP oder FMN nicht ausreichend sein. Um der Fragestellung gerecht zu werden, 

bedarf es einer hochempfindlichen Nachweismethode, welche es ermöglicht viele hunderte 

Metabolite parallel in einer Probe zu erfassen bzw. zu quantifizieren. Eine geeignete, auf das 

Metabolom von Bakterien optimierte LC-MS (engl. Liquid Chromatography-Mass Spectro-

metry) -Methode wird derzeit in weiterführenden Arbeiten in unserer Forschungsgruppe etab-

liert.  

Um der Frage nachzugehen, ob es in Folge der Knockouts der HAD-Phosphatasen zu einer 

Hochregulierung des rib-Operons bzw. einzelner rib-Gene gekommen ist, würde sich die quan-

titative Bestimmung des bifunktionellen Proteins RibA eignen, da die Reaktion der GTP-Cyc-

lohydrolase II-Domäne nach aktuellem Stand den geschwindigkeitsbestimmenden Schritt der 

Riboflavinbiosynthese darstellt (Abbas & Sibirny, 2011; Gräwert et al., 2013). Eine solche ziel-

gerichtete Genexpressionsanalyse könnte bspw. mit Hilfe einer quantitativen PCR, der DNA-

Microarray-Technik, einer Gesamt-Transkriptom-Shotgun-Sequenzierung (RNA-Sequenzie-

rung) oder ebenfalls mittels Massenspektrometrie-basierten Verfahren erfolgen. 

35TZur Identifizierung von weiteren Phosphatasen welche die Dephosphorylierung von 
ARPP katalysieren 

Unabhängig von der Frage, ob die Knockouts der HAD-Phosphatasen YcsE, YitU und/oder 

YwtE in B. subtilis eine Hochregulierung von Genen des rib-Operons und/oder von weiteren 

HAD-Phosphatasen zur Folge hatten, müssen eine oder mehrere weitere Phosphatasen exis-

tieren, welche die essenzielle Dephosphorylierung von ARPP wenigstens mit einer schwachen 

enzymatischen Aktivität katalysieren. Bei den gesuchten (HAD)-Phosphatasen könnte es sich 

um ein oder mehrere der Enzyme handeln, welche innerhalb unserer Forschungsgruppe be-

reits charakterisiert wurden oder um weitere, noch nicht identifizierte (HAD)-Phosphatasen. 

Eine Möglichkeit besteht daher darin, in konsekutiver Weise alle weiteren bekannten Phos-

phatasen in der Triplemutante auszuschalten. Mit insgesamt 11 potenziellen Kandidaten und 

aufgrund des hohen Arbeitsaufwandes und des lediglich spekulativen Charakters, wäre dieser 
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Forschungsansatz jedoch wenig zielführend. Hinzu kommt, dass auf diese Weise lediglich eine 

Multideletionsmutante generiert würde, die im besten Falle eine Riboflavin-Auxotrophie auf-

weist. Eine Aussage über die Rolle der einzelnen, deletierten HAD-Phosphatasen in der Rib-

oflavinbiosynthese könnte nur dann getroffen werden, wenn – wie in dieser Arbeit – auch die 

verschiedenen kombinatorischen Gen-Knockouts berücksichtigt würden.  

Auch das Auffinden weiterer noch unbekannter HAD-Phosphatasen könnte sich als schwierig 

erweisen. Eine übliche Vorgehensweise bei der Suche nach Isoenzymen ist bspw. eine Da-

tenbank-Suche mittels des BLAST-Algorithmus. Da Sequenzvergleiche jedoch ergaben, dass 

mit Ausnahme der vier konservierten Sequenzmotive, die Ähnlichkeiten der gesamten Amino-

säuresequenzen der Mitglieder der HAD-Superfamilie verhältnismäßig gering sind (< 15%) 

(Seifried et al., 2013), wird es nicht möglich sein, alle HAD-Phosphatasen mittels des BLAST-

Tools zu identifizieren. 

In der Arbeit von Sonja Sarge (2015a) war die HAD-Phosphatase YcsE durch eine konsekutive 

Anreicherung des Phosphatasepools über mehrere chromatografische Verfahren aus dem 

Zellextrakt eines B. subtilis-Stammes gewonnen und mit Hilfe der MALDI-TOF/TOF-Analyse 

identifiziert worden. Mit Ausnahme von zwei YcsE-homologen Proteinen, waren keine weite-

ren Proteine mit einer mutmaßlichen Phosphataseaktivität unter den ersten 10 Treffern der 

durchgeführten Mascot-Suche gefunden worden. Die beiden Phosphatasen YitU und YwtE, 

welche nachweislich die Dephosphorylierung von ARPP mit einer hohen enzymatischen Akti-

vität katalysieren, waren ebenfalls nicht unter den 202 Gesamttreffern der Mascot-Suche. Der 

Zellextrakt der in dieser Arbeit generierten Tripledeletionsmutante könnte nun für die erneute 

Anreicherung eines solchen Phosphatasepools genutzt werden.  

Möglicherweise würden diesmal weitere Phosphatasen angereichert, welche in Folge des En-

zymverlustes von YcsE, YitU und/oder YwtE in den Vordergrund getreten sind bzw. aufgrund 

epistatischer Effekte überexprimiert wurden.  

Ein weiterer interessanter Forschungsansatz ergibt sich durch den Einsatz von Minimalorga-

nismen bspw. der Gattung Mykoplasma, welche nur ein Viertel bis ein Fünftel der Genomgröße 

der meisten anderen Bakterien aufweisen und zu den kleinsten der Autoreplikation befähigten 

Prokaryoten zählen. Die Suche nach weiteren (unbekannten) HAD-Phosphatasen, welche 

ARPP hydrolysieren, wäre aufgrund der um den Faktor 5 bis 6 reduzierten Anzahl an protein-

codierenden Genen in Mykoplasmen leichter realisierbar. Da Mykoplasmen für gewöhnlich 

über einen Riboflavintransporter verfügen und aufgrund ihres kleinen Genoms, keine eigene 

Riboflavinbiosynthese betreiben, liegt jedoch die Vermutung nahe, dass sie auch über keine 

HAD-Phosphatasen verfügen, welche die Dephosphorylierung von ARPP katalysieren kön-

nen. Allerdings wurde kürzlich im Darm eines Tiefseefisches eine neue Mykoplasmen-Art 

(Mycoplasma liparidae) entdeckt, für welche erstmals gezeigt werden konnte, dass sie über 
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alle Schlüsselgene der Riboflavinbiosynthese einschließlich eines ycsE-homologen Gens ver-

fügt (Lian et al., 2020). M. liparidae wäre daher ein interessanter Kandidat für die Suche nach 

weiteren HAD-Phosphatasen, welche an der essenziellen Dephosphorylierung von ARPP be-

teiligt sind.  

Auch Minimalorganismen, welche keine Riboflavin-Biosynthese betreiben, könnten möglicher-

weise zur weiteren Aufklärung der Funktion der einzelnen HAD-Phosphatasen beitragen. 

Durch das künstliche Einbringen einzelner Gene in ihr Genom könnte bspw. die Expression 

der einzelnen HAD-Phosphatasen ohne ihr vermeintliches epigenetisches Umfeld betrachtet 

werden.  
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6 Experimenteller Teil: Materialien 

6.1 Chemikalien, Puffer, Kits, Reagenzien und Materialien 

Alle verwendeten Chemikalien wurden in molekularbiologischer Qualität oder in der höchsten 

verfügbaren Reinheit eingesetzt. Eine ausführliche Auflistung der in dieser Arbeit verwendeten 

Chemikalien und ihrer jeweiligen Spezifikationen befindet sich im Anhang (s. Anhang 1.1, Ta-

belle 39). Eine Liste der verwendeten Puffer und Lösungen, einschließlich ihrer Zusammen-

setzung, befindet sich ebenfalls im Anhang (s. Anhang 1.2, Tabelle 41) sowie eine Liste der 

verwendeten Kits, Reagenzien und Materialien (s. Anhang 1.3, Tabellen 42 und 43). 

6.2 Geräte 

Eine Liste der verwendeten Geräte inklusive der Spezifikationen und Herstellerangaben befin-

det sich im Anhang (s. Anhang 1.4, Tabelle 44). 

6.3 Software 

In Tabelle 11 sind die in dieser Arbeit verwendeten Software-Programme aufgeführt.  

Tabelle 11: Verwendete Software. 

Software Hersteller/Quelle Beschreibung 

Argus XI Version 5.0.9 Biostep GmbH 
(Jahnsdorf, Deutschland) 

Geldokumentation 

BCFtools Version 1.7- 2 (Li, 2011) Zur automatischen Identifizierung von 
genomischen Variationen  

Benchling Biology Software 
2021 

Benchling 
(https://benchling.com) 

Darstellung, Bearbeitung und Align-
ment von DNA-Sequenzen 

ChemDraw Professional  
Version 15.0.0.106 

PerkinElmer Inc. 
(Waltham, USA)

Darstellung von chemischen Struktu-
ren/Reaktionen 

Circa Genomics Software http://omgenomics.com/circa Design von Circos Plots von genomi-
schen Daten 

CLC Genomics Workbench 
11 Software  

QIAGEN 
(Aarhus, Dänemark)

Datenprozessierung und Qualitätskon-
trolle der NGS-Daten 

CLUSTAL O Version 1.2.4  EMBL-EBI 
(https://www.ebi.ac.uk/) 

Alignment von Aminosäuresequenzen 

CRISPR-ERA Version 1.2 Liu et al., 2015 
(http://crispr-era.stanford.edu/)

Auswahl geeigneter crRNA-Sequen-
zen

Genome Compiler Version 
2.2.86  

Genome Compiler Corporation 
(Los Altos, USA)

Darstellung, Bearbeitung und Align-
ment von DNA-Sequenzen 

Integrative Genomics Vie-
wer (IGV) 

(Robinson et al., 2011; Thorvaldsdóttir 
et al., 2013) 

Zur manuellen Überprüfung der as-
semblierten NGS-Daten auf Variatio-
nen

Multiple Primer Analyzer Thermo Fischer SCIENTIFIC 
(https://www.thermofisher.com/) 

Überprüfung mehrerer Primer auf die 
Bildung von Primer-Dimeren 

NCBI  NCBI 
(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/)

Datenbankrecherche 

PowerPoint Version 2019 Microsoft Corporation Erstellung/Bearbeitung von Graphiken 
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Software Hersteller/Quelle Beschreibung 

RNAfold Web Server 2.4.18 Gruber et al., 2008 
(http://rna.tbi.univie.ac.at/)

Berechnung der minimalen freien 
Energie [kcal/mol] der crRNAs 

Tm Calculator Thermo Fischer SCIENTIFIC 
(https://www.thermofisher.com/) 

Primer-Design und Kalkulation der An-
nealing-Temperaturen 

SnapGene® Software  GSL Biotech, 
(https://www.snapgene.com)

Erstellung von Vektorkarten 

SoftMaxPro 5.4.3 Version 
2.2.0 

Molecular devices Navigator™  Software für den ELISA-Plattenreader 

SWIFT II Instrument Control  Biochrom GmbH 
(Berlin, Deutschland)

Photometrische DNA-Konzentrations-
bestimmung

6.4 Bakterienstämme 

Für die Klonierungsarbeiten und das anschließende Vervielfältigen der Plasmide wurden 

E. coli XL1-Blue Zellen verwendet. Die in dieser Arbeit verwendeten Stämme für die CRISPR-

Cas9 induzierte Genom Editierung und daraus resultierende Mutanten sowie weitere verwen-

dete Stämme sind ebenfalls in Tabelle 12 aufgeführt.  

Tabelle 12: Verwendete Bakterienstämme. 

Bakterienstamm Charakteristikaa Anwendungsbereich Literatur/Quelle 

E. coli XL1-Blue1 recA1 endA1 gyrA96 thi-1 
hsdR17 supE44 relA1 lac [F´ 
proAB lacIqZ∆M15 Tn10 (Tetr )] 

Klonierung/ Plasmid  
Vervielfältigung 

(Bullock, 1987) 
 

E. coli BL21(DE3)1 ompT gal dcm lon hsdSB(rB
–mB

–) 
λ(DE3 [lacI lac UV5-T7p07 ind1 
sam7 nin5]) [malB+]K-12(λS) 

CRISPR-Cas9  
Genom Editierung 
in E. coli 

(Studier & Moffatt, 
1986) 

E. coli BL21(DE3) 
ribA 

BL21(DE3), ribA- ribA auxotroph diese Arbeit 

E. coli BL21(DE3) 
ribB 

BL21(DE3), ribB- ribB auxotroph diese Arbeit 

E. coli BL21(DE3) 
ribC 

BL21(DE3), ribC- ribC auxotroph diese Arbeit 

B. subtilis NIG11212 metA-, hisC- CRISPR-Cas9  
Genom Editierung 
in B. subtilis 

(Sadaie & Kada, 
1983) 

B. subtilis NIG1121 
ycsE 

B. subtilis NIG1121, ycsE- ycsE Knockout-  
Mutante 

diese Arbeit 

B. subtilis NIG1121 
yitU 

B. subtilis NIG1121, yitU- yitU Knockout-  
Mutante 

diese Arbeit 

B. subtilis NIG1121 
ywtE 

B. subtilis NIG1121, ywtE- ywtE Knockout-  
Mutante 

diese Arbeit 

B. subtilis NIG1121 
ycsE yitU 

B. subtilis NIG1121, ycsE-, yitU- ycsE und yitU  
Doppeldeletions- 
Mutante 

diese Arbeit 

B. subtilis NIG1121 
ycsE ywtE 

B. subtilis NIG1121, ycsE-, ywtE- ycsE und ywtE  
Doppeldeletions- 
Mutante 

diese Arbeit 

B. subtilis NIG1121 
ywtE yitU 

B. subtilis NIG1121, ywtE-, yitU- ywtE und yitU  
Doppeldeletions- 
Mutante 

diese Arbeit 

B. subtilis NIG1121 
ywtE yitU ycsE 

B. subtilis NIG1121, ywtE-, yitU, 
ycsE- 

ycsE, yitU und ywtE  
Tripledeletions-Mutante 

diese Arbeit 

 P

a 
PTetr: Tetracyclin Resistenz 

 P

1:
P die Stämme wurden freundlicherweise von Dr. Boris Illarionov zur Verfügung gestellt 

 P

2:
P der Stamm wurde freundlicherweise von Prof. Dr. Markus Fischer zur Verfügung gestellt 
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6.5 Plasmide  

Die in dieser Arbeit verwendeten und teilweise erstellten Plasmide sind in Tabelle 13 aufgelis-

tet und näher charakterisiert. In Anhang 2 befinden sich detaillierte Vektorkarten zu den Plas-

miden pCas, pTargetF und pJOE8999. 

Tabelle 13: Plasmide. 

Plasmid Charakteristikaa  Anwendungsbereich Literatur/Quelle 

pET-22b(+)1 E. coli-Expressionsvektor mit T7 
Promotor und Terminator,  
ori pBR322, Ampr  

Bestimmung der Transfor-
mationseffizienz elektrokom-
petenter E. coli-Zellen 

Novagen® 
Merck Chemicals 
GmbH (Darmstadt, 
Deutschland) 

pCas2 cas9-Gen mit nativem Promotor, 
IPTG-induzierbarer sgRNA, die 
Cas9 zum ori (pMB1) von pTar-
getF führt, λ-Red Rekombinations-
system unter Kontrolle des L-Ara-
binose induzierbaren Promotors 
ParaB, ori repA101(Ts), Kmr 

CRISPR-Cas9-basiertes 
Zwei-Plasmid-System zur 
Genom Editierung in E. coli 

(Y. Jiang et al., 
2015) 

pTargetF2 konstitutive Expression der 
sgRNA, Spcr 

CRISPR-Cas9-basiertes 
Zwei-Plasmid-System zur  
Genom Editierung in E. coli 

(Y. Jiang et al., 
2015) 

pTargetF-ribA  Knockout von ribA  diese Arbeit 

pTargetF-ribA-G  Knockout von ribA, modifi-
zierte crRNA 

diese Arbeit 

pTargetF-ribB1  Knockout von ribB diese Arbeit 

pTargetF-ribB2  Knockout von ribB diese Arbeit 

pTargetF-ribC1  Knockout von ribC diese Arbeit 

pTargetF-ribC2  Knockout von ribC diese Arbeit 

pJOE89993 E. coli- B. subtilis Shuttle- Plasmid, 
ori pE194ts für B. subtilis, cas9-
Gen unter Kontrolle des Mannose 
induzierbaren Promotors PmanP, 
konstitutive Expression der sgRNA 
mittels PvanP, Kmr, 

CRISPR-Cas9-basiertes 
Plasmidsystem zur Genom 
Editierung in B. subtilis  

(Altenbuchner, 
2016) 
 

pJOE8999-ycsE  Kontroll-Plasmid ohne  
Donor-Template 

diese Arbeit 

pJOE8999-yitU  Kontroll-Plasmid ohne  
Donor-Template 

diese Arbeit 

pJOE8999-ywtE  Kontroll-Plasmid ohne  
Donor-Template 

diese Arbeit 

pJOE8999-ycsE-
DT 

 Knockout von ycsE diese Arbeit 

pJOE8999-yitU-DT  Knockout von yitU diese Arbeit 

pJOE8999-ywtE-
DT 

 Knockout von ywtE diese Arbeit 

P

a 
PAmpP

r
P: Ampicillin-Resistenz, P

 
PKm P

r
P: Kanamycin-Resistenz, Spc P

r
P: Spectinomycin-Resistenz 

P

1: 
PpET-22b(+) wurde freundlicherweise von Dr. Boris Illarionov zur Verfügung gestellt 

P

2:  
PpCas und pTargetF wurden freundlicherweise von Sheng Yan (Addgene: pCas # 62225; pTargetF # 62226) zur 
Verfügung gestellt 

P

3:
P  pJOE8999 wurde freundlicherweise von Dr. Josef Altenbuchner (Institut für Industrielle Genetik, Universität Stutt-
gart) zur Verfügung gestellt 



6 Experimenteller Teil: Materialien   [108] 

 

6.6 Primer und DNA-Größenmarker 

Alle in dieser Arbeit verwendeten Oligonukleotide wurden entweder von der Firma Thermo Fisher 

Scientific GmbH aus Ulm oder von der Firma Integrated DNA Technologies (IDT) aus Belgien 

bezogen. Eine Liste der verwendeten Primer und ihre Sequenzen befinden sich im Anhang (s. 

Anhang 3, Tabelle 45). Für die Größenabschätzung von DNA-Fragmenten in der Agarose-Gel-

elektrophorese wurde der in Abbildung 38 dargestellte DNA-Leiter Mix peqGOLD der Firma 

Peqlab Biotechnologie verwendet, welcher 21 dsDNA Fragmente in einem Größenbereich von 

100-10.000 bp umfasst (s. außerdem Anhang 1.3, Tabelle 43). Der Größenmarker enthält zur 

besseren Orientierung zudem drei verstärkt auftretende Banden bei 500 bp, 1000 bp und 3000 bp. 

 
Abbildung 38: PeqGOLD DNA-Leiter Mix in einem Größenbereich von 100-10.000 bp (Peqlab Biotechnolo-
gie GmbH).  
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6.7 CRISPR-Cas9 Target-Sequenzen  

Die in dieser Arbeit ausgewählten Target-Sequenzen und die resultierenden crRNA-Sequen-

zen für die Knockouts in E. coli und B. subtilis sind in Tabelle 14 aufgeführt.  

Tabelle 14: Ausgewählte crRNAs und ihre jeweiligen Target-Sequenzen. 

Knockout Target-Sequenz (3’ 5’)1 crRNA (5´ 3’) 

E. coli BL21(DE3)   

 ribA-  CGGTTTGACGGTTGGGGTACCCC GCCAAACUGCCAACCCCAUG 

 ribA-G-   CGGTTTGACGGTTGGGGTACCC  GCCAAACUGCCAACCCCAU 

 ribB1-  TAACTAGACTACTGCGACCGTCC AUUGAUCUGAUGACGCUGGC 

 ribB2-      CTGATTACTGGTACCGTGCTACC GACUAAUGACCAUGGCACGA 

 ribC1-  CCACGAAGGCACCGCGTATTGCC GGUGCUUCCGUGGCGCAUAA  

 ribC2-  TAACCGCCTGTGAATTACAGTCC AUUGGCGGACACUUAAUGUC 

B. subtilis NIG1121   

 ycsE-  CCTGGTATAAGTTTACTACACCC GGACCAUAUUCAAAUGAUGU 

 yitU-  AGTAGGCGTTCTGCTGTCGACCC UCAUCCGCAAGACGACAGCU 

 ywtE-  TGTAATTACCTAGTCCTTCGGCC UGUAAUUACCUAGICCUUCG 

P

1:
P die PAM-Regionen der Target-Sequenzen sind unterstrichen. 

6.8 DNA-Sequenzen der Donor-Templates 

Die DNA-Sequenzen der Donor-Templates zur Genom Editierung in E. coli und B. subtilis sind 

im Anhang (s. Anhang 5, Tabelle 46) aufgeführt. 

6.9 Medien/Medienzusätze und (Selektiv)-Agarplatten 

Alle Medien bzw. Medienzusätze wurden mit bidestilliertem Wasser angesetzt und die pH-

Werte der verwendeten Medien mit einem digitalem pH-Meter eingestellt. Die verwendeten 

Elektroporationsmedien wurden mit Reinstwasser angesetzt. Alle Medien wurden, wenn mög-

lich, bei 121 °C und 2 bar für 20 min autoklaviert (Autoklavierbedingungen s. Anhang 6.1), um 

sterile Lösungen zu erhalten. Hitzeempfindliche Lösungen wurden mittels Spritzenfilter (Po-

rengröße 0,45 µm) steril filtriert. Die abgekühlten Medien (unter 50°C) wurden gemäß den 

Antibiotikaresistenzen der entsprechenden Plasmide (s. 6.5, Tabelle 13) mit Antibiotikum ver-

setzt. In dieser Arbeit wurde unter anderem das Nährmedium nach Luria Bertani (LB-Medium) 

verwendet (Sambrook & Russell, 2001).  

