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Kurzfassung 

In Escherichia coli wird die RNA-Synthese durch eine aus fünf Untereinheiten bestehende 

RNA-Polymerase (RNAP) katalysiert. Für die Bildung der Phosphodiesterbindung in der 

RNA sind die β- und β’-Untereinheiten verantwortlich. Die aminoterminalen Domänen der 

beiden α-Untereinheiten sind für den korrekten Aufbau zuständig, während die durch einen 

flexiblen Linker verbundenen carboxyterminalen Domänen (αCTD) regulatorische Aufgaben 

erfüllen. Die zuletzt entdeckte ω-Untereinheit fördert ebenso den Aufbau, ist aber für das 

Überleben von Escherichia coli nicht notwendig. 

Der Ablauf der Transkription wird begrifflich in die Initiation, Elongation und Termination 

eingeteilt. Bei der Initiation bindet ein so genannter σ-Faktor an die RNAP. Das so entstande-

ne Holoenzym erkennt den Promotor und startet die RNA-Synthese. Der σ-Faktor verlässt die 

RNAP, es bildet sich der Transkriptionselongationskomplex, der zu einer stark gesteigerten 

RNA-Syntheserate führt. Im letzten Schritt erfolgt der Kettenabbruch, woraufhin freigewor-

dene RNAP erneut einen Transkriptionszyklus starten kann.  

Eine zentrale Rolle bei der Regulation der Elongation und Termination spielt das essentielle 

NusA Protein (N utilization substance A), das im Verbund mit NusB, NusE und NusG, vor 

allem die Geschwindigkeit der RNA-Synthese steuert. Der Aufbau von NusA aus sechs Do-

mänen spiegelt die vielfältigen Aufgaben des Proteins. Die aminoterminale Domäne vermit-

telt die Interaktion mit der RNAP. Die RNA-Bindungsregion wird durch die S1-, KH1- und 

KH2-Domänen aufgebaut. Die beiden carboxyterminalen acidic repeats AR1 und AR2 erfül-

len jeweils unterschiedliche Aufgaben, die bisher nur zum Teil aufgeklärt sind und im Rah-

men dieser Arbeit untersucht werden. 

Eine weitere Rolle spielt NusA bei der Antitermination. Dieser zuerst im Phagen λ entdeckte 

Mechanismus bewirkt, dass die Transkription nicht an einem Terminationssignal abbricht. 

Das dafür notwendige Antiterminationssignal besteht aus zwei bestimmten RNA-

Sequenzabschnitten, boxA und boxB, die durch eine Trennsequenz miteinander verbunden 

sind. Während die boxA sowohl im Phagen λ als auch in den für die ribosomale RNA codie-

renden Operons stark konserviert ist, weist die boxB in den beiden genannten Fällen nur ge-

ringe Gemeinsamkeiten auf. Das NusA Protein bindet an das Antiterminationssignal und an 

die RNAP. Die so veränderte RNAP ist nun in der Lage, stromabwärts gelegene Terminati-

onssignale zu überlesen.  

In dieser Arbeit wurde zuerst die Rolle der AR1 Domäne untersucht. Eine bereits bekannte 

Kristallstruktur zeigt AR1 in Komplex mit λ N. Jedoch fehlt in dieser Struktur die zweite 

Hälfte des λ N Bindungsmotives (Aminosäurereste 42 bis 47), ebenso wie AR2, was zur 
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Vermutung führte, dass diese Domäne λ N(42-47) binden könne. Zur Klärung dieser Frage 

wurden die beiden Domänen AR1 und AR2 jeweils einzeln kloniert und im Hinblick auf ihre 

Bindung an das λ N Protein getestet. In dieser Arbeit wurde eine ausschließliche Bindung von 

AR1 an λ N gefunden, inklusive der in der Kristallstruktur fehlenden Aminosäurereste. Zu-

sätzlich induziert AR1 bei der Bindung eine helikale Konformation im Bereich des Arginin-

reichen Motives von λ N (Aminosäurereste 1 bis 22), wodurch ein theoretisches Modell der 

λ N Funktionsweise bestätigt wurde. 

Zudem wurde die Interaktion von NusA-AR2 charakterisiert. Biochemische Daten ließen auf 

eine Wechselwirkung von NusA mit αCTD schließen. Basierend darauf wurde in dieser Ar-

beit nachgewiesen, dass in diesem Fall ausschließlich AR2 für die Wechselwirkung mit 

αCTD verantwortlich ist. Mit Hilfe von NMR-Experimenten wurde im Anschluss daran die 

Komplexstruktur berechnet. Die resultierende Bindungsfläche seitens αCTD lieferte dabei 

Rückschlüsse, wie NusA möglicherweise die RNAP von der Initiations- in die Elongati-

onsphase überführt. Ebenso erlaubten die neu gewonnenen Ergebnisse einen Vergleich der 

Bindungseigenschaften von AR1 und AR2. 

Weiterhin wurde in dieser Arbeit die Wechselwirkung von NusA mit dem Antiterminations-

signal studiert. Dazu wurde eine NusA Deletionsmutante kloniert und gereinigt, die aus-

schließlich aus den bisher vermuteten RNA-Bindungsdomänen S1, KH1 und KH2 bestand. 

Anhand der gemessenen Fluoreszenzanisotropie-Daten wurde die Bindung im Bereich der 

Trennsequenz lokalisiert. Die schwächere Affinität des Phagen λ Signals nutL und nutR im 

Vergleich zur ribosomalen RNA erklärt die Notwendigkeit des zusätzlichen Faktors λ N im 

Phagen System. 

 
 

  



Summary iv 

Summary 

RNA synthesis in Escherichia coli is catalyzed by RNA polymerase (RNAP), whose core 

consists of five subdomains, α2ββ’ω. Whereas the β and β’ subunits catalyze RNA polymeri-

zation, the two α subunit N-terminal domains orchestrate RNAP assembly and the C-terminus 

of the α subunit (αCTD) forms an independent domain attached via an unstructured linker. 

The ω subunit is dispensable for cell viability, but may act as a chaperone and promote RNAP 

assembly in vitro. 

The transcription process is subdivided into initiation, elongation, and termination. During 

initiation a so called σ-factor binds the RNAP. The holoenzym recognizes the promoter and 

thus enables the start of the transcription process. After σ-factor release, the high processive 

transcription elongation complex is formed. At the end of transcription, chain elongation is 

interrupted and the released RNAP can restart a new transcription cycle. 

The essential NusA protein (N utilization substance A) together with the additional host fac-

tors NusB, NusE, and NusG modulates transcription pausing, termination, and antitermina-

tion. The multiple functionality of NusA is reflected by its multidomain structural organiza-

tion. The N-terminal RNAP-binding domain is connected through a flexible hinge helix to the 

RNA binding interface that is composed of three domains, S1, KH1, and KH2. Finally, NusA 

has an additional C-terminal extension consisting of two so called acidic repeats AR1 and 

AR2.  

NusA plays also an important role in antitermination in the phage λ/Escherichia coli system. 

This mechanism inhibits the termination of transcription at intrinsic and Rho-dependent ter-

mination signals. The necessary RNA based signal is composed of boxA and boxB, separated 

by a spacer. NusA together with auxiliary host factors binds the antitermination signal and 

alters RNAP to prevent transcription termination. For phage λ antitermination, an additional λ 

phage protein called λ N is necessary. The aim of this work has been to elucidate different 

interactions of NusA within the antitermination complex. 

As a first step, the interaction of NusA AR1 and λ N has been investigated. Heteronuclear 

NMR experiments with λ N in complex with AR1 revealed that upon complex formation the 

λ N-binding interface, residues 37 to 47, adopt a rigid structure similar to the known X-ray 

structure. As the second parts of the λ N-binding interface, residues 42 to 47 as well as AR2 

are missing in the X-ray structure, this work intended to clarify their role in the antitermina-

tion complex. From titration experiments it could be shown that AR2 is not part of the λ N-

NusA complex. Furthermore, the missing residues of λ N also interact with AR1. Moreover, 
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upon binding of NusA induction of a weak helical structure in the λ N boxB RNA-binding 

region, residues 1 to 22, could be demonstrated, in agreement with one of the theoretical 

models of λ N action. 

Furthermore, interactions of the second acidic repeat, AR2, with NusA were studied. From 

biochemical data an interaction of the C-terminal part of NusA with αCTD had been pro-

posed. Here we could demonstrate that only AR2 is involved in this complex. Subsequently, 

the complex structure has been determined using NMR-techniques. AR2 blocks the “265 de-

terminant” on αCTD which is known to mediate the interaction with an important initiation 

regulatory element, the upstream activating element. Based on these results, the interplay be-

tween AR2 and αCTD could displace this element, suggesting the NusA-αCTD interaction to 

be a key switch from initiation to elongation. 

Finally, this work describes in quantitative terms the interaction of NusA with antitermination 

signals composed of a boxA and boxB separated by a spacer. Isotropic and anisotropic fluo-

rescence equilibrium titration revealed that the RNA binding site for NusA is located in the 

spacer. The lower affinity for the phage λ antitermination signals nutL and nutR compared to 

the ribosomal signal in the rrn Operon explains the necessity of the auxiliary factor λ N. 
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1. Einleitung 

1.1. Der Phage λ  

 

Unser Verständnis der Transkription wurde in den letzten Jahren dramatisch erweitert. Neben 

zahlreichen neuen genetischen und biochemischen Erkenntnissen gelang es, das wichtigste 

Enzym der Transkription, die RNA-Polymerase (RNAP), zu kristallisieren und die Struktur 

zu bestimmen. Den vorläufigen Höhepunkt stellte die Kristallstruktur einer eukaryotischen 

RNAP (RNAP II) aus Hefe dar (Cramer et al., 2001; Gnatt et al., 2001). Hierfür wurde im 

Jahr 2006 der Nobelpreis an Roger D. Kornberg verliehen. Der nächste Schritt besteht nun 

darin, die Regulation der Transkription auf molekularer Ebene zu erforschen. Obwohl die 

molekularen Mechanismen zur Regulation der Genexpression oft auf relativ einfache Interak-

tionen zurückgreifen, ist es bereits sehr schwierig, die Gesamtheit regulatorischer Netzwerke 

in einem kleinen Organismus zu verstehen, so dass das Verständnis von größeren, komplexe-

ren Netzwerken, wie denen des Menschen, derzeit fast unmöglich erscheint. Der „einfache“ 

Bakteriophage λ ist in der Lage, zwischen zwei alternativen Entwicklungszyklen zu unter-

scheiden und dient daher oft als Modellsystem. Der Phage λ kann sich auf der einen Seite in 

das Bakterium Escherichia coli (E. coli) einschleusen, um sich darin zu vermehren (lytischer 

Zyklus), wobei durch die Lyse der Zelle die gebildeten Phagenpartikel freigesetzt werden. 

Auf der anderen Seite kann sich der Phage λ in das Wirtsgenom der infizierten Zelle integrie-

ren. Die Fähigkeit zur Vermehrung und Lyse bleibt weiterhin bestehen (lysogener Zyklus) 

(Court et al., 2007; Friedman und Court, 2001; Gottesman und Weisberg, 2004).  

 

1.1.1. Lytischer Zyklus 

 

Im lytischen Zyklus werden hunderte von Phagen freigesetzt. Zuerst wird vom rechten und 

linken Promotor (pL und pR) das Phagengenom bis zu den entsprechenden Terminationsstellen 

tR und tL transkribiert (Abb. 1-1; Court et al., 2007). Das als erstes entstandene λ N Protein 

moduliert die RNAP, die nun in der Lage ist, die Terminationsstellen tR und tL zu überlesen. 

Dieser Prozess wird als Antitermination bezeichnet (Abschnitt 1.3.1). Gene stromabwärts von 

tR und tL, kodieren verschiedene Funktionen für den lytischen und lysogenen Zyklus. So bein-

haltet das pL Operon wichtige Gene, um durch Rekombination die Phagen DNA in das Wirts-

genom zu integrieren. Das pR Operon enthält neben den Genen o, p und ren, die für die Repli-
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kation verantwortlich sind, auch das regulatorische Gen q. Ähnlich wie λ N bewirkt λ Q das 

Überlesen der tR’ Terminationsstelle, wodurch die restlichen Gene für den lytischen Zyklus 

exprimiert werden. Die nun stromabwärts von pR’ transkribierten Gene, codieren Proteine, um 

die Zellen zu lysieren (Court et al., 2007).  

 

1.1.2. Lysogener Zyklus 

 

Abhängig von den Wachstumsbedingungen der infizierten Zelle wird der lysogene Zyklus 

aktiviert. In diesem Fall wird das Phagengenom in das Wirtsgenom integriert und die meisten 

der viralen Phagenproteine werden abgeschaltet, so dass λ als Prophage fortbesteht. Die ersten 

Schritte unterscheiden sich dabei nicht vom lytischen Zyklus (Dodd et al., 2005). Nach er-

folgter λ N Expression werden die Gene int, cII und cIII exprimiert (Abb. 1-1). Das Protein 

Int erlaubt die Integration des Phagengenoms in das bakterielle Chromosom. Die regulatori-

schen Gene cII und cIII werden benötigt, um das Gen cI zu exprimieren. Das cII Gen befindet 

sich zwischen dem Terminator tR1 und den Genen für die Replikation und wird somit mit den 

frühen lytischen Genen exprimiert. Das cIII Gen liegt zischen tL1 und dem pL Operon. Beide 

Genprodukte werden ausschließlich dazu benötigt, das cI Gen zu aktivieren. Das gebildete CI 

Protein unterdrückt die beiden frühen Promotoren pL und pR, wodurch die Expression der lyti-

schen Gene verhindert wird (Ptashne, 2006). Sobald das CI Protein gebildet ist, werden die 

Gene cII und cIII nicht weiter exprimiert, da das CI Protein einer Selbstregulation unterliegt. 

 

 
Abb. 1-1: Ausschnitt aus dem Genom des Phagen λ 

Die frühen Transkripte für pL und pR Promotoren sind als rote Pfeile gekennzeichnet. Das späte 
Transkript ab pR’ ist als schwarzer Pfeil dargestellt. Gene sind schwarz und die Terminatoren sind rot 
gekennzeichnet. Zuerst werden die Transkripte stromabwärts von pL und pR abgelesen. Für den lyti-
schen Zyklus müssen die Gene stromabwärts von pR’ transkribiert werden, wohingegen für den lysoge-
nen Zyklus die Transkription des CI Proteins stromabwärts von pRM wichtig ist. 
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1.2. Überblick über die bakterielle Transkription 

 

Der wichtigste Schritt zur Regulation der Transkription des Bakteriophagen λ ist die Antiter-

mination. Um diese verstehen zu können, soll zunächst die Transkription näher erläutert wer-

den. Sowohl die prokaryotische als auch die eukaryotische Transkription können in drei un-

terschiedliche Schritte eingeteilt werden: Initation, Elongation und Termination. Da die 

RNAP das wichtigste Enzym der Transkription darstellt, wird dieses zunächst genauer be-

schrieben. 

 

1.2.1. Die RNA-Polymerase 

 

In allen Organismen basiert die Transkription auf einer DNA-abhängigen RNAP (Murakami 

und Darst, 2003; Shilatifard et al., 2003). Im Gegensatz zu Eukaryonten gibt es bei Prokary-

onten nur eine RNAP. Das Herzstück der prokaryotischen E. coli RNAP besteht aus fünf Un-

tereinheiten mit der Zusammensetzung α2ββ’ω mit einer Molekülmasse von ca. 400 kDa (Se-

verinov, 2000). Die β- und β’-Untereinheiten katalysieren die RNA-Polymerisation (Abb. 

1-2). Die beiden aminoterminalen Domänen der α-Untereinheit sind für den korrekten Aufbau 

der RNAP notwendig. Die in allen bisher bestimmten Kristallstrukturen nicht sichtbare car-

boxyterminale Domäne der α-Untereinheit (αCTD) ist über einen flexiblen Linker an die 

RNAP gebunden (Jeon et al., 1997). Vor allem regulatorische Proteine interagieren mit αCTD 

(Abschnitt 1.4). Die ω-Untereinheit ist für die Funktionsfähigkeit der RNAP nicht notwendig, 

unterstützt aber in vitro als Chaperon den Zusammenbau der RNAP (Mukherjee und Chatter-

ji, 1997; Mukherjee et al., 1999). 

Für den Start der Transkription muss zusätzlich noch ein Initiationsfaktor gebunden werden, 

der als σ-Faktor bezeichnet wird. Während der Initiation erkennt die RNAP den Promoter, 

schmilzt die DNA in der Nähe des Startpunktes (bezeichnet als i+1) auf und startet die 

RNA-Synthese. Die verwendeten Nukleotidtriphosphate werden von der RNAP zum einen als 

Primer zum anderen als Substrat verwendet. Während in den ersten Schritten der Transkripti-

on nur kurze Abbruchfragmente entstehen, werden in der Elongationsphase RNA-Ketten po-

lymerisiert, die mehr als 1000 Nukleotide umfassen. Die Polymerisationsgeschwindigkeit 

beträgt 60-80 Nukleotide pro Sekunde (Gotta et al., 1991; Vogel und Jensen, 1994).  

In letzter Zeit wurden Kristallstrukturen von RNAPs aus verschiedenen Organismen gelöst, 

sowohl als core RNAP als auch als Holoenzym (Cramer et al., 2001; Gnatt et al., 2001; Vas-
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sylyev et al., 2007a; Zhang et al., 1999). Die Form und Gestalt der „core“ Thermus ther-

mophilus (T. thermophilus) RNAP korrespondiert sehr gut mit der E. coli RNAP, von der 

bisher nur die Oberflächenkonturen mit Röntgenkristallographie bestimmt werden konnten 

(Darst, 2001). Somit kann die T. thermophilus Struktur als Homologiemodell für Studien der 

E. coli RNAP verwendet werden. 

Die kürzlich gelöste Kristallstruktur eines Transkriptionselongationskomplexes (TEC) zeigt 

die RNAP aus T. thermophilus in der Elongationsphase (Vassylyev et al., 2007a; Vassylyev et 

al., 2007b). Die hochaufgelöste Struktur (2.5 Å) zeigt die exakte Länge des DNA-RNA Hyb-

rides, den Mechanismus der DNA Translokation sowie die Konfiguration der stromabwärts 

(downstream) gelegenen DNA (Abb. 1-2). 

 

 
Abb. 1-2: Struktur der T. thermophilus RNAP 

(A) Die Oberflächendarstellung zeigt die beiden α-Untereinheiten (rot und braun), die β Untereinheit in 
blau, die β’ Untereinheit in grün, sowie die ω Untereinheit in magenta. Zusätzlich sind Teile des RNA-
DNA Hybrides zu sehen (RNA rot, bzw. DNA orange) (PDB-Kennung 2O5I; Vassylyev et al., 2007a). 
(B) Die schematische Darstellung der RNAP zeigt die um fast 90° geknickte RNA (Zhang et al., 1999).  

 

Die RNAP besitzt die Form einer Krebsschere, deren beide Zangen durch einen tiefen Kanal 

getrennt sind. Die obere Zange wird hauptsächlich von der β-Untereinheit (blaue Untereinheit 

in Abb. 1-2 A), die untere von der β’-Untereinheit gebildet (grüne Untereinheit in Abb. 1-2 

A). Der Kanal hat einen Durchmesser von ~ 27 Å, der groß genug ist, um die doppelsträngige 

DNA aufzunehmen (Abb. 1-2 A). Im aktiven Zentrum befinden sich zwei funktionell wichti-

ge Mg2+-Ionen, die ~ 3,9 Å voneinander entfernt sind und vom Phosphatrückgrat des Substra-

tes koordiniert werden. Das erste Mg2+ wird darüber hinaus durch drei Aspartatreste gebun-

den, während das zweite Mg2+ von nur einem Aspartatrest komplexiert wird. Zusätzlich wird 

das zweite Mg2+ über zwei Wassermoleküle komplexiert, zwei weitere Koordinationsplätze 
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können aber in der Struktur nicht gefunden werden. Das Mg2+ zusammen mit den beiden β- 

und β’-Untereinheiten katalysiert die Bildung der Phosphodiesterbindung zwischen dem frei-

en 3’-OH der bereits vorhandenen RNA-Kette und dem nächsten mit der DNA-Matrize ba-

sengepaarten Ribonukleotid. Der Nukleotid-Eintrittskanal liegt in der Nähe der dwDNA und 

wird durch eine stromabwärts gelegene Wand von dieser getrennt (Abb. 1-2 B). Die DNA-

Matrize zeigt einen scharfen Knick (~90°) zwischen der stromaufwärts und stromabwärts ge-

legenen DNA (Abb. 1-2 B). Die einzelsträngige RNA verlässt die RNAP durch den 

RNA-Austrittskanal, das Phosphodiesterrückgrat der RNA nimmt darin die A-Form an. Die 

dwDNA liegt in der B-Form vor, die am Knick im Zentrum der RNAP deformiert ist (Abb. 

1-2 B; Vassylyev et al., 2007a). Um eine hohe Mobilität und Prozessivität zu gewährleisten, 

zeigt die dwDNA nur sehr wenige Kontakte mit dem aus β- und β’-Untereinheiten gebildeten 

Kanal. Im Gegensatz dazu wird das RNA-DNA Hybrid über polare und van-der-Waals-

Wechselwirkungen fest vom aktiven Zentrum gebunden. Das stromaufwärts gelegene Ende 

des RNA-DNA Hybrides wird durch eine als Klappe bezeichnete Schleife getrennt. Zusätz-

lich ist diese Schleife an der Ausbildung des RNA-Austrittskanales beteiligt. Eine als Steuer 

bezeichnete weitere Schleife stabilisiert das RNA-DNA Hybrid (Abb. 1-2 B). Die sogenannte 

Klappendomäne der β’-Untereinheit besitzt eine flexible (flap-tip) Helix. Diese Klappenhelix 

bedeckt den RNA-Austrittskanal und ist ein möglicher Wechselwirkungspartner für verschie-

dene regulatorische Signale, welche die Termination steuern (Abschnitt 1.2.4; Toulokhonov 

und Landick, 2003). 