Für die Herstellung von Agarplatten wurde dem LB-Medium zusätzlich Agar bzw. dem M9-

Medium Agarose hinzugegeben. Das Medium wurde in Petrischalen gegossen und die aus-

gehärteten Agarplatten bei 4-8 °C bis zur weiteren Verwendung gelagert. Die zur Herstellung 



6 Experimenteller Teil: Materialien   [110] 

 

der Medien verwendeten Lösungen sind in Anhang 1.2 aufgeführt. Die Zusammensetzungen 

der verwendeten (Fest)-Medien und Medienzusätze werden in Tabelle 15 aufgeführt.  

Tabelle 15: Für die Kultivierung, Transformation und Lagerung von Bakterien verwendete Medien, Medien-
zusätze und (Selektiv)-Agarplatten. 

Bezeichnung Zusammensetzung Anwendungsbereich 

Medien/Medienzusätze und (Selektiv)-Agarplatten für die Anzucht und Stammhaltung  

LB-Medium  15 g/L Caseinhydrolysat 
7,5 g/L Hefeextrakt 
   7 g/L NaCl  
1 Plättchen Natriumhydroxid (pH 7,4) 
 
für Agarplatten zusätzlich 16 g Agar-
Agar 
                                                   
autoklavieren

Zur Anzucht von E. coli und  
B. subtilis unter Standardbedin-
gungen 

LB-Glycerin-Medium                        50% (v/v) LB-Medium                           
50% (v/v) Glycerin 
                                                              
autoklavieren 

Zur Stammhaltung von  
E. coli und B. subtilis bei -80°C 

Minimal-Medium (M9)                      12 g/L Na2HPO4                                   
10 g/L Caseinhydrolysat 
10 g/L NaCl                                           
  3 g/L KH2PO4                                       
 
Ad 880 mL Wasser   
                                                             
für Agarplatten zusätzlich 13 g Aga-
rose 
 
autoklavieren 
                                                              
Zugabe von:                                         
40 mL (50 g/L) NH4Cl                            
10 mL (6 g/10 mL) Glucoselösung        
 4 mL (5,6 g/L) CaCl2-Lösung                
 4 mL Vitamin-Konzentrat  (250x)         
 2 mL (25 g/L) MgSO4-Lösung               
 1 mL Spurenelementekonzentrat  
           (1000x) 
                                                              
Lösungen separat autoklavieren           
(steril filtrieren)

Zur Anzucht von B. subtilis in ei-
nem Riboflavin-freien Nährme-
dium bzw. auf Riboflavin-freien 
Agaroseplatten 

Vitaminkonzentrat                        
(250x ohne Riboflavin) 

100 mg/L Cyanocobalamin 
  20 mg/L Pyridoxamin-Hydrochlorid     
  20 mg/L p-Aminobenzoesäure            
  20 mg/L Calciumpantothenat              
  15 mg/L Nicotinsäureamid                   
  10 mg/L Thiamin-Hydrochlorid            
  10 mg/L Folsäure                                
    5 mg/L Biotin 
                                                             
unter Erwärmen lösen, steril filtrieren 

Zur Herstellung des M9-Minimal-
Mediums 

Spurenelementekonzentrat 
(1000x)        

50 g/L EDTA 
13,5 g/L MnCl2 * 4 H2O                          
8,5 g/L FeSO4 * 7 H2O                           
0,9 g/L ZnSO4 * 7 H2O                           
0,2 g/L CuCl2 * 2 H2O                           
0,2 g/L NiCl2 * 6 H2O                              
0,1 g/L CoCl2 * 6 H2O                            
0,1 g/L H3BO3 

Zur Herstellung des M9-Minimal-
Mediums 
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Bezeichnung Zusammensetzung Anwendungsbereich 

                                                             
pH Wert 7,4 mit 50 % NaOH  
einstellen, autoklavieren 

Riboflavin-Suspension 100 mM Riboflavin 
 
Auf 90°C erhitzen  

Suspension zur Supplementie-
rung von Nährmedien für die An-
zucht von Riboflavin-auxotrophen 
E. coli-Mutanten 

Antibiotikalösungen                          
(1000x)                                             

  25 mg/L Kanamycin (E. coli)               
    5 mg/L Kanamycin (B. subtilis)          
  30 mg/L Spectinomycin (E. coli) 
                                                              
Lösungen steril filtrieren

Zur Selektion von transformierten 
Plasmiden 

Medien/Medienzusätze und Lösungen für die Herstellung von elektrokompetenten B. subtilis Zellen 

LBS-Medium LB-Medium mit 0,5 M D-Sorbitol 
 
getrennt autoklavieren

Anzuchtmedium  

Glycin-Stammlösung                        
(10x)                                                 

64 g/L Glycin 
                                                              
steril filtrieren

Zusatz zum Anzuchtmedium  

Tween 80-Stammlösung                  
(10x)                                                 

5 g/L Tween 80  
                                                             
erwärmen und steril filtrieren

Zusatz zum Anzuchtmedium  

DL-Threonin-Stammlösung 
(10x) 

102 g/L DL-Threonin 
                                                              
steril filtrieren

Zusatz zum Anzuchtmedium im 
Rahmen der Optimierung der 
Elektroporationseffizienz 

SMGG-Medium  
(Elektroporationsmedium)  
 

100 mL/L Glycerin  
100 g/L Glycin-Betain                            
  91 g/L D-Mannitol                                
  91 g/L D-Sorbitol     
 
autoklavieren                                        

Zum Waschen der Zellen  

LBSM-Medium   
(Recovery-Medium)                         

LB-Medium mit                                      
0,5 M D-Sorbitol                                    
0,5 M D-Mannitol 
                                                              
getrennt autoklavieren 

Zur Aufnahme der Zellen nach 
der Elektroporation 

Medien/Medienzusätze und Lösungen für die Herstellung von elektrokompetenten E. coli Zellen 

Elektroporationsmedium 100 mL/L Glycerin 
 
autoklavieren 

Zum Waschen der Zellen 

SOB-Medium  
(Recovery-Medium)                         

10 g/L Caseinhydrolysat                        
  5 g/L Hefeextrakt                                 
  1,2 g/L MgSO4                                    
  1 g/L MgCl2                                         
  0,5 g/L NaCl                                        
  0,2 g/L KCl  
                                                              
autoklavieren

Zur Aufnahme der Zellen nach 
der Elektroporation 
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7 Experimenteller Teil: Methoden 

7.1 Mikrobiologische Methoden 

Die zur Anzucht, Stammhaltung, Zellernte und Herstellung elektrokompetenter Zellen verwen-

deten Medien und Medienzusätze sind in Abschnitt 6.9, Tabelle 15 aufgeführt. Die verwende-

ten Lösungen befinden sich in Anhang 1.2. 

7.1.1 Anzuchtverhalten und Stammhaltung 

Übernachtkulturen 

Zur Herstellung von Übernachtkulturen wurden jeweils 50 mL LB-Medium mit 20 µL der Dau-

erkultur des entsprechenden Stammes oder einer Bakterienkolonie von einer LB-Agar-Platte 

beimpft und bei 27 °C und 150 rpm über Nacht im Schüttelinkubator inkubiert. Für die Kultur 

von Zellen, die beispielsweise nach einer erfolgten Klonierung und Transformation in einer 

Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1.) positiv auf die entsprechende Plasmid-Modifikation getestet wurden, 

wurde dem LB-Medium das entsprechende Antibiotikum zugesetzt. Zur Kultivierung Ribofla-

vin-auxotropher E. coli-Mutanten wurde das LB-Medium mit 500 µL einer 100 mM Riboflavin-

Suspension angereichert. 

Hauptkulturen 

Für die Herstellung von Hauptkulturen wurde frisches LB-Medium in einem Volumenverhältnis 

von 1:100 mit der Übernachtkultur überimpft und dieses im Schüttelinkubator bei 37 °C und 

150 rpm inkubiert. In Abhängigkeit der Kultur wurden dem Medium Antibiotika und/oder Ribof-

lavin hinzugegeben. Die Zelldichte im Kulturmedium wurde in regelmäßigen Abständen durch 

eine photometrische Bestimmung des OD-Wertes bei 600 nm gegenüber unbeimpftem LB-

Medium als Blindwert kontrolliert. In Abhängigkeit der weiteren Verwendung der Zellen wurden 

diese bis zum Erreichen eines bestimmten Zellwertes inkubiert. 

Stammhaltung 

Die kurzzeitige Lagerung der B. subtilis- und E. coli Stämme erfolgte auf LB-Nährböden bei  

4 °C. Die Herstellung der Nährböden erfolgte unter Verwendung des in Abschnitt 6.9, Tabelle 

15 aufgeführten LB- oder M9-Mediums. Hierzu wurden dem LB-Medium vor dem Autoklavie-

ren 16 g/L Agar-Agar hinzugefügt und dem M9-Minimalmedium 13 g/L Agarose. Die langfris-

tige Lagerung der Bakterienstämme erfolgte in Form von Dauerkulturen. Für die Herstellung 

einer Dauerkultur wurde eine Hauptkultur bis zu einem OD-Wert von 1,0-1,5 kultiviert. An-

schließend wurden 500 µL der Übernachtkultur mit 500 µL LB-Glycerin-Medium gemischt und 

die erhaltende Zellsuspension in einem Kryoröhrchen bei -80 °C gelagert. 
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Erstellen einer Wachstumskurve für B. subtilis NIG1121 

Zur Bestimmung der Wachstumsphasen und des besten Erntezeitpunktes des verwendeten 

Stammes B. subtilis NIG1121 für die spätere Elektroporation (s. 7.1.3) wurde eine Wachstums-

kurve erstellt. Die Hauptkultur wurde wie oben beschrieben hergestellt und bei 30 °C im Schüt-

telinkubator bebrütet. Die Zelldichte im Kulturmedium wurde in regelmäßigen Abständen inner-

halb eines Zeitraumes von 8 h durch eine photometrische Bestimmung der optischen Dichte 

bei 600 nm gegenüber unbeimpftem LB-Medium als Blindwert kontrolliert. Die Ergebnisse der 

Messungen sowie die resultierende Wachstumskurve sind in Anhang 11 zusammengefasst. 

7.1.2 Herstellung elektrokompetenter E. coli-Zellen und Elektroporation 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde der in Abschnitt 6.4, Tabelle 12 aufgeführte Stamm E. coli 

XL1-Blue für Klonierungsarbeiten und für eine anschließende Vervielfältigung der Plasmide 

mittels Transformation verwendet. Der Stamm E. coli BL21(DE3) (Abschnitt 6.4, Tabelle 12) 

wurde zur Genom Editierung verwendet. Hierfür mussten zunächst elektrokompetente E. coli 

BL21(DE3)-Zellen ohne Plasmid hergestellt werden. Diese wurden mit dem Plasmid pCas 

transformiert und anschließend erneut elektrokompetent gemacht. Die Herstellung der elekt-

rokompetenten E. coli-Zellen der beiden Stämme erfolgte dabei bis auf geringfügige Modifizie-

rungen nach der Methode von Dower et al. (1988). 

Herstellung elektrokompetenter Zellen 

Zunächst wurde wie in Abschnitt 7.1.1 beschrieben eine Übernachtkultur des jeweiligen E. coli-

Stammes hergestellt. Am nächsten Tag wurden 500 mL frisches LB-Medium mit der Über-

nachtkultur überimpft. Die Hauptkultur wurde bis zum Erreichen eines OD-Wertes von 0,5-0,7 

im Schüttelinkubator inkubiert und anschließend für 15 min auf Eis gestellt. 

Bei der Herstellung von elektrokompetenten E. coli BL21(DE3)-Zellen, die das Plasmid pCas 

enthielten, wurde den Vor- und Hauptkulturen zusätzlich das Antibiotikum Kanamycin (End-

konzentration: 25 µg/mL) und nach dem Erreichen eines OD-Wertes von 0,3-0,4 der Haupt-

kultur L-Arabinose-Lösung (Endkonzentration: 10 mM) hinzugegeben. Die Arabinose diente 

der Induktion des Promotors ParaB und somit der Expression der Lambda Red Gene auf dem 

Plasmid pCas. Die Hauptkultur wurde bis zum Erreichen eines OD-Wertes von 0,6-0,7 im 

Schüttelinkubator inkubiert und anschließend für 15 min auf Eis gestellt. 

Die Zellen wurden in sterile Zentrifugenbecher überführt und mittels Zentrifugation (4500 g, 

10 min, 4 °C) geerntet. Anschließend wurde das Zellpellet in 400 mL eisgekühltem Elektro-

porationsmedium resuspendiert und erneut zentrifugiert (4500 g, 10 min, 4 °C). Dieser Zell-

waschvorgang wurde jeweils unter Verwendung von 200 mL und 8 mL Elektroporationsme-

dium wiederholt. Zu besseren Handhabung wurde die 8 mL-Zellsuspension in ein 50 mL  

Zentrifugenröhrchen überführt. Nach den drei Waschschritten wurde das Zellpellet in 1,5 mL 
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Elektroporationsmedium resuspendiert, in vorgekühlte Kryoröhrchen aliquotiert und bei -80 °C 

gelagert. 

Elektroporation 

Die Transformation mit Plasmid-DNA wurde unter Verwendung von 50 µL elektrokompetenter 

Zellen, welche auf Eis aufgetaut wurden, durchgeführt. Der Zellsuspension wurden 1 ng Plas-

mid-DNA bzw. 5 µL eines Ligationsansatzes (s. 7.2.5) hinzugefügt und die Suspension durch 

Umschwenken vorsichtig gemischt. Anschließend wurde die Zellsuspension in eine 1 mm 

Elektroporationsküvette transferiert, die in einen Elektroporator gegeben und mit Hochspan-

nungsimpulsen (1700 V, 5 ms Dauer) behandelt wurde. Die Zellen wurden aus der Elektropo-

rationsküvette in 1 mL eiskaltem SOB-Medium überführt und für 1 h bei 150 rpm und 37 °C im 

Schüttelinkubator inkubiert. Anschließend wurden die Zellen durch Zentrifugation (5000 g, 7 

min, 4 °C) geerntet. Das Zellpellet wurde in 0,1 mL SOB-Medium resuspendiert und die Zell-

suspension auf einer LB-Agarplatte mit geeigneten Antibiotika ausplattiert. Die LB-Agarplatte 

wurde für 12-16 h bei 37 °C im Brutschrank bebrütet.  

Die Transformation von E. coli-Zellen mit dem Plasmid pCas erfolgte analog zu dieser Vorge-

hensweise. Die Zellen wurden jedoch aufgrund des Temperatur-empfindlichen Replikationsur-

sprungs von pCas bei 30 °C inkubiert.  

Bestimmung der Transformationseffizienz elektrokompetenter E. coli-Zellen 

Die Transformationseffizienz beschreibt die Anzahl der Kolonien bildenden Bakterieneinheiten 

(colony forming units, cfu) nach einer Transformation pro eingesetzte Menge an Plasmid-DNA 

in Mikrogramm. Um die Kompetenz der Bakterienzellen zu bestimmen, wurden je 1 µL einer 

1 ng, 0,1 ng und 0,01 ng Plasmid-DNA-Lösung (pET-22b(+)) mit 50 µL kompetenten E. coli-

Zellen analog zu der oben beschriebenen Durchführung transformiert. Anschließend wurden 

die Zellen auf Ampicillin-Selektivagar ausplattiert und bei 37 °C über Nacht bebrütet. Am 

nächsten Tag wurden die Kolonien ausgezählt und die Transformationsraten für 1 μg DNA des 

pET-22b(+)-Vektors berechnet.  

7.1.3 Herstellung elektrokompetenter B. subtilis-Zellen und Elektroporation 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde der in Abschnitt 6.4, Tabelle 12 aufgeführte Stamm B. subtilis 

NIG1121 zur Genom Editierung verwendet. Die Herstellung der elektrokompetenten B. subti-

lis-Zellen erfolgte nach einer modifizierten Methode nach Meddeb-Mouelhi et al., 2012 und 

Zhang et al., 2015.  
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Herstellung elektrokompetenter Zellen 

Zunächst wurde wie in Abschnitt 7.1.1 beschrieben eine Übernachtkultur des B. subtilis Wild-

typ-Stammes bzw. einer B. subtilis Deletionsmutante hergestellt. Die Kultur der B. subtilis-

Zellen erfolgte abweichend zu den Angaben in Abschnitt 7.1.1 in LB-Sorbitol-Medium. Am 

nächsten Morgen wurden 10 mL aus der Übernachtkultur in 500 mL frisches LBS-Medium 

überführt und im Schüttelkolben bei 150 rpm und 30 °C bebrütet. Bei Erreichen eines OD600-

Wertes von 0,5 wurden der Kultur die Zellhüllen-schwächenden Substanzen Glycin und Tween 

80 aus sterilen Stammlösungen bis zu einer Endkonzentration von 0,64% bzw. 0,05% hinzu-

gegeben. Die Zellkultur wurde unter den gleichen Bedingungen weiter inkubiert, bis die Kultur 

einen OD600-Wert von 0,85 erreichte. Die Zellkultur wurde für 20 min auf Eis gekühlt und 

anschließend für 10 min bei 3500 g und 4 °C zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen, 

das Zellpellet in 200 mL sterilem, eiskaltem Elektroporationsmedium resuspendiert und die 

Zellsuspension für 10 min bei 4500 g und 4 °C zentrifugiert. Dieser Zellwaschvorgang wurde 

zweimal wiederholt. Nach der letzten Zentrifugation wurde das Zellpellet in 1 mL Elektropora-

tionsmedium resuspendiert, in vorgekühlte Kryoröhrchen aliquotiert und bei -80 °C gelagert. 

Elektroporation 

Die Elektroporation von B. subtilis-Zellen mit Plasmid-DNA erfolgte ausschließlich zur 

CRISPR-Cas9 vermittelten Genom Editierung und wird im entsprechenden Abschnitt (s. 

7.2.9.2) beschrieben.  

Bestimmung der Transformationseffizienz elektrokompetenter B. subtilis-Zellen 

Die Transformationseffizienz von elektrokompetenten B. subtilis-Zellen wurde analog zu der 

unter 7.1.2 beschriebenen Bestimmung der Transformationseffizienz von E. coli-Zellen durch-

geführt, jedoch unter Berücksichtigung des Elektroporationsprotokolls von B. subtilis und unter 

Verwendung von 50 ng Plasmid-DNA (pJOE8999). 

7.1.4 Anzucht, Zellernte und Aufschluss von B. subtilis Zellen zur 
Bestimmung der intra- und extrazellulären Riboflavingehalte 

Anzucht und Zellernte 

Zur Bestimmung der Riboflavin-Konzentration von B. subtilis Wildtyp-Zellen und B. subtilis De-

letionsmutanten wurden zunächst Übernachtkulturen in LB-Medium hergestellt (s. Abschnitt 

7.1.1). Am nächsten Morgen wurden die Übernachtkulturen bei 4000 g und 20 °C zentrifugiert. 

Um mögliche Spuren von Riboflavin aus den bakteriellen Zellpellets zu entfernen, wurden die 

Überstände verworfen und die Zellpellets wurden in 50 mL steriler Kochsalzlösung resuspen-

diert. Dieser Zellwaschvorgang wurde ein weiteres Mal wiederholt. Anschließend wurden jeweils 

0,4 mL aus den gereinigten Übernachtkulturen in 200 mL M9-Minimalmedium überführt und in 

Schüttelkolben (150 rpm) bei 37 °C bis zum Erreichen eines OD600-Wertes von 0,4 inkubiert.  
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Je 200 mL der Zellsuspensionen wurden zentrifugiert (4000 g, 20 min, 4 °C). Von den Über-

ständen wurden jeweils 50 mL in Zentrifugenröhrchen überführt und lichtgeschützt bei -20 °C 

gelagert. Die erhaltenen Zellpellets wurden in 50 mL steriler Kochsalzlösung resuspendiert. 

Dieser Zellwaschvorgang wurde zweimal wiederholt, wobei nach dem letzten Zentrifugations-

schritt das Nassgewicht der Zellpellets bestimmt wurde. Die Zellpellets wurden bis zur weiteren 

Verarbeitung bei -20 °C gelagert. 

Zellaufschluss mittels Ultraschalls 

Nach dem Auftauen der Zellpellets wurden diese ausgehend von ihrem Nasszellgewicht in der 

fünffachen Menge Reinstwasser resuspendiert und in ein 1,5 mL Reaktionsgefäß überführt. Mit 

Hilfe eines Ultraschall-Homogenisators wurden die Zellen in fünf Durchgängen bei einer Inten-

sität von 30-40% und einer Dauer von 30 s aufgeschlossen. Zwischen den Durchgängen wurden 

die Proben für 30 s auf Eis gekühlt, um eine zu starke Erwärmung der Suspension zu vermeiden.  

Nach den Zellaufschlüssen wurden die Zelltrümmer mittels Zentrifugation (14 000 g, 5 min, 

4 °C) abgetrennt und die Überstände bis zur weiteren Analyse mittels ELISA-Methode (s. Ab-

schnitt 7.2.12) bei -20 °C gelagert. 

Aufkonzentrieren der Überstände mittels Rotationsverdampfer 

Die Zellkultur-Überstände wurden vor der Bestimmung des Riboflavingehaltes mittels eines 

Rotationsverdampfers eingeengt. Hierzu wurden jeweils 10 mL eines Zellüberstandes in einen 

20 mL Rundkolben überführt und im Wasserbad unter Rotation auf 60 °C erhitzt. Die Rundkol-

ben wurden mit Alufolie umwickelt, um das in den Überständen enthaltene Riboflavin vor der 

Lichteinwirkung zu schützen. Auf Grund der Temperaturstabilität von Riboflavin wurde keine 

Verringerung des Riboflavingehaltes in den Proben erwartet. Die Zellüberstände wurden bis 

zum Erreichen eines Volumens von 1 mL eingeengt, wodurch eine Aufkonzentrierung um den 

Faktor 10 erreicht werden konnte. Die Konzentrate der Überstände wurden in 2 mL-Reakti-

onsgefäße überführt und bis zur weiteren Analyse bei -80 °C gelagert. 

7.1.5 Wachstumstests der Deletionsmutanten auf Agaroseplatten 

Zur Überprüfung der mittels des CRISPR-Cas9 Systems erzeugten Deletionsmutanten auf 

eine Riboflavin-Auxotrophie, wurden diese jeweils auf LB-Agarplatten ohne und mit Zusatz von 

Riboflavin (100 mg/L) (E. coli-Mutanten) oder im Falle der B. subtilis-Mutanten auf M9-Mini-

malagarplatten und LB-Agarplatten ausplattiert. Für den negativen Wachstumstest wurden 

M9-Agarplatten verwendet, welche mit Hilfe von Agarose hergestellt wurden, um sicherzustel-

len, dass kein Riboflavin auf den Nährböden enthalten ist. Die verwendeten Agarplatten und 

Zusätze sind in Abschnitt 6.9, Tabelle 15 aufgeführt. Das Ausplattieren der B. subtilis-Zellen 

erfolgte unter Verwendung von jeweils 90 µL Zellsuspension der Verdünnungsstufen 10-2,  
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10-4 und 10-6. Die Agarplatten wurden bei 37 °C (B. subtilis) bzw. 30 °C (E. coli) über Nacht im 

Brutschrank bebrütet. 

7.2 Molekularbiologische Methoden 

7.2.1 Isolierung von Plasmid-DNA 

Die Isolierung der Plasmid-DNA erfolgte mit Hilfe des E.Z.N.A.® Plasmid DNA Mini-Kits 

(Omega Bio-tek, USA) und wird in Anhang 6.2 beschrieben. 

7.2.2 Aufreinigung von DNA aus präparativen PCR-Ansätzen, 
Restriktionsverdau und Ligation 

PCR-Fragmente, welche in einem präparativem PCR-Ansatz vervielfältigt wurden und der Modi-

fizierung von Plasmid-DNA dienten (s. 7.2.7.2) oder dessen Sequenzen mittels SANGER-Sequen-

zierung überprüft werden sollten, wurden mit dem Monarch® PCR & DNA Cleanup Kit (New Eng-

land Biolabs GmbH, Deutschland) aufgereinigt. Das Kit wurde ebenfalls für die Aufreinigung von 

DNA aus dem Restriktionsverdau (s. 7.2.5) und der Ligation (s. 7.2.6) verwendet. Die Aufreini-

gung der DNA erfolgte nach der Anleitung des Herstellers und wird in Anhang 6.3 beschrieben. 

7.2.3 Isolierung von DNA-Fragmenten aus Agarose-Gelen 

Mittels Agarose-Gelelektrophorese kann neben der Trennung und Identifizierung von linearen 

DNA-Fragmenten und zirkulärer Plasmid-DNA auch die Isolierung und Reinigung von Nukle-

insäuren durchgeführt werden. Eine präparative Agarosegelelektrophorese (s. 7.2.8) mit an-

schließender Isolierung der DNA aus der Agarosegel-Matrix wurde für PCR-Fragmente, wel-

che im Rahmen einer OE-PCR (s. 7.2.7.5) generiert wurden und für Zwischen- und Endpro-

dukte der SDM-PCR (s. 7.2.7.4) vorgenommen. Die Isolierung der DNA erfolgte mit Hilfe des 

PeqGOLD Gel Extraktions Kits (Peqlab Biotechnologie GmbH, Deutschland) und wird in An-

hang 6.4 beschrieben. 

7.2.4 Konzentrationsbestimmung von DNA 

Für die Quantifizierung von Plasmid-DNA, welche aus Bakterienzellen isoliert wurde (s. 7.2.1), 

wurde die photometrische Absorptionsmessung mittels UV/Vis Spektrophotometer genutzt. 

Zur Konzentrationsbestimmung von DNA im ng/µL-Bereich, wie sie bei präparativen PCR-Me-

thoden zu erwarten sind, wurde die fluorometrische Emissionsmessung mittels Quantus™ Flu-

orometer verwendet. Die hochempfindliche Fluoreszenzdetektion ermöglicht die Quantifizie-

rung von dsDNA ab einer Konzentration von 0,01 ng/μL.  
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7.2.4.1 Photometrische Absorptionsmessung 

Die photometrische Konzentrationsbestimmung erfolgt über die Messung der Lichtabsorption 

bei einer Wellenlänge von 260 nm in einer Quarzküvette. Hierzu wurden 400 μL Reinstwasser 

in die Quarzküvette gegeben und als Blindwert (BW) bei 260 nm gemessen. Anschließend 

wurden 8 μL der zu quantifizierenden DNA-Lösung hinzugegeben und durch mehrmaliges 

Umschwenken der Küvette gemischt. Es erfolgte die photometrische Messung bei 260 nm und 

die Berechnung der DNA-Konzentration über die gemessene optische Dichte, den Verdün-

nungsfaktor und einen stoffspezifischen Multiplikationsfaktor für dsDNA. Die Berechnung der 

Konzentration ist in Gleichung 1 dargestellt.  

Gleichung 1: 𝑐 ൌ ሺ𝑂𝐷260ሺ𝑃𝑟𝑜𝑏𝑒ሻ െ 𝑂𝐷260ሺ𝐵𝑊ሻሻ ∙ 𝑉 ∙ 𝑀                  

Variable  Beschreibung [Einheit]  

c Konzentration [ng/µL]  

OD260  optische Dichte bei 260 nm  

V  Verdünnungsfaktor (hier: 51)  

M  Multiplikationsfaktor (bei dsDNA: 50) 

7.2.4.2 Fluorometrische Emissionsmessung 

Die fluorometrische Emissionsmessung erfolgte mittels eines Fluoreszenzfarbstoffes und unter 

Verwendung des Quantus™ Fluorometers. Zunächst wurde der Fluoreszenzfarbstoff Quanti-

Fluor® 1:200 mit 1x TE-Puffer verdünnt. Anschließend wurden 2 µL der zu quantifizierenden 

DNA-Lösung mit 98 µL 1x TE-Puffer und 100 µL der verdünnten QuantiFluor®-Lösung in ein 0,5 

mL-Reaktionsgefäß gegeben, mittels eines Vortex-Mischers gemischt und für 5 min im Dunkeln 

inkubiert. Als Blindwert wurde parallel ein Reaktionsansatz bestehend aus 100 μL 1x TE-Puffer 

und 100 μL verdünnter QuantiFluor®-Lösung hergestellt. Nach erfolgter Inkubation wurden die 

Lösungen bei einer Extinktion von 460 nm und einer Emission von 515-575 nm gemessen. 

7.2.5 Sequenzspezifische Restriktion von Plasmid-DNA  

Die Restriktion von Plasmid-DNA erfolgte zum einen nach der SDM-PCR (s. 7.2.7.4) um die 

lineare Plasmid-DNA von pTargetF bzw. pJOE8999 wieder zu zirkularisieren und zum anderen 

im Rahmen einer Klonierung, um die mit Hilfe der OE-PCR generierten Donor-Templates 

(s. 7.2.7.5) in das jeweilige pJOE8999-Plasmid einzufügen. Zudem wurde das in dieser Arbeit 

hergestellte crRNA/tracrRNA-Insert (s. 7.2.7.3) mit Hilfe einer Klonierung in das Plasmid pTar-

getF-ribA eingebracht. Die Zusammensetzung der entsprechenden Restriktionsansätze wird 

in den Tabellen 16-18 aufgeführt. Die verwendeten Restriktionsenzyme und Reaktionspuffer 

sind in Anhang 1.3, Tabelle 43 aufgeführt. 
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Tabelle 16: Restriktionsansatz für die Zirkularisierung der Plasmid-DNA von pTargetF und pJOE8999 nach 
der SDM-PCR. 

Reagenz Volumen [µL] 

Reinstwasser  59 

CutSmart® Puffer (10x) 10 

PCR-Produkt  
(lineare Plasmid DNA)* 

30 

SpeI-Restriktionsenzym 1 

* die DNA-Konzentration betrug zwischen 5-10 ng/µL 

Tabelle 17: Restriktionsansätze der pJOE8999-Plasmide und der Donor-Templates für die Klonierung. 

Reagenz Volumen [µL] 

Reinstwasser  59 

CutSmart® Puffer (10x) 10 

Plasmid-DNA pJOE8999 bzw. 
Donor-Template-DNA* 

30 

SmaI-Restriktionsenzym 0,5 

SalI-HF-Restriktionsenzym 0,5 

* die DNA-Konzentration betrug zwischen 50-200 ng/µL 

Tabelle 18: Restriktionsansätze für das Plasmid pTargetF und das crRNA/tracrRNA-Insert für die Klonie-
rung. 

Reagenz Volumen [µL] 

Reinstwasser  79 bzw. 48 

CutSmart® Puffer (10x) 10 

Plasmid-DNA pTargetF bzw. 
crRNA/tracrRNA-Insert* 

9 bzw. 40 

EcoRI-Restriktionsenzym 1 

SpeI-Restriktionsenzym 1 

* die DNA-Konzentration betrug zwischen 20-100 ng/µL 

Die Restriktionsansätze wurden für 5 sec bei 10 000 g zentrifugiert und für 1 h bei 37 °C 

(Restriktionsansätze mit SpeI bzw. SpeI und EcoRI) oder für 2 h bei 27 °C (Restriktionsansätze 

mit SalI und SmaI) inkubiert. Anschließend wurden die Restriktionsansätze wie unter 7.2.2 

beschrieben aufgereinigt und in 20 μL Reinstwasser eluiert (Restriktionsansätze Tabelle 16 

und 17). Die Restriktionsansätze für die Klonierung des crRNA/tracrRNA-Inserts in pTargetF 

(s. Tabelle 18) wurden mittels einer präparativen AGE (s. 7.2.8) und der unter 7.2.3 beschrie-

benen Gelextraktion aufgereinigt und in 40 µL Reinstwasser eluiert. Die gereinigten Restrikti-

onsansätze wurden zur Ligation eingesetzt. 

7.2.6 Ligation von Plasmid-DNA 

Die Ligation der in Abschnitt 7.2.5 beschriebenen Restriktionsprodukte wurde in 200 μL-Liga-

tionsansätzen durchgeführt. Die Ligation der verdauten Donor-Templates bzw. des 

crRNA/tracrRNA-Inserts mit der entsprechenden verdauten Plasmid-DNA (pJOE8999 bzw. 

pTargetF) erfolgte in einem molaren Verhältnis von 3:1 bis 5:1. Die Zusammensetzung der 
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Ligationsansätze wird in den Tabellen 19-21 aufgeführt. Die Spezifikationen der verwendeten 

T4 DNA-Ligase und der Reaktionspuffer sind in Anhang 1.3, Tabelle 43 aufgeführt. 

Tabelle 19: Ligationsansatz für die Zirkularisierung der Plasmid-DNA von pTargetF und pJOE8999 nach 
der SDM-PCR. 

Reagenz Volumen [µL] 

Reinstwasser  159,5 

T4 DNA-Ligase Puffer (10x) 20 

PCR-Produkt aus dem Verdau 
(lineare Plasmid DNA)* 

20 

T4 DNA-Ligase 0,5 

* die DNA-Konzentration betrug zwischen 20-40 ng/µL 

Tabelle 20: Ligationsansatz für die Insertion der Donor-Templates in die pJOE8999-Plasmide. 

Reagenz Volumen [µL] 

Reinstwasser  159 

T4 DNA-Ligase Puffer (10x) 20 

Plasmid-DNA pJOE8999 aus 
dem Verdau* 

15 

Donor-Template-DNA aus dem 
Verdau** 

5 

T4 DNA-Ligase 1 

*  die DNA-Konzentration betrug zwischen 20-30 ng/µL 
** die DNA-Konzentration betrug zwischen 30-40 ng/µL 

Tabelle 21: Ligationsansatz für die Insertion des crRNA/tracrRNA-Inserts in das Plasmid pTargetF. 

Reagenz Volumen [µL] 

Reinstwasser  149 

T4 DNA-Ligase Puffer (10x) 20 

Plasmid-DNA pTargetF aus dem 
Verdau* 

25 

crRNA/tracrRNA-Insert aus dem 
Verdau** 

5 

T4 DNA-Ligase 1 

*  die DNA-Konzentration betrug ca. 3 ng/µL 
** die DNA-Konzentration betrug ca. 1 ng/µL 

Die Ligationsansätze wurden über Nacht in einem 1 L-Wasserbad (20 °C) im Kühlschrank bei  

4 °C inkubiert. Zum Entfernen der Ligase und des Reaktionspuffers wurden die Ansätze an-

schließend wie unter 7.2.2 beschrieben aufgereinigt und in 20 μL Reinstwasser eluiert. Die auf-

gereinigten Produkte der Ligationsansätze wurden in elektrokompetente E. coli XL1-Zellen 

transformiert (s. 7.1.2) und der Erfolg der Klonierung mittels einer Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) über-

prüft. 
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7.2.7 Methoden der Polymerase-Kettenreaktion (PCR) 

In dieser Arbeit wurden je nach Anwendungszweck zwei verschiedene Polymerasen verwen-

det. Die Taq-DNA-Polymerase wurde für analytische PCR-Methoden, wie beispielsweise der 

Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) verwendet. Für präparative PCR-Methoden wie der SDM-PCR (s. 

7.2.7.4) oder der OE-PCR (s. 7.2.7.5), bei denen die Sequenzintegrität der PCR-Amplifikate 

entscheidend war, wurde die Phusion® High-Fidelity DNA-Polymerase verwendet, welche 

durch ihre 3´-5´-Exonukleaseaktivität eine Korrekturlesefunktion und eine im Vergleich zur 

Taq-DNA-Polymerase um den Faktor 50 geringere Fehlerrate aufweist. 

7.2.7.1 Kolonie-PCR 

Bei der Kolonie-PCR wird als Ausgangssubstanz anstelle eines reinen DNA-Templates biolo-

gisches Material in Form einer Bakterienkolonie verwendet. Es ist eine Amplifikation sowohl 

der chromosomalen DNA als auch der Plasmid-DNA der Bakterienkolonie möglich. Die Kolo-

nie-PCR wurde in dieser Arbeit verwendet um den Erfolg einer Plasmid-Klonierung (s. 7.2.5 

und 7.2.6) nach erfolgter Transformation zu überprüfen und um Bakterienzellen nach einem 

erfolgten CRISPR-Cas9 Event (s. 7.2.9) auf die gewünschte Mutation hin zu untersuchen. 

Hierzu wurde die DNA der Bakterienkolonie unmittelbar vor der PCR mit Hilfe eines Zellauf-

schlusses freigesetzt. Die Aufschlusslösung variierte je nach aufzuschließendem Zell-Material. 

In dieser Arbeit wurden für den Zellaufschluss von E. coli-Bakterien, TE-Puffer und für B. subtilis-

Bakterien das Y-PER® Yeast Protein Extraktionsmittel (s. Anhang 1.2, Tabelle 41) verwendet.  

Zellaufschluss 

Es wurden 100 µL TE-Puffer bzw. Y-PER® Yeast Protein Extraktionsmittel als Lyse-Puffer in 

ein 500 µL-Reaktionsgefäß gegeben. Anschließend wurde mit Hilfe eines sterilen Zahnsto-

chers eine geringe Menge Zellmaterial der gewünschten Kolonie von einer Agarplatte aufge-

nommen und in dem Lyse-Puffer suspendiert. 

Um neues Zellmaterial der entsprechenden Kolonie zu erhalten, wurde der Zahnstocher zu-

sätzlich auf einer LB-Agarplatte (gegebenenfalls mit entsprechenden Antibiotika) abgestrichen 

und die Agarplatte für 12-18 h bei 37 °C bzw. 30 °C (E. coli-Zellen mit dem Plasmid pCas) 

inkubiert. Die Bakterienzellen in den Zellaufschlüssen wurden unter Verwendung eines Vor-

texers für 10 s suspendiert und bei einer Temperatur von 98 °C für 5 min (E. coli) bzw. 10 min 

(B. subtilis) aufgeschlossen. 

Die Zelltrümmer wurden bei der nachfolgenden Zentrifugation für 5 min bei 12 000 g abge-

trennt und 1 µL des Überstandes für den PCR-Ansatz als Template verwendet. 

PCR-Reaktion 

Die Kolonie-PCR wurde in 50 µL Reaktionsansätzen durchgeführt. Die Zusammensetzung des 

Mastermix ist in Tabelle 22 aufgeführt. Die entsprechenden Primerpaare werden in Anhang 3, 
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Tabelle 45 aufgeführt. Es wurden je 49 µL des Mastermix in ein 0,2 mL-PCR-Reaktionsgefäß 

gegeben und mit je 1 µL des Überstandes eines Zellaufschlusses bzw. als Blindwert mit 1 µL 

Reinstwasser versetzt. Das verwendete Temperaturprogramm ist in Tabelle 23 aufgeführt. Die 

Spezifikationen der verwendeten Reagenzien sind in Anhang 1.3, Tabelle 43 angegeben. Im 

Anschluss an die PCR wurden die erhaltenen Amplifikate mittels 1-2%iger Agarosegele elek-

trophoretisch aufgetrennt (s. 7.2.8) und mit Hilfe des DNA-Größenmarkers und den erwarteten 

Fragmentlängen verglichen. 

Tabelle 22: Mastermix der Kolonie-PCR. 

Komponente Volumen [µL/50 µL] Konzentration im Ansatz 

Taq-Puffer (10x) 5 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 1 0,05 mM 

Taq-DNA-Polymerase (10 U/µL) 0,1 1 U/50 µL 

Forward-Primer (100 µM) 0,5 1 µM 

Reverse-Primer (100 µM) 0,5 1 µM 

Reinstwasser  ad 50 - 

Tabelle 23: Temperaturprogramm der Kolonie-PCR. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1  Initiale Denaturierung 94 2:00 

30 Denaturierung 94 0:30 

Annealing X* 0:15 

Elongation 72 0:30-1:30** 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur der jeweiligen Primer wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher 
(s. 6.3, Tabelle 11) anhand der Sequenzen und Konzentrationen der verwendeten Primer und der Polymerase 
berechnet. 

** Die Dauer der Elongation wurde in Abhängigkeit der zu erwartenden Fragmentgröße des PCR-Produktes und 
der Lesegeschwindigkeit der verwendeten Polymerase (hier: 60 sec/1 kb) angepasst.  

7.2.7.2 Präparative PCR zur Amplifizierung genomischer Bakterien-DNA 

Die DNA der modifizierten Genabschnitte der Knockout-Mutanten, welche in der Kolonie-PCR 

positiv getestet wurden, musste zunächst mit Hilfe einer präparativen PCR vervielfältigt wer-

den, um die jeweiligen Deletionen mit Hilfe der SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) verifizieren 

zu können. Ebenso wurde die präparative PCR-Methode verwendet, um die nach der NGS-

Sequenzierung (s. 7.2.11) verbliebenen Lücken in der Sequenz von B. subtilis NIG1121 durch 

die Amplifizierung und nachfolgende SANGER-Sequenzierung der entsprechenden Abschnitte 

(DNA-Fragmente) zu schließen. Hierzu mussten mit Hilfe einer präparativen PCR, die analog 

zu der in 7.2.7.1 beschriebenen Kolonie-PCR durchgeführt wurde, größere DNA-Mengen der 
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genomischen Fragmente amplifiziert werden. Die präparative PCR wurde in 100 µL-Reakti-

onsansätzen durchgeführt. Die Zusammensetzung des Mastermix ist in Tabelle 24 aufgeführt. 

Anstelle der bei der Kolonie-PCR verwendeten Taq-DNA-Polymerase wurde die Phusion® 

High-Fidelity DNA-Polymerase verwendet. Es wurden, wenn nicht anderes angegeben, die 

gleichen Primerpaare verwendet wie zuvor in der Kolonie-PCR (s. Anhang 3, Tabelle 45). Es 

wurden je 99 µL des Mastermix in ein 0,2 mL-PCR-Reaktionsgefäß gegeben und mit je 1 µL 

des Überstandes eines Zellaufschlusses (s. 7.2.7.1) bzw. als Blindwert mit 1 µL Reinstwasser 

versetzt. Das verwendete Temperaturprogramm ist in Tabelle 25 aufgeführt. Die Spezifikatio-

nen der verwendeten Reagenzien sind in Anhang 1.3, Tabelle 43 angegeben.  

Tabelle 24: Mastermix der präparativen PCR. 

Komponente Volumen [µL/100 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 20 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 2 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1 2 U/100 µL 

Forward-Primer (100 µM) 1 1 µM 

Reverse-Primer (100 µM) 1 1 µM 

Reinstwasser  ad 100 - 

Tabelle 25: Temperaturprogramm der präparativen PCR. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1 Initiale Denaturierung 98 0:23 

 
25 
 

Denaturierung 98 0:07 

Annealing X* 0:15 

Elongation 72 0:20-0:50** 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur der jeweiligen Primer wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher 
(s. 6.3, Tabelle 11) anhand der Sequenzen und Konzentrationen der verwendeten Primer und der Polymerase 
berechnet.  

** Die Dauer der Elongation wurde in Abhängigkeit der zu erwartenden Fragmentgröße des PCR-Produktes und 
der Lesegeschwindigkeit der verwendeten Polymerase (hier: 30 sec/1 kb) angepasst.  

Im Anschluss an die PCR wurden die erhaltenen Amplifikate mittels Monarch® PCR & DNA 

Cleanup Kit wie unter 7.2.2 beschrieben aufgereinigt und in 25 μL Reinstwasser eluiert. Unter 

Anwendung der fluorometrischen Emissionsmessung (s. 7.2.4.2) wurde die DNA-Konzentra-

tion bestimmt.  
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7.2.7.3 Präparative PCR zur Herstellung des crRNA/tracrRNA-Inserts  

Die präparative PCR zur Herstellung des Inserts für die Klonierung in pTargetF-ribA (s. 7.2.5 

und 7.2.6) erfolgte in zwei konsekutiven PCR-Reaktionen im 100-µL-Maßstab. Die Zusam-

mensetzung der Reaktionsansätze der ersten und zweiten PCR wird in den Tabellen 26 und 

27 aufgeführt. Die Sequenzen der verwendeten Primer befinden sich in Anhang 3, Tabelle 45. 

Für die erste PCR-Reaktion diente das Plasmid pTargetF als Template. Beide Primer der Re-

aktion wiesen komplementäre Bereiche zu der auf dem Plasmid codierten DNA-Sequenz der 

tracrRNA auf und vervielfältigten diese. Der Vorwärtsprimer enthielt zudem am 5´-Ende einen 

Großteil der DNA-Sequenz der crRNA von ribA und brachte diese während der PCR-Reaktion 

in das Amplifikat ein. Die erste PCR-Reaktion wurde mit dem entsprechenden Primerpaar für 

10 PCR-Zyklen durchgeführt. Anschließend wurde der PCR-Ansatz mit dem Monarch® PCR 

& DNA Cleanup Kit wie unter 7.2.2 beschrieben aufgereinigt und in 50 μL Reinstwasser eluiert. 