Die Struktur zeigt innerhalb der DNA-Matrize exakt eine ungepaarte Base, die mit einem ein-

tretenden Substrat eine Watson-Crick Basenpaarung ausbilden kann (Vassylyev et al., 

2007b). Anhand der Struktur und verschiedener biochemischer Versuche wird ein Zweizu-

standsmodell postuliert (Vassylyev et al., 2007b). Vor dem Beladen der Nukleotidbin-

dungsstelle herrscht ein thermisches Gleichgewicht zwischen dem prä- und dem post-

translozierten Zustand (Abb. 1-3). Zuerst bindet ein Nukleotid an die offene Bindungsstelle 

und stabilisiert so den post-translozierten Zustand. Im weiteren Verlauf wird eine bestimmte 

Schleife (trigger loop) in eine Helix (trigger helix) umgefaltet. Dadurch wird das neu einzu-

bauende Nukleotid exakt positioniert. Zudem schließt sich das aktive Zentrum, um nun die 

Bildung der Phosphodiesterbindung an der RNA zu katalysieren. Die trigger helix wird da-

durch destabilisiert und faltet sich nun wieder in den trigger loop zurück (Abb. 1-3). Die Ent-

faltung der Helix bewirkt ein Weiterschieben der DNA-Matrize, um einen neuen Polymerisa-

tionszyklus starten zu können. 
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Abb. 1-3: Nukleotideinbau 
Der Substratbeladungsweg in einer 
bakteriellen RNAP (grau). Aus der 
Kristallstruktur kann ein Zweizu-
standsmodell abgeleitet werden (Vassy-
lyev et al., 2007b). Ein charakteristi-
sches Merkmal des Einbauzyklus ist die 
Umfaltung des „trigger Loop“ (TL) in 
die „trigger Helix“ (TH), wodurch eine 
exakte Positionierung des einzubauen-
den Nukleotides erfolgt (aus Vassylyev 
2007).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

1.2.2. Die Initiation 

 

Von allen drei Schritten der Transkription ist die Initiation am genauesten reguliert. Durch das 

Binden des σ-Faktors an die core-RNAP wird das Holoenzym gebildet, das nun entlang der 

DNA die entsprechende Promotor-Erkennungssequenz sucht. Im nächsten Schritt wird die 

DNA aufgeschmolzen und bildet die Transkriptionsblase. Kurze RNA-Abbruchfragmente 

werden nun so lange synthetisiert, bis ein erstes stabiles 8 bis 9 Basenpaare (bp) langes RNA-

DNA Hybrid gebildet wurde. Danach verlässt der σ-Faktor die RNAP. Die Initiation ist damit 

abgeschlossen. Der dissoziierte Initiationsfaktor kann nun wieder eine freie RNAP binden und 

so einen neuen Transkriptionszyklus starten (σ-Zyklus) (Abb. 1-4). Der größte Vorteil dieses 

Zyklus liegt darin, dass die RNAP relativ einfach und schnell verändert werden kann, indem 

σ-Faktoren mit unterschiedlicher Promotor-Erkennungsspezifität reversibel binden und so die 

Transkriptionsinitiation sehr schnell an verschiedene Wachstums- und Umgebungsbedingun-

gen anpassen können. Der oben dargestellte Mechanismus, bei dem der σ-Faktor sofort nach 

der Bildung eines stabilen RNA-DNA Hybrides die RNAP verlässt, wird als obligatorisches 

Modell bezeichnet (Metzger et al., 1993).  

Das Verlassen des σ-Faktors kann auch mit einem stochastischen Modell beschrieben werden. 

Dabei dissoziert der σ-Faktor nicht sofort nach 8 bis 9 Nukleotiden von der RNAP, vielmehr 

nimmt die Affinität des σ-Faktors während der fortschreitenden RNA-Synthese kontinuierlich 
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ab. Die Dissoziation erfolgt in diesem Fall eher zufällig (Abb. 1-4; Shimamoto et al., 1986). 

So liegt die Bindungskonstante für den Initiationskomplex bei ungefähr 10-10 M und verrin-

gert sich bis auf 10-6 M für den TEC bestehend aus RNAP und RNA-DNA Hybrid.  

 

 
Abb. 1-4: Der σ-Zyklus 

(A) Verschiedene σ-Faktoren konkurrieren um die freie ungebundene core RNAP (hellblau). Nachdem 
ein σ-Faktor gebunden hat, bildet sich das Holoenzym, das nun an die DNA bindet. Nach erfolgreicher 
Initiation verlässt der σ-Faktor die RNAP. Der σ Zyklus ist damit abgeschlossen (Mooney et al., 2005). 

In (B) und (C) sind zwei unterschiedliche Wirkungsweisen des σ-Faktors dargestellt. Der orangefarbene 
Balken beschreibt die Bindungsstärke des σ-Faktors zur RNAP. (B) Im obligatorischen Modell bindet 
der σ-Faktor die RNAP und verlässt sie, sobald ein stabiles 8-9 bp langes RNA-DNA Hybrid gebildet 
wurde. (C) Nach dem stochastischen Modell besitzt der σ-Faktor zu Beginn der Initiation eine hohe Af-
finität zur RNAP, die mit der Bildung immer längerer RNA-Transkripte kontinuierlich abnimmt (Moo-
ney et al., 2005). 

 

Die Familie der σ-Faktoren in E. coli kann in zwei Klassen eingeteilt werden. Die erste Klas-

se, die σ70-Familie, umfasst die meisten der σ-Faktoren, so auch den σ70-Faktor, der die 

Transkription der housekeeping Gene kontrolliert (Borukhov und Severinov, 2002). Die zwei-

te Gruppe umfasst die σ54-Familie, die zur Ausbildung des Initiationskomplexes noch zusätz-

liche Proteinfaktoren sowie Energie benötigt, die durch ATP- oder GTP-Hydrolyse gewonnen 

wird (Buck et al., 2000). Diese Gruppe ist zwar funktionell verwandt mit der σ70-Familie, 

aber strukturell stark unterschiedlich (Paget und Helmann, 2003). Generell wird bei allen σ-

Faktoren die DNA-Bindungsstelle durch eine Domäne blockiert, damit freie σ-Faktoren nicht 

an die entsprechenden Promotoren binden können und diese besetzen. Erst durch die Ausbil-

dung des RNAP-Holoenzyms wird diese sogenannte Autoinhibition aufgehoben (Borukhov 

und Severinov, 2002). Für eine kontrollierte Transkription ist es notwendig, die verschiedenen 

σ-Faktoren zu regulieren. Hierzu gibt es mehrere Möglichkeiten: Kontrolle der de novo Syn-

these sowohl auf transkriptioneller als auch translationeller Ebene, post-translationelle Modi-

fizierung und proteolytischer Verdau. Ebenso können die σ-Faktoren durch die Bindung an 
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einen sogenannten anti-σ-Faktor inhibiert werden. Dieser Mechanismus wurde zuerst beim 

Phagen T4 entdeckt. Hierbei bindet der anti-σ-Faktor an den σ70-Faktor und verhindert somit 

die Bildung des Initationskomplexes (Helmann, 1999; Hughes und Mathee, 1998). So kann 

nicht nur durch das Bereitstellen unterschiedlicher σ-Faktoren, sondern auch durch die Limi-

tierung bestimmter σ-Faktoren die Initiation an verschiedene zelluläre Bedingungen angepasst 

werden. 

Neben den σ-Faktoren besitzt auch die αCTD der RNAP eine wichtige regulatorische Aufga-

be (Abschnitt 1.2.1). Die Regulation erfolgt über zwei verschiedene Wege. Im ersten Fall 

bindet αCTD an eine cis-aktive DNA-Sequenz, die stromaufwärts des Promotors liegt und 

daher als upstream promotor (UP)-Element bezeichnet wird. Die optimale Sequenz des UP-

Elementes wurde durch in vitro Selektion erhalten und enthält alternierend A und T (Estrem 

et al., 1998; Estrem et al., 1999). Sobald αCTD an ein UP-Element bindet, wird z.B. die Ak-

tivität des rrnB P1 Promotors von E. coli um den Faktor 30 im Vergleich zum basalen Level 

erhöht (Ross et al., 1993). Des Weiteren interagiert αCTD mit stromaufwärts der DNA ge-

bundenen Transkriptionsaktivatoren, wie z.B. dem catabolite activator protein (CAP) oder 

dem oxidative stress regulator protein (OxyR) (Benoff et al., 2002; Tao et al., 1993; Zou et 

al., 1992). Mutagenesestudien konnten verschiedene Bereiche auf der Oberfläche der αCTD 

kartieren, die alle zu einem Defekt in der CAP-abhängigen Transkriptionsinitiation des 

lac-Operons führten. Die gefundenen Determinanten wurden nach Position der Aminosäure 

benannt, deren Variation den stärksten Effekt zeigt (Murakami et al., 1996; Savery et al., 

1998; Zou et al., 1992). Die „261-Determinante“ (Aminosäurereste 257-259 und 261) bindet 

an den σ70-Faktor, die „265-Determinante“ (Aminosäurereste 265, 294, 296, 299 und 302) 

vermittelt eine Wechselwirkung mit dem UP-Element, die „287-Determinante“ (Aminosäure-

reste 285-290, 315, 317 und 318) bindet an Aktivatorproteine, wie CAP. Die Kristallstruktur 

von αCTD gebunden an CAP und dem UP-Element konnte diese Determinanten bestätigen 

(Benoff et al., 2002). 

Einen ebenso interessanten Regulationsmechanismus stellt das SoxRS-System in E. coli dar, 

mit dessen Hilfe sich die Zelle gegen Superoxide zur Wehr setzt (Dangi et al., 2004; Shah und 

Wolf, 2004). Im ersten Schritt bindet das konstitutiv exprimierte SoxR an die Ziel-DNA, ohne 

die soxS-Transkription zu aktivieren. Durch die Oxidation des 2Fe-2S Zentrums von SoxR 

wird eine Konformationsänderung induziert, die nun die soxS-Transkription initiiert. Das Pro-

tein SoxS bindet im Gegensatz zu CAP nicht an die „287-Determinante“ sondern an die „265-

Determinante“, wodurch die αCTD keine UP-Elemente mehr binden kann (Dangi et al., 

2004). Das exprimierte SoxS-Protein kann nun mit einer eigenen als soxbox bezeichneten 
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DNA-Sequenz interagieren, die ähnlich dem UP-Element stromaufwärts des Promotors liegt 

(Shah und Wolf, 2004). Dadurch werden rund 40 weitere Gene aktiviert, die den zellulären 

oxidativen Stress bekämpfen.  

 

1.2.3. Die Elongation 

 

Die Initiation der Transkription in Prokaryonten endet, sobald sich ein stabiles RNA-DNA 

Hybrid mit einer Länge von 8 bis 9 Basen gebildet hat und die Affinität des σ-Faktors für die 

Promoter-DNA und für die core-RNAP reduziert ist (von Hippel und Pasman, 2002). Die 

Elongationsgeschwindigkeit wurde im Bereich von 42 Nukleotiden (nt) pro Sekunde bis zu 90 

nt/s gemessen (Condon et al., 1993; Gotta et al., 1991). Dabei hängt die Geschwindigkeit zum 

einen von Wachstumsbedingungen ab (Vogel und Jensen, 1994). Zum anderen beeinflussen 

Antiterminationssequenzen, wie z.B. boxA in ribosomalen RNA (rrn) Operons, die Ge-

schwindigkeit (Vogel und Jensen, 1995). Interessanterweise besitzt das RNA-DNA Hybrid 

eine hohe Stabilität, im Widerspruch zu der hohen Synthesegeschwindigkeit (Nudler, 1999).  

Neben der hohen Prozessivität des TEC gibt es noch zahlreiche weitere Zustände, die jeweils 

unterschiedliche Aufgaben erfüllen wie z.B. die Korrektur falsch eingebauter Basen (Fish und 

Kane, 2002). Zu den wichtigsten Zuständen des TECs gehört derjenige, bei dem die 

Transkription angehalten wird (Uptain et al., 1997). So kann die RNAP in einem angehalte-

nen, wartenden oder arretierten Zustand vorkommen. Im ersten Fall wird die Transkription 

aufgrund von Substratmangel angehalten. Sobald genügend Substrat in Form von Nukleotiden 

wieder zur Verfügung steht, setzt dieser Komplex die Transkription fort.  

Im zweiten Fall stoppt der TEC bei speziellen DNA-Signalen, den sogenannten Pausierungs-

stellen (pause-sites), um dadurch die Translation mit der Transkription zu koppeln. Daneben 

spielt dieser Zustand eine entscheidende Rolle bei der Termination bzw. Antitermination (Ab-

schnitt 1.2.4 und 1.3). Die Transkription kann ebenso wie im ersten Fall ohne zusätzliche Fak-

toren wieder aufgenommen werden. Die pause-sites werden in zwei Klassen eingeteilt, in 

Klasse I wird eine Haarnadelstruktur in der naszierenden RNA gebildet, während Klasse II 

durch ein schwaches RNA-DNA Hybrid charakterisiert ist (Greive und von Hippel, 2005). 

Um den Einfluss der Haarnadelstruktur auf die RNAP zu untersuchen, wurde in einer Studie 

entweder die Klappenhelix oder der distale Teil davon deletiert (Abschnitt 1.2.1; Toulokho-

nov und Landick, 2003). Die daraus gewonnenen Daten weisen auf eine Interaktion der RNA-

Haarnadelschleife mit der Klappendomäne hin, wodurch das aktive Zentrum der RNAP ver-

ändert wird.  
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Der dritte mögliche Zustand wird auch als arrested oder dead-end Komplex bezeichnet, da 

hier die Transkription ohne Zugabe von zusätzlichen Proteinfaktoren wie GreA und GreB, 

nicht mehr fortgeführt werden kann (Fish und Kane, 2002).  

 

1.2.4. Die Termination 

 

Das Ende der Transkription wird durch Terminationssequenzen bestimmt. Sobald der TEC 

eine Terminationssequenz auf der DNA-Matrize erreicht, wird das RNA-DNA Hybrid desta-

bilisiert. Dadurch dissoziiert die RNA von der DNA und leitet so die Auflösung des TECs 

ein. Die freigewordene RNAP steht nun für einen weiteren Transkriptionszyklus zur Verfü-

gung. Neben der stark regulierten Transkriptionsinitiation wird auch dieser Schritt reguliert 

(Ciampi, 2006; Henkin, 1996; Henkin, 2000; Yarnell und Roberts, 1999). Die Termination ist 

entweder intrinsisch oder Rho-abhängig. Bei beiden Arten muss sich zuerst ein Wartezustand 

bilden (Landick, 2006). Interessanterweise stoppt nicht jede RNAP an den Terminationsstel-

len, vielmehr überlesen einige RNAPs das Signal und fahren mit der Transkription fort. Auf-

grund dieser Tatsache werden die Terminationsstellen durch zwei Größen charakterisiert: (I) 

durch die Effizienz des Signals, bestimmt durch die Anzahl der angehaltenen RNAPs und (II) 

durch die Verweildauer der RNAPs am Terminationssignal, die im Bereich von wenigen Se-

kunden bis hin zu einer Minute liegen kann (Neuman et al., 2003).  

 

Bei der intrinsischen Termination werden keine zusätzlichen Proteine benötigt. Das Signal 

hierzu ist mit der pause-site vergleichbar (Abschnitt 1.2.3) und besteht aus einer palindromi-

schen Sequenz, die die Ausbildung einer RNA-Haarnadelschleife induziert. Es folgt eine ~ 7 

bp lange uracilreiche Sequenz, die nur ein schwaches RNA-DNA Hybrid bilden kann. Als 

erstes wird durch den intrinsischen Terminator ein Warten der RNAP induziert, wodurch eine 

vollständige Faltung der Terminationshaarnadelschleife erfolgen kann. Die Faltung der Haar-

nadelschleife bewirkt, wie auch bei den pause-sites, eine für diese Art der Termination wich-

tige konformationelle Änderung der RNAP.  

Derzeit existieren drei mögliche Mechanismen, um das Verhalten des Terminationskomplexes 

zu beschreiben. Das allosterische Modell schlägt eine Interaktion der Terminationshaarna-

delschleife mit der Klappendomäne sowie einer Zn2+-Bindungsdomäne, die in der β’ Unter-

einheit liegt, vor. Die dadurch induzierten Konformationsänderungen bewirken ein Auf-

schmelzen des RNA-DNA Hybrids, wodurch die Transkriptionsblase zusammenbricht. Für 

dieses Modell sprechen Mutationsexperimente, bei denen die Klappendomäne und 
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Zn2+-Bindungsdomäne in der RNAP deletiert wurden. Daraus resultierte eine geringere Ter-

minationsrate (Toulokhonov und Landick, 2003; Toulokhonov et al., 2001).  

Bei dem sog. Hybridaufschmelz-Modell wird die notwendige konformationelle Änderung des 

TECs ausschließlich durch das Aufschmelzen des RNA-DNA Hybrides hervorgerufen (Gusa-

rov und Nudler, 1999; Komissarova et al., 2002).  

Ebenso verringert das Vernetzen der stromabwärts gelegenen DNA die Terminationsrate. Da 

in diesem Fall die Vorwärtsbewegung der RNAP behindert wird, spricht man vom Vor-

wärtstranslokationsmodell. Bei diesem Modell bewegt sich der Terminationskomplex vor-

wärts, ohne Nukleotide einzubauen. Dadurch wird das RNA-DNA Hybrid verkürzt und so 

stark destabilisiert, dass eine Termination erfolgt (Yarnell und Roberts, 1999). 

 

Das Signal für die Rho-abhängige Termination ist aus zwei Teilen aufgebaut. Der erste Teil 

besteht aus einer Rho utilization (rut) Sequenz, die entweder aus einer 30 nt langen Sequenz, 

die 35 % - 65 % Cytosin enthält, oder aus einer 6 nt umfassendenen Haarnadelstruktur besteht 

(Schneider et al., 1993). Der zweite Teil enthält die Terminationsregion, die 60 bis 90 nt 

stromabwärts der rut Sequenz liegt. Die Termination erfolgt innerhalb dieser Zone, allerdings 

an keiner exakt definierbaren Position (Banerjee et al., 2006). 

Für die Rho-abhängige Termination ist vor allem das Rho-Protein notwendig. Dieses Protein 

ist in allen Bakterien essentiell für das Überleben. Es ist aus einer hexameren Ringstruktur 

gleicher, 46,8 kDa großer Untereinheiten aufgebaut. Die Aufgabe des Rho-Proteins besteht 

darin, als RNA/DNA-Helikase das RNA-DNA Hybrid im TEC aufzuschmelzen, um so die 

Transkription abzubrechen. Die hierfür nötige Energie wird durch ATP-Hydrolyse gewonnen. 

Die aminoterminale Domäne eines Monomers enthält die primäre RNA-Bindungsstelle. Die 

carboxyterminale Domäne enthält drei besondere Strukturmerkmale, eine P-Schleife, die die 

ATP-Bindung und Hydrolyse durchführt, sowie einer R-Schleife und einer Q-Schleife, die 

zusammen die sekundäre RNA-Bindungsstelle bilden und im Inneren des durch die sechs 

Monomere gebildeten Ringes liegen (Skordalakes und Berger, 2003). 

Der Mechanismus der Rho-abhängigen Termination erfolgt in mehreren Schritten. Zunächst 

bindet das Rho-Protein an die rut Sequenz (Abb. 1-5). Aufgrund der Orientierung der sechs 

primären RNA-Bindungsstellen wird das 3’ Ende der RNA in die Nähe der sekundären Bin-

dungsstelle gebracht. Die Bindung der RNA induziert die Ausbildung einer geschlossenen 

stabilen Ringstruktur. Das Rho-Protein kann sich nun unter ATP-Hydrolyse entlang der RNA 

zum TEC bewegen. Der genaue Mechanismus ist bis jetzt noch weitgehend unverstanden. Im 

letzten Schritt, bei dem das RNA-DNA Hybrid aufgeschmolzen wird, erfolgt der Abbruch der 
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Transkription, wobei ein ähnlicher Mechanismus wie für die intrinsische Termination vorge-

schlagen wird (Greive und von Hippel, 2005; Skordalakes und Berger, 2003). 

 
Abb. 1-5: Überblick über die einzelnen Schrit-
te der Rho-abhängigen Termination 
Der Rho-Faktor bindet im ersten Schritt an die rut 
Sequenz. Unter ATP-Hydrolyse bewegt sich Rho 
zum TEC, um dort die Transkription zu terminie-
ren. Die Translokation des Rho-Faktors, die 
Wechselwirkung mit dem Elongationskomplex 
und das Entwinden des RNA-DNA Hybrides sind 
bisher noch unverstanden (Banerjee et al., 2006).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

1.3. Antitermination 

 

Die Termination der Transkription erfolgt an den wenigen vorhandenen Terminationsstellen 

nur mit geringer Effizienz. Deswegen besteht eine Möglichkeit zur Regulation der Transkrip-

tion darin, die Effizienz an einem Terminationssignal positiv oder negativ zu beeinflussen 

(Weisberg und Gottesman, 1999). Negative Regulation des Terminationssignales führt zur 

Fortführung der Transkription durch Überlesen des Terminationssignales. Man unterscheidet 

zwei unterschiedliche Arten, erstens die Attenuation, die an his und trp Operons untersucht 

wurde (Henkin, 1996), zweitens die prozessive Antitermination. Bei diesem Prozess werden 

nicht nur nachfolgende Terminationssignale überlesen, sondern zusätzlich wird die Sensitivi-

tät der RNAP gegenüber Wartestellen im Genom verringert (Weisberg und Gottesman, 1999). 

Die Antitermination des Phagen λ stellt den Prototyp dieses Mechanismus dar, sie wird aber 

auch im Genom von E. coli gefunden. Vor allem die Transkription der ribosomalen RNAs 

(rrn) wird häufig mit Hilfe von Antitermination reguliert. 
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1.3.1. Der Antiterminationsmechanismus des Phagen λ 

 

Das Signal für die Antitermination des Phagen λ ist eine RNA-Sequenz, die als N utilization 

site (nut) bezeichnet wird (Friedman und Baron, 1974; Nudler und Gottesman, 2002). Diese 

Sequenz ist zweimal im Phagengenom enthalten (Abb. 1-1), zum einen ca. 50 bp stromab-

wärts des pL Promotors (nutL), zum anderen ca. 250 bp stromabwärts des pR Promotors (nutR) 

(Drahos et al., 1982; Rosenberg et al., 1978). Beide Terminationssequenzen bestehen aus ei-

nem boxA und boxB Motiv, die durch eine Spacer Sequenz getrennt sind (Abb. 1-6 A)(Hasan 

und Szybalski, 1986). Die boxA Sequenz ist bei der nutL und bei der nutR RNA gleich, wo-

hingegen in der nutL boxB RNA an Position 9 ein Guanin anstelle von Adenin zu finden ist 

(Abb. 1-6). boxA umfasst 8 nt und wird ebenso in der ribosomalen RNA gefunden (Ab-

schnitt 1.3.2). boxB ist ein unterbrochenes Palindrom mit einer Stammregion und einer aus 

fünf Basen bestehenden Schleife (Abb. 1-6A), die jedoch nicht in dieser Form in der riboso-

malen RNA zu finden ist (Abschnitt 1.3.2).  

Für die Antitermination des Phagen λ ist vor allem das Protein λ N wichtig (Greenblatt et al., 

1980). Die Regulation von λ N und somit indirekt die Regulation der Antitermination kann 

auf drei unterschiedliche Arten erfolgen. Erstens, es kann durch die Proteine Cro und CI die 

Synthese von λ N gehemmt werden, indem der Promotor pL blockiert wird (Court et al., 

2007). Zweitens, es kann die Aktivität des unstrukturierten λ N durch den Abbau mit Hilfe 

verschiedener Proteasen, z.B. Lon, reguliert werden (Court et al., 2007; Maurizi, 1987). Drit-

tens, es besteht die Möglichkeit, dass sich λ N mit Hilfe der RNase III selbst reguliert (Court 

et al., 2007; Wilson et al., 2002). Durch die Bildung des Antiterminationskomplexes an der 

nutL Position wird die für den Start der Expression von λ N wichtige Shine-Dalgarno-

Sequenz (SD) verdeckt. Erst durch spezifisches Schneiden der RNA zwischen der nutL und 

der λ N SD-Sequenz wird letztere wieder für das Ribosom zugänglich, so dass λ N exprimiert 

werden kann. 

Das 107 Aminosäure lange intrinsisch unstrukturierte λ N weist drei unterschiedliche Se-

quenzbereiche auf: Aminosäuren 1-22 binden die boxB, 34-47 binden den carboxyterminalen 

Teil von E. coli NusA (Abschnitt 1.4) und 73-107 kontaktieren die RNAP (Greenblatt et al., 

1998; Mogridge et al., 1998). Der aminoterminale Teil (Aminosäuren 1-22) gehört zur Fami-

lie der Arginin-reichen Motive (ARM) und bindet mit einer Affinität von ~ 10-9 M an boxB 

(Cilley und Williamson, 1997; Tan und Frankel, 1995; Van Gilst und von Hippel, 1997). In 

der mit NMR-Spektroskopie gelösten Struktur bindet das basische ARM des λ N Proteins in 

Form einer gebogenen α Helix an das 5’-Ende der Stammschleifenstruktur von boxB (Abb. 
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1-6B; Legault et al., 1998; Scharpf et al., 2000). Die gefaltete boxB zeigt starke strukturelle 

Ähnlichkeiten mit einem GNRA-Tetraloop. GNRA-Schleifen werden durch nicht reguläre 

Watson-Crick-Basenpaare zwischen dem ersten und vierten Nukleotid der entsprechenden 

Schleife gebildet und weisen eine hohe thermische Stabilität auf (Jucker et al., 1996). Abwei-

chend zur Struktur des GNRA-Loops ist bei boxB die vierte Base der Schleife (Adenin 9) 

nach außen gedreht (Abb. 1-6 B). Der Komplex aus λ N und der boxB RNA wird durch π-π 

Wechselwirkung von Adenin 7 (A7) mit dem aromatischen Ring von Trp18 (Abb. 1-6 B) so-

wie durch zusätzliche hydrophobe und elektrostatische Wechselwirkungen im Stammbereich 

stabilisiert (Legault et al., 1998; Scharpf et al., 2000; Xia et al., 2005).  

 

 
Abb. 1-6: Wichtige Elemente des Antiterminationskomplexes 

(A) Die nutR RNA besteht aus boxA und boxB. boxB formt einen GNRA Tetraloop, wobei das Adenin 9 
aus dem Loop geklappt ist (Legault et al., 1998). (B) Das ARM Motiv des λ N Peptides bindet in Form 
einer geknickten Helix (grün) an den 5’ Stamm der nutR boxB, wobei Trp 18 (rot) über π-π Wechsel-
wirkung Adenin 7 (blau) bindet (PDB 1QFQ; Legault et al., 1998; Scharpf et al., 2000). (C) Durch 
Bindung weiterer Antiterminationsfaktoren, wie NusA, NusB, NusE oder NusG wird der Komplex sta-
bilisiert (Bonin, 2004; Mogridge et al., 1998). 

 

Verschiedene in vitro und in vivo Studien zeigten, dass die Wechselwirkung zwischen Trp18 

und A7 sowohl für die Stabilität des Komplexes als auch für die Effizienz der Antitermination 

wichtig ist (Franklin, 1993; Su et al., 1997). Die Bedeutung der Trp18/A7-Wechselwirkung 

wurde durch in vitro Proteinselektion festgestellt (Xia et al., 2003b). Hierbei wurde unabhän-

gig von der Affinität des λ N Proteins für die RNA eine hohe biologische Aktivität nur bei 
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einer Interaktion zwischen Trp18 und A7 erreicht. Die Positionen 14 und 15, die beide eine 

Helix Windung von Trp18 entfernt sind, spielen für die Affinität eine entscheidende Rolle, 

wie Mutationen an diesen Positionen nahe legen (Xia et al., 2003a; Xia et al., 2003b; Xia et 

al., 2005). Mittels Femtosekundenspektroskopie wurde ein Gleichgewicht zwischen einem 

offenen und einem geschlossenen Zustand des carboxyterminalen Teils der Helix (Aminosäu-

ren 12-22) im λ N/boxB Komplex gefunden (Xia et al., 2003a). Im offenen Zustand wird kei-

ne Wechselwirkung zwischen Trp18 und A7 beobachtet, im geschlossenen schon. Das 

Gleichgewicht wird von den Aminosäurenresten an den Positionen 14 und 15 beeinflusst (Xia 

et al., 2005). In den Experimenten löst die Bindung von λ N an die RNA alleine noch keine 

Antitermination aus. Erst die sehr spezifische Wechselwirkung zwischen Trp18 und A7 be-

wirkt eine Umorientierung und Veränderung der RNAP zu einem terminationsresistenten 

Komplex, wobei der genaue Wirkmechanismus dieser Interaktion noch nicht verstanden ist.  

Obwohl λ N in vitro an proximal zum Promotor gelegenen Terminationsstellen eine Antiter-

mination hervorrufen kann, werden für einen prozessiven Antiterminationskomplex, der weit 

vom Promotor entfernte Terminationsstellen überlesen kann, weitere Wirtsfaktoren benötigt 

(Abb. 1-6 C; Rees et al., 1996). Diese werden als N utilization substance (Nus) bezeichnet. 

Eines der wichtigsten Proteine ist der Elongationsfaktor NusA (Abschnitt 1.4; Whalen et al., 

1988), der direkt mit λ N wechselwirkt (Bonin et al., 2004). Des Weiteren sind die an boxA 

bindenden Protein NusE und NusB an diesem Vorgang beteiligt (Altieri et al., 2000; Greive et 

al., 2005). NusE wird auch als S10 bezeichnet, da es sowohl im Antiterminationskomplex als 

auch im Ribosom vorhanden ist (Friedman et al., 1981). Alle zusammen liegen mit NusG in 

einen stabilen prozessiven Antiterminationskomplex vor (Abb. 1-6 C; Ciampi, 2006; Li et al., 

1993; Mason und Greenblatt, 1991). Die einzelnen Proteine bilden ein Gerüst, das die RNAP 

so verändert, dass es Terminationsstellen nicht mehr erkennt. Die nut Sequenz hat die Aufga-

be, die einzelnen Faktoren zu binden und die lokale Konzentration der Antiterminationsfakto-

ren in der Nähe der RNAP zu erhöhen (Das et al., 1996; Greive und von Hippel, 2005; Mason 

und Greenblatt, 1991). Diese vielfältigen Interaktionen stabilisieren den Transkripti-

onskomplex, was zu einem kürzeren Verweilen an Terminationsstellen und somit zu einer 

geringeren Terminationseffizienz führt (Gusarov und Nudler, 2001; Nudler und Gottesman, 

2002). Denkbar wäre auch eine Stabilisierung des RNA-DNA Hybrids durch eine Verände-

rung des RNA-Austrittskanals im Antiterminationskomplex (Greive und von Hippel, 2005). 

Dies hätte ebenfalls eine geringere Terminationseffizienz zur Folge. 
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1.3.2. Die Antitermination an rrn Operons 

 

In E. coli gibt es sieben verschiedene rrn Operons, die als rrnA-E und rrnG-H bezeichnet 

werden. Obwohl keinem der sieben Operons eine bestimmte Aufgabe zugeordnet werden 

konnte, sind alle sieben Operons für eine schnelle Anpassung an Wachstumsbedienungen 

notwendig (Condon et al., 1992). Der Grundaufbau aller sieben Operons ist relativ einheitlich. 

Den Anfang bildet eine Leitsequenz gefolgt von den 16S-rRNA-Genen. Daran schließt sich 

eine Trennsequenz an, die je nach Operon unterschiedliche tRNA Gene enthält. So enthalten 

die rrns B, C, E und G die tRNAGlu-2, und die rrns A, D und H die tRNAAla-1B und tRNAIle-1. 

Die Trennsequenz separiert die 16S-Gene von den 23S-Genen. Vor dem Terminationssignal 

liegen die 5S-rRNA Gene. Die Leitsequenz enthält unterschiedliche regulatorische Elemente: 

zwei σ70-Promotoren (p1 und p2), zwei unterschiedliche Aktivatorsequenzen (Abschnitt 1.2.2) 

sowie ein Antiterminationssignal (Condon et al., 1995; Morgan, 1986).  

Das Antiterminationssignal wurde aufgrund der hohen Sequenzhomologie zu λ nutL und nutR 

gefunden. In vivo Studien bestätigten die Relevanz dieser Sequenz für die Antitermination (Li 

et al., 1984). Sowohl in der rrn Leitsequenz als auch in der Trennsequenz konnte jeweils eine 

boxA, boxB und boxC Sequenz gefunden werden. Allerdings liegen boxB und boxA im Ver-

gleich zum Phagen λ in umgekehrter Reihenfolge vor (Abschnitt 1.3.1). rrn boxB besteht aus 

einer Stamm-Schleife-Struktur. Anders als bei λ ist diese boxB Sequenz nicht konserviert und 

wird für eine Antitermination nicht unbedingt benötigt (Gourse et al., 1986), Mutationen in 

der stark konservierten boxA führen dagegen zum Verlust der Antitermination (Heinrich et 

al., 1995). Die starke Homologie zum Phagen λ System legt nahe, dass im Falle der rrn-

Antitermination ähnliche Proteinfaktoren beteiligt sind. Zunächst wurde die Bindung von 

NusB sowie NusE an boxA gezeigt (Greive et al., 2005; Squires et al., 1993). Weitere Studien 

konnten eine Beteiligung von NusA und NusG belegen (Liu und Hanna, 1995; Mason et al., 

1992; Squires et al., 1993; Ward und Gottesman, 1981). 

Ein entscheidender Unterschied zum λ N System besteht darin, dass das rrn-

Antiterminationssystem nur gegen Rho-abhängige Termination aktiv ist, während das λ Sys-

tem sowohl gegenüber Rho-abhängiger als auch intrinsischer Termination aktiv ist (Albrecht-

sen et al., 1990; Condon et al., 1995). Die Aufgabe der rrn-Antitermination besteht in der 

Regulation der Transkriptionsgeschwindigkeit. Durch eine langsamere Geschwindikeit bleibt 

genügend Zeit für eine korrekte Faltung der rRNA (Squires et al., 1993).  
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1.4. Der Elongationsfaktor NusA 

 

Der Elongationsfaktor NusA wurde zuerst durch genetische Studien als Bestandteil des λ N 

Antiterminationskomplexes identifiziert (Friedman und Baron, 1974). NusA ist ein essentiel-

ler, multifunktionaler Transkriptionselongationsfaktor, der sowohl in Eubakterien als auch in 

Archaea zu finden ist (Nudler und Gottesman, 2002). Das 495 Aminosäuren umfassende Pro-

tein besteht aus sechs Domänen. Das Zentrum wird durch drei RNA-Bindungsdomänen ge-

bildet, eine S1-Domäne, homolog zu einem RNA-Bindungsmotiv des ribosomalen Proteins 

S1, sowie zwei KH-Domänen (KH1 und KH2), die homolog zum mRNA Bindungsprotein K 

sind. In den mit Röntgenkristallographie bestimmten homologen NusA Strukturen aus Ther-

motoga maritima (T. maritima) und Mycobacterium tuberculosis (M. tuberculosis) liegen die 

RNA-Bindungsdomänen in elongierter Form vor und sind starr miteinander verbunden (Abb. 

1-7; Gopal et al., 2001; Worbs et al., 2001). Die Hauptaufgabe von NusA ist die Wechselwir-

kung mit der naszenten RNA. In der Kristallstruktur von M. tuberculosis wird die naszierende 

rrn BoxC in gestreckter Form von den beiden KH Domänen gebunden (Arnvig et al., 2004). 

Die aminoterminale Domäne (NTD), die möglicherweise mit RNAP interagiert, ist über eine 

flexible Verbindungshelix mit dem Zentrum von NusA verbunden (Gopal et al., 2001; Worbs 

et al., 2001). Im Vergleich zu M. tuberculosis und T. maritima besitzt E. coli zwei weitere 

carboxyterminale Domänen, die als acidic repeat 1 und acidic repeat 2 bezeichnet werden 

(AR1 und AR2) (Abb. 1-7; Eisenmann et al., 2005). Die zelluläre Funktion dieser stark sau-

ren Domänen wurde bisher noch nicht vollständig aufgeklärt. Eine der derzeit bekannten zel-

lulären Aufgaben von AR2 besteht darin, mit den drei RNA-Bindungsdomänen zu interagie-

ren. Dadurch wird eine Bindung von freiem NusA an RNA verhindert. Erst durch die Interak-

tion von AR2 mit αCTD wird diese Selbstblockade, die als Autoinhibition bezeichnet wird, 

aufgehoben (Mah et al., 2000). 
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Abb. 1-7: Struktur von T. maritima NusA und den beiden E. coli Domänen AR1 und AR2 

Die aminoterminale Domäne (NTD) (orange) von T. maritima NusA ist über eine Helix (grau) mit den 
drei RNA-Bindungsdomänen S1 (rot), KH1 (blau) und KH2 (cyan) verbunden (PDB 1HH2)(Worbs et 
al., 2001). Die in E. coli zusätzlich vorhandenen Domänen AR1 und AR2 sind in grün und violett dar-
gestellt (PDB 1WCL und 1WCH; Eisenmann et al., 2005). Die AR2 Domäne verhindert die Bindung 
von freiem E. coli NusA an RNA. Dies wird als Autoinhibition bezeichnet (Mah et al., 1999). 

 
Die zelluläre Funktion von AR1 ist bisher noch unbekannt. Im λ N Antiterminationskomplex 

interagiert AR1 mit λ N (Bonin et al., 2004; Greenblatt et al., 1998; Gusarov und Nudler, 

2001; Mogridge et al., 1998). In der Kristallstruktur des Komplexes aus λ N und NusA binden 

die Aminosäuren 34-40 des λ N Proteins in gestreckter Konformation an zwei AR1 Moleküle 

(AR1A und AR1B) (Abb. 1-8; Bonin et al., 2004). Da AR2 im Kristall durch Proteasen abge-

baut wurde, kann eine Interaktion von λ N und AR2 nicht ausgeschlossen werden. Mutations-

studien zeigten AR1B als die biologisch aktive Form. Hierfür sprechen auch die größere Bin-

dungsfläche des λ N/AR1B Komplexes sowie das elektrostatische Potential an der entspre-

chenden Kontaktfläche. Vor allem hydrophobe Wechselwirkungen der Leucine 38 und 40 von 

λ N stabilisieren die gestreckte Konformation. Die Seitenkette von Leu-40 bildet hydrophobe 

Wechselwirkungen mit Leu-398 und Val-372 von AR1 aus. Darüber hinaus stapelt die Sei-

tenkette mit dem aromatischen Ring von Phe-369 und füllt damit eine hydrophobe Tasche 

(Abb. 1-8; Bonin et al., 2004). In der Kristallstruktur liegen außerdem drei Wassermoleküle 

vor, die zur Stabilisierung des λ N-AR1B Komplexes beitragen (Abb. 1-8). 
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Abb. 1-8: Stereodarstellung des λ N(34-40) NusA-AR1 Komplex 

Es sind die AR1A und AR1B Moleküle in blau und cyan dargestellt. Aminosäurereste, die mit λ N inter-
agieren sind als Stabmodell dargestellt (Kohlenstoff grau, Sauerstoff rot und Stickstoff blau). Das λ N 
Protein ist ebenso als Stabmodell gezeichnet, wobei der Kohlenstoff rosa gefärbt ist. Die an der Interak-
tion beteiligten Wassermoleküle (grün) stabilisieren die Bindung. AR1A stellt ein Kristallartefakt dar, 
während AR1B an der biologischen Funktion beteiligt ist (Bonin et al., 2004; Bonin, 2004). 

 
Die Multidomänenstruktur von NusA spiegelt sich auch in der Multifunktionalität wider (Bo-

rukhov et al., 2005). So fördert NusA primär die Termination, sobald die nut oder rrn Anti-

terminationssignale vorhanden sind verstärkt es die Antitermination (Gusarov und Nudler, 

2001). Mit Hilfe von Vernetzungsexperimenten wurde folgende vorläufige Wirkungsweise 

von NusA vorgeschlagen (Abb. 1-9): Die für die Termination wichtige Haarnadelschleife hat 

zur Faltung rund 2 s Zeit (Gusarov und Nudler, 2001), bevor die RNAP die Terminationsstel-

le verlässt, und so die Transkription fortgesetzt wird. Die Transkription pausiert, so dass ge-

nügend Zeit zur Ausbildung der transkribierten Haarnadelschleife bleibt. Der bestimmende 

Schritt der Termination ist also die Ausbildung der Haarnadelschleife, die zu einem ge-

schwächten RNA-DNA Hybrid führt (Abschnitt 1.2.4). Für die Entstehung der Haarnadel-

schleife sind zwei Punkte wichtig: erstens muss das RNA-DNA Hybrid partiell aufgeschmol-

zen werden, zweitens müssen Kontakte der naszierenden RNA mit der stromaufwärts gelege-

nen Bindungsstelle der RNAP gelockert werden (Abb. 1-2). Diese stromaufwärts gelegene 

Bindungsstelle besteht aus dem aminoterminalen Bereich der β’ Untereinheit (Aminosäure-

reste 1 bis 102), dem carboxyterminalen Bereich der β Untereinheit (Aminosäurereste 1304 

bis 1342) und aus Teilen der αCTD (Korzheva et al., 2000; Liu et al., 1996; Nudler, 1999).  

Vernetzungsexperimente lassen auf eine Schwächung der Interaktion der naszierenden RNA 

mit der RNAP schließen. Dies führt zu einer schnelleren Bildung der Haarnadelschleife (Abb. 

1-9) und somit zu einer höheren Terminationseffizienz. Ist aber das λ N Protein vorhanden, 

wird ein anderer Weg eingeschlagen (Abb. 1-9). λ N verhindert die Ausbildung der Termina-

tionsschleife und verändert zudem NusA. NusA fördert nun nicht mehr die Bildung der Haar-

nadelschleife sondern bindet den 5’ Stamm der Haarnadelschleife. Durch die Vernetzungsex-

perimente wurde diese Haarnadelschleifen-Bindung im Bereich der Aminosäurereste 167 bis 
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204 von NusA nachgewiesen, die alle in der S1-Bindungsdomäne liegen (Gusarov und Nud-

ler, 2001). Da sich nun die notwendige Terminationsschleife nicht ausbilden kann, erfolgt 

keine Termination (Gusarov und Nudler, 2001). Bei diesem Mechanismus stellt sich die Fra-

ge, wie ein NusA Molekül den 5’ Stamm der Haarnadelschleife binden und dennoch gleich-

zeitig an der Interaktion mit der nut oder rrn RNA beteiligt sein kann. Da Western blot Ana-

lysen eine Bindung von zwei NusA Molekülen an die RNAP zeigen (Horwitz et al., 1987), 

könnte ein Molekül die nut oder rrn RNA binden, während das zweite Molekül den 5’ Stamm 

der Terminationshaarnadelschleife binden würde (Gusarov und Nudler, 2001). 

 
Abb. 1-9: Das Model für die Wirkungsweise von NusA nach (Gusarov und Nudler, 2001) 

Es sind zwei Zustände der RNAP (grau) zu sehen, ein wartender Zustand, der die Transkription fortfüh-
ren kann, und ein gefangener Zustand, der zum Abbruch der Transkription führt. Im ersten Fall wird 
durch NusA die Transkription erhöht, im zweiten Fall wird die Terminationseffizienz mit Hilfe von λ N 
herabgesetzt. Durch die Anwesenheit von NusA wird die Effizienz der Antitermination deutlich erhöht, 
da sich der gefangene Zustand nur sehr langsam ausbildet. 
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2. Ziele 

 
Die Antitermination wurde zuerst im Phagen λ entdeckt und ist ein zentrales Element in der 

Regulation der Transkription. Dennoch ist der exakte Mechanismus bisher noch nicht be-

kannt. Vor allem die Rolle des hierzu notwendigen Elongationsfaktors NusA ist noch weitge-

hend ungeklärt. Es sind zwar homologe Strukturen bekannt, aber nicht die Struktur von NusA 

aus E. coli. Ebenso sind noch nicht alle zellulären Funktionen im Detail verstanden. Ein zent-

rales Ziel dieser Arbeit war daher, die Wechselwirkungen des essentiellen Elongationsfaktors 

NusA mit verschiedenen Bindungspartnern im Antiterminationskomplex auf atomarer Ebene 

zu untersuchen.  

In der Kristallstruktur bindet NusA-AR1 an λ N, jedoch fehlten sowohl AR2 als auch Teile 

von λ N, die aufgrund biochemischer Daten zum Bindungsmotiv gehören. Darauf basierend 

wurde eine Bindung dieses Teils an die zweite Domäne AR2 vermutet. Die vorliegende Ar-

beit sollte unter anderem klären, ob der fehlende Teil von λ N an AR2 oder AR1 bindet und 

ob die Bindung von NusA an λ N die Interaktion zwischen λ N und boxB beeinflusst.  

Zur Regulation der Elongation ist sowohl NusA als auch die αCTD der RNAP von zentraler 

Bedeutung. Die aufgrund von Literaturdaten (Mah et al., 2000) vermutete Interaktion zwi-

schen NusA-AR2 und αCTD sollte auf atomarer Ebene studiert und die daraus gewonnenen 

Erkenntnisse zur Klärung des regulatorischen Einflusses von NusA auf die Elongation heran-

gezogen werden. 

Da beim λ System NusA vermutlich an den 3’ Stamm der boxB bindet (Zhou et al., 2001), die 

boxB bei der rrn Antitermination aber keine Rolle spielt, sollte mit Hilfe von Fluoreszenz-

messungen die genauen Bindungssequenzen für beide Fälle quantitativ untersucht werden. 
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3. Zusammenfassung und Diskussion der Ergebnisse 

3.1. Charakterisierung von Proteinkomplexen  

 
Um die zahlreichen Bindungspartner des Elongationsfaktors NusA auf struktureller Ebene 

untersuchen zu können, wurde Kernspinresonanzspektroskopie (nuclear magnetic resonance, 

NMR) verwendet. Im Gegensatz zur Röntgenkristallografie kann in der NMR-Spektroskopie 

in Lösung gearbeitet werden. Vor allem transiente Komplexe, wie sie bei der Antitermination 

eine wichtige Rolle spielen, sind oft nicht zu kristallisieren. Ein Nachteil der NMR-

Spektroskopie liegt in der Größenlimitierung. Proteine oder Proteinkomplexe mit einer mole-

kularen Masse von mehr als 30 kDa, sofern es sich um eine einzelne Polypeptidkette handelt, 

sind nur sehr schwer zugänglich, da zunehmende transversale Relaxation mit steigender Mo-

lekülmasse zu nicht mehr ausreichendem Magnetisierungstransfer führt (Clore und Gronen-

born, 1998). Neben dem dadurch bedingten Signalverlust führt auch die Signalüberlagerung 

zu Problemen. Daher wurden in dieser Arbeit gezielt die Gene einzelner Proteindomänen klo-

niert, um das Größenproblem zu umgehen.  