Ein Teil des gereinigten PCR-Produktes diente als Template für die zweite PCR-Reaktion (s. 

Tabelle 27) in der mit Hilfe eines zweiten Vorwärtsprimers (ribAfw2), welcher am 3´-Ende kom-

plementäre Bereiche zu der in der ersten PCR-Reaktion mit dem Primer ribAfw1 eingebrach-

ten DNA-Sequenz enthielt, die noch fehlenden Basen der DNA-Sequenz der crRNA einge-

bracht wurden. Der Rückwärtsprimer sowie der Vorwärtsprimer der zweiten PCR-Reaktion 

enthielten zudem die Sequenzen der EcoRI bzw. SpeI-Restriktionsschnittstellen, die während 

der Amplifikation an beiden Enden der resultierenden linearen PCR-Produkte eingefügt wur-

den.  

Das Temperaturprogramm für die beiden PCR-Reaktionen ist in Tabelle 28 aufgeführt. Im An-

schluss an die zweite PCR wurde das erhaltene Amplifikat mittels eines 3%igen Agarosegels 

und unter Anwendung einer präparativen AGE mit anschließender Gelextraktion (s. 7.2.8 und 

7.2.3) isoliert und in 40 μL Reinstwasser eluiert. Anschließend wurden das crRNA/tracrRNA-

Insert sowie das Plasmid pTargetF mit den Restriktionsendonukleasen SpeI und EcoRI ver-

daut (s. 7.2.5) und erneut über eine präparative AGE gereinigt (s. 7.2.8 und 7.2.3). Das 

crRNA/tracrRNA-Insert wurde wie unter 7.2.6 beschrieben in das verdaute Plasmid pTargetF 

ligiert.  

Der Ligationsansatz wurde aufgereinigt (s. 7.2.2), in elektrokompetente E. coli XL1-Zellen 

transformiert (s. 7.1.2) und der Erfolg der Klonierung mittels der Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) und 

den zur Herstellung des Inserts verwendeten äußeren Primern ribA2fw und ribAr (Primerse-

quenzen s. Anhang 3, Tabelle 45) überprüft. Für die Negativ-Kontrolle (N) wurde die ursprüng-

liche Plasmid-DNA von pTargetF als Template verwendet.  

 

 



7 Experimenteller Teil: Methoden   [125] 

 

Tabelle 26: Mastermix der ersten PCR-Reaktion. 

Komponente Volumen [µL/100 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 20 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 2 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1 2 U/100 µL 

Plasmid-DNA (pTargetF) 1 1 ng/100 µL 

Forward-Primer ribAfw1 
(100 µM) 

0,8 0,8 µM 

Reverse-Primer ribAr (100 µM) 0,8 0,8 µM 

Reinstwasser  ad 100 - 

* die DNA-Konzentration betrug ca. 1 ng/µL 

Tabelle 27: Mastermix der zweiten PCR-Reaktion. 

Komponente Volumen [µL/100 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 20 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 2 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1 2 U/100 µL 

PCR-Produkt aus erster  
PCR-Reaktion 

10 - 

Forward-Primer ribAfw2 
(100 µM) 

0,8 0,8 µM 

Reverse-Primer ribAr (100 µM) 0,8 0,8 µM 

Reinstwasser  ad 100 - 

Tabelle 28: Temperaturprogramm der ersten und zweiten PCR-Reaktion. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1 Initiale Denaturierung 98 0:23 

10 bzw. 25 Denaturierung 98 0:07 

Annealing X* 0:20 

Elongation 72 0:10 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur der jeweiligen Primer wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher 
(siehe 6.3, Tabelle 11) anhand der komplementären Bereiche der Sequenzen und Konzentrationen der verwen-
deten Primer und der Polymerase berechnet. 

7.2.7.4 Side-directed mutagenesis (SDM)-PCR  

In dieser Arbeit wurde die SDM-PCR verwendet, um die crRNA-Sequenzen auf den Plasmiden 

pTargetF bzw. pJOE8999 den jeweiligen Target-Sequenzen der geplanten Knockouts entspre-

chend anzupassen. Bei der SDM-PCR werden sogenannte Mutagenese-Primer verwendet, die 

sich aus einem zur Zielsequenz komplementären und einem variablen Bereich zusammenset-

zen, der neu in die Sequenz eingebracht werden soll. Die 20-bp DNA-Sequenz der crRNA wurde 
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in zwei Stufen (zwei PCR-Reaktionen) und unter Verwendung von zwei Mutagenese-Primern 

(fw1 und fw2) eingebracht (s. Ablaufschemata in Anhang 8, Abbildungen 45 und 46). Die Zusam-

mensetzung der 150 µL-Reaktionsansätze der ersten und zweiten SDM-PCR wird in den Tabel-

len 29 und 30 aufgeführt. Wenn nach der SDM-PCR keine DNA-Produkte nachgewiesen werden 

konnten, wurde den PCR-Ansätzen optional DMSO hinzugegeben (4-8% v/v im Gesamtansatz).  

In Tabelle 31 sind die jeweiligen verwendeten Primerpaare aufgeführt. Die Sequenzen der 

Primerpaare befinden sich in Anhang 3, Tabelle 45. Die jeweiligen Primerpaare wurden mittels 

des Multiple Primer Analyzer (s. 6.3, Tabelle 11) auf mögliche Sekundärstrukturen untersucht. 

Für die SDM-PCR wurden zudem ausschließlich über HPLC gereinigte Primer verwendet. 

Die Rückwärtsprimer (r) sowie die Vorwärtsprimer (fw2) der zweiten PCR-Reaktion enthielten 

die Sequenz der SpeI-Restriktionsschnittstelle, die während der Amplifikation an beiden En-

den der resultierenden linearen PCR-Produkte eingefügt wurde. Das Temperaturprogramm für 

die beiden PCR-Reaktionen ist in Tabelle 32 aufgeführt. Die erste PCR-Reaktion wurde mit 

dem entsprechenden Primerpaar für vier PCR-Zyklen durchgeführt. Anschließend wurde der 

Ansatz mit dem Monarch® PCR & DNA Cleanup Kit wie unter 7.2.2 beschrieben aufgereinigt 

und die DNA in 30 μL Reinstwasser eluiert. Das gereinigte PCR-Produkt diente als Template 

für die zweite SDM-PCR (s. Tabelle 30), die analog zur ersten PCR gemäß des Temperatur-

programmes in Tabelle 32 durchgeführt wurde, diesmal mit 25 PCR-Zyklen.  

Im Anschluss an die zweite PCR wurde das erhaltene Amplifikat erneut aufgereinigt (s. 7.2.2) 

und in 20 μL Reinstwasser eluiert. 

Tabelle 29: Mastermix der ersten SDM-PCR. 

Komponente Volumen [µL/150 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 30 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 3 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1,5 3 U/150 µL 

Plasmid-DNA (pTargetF bzw. 
pJOE8999)* 

1 1 ng/150 µL 

Forward-Primer (fw1,100 µM) 1,2 0,8 µM 

Reverse-Primer (100 µM) 1,2 0,8 µM 

Reinstwasser  ad 150 - 

*  die DNA-Konzentration betrug ca. 0,5 ng/µL 
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Tabelle 30: Mastermix der zweiten SDM-PCR. 

Komponente Volumen [µL/150 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 30 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 3 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1,5 3 U/150 µL 

PCR-Produkt aus erster  
SDM-PCR 

25 - 

Forward-Primer (fw2, 100 µM) 1,2 0,8 µM 

Reverse-Primer (100 µM) 1,2 0,8 µM 

Reinstwasser  ad 150 - 

Tabelle 31: Verwendete Primerpaare für die SDM-PCR. 

Target-Region der crRNA Primerpaar erste PCR Primerpaar zweite PCR 

E. coli (pTargetF)   

ribA-G ribA-Gfw1, pTargetFr ribA-Gfw2, pTargetFr 

ribB1 ribB1fw1, pTargetFr ribB1fw2, pTargetFr 

ribB2 ribB2fw1, pTargetFr ribB2fw2, pTargetFr 

ribC1 ribC1fw1, pTargetFr ribC1fw2, pTargetFr 

ribC2 ribC2fw1, pTargetFr ribC2fw2, pTargetFr 

B. subtilis (pJOE8999)   

ycsE ycsEfw1, pJOEr ycsEfw2, pJOEr 

yitU yitUfw1, pJOEr yitUfw2, pJOEr 

ywtE ywtEfw1, pJOEr ywtEfw2, pJOEr 

Tabelle 32: Temperaturprogramm der ersten und zweiten SDM-PCR. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1 Initiale Denaturierung 98 0:23 

4 bzw. 25 Denaturierung 98 0:07 

Annealing X* 0:20 

Elongation 72 1:20-5:00** 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur der jeweiligen Primer wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher 
(s. 6.3, Tabelle 11) anhand der komplementären Bereiche der Sequenzen und Konzentrationen der verwendeten 
Primer und der Polymerase berechnet. 

** Die Dauer der Elongation variierte aufgrund der unterschiedlichen Größe der Plasmide und betrug für SDM-PCR-
Ansätze mit pTargetF (ca. 2 kbp) 1 min und 20 sec und für SDM-PCR-Ansätze mit pJOE8999 (ca. 7500 bp ohne 
lacZ-Gen) 5 min.  
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7.2.7.5 Overlap-extension (OE)-PCR 

Zur Herstellung der in dieser Arbeit verwendeten Donor-Templates für die Genom Editierung 

in E. coli und B. subtilis wurde die OE-PCR verwendet. Hierzu wurden vier verschiedene Pri-

mer zur Amplifikation von zunächst zwei unterschiedlichen DNA-Fragmenten benötigt. In den 

ersten beiden separat ablaufenden PCR-Reaktionen (1A und 1B) synthetisiert zunächst das 

erste Primerpaar den linken homologen Bereich (L) und das zweite Primerpaar den rechten 

homologen Bereich (R) der Donor-Templates. Die beiden inneren Primer (Lr und Rfw) bringen 

dabei einen komplementären Bereich von 15-16 Nukleotiden für ein späteres Annealing der 

beiden Fragmente in einer dritten PCR-Reaktion ein (s. Ablaufschema in Anhang 9, Abbildung 

47). Bei der Herstellung der Donor-Templates für die Anwendung in B. subtilis wurden mit Hilfe 

der äußeren Primer (Lfw und Rr) zudem die Restriktionsschnittstellen für die Nukleasen SmaI 

und SalI an den äußeren Enden der Fragmente eingebracht. Diese dienten der späteren Klo-

nierung in das Plasmid pJOE8999.  

Die zur Herstellung der Donor-Templates verwendeten Primerpaare sind in Tabelle 33 und die 

Sequenzen der jeweiligen Primer in Anhang 3, Tabelle 45 aufgeführt. In Anhang 5, Tabelle 46 

sind zudem die DNA-Sequenzen der mittels OE-PCR generierten Donor-Templates angege-

ben. 

Tabelle 33: Verwendete Primerpaare für die OE-PCR-Reaktionen 1A und 1B. 

Knockout Primerpaar PCR 1A Primerpaar PCR 1B 

E. coli    

ribA AmLfw, AmLr AmRfw, AmRr 

ribB BmLfw, BmLr BmRfw, BmRr 

ribC CmLfw, CmLr CmRfw, CmRr 

B. subtilis   

ycsE EmLfw, EmLr EmRfw, EmRr 

yitU UmLfw, UmLr Umfw, UmRr 

ywtE WmLfw, WmLr Wmfw, WmRr 

Als Template der PCR-Reaktionsansätze 1A und 1B diente die chromosomale DNA von E. coli 

bzw. B. subtilis. Hierfür wurde die DNA einer Kolonie von E. coli BL21(DE3) bzw.  

B. subtilis NIG1121 analog zur Durchführung der Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) mit Hilfe eines Zel-

laufschlusses freigesetzt. Es wurden je 99 µL des Mastermix (s. Tabelle 34) in ein PCR-Reak-

tionsgefäß gegeben und mit 1 µL des Überstandes vom jeweiligen Zellaufschluss bzw. als 

Blindwert mit 1 µL Reinstwasser versetzt. Das verwendete Temperaturprogramm ist in Tabelle 

35 aufgeführt. Die ersten beiden PCR-Reaktionen (1A und 1B) wurden mit den entsprechen-

den Primerpaaren für 25 PCR-Zyklen durchgeführt.  
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Tabelle 34: Mastermix der OE-PCR-Reaktionen 1A und 1B. 

Komponente Volumen [µL/100 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 20 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 2 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1 2 U/100 µL 

Forward-Primer (100 µM) 1 1 µM 

Reverse-Primer (100 µM) 1 1 µM 

Reinstwasser  ad 100 - 

Tabelle 35: Temperaturprogramm der OE-PCR 1A und 1B. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1 Initiale Denaturierung 98 0:23 

25 Denaturierung 98 0:07 

Annealing X* 0:20 

Elongation 72 0:10-0:20** 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur der jeweiligen Primer wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher 
(siehe 6.3, Tabelle 11) anhand der komplementären Bereiche der Sequenzen und Konzentrationen der verwen-
deten Primer und der Polymerase berechnet. 

** Die Dauer der Elongation wurde in Abhängigkeit der zu erwartenden Fragmentgröße der PCR-Produkte und der 
Lesegeschwindigkeit der verwendeten Polymerase (hier: 30 sec/1 kb) angepasst. 

Für die Durchführung der zweiten PCR-Reaktionen wurden die PCR-Produkte aus den ersten 

beiden Reaktionen mittels präparativer AGE aufgetrennt und aus dem Gel isoliert (s. 7.2.8 und 

7.2.3) und anschließend zu äquimolaren Anteilen im zweiten PCR-Ansatz verwendet. Eine 

Aufreinigung der beiden DNA-Fragmente über eine präparative AGE war notwendig, da an-

sonsten geringe DNA-Konzentrationen der chromosomalen DNA von E. coli in den zweiten 

PCR-Ansatz übertragen werden könnten und somit möglicherweise auch die ursprüngliche, 

unveränderte DNA amplifiziert würde. Im zweiten PCR-Ansatz dienten die PCR-Fragmente in 

Form von denaturierten Einzelsträngen als Megaprimer, welche an die komplementäre Se-

quenz des Überlappungspartners binden. Die PCR wurde zunächst für vier Zyklen ohne die 

Verwendung weiterer Primer nach den Bedingungen in Tabelle 37 durchgeführt. Die Zusam-

mensetzung des Mastermix ist in Tabelle 36 aufgeführt. Nach Ablauf der vier Zyklen wurden 

dem PCR-Ansatz jeweils die äußeren Primer (Lfw und Rr) der entsprechenden Primerpaare 

hinzugegeben, um eine exponentielle Amplifikation der elongierten Megaprimer in 25 weiteren 

PCR-Zyklen (s. Temperaturprogramm Tabelle 38) zu erreichen.  
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Im Anschluss an die zweite PCR wurde das erhaltene Amplifikat entweder mit dem Monarch® 

PCR & DNA Cleanup Kit (Donor-Templates für die Klonierung in pJOE8999, s. 7.2.2) oder 

mittels einer präparativen AGE (s. 7.2.8) und der unter 7.2.3 beschriebenen Gelextraktion (Do-

nor-Templates für die Anwendung in E. coli) aufgereinigt und in 20 μL Reinstwasser eluiert. 

Das aufgereinigte PCR-Produkt wurde mittels eines 1%igen Agarosegels elektrophoretisch 

aufgetrennt (s. 7.2.8) und mit Hilfe des DNA-Größenmarkers und den erwarteten Fragment-

längen verglichen. Die Donor-Templates für die Anwendung in B. subtilis wurden wie unter 

7.2.5 und 7.2.6 beschrieben mit Hilfe einer Klonierung in das jeweilige pJOE8999-Plasmid 

eingebracht. Die Spezifikationen der verwendeten Reagenzien sind in Anhang 1.3, Tabellen 

42 und 43 angegeben.  

Tabelle 36: Mastermix der zweiten OE-PCR-Reaktion. 

Komponente Volumen [µL/100 µL] Konzentration im Ansatz 

Phusion-Puffer (5x) 20 1x 

dNTPs (je 2,5 mM) 2 0,05 mM 

Phusion® High-Fidelity DNA-Poly-
merase (2 U/µL) 

1 2 U/100 µL 

PCR-Fragment 1A* 5-10 20-50 ng/100 µL 

PCR-Fragment 1B* 5-10 20-50 ng/100 µL 

Forward-Primer (100 µM)** 1 1 µM 

Reverse-Primer (100 µM)** 1 1 µM 

Reinstwasser  ad 100 - 

*  die DNA-Konzentration betrug zwischen 2-10 ng/µL 
** die Primer wurden nach vier PCR-Zyklen zum Reaktionsansatz hinzugegeben 

Tabelle 37: Temperaturprogramm der zweiten OE-PCR-Reaktion vor Zugabe der Primer. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1 Initiale Denaturierung 98 0:23 

4 Denaturierung 98 0:07 

Annealing 61* 0:20 

Elongation 72 0:30 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher (s. 6.3, Tabelle 11) 
anhand der Sequenz der komplementären Bereiche der PCR-Fragmente (Megaprimer) und anhand der Poly-
merase berechnet und betrug 61 °C. 
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Tabelle 38: Temperaturprogramm der zweiten OE-PCR-Reaktion nach Zugabe der Primer. 

Wieder- 
holungen 

Temperaturzyklen Temperatur [C°] Zeit [min:s] 

1 Initiale Denaturierung 98 0:23 

25 Denaturierung 98 0:07 

Annealing X* 0:20 

Elongation 72 0:30-0:40** 

1 Terminale Elongation 72 7:00 

1 Kühlphase 4 ∞ 

*  Die optimale Annealing-Temperatur der jeweiligen Primer wurde mit Hilfe des Tm Calculators von Thermo Fisher 
(s. 6.3, Tabelle 11) anhand der komplementären Bereiche der Sequenzen und Konzentrationen der verwendeten 
Primer und der Polymerase berechnet. 

** Die Dauer der Elongation wurde in Abhängigkeit der zu erwartenden Fragmentgröße der PCR-Produkte und der 
Lesegeschwindigkeit der verwendeten Polymerase (hier: 30 sec/1 kb) angepasst. 

7.2.8 Agarosegelelektrophorese (AGE) 

Mit Hilfe der Agarosegelelektrophorese ist es möglich, DNA-Fragmente in Abhängigkeit ihrer 

Größe voneinander zu trennen. Zur Separierung der Nukleinsäuremoleküle werden Agarose-

gele verwendet, dessen Netzstruktur von der Konzentration der Agarosegele abhängig ist. In 

dieser Arbeit wurden zur Auftrennung von Plasmid-DNA und größeren DNA-Fragmenten 

(> 600 bp) 0,8-1%ige und zur Auftrennung von kleinen DNA-Fragmenten (< 600 bp) 1,5-2%ige 

Agarosegele verwendet. Die Agarose wurde der gewünschten Konzentration entsprechend in 

50 mL TAE (TRIS-Acetat-EDTA)-Puffer eingewogen und durch Erhitzen auf 100 °C in der Mik-

rowelle in Lösung gebracht. Nach dem Abkühlen der Agaroselösung auf etwa 65 °C wurde 

diese zur Gelausbildung in horizontale Gelträger gegossen. Zur Formung der Probentaschen 

wurden für analytische Gele Kämme verwendet, welche Probentaschen mit einem Volumen 

von 10-20 µL erzeugten. Für präparative Gele wurden Kämme verwendet, welche 100-150 µL 

große Taschen formten. Die Proben und der DNA-Größenmarker (s. 6.6) wurden vor Anlegen 

der Spannung in die vorgefertigten Taschen pipettiert. Die DNA-Proben wurden zuvor in einem 

Verhältnis von 10:1 mit Loading Dye (Blue Loading Buffer) versetzt. Die Auftrennung der DNA-

Fragmente erfolgte in einer mit TAE-Puffer gefüllten horizontalen Laufkammer bei 120 V für 

40-50 min. Die Detektion der DNA erfolgte entweder mit Hilfe des Interkalationsfarbstoffs Ethi-

diumbromid oder mit GelRed unter UV-Licht bei 312 nm. Die Digitalisierung der Elektrophero-

gramme erfolgte unter Verwendung einer Geldokumentationseinheit.  

Bei der präparativen Gelelektrophorese wurde die jeweilige DNA-Bande nach der elektropho-

retischen Auftrennung unter UV-Licht (312 nm) mit Hilfe eines Skalpells aus dem Gel heraus-

geschnitten und in ein 2,0 mL-Reaktionsgefäß überführt. Die anschließende Isolierung der 

DNA aus der Gelmatrix erfolgte mit Hilfe des PeqGOLD Gel Extraction Kits und nach der unter 

7.2.3 beschriebenen Durchführung. Die Spezifikationen der verwendeten Puffer, Lösungen 

und Reagenzien sind im Anhang dieser Arbeit aufgeführt (s. Anhang 1.1 bis 1.3).  
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7.2.9 Genom Editierung mittels CRISPR-Cas9  

7.2.9.1 Genom Editierung in E. coli 

Elektrokompetente E. coli BL21(DE3)-Zellen, welche das Plasmid pCas enthielten, wurden wie 

unter 7.1.2 beschrieben hergestellt. Für die Elektroporation wurde ein gefrorenes Aliquot elekt-

rokompetenter Zellen (50 µL) auf Eis aufgetaut und mit 60-100 ng der jeweiligen  

pTargetF-DNA (pTargetF-ribA, pTargetF-ribB bzw. pTargetF-ribC) und 100-300 ng der ent-

sprechenden Donor-Template-DNA (DTribA, DTribB bzw. DTribC) gemischt. Die Elektropora-

tion wurde wie unter 7.1.2 beschrieben durchgeführt. Anschließend wurden die Zellen sofort 

in ein 50 mL-Zentrifugenröhrchen mit 2 mL SOB-Medium, 10 mM L-Arabinose und 0,08 mM 

Riboflavin überführt und 2 h im Schüttelinkubator (150 rpm) bei 30 °C inkubiert. Die Zellen 

wurden durch Zentrifugation (4500 g, 7 min, 4 °C) geerntet, das Zellpellet wurde in 0,1 mL 

Reinstwasser resuspendiert und die Zellsuspension auf einer LB-Agarplatte mit Kanamycin, 

Spectinomycin, L-Arabinose (1,5 g/L) und Riboflavin (200 mg/L) ausplattiert. Die Platten wur-

den bei 30°C für 18-24 h im Brutschrank inkubiert. Die verwendeten Medien und Medienzu-

sätze sind in Abschnitt 6.9, Tabelle 15 aufgeführt. Die verwendeten Lösungen befinden sich in 

Anhang 1.1. 