Um strukturelle Änderungen in Komplexen, die durch Bindung von anderen Molekülen ver-

ursacht werden, genauer zu charakterisieren, ist die Beobachtung von Änderungen der NMR-

chemischen-Verschiebung (chemical shift perturbation; CSP) eine hervorragend geeignete 

Methode (Bernd Meyer, 2003; Clarkson und Campbell, 2003; Zuiderweg, 2002). Bei der Bin-

dung eines Liganden an ein Rezeptorprotein werden die chemischen Verschiebungen der Sig-

nale beider Partner, die des Liganden und die des Proteins, verändert. Da die Resonanzen von 

Kernen, die sich in unmittelbarer Nähe zur Bindungsstelle befinden, die größten Änderungen 

der chemischen Verschiebung zeigen, lässt sich die Bindungsfläche auf diese Weise sehr ein-

fach kartieren. Um eine eindeutige Zuordnung der Protonenresonanzen zu ermöglichen, wird 

zusätzlich ein Bindungspartner mit einem weiteren NMR-aktiven Kern wie z. B 15N oder 13C 

markiert. Dies ermöglicht den Einsatz von mehrdimensionalen heteronuklearen Korrelations-

NMR-Experimenten, die eine deutlich verbesserte Auflösung der individuellen Resonanzen 

zeigen. Mit Hilfe dieser Technik wurde die Bindung von λ N an AR1 (Einzelarbeit A und B) 

und αCTD an AR2 untersucht (Einzelarbeit C). Für die Auswertung des CSP wird ein ge-

wichteter Mittelwert aus den Differenzen der 1H und 15N chemischen Verschiebung von frei-

em und gebundenem Zustand verwendet. Dabei werden Änderungen, die einen Schwellen-

wert von ∆δ (1H, 15N) von 0,04 ppm übersteigen, als signifikant angegeben und die entspre-
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chenden Aminosäuren als an der Bindung teilnehmende Aminosäurereste klassifiziert (Bernd 

Meyer, 2003). 

Darüber hinaus können mit Hilfe der NMR-Spektroskopie auch die Dissoziationskonstante 

KD sowie die Stöchiometrie bestimmt werden. Aufgrund der für NMR-Experimente notwen-

digen Konzentrationen im µM bis mM Bereich können nur KD-Werte in dieser Region quanti-

tativ bestimmt werden. Besser eignet sich die NMR-Spektroskopie für eine stöchiometrische 

Titration, da hier die vorgelegte Konzentration über dem KD-Wert liegen soll. So wurde so-

wohl für den λ N/AR1-Komplex (Einzelarbeit A) als auch für den AR2/αCTD-Komplex (Ein-

zelarbeit C) eine äquimolare Bindungskonstante bestimmt.  

 

3.2. λ N in Komplex mit der carboxyterminalen Domäne AR1 aus NusA 

 
Da bei NMR-spektroskopischen Untersuchungen die Größe des Proteins oder Komplexes ein 

erhebliches Problem darstellt (Abschnitt 3.1), wurde beim λ N/NusA-Komplex versucht, die 

beteiligten Bindungsregionen soweit wie möglich einzugrenzen. Aus Affinitätschromatogra-

fiestudien und Röntgenstrukturanalysen war bekannt, dass nur der aminoterminale Bereich 

von λ N (Aminosäurereste 1 bis 53) sowie die AR1 Domäne von NusA für die Bindung eine 

Rolle spielen. Jedoch konnte nicht eindeutig bewiesen werden, ob AR2 an λ N bindet (Bonin 

et al., 2004; Mogridge et al., 1998). 

Daher wurde zunächst die Bindung von λ N(1-53) an AR1 bzw. AR2 analysiert (Einzelarbeit 

A). CSP Analysen zeigten nur im Falle von AR1 signifikante Änderungen (Einzelarbeit A; 

Abb. 6). Aus der Titration ergab sich eine äquimolare Stöchiometrie für den λ N/AR1-

Komplex.  

Da in der Röntgenkristallstruktur nur die Aminosäurereste 34 bis 41 von λ N zu sehen sind 

(Abschnitt 1.4), sollte mit Hilfe der NMR-Spektroskopie geklärt werden, ob auch der Bereich 

42-47 an AR1 bindet. CSP sowie NMR-Dynamikexperimente bewiesen einen Beitrag dieser 

Region an der Bindung. Eine Visualisierung der Veränderungen der chemischen Verschie-

bung auf der Oberfläche von AR1 zeigt, dass die Aminosäuren, welche die stärksten 

Veränderungen im CSP erfahren, direkt an der Bildung des Komplexes beteiligt sind 

(Abschnitt 1.4 und Abb. 3-1). Zusätzlich wird ein Bereich sichtbar, der von den Aminosäuren 

Phe-396, Val-372 und Thr-371 gebildet wird und eine Bindungsfläche für die 

Aminosäurereste 42-47 von λ N darstellen könnte. 
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Abb. 3-1: Oberflächendarstellung des Komplexes 
von λ N(34-47) und AR1 
Die dargestellte Struktur basiert auf der gelösten 
Kristallstruktur (Bonin et al., 2004). Das Peptidrück-
grad von λ N(34-47) ist blau dargestellt. Die dem 
Lösungsmittel zugängliche Oberfläche von AR1 
wurde mit verschiedenen Farben eingefärbt, basierend 
auf der Stärke des normalisierten CSP (∆norm): 
∆norm < 0,09 ppm in grau; 
0,09 ppm < ∆norm < 0,15 ppm in gelb; 
0,15 ppm < ∆norm < 0,20 ppm in orange; und 
0,20 ppm < ∆norm in rot. Aminosäuren mit den stärks-
ten Veränderungen in der chemischen Verschiebung 
sind durch Pfeile gekennzeichnet (Einzelarbeit A, 
Abb. 7). 

 

 

 

Überraschenderweise führt die Bindung von NusA-AR1 auch zu einer Konformationsände-

rung im Bereich des ARM von λ N (Abschnitt 1.3.1). Vor allem die Dynamikexperimente 

machen deutlich, dass durch die Bindung eine Helix induziert wird (Einzelarbeit A). Ob dies 

einen Einfluss auf die Bindung an die nut boxB RNA hat, wurde durch weitere 

NMR-Titrationen geklärt. Der Vergleich der HSQC-Spektren des 15N markierten λ N(1-53) 

im Komplex mit unmarkiertem AR1 mit den Spektren des ternären Komplexes, bei dem zu-

sätzlich die nut boxB RNA an AR1/λ N gebunden ist, zeigt allerdings keine Unterschiede. 

Somit treten beim Übergang vom binären in den tertiären Komplex keine anderen strukturel-

len Änderungen im ARM von λ N auf (Einzelarbeit A). Dieser kooperative und modulare 

Aufbau von NusA-AR1/λ N, bei dem AR1 die Population an helikaler Konformation im 

ARM von λ N erhöht, erleichtert die nachfolgende Bindung weiterer Faktoren. 

Analoges Verhalten wurde für die nut boxB RNA gezeigt (Johnson et al., 2005). Bei der nut 

boxB RNA in Abwesenheit von λ N besteht ein Gleichgewicht zwischen freier und an λ N 

gebundener Konformation. Es wurde deswegen vorgeschlagen, dass die Erhöhung der Popu-

lation von gebundener Konformation einen Mechanismus darstellt, um die Komplexformation 

zu beschleunigen. In Analogie dazu könnte die Ausbildung der Helix durch die Bindung von 

AR1 an λ N auch die Erkennung der nut boxB RNA erleichtern. Die in dieser Arbeit neu ge-

fundenen Erkenntnisse unterstützen damit das Modell, dass λ N zuerst an NusA und die 

RNAP bindet und erst danach mit der nut RNA in Wechselwirkung tritt (Xia et al., 2003b). 
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3.3. NusA-AR2 bindet an die αCTD 

 
In dem Komplex aus λ N/NusA-AR1 ist nur AR1 an der Bindung beteiligt (Abschnitt 3.2). 

Somit kann das ungebundene AR2 mit einem anderen Protein wechselwirken. Affini-

tätschromatografiestudien konnten eine Wechselwirkung zwischen NusA-AR2 und αCTD 

nachweisen (Abschnitt 1.4) (Mah et al., 2000; Einzelarbeit B). Im Rahmen dieser Arbeit wur-

de daher zuerst mit Hilfe von NMR-Titrationen eine ausschließliche Bindung von AR2 in 

äquimolaren Mengen an αCTD gezeigt (Einzelarbeit C). Im weiteren Verlauf dieser Arbeit 

wurde die Struktur des NusA-AR2/αCTD-Komplexes bestimmt (Einzelarbeit C). Im Falle 

von AR2 bilden der Rest Ile-464 der Helix 4 und das Zentrum der Helix 5, bestehend aus Ile-

482 und Met-483, eine hydrophobe Tasche. In diese bindet die Haarnadelschleife zwischen 

Helix 4 und Helix 5 von αCTD (Aminosäurereste 291 bis 296) (Abb. 3-2). Das an der Spitze 

liegende Pro-293 taucht tief in die hydrophobe Tasche von AR2, wobei eine recht kleine Kon-

taktfläche von etwa 800 Å2 entsteht. Daraus resultiert eine niedrige Affinität von ~ 10 µM, die 

mittels Affinitätschromatografie und NMR-Titration geschätzt wurde (Mah et al., 2000; Ein-

zelarbeit C). Da NusA über die aminoterminale Domäne an die RNAP gebunden ist, und so-

mit sowohl AR2 als auch αCTD in räumlicher Nähe sind, ist eine starke Wechselwirkung 

nicht erforderlich. Ein weiterer Grund für die schwache Affinität liegt in der biologischen 

Funktion. Um auf Signale schnell reagieren zu können, muss sich der Komplex NusA-

AR2/αCTD nicht nur bilden sondern auch lösen können, wozu eine schwache Affinität von 

Vorteil ist. 

 
Abb. 3-2: Struktur des Komplexes aus AR2 und αCTD 

Die Abbildung zeigt die schematische Repräsentation der Struktur, mit der niedrigsten Energie. Die 
Haarnadelschleife von αCTD (rot) interagiert mit den Helices 4 und 5 von AR2 (grün). Die vergrößerte 
Darstellung zeigt die für die Bindung wichtigsten Aminosäuren Lys-291, Pro-293 und Asn-294 auf Sei-
ten der αCTD, sowie die zu AR2 gehörenden Ile-464 und Met-483. 
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Die Bindung von AR2 an αCTD bewirkt die Aufhebung der Autoinhibition von NusA (Ab-

schnitt 1.4). Da das negativ geladene AR2 an die drei positiv geladenen RNA-

Bindungsdomänen von NusA bindet, wird die Bindung von RNA-Sequenzen verhindert 

(Nudler und Gusarov, 2003). Erst durch die spezifische hydrophobe Wechselwirkung zwi-

schen αCTD und AR2 wird die RNA-Bindungsstelle freigegeben. Jetzt kann NusA mit der 

naszierenden RNA interagieren und so die Elongation regulieren, wie es in Abschnitt 1.4 be-

schrieben ist. 

Auf Seiten der αCTD wird durch AR2 die „265-Determinante“ blockiert, die für die Wech-

selwirkung von αCTD mit dem UP-Element verantwortlich ist (Abschnitt 1.2.2). Diese Blo-

ckade wird ebenso beim SoxS System gefunden. SoxS bindet an die „265-Determinante“ von 

αCTD und verhindert so die Wechselwirkung zwischen αCTD und dem UP-Element (Ab-

schnitt 1.2.2). Dies verhindert eine Interaktion der RNAP mit unspezifischen Promotoren. Die 

durch SoxS veränderte RNAP erkennt nun ausschließlich SoxS spezifische Promotoren, wo-

durch Gene aktiviert werden, die den oxidativen Stress in der Zelle bekämpfen. In Analogie 

dazu verdrängt AR2 durch Bindung an die „265-Determinante“ αCTD vom UP-Element. So 

wird die RNAP von der Initationsphase in die Elongationsphase überführt. Da die beiden an-

deren regulatorischen Determinanten von αCTD frei zugänglich sind, können sowohl Aktiva-

torproteine („287-Determinante“) als auch der σ70-Faktor („261-Determinante“) weiterhin mit 

der RNAP interagieren, wie es beim stochastischen Modell vorgeschlagen wird (Ab-

schnitt 1.2.2). 

 

3.4. Vergleich von AR1 und AR2  

 
Die beiden NusA-Domänen AR1 und AR2 weisen sowohl eine hohe Sequenz- als auch Struk-

turhomologie auf (Einzelarbeit B). Trotzdem interagieren beide mit unterschiedlichen Protei-

nen (Abschnitt 3.2 und 3.4). Im Komplex von AR1 mit λ N zeigt AR1 einen hydrophoben 

Bereich zwischen Helix 2 und dem Loop zwischen Helix 4 und 5. Vor allem Leu-40 von λ N 

bildet starke Kontakte mit diesem hydrophoben Bereich in AR1 aus (Abschnitt 1.4 und Abb. 

1-8). Ebenso wird die Interaktion bei AR2/αCTD durch hydrophobe Kontakte im Bereich der 

Helices 4 und 5 von AR2 vermittelt. In diesem Fall wird aber der hydrophobe Bereich zwi-

schen dem aminoterminalen Bereich der Helix 4 und dem Zentrum der Helix 5 gefunden. Der 

Bereich in AR2 befindet sich im Wesentlichen auf der gegenüberliegenden Seite im Vergleich 

zu AR1/λ N (Einzelarbeit C). In beiden Fällen sind die relevanten Sequenzpositionen für die 

jeweilige Interaktion nicht konserviert. Die Spezifität von λ N zu AR1 basiert auf dem hydro-
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phoben Val-372 von AR1. In AR2 wird an der korrespondierenden Stelle ein geladenes Lys-

447 gefunden, das die für den AR1/λ N-Komplex notwendigen hydrophoben Kontakte ver-

hindern würde. Wird die Bindungsstelle von AR2 für αCTD auf AR1 projiziert, wird die An-

wesenheit von Arg-407 und Glu-408 in AR1 anstelle von Ile-482 und Met-483 in AR2 er-

sichtlich. Die geladenen Aminosäuren in AR1 würden die notwendigen hydrophoben Wech-

selwirkungen zerstören. Deswegen kann keine Bindung zwischen AR1 und αCTD stattfinden 

(Einzelarbeit C). 

 

3.5. Wechselwirkung zwischen NusA und RNA 

 
Aufgrund der Autoinhibition durch AR2 kann das freie NusA keine RNA binden (Ab-

schnitt 1.4). Deshalb wurde ein NusA Konstrukt (∆NusA) verwendet, bei dem die carboxy-

terminalen Domänen AR1 und AR2 fehlen. Indem AR2 entweder durch die Bindung an 

RNAP oder durch Deletion entfernt wird, wird eine Interaktion mit der RNA ermöglicht 

(Arnvig et al., 2004; Mah et al., 2000). E. coli Stämme mit einem um AR1/AR2 verkürztem 

NusA sind überlebensfähig (Bylund et al., 2001). 

Mit Fluoreszenzanisotropie-Messungen wurde die Bindung an die Antiterminationssignale im 

rrn Operon und an die Signalsequenzen nutL und nutR des Phagen λ untersucht (Einzelarbeit 

D). Die drei Signale zeigen in vivo unterschiedliche Eigenschaften. So wird im Falle des rrn 

Operon kein zusätzlicher Proteinfaktor benötigt, um Antitermination hervorzurufen, dafür 

wird nur an Rho-abhängigen Signalen die Transkription fortgesetzt (Abschnitt 1.3.2). Im Ge-

gensatz dazu wird Transkription im Genom des Phagen λ sowohl an Rho-abhängigen als auch 

an intrinsischen Terminatoren fortgeführt, hierfür wird λ N benötigt (Abschnitt 1.3.1). In vivo 

unterscheiden sich nutL und nutR nur durch unterschiedliche Effizienzen in der Antitermina-

tion (persönliche Mitteilung Gottesman).  

Die von mir durchgeführten Fluoreszenzstudie zeigt bei allen drei untersuchten Terminations-

signalen eine Bindung von ∆NusA ausschließlich an den Spacer, der boxB von boxA trennt 

(Einzelarbeit D). Dieses Ergebnis wurde durch NMR-Titrationen und Mutationen in der boxA 

und im Spacer validiert. So zeigen nur Mutationen im Bereich des Spacers eine signifikante 

Änderung des KD-Wertes, während sich Mutationen im Bereich der boxA nicht auf die Bin-

dung auswirkten. Dies korrespondiert mit in vitro und in vivo Daten, bei denen Mutationen 

oder Deletionen der boxA die Antiterminationsrate unverändert ließen (Patterson et al., 1994; 

Zuber et al., 1987). Da ∆NusA an den Spacer bindet, besteht somit keine Konkurrenz um die 

Bindung an die boxA zwischen NusA und dem Komplex aus NusB und NusE, bei denen eine 
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Bindung an die boxA nachgewiesen wurde (Greive et al., 2005). In der Fluoreszenzstudie 

wurden unterschiedliche KD-Werte für rrn, nutL und nutR RNA gefunden. Für rrn wird die 

höchste und für nutR die niedrigste Affinität gemessen (Einzelarbeit D). Dies erklärt, warum 

im Falle der rrn Antitermination keine zusätzlichen Proteine wie λ N notwendig sind, welche 

die Stabilität des Antiterminationskomplexes erhöhen. Die verschiedenen KD-Werte zwischen 

nutL und nutR bestätigen so unterschiedliche Antiterminationseffizienzen in vivo und vitro 

(persönliche Mitteilung Gottesman). Generell zeigen alle drei gemessenen RNAs nur KD-

Werte im µM Bereich. Die räumliche Nähe von NusA, das an die RNAP gebunden ist, zur 

RNA könnte die schwache Bindung erklären. 

 

3.6. Aufbau des Antiterminationskomplexes 

 
Verschiedene mechanistische Modelle versuchen, die Funktion von NusA anhand biochemi-

scher und genetischer Studien zu erklären (Nudler und Gottesman, 2002). NusA konkurriert 

mit dem σ70-Faktor. So besitzt der σ70-Faktor eine höhere Affinität zum Initiationskomplex 

(KD ≈ 10-10 M) als zum Elongationskomplex (KD ≈ 10-6 M), während NusA mit einem höhe-

rem KD-Wert (KD ≈ 10-8 M) als der σ70-Faktor an den Elongationskomplex bindet (Greenblatt 

und Li, 1981; Mooney et al., 2005). Die Konkurrenz wird durch footprint Analysen bestätigt, 

bei denen NusA an die gleiche Stelle wie der σ70-Faktor bindet (Traviglia et al., 1999). Die in 

dieser Arbeit gefundenen Affinitäten von ∆NusA an RNA und an αCTD sind niedriger und 

lassen auf zusätzliche Interaktion von NusA mit der RNAP hindeuten, an denen die NTD von 

NusA beteiligt sein könnte.  

Da der NTD starke strukturelle Homologien mit der Region 2 aus σ70 aufweist, kann die Nu-

sA Struktur, die für T. maritima und M. tuberculosis bestimmt wurde, mit der bekannten 

Struktur der RNAP im Komplex mit dem σ70-Faktor überlagert werden (Abb. 3-3), indem der 

NTD von NusA mit der Region 2 von σ70 abgeglichen wird (Borukhov et al., 2005). Die ge-

naue Lage der S1-, KH1 und KH2-Domänen hängt jedoch von der jeweils verwendeten Struk-

tur ab. Wird die Struktur aus T. maritima zur Modellierung verwendet, liegen die drei Domä-

nen oberhalb der Klappendomäne, im Falle der M. tuberculosis Struktur unterhalb (Borukhov 

et al., 2005). Da letztere besser die Vernetzungsexperimente beschreiben (Gusarov und Nud-

ler, 2001; Toulokhonov et al., 2001), wurde diese in Abb. 3-3 verwendet. 

In dem Modell würde die positiv geladene NTD von NusA den nicht codierenden Strang der 

stromaufwärts gelegenen DNA oder Teile des RNA-DNA Hybrides binden (Abb. 3-3), umso 

das Pausieren der Transkription zu steuern (Borukhov et al., 2005). Die darauf folgenden S1 
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und KH Domänen, die in der Nähe der Klappendomäne lokalisiert sind, erlauben eine weitere 

Interaktion mit λ N, NusB, NusE oder NusG. Ferner deutet das Homologiemodell auf eine 

Wechselwirkung zwischen den beiden KH Domänen und dem 5’ Ende der RNA hin (Abb. 

3-3) und steht so im Einklang mit der Struktur von NusA aus M. tuberculosis gebunden an die 

rrn boxC, bei der die beiden KH-Domänen spezifische Kontakte mit der RNA ausbilden 

(Arnvig et al., 2004; Beuth et al., 2005).  

Die räumliche Nähe von NusA zur RNA stimmt ebenso mit dem in Abschnitt 1.4 vorgestell-

ten Modell überein, bei dem NusA durch spezifische Wechselwirkung mit dem 5’ Teil der 

RNA zum einen die Termination zum anderen die Antitermination fördert. Da in den kristal-

lografisch bestimmten NusA Strukturen die beiden carboxyterminalen Domänen AR1 und 

AR2 fehlen, können diese im Modell nicht dargestellt werden. Die in dieser Arbeit gewonnen 

Erkenntnisse können trotzdem anhand des Modells erklärt werden. Im Anschluss an die Nu-

sA-KH2-Domäne folgt AR1, das über einen flexiblen Linker verbunden ist. Somit wäre AR1 

in räumlicher Nähe zum 5’ Ende der RNA. Indem λ N zuerst an AR1 bindet, wird es in die 

Nähe des RNA-Austrittskanales gebracht. Dort kann λ N das 5’ Ende der RNA nach der boxB 

Sequenz abtasten, und diese nach erfolgter Transkription sofort binden. Zusätzlich würde der 

λ N/AR1 Komplex das intrinsisch unstrukturierte λ N Protein vor einer Degradierung schüt-

zen (Abschnitt 1.3.1). Die nachfolgende AR2 Domäne könnte ferner an die αCTD gebunden 

sein, da sowohl AR2 als auch αCTD über längere flexible Linker verbunden sind.  

 

 
Abb. 3-3: Strukturmodell von NusA im Komplex mit der RNAP 

Das Strukturmodell basiert auf der Kristallstruktur der RNAP aus T. thermophilus (Vassylyev et al., 
2002) und wurde von Borukhov et al. (2005) übernommen. Die NTD (cyan) bindet in der Nähe der 
stromaufwärtsgelegenen DNA (grün und gelb), während die drei RNA-Bindungsdomänen S1 (blau), 
KH1 (rosa) und KH2 (hellrosa) an die β (orange) und β’ (grün) binden. Die NusA Struktur wurde aus T. 
maritima sowie M. tuberculosis übernommen (Gopal et al., 2001; Borukhov et al., 2005; Worbs et al., 
2001). Das 5’ Ende der RNA (rot) liegt im Modell in räumlicher Nähe zu den beiden KH Domänen. 
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4. Abkürzungsverzeichnis 

AR Acidic repeat 

ATP Adenosintriphosphat 

CAP Catabolite activator protein 

CSP Chemical shift perturbation 

DNA Desoxyribonukleinsäure 

dwDNA Downstream DNA 

E. coli Escherichia coli 

GTP Guanosintriphosphat 

HSQC Heteronuclear single quantum coherence 

KH K homologe Domäne 

M. tuberkulose Mycobakterium tuberkulose 

NMR Nuclear magnetic resonance spectroscopy 

nt Nukleotide 

NTD Aminoterminale Domäne von NusA 

Nus A, B, E, G N utilization substance A, B, E, G 

nut N utilization site 

OxyR Oxidative stress regulator protein 

RNA Ribonukleinsäure 

RNAP RNA-Polymerase 

rrn  Ribosomale RNA 

rut Rho utilization 

S1 S homologe Domäne 1 

T. maritima Thermotoga maritima 

T. thermophilus Thermus thermophilus 

TEC Transkriptionskomplex 

TH Trigger Helix 

TL Trigger Loop 

UP-element Upstream promotor element 

αCTD Carboxytermincarboxyterminale Domäne der α-Untereinheit der RNAP

∆NusA Aminosäurereste 132 bis 348 von NusA 
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ABSTRACT: N protein of the Escherichia coli phage λ (λN) is involved in antitermination, a transcription
regulatory process that is essential for the expression of delayed early genes during phage lytic development.
λN is an intrinsically unstructured protein that possesses three distinct binding sites interacting with the
carboxy terminus of the E. coli host factor protein NusA, the viral nutBoxB-RNA, and RNA polymerase,
respectively. Heteronuclear NMR experiments with λN(1-53) in complex with NusA(339-495) revealed
that upon complex formation the λN-binding interface, λN(34-47), adopts a rigid structure. NMR data
also indicate the induction of a weak helical structure in the nutboxB RNA-binding region λN(1-22)
upon binding to NusA(339-495) even in the absence of RNA. Titration experiments of the λN(1-53)-
nutBoxB RNA complex with NusA(339-495) revealed that the ternary complex can be described in terms
of two structurally independent binary interactions. Furthermore, chemical-shift perturbation experiments
with different NusA constructs and different λN peptides showed that only NusA(353-416) is involved
in λN binding. We found that only one molecule of NusA(339-426) binds to one molecule of λN(1-
53). We also clarified the role of the λN-binding region and could show that N41-R47 also binds to
NusA(339-495). Furthermore, we observe that λN(1-22) adopts a helical fold upon binding to NusA-
(339-495), in agreement with one of the theoretical models of λN action.

One of the cornerstones of protein biochemistry is the
structure-function paradigm, describing the relationship
between the biological function of a protein and its three-
dimensional structure (1). Recently, this point of view
changed because of the increased analyses of intrinsically
unstructured proteins (2). It is estimated that about 4.2% of
all proteins in prokaryotes and 33.0% of all proteins in
eukaryotes are intrinsically unstructured (3). These proteins
are mainly involved in cell-cycle control and translational
as well as transcriptional regulation (3). Transcriptional
modulation of RNA polymerases (RNAPs) by intrinsically
unstructured viral proteins is common in prokaryotes and
eukaryotes; examples for such proteins are the λN protein
(4, 5), the phage HK022 Nun protein (6), and the human
immunodeficiency virus (HIV)1 Tat protein (7, 8). All of
these proteins are unstructured in the free state and employ
similar mechanisms to regulate transcription in the host cells
(9).

Transcriptional control by the regulation of RNA elonga-
tion is widely used in the microbial world. In the bacte-
riophage λ-Escherichia coli (E. coli) system, protein N of

phage λ (λN) plays an essential role in transcriptional
antitermination in the two phage early operons, which are
critical for phage development. The inhibition of termination
at intrinsic and Rho-dependent terminators by λN depends
upon the recognition of an RNA element called nut (N
utilization) on the nascent phage transcript. This RNA
element consists of two parts, nutBoxA and nutBoxB. N and
NusA together with the nutBoxB sequence are sufficient to
induce effective antitermination in vitro at many terminators
located within a few hundred base pairs downstream of a
nutBoxB site (10-13). Highly efficient, processive N-
mediated antitermination also requires E. coli transcription
elongation factors NusA, NusB, NusG, and NusE (S10), as
well as nutboxA (12-15). After this complex has been
formed, it leads to efficient in vitro and in vivo suppression
of terminators located thousands of base pairs downstream
of the nut site (16, 17).

The key component of the antitermination complex is the
highly basic 107 amino acid λN protein, which is largely
unfolded in solution (4, 5). λN consists of three functionally
distinct regions with different interaction partners: M1-N22
binds the nutBoxB RNA, N34-R47 binds the carboxy-
terminal part of E. coli NusA, R73-I107 forms the RNA
polymerase (RNAP) binding region (5, 18).

The region M1-N22 of λN, called the arginine-rich motif
(ARM), binds to the nutBoxB RNA hairpin with an affinity
of ∼10-9 M (19-21). The structure of the ARM region and
nutBoxB RNA has already been solved by nuclear magnetic
resonance (NMR) spectroscopy. Upon RNA binding, the
ARM region of λN adopts a stable R-helical conformation
(22, 23). The complex formation enforces a GNRA-type
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tetraloop fold of the five nucleotide nutBoxB RNA loop with
one base extruded. W18 then stacks on the top of the
tetraloop fold and extends the RNA π stack by one residue.
Randomized mutagenesis studies revealed that the complex
interface is the principal determinant of functional antiter-
mination (24).

The region N34-R47 interacts with the carboxy-terminal
part of E. coli NusA (5). N34-R47 binds to NusA with an
affinity of 70 nM (21, 24), nearly 2 orders of magnitude
weaker than the ARM region binds to nutBoxB RNA. The
NMR structure of the carboxy terminus of NusA (NusA339-
495) in the free state showed that E. coli NusA(339-495)
consists of two separate domains acidic repeat (AR)1, NusA-
(353-416). and AR2, NusA(431-490) (25), with either one
adopting a compact helix-hairpin-helix (HhH)2 fold (26).
The two domains are connected by a 14-residue flexible
linker region (26). The three-dimensional structure of the
complex of λN and the carboxy-terminal part of E. coli NusA
has been solved by X-ray crystallography (27). It shows only
interactions between AR1 and N34-L40. The second part
of the λN-binding site, N41-R47, could not be detected in
the electron-density map. Furthermore, the X-ray data
reported a 2:1 stoichiometry of AR1/λN(34-47) (27).
Isothermal titration calorimetry (ITC) and mutational studies
suggested, however, that only the 1:1 complex between NusA
and λN is biologically relevant (27). On the basis of these
results, it was suggested that, in full-length NusA, N41-
R47 binds to AR2 (27).

The sequence of steps leading to the formation of the
complex of λN, NusA, and RNAP is still unclear. One model
proposes that NusA binds to RNAP after the initiation
process. Immediately after the nutBoxB RNA leaves the
RNAP, N binds to the RNA tetraloop and is recruited to the
transcription elongation complex. Complex formation trans-
forms the RNAP into a termination-resistant transcription
complex (5, 16, 28-30). In an alternative model, λN, NusA,
and RNAP associate prior to the exit of RNAP from the nut
site. λN is then able to scan the nascent RNA for the nutBoxB
signal and finally binds to it, forming a processive antiter-
mination complex (24).

In this work, we studied the complex of intact NusA(339-
495) with λN(1-53) by multidimensional, heteronuclear
nuclear magnetic resonance (NMR) spectroscopy to clarify
the role of AR1 and AR2 and to further investigate details
of the λN-NusA interaction as an essential building block
of a functional antitermination complex.

MATERIALS AND METHODS

Expression and Purification of λN(1-53) and NusA(339-
495). A synthetic gene containing the λN(1-53) DNA
sequence adapted to the E. coli codon usage was cloned into
the expression vector pTKK 19 (31). E. coli strain BL21
DE3 (Novagen) was transformed with the resulting plasmid.
The expressed protein consisted of an amino-terminal deca-
His-tag fused to ubiquitin from Saccharomyces cereVisiae
followed by λN(1-53). For double labeling, cells were
grown in M9 minimal medium supplemented with 15NH4Cl
and 0.2% 13C D-glucose as the sole nitrogen and carbon
sources, respectively (32).

The recombinant protein was purified by nickel-affinity
chromatography (5 mL His-trap chelating column, GE Health

Care) under denaturing conditions, using a buffer containing
20 mM Tris/HCl at pH 7.95, 200 mM imidazol, 500 mM
NaCl, and 6 M urea. After the protein was bound to the
column, urea was removed by decreasing the urea concentra-
tion slowly over 20 column volumes. The protein was eluted
with a buffer containing 20 mM Tris/HCl at pH 7.9, 200
mM imidazole, and 500 mM NaCl. Fractions containing the
protein were dialyzed against 50 mM Tris/HCl at pH 7.9,
100 mM NaCl, and 1 mM �-mercaptoethanol. Ubiquitin was
cleaved off using yeast ubiquitin hydrolase (YUH) (1 mg/
mL) (31). The λN(1-53) peptide was further purified by
reversed-phase HPLC using a C-18 column (Macherey and
Nagel, Germany) with a constant gradient of 80% acetoni-
trile/water and 0.1% TFA (v/v). The molecular mass of λN-
(1-53) was checked by SDS-PAGE and ESI-MS.

A synthetically produced gene adapted to the E. coli codon
usage harboring the AR1 domain of NusA(339-426) was
cloned via the NdeI and BamHI restriction sites into the E.
coli expression vector pET19b (Novagen). The plasmid was
transferred into the E. coli strain BL21 (DE3) (Novagen).
The resulting soluble recombinant protein contained an
N-terminal deca-His tag. For 15N and 13C labeling, cells were
grown in M9 minimal medium with 15NH4Cl and 13C glucose
as the sole nitrogen and carbon sources, respectively (32).

To purify NusA(339-426), bacterial cell pellets were lysed
by sonication in 20 mM NaPO4 at pH 7.4, 0.5 M NaCl, and
1 mM dithiothreitol (DTT). After centrifugation, the super-
natant was loaded onto a Ni-ion-affinity column (His-trap
chelating, GE Health Care) and eluted by applying an
imidazole step gradient. Peak fractions containing NusA-
(339-426) were dialyzed against 50 mM Tris/HCl at pH
8.0, 150 mM NaCl, and 1 mM DTT. After dialysis, the
N-terminal deca-His tag was cleaved off using PreScission
protease (0.8 unit/100 µg protein). The cleaved NusA(339-
426) was dialyzed against 50 mM Tris/HCl at pH 7.4 and 1
mM DTT and further purified via a QXL column (GE Health
Care) by a NaCl step gradient in the same buffer with up to
1 M NaCl. The eluted fractions containing NusA(339-426)
were concentrated with Vivaspin concentrators (Vivascience,
MWCO 5000 Da).

Unlabeled and 15N-labeled NusA(339-495) was purified
as described previously (26). Chemically synthesized λN-
(34-47) peptide containing blocked endgroups was obtained
from Coring (Gernsheim, Germany).

NMR Sample Preparation. NMR samples consisted of
0.5-1.5 mM λN(1-53) in 10 mM KPO4 at pH 6.8, 50 mM
NaCl, 0.02% sodium azide, and 10% D2O. Titration of 15N-
labeled λN(1-53) was done by gradually adding up to a
5-fold molar excess of unlabeled NusA(339-495). NMR
experiments for characterizing λN(1-53) in the NusA-bound
state were performed in the presence of a 2-fold excess of
NusA(339-495).

NMR Spectroscopy. NMR spectra were recorded on Bruker
Avance 400 MHz, DRX 600 MHz, Avance 700 MHz, and
Avance 800 MHz spectrometers with either room tempera-
ture or cryogenic-cooled triple-resonance probes equipped
with pulsed field-gradient capabilities. The sample temper-
ature was either 298 K for titration experiments or 308 K in
the case of the assignment experiments for doubly labeled
λN(1-53) bound to NusA(339-495) to improve the NMR
spectra. However, characteristic chemical-shift changes were
independent of the temperature. For assignment of the λN-
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(1-53) resonances in the free and NusA(339-495)-bound
states, standard double- and triple-resonance experiments
were performed (33, 34). The steady-state {1H}15N nuclear
Overhauser enhancement (NOE) experiment was recorded
using water flipback pulses and a binomial 3-9-19 watergate
for water suppression (33). A relaxation delay of 6 s was
employed. In the saturated subspectrum, protons were
saturated by applying a series of 120° pulses with a 5 ms
interval during individual pulses for the final 3 s of the
relaxation delay. {1H}15N steady-state NOEs were expressed
as intensity ratios of the corresponding signals in the saturated
and unsaturated subspectra. Amide resonances of NusA-
(339-426) in the free and λN(1-53)-bound states were
assigned by comparing the chemical shifts and NOE patterns
in 3D 15N-edited NOE spectroscopy (NOESY)-hetero-
nuclear single-quantum coherence (HSQC) experiments with
the corresponding data of NusA(339-495).

The dissociation constant KD was determined from the
changes of chemical shifts of 15N-labeled λN(1-53) observed
in an 1H,15N HSQC after gradual addition of the correspond-
ing unlabeled binding partner [NusA(339-495 or λN pep-
tides]. Changes of chemical shifts of signals in the fast-
exchange limit were fitted to the following equation for a
two-state model:

δobs, δP, and δPL are the chemical shifts for the actual mixture,
the free λN(1-53) peptide, and the completely bound
peptide, respectively. [P]0 is the total concentration of λN-
(1-53), and r describes the NusA(339-495)/λN(1-53) ratio.

Normalized chemical-shift changes of the amide reso-
nances were expressed as

∆δ(X) represents the chemical-shift difference of spin X
between free and bound states. Normalized chemical-shift
changes larger than 0.04 ppm were considered as significant
(35).

RESULTS AND DISCUSSION

Free λN(1-53) Peptide and Its Interactions with boxB
and NusA. Multidimensional heteronuclear NMR spectros-
copy yielded assignments for all 1H, 13C, and 15N resonances
of free λN(1-53), except for some arginine side chains in
the ARM region λN(1-22). For these residues, severe
spectral overlap made an unambiguous assignment impos-
sible. In agreement with previous circular dichroism (CD)
and NMR spectroscopic measurements (21), the narrow
chemical-shift dispersion in 1H,15N HSQC (Figure 1A) as
well as in 1H,13C HSQC spectra indicates structural disorder
of the peptide (Figure 1A) (36, 37). {1H}15N steady-state
NOE measurements at 14.1 T resulted in negative signal
intensities or missing signals in the saturated subspectrum
compared to the unsaturated subspectrum (Figure 1B). Thus,
the intensity ratio of the saturated versus the nonsaturated

subspectrum is 0 or less for all residues, clearly pointing to
a high flexibility of λN(1-53). Less negative values for the
RNA-binding region, R10-A20, may be interpreted in terms
of decreased flexibility of this region as compared to the
rest of the peptide.

Interaction Interfaces in the Ternary Complex Are Similar
to That of the Binary Complexes. The interaction between
λN(1-53), nutBoxB RNA, and NusA(339-495) was moni-
tored by observing chemical-shift changes of 15N-labeled λN-
(1-53) after the gradual addition of unlabeled nutBoxB RNA
and/or NusA(339-495) in 1H,15N HSQC spectra (Figure 2).
On the basis of the titration experiments alone, it was not
possible to completely assign the λN(1-53) resonances of
the respective complexes because some nuclei showed slow
and intermediate exchange behavior during the titration.
However, using multidimensional heteronuclear NMR spec-
tra, all resonances of 13C,15N-labeled λN(1-53) in the
complex with NusA(339-495) could be assigned, with the
exception of the backbone resonances of R11, R35, and P36
and a few side-chain resonances of longer amino acids.

Nearly all 1HN and 15N resonances of λN(1-53) change
upon binding of the peptide to NusA(339-495), the most
prominent changes occurring in the region I37-K45 (Figure
3A). This region has been implicated previously in complex

δobs ) δP + (δPL - δP)[{KD + (1 + r)[P]0}
2[P]0

-

�(KD + (1 + r)[P]0)
2 - 4[P]0

2r

2[P]0
]

∆δnorm ) �∆δ(1H)2 + (0.1∆δ(15N))2

FIGURE 1: Free λN(1-53) peptide. 1H,15N HSQC spectrum (800
MHz) (A) and {1H}15N NOE at 600 MHz of free λN (1-53) peptide
(B). The low dispersion together with the {1H}15N NOE values
below 0 characterize the free λN(1-53) peptide as an unstructured
highly flexible peptide chain.
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formation (5). Surprisingly, remarkable changes in the
presence of NusA(339-495) could not only be detected
within the expected binding region but also in the RNA-
binding ARM region (residues M1-N22) of λN(1-53).

To investigate whether changes in the ARM region could
be observed upon the addition of NusA(339-495) in the
presence of its known binding partner nutBoxB RNA, we
gradually added unlabeled NusA(339-495) to a complex of
15N-labeled λN(1-53) and nutBoxB RNA. Because changes
could only be observed in the expected NusA-binding region,
N34-R47, of λN(1-53) (Figure 3B), we conclude that in
the binary NusA(339-495)-λN(1-53) complex as well as
in the ternary NusA(339-495)-λN(1-53)-nutBoxB RNA
complex the conformation of residues N34-R47 of λN(1-
53) is virtually identical and thus is not influenced by
nutBoxB RNA to a measurable extent.

ARM Region of λN(1-53) Possesses Helix Propensity That
Can Be Enhanced by NusA(339-495). Secondary chemical
shifts of backbone 13CR and 13C′ resonances are related to
the peptide secondary structure (36). We referenced the
chemical shifts of bound λN(1-53) to the values of free λN-
(1-53) rather than to published random-coil data, because
the negative or close to 0 {1H}15N steady-state NOEs at 14.1

T of the free peptide indicate high flexibility of this peptide
on the pico-nanosecond time scale and thus make it an ideal
internal standard. Upon NusA(339-495) binding, notable
changes for 13CR and 13C′ can be observed in the amino-
terminal RNA-binding region and around residues I37-K45
(Figure 4), in good agreement with changes of the 1HN and
15N chemical shifts (Figure 3).

In particular, downfield shifts which are characteristic for
helical secondary-structure formation are observed for 13CR

and 13C′ of the λN ARM region after NusA(339-495)
binding (Figure 4). The helical tendency is less pronounced
for 13CR but can be clearly seen for the 13C′ spins (Figure
4A). The chemical-shift changes extend over more than 13
amino acids, corresponding to three helical turns (Figure 4B).
These changes indicate an increase of the population of the
helical secondary structure for the RNA-binding region of
λN(1-53) in the NusA(339-495)-λN(1-53) complex even
in the absence of nutBoxB RNA. Further evidence for the
existence of an R helix in the binary complex is the
predominance of characteristic medium-range NOEs, such
as [dRN(i, i + 3)] and [dR�(i, i + 3)] (38, 39). These NOE
patterns could be found for at least six residues (E15, A16,

FIGURE 2: Interaction of λN(1-53) and NusA(339-495). Overlay
of 1H,15N HSQC (A) and methyl region of 1H,13C constant time
HSQC (B) of free 15N,13C-labeled λN(1-53) peptide (black) and
in the presence of 2 equiv of unlabeled NusA(339-495) (gray).
Resonances with remarkable changes of chemical shifts are labeled.

FIGURE 3: Backbone chemical-shift changes upon binding. (A)
Investigation of the binary system. Changes of chemical shifts of
λN(1-53) after binding to NusA(339-495) as a function of the
primary sequence. Normalized chemical-shift changes larger than
0.04 ppm were considered significant (35) (×, proline; 4, missing
residues). (B) Investigation of the ternary system. Differences of
amide chemical shifts of λN(1-53) complexed to nutBoxB RNA
in the presence and absence of NusA(339-495). The lack of
chemical-shift changes in the ARM region of λN (M1-N22)
complexed with nutBoxB RNA after the addition of NusA(339-
495) indicates no ternary interaction, while the similar chemical-
shift changes for residues I37-K45 point to the same structural
binding mode between λN(1-53) and NusA(339-495) in the
presence or absence of nutBoxB RNA.
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E17, W18, K19, and A20) in the carboxy-terminal part of
the ARM motif.

Additionally, we measured the {1H}15N NOE at 14.1 T
of λN(1-53) in the NusA(339-495)-λN(1-53) complex
(Figure 5). In comparison to the free state, positive NOE
values can be found for the region T5-A20. This increase
can mainly be attributed to the enhanced overall tumbling
time after complex formation and reflects flexibility on the
pico-nanosecond time scale in the bound state. However,
the values did not reach the typical range (>0.65) found in
folded and rigid polypeptide chains (40). Therefore, a
substantial flexibility on the pico-nanosecond time scale
persists in the ARM region of λN even after binding to NusA.

N34-R47 of λN(1-53) Binds to NusA(339-495) with a
Well-Defined Structure. λN(1-53) binds to NusA(339-495)
independently of nutBoxB RNA, and the relevant binding
site includes residues N34-R47 (21, 24). Upon NusA(339-
495) binding, the 1H,15N HSQC spectrum of λN(1-53)

exhibits significant changes of chemical shifts, e.g., L40 (1.2
ppm normalized chemical-shift change) and K45 (0.6 ppm).
Furthermore, this region also exhibits the largest chemical-
shift changes for 13CR and 13C′ resonances (Figure 4) and
considerable shifts of the methyl groups to a higher field
(Figure 2B). High-field shifts of methyl groups are typically
observed in hydrophobic cores of proteins or at binding
interfaces (38, 39) and indicate a structurally defined complex
formation. The chemical-shift changes for N34-L40 are thus
consistent with results from X-ray crystallography, showing
that these residues are involved in complex formation.
Particularly, analysis of the crystal structure suggests that
the upfield shifts of the L40 methyl resonances are due to a
ring current effect caused by F369 of NusA (27).

In addition, the resonances of residues N41-K45 show
chemical-shift changes, most prominent in K45 (1HN, 0.74
ppm), suggesting the involvement of these residues in
complex formation, in agreement with data obtained with
different deletion mutants of λN (5). In that study, the peptide
M1-R47 shows stronger binding affinity to NusA(1-495)
than M1-P44. This finding together with the large chemical-
shift change of K45 in our analyses implies an interaction
of N41-K45 with the carboxy-terminal region of NusA, an
interaction that could not be observed in the X-ray crystal-
lographic studies because no electron density could be
observed for N41-K45.

In contrast to A3-N22, the region N34-R47 shows no
typical chemical-shift pattern for a regular secondary struc-
ture, in good agreement with the crystal structure, where
N(34-40) adopts an extended conformation. The steady-
state {1H}15N NOE suggests the peptide backbone to be
rather rigid for residues I37-K43 (Figure 5), with {1H}15N
NOEs values in the range of 0.5-0.7, which characterize
this region as the most rigid part of λN(1-53) after NusA-
(339-495) binding. Indeed, these values are close to those
typically found in structured regions of proteins, where an
NOE cutoff value of 0.65 at 14.1 T is commonly used to
distinguish isotropic tumbling and conformational exchange
(40). This indicates the formation of a well-defined structure
for residues I37-K43 in the complex with NusA(339-495).
The gradual decrease of the {1H}15N NOE values toward
the carboxy terminus associated with an increase of flexibility
may explain the absence of theses residues in the X-ray
crystallographic electron-density map.