Plasmid Curing und Selektion der Mutanten 

Am nächsten Tag wurden die erhaltenen E. coli-Transformanten mit Hilfe eines Wachs-

tumstests auf LB-Agarplatten mit und ohne den Zusatz von Riboflavin auf eine Riboflavin-

Auxotrophie und somit, auf eine erfolgreiche Deletion überprüft (s. 7.1.5). Die positiv geteste-

ten Kolonien wurden anschließend mittels Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) auf die jeweilige zu erwar-

tende Deletion getestet und eine der bestätigten Deletionsmutanten einem Plasmid-Curing 

unterzogen. Hierzu wurde eine einzelne Kolonie mit einer sterilen Impföse aufgenommen und 

in ein 2,0 mL-Reaktionsgefäß mit 100 µL LB-Medium und 0,08 mM Riboflavin und 0,5 mM 

IPTG überführt. Die Zellsuspension wurde für 1 h bei 28 °C und 220 rpm auf einem Schüttelin-

kubator inkubiert und anschließend auf einer LB-Agarplatte mit 0,08 mM Riboflavin ausplat-

tiert. Das Plasmid pCas verfügt über eine mittels IPTG-induzierbare sgRNA, welche Cas9 zum 

Replikationsursprung (eng. origin of replication, ori) von pTargetF führt und in diesen einen 

CRISPR-Cas9 vermittelten Doppelstrangbruch induziert. Am nächsten Morgen wurden die auf 

der Agarplatte gebildeten Kolonien auf den Verlust des Plasmids getestet, indem ihre Emp-

findlichkeit gegenüber dem Antibiotikum Spectinomycin bestimmt wurde. Kolonien, welche das 

Plasmid pTargetF verloren hatten und daher auf der Spectinomycin-haltigen Agarplatte kein 

Wachstum zeigten, wurden einem Plasmid-Curing von pCas unterzogen.  

Hierzu wurden diese mittels einer sterilen Impföse aufgenommen, auf einer LB-Agarplatte mit 

0,08 mM Riboflavin (ohne Antibiotika) ausplattiert und über Nacht bei 42 °C inkubiert.  
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Aufgrund des Temperatur-empfindlichen ori repA101(Ts) von pCas kann das Plasmid durch 

eine Erhöhung der Kultivierungstemperatur entfernt werden. Am nächsten Morgen wurden ei-

nige Kolonien auf den Verlust von pCas getestet, indem ihre Empfindlichkeit gegenüber Ka-

namycin bestimmt wurde. Von den Plasmid-freien Deletionsmutanten wurden wie unter 7.1.1 

beschrieben Dauerkulturen hergestellt, welche in Kryoröhrchen bei -80 °C gelagert wurden. 

7.2.9.2 Genom Editierung in B. subtilis 

Zur Genom Editierung in B. subtilis wurde das jeweilige für den gewünschten Knockout modi-

fizierte Plasmid (pJOE8999-ycsE, pJOE8999-yitU bzw. pJOE8999-ywtE) mittels Elektropora-

tion in die B. subtilis-Zellen eingebracht. Die Herstellung der elektrokompetenten Zellen wird 

unter 7.1.3 beschrieben. Die Elektroporation erfolgte unter Verwendung von 50 µL elektrokom-

petenten B. subtilis-Zellen und 50 ng pJOE8999-Plasmid-DNA (Transformationstests) bzw. 

150-270 ng pJOE8999-Plasmid-DNA (Genom Editierung). Die Zellsuspension wurde zusam-

men mit der Plasmid-DNA (1-5 µL) in eine 1 mm Elektroporationsküvette gegeben, die in einen 

Elektroporator eingesetzt und mit Hochspannungsimpulsen (2000 V, 5 ms Dauer) behandelt 

wurde. Anschließend wurden die Zellen sofort in 1 mL eiskaltem Recovery-Medium resuspen-

diert und für 3 h bei 150 rpm und 30 °C im Schüttelinkubator inkubiert. Die Zellen wurden durch 

Zentrifugation (4500 g, 7 min, 4 °C) geerntet, das Zellpellet in 0,1 mL frischem Recovery-Me-

dium resuspendiert und die Zellsuspension auf einer LB-Agarplatte mit 0,2% Mannose und 

geeigneten Antibiotika ausplattiert. Die Agarplatten wurde über Nacht bei 30 °C im Brutschrank 

inkubiert. Die verwendeten Medien und Medienzusätze sind in Abschnitt 6.9, Tabelle 15 auf-

geführt. Die verwendeten Lösungen befinden sich in Anhang 1.1. 

Plasmid Curing und Selektion der Mutanten 

B. subtilis-Kolonien, die am nächsten Tag auf den Agarplatten erschienen, wurden zunächst 

einem Plasmid Curing unterzogen. Für das Plasmid Curing wurde die temperaturempfindliche 

Eigenschaft des pE194ts Replikationsursprungs von pJOE8999 genutzt, um die Plasmid-DNA 

aus den Zellen zu eliminieren. Hierzu wurden einige einzelne Kolonien mit einer sterilen 

Impföse aufgenommen und auf einer frischen LB-Agarplatte ohne den Zusatz von Antibiotika 

ausplattiert und über Nacht bei 50 °C inkubiert. Bakterien, welche über Nacht wuchsen, wur-

den auf frischen LB-Agarplatten vereinzelt und bei 42 °C inkubiert.  

Am nächsten Morgen wurden die auf den Agarplatten kultivierten Kolonien auf den Verlust des 

Plasmids getestet, indem ihre Empfindlichkeit gegenüber dem Antibiotikum Kanamycin be-

stimmt wurde.  

Die Plasmid-freien Kolonien wurden anschließend mittels Kolonie-PCR (s. 7.2.7.1) auf die zu 

erwartende Deletion geprüft. Eine der bestätigten Deletionsmutanten wurde wie unter 7.1.1 

beschrieben für die Herstellung einer Dauerkultur verwendet. 
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7.2.10 SANGER-Sequenzierung 

Die mittels SDM-PCR (s. 7.2.7.4) oder Klonierung (s. 7.2.5 und 7.2.6) modifizierten Plasmide 

sowie die mittels präparativer PCR (s. 7.2.7.2) erhaltenen DNA-Fragmente von genomischer 

Bakterien-DNA wurden mit Hilfe der DNA-Sequenzierung nach SANGER (Sanger et al., 1977) 

auf eine korrekte DNA-Sequenz überprüft. Die DNA-Sequenzierung wurde in Dienstleistung 

von der Firma GATC-Biotech (Konstanz, Deutschland) durchgeführt. Hierzu wurden 20 µL der 

entsprechenden Plasmid-DNA (DNA-Konzentration: 30-100 ng/µL) bzw. der PCR-Fragmente 

(DNA-Konzentration: 10-50 ng/µL) und 20 µL eines für die entsprechende Sequenzierung ge-

eigneten Primers (Konzentration: 10 pmol/µL) (Primer-Sequenzen s. Anhang 3, Tabelle 45) in 

jeweils ein 2,0 mL-Safe Seal Mikroröhrchen überführt und an GATC-Biotech verschickt. Die 

erhaltenen DNA-Sequenzen wurden mit Hilfe des Genome Compilers oder der Benchling Soft-

ware (s. 6.3, Tabelle 11) abgebildet und unter Anwendung der Alignment-Funktion mit den zu 

erwartenden DNA-Sequenzen verglichen.  

7.2.11 Next Generation Sequencing (NGS) und Datenprozessierung 

Das Genom des B. subtilis-Wildtypstamms sowie das der Triplemutante (s. 6.4, Tabelle 12) 

wurde in Dienstleitung von der Firma Eurofins Genomics (Konstanz, Deutschland) mit Hilfe 

der NGS-Sequenzierung sequenziert. Hierzu wurden die Stämme zunächst auf LB-Agarplat-

ten ausplattiert. Aus jeweils einer einzelnen Kolonie wurden Übernachtkulturen (s. 7.1.1) her-

gestellt. Diese Übernachtkulturen dienten wiederum als Inokulum (1:100) für die Hauptkulturen 

in einem Liter LB-Medium. Die Zellen wurden bei einem OD-Wert von 1,0 mittels Zentrifugation 

(4000 g, 30 min, 4 °C) geerntet. Anschließend wurde der Kulturüberstand entfernt, die Zellen 

in Saline resuspendiert und in 50 mL-Zentrifugen-Röhrchen überführt. Die Extraktion der ge-

nomischen DNA aus den Zellpellets erfolgte durch die Firma Eurofins Genomics. Die Sequen-

zierung der DNA wurde mit Hilfe des Illumina HiSeq 2500 Systems (San Diego, Kalifornien, 

USA) vorgenommen.  

Mit Hilfe der Software CLC Genomics Workbench 11 (siehe 6.3, Tabelle 11) wurden die erhal-

tenen reads gefiltert, um Adaptersequenzen, Basen mit einer geringen Qualität (Phred-Score 

< 13) und reads, welche 10 oder mehr mehrdeutige Basen (Ns = A, T, G oder C) in Folge 

enthielten, zu entfernen. Die getrimmten reads wurden mit Hilfe des Referenzgenoms des 

nächsten verwandten Stammes (B. subtilis subsp. subtilis 168, NCBI-Zugangsnummer: 

CP010052) assembliert. Anschließend wurden verbleibende Lücken in der Sequenz (eng. se-

quence coverage gaps) durch die Präparation der entsprechenden PCR-Fragmente (s. 

7.2.7.2) und eine anschließende SANGER-Sequenzierung (s. 7.2.10) und erneute Assemblie-

rung geschlossen. 
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7.2.12 Enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) 

Zur Bestimmung der Riboflavin-Konzentration in den Überständen der aufgeschlossenen Zell-

pellets und im Zellmedium der B. subtilis Wildtyp-Zellen und B. subtilis-Deletionsmutanten (s. 

7.1.4) wurde das (ELISA)-Testkit des Herstellers Elabscience Biotechnology (s. Anhang 1.3, 

Tabelle 42) verwendet. Das Testkit basiert auf dem Prinzip eines kompetitiven ELISA. Zu Be-

ginn der Testdurchführung wurden alle Reagenzien und Proben auf Raumtemperatur akklima-

tisiert, um Temperatureinflüsse während des Tests zu vermeiden. Anschließend erfolgte die 

sequenzielle Verdünnung der Proben im Probenverdünnungspuffer (1:5, 1:25, 1:50). Die Stan-

dardkurve wurde durch eine 1:2-Verdünnung des niedrigsten Standards modifiziert, was zu 

einem Messbereich von 0,16 ng/mL bis 10 ng/mL Riboflavin führte. Die weitere Durchführung 

der ELISA-Methode erfolgte nach der Anleitung des Herstellers und wird in Anhang 6.5 be-

schrieben. Nach dem letzten Inkubationsschritt wurde die Absorption mittels eines Mikrotiter-

platten-Lesegerätes (s. Anhang 1.4, Tabelle 44) bei einer Wellenlänge von 450 nm gemessen.  

Die gemessenen Daten wurden exportiert und mit Hilfe der Standardkurve und einer 4-Punkt-

Parameter-Funktionsgleichung (s. Gleichung 2) nach Rodbard (1981) konnten die Riboflavin-

gehalte in den Proben bestimmt werden. Für die Berechnung der intrazellulären Riboflavin-

Konzentrationen wurden die Nasszellgewichte der jeweiligen Zellpellets berücksichtigt. Die 

Menge an Riboflavin in den B. subtilis-Zellen wurde in ng pro g Zellfeuchtgewicht angegeben. 

Gleichung 2: 𝑌 ൌ
୅ିୈ

ଵାሺ
౔
ి

ሻ୆
൅ 𝐷 

mit: 

X = Konzentration des gesuchten Parameters 

Y = Signal 

A = obere Asymptote (Response auf 0 ng/mL Standard, hier: maximale Absorption) 

B = Steigung der Kurve am Testmittelpunkt 

C = Wendepunkt der Kurve (IC50-Wert in ng/mL) 

D = untere Asymptote (Response auf höchsten Standard, hier: minimale Absorption) 
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7.3 Bildgebende Verfahren 

Rasterelektronenmikroskopie (REM) 

Zur morphologischen Untersuchung der B. subtilis-Mutanten wurden Übernachtkulturen der 

B. subtilis Wildtyp-Zellen und der B. subtilis-Deletionsmutanten wie unter 7.1.1 beschrieben 

bis zu einem OD-Wert von 0,9-1,0 kultiviert. Am nächsten Tag erfolgte die Ernte der Zellen 

mittels Zentrifugation bei 4 °C und 5000 g für 6 min. Der Überstand wurde dekantiert und die 

Zellpellets auf Eis gelagert. Die weitere Präparation der Zellen erfolgte durch das Biozentrum 

Klein Flottbek der Universität Hamburg. Die Zellpellets wurden gewaschen, mittels Kritischer 

Punkt Trocknung entwässert und anschließend mit Kohlenstoff bedampft. Die so hergestellten 

Zell-Präparate wurden anschließend mit dem REM LEO 1525 Gemini untersucht.  

7.4 Bioinformatische Methoden  

Online-Tool CRISPR-ERA Version 1.2 

Die Auswahl geeigneter Target-Sequenzen bzw. das Design der 20-Nukleotide umfassenden 

crRNAs für die durchgeführten Gen-Knockouts in E. coli und B. subtilis erfolgte unter Verwen-

dung des Online-Tools CRISPR-ERA (s. auch 6.3, Tabelle 11). Die Software verwendet einen 

Algorithmus für die Suche nach CRISPR-Cas9 Target-Sequenzen und bewertet deren Effizi-

enz und Spezifität unter Verwendung eines Regelsatzes, der aus aktuellen, publizierten Daten 

zusammengefasst wurde (Liu et al., 2015) . 

Mit Hilfe der Software wird zunächst jedes Zielgen bzw. jede genomische Sequenz im jeweili-

gen Organismus auf die für die Cas9-Nuklease aus S. pyogenes spezifische PAM-Region (5´-

NGG-3´ bzw. 3´-NCC-5´) durchsucht. Für jede der möglichen Target-Sequenzen werden an-

schließend zwei Scores berechnet: (i) ein Effizienz-Score (E-Score) auf der Grundlage von 

Sequenzmerkmalen wie dem Guanin-Cytosin-(GC)-Gehalt (mindestens 25%, höchstens 75%) 

und Ortsinformationen, wie die Entfernung der Transkriptionsstartstelle (TSS) des Zielgens; 

und (ii) ein Spezifitäts-Score (S-Score) auf der Grundlage der Anzahl möglicher Off-Target-

Bindungsstellen. Der S-Score gibt für alle potenziellen Target-Sequenzen an, ob identische 

oder sehr ähnliche (mit 1-3 Basen-Mismatches) genomische Sequenzen im jeweiligen Orga-

nismus vorhanden sind, die eine benachbarte PAM-Region aufweisen. Auch die alternative 

PAM-Sequenz (5'-NAG-3'), von der bekannt ist, dass sie von der Cas9-Nuklease in geringem 

Maße ebenfalls erkannt wird, wird bei der Anwendung der Software berücksichtigt (Jiang et 

al., 2013; Liu et al., 2015). Die Target-Sequenzen werden anschließend als resultierende 

crRNA-Sequenzen absteigend nach der Summe von E-Score und S-Score (maximal 20) ge-

ordnet, angezeigt. Bei der Auswahl der crRNA-Sequenzen wurden nach Möglichkeit die Se-

quenzen berücksichtigt, die einen maximalen Score von 20 aufwiesen.
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Anhang 1: Chemikalien, Lösungen, Puffer, Kits, Reagenzien, Materialien und 
Geräte 

Anhang 1.1: Chemikalienverzeichnis 

Alle verwendeten Chemikalien wiesen eine hohe molekularbiologische Qualität bzw. eine hohe 

verfügbare Reinheit auf. 

Tabelle 39: Verzeichnis der verwendeten Chemikalien. 

Substanz Piktogramme H-Sätze P-Sätze Hersteller 

Agar Agar für die  
Bakteriologie 

- - - Carl Roth 

Agarose für die DNA  
Elektrophorese 

- - - Serva 

L(+)-Arabinose ≥ 99% - - - Sigma 

Calciumchlorid ≥ 98% - - - Carl Roth 

Caseinhydrolysat für die  
Mikrobiologie  

- - - Carl Roth 

Dimethylsulfoxid (DMSO)  
≥ 99,9% für die Molekular- 
biologie 

- - - Sigma 

EDTA Dinatriumsalz Dihyd-
rat  
≥ 99% 

- - - Carl Roth 

Essigsäure 100% ROTIPU-
RAN® 

GHS02, 
GHS05 

H226, H290, 
H314 

P280, P210, 
P303+P361+P35
3, 
P305+P351+P33
8, 
P310 

Carl Roth 

Ethanol ROTIPURAN®  
≥ 99,8%  

GHS05, 
GHS07 

H302+H312+ 
H332+H314 

P280, 
P302+P352, 
P304+P340, 
P305+P351+P33
8, 
P310

Carl Roth 

D(+)-Glucose wasserfrei - - - Carl Roth 

Glycerin ROTIPURAN®  
> 99,5% 

- - - Carl Roth 

Glycin-Betain > 99% für die  
Biochemie 

- - - Honeywell  

HEPES ≥ 99,5% - - - Sigma 

Hefeextrakt pulv. für die  
Bakteriologie 

- - - Carl Roth 

Kaliumchlorid ≥ 99,5% - - - Carl Roth 

Isopropyl-β-D-thiogalacto- 

pyranosid (IPTG) ≥ 99% für  
die Mikrobiologie 

- - - Carl Roth 

Kaliumdihydrogenphosphat  
≥ 98% 

- - - Carl Roth 

Kaliumhydrogencarbonat  
≥ 99% 

- - - Merck 

Dikaliumhydrogenphosphat  
≥ 98%, wasserfrei 

- - - Carl Roth 
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Substanz Piktogramme H-Sätze P-Sätze Hersteller 

Kanamycinsulfat für die  
Biochemie 

GHS08 H360D P281, P260, 
P308+ 
P313 

Carl Roth 

Magnesiumchlorid ≥ 98%,  
wasserfrei 

- - - Sigma 

Magnesiumsulfat ≥ 99%,  
wasserfrei 

- - - Carl Roth 

D-Mannit ≥ 98% für die  
Biochemie 

- - - Carl Roth 

D(+)-Mannose ≥ 99,5% für  
die Biochemie 

- - - Carl Roth 

Natriumchlorid ≥ 99,9% - - - Carl Roth 

Natriumhydroxid ≥ 98%,  
in Plätzchen 

GHS05 H290, H314 P280, 
P301+P330+P33
1, 
P305+P351+P33
8, P308+P310  

Carl Roth 

PEG 6000 für  
biochemische Zwecke 

- - - Carl Roth 

Riboflavin ≥ 97%, für die  
Biochemie 

- - - Carl Roth 

D-Sorbit ≥ 98%, für die  
Biochemie 

- - - Carl Roth 

Spektinomycin GHS07 H335, H315, 
H319 

P261, 
P302+P352, 
P280, 
P305+P351, 
P338

Sigma 

Stickstoff, flüssig GHS04 H280 P403 Linde 

DL-Threonin für die Zellkultur - - - Sigma 

Tris ≥ 99,9% GHS07 H315, H319, 
H335 

P302+P352, 
P305+P351+P33
7, P312 

Sigma 

Tween 80  - - - VWR 

Carl Roth   = Carl Roth GmbH (Karlsruhe, Deutschland) 
Honeywell  = Honeywell Fluka (Charlotte, North Carolina, USA) 
Linde          = Linde GmbH (Pullach, Deutschland) 
Merck       = Merck KGaA (Darmstadt, Deutschland) 
Sigma         = Sigma-Aldrich Chemie GmbH (München, Deutschland) 
Serva          = SERVA Electrophoresis GmbH (Heidelberg, Deutschland) 
VWR  = VWR International GmbH (Darmstadt, Deutschland) 

Tabelle 40: Definition der GHS-Symbole in Tabelle 39. 

Symbolnummer GHS-Symbol Bedeutung 

GHS02 

 

brandfördernd 

GHS04 

 

Gase unter Druck, 
verdichtete/ verflüssigte/ tiefgekühlt 
verflüssigte Gase 
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Symbolnummer GHS-Symbol Bedeutung 

GHS05 

 

ätzend 

GHS07 

 

reizend 

GHS08 

 

gesundheitsschädlich 

Anhang 1.2: Verzeichnis der verwendeten Lösungen und Puffer 

Alle Puffer und Lösungen wurden mit bidestilliertem Wasser angesetzt und die pH-Werte der 

verwendeten Puffer mit einem digitalem pH-Meter eingestellt. 

Tabelle 41: Verwendete Lösungen und Puffer. 

Puffer/ Lösung Hersteller/Quelle Zusammensetzung/ 
Konzentration 

   

Ammoniumchlorid-Lösung  Eigene Herstellung 50 g/L, steril fitriert 

Arabinose-Lösung  Eigene Herstellung 1 M Arabinose, steril filtriert 

Calciumchlorid-Lösung Eigene Herstellung 5,6 g/L, steril filtriert 

Ethidiumbromid-Lösung Eigene Herstellung 0,001% 

GelRed Nucleic Acid Strain-Lösung Biotium Inc.  
(Fremond, California, USA)

3300x 

Glucose-Lösung Eigene Herstellung 20% 

Glucose-Lösung zur Herstellung des 
Minimal-Mediums 

Eigene Herstellung 6 g/10 mL, steril filtriert 

Hepes Eigene Herstellung 1 M 

IPTG-Lösung Eigene Herstellung 10 mM IPTG 

Magnesiumsulfat-Lösung Eigene Herstellung 25 g/L, steril filtriert 

Mannose-Lösung Eigene Herstellung 20%, steril filtriert 

Saline (isotone Natriumchlorid-Lö-
sung) 

Eigene Herstellung 0,9% 

TAE-Puffer (Agarose-Gelelektro-
phorese)  

Eigene Herstellung 40 mM Tris 
2 mM Na2-EDTA 
pH 8,2 (mit Essigsäure einge-
stellt) 

TE-Puffer Eigene Herstellung 10 mM Tris/HCI 
1 mM EDTA 
pH 7,5 

Y-Per® Yeast Protein Extraction  
Reagent 

Thermo Scientific  
(Langenselbold, Deutschland)

- 
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Anhang 1.3: Verzeichnis der verwendeten Kits, Reagenzien und Materialien 

Tabelle 42: Verwendete Kits. 