λN(1-53) Interacts Only with AR1. It was shown previ-
ously by X-ray crystallography that the peptide-spanning
residues N34-R47 of λN bind to AR1, and only residues
N34-L40 are visible in the electron density (27). Although
the AR2 domain was not present in the crystal, it was
suggested that it interacts with residues N41-R47 of λN in
the intact system. This model was based on three observa-
tions. First, peptide N34-R47 of λN has a 3-fold higher
affinity to NusA than peptide K31-K43 of λN. Second, the
λN sequences N34-L40 (NRPILSL) and N41-R47 (NRK-
PKSR) are highly similar. Third, NusA(339-495) consists
of two structurally equivalent domains (27).

Our titration experiments using 15N-labeled λN(1-53)
together with NusA(339-495) also indicate an interaction
of NusA and the λN region N41-R47. From these results
alone, however, we cannot conclusively state whether AR2
is directly involved in binding. To better define the binding
region of NusA(339-495), additional titrations using 15N-

FIGURE 4: 13CR and 13C′ chemical-shift changes upon binding.
Changes of 13CR and 13C′ chemical shifts of λN(1-53) peptide after
binding to NusA(339-495). Chemical-shift changes for 13CR and
13C′ larger than 0.14 ppm were considered significant because of
the spectral resolution. The changes of chemical shifts to a lower
field for both nuclei indicates an increase of the propensity of the
helical secondary structure for the ARM region after binding of
λN(1-53) to NusA(339-495) even in the absence of nutBoxB
RNA.

FIGURE 5: {1H}15N NOE in the bound state. {1H}15N steady-state
NOE (600 MHz) of λN(1-53) peptide in the presence of 2 equiv
of NusA(339-395). Typical ranges (>0.65) found in rigid-folded
polypetide chains are shown by the dashed line (40).
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labeled NusA(339-495) and unlabeled λN peptides were
performed. To avoid unspecific charge-charge interactions
between the negatively charged NusA and the positively
charged ARM region of λN(1-53), synthetic peptides
spanning residues N34-R47 and N41-R47 of λN were used.
Up to a 2-fold excess of N34-R47, only resonances of 15N-
labeled AR1 residues changed their position in the 1H,15N
HSQC spectra (Figure 6A), clearly demonstrating that only
AR1 is involved in high-affinity binding to N34-R47 of
λN. Chemical-shift changes in AR2 could only be observed
after saturation of AR1 with λN(34-47), pointing to an
unspecific interaction between positively charged N34-R47
of λN (+5) and negatively charged AR2 (-9). In a second
experiment, we titrated the peptide λN(41-47) up to a 5-fold
excess to 15N-labeled NusA(339-495). With the exception
of residues V372, G377, S379, and L398, all located in AR1
(Figure 6B), no significant changes were observed.

The chemical-shift changes of amide resonances of NusA-
(339-495) during the titration with λN(34-47) fit well to a
two-state model (Figure 6C). The intersection of the two
straight lines in the titration profile of 15N-labeled NusA-
(339-495) indicates a 1:1 ratio of NusA(339-495) and λN-
(34-47), implying that a single NusA(339-495) molecule
binds to one λN(34-47) molecule (Figure 6C). The KD value
estimated for the peptide complex from the titrations was in
the range of 3.7 to 5.0 µM, comparable to values measured
with ITC [3.55 µM (27)].

Titrations of 15N-labeled λN(1-53) with NusA(339-495)
allowed for the observation of chemical-shift changes with
fast-exchange behavior for resonances located in the RNA-
binding region of λN, and a KD of 10-20 µM could be
estimated. Although the resonances used for KD determina-
tion lie outside the binding region for NusA(339-495), the
observed KD is similar and therefore confirms the former
measurement. The chemical-shift changes of residues located
in the ARM region of λN(1-53) after NusA binding were
attributed to an increase of helical secondary structure, with
the KD value therefore reflecting the induction of the
secondary structure outside the binding region rather than
the direct interaction. Because both measured KD values are
nearly identical, the structural transition of the ARM region
on NusA(339-495) binding correlates directly with the
binding. Our NMR data indicate that residues N34-R47 are
involved in binding to NusA(339-495), whereas residues
N41-R47 probably do not contribute much to the binding
energy. Differences in the KD values of N34-R47 and K31-
K43 are negligible, suggesting that the region N41-R47
contributes little to the binding energy (27). The differences
in the KD values measured with ITC and NMR, which are
both in the same range, compared to values measured with
fluorescence can be due to different salt conditions (21, 24,
27). Moreover, the high protein concentration required for
the NMR experiments prohibits accurate KD measurements
in the low micromolar range, and the resulting KD values
reflect an upper limit only.

These titration experiments clearly demonstrate that all
chemical-shift changes observed for NusA(339-495) are
located in the region of AR1, strongly suggesting that only
AR1 is the relevant part of the carboxy-terminal region of
NusA for binding to λN. Nevertheless, these experiments
do not prove whether AR1 alone is responsible for all
chemical-shift changes observed for λN(1-53). To answer

this question, NusA(339-426), containing AR1 only, was
expressed, purified, and used for additional NMR experi-
ments. Using 15N-labeled NusA(339-426) in a titration with
unlabeled λN(1-53), chemical-shift changes identical to

FIGURE 6: Titration of 15N NusA(339-495) with λN peptides.
Normalized chemical-shift changes of 15N NusA(339-495) in the
presence of a 2-fold molar excess of unlabeled λN(34-47) (A) or
in the presence of a 3-fold molar excess of unlabeled λN(41-47)
(B). Normalized chemical-shift changes larger than 0.04 ppm
(- - -) were considered significant (35). (4, missing signals or
overlap). The lack of chemical-shift changes in the AR2 domain
of NusA(339-495) after the addition of λN peptides indicate that
AR2 is not involved in binding. (C) Stoichiometric titration of 15N
NusA (339-495) with λN(34-47) probed by NMR chemical-shift
changes. The intersection at a ratio of 1:1 implies that one NusA-
(339-495) molecule binds to one λN(34-47) molecule. L393 was
used as an example. The determined KD value is in the range of
9.8 µM.
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those already found for NusA(339-495) were observed (see
Figure S1 in the Supporting Information). This unambigu-
ously demonstrates that AR1 is the sole binding domain for
λN(1-53). Additionally, the titration of 15N-labeled λN(1-
53) with unlabeled NusA(339-426) produced the same
chemical-shift changes as the initial experiment with NusA-
(339-495). The prominent chemical-shift changes of the
residues I37-K45 were present as well as the changes in
the ARM region (see Figure S2 in the Supporting Informa-
tion). It is clearly shown that AR1 alone causes the changes
in the NMR spectrum of λN(1-53) for the residues of the
known binding region (N34-R47) and for the residues
located in the ARM region.

Mapping the observed chemical-shift changes onto the
surface of the crystal structure of the complex of AR1 with
λN(34-47) (Figure 7) gives further insight into the binding
interface. Significant chemical-shift changes are found for
the already known interface between AR1 and the region
N34-L40. Additionally, large chemical-shift changes ob-
served for F369, T371, V372, and L373 indicate the region
of AR1 interacting with the additional residues of λN, N41-
R47. This region involves the carboxy-terminal part of helix
2 and the hairpin between helixes 4 and 5.

Recent low-temperature studies of nutBoxB RNA showed
a conformational equilibrium of this RNA between the
conformation found in the λN-bound state and other con-
formations (41). It is demonstrated that the amount of free
RNA in the bound conformation is essential for binding,
suggesting that enhancing the population of the binding
conformation is a mechanism to facilitate complex formation.
Short λN peptides were described to populate the binding
helical conformation at least to a small amount (19). Our
structural NMR studies describe the increased population of

the helical conformation in the ARM region of λN(1-53)
after binding of λN(1-53) to NusA AR1. In analogy to the
situation described for nutBoxB RNA (41), it is likely that
the preformation of the nutBoxB-bound λN conformation in
the ARM region on NusA-binding facilitates the recognition
of the nutBoxB RNA. This could well be interpreted as
lending additional support to the recently proposed model
that λN binds to NusA before the nutBoxB RNA interaction
(24).
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Overlay of 1H,15N HSQC spectra of 15N-labeled NusA-
(339-426) in the absence and presence of λN(1-53) (Figure
S1) and overlay of 1H,15N HSQC spectra of 15N-labeled λN-
(1-53) in the absence and presence of NusA(339-426)
(Figure S2). This material is available free of charge via the
Internet at http://pubs.acs.org.
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Abstract

The carboxy-terminal domain of the transcription factor Escherichia coli NusA, NusACTD, interacts
with the protein N of bacteriophage l, lN, and the carboxyl terminus of the E. coli RNA polymerase
a subunit, aCTD. We solved the solution structure of the unbound NusACTD with high-resolution
nuclear magnetic resonance (NMR). Additionally, we investigated the binding sites of lN and aCTD
on NusACTD using NMR titrations. The solution structure of NusACTD shows two structurally
similar subdomains, NusA(353–416) and NusA(431–490), matching approximately two homologous
acidic sequence repeats. Further characterization of NusACTD with 15N NMR relaxation data
suggests that the interdomain region is only weakly structured and that the subdomains are not
interacting. Both subdomains adopt an (HhH)2 fold. These folds are normally involved in DNA–
protein and protein–protein interactions. NMR titration experiments show clear differences of the
interactions of these two domains with aCTD and lN, in spite of their structural similarity.

Keywords: NusA; anti-termination; termination; NMR; RNA polymerase; N-protein; phage l; HhH
motif

RNA synthesis in Escherichia coli is catalyzed by RNA
polymerase (RNAP), a multiprotein enzyme whose core
shows an a2bb

0 subunit composition (Nudler 1999). After
initiation of transcription, the essential transcription factor
NusA (N utilization substance A) associates with the

RNAP core enzyme, where it modulates transcriptional
pausing, termination, and anti-termination (Liu et al. 1996).

The crystal structures of two non-E. coli NusA factors
have been solved so far (Thermotoga maritima [Worbs
et al. 2001; Shin et al. 2003], Mycobacterium tuberculosis
[Gopal et al. 2001]). These structures show a common
domain organization, that is, an amino-terminal RNAP-
binding domain, followed by one S1 and two KH (K
homology) RNA-binding domains. This NusA core
organization is conserved in all bacteria for which such
sequence information is available. An additional carboxy-
terminal region, NusACTD, comprising �160 residues
is found in several a-, b-, and g-proteobacteria like
the enterobacterium E. coli, as well as in Chlamydia or
Treponema (Mah et al. 2000). Though NusACTD is not
as highly conserved as the NusA core, the region is char-
acterized by its acidity and frequently by an internal
sequence repeat of �70 residues.
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nuclear Overhauser spectroscopy; NusA, N utilization substance A;
NusACTD, carboxy-terminal domain of NusA; NMR, nuclear magnetic
resonance, PG-SLED, pulse gradient-stimulated echo longitudinal
encode-decode; RDC, residual dipolar coupling; RMSD, root mean-
square deviation; RNAP, RNA polymerase; SAM, sterile a motif.
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NusACTD probably serves as a multipurpose pro-
tein–protein interaction site as suggested by the exis-
tence of different binding partners of NusACTD in
distinct elongation complexes (Mogridge et al. 1995,
1998; Mooney et al. 1998; Mah et al. 1999, 2000;
Gusarov and Nudler 2001; Bonin et al. 2004). In spite
of the fact that NusA harbors three RNA-binding
domains, the affinity of isolated NusA to RNA is rather
weak (Mogridge et al. 1995). Binding studies with dele-
tion mutants of NusA, however, indicate that RNA
binding to E. coli NusA is hindered by the 80 carboxy-
terminal residues of NusACTD (Mah et al. 2000).
Furthermore, aCTD counteracts the inhibitory effect
of the carboxy-terminal 80 residues by binding to
NusACTD, thus providing a model for the regulation
of RNA binding in the NusA:RNAP complex in vivo
(Mah et al. 2000).

A similar mechanism to enhance the intrinsic RNA-
binding capacity of NusA was suggested for the lN
protein (Mah et al. 2000), which binds to NusA during
lN-mediated anti-termination (for recent reviews, see
Gusarov and Nudler 2001 and Nudler and Gottesman
2002). The minimal fragment of lN required for the lN–
NusA interaction consists of residues N34–K47 (Mogridge
et al. 1998). Recently, Bonin et al. (2004) determined the
X-ray structure of the lN(34–40)�NusA(352–421) complex
and presented calorimetric data that indicated an interac-
tion of lN(41–47) with NusACTD outside NusA(352–
421). However, in contrast to aCTD, lN(34–47) was not
able to stimulate RNA binding to NusA (Mogridge et al.
1998; Bonin et al. 2004). Thus, Bonin et al. (2004) inferred a
simple scaffold function for NusACTD in the lN:NusA
complex, and suggested different binding sites for aCTD
and lN on NusA(431–490). A direct interaction between
NusA(431–490) and lN(41–47), however, has not been
demonstrated yet, and it is not known whether aCTD
and lN bind simultaneously to NusACTD in the anti-
termination complex.

The modular architecture of the proteins establishing
the termination and anti-termination complexes allows
dissection and investigation of isolated domains and
complexes thereof. We used this fact to determine the
three-dimensional solution structure of NusA(339–495)
to high resolution, its dynamic properties, and its inter-
action sites with lN(1–53) and aCTD(233–329) using
NMR spectroscopy.

Results and Discussion

Structure calculation and validation

Initial analysis of 15N relaxation data (Fig. 1) revealed
significant variations of the f1Hg15N heteronuclear NOE
(HetNOE) and the relaxation rates along the backbone.

Values of the HetNOE<0.65 at 600 MHz are indicative
of a considerable flexibility on a picosecond timescale
(Tjandra et al. 1995) and could be observed for the
amino- and carboxy-terminal regions of NusACTD as
well as residues I417–P430. Higher average values of the
HetNOE �0.7 were found for NusA(353–416) and
NusA(431–490), suggesting that these parts of the pep-
tide chain are structured.

BothNusA(353–416) andNusA(431–490) exhibit similar
average values of the longitudinal R1 rates, 1.36 0.1 sec�1

Figure 1. 15N transverse (R2, top) and longitudinal (R1, middle) relaxa-

tion rates, and f1Hg15N heteronuclear NOE (bottom) at 14.1 T. Nega-

tive values of the HetNOE for amino- and carboxy-terminal residues

(T340, V341, D493, A495) have been omitted for clarity. The black

bars represent helices. The evident difference of average R2 values for

residues A350–A420 and residues P430–W490, together with the rela-

tively low values (<0.65; see dotted line) of the HetNOE in between

residues A420 and P430 corraborates the existence of two subdomains

separated by a mobile linker or hinge region. Quantitative analysis of

the relaxation data indicates that the two subdomains reorient par-

tially independent in solution and are noninteracting.
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and 1.66 0.9 sec�1, but show different average transversal
R2 rates, 13.66 1.9 sec�1 and 9.96 1.5 sec�1, respectively.
As the R2/R1 ratio for rigid residues is related to the rota-
tional correlation time tc (Kay et al. 1989), the different
R2/R1 ratios of NusA(353–416) and NusA(431–490),
together with the low HetNOE values for NusA(417–430),
suggest that NusACTD consists of two domains that are
separated by a flexible linker region.

The hypothesis of NusACTD exhibiting a two-domain
structure is supported by the fact that different ranges of
residual dipolar couplings (RDCs) were observed for
NusA(353–416), �12.4–19.0 Hz, and for NusA(431–490),
�8.3–11.0 Hz, indicating different alignment tensors for
these domains (Bax et al. 2001). In fact, in the course of
molecular dynamics simulations, the magnitude of the
alignment tensor Da could be determined as 10.56 0.25
Hz [NusA(353–416)] and 6.56 0.25 Hz [NusA(431–490)],
while the rhombicities R were 0.26 0.05 for NusA(353–
416) and 0.36 0.05 forNusA(431–490). The average align-
ment of both domains cannot be described by a single
alignment tensor; therefore, the significantly different ten-
sor components (Table 1) imply considerable relative
motion of NusA(353–416) and NusA(431–490) (Braddock
et al. 2001, 2002).

All NOESY cross-peaks could be interpreted as short
distances between protons within the domains NusA(353–
416) and NusA(431–490), respectively, and no NOE
between the two domains could be observed. Therefore,
though NMR experiments were performed using the com-
plete NusACTD, structures were calculated separately for
NusA(351–426) and NusA(426–495). Residues 339–350
were not included in the structure calculation, as this
region lacked nontrivial interresidual NOEs and showed
low HetNOE values, indicating high flexibility of the
amino terminus.

The structure calculation based on NMR-derived
restraints resulted inensembleswithhighprecisionofatomic
coordinates for both domains (Fig. 2A). No violations of
distance restraints >0.16 Å, dihedral angle restraints >3�,
or RDCs >0.72 Hz could be observed (Table 2). Further
validation of the structures with PROCHECK 3.5.4
(Morris et al. 1992; Laskowski et al. 1993) showed that
92.1% [NusA(351–426)] and 95.3% [NusA(426–495)] of
the nonglycine and nonproline residues adopted a con-

formation within the most favored regions of the Rama-
chandran plot.

The solution structures of NusA(351–426) and
NusA(426–495) were deposited in the Protein Data Bank
(PDB) (Berman et al. 2000), accession codes 1WCL and
1WCN.

Structure of NusACTD

NusACTD consists of two subdomains, NusA(353–416)
and NusA(431–490), that are connected by a linker region
(Fig. 2B). Either subdomain contains two helix-hairpin-

Figure 2. Structure of the carboxy-terminal domain of NusA. (A)

Backbone overlay of the 19 accepted structures for the two subdo-

mains of the carboxy-terminal domain of NusA, NusA(351–426), and

NusA(426–495), respectively. The linker residues are shown in red;

flexible residues at the amino and carboxyl terminus are depicted in

yellow. (B) Lowest energy structures of the relatively rigid parts of

NusACTD, NusA(353–416), and NusA(431–490) in ribbon represen-

tation. Each subdomain contains two HhH motifs that are linked

together by a so-called connector helix, thus adopting a compact

(HhH)2 fold. Helices h1/h10 and h2/h20 constitute the first and h4/h40

and h5/h50 the second HhH motif, whereas h3/h30 represent the con-

nector helices. The linker between the two subdomains seems to be

structured (see A, red part of overlay); however, 15N relaxation data

indicate that the interdomain region comprising about 14 amino acids

is flexible. The picture was drawn with MOLMOL (Koradi et al. 1996).

Table 1. Alignment data for NusA(353–416) and NusA(431–490)

Da (Hz) R Azz (Hz) Ayy (Hz) Axx (Hz)

NusA(353–416) 10.25 6 0.25 0.20 6 0.05 20.50 6 0.50 –13.65 6 1.11 –7.35 6 0.96

NusA(431–490) 6.25 6 0.25 0.30 6 0.05 12.50 6 0.50 –9.43 6 0.85 –3.85 6 0.63

Shown are the magnitude of the alignment tensor Da and the rhombicity R, as well as the eigenvalues of the alignment tensor
Azz, Ayy, and Axx. Different alignment tensors for individual domains indicate the presence of medium- to large-scale
interdomain motions (Braddock et al. 2001).
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helix (HhH) motifs, each formed by two anti-parallel a-
helices connected by a short hairpin (Doherty et al. 1996).

The amino-terminal HhH motif of NusA(353–416),
HhH1, is composed of helices h1 (H353–Y362) and h2
(E367–E376) and interacts with the carboxy-terminal
HhH motif of the first domain, HhH2, constituted by
helices h4 (M389–E394) and h5 (E400–T416). Analo-
gously, the amino-terminal HhH motif of NusA(431–
490), HhH10, which comprises helices h10 (D432–L435)
and h20 (R442–A449), packs on the carboxy-terminal
HhH motif, HhH20, which includes helices h40 (I464–
A468) and h50 (D475–C489).

The interhelical anglesof theHhHmotifs range from119�

to 129� (HhH1, 119�; HhH2, 124�; HhH10, 129�; HhH20,
122�), slightly less than the interhelical angles of 130�–155�

described for HhHmotifs earlier (Doherty et al. 1996; Shao
and Grishin 2000). These deviations from canonical HhH

motifs can be interpreted in the context of the observed
flexibility and the small database used for the determination
of the interhelical angles in Doherty et al. (1996).

The tight packing of the two HhH motifs results in
the formation of a compact hydrophobic core, which
is completed by the helix connecting the two HhH
motifs in each subdomain, helix h3 (L381–Y386) and
helix h30 (L456–A460). This arrangement of two HhH
motifs linked by a connector helix has been classified
as a separate fold termed (HhH)2 (Shao and Grishin
2000).

(HhH)2 folds are mainly implicated in DNA binding
(Shao and Grishin 2000), as confirmed by a search of the
PDB (Berman et al. 2000) using the average structures of
NusA(353–416) and NusA(431–490) with the DALI pro-
gram (Holm and Sander 1996). However, both domains
show similarity to the SAM (sterile a motif) domain of

Table 2. Summary of the structure calculation of NusA(351–426) and NusA(426–495)

Experimental restraints used for the structure calculation

NusA(351–426) NusA(426–495)

Distance restraints Total 883 699

Sequential 328 285

Medium-range 278 191

Long-range 268 199

Ambiguous/intramol. 9 24

Dihedral angles 39 28

Dipolar couplings 37 32

Hydrogen bonds (2 restraints each) 19 20

Molecular dynamics statistics

Energies (kcal/mol)

Epot 23.1324 6 1.7314 17.4150 6 1.1643

Ebond 1.0164 6 0.0879 0.8981 6 0.0962

Eangle 8.7168 6 0.8408 6.5624 6 0.6648

Eimpr 2.6457 6 0.2801 1.6269 6 0.2001

EvdW 5.2270 6 1.0387 2.8016 6 0.6186

ENOE 4.0465 6 0.5038 3.4700 6 0.5815

Eedih 0.0322 6 0.0495 0.0752 6 0.0846

Esani 1.4478 6 0.4740 1.9808 6 0.4104

RMSDs from ideal distances (Å) Bond lengths 0.0007 6 0.0001 0.0009 6 0.0001

Distance restraints 0.0054 6 0.0004 0.0097 6 0.0008

RMSDs from ideal angles (deg) Bond angles 0.1169 6 0.0065 0.1520 6 0.0075

Dihedral angle restraints 0.0655 6 0.0303 0.3179 6 0.2822

RMSDs from dipolar couplings (Hz) 0.1978 6 0.0327 0.2488 6 0.0249

Atomic RMSDs of structural ensemble (Å)

Backbone heavy atomsa 0.34 (H353–T416)b 0.36 (A431–W490)b

Heavy atomsa 0.70 (H353–T416)b 0.72 (A431–W490)b

Ramachandran Plot statistics

Residues in

Most favored regions 92.1% 95.3%

Allowed regions 7.0% 4.4%

Except for the experimental restraints and the atomic RMSD data, all values are average values over the 19 accepted structures
in the format average value 6 standard deviation.
a Structural precision was calculated with reference to the structure with lowest value of the target function.
bAll residues were included for calculation of the structural superposition.
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the ephrin 2 receptor (PDB 1b4f; Thanos et al. 1999).
This is a typical representative of proteins whose (HhH)2
fold mediates protein–protein interactions.