Reagenzien-Kit Hersteller/Quelle Spezifikation/ Beschreibung 

Elabscience Vitamin BR2R ELISA Kit Biomol GmbH 
(Hamburg, Deutschland) 

Zur quantitativen Bestimmung von 
Riboflavin in den Zellpellets und im 
Zellmedium von B. subtilis 

E.Z.N.A.® Plasmid DNA Mini Kit I  
(Q Spin) 

Omega Bio-tek, Inc. 
(Norcross, Georgia, USA)

Zur Isolierung von Plasmid-DNA 

Monarch® PCR & DNA Cleanup 
Kit 

New England Biolabs GmbH  
(Frankfurt, Deutschland) 

Zur DNA-Aufreinigung aus PCR, 
Restriktions-Verdau oder Ligation  

PeqGOLD Gel Extraction Kit Peqlab Biotechnologie GmbH   
(Erlangen, Deutschland)

Isolierung von DNA-Fragmenten 
aus Agarosegelen 

Tabelle 43: Weitere verwendete Reagenzien und Materialien. 

Bezeichnung Hersteller/Quelle Spezifikation/ Beschreibung 

Reagenzien für die PCR   

Blue Loading Buffer (6x) Peqlab Biotechnologie GmbH  
(Erlangen, Deutschland) 

10 mM Tris-HCL, 0,03% Brom- 
phenolblau, 0,03% Xylencyanol, 
60% Glycerin, 60 mM EDTA

DNA Ladder Mix Peqlab Biotechnologie GmbH  
(Erlangen, Deutschland)

100-10.000 bp, 50 µg 

dNTPs Bioline GmbH  
(Luckenwalde, Deutschland) 

Gesamtkonzentration:  
10 mM in Wasser, jeweils  
2,5 mM

Phusion® GC Buffer 
 

New England Biolabs GmbH,  
(Frankfurt, Deutschland)

Keine genauen Angaben, 100% 
DMSO, 50 mM MgClR2 

Phusion® HF Buffer (5x) New England Biolabs GmbH,  
(Frankfurt, Deutschland) 

Keine genauen Angaben, 100% 
DMSO, 50 mM MgClR2 

Phusion® High- 
Fidelity DNA-Polymerase

New England Biolabs GmbH  
(Frankfurt, Deutschland)

- 

Reaktionspuffer für die Taq-DNA-
Polymerase (10x) 

Eigene Herstellung 30mM MgClR2Rꞏ6HR2RO, 100 mM Tris-
HCl (pH 8,8), 500 mM KCl, 0,1% 
Triton® X-100 

Taq-DNA-Polymerase (Thermus 
aquaticus) ink. Puffer 

Herstellung im Institut 
(Focke, 2011)

10 U/µL  
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Bezeichnung Hersteller/Quelle Spezifikation/ Beschreibung 

Reagenzien für den Restriktionsverdau und die Ligation 

SalI-HF (inkl. Puffer) New England Biolabs GmbH  
(Frankfurt, Deutschland) 

20.000 U/mL 

SmaI (inkl. Puffer) 20.000 U/mL 

SpeI (inkl. Puffer) 10.000 U/mL 

EcoRI (ink. Puffer) 10.000 U/mL 

T4-DNA-Ligase (inkl. Puffer) 400.000 U/mL 

Materialien   

Elektroporations-küvetten BTX® Harvard Bioscience Inc.  
(Holliston, USA) 

1 mm Spaltbreite 

Einmalküvetten Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland)

Acryl, 10 x 4 x 45 mm 

Einmalspritzen  
(steril) 

B Braun™ Injekt™  
Thermo Fisher Scientific GmbH  
(Bremen, Deutschland)

24 mL Füllvolumen, steril 

Kryoröhrchen Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland) 

CryoPure Tubes: 
 1,0 mL, 1,6 mL 

Mikroröhrchen 
 

Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland)

1,5 mL, 2,0 mL 

Mikroröhrchen 
(Safe Seal)  

Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland) 

2,0 mL 

Parafilm Carl Roth GmbH  
(Karlsruhe, Deutschland)

5 cm x 75 m Universal-Verschluss-
folie

PCR-Reaktionsgefäße Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland) 

0,2 μL Multiply®-Pro mix 

PCR-Reaktionsgefäße (Quantus 
Fluorometer) 

Promega GmbH 
(Walldorf, Deutschland) 

0,5 mL geeignet für eine Verwen-
dung mit dem Quantus™ Fluoro-
meter 

Petrischalen  Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland) 

Ø 92 mm, transparentes Polysty-
rol, ohne Entlüftungsnocken 

Pipettenspitzen  
(10-20 μL, 100- 
250 μL) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

10-20 μL, 100-250 μL 

Pipettenspitzen (100-1000 µL) Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland) 

100-1000 μL 

Präzisionsküvetten aus Quarzglas SUPRASIL® Hellma Materials 
GmbH (Jena, Deutschland)

10 mm Schichtdicke 

Spritzenvorsatzfilter (steril) Acrodisc® Pall Corporation 
(New York, USA) 

Porengröße: 0,45 μm 

Zahnstocher Handelsüblich - 

Zentrifugenröhrchen  Sarstedt AG & Co. KG 
(Nümbrecht, Deutschland)

mL, 50 mL 
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Anhang 1.4: Geräteverzeichnis 

Tabelle 44: Verzeichnis der verwendeten Geräte. 

Bezeichnung Hersteller Spezifikation 

Analysenwaage Kern und Sohn GmbH 
(Balingen, Deutschland) 

Kern ABJ 220-4M 
Maximalgewicht: 220 g 
Genauigkeit: 0,1 mg 

Autoklav Systec GmbH 
(Wettenberg, Deutschland) 

Horizontaler Tischautoklav: DX23 

Vertikaler Standautoklav: 
VX95 

Bidestille Heraeus Instruments GmbH  
(Osterode, Deutschland)

Destamat, Bi 18 E 

Brutschrank Heraeus Instruments GmbH 
(Osterode, Deutschland) 

Thermo Scientific Heraeus 
Function Line Typ B20 

Eismaschine AB Ninolab 
(Upperlands Väsby, Schweden)

Imaskin IQ-135 

Elektrophoreseeinheit Peqlab Biotechnologie GmbH  
(Erlangen, Deutschland) 

EV 231 

Elektroporationsgeräte BTX® Harvard Bioscience Inc.  
(Holliston, USA)

Elektroporations System 
BTX Harvard Apparatus ECM 399

Eppendorf Vertrieb Deutschland 
GmbH (Wesseling-Berzdorf, 
Deutschland)

Eppendorf Eporator® für Bakterien 
und Hefen, 230 V/ 
50 – 60 Hz 

Gefrierschrank  
(-25 C°) 

Robert Bosch GmbH 
(Stuttgart, Deutschland) 

A++, handelsüblich 

Gefrierschrank 
(-80 C°) 

Eppendorf Vertrieb Deutschland 
GmbH (Wesseling-Berzdorf, 
Deutschland)

Ultra-Tieftemperatur-Gefrier-
schrank 

Geldokumentationseinheit Biostep GmbH 
(Jahnsdorf, Deutschland) 

Biostep Dark Hood DH-40/50 

Gradienten- 
Thermocycler 

Biometra GmbH 
(Göttingen, Deutschland)

T3000 oder TGradient 

Grobwaage Sartorius-Werke GmbH 
(Göttingen, Deutschland) 

Sartorius 1203 MP, max. 3700g, 
Genauigkeit: 0,1g 

Laminar Flow 
(Sterilwerkbank) 

Thermo Electron LED 
GmbH (Langenselbold, Deutsch-
land) 

Typ: Safe 2020 1.2 

Magnetrührer IKA®-Werke GmbH & Co. KG 
(Staufen, Deutschland)

RH basic 2 

Mikrotiterplatten-Lesegerät Molecular Devices 
(Ismaning, Deutschland) 

SpectraMax M5 

Mikrowelle 
 

Severin Elektrogeräte 
GmbH (Sundern, Deutschland)

 Typ 7810 

Millipore-Anlage 
(Wasseraufbereitungssystem) 

Merck Chemicals 
GmbH (Darmstadt, Deutschland) 

Direct-Q® 3UV-R 

Minizentrifuge Beckman Coulter Inc. 
(Krefeld, Deutschland)

Microfuge 16 

pH-Einstabsmesskette  Schott Geräte GmbH 
(Ludwigshafen, Deutschland) 

Blue line pH 12 

pH-Meter 
 

Schott Geräte GmbH 
(Ludwigshafen, Deutschland)

Listed 8FG93, CG842 

Quantus™  
Fluorometer 

Promega GmbH 
(Walldorf, Deutschland)

zu verwenden mit QuantiFluor® 
Dyes 

Rotationsverdampfer Heidolph Instruments GmbH & CO. 
KG (Schwabach, Deutschland)

Laborata 4000 efficient  
mit WB eco  

Schüttler/Brutschrank Edmund Bühler GmbH 
(Bodelshausen, Deutschland)

Inkubationshaube TH 30, 
Universalschüttler SM 30 

Spülmaschine Miele & Cie. KG 
(Gütersloh, Deutschland)

G 7883 
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Bezeichnung Hersteller Spezifikation 

Stickstofftank Air Liquide Deutschland GmbH 
(Hamburg, Deutschland)

Arpege 170 

Thermocycler Peqlab Biotechnologie GmbH (Er-
langen, Deutschland)

peqLab Primus 25 advanced 

Trockenschrank 
 

Steiner GmbH 
(Siegen Eiserfeld, Deutschland)

Heraeus Instruments 

Vortexer Scientific Industries Inc. 
(New York, USA) 

Genie 2 

Ultraschallwandler Bandelin electronic GmbH & Co. KG 
(Berlin, Deutschland)

UW 2200 

UV/Vis Photometer 
 

Amersham Biosciences Europe 
GmbH (Freiburg im Breisgau, 
Deutschland)

Ultrospec 4300 pro UV/Visible 
Spektrophotometer 

Zentrifugen Sartorius 
(Göttingen, Deutschland) 

Sigma 3-16 PK  
 

Thermo Electron Corporation 
(Beverly, USA)

Sorvall RC 6 PLUS Centrifuge 
Rotor: SLA-3000 
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Anhang 2: Vektorkarten 

In den Abbildungen 39, 40 und 41 sind die Vektorkarten des Zwei-Plasmid-Systems (pCas 

und pTargetF) zur Genom Editierung in E. coli sowie die des Plasmids pJOE8999 zur Genom 

Editierung in B. subtilis dargestellt. Die Vektorkarten wurden mit Hilfe der SnapGene® Soft-

ware und den bei Addgene veröffentlichten (pCas: # 62225, pTargetF # 62226) bzw. von 

Dr. Altenbuchner zur Verfügung gestellten Plasmid-Sequenzen erstellt. 

 
Abbildung 39: Vektorkarte von Plasmid pCas. Das Plasmid ist Teil des CRISPR-Cas9 basierten Zwei-Plasmid-
Systems veröffentlicht von Y. Jiang et al., 2015 zur Genom Editierung in E. coli. Es enthält u.a. das Gen für die 
Cas9-Nuklease (cas9), die Gene des Lambda Red Rekombinationssystems (exo, beta und gam) unter Kontrolle 
des L-Arabinose induzierbaren Promotors PRaraBR, und eine Kanamycin-Resistenz (kanR). Die IPTG-induzierbare 
sgRNA, die Cas9 zum Replikationsursprung (eng. origin of replication, ori) (pMB1) von pTargetF führt und in diesen 
einen CRISPR-Cas9 vermittelten Doppelstrangbruch induziert, dient der Entfernung (Plasmid-Curing) des zweiten 
Plasmids (pTargetF) nach erfolgter Genom Editierung. Das Plasmid besitzt zudem den Temperatur-empfindlichen 
ori repA101(Ts), wodurch es nach dem Plasmid-Curing von pTargetF, durch eine Erhöhung der Kultivierungstem-
peratur selbst entfernt werden kann. Das Plasmid pCas wurde freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Sheng 
Yan (Addgene: pCas # 62225). 
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Abbildung 40: Vektorkarte von Plasmid pTargetF. Das Plasmid ist Teil des CRISPR-Cas9 basierten Zwei-Plas-
mid-Systems veröffentlicht von Y. Jiang et al., 2015 zur Genom Editierung in E. coli. Es enthält u.a. die crRNA und 
die tracrRNA (hier: gRNA scaffold), welche unter Kontrolle eines konstitutiven Promotors stehen sowie ein Specti-
nomycin-Resistenzgen (smR). Das Plasmid pTargetF wurde freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Sheng 
Yan (Addgene: pTargetF # 62226). 
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Abbildung 41: Vektorkarte von Plasmid pJOE8999. Bei dem Plasmid pJOE8999 handelt es sich um ein von 
Altenbuchner, 2016 veröffentlichtes Shuttle Plasmid, welches zur Genom Editierung in B. subtilis verwendet wurde. 
Es enthält einen ori (pUC) für E. coli und einen Temperatur-empfindlichen ori (pE194ts) für die Replikation in B. 
subtilis sowie ein Kanamycin-Resistenzgen (kanR), welches in beiden Organismen exprimiert wird. Die Expression 
des Gens cas9 wird durch den Mannose-induzierbaren Promotor PRmanPR gesteuert. Der Promotor ist in E. coli nicht 
aktiv und kann von ManR in Anwesenheit von Mannose und Abwesenheit von Glukose aktiviert werden. Die Ex-
pression der crRNA und der tracrRNA (gRNA) erfolgt konstitutiv mittels des semisynthetischen Promotors PvanABK. 
Das lacZ-Fragment ist für den Austausch der crRNA-Sequenzen vorgesehen und wurde in dieser Arbeit nicht ge-
nutzt. Das Plasmid pJOE8999 und seine DNA-Sequenz wurden freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Dr. 
Josef Altenbuchner (Institut für industrielle Genetik, Universität Stuttgart). 
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Anhang 3: Primer 

In Tabelle 45 sind die in dieser Arbeit verwendeten Primer sowie ihre Sequenzen und Anwen-

dungsbereiche aufgeführt. 

Tabelle 45: Verzeichnis der verwendeten Primer. 

Primer Primer-Sequenz (5´3’)* Anwendungsbereich 

E. coli   

ribAfw1 AAACTGCCAACCCCATGGTTTTAGAGCTAGAAATAGCA 
AGTTAAAAT  

Präparative PCR zur Herstellung des 
crRNA/tracrRNA-Inserts 

ribAfw2 GAGA UACTAGT UCAGAAGCCAAACTGCCAACCCCATG Präparative PCR zur Herstellung des 
crRNA/tracrRNA-Inserts, Kolonie-
PCR-Screening, Screening des pTar-
getF-ribA-Plasmids nach CRISPR-
Cas9-Event

ribAr TCTC UAGAATTC UAAAAAAAGCACCGA 
 

Präparative PCR zur Herstellung des 
crRNA/tracrRNA-Inserts, Kolonie-
PCR-Screening 

Seq- 
pTargetF- 
ribAr 

GTAAGCACTACATTTCGCTC SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der DNA-Sequenz des 
crRNA/tracrRNA-Inserts im Plasmid 
pTargetF-ribA  

ribA-Gfw1 CCAAACTGCCAACCCCATGTTTTAGAGCTAGAAATAGCA 
AGTTAAAATAAG 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribA-G

ribA-Gfw2 GAGA UACTAGT UGAAGCCAAACTGCCAACCCCATGTTTTAG 
AGC 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribA-G

ribB1fw1 TCTGATGACGCTGGCGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGT 
TAAAATAAGGCTAGTC 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribB1 

ribB1fw2 GAGA UACTAGT UCAGAAATTGATCTGATGACGCTGGCGTTT 
TAGA 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribB1

ribB2fw1 TGACGATGGCACGAGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGTT 
AAAATAAGGCTAGTC 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribB2 

ribB2fw2 GAGA UACTAGT UCAGAAGACTAATGACGATGGCACGAGTTT 
TAGA 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribB2

ribC1fw1 GTGGCGCATAAGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGTTAAA 
AT 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribC1 

ribC1fw2 GAGA UACTAGT UAGAAGGTGCTTCCGTGGCGCATAAGTTTT 
AGAGC 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribC1

ribC2fw1 GGACACTTAATGTCGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGTT 
AAAAT 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribC2 

ribC2fw2 GAGA UACTAGT UCAGAAATTGGCGGACACTTAATGTCGTTT 
TAGAGC 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ribC2

pTargetFr GAGA UACTAGT UATTATACCTAGGACTGAGCTAGCT SDM-PCR zur Einbringung der crR-
NAs in pTargetF (universeller Rück-
wärtsprimer)

Seq- 
pTargetFr 

GTCGATCATAGCACGATC SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der mittels SDM-PCR modifizier-
ten DNA-Sequenzen der crRNAs in 
den Plasmiden pTargetF-ribA-G, 
pTargetF- ribB1/B2, pTargetF- 
ribC1/C2 

AmLfw ACACCAGAGAAACCAGCC Donor-Template für den Knockout von 
ribA

AmLr TCACACGTGCGGTCCTTAGGCTTCTGCCACACG Donor-Template für den Knockout von 
ribA 

AmRr TTGGTTAACAAGCGGACTTC Donor-Template für den Knockout von 
ribA, Nachweis der Mutation in der 
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Primer Primer-Sequenz (5´3’)* Anwendungsbereich 

Gensequenz von ribA mittels Kolonie-
PCR

AmRfw GGACCGCACGTGTGACCTGATGGTGGGATTTGA Donor-Template für den Knockout von 
ribA 

ribA-mutfw GGACCGCACGTGTGA Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von ribA mittels Kolonie-PCR

Cycfw TAGCCAACTTTGTTCTCCAGG SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der ribA-Genmutation in E. coli  

BmLfw TGTAGTTTCCCTGTACTGATAGGTG Donor-Template für den Knockout von 
ribB, Kolonie-PCR-Screening 

BmLr TCACACGTGCGGTCCTACACCACCTGCCTGAGC Donor-Template für den Knockout von 
ribB

BmRr GACAACTTCTGCCAGCTTCAC Donor-Template für den Knockout von 
ribB, Kolonie-PCR-Screening, 
SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der ribB-Genmutation in E. coli 

BmRfw GGACCGCACGTGTGAGGCATACCGTCAGGCACA Donor-Template für den Knockout von 
ribB

CmLfw GAAATTCAGTCTATTGTAGCGAGG Donor-Template für den Knockout von 
ribC, Kolonie-PCR-Screening, 
SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der ribC-Genmutation in E. coli 

CmLr TTCACACGTGCGGTCCGCCAAGATTGGTAATGCGTAACG Donor-Template für den Knockout von 
ribC

CmRr CGGCCTTCGAGTGGC Donor-Template für den Knockout von 
ribC, Kolonie-PCR-Screening 

CmRfw GGACCGCACGTGTGAAATGACCACTGCTGAAGTGG Donor-Template für den Knockout von 
ribC

pTargetF-
Screenr 

GAGCTGCACATGAACTC Screening des pTargetF-ribA-Plas-
mids nach CRISPR-Cas9-Event 

pCasKanfw  GATTATCCCGTGACAGG   Screening des pCas-Plasmids nach 
CRISPR-Cas9-Event 

pCasKanr  TCTGATGTTACATTGCACAAG Screening des pCas-Plasmids nach 
CRISPR-Cas9-Event 

B. subtilis   

YcsEfw TTGTGTCGTAATCCCGTT Präparative PCR zur Amplifikation der 
ycsE-Gensequenz, Primer für  
SANGER-Sequenzierung 

YcsEr ACACCATCCTCAATATTTGTAT Präparative PCR zur Amplifikation der 
ycsE-Gensequenz 

YitUfw GGTGCCTGTTCTCTTCCTTTA Präparative PCR zur Amplifikation der 
yitU-Gensequenz, Primer für SANGER-
Sequenzierung 

YitUr AATCTGCTTGACCGCGTCAAT Präparative PCR zur Amplifikation der 
yitU-Gensequenz 

YwtEfw CAGTTGAGTCTATTCAGCTG Präparative PCR zur Amplifikation der 
ywtE-Gensequenz, Primer für SAN-

GER-Sequenzierung 

YwtEr CCGAAAGAAGCTGGTCT Präparative PCR zur Amplifikation der 
ywtE-Gensequenz 

ycsEfw1 TATTCAAATGATGTGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGT 
TAAAAT 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ycsE 

ycsEfw2 GAGA UACTAGT UGGACCATATTCAAATGATGTGTTTTAGA 
GCTAGAAAT 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ycsE

yitUfw1 AAGACGACAGCTGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGTTA 
AAATAAG 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von yitU 

yitUfw2 GAGA UACTAGT UTCATCCGCAAGACGACAGCTGTTTTAGA 
GCTAGAAAT 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von yitU
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Primer Primer-Sequenz (5´3’)* Anwendungsbereich 

ywtEfw1 GGATCAGGAAGCGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGTTA 
AAATAAG 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ywtE

ywtEfw2 GAGA UACTAGT UACATTAATGGATCAGGAAGCGTTTTAGA 
GCTAGAA 

SDM-PCR zur Einbringung der crRNA 
von ywtE 

pJOEr GAGA UACTAGT UTACATTTTACTCAATTCTCTAATCACGGT SDM-PCR zur Einbringung der crR-
NAs in pJOE8999 (universeller Rück-
wärtsprimer) 

T7r CCCTATAGTGAGTCGTATTA SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der jeweiligen DNA-Sequenzen 
der crRNA-Inserts in den Plasmiden 
pJOE8999-ycsE, pJOE8999-yitU und 
pJOE8999-ywtE 

EmLfw GAGATC UGTCGAC UTCTGTCATGTTTGATCACCTCA Donor-Template für den Knockout von 
ycsE, Kolonie-PCR-Screening 

EmLr TCACACGTGCGGTCCTCCCAAATTTCACTGCCGT Donor-Template für den Knockout von 
ycsE 

EmRr GAGATC UCCCGGG UGTCCCAGAATAAAACCTGCC Donor-Template für den Knockout von 
ycsE, Kolonie-PCR-Screening 

EmRfw GGACCGCACGTGTGATGGAGAGGCGAGTTTCCGG Donor-Template für den Knockout von 
ycsE 

UmLfw GAGATC UGTCGAC UGGTGCCTGTTCTCTTCCTTTA Donor-Template für den Knockout von 
yitU, Kolonie-PCR-Screening 

UmLr TCACACGTGCGGTCCTTGACAATTGGCGTTGTCAG Donor-Template für den Knockout von 
yitU 

UmRr GAGATC UCCCGGG UAATCTGCTTGACCGCGTCAAT Donor-Template für den Knockout von 
yitU, Kolonie-PCR-Screening 

UmRfw GGACCGCACGTGTGACATAACGTGCTTGCTGAAG Donor-Template für den Knockout von 
yitU 

WmLfw GAGATC UGTCGAC UCAGCTGACGGGTTATGATTA        Donor-Template für den Knockout von 
ywtE, Kolonie-PCR-Screening 

WmLr TCACACGTGCGGTCCGCCATTAGCTGCAATGATA Donor-Template für den Knockout von 
ywtE 

WmRr GAGATC UCCCGGG UAAAGTAGGCCACACCATT Donor-Template für den Knockout von 
ywtE, Kolonie-PCR-Screening 

WmRfw GGACCGCACGTGTGACAGATGACCATCTGCTTTC Donor-Template für den Knockout von 
ywtE

Screen- 
YcsEfw          

ATTCATTCTCCTCAAACATAGG              Kolonie-PCR-Screening zum Nach-
weis des Einbaus von DTycsE in 
pJOE8999-ycsE 

Screen- 
YcsEr            

ACACCATCCTCAATATTTGTAT              Kolonie-PCR-Screening zum Nach-
weis des Einbaus von DTycsE in 
pJOE8999-ycsE 

Screen- 
YitUfw            

ATAGGGTCGACGGTGCCTGT Kolonie-PCR-Screening zum Nach-
weis des Einbaus von DTyitU in 
pJOE8999-yitU 

Screen- 
YitUr              

ATTGGCCCGGGAATCTGCTT   Kolonie-PCR-Screening zum Nach-
weis des Einbaus von DTyitU in 
pJOE8999-yitU 

Screen- 
YwtEfw          

ATAGGGTCGACCAGCTGACG Kolonie-PCR-Screening zum Nach-
weis des Einbaus von DTywtE in 
pJOE8999-ywtE 

Screen- 
YwtEr            

ATTGGCCCGGGAAAGTAGGC Kolonie-PCR-Screening zum Nach-
weis des Einbaus von DTywtE in 
pJOE8999-ywtE 

T7fw TAATACGACTCACTATAGGG SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung des korrekten Einbaus der Do-
nor-Templates in die Plasmide 
pJOE8999-ycsE-DT, pJOE8999-yitU-
DT und pJOE8999-ywtE-DT 
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Primer Primer-Sequenz (5´3’)* Anwendungsbereich 

ycsE-mutfw TCGTAATCCCGTTCGCTTT Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von ycsE mittels Kolonie-PCR, 
SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der ycsE-Genmutation in B. subti-
lis 

ycsE-mutr TTCGGAACGACTATTCCGAA Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von ycsE mittels Kolonie-PCR

yitU-mutfw CAGTTGAGTCTATTCAGCTG Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von yitU mittels Kolonie-PCR, 
SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der yitU-Genmutation in B. subti-
lis

yitU-mutr CCGAAAGAAGCTGGTCT Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von yitU mittels Kolonie-PCR 

ywtE-mutfw GGTGCCTGTTCTCTTCCTTTA Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von ywtE mittels Kolonie-PCR, 
SANGER-Sequenzierung zur Verifizie-
rung der ywtE-Genmutation in B. subti-
lis 

ywtE-mutr AATCTGCTTGACCGCGTCAAT 
 

Nachweis der Mutation in der Gense-
quenz von ywtE mittels Kolonie-PCR

yjaZfw CATATAGCTGGCTCAGGAA Präparative PCR zur Amplifikation der 
yjaZ-Gensequenz 

yjaZr CCAACTGCGTATCCAAGC Präparative PCR zur Amplifikation der 
yjaZ-Gensequenz, Primer für SANGER-
Sequenzierung 

* Die Restriktionsschnittstellen sind unterstrichen. Die gelb hinterlegten Nukleotide kennzeichnen die komplemen-
tären Bereiche für die Überlappung der Primer bei der OE-PCR und der SDM-PCR bzw. bei der Herstellung des 
crRNA/tracrRNA-Inserts. Mutagene Nukleotide die bei der SDM-PCR bzw. der OE-PCR, oder bei der Herstellung 
des crRNA/tracrRNA-Inserts mit Hilfe der Mutagenese-Primer in das PCR-Produkt eingebracht wurden, sind in 
Rot dargestellt.  
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Anhang 4: DNA-Sequenz des Inserts für die Klonierung in pTargetF 

 

62  GAGAACTAGTCAGAAGCCAAACTGCCAACCCCATG UGTTTTAGAGCTAGAAATAGCAAGTTAAA 

126 UATAAGGCTAGTCCGTTATCAACTTGAAAAAGTG UGCACCGAGTCGGTGCTTTTTTTGAATTCTG 

129 AGA 

 

actagt = Restriktionsschnittstelle für SpeI 

gaattct = Restriktionsschnittstelle für EcoRI 

crRNA/Sequenzabschnitt von ribA  

UtracrRNA U 

Transkriptionsterminator  
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Anhang 5: DNA-Sequenzen der Donor-Templates 

Zur Herstellung der Donor-Templates für die Knockouts in E. coli BL21(DE3) wurden die unter 

der NCBI-Zugangsnummer CP001509.3 hinterlegten Nukleotidsequenzen der entsprechen-

den Gene berücksichtigt. Die Donor-Templates für die Knockouts in B. subtilis wurden anhand 

der Nukleotidsequenzen von B. subtilis 168 (NCBI-Zugangsnummer: CP010052.1) designt. 

Die Sequenzen der Donor-Templates sind in Tabelle 46 aufgeführt. 

Tabelle 46: Verzeichnis der DNA-Sequenzen der in dieser Arbeit hergestellten Donor-Templates. 

Donor-
Template 

Nucleotid-Sequenz (5´3’)P

a Anwendungsbereich 

E. coli   

DTribA UACACCAGAGAAACCAGCC UGAATAAAATCAAATGTGTAATGACGCC 
CCAGGGCTGGGTGACAGTTTCAGTAACCCAAAAAGCCGCTTTTAG 
TAGCCAACTTTGTTCTCCAGGTTGCCAACGCCAGCCAGAAATCCA 
TACGGCTACTGGCATGACAAGCAATAGTGCAGCTCCCACTGCGGT 
ACGTCTGGCAATCGAACGCATGGCCTCTCCTTTTTGATAAGTCCC 
ACAATCATAACTGAAAACGCCAGTTCCAGGAAAAATTGACAGATT 
TGTGCCATTCCGTGAACGATCGACGCGTCGTGATTAGGTGAACCC 
CTTCTCGTTATGGCAAAATAAGCCAATACAGAACCAGCATTATCT 
GGAGAATTTCATGCAGCTTA UAACGTGTGGCAGAAGCCTAA UGGACC 
GCACGTGTGA UCCTGATGGTGGGATTTGA UAGAACTGGCAACCGGAC 
ACGATCATGTCGCGCTAGTCTATGGCGATATTTCCGGGCATACCC 
CGGTACTTGCGCGCGTCCATTCCGAATGTCTGACCGGTGACGCCC 
TGTTCAGCTTGCGCTGCGATTGTGGCTTCCAGCTCGAAGCGGCAT 
TGACGCAAATTGCCGAGGAAGGCCGTGGTATTTTGCTGTATCACC 
GTCAGGAAGGTCGTAACATTGGTCTGCTGAATAAAATCCGCGCTT 
ACGCACTGCAGGATCAAGGTTACGATACCGTAGAGGCTAACCACC 
AGTTAGGCTTCGCCGCTGATGAGCGCGACTTCACTCTTTGCGCTG 
ATATGTTCAAACTCCTTGGCGTCAAT UGAAGTCCGCTTGTTAACCA 
A 

Knockout von ribA.  
Die flankierenden Primer sind 
AmLfw und AmRr, die Deletion 
befindet sich zwischen den in-
neren Primern AmLr und Am-
Rfw. 

DTribB UTGTAGTTTCCCTGTACTGATAGGTG UTTGAGTGCCATTGTAGTGCG 
ATAAGGGTAAGTCATAAACCAGAATTATGTGAAGCTATGCGTTGC 
TGCCGCTAATCATTAGCGTTATAGTGAATCCGCTTATTCTCAGGG 
CGGGGCGAAATTCCCCACCGGCGGTAAATCAACTCAGTTGAAAGC 
CCGCGAGCGCTTTGGGTGCGAACTCAAAGGACAGCAGATCCGGTG 
TAATTCCGGGGCCGACGGTTAGAGTCCGGATGGGAGAGAGTAACG 
ATTCTGTCGGGCATGGACCCGCTCACGTTATTTTGGCTATATGCC 
GCCACTCCTAAGACTGCCCTGATTCTGGTAACCATAATTTTAGTG 
AGGTTTTTTTACCATGAATCAGACGCTACTTTCCTCTTTTGGTAC 
GCCTTTCGAACGTGTTGAAAATGCACTGGCTGCGCTGCGTGAAGG 
ACGCGGTGTAATGGTGCTTGATGATGAAGACCGTGAAAACGAAGG 
TGATATGATCTTCCCGGCAGAAACCATGACTGTTGAGCAGATGGC 
GCTGACCATTCGCCACGGTAGCGGTATTGTTTGCCTGTGCATTAC 
TGAAGATCGCCGTAAACAACTCGATCTGCCAATGATGGTAGAAAA 
TAACACCAGCGCCTATGGCACCGGTTTTACCGTGACCATTGAAGC 
AGCTGAAGGTGTGACTACCGGTGTTTCTGCCGCTGACCGTATTAC 
GACCGTTCGCGCAGCGATTGCCGATGGCGCAAAACCGTCAGATCT 
GAATCGTCCTGGCCACGTTTTCCCACTTCGC UGCTCAGGCAGGTGG 
UTGTA UGGACCGCACGTGTGA UGGCATACCGTCAGGCACA UAGGCACAT 
GAGCGTAAAGCCAGCTGAAAACCGCTGCTTAATTTACTGCCTTAA 
TCAAGAAACCGAAGTTGTAGCAGGCTTCGGTTTTTATTTTTCCCT 
GCTATGCAAGATGTTAATTCCGCTTCTCTTTCTATGAGAAAATTT 
CATTAATATCAGGCATTCTTTTTCATTATGATCAAAATCATATAA 
TTGTTCCGTTATTATGCGACCATATGAATATATCCGAAAAAGGAT 
ATGTGAAATTTATACGCTAAATGTTTAGTATTGTTAAATATTAAG 
GGTAAAAGGATGTTTATCGCCTGGTACTGGATTGTATTGATTGCT 
CTGGTTGTGGTGGGTTATTTCCTGCATTTGAAACGTTATTGTCGG 
GCGTTTCGCCAGGACAGAGACGCACTGCTTGAAGCGCGGAACAAA 
TACTTAAACAGTACGAGAGAAGAGACAGCCGAAAAGGTAGAATAA 
GGCTTTC UGTGAAGCTGGCAGAAGTTGTC 

Knockout von ribB.  
Die flankierenden Primer sind 
BmLfw und BmRr, die Deletion 
befindet sich zwischen den in-
neren Primern BmLr und 
BmRfw. 
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Donor-
Template 

Nucleotid-Sequenz (5´3’)P

a Anwendungsbereich 

DTribC UGAAATTCAGTCTATTGTAGCGAGG UATTTATTAATTCTCCAGTGAA 
AAAATAGCCATTCTTACCCCTTCACTGGTAAGGGCGTTTTCCACC 
TGCTATTGTGCTGAACAGAATGTCTTAACTGATTTCAGGAGTTGT 
AAGTATGTTTACGGGGATTGTACAGGGCACCGCAAAACTGGTGTC 
GATTGACGAGAAACCAAATTTTCGTACGCATGTGGTGGAGTTACC 
CGACCACATGCTGGACGGCCTGGAAACCGGTGCTTCCGTGGCGCA 
TAACGGTTGCTGCCTGACCGTGACGGAAATTAACGGCAACCATGT 
CAGTTTTGACCTGATGAAAGAAA UCGTTACGCATTACCAATCTTGG 
CGGACCGCACGTGTGAA UATGACCACTGCTGAAGTGG UCGAAAATAT 
TAACCTCAGAAAATAATCGCCAGATCTGGTTTAAAGTCCAGGATA 
GTCAGTTGATGAAATATATTCTGTACAAAGGATTTATTGGCATCG 
ACGGTATTAGCCTGACCGTCGGCGAAGTCACGCCAACGCGTTTTT 
GCGTCCATTTAATTCCGGAAACACTGGAACGCACGACTCTTGGGA 
AGAAAAAACTTGGCGCACGCGTCAACATTGAAATCGATCCACAAA 
CTCAGGCAGTGGTAGATACGGTAGAACGTGTGCTGGCGGCACGAG 
AAAATGCCATGAATCAACCAGGCACAGAAGCCTGATCTGAAATCG 
CCCCCGGAGAGGGGGCGATAGAATAGCCTTTAGCGA UGCCACTCGA 
UAGGCCG 

Knockout von ribC.  
Die flankierenden Primer sind 
CmLfw und CmRr, die Deletion 
befindet sich zwischen den in-
neren Primern CmLr und 
CmRfw. 

B. subtilis   

DTycsE UGAGATCgtcgacTCTGTCATGTTTGATCACCTCA UCCGTTTGTTTT 
CCTCTTATTCATTCTCCTCAAACATAGGAAATCGCTTTTTTGTCC 
CGCTGGGTATAATGTATTAGAATAGAGAGAAGCACAACAAAAAGA 
TAAAGAGAGGTACATATATGTCTGTTCAAAGAGAAGATGTAGATA 
TCAAGCTGATCGCAATTGATATGGATGGTACACTGCTGAACGACG 
AGCAGCTGATCTCGGATGAAAACCGCAAAGCCATTCGTGAAGCGG 
AGGATAAAGGTGTGTATGTGGTGATCAGCACGGGCCGGACGCTGA 
TGACGTGCAGGGAGCTGGCGGAATCGCTAAAGCTGTCATCCTTTC 
TAATCACGGCAA UACGGCAGTGAAATTTGGGA UGGACCGCACGTGTG 
A UTGGAGAGGCGAGTTTCCGG UAAAACATTACGGATCATGAATGGCT 
CAAATTCGGCTTTGACATCGAGGATGACGATATCCGAAACGAAGT 
GCTTGAGGAGCTGAGAAAAAACAAAGAGCTCGAAATCACAAATTC 
AAGTCCGACAAACATTGAAGTCAACGCGCTTGGCATCAACAAAGC 
TGCAGCCCTTGCCAAGGTTACGGAAAAACTCGGCTTTACAATGGA 
GAATGTGATGGCGATGGGCGACAGCCTTAATGACATTGCGATGAT 
CAAAGAAGCGGGTCTTGGCGTCGCAATGGGCAATGCGCAAGACAT 
CGTAAAAGAAACGGCTGATTATATCACGGATACAAATATTGAGGA 
TGGTGTCGCTAAAGCGATTCGCCATTGGGTACTATAAAAAAAGAG 
AGTCCTAAGATGGACTCTCTTTTTTAGTTT UGGCAGGTTTTATTCT 
UGGGACcccgggGATCTC 

Knockout von ycsE.  
Die flankierenden Primer sind 
EmLfw und EmRr, die Deletion 
befindet sich zwischen den in-
neren Primern EmLr und 
EmRfw. 

DTyitU UGAGATCgtcgacGGTGCCTGTTCTCTTCCTTTA UCAATATGTAAAA 
ACGGAATACCGGAAACGGTTTGATTCTCAATTTGTATACAATGTG 
CCCTCCTTAGGATAACCATAATCATAAGTGTAACATGTAGACAAT 
AAAGATGGTAAAAAGCTACACTGTAAGTAAGGCAAAACAAGCAAA 
ATCTAAGGTTAAAGGAGCTTTTCATGGAGACAAAACCCTATTTAA 
TCGCATTAGATTTAGATGGAACATTATTAAAGGATGATAAAACCA 
TATCTGAAAACACCCTTCATACGATACAGCGCCTAAAAGATGACG 
GGCATTATGTCTGCATCTCAACAGGCCGTCCGTATCGTTCAAGTT 
CCATGTACTACCAGCAGATGGAG UCTGACAACGCCAATTGTCAA UGG 
ACCGCACGTGTGA UCATAACGTGCTTGCTGAAG UTGATTGACGACGT 
ATACTTTCATTACCATGATGAGCACCTGATAGATGCCTTTAACAT 
GAACACAACAAATGTAACGGTCGGAGACTTGCGGGAAAATCTCGG 
TGAAGATGTGACGTCCGTACTCATACATGCAAAGGAAGAGGATGT 
GCCGGCAATACGCTCATATTTATCGGATGTGCATGCCGAGGTGAT 
CGACCATAGAAGATGGGCCGCTCCTTGGCATGTCATTGAAATTAT 
CAAAAGCGGCATGAATAAAGCGGTCGGCCTGCAGAAAATCAGCGA 
TTATTACGGCGTGCCGAGGGAGCGGATCATTGCTTTTGGAGATGA 
GGATAACGATTTGGAAATGCTTGAATTTGCAGGCTGCGGCGTTGC 
AATGGGAAATGGA UATTGACGCGGTCAAGCAGATTcccgggGATCT 
C 

Knockout von yitU.  
Die flankierenden Primer sind 
UmLfw und UmRr, die Deletion 
befindet sich zwischen den in-
neren Primern UmLr und Um-
Rfw. 
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Donor-
Template 

Nucleotid-Sequenz (5´3’)P

a Anwendungsbereich 

DTywtE UGAGATCgtcgacCAGCTGACGGGTTATGATTA UTGAACCTGCCGGA 
GTCTATTATTTCAAATTGAATCAGCAAAAGCTGCAGGAAGTTAAA 
AAAGAGCTGCAAAACGATTTAGGTGTATAATGAACGGGATGGCGA 
TTACGCCATCCCGTTTTACATATTTCCTTGTTGAAAATTATCAAA 
GTAACGTTTAGCCTTAATTTATATGGATTATGTTTCACAGGCAAG 
CTGAACATACTACACGAAGCAGCTTCATTTTTAAGGAGGTTCCCC 
TACATATGAAATGTATTGCGATTGATCTAGACGGAACATTACTGA 
ATAAAGAAAGCGTCATTTCTGCGGAAAACAGAGAGGCGATCAAGC 
GGGCCGTTGATGCCGGCATCCTCGTCACCATTTGCACGGGAAGAG 
CGACATTTGATGTAAAAGCGCTGCTGGATGACTTGGACATCCC UTA 
UTCATTGCAGCTAATGGC UGGACCGCACGTGTGA UCAGATGACCATCT 
UGCTTTC UTCCTTTTGACGGCGAAGCTAAGCTGCACGCGGAGCTTGA 
CATTCTAAAGAGCGCAAACCCAAACGAGCAGACGGATGACTTGTG 
GCAAGGAGCCATGACTCAATTCAAACAGTTTGGCATTAAACCAAT 
CCCTCATATCGAATCGGTTTTTGACGGCGGTGAAAACATTTATAA 
GCTTCTTTGCTTCTCCTTTGATATGGACAAGCTGAAACAAGCGAA 
GGAAGAACTGAAGCATCATAAAAAACTGGCGCAAACCTCTTCAGG 
AAAACATATTATCGAAATCCTGCCGGCCTCGTCAGGAAAAGGACG 
CGCGTTAACAAAGCTGGCTGACATATACGGAATTGAAACACAGGA 
TATCTATGCGATCGGCGATAGTCCAAACGATTTGTCCATGTTTGA 
AGTCGCCGGACACCGTATCGCCATGGAAAATGCGATTGATGAATT 
AAAAGAAAAAAGCACCTTTGTCACAAAAAGCAATGACGAA UAATGG 
UTGTGGCCTACTTTcccgggGATCTC 

Knockout von ywtE.  
Die flankierenden Primer sind 
WmLfw und WmRr, die Dele-
tion befindet sich zwischen den 
inneren Primern WmLr und 
WmRfw. 

P

a  
PNukleotidsequenzen von Primern, die für die Herstellung der Donor-Templates verwendet wurden, sind unterstri-
chen, die Sequenz des durch die OE-PCR eingefügten Überlappungsbereichs ist gelb hinterlegt. Restriktions-
schnittstellen sind in Kleinbuchstaben dargestellt. Die beim Donor-Template für ribA (DTribA) blau hinterlegte 
Sequenz, kennzeichnet den verbliebenen Teil der Zielsequenz, Punktmutationen sind in Rot dargestellt. 
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Anhang 6: Arbeitsanweisungen 

Anhang 6.1: Autoklavierbedingungen 

Tabelle 47: Autoklavierbedingungen der verwendeten Autoklavierprogramme. 