Comparison of the two subdomains of NusACTD

Overlay of the average structures of NusA(356–415) and
NusA(431–490) results in a backboneRMSDof 1.9 Å, and
thus confirms that the sequence homology of the acidic
repeats is reflected in the three-dimensional structure.
The superposition of the two domains (Fig. 3) shows
similar positions and orientations for helices h2–h5 and
h20–h50, but not for helices h1 and h10, though all helices
tend to be shorter in the second domain.

Both domains are considerably acidic with net charges
of �11e� and �9e� and theoretical pIs of about 4. The

two domains show clear differences in the distribution
of polar and hydrophobic as well as charged residues
(Fig. 4), which may explain their differential recognition
of binding partners.

Oligomeric state of NusACTD

(HhH)2 motifs have been implicated in oligomerization
(Kim and Bowie 2003), which would have to be consid-
ered in the analysis of relaxation data.

To examine the possible formation of oligomers, we
performed translational diffusion measurements (Wilkins
et al. 1999) at concentrations of 0.175, 0.35, and 0.70 mM
NusACTD. The resulting average hydrodynamic radius
of rH=25.56 0.3 Å was found to be independent of the
protein concentration, which clearly indicates the virtual

Figure 3. The sequence homology of the two subdomains in the carboxy-terminal part of NusA is mirrored in the structural

similarity of NusA(353–416) and NusA(431–490). (A) Overlay of NusA(353–416) and NusA(431–490). The arrangement of helices

[NusA(353–416), h1–h5; NusA(431–490), h10–h50], which are represented as red and blue cylinders for NusA(353–416) and

NusA(431–490), respectively, reveals a common overall fold. In contrast to helices h1 and h10, helices h2–h5 share similar positions

and orientations with h20–h50, though helices in the second subdomain tend to be shorter. The superposition was calculated for the

backbone atoms of I356–A415 and A431–W490 and drawn using MOLMOL (Koradi et al. 1996). (B) Alignment of NusA(353–

416) and NusA(431–490) with T-Coffee (Notredame et al. 2000) shows a sequence identity and homology of 31.3% and 60.9%,

respectively. The secondary structure (H, helix), the helix-hairpin-helix (HhH) motifs as well as the connector helix (C) are reported

beneath the sequence with primes for the second subdomain. For comparison, the 16-residue sequence characteristic of HhH

motifs (Doherty et al. 1996) is shown above the sequence and the Gly—hydrophobic amino acid—Gly (GhG) pattern in the

hairpin is highlighted in blue. Note that in all HhH motifs occuring in NusACTD, the second Gly that serves as a helix cap

(Doherty et al. 1996) is replaced by more typical helix-capping residues like Asp or Thr (Kumar and Bansal 1998).
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absence of a fast monomer–oligomer equilibrium in the
protein solution. In addition, the value of rH cannot be
explained in terms of dimer or higher oligomer formation
of NusACTD. Although the hydrodynamic radius of a
hypothetical spherical NusACTD can be estimated to be
20.7 Å for a monomer and 25.3 Å for a dimer (Wilkins
et al. 1999), a more realistic calculation with an elongated
NusA(353–490) structure using a shell model (de la Torre
and Carrasco 2000) leads to a hydrodynamic radius of
22.7 Å. The difference between this value and the experi-
mental value of 25.5 Å may easily be explained by the
fact that the flexible amino- and carboxy-terminal resi-
dues could not be taken into account in this model. Thus,
the experimental value for the hydrodynamic radius is
virtually identical to the one calculated from a monomer
model.

Rotational diffusion of NusACTD

15N relaxation data of anisotropically tumbling proteins
contain information about the orientation of each N-HN

vector relative to the overall diffusion frame of the mole-
cule. Therefore, this data is frequently used to determine
the relative orientation of individual domains in multi-
domain proteins (for review, see Fushman et al. 2004).
This approach, however, assumes domains with fixed rela-
tive orientations. In all other cases, the diffusion of the
domains will not only be governed by the diffusion of the
particle as a whole, but will be influenced to a certain
extent by the diffusional properties of the single domains.
Thus, by calculating the diffusion tensor separately for
each domain within a multidomain protein, it is pos-

sible to determine whether the domains are mutually inde-
pendent.

This is clearly the case for NusA(353–416) and
NusA(431–490). Quantitative analysis of the 15N data
reveals significantly different diffusion tensors for these
domains (Table 3), leading to the conclusion that their
movements are highly uncorrelated.

The rotational correlation times were calculated from
the 15N relaxation rates R1 and R2 that were determined
for residues inside NusA(353–416) and NusA(431–490)
in the intact NusACTD. The resulting correlation times
were 9.56 0.3 nsec and 7.06 0.2 nsec, respectively, both
values being higher than the roughly 4.5 nsec expected
for globular, compact proteins of 64 and 60 residues
(Maciejewski et al. 2000). This difference, however,
may easily be explained by the fact that unstructured
regions precede and follow the two domains of
NusACTD, and that these domains are connected by a
linker. The linker and the terminal extensions affect the
rotational correlation times of the isolated domains in
different ways. First, the linker restricts the relative
movements of the two domains, which leads to an
increase in the tumbling times of NusA(353–416) and
NusA(431–490). Second, flexible termini can enhance
the rotational correlation times significantly (Tjandra
et al. 1995), which is reflected in the tumbling time of
NusA(353–416) compared with NusA(431–495).

Taken together, the alignment and relaxation data
strongly suggest that NusA(353–416) and NusA(431–
490) are not interacting or are preferentially orientated
relative to each other. This justifies our initial approach
to treat the domains separately.

Figure 4. Surface representations of the lowest energy structures of NusA(353–416) and NusA(431–490) showing the distribu-

tion of charged (A) and polar residues (B). As a reference, the corresponding orientations of the subdomains are drawn in

ribbon style (C). Both charged (negative, red; positive, blue; neutral, gray) and polar (polar, blue; hydrophobic, green) residues

are differently distributed on the surface. The preparation of the figure was done using MOLMOL (Koradi et al. 1996).
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Comparison of free and complexed NusACTD

Recently, the structure of the complex of lN(34–47) with
two fragments of NusA, NusA(352–419), and NusA(352–
421), respectively, has been determined by X-ray crystal-
lography (Bonin et al. 2004). The NusA molecules are
crystallographically independent, but structurally similar
with an RMSD of the backbone heavy atoms of 0.67 Å
for H353–T416. Both structures deviate only slightly from
the uncomplexed solution structure of NusA(353–416),
with an RMSD of the backbone heavy atoms of 1.20 Å
and 1.10 Å (Fig. 5). Only minor differences between the
free and the complexed structures could be observed, and
most of these differences are located in the amino-terminal
helix and the hairpin of the second HhH motif, involving
M389–D399. These residues feature decreased HetNOE
values in the free NusACTD, reflecting increased
flexibility on a pico- to nanosecond time scale. lN(34–
47) contacts this region via L40 by side-chain–side-chain
interactions with L398, supporting the idea that the
flexibility of the helix and the adjacent hairpin might
play an important role in recognition (Atkinson and
Kieffer 2004). Thus, in general, conformational rearrange-
ments upon complex formation are minor, in line with
the suggested function of NusA(353–416) as a scaffold
conferring additional stability to the complex (Bonin
et al. 2004).

Interactions of NusACTD with �CTD and �N

In order to elucidate the sites of NusACTD that bind
lN and aCTD, 15N-labeled NusACTD was titrated

Table 3. Diffusion tensor analysis from R2 and R1 data at 600 MHz of NusA(353–416) and NusA(431–490)

Diffusion tensor statisticsa

Isotropic

Axially symmetric

(prolate)

Axially symmetric

(oblate) Anisotropic

�2
(5%) �2

exp �2
(5%) �2

exp �2
(5%) �2

exp �2
(5%) �2

exp

NusA(353–416) 44.2 207.6 40.0 48.5 39.7 48.5 37.0 19.0

NusA(431–490) 31.4 55.98 26.6 24.3 28.0 39.7 23.4 22.9

.
Diffusion tensor componentsb

Dzz (10
7 s-1) Dyy (10

7 s-1) Dxx (107 s-1) z h tc,eff [ns]

NusA(353–416) 2.31 6 0.05 1.73 6 0.06 1.22 6 0.05 1.6 6 0.1 0.91 6 0.19 9.5 6 0.3

NusA(431–490) 3.11 6 0.12 2.01 6 0.07 2.01 6 0.07 1.6 6 0.1 0 7.0 6 0.2

a�2
(5%) corresponds to the a¼ 0.05 confidence limit for the fit derived from 500 Monte Carlo simulations, �2

exp refers to the
value of the target function used for the fit. Values of �2

(5%) and �2
exp for accepted models are shown in bold italic. An

F-statistic was used to differentiate between the prolate (four parameters) and the fully asymmetric model (six parameters) for
NusA(431–490). The critical values for the F-statistic with a¼ 0.1 amount to Fexp¼ 4.6 and F(10%)¼ 22.3, indicating that the
improvement of the fit upon using the six-parameter model is not statistically relevant (Mandel et al. 1995; Dosset et al. 2000).
NusA(431–490) is thus best described by a prolate axially symmetric diffusion model, NusA(353–416) by an anisotropic
diffusion tensor.
bDiffusion tensor components from R2 and R1 data at 600 MHz [NusA(353–416): 33 N-HN vectors; NusA(431–490): 21 N-HN

vectors] for accepted models of NusA(353–416) and NusA(431–490). For a prolate diffusion tensor (Dzz�Dyy � Dyy�Dxx) the
anisotropy and rhombicity are defined as z¼ 2Dzz/(Dxx+Dyy) and h¼ 3/2 � (Dyy�Dxx)/Dzz � z/(z� 1), respectively, and charac-
terize the deviations from a spherical top (Fushman et al. 2004). The effective rotational correlation time is related to the diffusion
tensor components via tc,eff¼ 1/(2Dxx+2Dyy+2Dzz). Parameter uncertainties of the diffusion parameters were taken from 500
Monte Carlo simulations.

Figure 5. Overlay of the uncomplexed average structure of NusA(353–

416) solved by NMR (this work, red) with the crystal structure 1U9L

(Bonin et al. 2004), in which NusA(352–419) (chain A in 1U9L, blue)

and NusA(352–421) (chain B in 1U9L, green) form a complex with

lN(34–47), respectively. Chains A and B are crystallographically inde-

pendent, but almost identical to each other with an RMSD of the

backbone heavy atoms of 0.67 over residues H353–T416. Both struc-

tures deviate only slightly from the uncomplexed NusA(353–416), with

a backbone RMSD of 1.20 and 1.10, for chains A and B, respectively.

The overlay was calculated and drawn with MOLMOL.
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with unlabeled aCTD or unlabeled lN(1–53). HSQC
spectra of the sample were taken after each titration
step (Fig. 6).

Line broadening or chemical-shift changes could be
observed for approximately two-thirds of the resonances
of NusACTD throughout the titration with lN(1–53),
beginning with a NusACTD:lN(1–53) ratio of 0.4 and
ending with a ratio of 3.4. Most resonances were broad-
ened beyond detection starting from a NusACTD:lN(1–
53) ratio of 1.3 and thus could not be tracked during the
titration. From a ratio of 2.6, resonances appeared at
new positions in the spectra, probably from the
NusACTD:lN(1–53) complex. This broadening and re-
appearance of resonances is typical for intermediate
exchange processes (Zuiderweg 2002) and prevented
detection of resonances for a wide range of concentration
ratios.

During the titration, 98% and 70%, respectively, of
the assigned backbone amide cross-peaks in the first and
second domain showed significant changes in resonance
intensity or position (�0.05 ppm in 1H or �0.4 ppm in
15N dimension). As most residues were affected by the
presence of lN(1–53), it was impossible to delineate a
contact interface of lN(1–53) on NusACTD. Wide-
spread chemical-shift perturbations may indicate allo-

steric processes (Stevens et al. 2001). Comparison of the
free and complexed NusA(353–416), however, clearly
shows that the first domain of NusACTD does not
undergo major rearrangements upon complex forma-
tion. Although no complex structure is available for
the second domain of NusACTD, lN is believed to
bind in a similar fashion to both domains (Bonin et al.
2004), rendering large-scale structural changes unlikely.
Instead, the scattered chemical-shift perturbations might
be explained by subtle changes in the tertiary structure.
Nevertheless, given that lN(1–53) and NusACTD are
strongly oppositely charged, unspecific interactions can-
not be ruled out. In summary, both domains of
NusACTD are affected by the presence of lN(1–53),
providing direct evidence for an interaction of
lN(1–53) with NusA(353–416) and NusA(431–490).

Addition of aCTD to 15N-labeled NusACTD resulted
in changes in HSQC resonance intensity or position for
approximately one-third of the total NusA(339–495)
backbone amide resonances from the first titration step
(NusACTD:aCTD ratio of 0.5). Most of the perturbed
resonances exhibited severe line broadening above a
NusACTD:aCTD ratio of 1.1, and thus, could not be
followed during the titration. Some of the affected reso-
nances remained visible at all examined NusACTD:

Figure 6. Titration of NusACTD with aCTD and lN(1–53). (A) Interaction of NusACTD with aCTD. 15N-labeled GP-NusA(339–495) was

titrated with unlabeled aCTD until no further changes were observed in the spectra, resulting in a NusACTD:aCTD ratio of 1:2.1. Shown are the

overlays of the 1H15N-HSQC spectra at 700 MHz of the end points of the titrations, corresponding to the free (blue) and complexed (red)

NusACTD. (B) Interaction of NusACTD with lN(1–53). 15N-labeled GP-NusA(339–495) was titrated with lN(1–53) until no further changes

were observed in the spectra, resulting in a NusACTD:lN(1–53) ratio of 1:3.4. Shown are the overlays of the 1H15N-HSQC spectra at 700 MHz of

the end points of the titrations, corresponding to the free (blue) and complexed (red) NusACTD.
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aCTD ratios up to the end point of the titration
(NusACTD:aCTD ratio of 2.1), again indicating inter-
mediate exchange rather than protein aggregation.

In total, chemical-shift changes could be observed for
98% of the resolved backbone amide resonances of the
second domain, respectively, whereas the resonances in
the first domain remained unaffected by the presence of
aCTD. Though no defined contact interface of aCTD
on NusACTD could be derived by the titration experi-
ments, the data clearly argue for aCTD binding solely
to NusA(431–490). Together with structural data and
the fact that aCTD is able to relieve the inhibitory effect
of NusACTD on RNA binding (Mah et al. 2000), the
titration data strongly suggest that NusA(431–490)
functions as a domain regulating RNA binding.

Implications for the role of NusACTD in termination
and anti-termination

In summary, the structural data provided here suggests
how NusACTD functions as a versatile protein–protein
interaction site in different transcription complexes. The
domain structure offers an explanation of how
NusA(431–490) regulates RNA binding to NusA. The
flexible linker allows rearrangement of NusA(431–490)
relative to the rest of the protein to facilitate access to the
RNA-binding sites of NusA on complexation with
aCTD. Spatial adaptability might also play a role in
switching from the termination-competent NusA:RNAP
complex to the lN:NusA:RNAP complex, which is cap-
able of anti-termination.

In addition to its regulatory function, the NusA(431–
490):aCTD interaction possibly enhances the stability of
the NusA:RNAP complex (Liu et al. 1996). This could
explain why a mutant NusA with residues L344–A495
missing prevents bacterial growth at elevated tempera-
tures (Tsugawa et al. 1988).

We demonstrated in NMR-titration experiments that
lN(1–53) binds to both domains of NusACTD,
NusA(353–416), and NusA(431–490). The region respon-
sible for the NusACTD interaction on lN is presumably
located within residues N34–K47 (Mogridge et al. 1998).
Despite its probable binding toNusA(431–490), lN(34–47)
cannot stimulate NusA’s intrinsic RNA-binding capacity
(Bonin et al. 2004). NusA, however, does bind sequence
specifically to nut RNA in lN:NusA:nut complexes
(Mogridge et al. 1995; Mah et al. 2000). The KD of full-
length lNandNusA or a lN:nutBoxB:NusA complex is of
the order of 50 nM (van Gilst and von Hippel 1997; Xia et
al. 2003), suggesting that lN or the lN:nutBoxB complex
might simply displace NusA(431–490) in the competition
for the RNA-binding site. This is in accordance with the
complex-stabilizing function of the NusA(353–416)–
lN(34–40) interaction.

To get further insight into the role of NusA(353–416)
andNusA(431–490) in termination and anti-termination,
our future research will focus on the elucidation of the
complexes of NusACTD with lN and aCTD, as well as
investigation of the intramolecular interaction of
NusA(431–490) and the RNA-binding sites of NusA.

Materials and methods

Protein production

lN(1–53) was expressed in E. coli BL21(DE3) using the
pTKK19 expression vector (Kohno et al. 1998). The resulting
fusion protein consisted of an amino-terminal deca-histidine-
tag, followed by ubiquitin and lN(1–53), and was purified by
immobilized nickel-affinity chromatography under nonnative
conditions. Subsequent cleavage by yeast ubiquitin hydrolase
and a further high-performance liquid chromatography step
yielded pure lN(1–53). E. coli aCTD(233–329) was expressed
as a deca-histidine-tagged protein in BL21(DE3) from pET-
19b (Novagen) and purified by immobilized nickel-affinity
chromatography under native conditions. The histidine-tag
was cleaved off with rhinovirus protease 3C (Cordingley
et al. 1990), resulting in two additional amino-terminal resi-
dues (Gly-Pro). NusACTD was expressed and purified as
GP-NusA(339–495) (Eisenmann et al. 2004). NMR samples
contained 0.5–1.5 mM GP-NusA(339–495) in 10 mM potas-
sium phosphate (pH 6.8), 50 mM sodium chloride, 0.02%
sodium azide, and 10% D2O.

NMR spectroscopy

All NMR experiments were performed at 298 K on Bruker
Avance400, DRX600, Avance700, and Avance800 spectrometers
equipped with inverse 1H/13C/15N triple-resonance probes with
pulsed-field gradient capabilities. In addition to the spectra needed
for backbone and side-chain resonance assignments (Eisenmann
et al. 2004), 13C-NOESY-HSQC, 15N-NOESY-HSQC, CNH-
NOESY, CCH-NOESY, NNH-NOESY, and 4D-C,C-NOESY
experiments with mixing times of 120 msec were acquired on
uniformly 15N and 15N, 13C-labeled GP-NusA(339–495) at a
concentration of 1.5 mM to obtain distance restraints (Sattler
et al. 1999). For angle restraints, 3J(HNHA) scalar coupling con-
stants were determined from intensity ratios of diagonal and
cross-peaks in the HNHA spectrum (Vuister and Bax 1993).
Slowly exchanging amide protons were identified in a series of
15N-HSQC spectra acquired after dissolving freeze-dried 15N-
labeled GP-NusA(339–495) in D2O, and those amide protons
still visible after 15 min were assumed to be involved in hydrogen
bonds. 1D(NHN) RDCs were obtained from J-modulated HSQC
experiments at 800 MHz (Tjandra et al. 1996) with a 0.5-mM
sample of GP-NusA(339–495) in the presence of 10 mg/mL Pf1
phage (Hansen et al. 1998) by subtracting the 1J(NHN) scalar
coupling constants measured in reference spectra without Pf1
phage. A sample of 0.5 mM 15N-labeled GP-NusA(339–495)
was used for measuring 15N R1 and R2 rates, as well as the
HetNOE, with published pulse sequences (Dayie and Wagner
1994). For the determination of R1 and R2 at a proton frequency
of 600 MHz, spectra were recorded with delays of 6.88 (33),
752.33 (33), 1020.48 (33), and 1288.63 (33) msec, and 16.96
(33), 84.4 (33), 101.76 (33), and 118.72 (33) msec, respectively.
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TheHetNOEs were averaged over two independent data sets. The
NMR data were processed using NMRPipe (Delaglio et al. 1995)
and in-house written software, and analyzed with the program
package NMRview5.0.4 (Johnson and Blevins 1994). Diffusion
experiments were performed at a proton resonance frequency of
400 MHz on samples of 175, 350, and 700 mM GP-NusA(339–
495) in D2O containing 0.5% dioxan, 10 mM potassium phos-
phate (pH 6.8), 50mM sodium chloride, and 0.02% sodium azide.
For each experiment, five independent series of 1D spectra
were acquired using the PG-SLED pulse sequence (Jones et al.
1997) with a gradient time of 7 msec, an echo time of 70 msec,
and gradient strengths of 5%–50% in 5% increments, and
50%–100% in 6.25% increments. A single Gaussian was fitted
to the decay of the protein signal, and the decay of the dioxane
signal was described by two Gaussians to account for the
overlap of the dioxane signal with the protein signal. Titrations
were performed by adding aliquots of a concentrated stock solu-
tion of unlabeled lN(1–53) or aCTD(233–329) to a sample of
�0.5 mM 15N-labeled GP-NusA(339–495) and acquiring 1H15N
HSQC spectra at 700 MHz after each titration step. In both
titrations, ligands were added to GP-NusA(339–495) until no
further changes could be observed in the spectra.

Structure calculation

Distance restraints for structure calculation were derived from
NNH-NOESY, 13C- and 15N-NOESY-HSQC spectra, and
4D-C,C-NOESY spectra. NOESY cross-peaks were classified
according to their relative intensities and converted to distance
restraints with upper limits of 2.7 Å (strong), 3.5 Å (medium),
and 5.0 Å (weak). For ambiguous distance restraints, the r�6

summation over all assigned possibilities defined the upper
limit (Nilges 1995).
The raw scalar coupling constants were multiplied with a

correction factor of 1.1 to take into account the different relaxa-
tion rates of in-phase and anti-phase components (Vuister and
Bax 1993). Residues with scalar coupling constants below 6 Hz
were restrained to dihedral angles between �80� and �40�,
residues showing coupling constants above 8 Hz were restricted
to dihedral angles of �160� to �80� (Schweimer et al. 2002).
Glycines were omitted, since they were not stereospecifically
assigned, and since the coupling constants are likely affected
by cross-relaxation (Vuister and Bax 1993).
Hydrogen bonds were included in the final structure calcu-

lation if the acceptor of a slowly exchanging amide proton
could be identified from the results of preceding structure
calculations. Thus, a hydrogen bond was assumed if the dis-
tance of the carboxyl oxygen and the amide proton was below
2.6 Å, and the angle of the amide proton, the amide nitrogen,
and the carboxyl oxygen was <60� in all accepted structures.
For each hydrogen bond, the distance between the amide
proton and the acceptor was restrained to <2.3 Å, and the
distance between the amide nitrogen and the acceptor was
restrained to <3.3 Å (Schweimer et al. 2002).
All prolines were considered to adopt the trans conforma-

tion as strong HA(i)-HD(i+1) and HN(i) and HD(i+1) NOEs
could be observed (Wüthrich 1986).
The structures for NusA(351–426) and NusA(426–495) were

calculated separately, since no NOEs could be observed
between the two regions, and relaxation data suggested an at
least partly independent reorientation of the two regions. GP-
NusA(339–350) was omitted in the structure calculation, due
to the lack of inter-residual NOEs and low values of the
HetNOEs, both indicating a flexible amino terminus.