Autoklavier- 
Programm 

Sterilisierungs- 
temperatur [C°] 

Sterilisierungs- 
dauer [min]

Trocknungszeit 
[min]

Vakuumzyklen 

Festkörper 121 20 10 6 

Flüssigkeiten 121 20 0 0 

Abfall 121 20 0 0 

Anhang 6.2: Arbeitsanweisung des E.Z.N.A.® Plasmid DNA-Mini Kits 

- 2 mL einer 50 mL-Übernachtkultur des entsprechenden Bakterienstammes mit dem zu 

isolierenden Plasmid abnehmen und zentrifugieren (2 min, 12 000 g, 20 °C), Überstand 

verwerfen (Zellpellet sollte ein Gewicht von etwa 70-90 mg aufweisen) 

- Zellmaterial in 500 µL Puffer P1 resuspendieren, 0,5 µL RNase hinzugeben und  

5 min inkubieren 

- 500 µL Lysepuffer P2 hinzugeben und durch 4-6-maliges Umschwenken vermischen, 

bis die Lösung eine blaue Färbung annimmt 

- 700 µL Neutralisierungspuffer P3 hinzugeben und durch 4-6-maliges Umschwenken 

vermischen bis die Lösung farblos ist, 5 min auf Eis inkubieren 

- 20 min bei 12 000 g und 5 °C zentrifugieren 

- 2 x je 700 µL vom Überstand auf die Spin Column (Säule) geben und für 2 min bei 

2500 g und 20 °C zentrifugieren, Durchfluss beide Male verwerfen 

- 400 µL Bindepuffer auf die Spin Column geben, für 1 min inkubieren und für 2 min bei 

2500 g und 20 °C zentrifugieren, Durchfluss verwerfen 

- 700 µL Waschpuffer auf die Spin Column geben, zentrifugieren (2 min, 2500 g,  

20 °C), Durchfluss verwerfen 

- zum Trocknen der Säule diese erneut für 1 min zentrifugieren 

- Säule auf ein unbenutztes 1,5 mL-Mikoröhrchen setzen, zur Elution der DNA 60 µL 

Reinstwasser auf die Säule geben, 1 min inkubieren und anschließend für 1 min bei  

12 000 g und 20 °C zentrifugieren 

Über die Zusammensetzung der einzelnen Puffer macht der Hersteller keine Angaben. 
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Anhang 6.3: Arbeitsanweisung des Monarch® PCR & DNA Cleanup Kits 

- abhängig von der Größe der DNA-Fragmente bzw. Plasmide, DNA-Lösung mit DNA-

Bindepuffer verdünnen (dsDNA > 2 kbp = 2:1, dsDNA < 2 kbp = 5:1) und durch mehr-

maliges Wenden des Mikroröhrchens mischen 

- DNA-Lösung auf die Spin Column geben und für 1 min bei 14 000 g zentrifugieren, 

Durchfluss verwerfen 

- 200 µL Waschpuffer auf die Spin Column geben, zentrifugieren (1 min, 14 000 g), 

Durchfluss verwerfen 

- Waschschritt wiederholen 

- zum Trocknen der Säule diese erneut für 1 min zentrifugieren 

- Säule in ein unbenutztes 1,5 mL-Mikoröhrchen überführen, zur Elution der DNA je nach 

weiterer Verwendung 12-30 µL Reinstwasser auf die Säule geben, 1 min inkubieren 

und anschließend für 1 min bei 14 000 g zentrifugieren 

Über die Zusammensetzung der einzelnen Puffer macht der Hersteller keine Angaben. 

Anhang 6.4: Arbeitsanweisung des PeqGOLD Gel Extraktions Kits 

- Gelstück wiegen und gleiches Volumen an Bindepuffer zugeben (1 mg Gel = 1 µL Bin-

depuffer) 

- Agarose im Wasserbad bei 55-60 °C vollständig lösen, zwischendurch kräftig schütteln 

- DNA-Lösung (bis 750 µL) auf die Spin Column überführen und für 1 min bei  

12 000 g zentrifugieren, Durchfluss verwerfen 

- 750 µL Waschpuffer auf die Spin Column geben, 2-3 min inkubieren und zentrifugieren 

(1 min, 12 000 g), Durchfluss verwerfen 

- Waschschritt wiederholen 

- zum Trocknen der Säule diese erneut für 1 min zentrifugieren 

- Säule in ein neues 1,5 mL Mikoröhrchen überführen, zur Elution der DNA 30-50 µL 

Reinstwasser auf die Säule geben, 1 min inkubieren und anschließend für 1 min bei 

6000 g zentrifugieren 

Über die Zusammensetzung der einzelnen Puffer macht der Hersteller keine Angaben. 
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Anhang 6.5: Arbeitsanweisung des Elabscience Vitamin BR2 RELISA Kits 

- Riboflavin-Standard (20 ng/mL) seriell 1:2 in Referenzstandard- und Probenverdün-

nungslösung verdünnen (Verdünnungsgradient: 10, 5, 2,5, 1,25, 0,63, 0,31,  

0,16 ng/mL und 0 ng/mL (Verdünnungslösung ohne Riboflavin-Standard)) 

- Proben entsprechend der zu erwartenden Riboflavin-Konzentration ebenfalls in Refe-

renzstandard- und Probenverdünnungslösung verdünnen 

- 50 µL von jedem Standard bzw. jeder Probe in jeweils zwei Wells der Mikrotiterplatte 

pipettieren 

- direkt danach 50 µL des verdünnten, biotinylierten Detektionsantikörpers (1:100 in An-

tikörperverdünnungslösung) in jedes Well geben, Inkubation der Mikrotiterplatte für  

45 min bei 37 °C 

- Inhalt der Wells verwerfen, 350 µL Waschpuffer in jedes Well geben und nach 2 min 

verwerfen, Waschschritt insgesamt 3-mal wiederholen 

- 100 µL des verdünnten 73TMeerrettichperoxidase- (eng. 34T73THorseradish peroxidase, HRP) 

34TKonjugats (1:100 in Konjugatverdünnungslösung) in jedes Well geben, Inkubation der 

Mikrotiterplatte für 30 min bei 37 °C 

- Inhalt der Wells verwerfen, 350 µL Waschpuffer in jedes Well geben und nach 2 min 

verwerfen, Waschschritt insgesamt 5-mal wiederholen 

- 90 µL der Substratlösung in jedes Well geben, Inkubation der Mikrotiterplatte für  

15 min bei 37 °C 

- 50 µL der Stopplösung in jedes Well geben 

- Bestimmung der OD-Werte mit Hilfe eines Mikrotiterplatten-Lesegerätes (s. Anhang 

1.4, Tabelle 44) bei einer Wellenlänge von 450 nm  

Über die Zusammensetzung der einzelnen Puffer macht der Hersteller keine Angaben. 
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Anhang 7: Weitere Elektropherogramme  

 
Abbildung 42: Elektropherogramme des pTargetF-ribA-Screenings nach CRISPR-Cas9-Event. Zu sehen 
sind die Elektropherogramme der 2%igen Agarosegele nach der Durchführung der Kolonie-PCR. Es wurden 22 
E. coli-Kolonien (K1-K22) nach dem CRISPR-Cas9-Event auf das Vorhandensein des Plasmids pTargetF-ribA 
überprüft. Zusätzlich wurde in der PCR eine Positiv-Kontrolle (P) mitgeführt, welche als Template die isolierte Plas-
mid-DNA von pTargetF-ribA enthielt. Alle untersuchten Kolonien zeigten eine spezifische Bande bei etwa 200 bp 
und enthielten somit das Plasmid. DNA-Marker (M). 

 
Abbildung 43: Elektropherogramme des pCas-Screenings nach CRISPR-Cas9-Event. Zu sehen sind die 
Elektropherogramme der 1%igen Agarosegele nach der Durchführung der Kolonie-PCR. Es wurden 19 E. coli-
Kolonien (K1-K19) nach dem CRISPR-Cas9-Event auf das Vorhandensein des Plasmids pCas überprüft. Zusätzlich 
wurde in der PCR eine Positiv-Kontrolle (P) mitgeführt, welche als Template die isolierte Plasmid-DNA von pCas 
enthielt. Für die Negativ-Kontrolle (N) wurde eine Plasmid-freie E. coli-Kolonie verwendet. Mit Ausnahme von K4 
und K8 sowie der Negativ-Kontrolle, zeigten alle untersuchten Kolonien eine spezifische Bande bei etwa 1100 bp 
und enthielten somit das Plasmid. DNA-Marker (M). 
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Abbildung 44: Elektropherogramme der Kolonie-PCRs im Anschluss an die CRISPR-Cas9-Events zum 
Knockout von ycsE (A), yitU (B) bzw. ywtE (C). Zu sehen sind die Elektropherogramme der 1%igen Agarosegele 
nach der Durchführung der Kolonie-PCRs. Es wurden 10 (A), 7 (B) bzw. 4 (C) Plasmid-freie B. subtilis-Kolonien 
(K1-K10) nach den CRISPR-Cas9-Events auf die entsprechende Mutation geprüft. Bei der Positiv-Kontrolle (P) 
handelte es sich um die jeweilige zur Genom Editierung verwendete Plasmid-DNA (pJOE8999-ycsE-DT, 
pJOE8999-yitU-DT bzw. pJOE8999-ywtE-DT). Die Kolonien K1, K4 und K9 (A), K1, K2 und K5-K7 (B) sowie K2-
K4 (C) zeigten eine DNA-Bande auf der Höhe der jeweiligen Positiv-Kontrolle und deuteten auf eine erfolgreiche 
Mutation hin. Alle weiteren Kolonien wiesen entweder ein etwa 100 bp längeres Fragment auf oder es wurde keine 
sichtbare DNA-Bande erhalten. Negativ-Kontrolle (N), DNA-Marker (M). 
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Anhang 8: Ablaufschemata der SDM-PCR-Reaktionen und Lokalisierung der 
für die Klonierung der Donor-Templates in das Plasmid pJOE8999 
genutzten Restriktionsschnittstellen  

 
Abbildung 45: Schematische Darstellung der SDM-PCR-Reaktion zur Herstellung der Plasmide pTargetF-
ribB1/B2 und pTargetF-ribC1/C2. Die SpeI-Restriktionsschnittstellen (A*CTAGT) sind in Grün dargestellt. Die ro-
ten Sternchen kennzeichnen die nicht-komplementären Nukleotide in den Oligonukleotid-Sequenzen der Muta-
genese-Primer (fw1 und fw2). Die Mutagenese-Primer binden in der Region auf dem Plasmid, in der sich die DNA-
Sequenzen der ursprünglichen crRNA und der tracrRNA befinden (hier: gRNA scaffold). Als Template der ersten 
SDM-PCR wurde Plasmid-DNA von pTargetF verwendet. Für die zweite SDM-PCR wurde das aufgereinigte (s. 
7.2.2), lineare PCR-Produkt der ersten PCR verwendet, das bereits einen Teil der neuen crRNA-Sequenz enthielt 
und somit einen komplementären Bereich (hier als blaue Linien dargestellt) zum zweiten Mutagenese-Primer (fw2) 
aufwies. Als Endprodukt der zweiten SDM-PCR wurde lineare Plasmid-DNA (schwarz) mit der vollständigen DNA-
Sequenz der jeweiligen crRNA (rot) und einer SpeI-Restriktionsschnittstelle an beiden Enden (grün) erhalten. Die 
Vektorkarte wurde mit der Software SnapGene® erstellt. 
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Abbildung 46: Schematische Darstellung der SDM-PCR-Reaktion zur Herstellung der Plasmide pJOE8999-
ycsE, pJOE8999-yitU und pJOE8999-ywtE. Die SpeI-Restriktionsschnittstellen (A*CTAGT) sind in Grün darge-
stellt. Die roten Sternchen kennzeichnen die nicht-komplementären Nukleotide in den Oligonukleotid-Sequenzen 
der Mutagenese-Primer (fw1 und fw2). Die Mutagenese-Primer binden unmittelbar vor der Region auf dem Plasmid, 
in der sich die DNA-Sequenz der tracrRNA befindet (hier: ́ gRNA). Die erste PCR wurde mit dem mutagenen Primer 
(fw1) durchgeführt, der den ersten Teil der 20 Basenpaare der crRNAs einführte sowie dem Rückwärts-Primer 
pJOEr, der eine SpeI-Restriktionsschnittstelle einführte. Für die zweite SDM-PCR wurde das aufgereinigte (s. 
7.2.2), lineare PCR-Produkt der ersten PCR verwendet, das bereits einen Teil der neuen crRNA-Sequenz enthielt 
und somit einen komplementären Bereich (blaue Linien) zum zweiten Mutagenese-Primer (fw2) aufwies. Die lacZ-
Gensequenz sollte in dieser Arbeit nicht genutzt werden und wurde daher nicht amplifiziert. Als Endprodukt der 
zweiten SDM-PCR wurde lineare, um ca. 350 bp reduzierte Plasmid-DNA (schwarz) mit der vollständigen DNA-
Sequenz der jeweiligen crRNA (rot) und einer SpeI-Restriktionsschnittstelle an beiden Enden (grün) erhalten. Die 
Restriktionsschnittstellen (SmaI = CCC*GGG, SalI = G*TCGAC), welche für die spätere Klonierung der Donor-
Templates verwendet wurden, sind in Gelb hervorgehoben. Die Vektorkarte wurde mit der Software SnapGene® 
erstellt. 
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Anhang 9: Ablaufschema der OE-PCR 

 
Abbildung 47: Schematische Darstellung der OE-PCR. Die Abbildung zeigt die Herstellung der Donor-Templa-
tes am Beispiel von DTribA, DTribB und DTribC. Die innerhalb der ersten beiden PCR-Reaktionen (1A und 1B) von 
den jeweiligen inneren Primern (Lr und Rfw) eingebrachten komplementären Sequenzen sind in Grün dargestellt. 
In der zweiten PCR-Reaktion (Zyklen 1-4) werden die beiden synthetisierten Einzelfragmente (L und R) denaturiert 
und hybridisieren an ihren komplementären Enden. Zur übersichtlicheren Darstellung werden hier nur die Hybridi-
sierungen der Einzelstränge mit den freien 3´-Enden (grün) dargestellt, die während der Elongation von der Poly-
merase aufgefüllt werden. Die Fragmente mit den komplementären Sequenzen am 5´-Ende (grün-weiß schraffiert) 
können nicht elongiert werden. In den nachfolgenden PCR-Zyklen (Zyklen 5-30) binden die äußeren Primer (Lfw 
und Rr) an die entstandenen Komplettfragmente (Donor-Templates) und initiieren ihre exponentielle Vervielfälti-
gung. Die Abbildung zeigt die Flexibilität der OE-PCR-Technik: Insertionen können durch das Hinzufügen der ge-
wünschten Sequenzen an den 5´-Enden der Primer Lr und Rfw (grün) eingebracht werden, die Größe des zu dele-
tierenden Bereichs (rot-gestrichelte Pfeile) ist durch die Gestaltung der 3´-Enden der Primer (schwarz), die auf 
beiden Seiten der Deletion binden, beliebig veränderbar. Bei der Herstellung der Donor-Templates für B. subtilis 
wurden mit Hilfe der äußeren Primer (Lfw und Rr) Restriktionsschnittstellen für die Nukleasen SmaI und SalI an 
den äußeren Enden der Fragmente eingebracht. 
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Anhang 10: MFE und Sekundärstruktur-Vorhersage der crRNA-Sequenz ribC1 

Die Berechnung der MFE sowie die Strukturvorhersage der crRNA-Sequenzen erfolgte mittels 

des Vienna RNA Webservers in der Version 2.4.18. (s. 6.3, Tabelle 11). Nachfolgend werden 

die Ergebnisse für die crRNA-Sequenz von ribC1 dargestellt: 

 
Abbildung 48: Sekundärstruktur-Vorhersage für die crRNA-Sequenz ribC1. Für die crRNA-Sequenz wurde 
eine MFE von -6,00 kcal/mol ermittelt und eine Sekundärstruktur in Form einer Haarnadel-Struktur vorhergesagt.  
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Anhang 11: Wachstumskurve B. subtilis NIG1121 

Die Wachstumskurve für den Stamm B. subtilis NIG1121 wurde wie unter 7.1.1 beschrieben 

erstellt.  

 
Abbildung 49: Wachstumskurve von B. subtilis NIG1121 bei 30 °C in LB-Medium. Die Latenzphase (Lag-
Phase), die exponentielle Phase (Log-Phase) und die stationäre Phase wurden durch strichlierte Pfeile und Linien 
gekennzeichnet. 
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Anhang 12: Optimierung der Elektroporationsmethode für B. subtilis  

Anhang 12.1: Bestimmung der Elektroporationseffizienz von B. subtilis unter 
Anwendung der Transformationsmethode nach Dower et al. 

Die Herstellung der elektrokompetenten Zellen erfolgte zunächst analog zu der unter 7.1.2 

beschriebenen Methode für E. coli. Für die Elektroporation wurden elektrische Feldstärken von 

17 kV/cm bzw. 20 kV/cm eingesetzt. Es wurden jeweils 50 ng Plasmid-DNA (pJOE8999-Ur-

sprungsplasmid) zur Transformation verwendet. Die Zellen wurden wie unter 7.2.9.2 weiter 

beschrieben, inkubiert und auf LB-Agarplatten mit geeigneten Antibiotika ausplattiert. Die In-

kubation erfolgte über Nacht bei 30 °C. Auf der Grundlage der gebildeten Kolonien wurde die 

Transformationseffizienz berechnet. Die Ergebnisse der Dreifachbestimmungen sind in Ta-

belle 48 zusammengefasst.  

Tabelle 48: Elektroporationseffizienz der elektrokompetent hergestellten B. subtilis-Zellen unter Anwen-
dung einer elektrischen Feldstärke von 17 kV/cm bzw. 20 kV/cm. 

Elektrische Spannung  
[kV/cm] 

Elektroporationseffizienz 
[cfu/μg]* 

17 2,4 × 10P

2
P  

20 1,0 × 10P

2 

*  Mittelwerte aus Dreifachbestimmung  

Anhang 12.2: Erhöhung der Transformationsrate durch den Einsatz osmoprotektiver  
Substanzen und hoher elektrischer Feldstärken 

Die Herstellung der elektrokompetenten Zellen erfolgte analog zu den in Anhang 12.1 und 

Abschnitt 7.1.2 beschriebenen Bedingungen. Wachstums-, Elektroporations- und Recovery-

Medium wurden in Anlehnung an Meddeb-Mouelhi et al. (2012) durch Medien ersetzt, welche 

verschiedene osmoprotektive Substanzen enthielten (D-Mannitol, D-Sorbitol, Glycin-Betain). 

Die Zusammensetzung der verwendeten Medien wird in Abschnitt 6.9, Tabelle 15 aufgeführt. 

Die verwendeten Lösungen sind in Anhang 1.2, Tabelle 41 aufgeführt. Das Elektroporations-

protokoll ist in der unten aufgeführten Tabelle (Tabelle 49) zusammengefasst. Die Dreifachbe-

stimmung des Versuches ergab eine mittlere Transformationsrate von 9,7 × 10 P

2 
Pcfu/μg. 
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Tabelle 49: Protokoll zur Herstellung und Transformation elektrokompetenter Zellen unter Einsatz os-
moprotektiver Substanzen und hoher elektrischer Feldstärken. 

Herstellung der kompetenten Zellen 

Erntezeitpunkt OD600 = 0,85 

Wachstumsmedium LBS 

Elektroporationsmedium SMGG 

Recovery-Medium LBSM 

Elektroporation 

Zellvolumen 50 µL 

Plasmid-DNA (Quantität)  50 ng 

Elektrische Feldstärke 
Entladungszeit 

2000 V/mm 
5 ms 

Anhang 12.3: Weitere Erhöhung der Transformationsrate durch Zugabe von 
Zellhüllen-schwächenden Substanzen zum Wachstumsmedium 

Die Herstellung der elektrokompetenten Zellen sowie die nachfolgende Elektroporation erfolg-

ten größtenteils analog zu den in Anhang 12.2 und Abschnitt 7.1.2 beschriebenen Bedingun-

gen. Die Zellen wurden in LBS-Medium kultiviert. Bei Erreichen einer optischen Dichte von 0,5 

wurden den Kulturen eine oder mehrere der Zellhüllen-schwächenden Substanzen (Glycin, 

DL-Threonin und/oder Tween 80) aus sterilen Stammlösungen bis zu einer Endkonzentration 

von 0,64%, 10,2% bzw. 0,05% hinzugegeben. Die Zusammensetzung der verwendeten Me-

dien und Medienzusätze wird unter 6.9, Tabelle 15 aufgeführt. Die Ergebnisse der Dreifach-

bestimmungen sind in Tabelle 50 zusammengefasst.  

Tabelle 50: Einfluss verschiedener Zellhüllen-schwächender Additive im Wachstumsmedium auf die Elekt-
roporationseffizienz von B. subtilis NIG1121. 

Zugabe Zellhüllen-
schwächender Additive

Elektroporations- 
effizienz [cfu/μg]*

Glycin 3,87 × 10P

3 

Tween 80 1,69 × 10P

3 

DL-Threonin - 

Glycin + Tween 80 3,15 × 10P

4 

Glycin + Tween 80 
+ DL-Threonin 

1,72 × 10P

4 

*  Mittelwerte aus Dreifachbestimmung 
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Anhang 13: Genome coverage Plot  

 
Abbildung 50: Darstellung der Sequenzabdeckung (coverage) des Genoms des B. subtilis Wildtypstammes 
(oranger Kreis) und der Tripledeletionsmutante (grüner Kreis) in Form eines Circos Plots. Die annotierten 
Gene des Referenzgenoms (NCBI-Zugangsnummer: CP003329) sind an den jeweiligen Positionen im Genom ein-
gezeichnet. Der äußere Ring zeigt die Größe des CP003329-Genoms zusammen mit den Markierungen. Die De-
letionen sind an der fehlenden coverage zu erkennen (Einkerbungen im farbigen Histogramm). Die Gennamen der 
erwarteten Deletionsereignisse sind orange markiert. Der Circos Plot wurde angefertigt von der Firma Eurofins 
Genomics. 
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Anhang 14: Visualisierung des zusätzlichen SNPs in den NGS-Daten der 
Tripledeletionsmutante  
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Anhang 15: REM-Aufnahmen des B. subtilis Wildtypen und der 
Deletionsmutanten 

 
Abbildung 52: REM-Aufnahmen des LEO 1525 Gemini (23 000 bis 50 000-fache Vergrößerung). a) B. subtilis 
Wildtyp, b) yitU, c) ycsE, d) ywtE, e) ΔycsE/ΔyitU, f) ΔycsE/ΔywtE, g) ΔyitU/ΔywtE, h) ΔycsE/ΔyitU/ΔywtE. 
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Anhang 16: Standardkurve und Messwerte des Riboflavin-ELISAs 

 

 

Abbildung 53: Standardkurve und Messwerte der Zellpellets im Riboflavin-ELISA.  
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