The structure calculations were performed with the program
XPLOR-NIH 1.2.1 (Schwieters et al. 2003) using a three-step
simulated annealing protocol (Nilges et al. 1988a,b,c) with
floating assignment of prochiral groups (Folmer et al. 1997).

First conformational space, sampling was carried out for 120
psec with a time step of 3 fsec at a temperature of 2000 K,
followed by a cooling period of 120 psec down to 1000 K, and
60 psec cooling to 100 K, both with a time step of 2 fsec. A
modified conformational database potential for backbone and
side-chain dihedral angles was applied (Kuszewski and Clore
2000; Neudecker et al. 2001). The proline angles were modified
according to Neudecker et al. (2004). After simulated anneal-
ing, the structures were subjected to 1000 steps of Powell mini-
mization (Powell 1977), and the final 500 steps were minimized
without conformational database potential.

In a first step, 90 structures were calculated (Table 1) using
883/699 [NusA(351–426)/NusA(426–495)] distance and 39/28
dihedral angle restraints; in a second step, 38/40 additional
restraints from hydrogen exchange experiments were included.
The 32 structures with the lowest total energy were then
refined using 37/32 1D(NHN) RDCs with a harmonic potential
(Tjandra et al. 1997). Flexible residues (for definition, see
‘‘NMR data relaxation analysis,’’ below) were excluded from
the calculations. The tensor components of the alignment were
optimized separately for NusA(351–426) and NusA(426–495)
with a grid search by varying the axial component Da and the
rhombicity R in steps of 0.5 and 0.1, respectively. The initial
values of Da and R were estimated from the distribution of
the 1D(NHN) (Clore et al. 1998) and a molecular dynamics
run was performed for each pair of Da and R, yielding
axial components of 10.56 0.25 Hz [NusA(351–426)] and
6.560.25 Hz [NusA(426–495)], and rhombicities of 0.26 0.05
[NusA(351–426)] and 0.36 0.05 [NusA(426–495)] for the ener-
getically most favorable combination of Da and R.

The 19 structures showing the lowest values of the target
function excluding the database potential were further ana-
lyzed with XPLOR-NIH 1.2.1 (Schwieters et al. 2003) and
PROCHECK 3.5.4 (Morris et al. 1992; Laskowski et al. 1993).

Helix angles in the average structure were estimated by
interpolating axes through all heavy atoms in each of the
helices according to the MOLMOL least-squares algorithm.

NMR relaxation data analysis

Relaxation rates were calculated by least-squares fitting of
mono-exponential decays to the peak-heights with the program
Curvefit (A.G. Palmer III, Columbia University, NY, unpubl.).
Errors were estimated to be 5% for relaxation rates and 10%
for the HetNOEs. The coarse filter of Pawley et al. (2001)
served to identify flexible residues [six in NusA(353–416), 12
in NusA(431–490)], that is, residues with significant motions on
a pico- to nanosecond timescale, and residues probably involved
in exchange processes. Additionally, residues outside of regular
secondary structure and H353, Y362, L373, and Y386 were not
taken into account for the calculation of the diffusion tensors
with Tensor2 (Dosset et al. 2000) using standard settings.
Hydrodynamic parameters of an elongated NusA(353–490)
molecule were computed with HYDRONMR version 5a using
a shell model (de la Torre and Carrasco 2000).
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Biol. 314: 1087–1095.

Gusarov, I. and Nudler, E. 2001. Control of intrinsic transcription termi-
nation by N and NusA: The basic mechanisms. Cell 107: 437–449.

Hansen, M.R., Mueller, L., and Pardi, A. 1998. Tunable alignment of
macromolecules by filamentous phage yields dipolar coupling interac-
tions. Nat. Struct. Biol. 5: 1065–1074.

Holm, L. and Sander, C. 1996. Mapping the protein universe. Science 273:
595–602.

Johnson, B.A. and Blevins, R.A. 1994. NMRview: A computer program for
the visualization and analysis of NMR data. J. Biomol. NMR 4: 603–614.

Jones, J.A., Wilkins, D.K., Smith, L.J., and Dobson, C.M. 1997. Charac-
terisation of protein unfolding by NMR diffusion measurements.
J. Biomol. NMR 10: 199–203.

Kay, L.E., Torchia, D.A., and Bax, A. 1989. Backbone dynamics of
proteins as studied by 15N inverse detected heteronuclear NMR spec-
troscopy: Application to staphylococcal nuclease. Biochemistry 28:

8972–8979.

Kim, C.A. and Bowie, J.U. 2003. SAM domains: Uniform structure,
diversity of function. Trends Biochem. Sci. 28: 625–628.

Kohno, T., Kusunoki, H., Sato, K., and Wakamatsu, K. 1998. A new
general method for the biosynthesis of stable isotope-enriched peptides
using a decahistidine-tagged ubiquitin fusion system: An application to
the production of mastoparan-X uniformly enriched with 15N and
15N/13C. J. Biomol. NMR 12: 109–121.
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Abstract 

Transcription in prokaryotes is mainly regulated at three distinct stages, the transcrip-

tion initiation, the elongation, and the termination steps, each involving a number of 

proteins in addition to the RNA polymerase (RNAP) forming the active complex. Al-

though the crystal structure of the elongating prokaryotic RNA polymerase is known, 

one of the crucial regulatory domains, the carboxyterminal domain of the α subunit 

(αCTD), and its interaction with other transcription factors remained elusive. The com-

plex structure between the elongation factor NusA, acidic repeat 2, and the αCTD as 

determined by multidimensional high resolution NMR shows a novel mode of interac-

tion, entirely different from known structures of complexes of proteins with similar fold. 

NusA blocks the αCTD »265 determinant« known to bind to the key upstream activating 

element. This suggests the NusA-αCTD interaction to be a key switch from initiation to 

elongation.
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DNA-dependent RNA polymerase (RNAP) is the central enzyme of gene expression and a 

major target of regulatory factors. Core RNAP of Escherichia coli (E. coli) consists of five 

subdomains: β’, β, a dimer of α subunits and the ω subunit 1. Whereas the β and β’ subunits 

catalyze RNA polymerization, the two α subunit N-terminal domains (αNTD) orchestrate 

RNAP assembly and the α subunit C-terminus forms an independent domain (αCTD) attached 

via an unstructured linker 2. The ω subunit is dispensable for cell viability, but may act as a 

chaperone and promote RNAP assembly in vitro 3, 4. The core enzyme is capable of RNA syn-

thesis, and one of the several specificity σ-factors converts the core enzyme into the holoen-

zyme necessary to initiate transcription. Then, the σ-factor releases the processive RNAP 5. 

Regulation of initiation via αCTD is based on two separate events: First, αCTD can interact 

with cis-acting DNA sequences upstream of promoters (upstream elements, UP), increasing 

the basal transcription level up to two orders of magnitude 6; secondly, αCTD interacts with 

upstream DNA bound transcription activators such as the catabolite activator protein (CAP) 

or  the superoxide response regulator proteins MarA or SoxR 7-9. Class I CAP-dependent tran-

scription of the lac operon  are mediated by three determinants on the surface of αCTD, the 

»261 determinant«, residues 257-259, and 261, that mediates interaction with σ70 factor, the 

»265 determinant«, residues 265, 294, 296, 299, and 302, that interacts with DNA, and the 

»287 determinant«, residues 285-290, 315, 317, and 318, that interacts with activators such as 

CAP 7, 10, 11. In contrast, MarA and SoxS interact with αCTD via the »265 Determinant« 9. 

For successful regulation of transcription elongation several additional host proteins are re-

quired, such as N utilization substances A (NusA), B, E, and G 12-15. In vivo, NusA is key in 

the regulation of transcription elongation by enhancing pausing of RNAP 16-18, and NusA en-

hances termination of transcription at intrinsic terminators in vitro by interacting with nascent 

RNA19-21. NusA is not able to bind RNA directly as AR2 blocks the RNA binding domains of 

NusA 22. To release this autoinhibition, αCTD binds to AR2 22-24.  

 

RESULTS 

Structure Description 

 

We determined the solution structure of the 19 kDa complex between AR2 (residues 426-495) 

and αCTD (residues 249-329) by heteronuclear double- and triple-resonance NMR spectros-

copy. The structure calculation based on 2470 NMR-derived restrains including 33 intermo-

lecular distance restraints resulted in ensembles with high precision of atomic coordinates for 

both proteins together with good stereochemical properties. No violations of distance restrains 
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> 0.1 Å and dihedral angle restraints > 3° could be observed. A summary of the structural and 

restraint statistics is given in Table 1. Figure 1 shows an overlay of the 20 lowest-energy con-

formers obtained from structure calculations. The superposition of AR2complex in the complex 

shows a backbone rmsd of 0.39 Å (Fig. 1A). αCTDcomplex alone shows a backbone rmsd of 

0.66 Å (Fig. 1B). The overlay of the complex shows a backbone rmsd of 1.38 Å (Fig. 1C).  

 
FIGURE 1 Superposition of the best 20 calculated structures of AR2 in complex with αCTD. Fig. 1A 
shows the superposition of AR2complex (green) with an rmsd of 0.39 Å. Fig. 1B shows the superposition of 
αCTDcomplex (red) with an rmsd of 0.66 Å. Fig. 1C shows the superposition of the complex of AR2 (green) and 
αCTD (red) with an rmsd of 1.38 Å. 
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Table 1. NMR structure determination statistics. 

  

Total NOE Distance Restraints 2470 

Intermolecular (AR2 – αCTD) 33 

  

Intramolecular (AR2) 1241 

Intraresidual 366 

Interresidual 

Sequential, medium, long 

 

323, 330, 222 

Hydrogen Bond Restraints 22 

Dihedral Angle Restraints 7 

  

Intramolecular (αCTD) 1196 

Intraresidual 470 

Interresidual 

Sequential, medium, long 

 

281, 244, 201 

Hydrogen Bond Restraints 16 

Dihedral Angle Restraints 33 

  

<RMSD> from mean structure   

Backbone/heavy atom for AR2 – αCTD (Å) 1.38 

Backbone/heavy atom for AR2 (Å) 0.39 

Backbone/heavy atom for αCTD (Å) 0.66 

  

Ramachandran Plot (% residues)  

Most Favourable Region 89.3 

Additionally Allowed Region 8.5 

Generously Allowed Region 2.0 

Disallowed Region 0.3 

 

Both protein subunits are predominantly α-helical (Fig 2A) and each contains two helix-

hairpin-helix (HhH) motifs connected by an additional α-helix, an arrangement classified as a 

separate fold termed (HhH)2 25. This fold is present in a variety of protein families involved in 

non-sequence-specific DNA binding such as DNA-polymerases, ligases, and nucleases. In 

  



Einzelarbeit C 78 

AR2 as well as αCTD, helices 1 and 2 form the first HhH-motif, and helices 4 and 5 form the 

second HhH-motif, helix 3 connects the individual HhH-motifs. This overall fold of AR2 and 

αCTD does not change upon complex formation, the rmsd between free 24 and bound AR2 

being 1.08 Å and the rmsd between free 26 and bound αCTD being 2.00 Å for residues 249-

316, nearly the entire difference arising from slightly different loop orientations (residues 293 

to 296) and the slightly larger angle between helices 2 and 4 as compared to the free protein, 

rendering complex formation a rigid-body association mechanism 27. 

The interaction surface of AR2 and αCTD is composed of a hydrophobic groove at the AR2 

surface consisting of residues from helix 4 (Ile 464) and the centre of helix 5 (Ile 482, Met 

483) and an αCTD counterpart located in the hairpin (Lys291-Gly296) between helix 4 and 

helix 5 (Fig. 2B). Pro293 forms the tip of the αCTD hairpin and is deeply imbedded into the 

AR2 pocket (Fig. 2C). Lys291 and probably Lys297 form salt bridges with AR2 sidechain 

carboxylates of AR2, but the exact counterpart could not be derived from the NMR data. The 

buried surface area of 811 Å2 is of comparable size to that observed for other complexes in-

volving (HhH)2 domains, for example the complex between AR1 and λN-peptide 28 and for 

αCTD in the complex with DNA and CAP 29. The small interaction interface is consistent 

with the finding that no large rearrangements upon complex formation take place 30 and re-

lates directly to the apparent Kd of AR2:αCTD of approximately 10 µM as estimated from our 

NMR data to 100 µM as estimated from gel shift assays 22. 
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FIGURE 2 Binding interface of AR2/αCTD complex. Fig. 2A shows the ribbon representation of the lowest 
energy structure. The hairpin of αCTD (red) interacts with helix 4 and 5 of AR2 (green). Fig. 2B shows the bind-
ing interface in more detail. Pro 293 and Lys 291 of αCTD (red) interacts mainly with Met 483 and Ile 464 of 
AR2 (green). Fig. 2C shows the groove of AR2 (grey surface) in which Pro 293 (blue) of αCTD (green) sticks. 
Additional contacts arise from Lys 291 (blue). 
 

Structural comparison 

 

The two carboxyterminal domains of E. coli NusA, AR1 and AR2, show high sequence ho-

mology, resulting in similar three dimensional structures. Nevertheless, both have different 

binding partners 24. In the complex of AR1 with a peptide derived from λN protein AR1 dis-

plays a hydrophobic patch between helix 2 and the loop between helix 4 and helix 5 involving 

Phe369, Val372 and Leu398 28. Leu40 from λN protein sticks into this patch forming essential 

contacts. Similar to the AR1: λN interaction the complex of AR2 with αCTD also displays a 

hydrophobic interaction surface. But here the hydrophobic patch on AR2 is located between 

the aminoterminus of helix 4 (Ile464) and the centre of helix 5 (Ile482, Met483), located 

roughly at the opposite site compared to AR1: λN. The corresponding surface regions of the 

hydrophobic patches of one acidic repeat are distorted by a charged residue on the other acidic 

repeat. The presence of Lys447 in AR2 instead of the corresponding Val372 in AR1 likely 

  



Einzelarbeit C 80 

explains the specificity of λN to AR1 31. Projecting the binding site of AR2 for αCTD onto 

AR1 shows that the presence of Arg407 and Glu408 in AR1 instead of Ile482 and Met483 

destroys the necessary hydrophobic patch with the result of nonbinding of αCTD to AR1 (Fig. 

3). 

 
FIGURE 3 Comparison of AR1 and AR2. Left side shows surface representation of the AR2/αCTD complex. 
Residues 356 to 414 of AR1 have been fitted onto residue 431 to 490 of AR2 in complex with αCTD (left side). 
Residues 280 to 300 of αCTD are shown as grey sticks. Negative charged groups are coloured red, whereas 
positive charged groups are coloured blue. In the case of AR1 the charged residues Arg 407, Glu 404 and Glu 
408 are in the centre of the binding interface interrupting the hydrophobic interaction with Pro 293. The interface 
of AR2 is more hydrophobic making it possible to interact with Pro 293. 
 
In the next step we compared the AR2:αCTD complex with other known complexes, consist-

ing of two (HhH)2 domains, e. g. ERCC1:XPF 32, 33. In contrast, the binding mode of AR2 and 

aCTD is completely different to the ERCC1/XPF complex. In the latter case, both domains 

form an intermolecular four helical bundle with a pseudo-2-fold symmetry axis forming a 

large interaction surface. The large rearrangements reflecting a large buried surface area re-

sults in a high affinity complex. This is required to form a stable and functional heterodimeric 

endonuclease 32, 33. The interaction between NusA and the RNAP requires more transient 

complex formation to fulfil their regulatory function.  
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DISCUSSION 

 

The K271E in αCTD impairs the efficiency of antitermination at the phage λ tR, tL and t1 ter-

minators, presumably by decreasing the strength of the interaction between AR2 and 

αCTD 22. Indeed, K271 in helix 1 of αCTD interactes with αCTD Asn 268 (distance ~ 3Å) 

that in turn interacts with AR2 Asp 465 thus stabilizes the complex. A negative charge at po-

sition 271 would thus not only effect formation of helix 1, it would also interfere with the 

negatively charged Asp 465. 

Activation of NusA is initiated by rendering its RNA binding site accessible by removal of 

the negatively charged AR2 that may act as an RNA mimic and bind unspecifically to the 

positively charged RNA binding surface of NusA. The specific hydrophobic interaction of 

αCTD and AR2 opens the RNA binding site which, in turn, allows the S1-KH1-KH2 domains 

to interact with the nascent RNA and function in regulation of RNA pausing 34. In addition, 

the interaction of αCTD and the UP-element via the »265 determinant« 8 interferes with the 

binding of AR2:αCTD, and this determinant is also affected by the AR2 binding (Fig. 4).  

 
FIGURE 4 Mapping of important determinants. Three important determinants, which have been found by 
biochemical and genetical studies, are mapped on the surface of αCTD (grey) in complex with AR2 (blue). The 
determinant “261” (yellow) interacts mainly with the σ70 factor. The determinant “265” (red) interacts mainly 
with UP-elements, and the “287” determinant (green) interacts with Proteins like CAP. In the AR2/αCTD com-
plex the “265” determinant is block by AR2 (blue), whereas the “287” determinant important for protein-protein 
interaction is accessable.  
 

Moreover, AR2 sterically blocks the DNA binding site of αCTD. From studies with MarA or 

SoxS it is known that both interacts with the »265 determinant« 9, 35. Due to the binding of 

MarA or SoxS the »265 determinant« is blocked to bind to the UP-element, whereas MarA or 

SoxS itself could bind to the specific soxbox DNA 9. Preventing αCTD from binding to any 

transcription activation element could be seen as a switch between the transcription initiation 

state and the transcription elongation state (Fig. 5). The binding sites for activator proteins 

  



Einzelarbeit C 82 

(»287 determinant«) and for the σ70 factor (»261 determinant«) are accessible in the complex. 

The affinity of σ for RNAP decreases significantly after promoter escape, making σ release 

both a function of σ’s off rate and the effective concentration of free σ and of any competitors 
36. From the structure, both NusA and σ factor could be attached to αCTD simultaneously and 

the »287 determinant« could act as a recognition site for elongation factors even in the pres-

ence of NusA. Thus, from the present results, the role of NusA in transcription regulation 

could be even more central than hitherto accepted. 

 
FIGURE 5 Schematic representations of the proposed effect of AR2 on control of transcription. RNAP 
binds to the promoter indicated by the -35 and -10 elements. During initation αCTD binds via the »265 determi-
nant« to the UP-element. During elongation AR2 binds to αCTD and releases latter from the UP-element. 
 

Materials and Methods 

Sample preparation 

 

E. coli AR1 (residues 339-426) and AR2 (residues 424-495) were expressed as a deca-

histidine-tagged protein in BL21(DE3) from pET-19b (Novagen) and purified as described 

previously 24, 31. E. coli αCTD (residues 233-329) was expressed as a deca-histidine-tagged 

protein in BL21(DE3) from pET-19b and purified as described previously 24. Briefly, all used 

constructs were grown in M9 minimal medium supplemented with 15NH4Cl and 0.2% 13C D-

glucose as the sole nitrogen and carbon sources, respectively 37. The recombinant protein was 

purified under native conditions by nickel-affinity chromatography (5 mL His-trap chelating 

column, GE Health Care) and eluted by applying an imidazole step gradient. Peak fractions 

containing the constructs were cleaved off using PreScission protease and dialyzed against 

NMR buffer. NMR samples contained 0.5-1.5 mM AR1, AR2, or αCTD in 10 mM potassium 

phosphate (pH 6.8), 50 mM sodium chloride, 0.02% sodium azide, and 10% D20. For com-

plex sample we used a stoichiometric ratio of AR2:αCTD of 1:3, or vice versa. 

 

NMR measurements 

All NMR experiments were conducted at 298 K on Bruker Avance 700 MHz or Bruker 

Avance 800 MHz spectrometers equipped with a cryogenic probe. Standard double- and triple 

resonance trough-bond correlation experiments were recorded for resonance assignment 38. 
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13CO- and 15N spin echo difference experiments were performed for χ1-restraints 39. 15N- and 
13C-edited NOESY experiments (mixing time 120 ms) were acquired for obtaining distance 

restraints. 13C isotope-filtered NOESY experiments were recorded for both samples to iden-

tify intermolecular NOE cross peaks 40. NMR data were processed using in-house written 

software and visualized with NMRView 41. 

 

Structure calculation  

Distance restraints for structure calculation were derived from 3D isotope edited or filtered 

NOESY spectra. NOESY cross peaks were classified according to their relative intensities 

and converted to distance restraints with upper limits of 3.0 Å (strong), 4.0 Å (medium), 

5.0 Å (weak), and 6.0 Å (very weak). For ambiguous distance restraints the r-6 summation 

over all assigned possibilities defined the upper distance limit.  

Hydrogen bonds were included for backbone amide protons in regular secondary structure if 

the amide proton did not show a water exchange cross peak in the 15N-edited NOESY spec-

trum. Dihedral restraints for χ1-angles based on 3J(N,Hβ), 3J(N,CH3), and 3J(CO,CH3) cou-

pling constants were included as restraints for the most probable rotamer with 20° tolerance. 

The structure calculations were performed with the program XPLOR-NIH 1.2.1 using a three-

step simulated annealing protocol with floating assignment of prochiral groups including a 

conformational database potential 42. 

The 20 structures showing the lowest values of the target function excluding the database po-

tential were further analyzed with X-PLOR 42, MolMol 43, and PROCHECK 3.5.4 44. All fig-

ures were made using PYMOL 45. The structure coordinates were deposited in the protein 

data bank (pdb, accession code XXX), and chemical shift assignments were deposited in the 

BioMagResBank (BMRB, accession code XXX). 
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The RNA sequences boxA, boxB, and 
boxC nucleate the formation of the ter-
mination-resistant RNA polymerase 
complex on the λ chromosome. The 
complex includes E. coli proteins NusA, 
NusB, NusG, and NusE, and the λ N 
protein. A similar complex forms at the 
rrn leader. Whereas RNA-binding by 
NusB and NusE has been described in 
quantitative terms, the interaction of 
NusA with these RNA-sequences is less 
defined. From isotropic and anisotropic 
fluorescence equilibrium titration, we 
show that the main binding site for 
NusA is the spacer between nut boxA 
and nut boxB. Thus, nutR boxA5-spacer, 
nutR boxA16-spacer, and nutR boxA69-
spacer retain NusA binding, whereas a 
mutation in the spacer eliminates com-
plex formation between nutL-boxA-
spacer and NusA. Furthermore, the nutR 
spacer alone binds NusA. NusA binds 
with different affinities to the λ nutL, 
and λ nutR sequences. The NusA: λ nutL 
boxA-spacer complex Kd-value is 50 % 
that of the corresponding λ nutR com-
plex. In contrast, rrn boxA, which in-
cludes an additional U residue, binds 
NusA in the absence of spacer. The Kd-
values obtained for rrn boxA and rrn 
boxA-spacer are 19-fold and 8-fold 
lower, respectively, than those for nutR 
boxA-spacer. 
 
Gene expression in E. coli and its phage 
can be controlled at the level of transcrip-
tion termination. The best-studied exam-

ples of this mechanism are the rrn operons 
and the bacteriophage λ. λ and other lamb-
doid phages express N, an RNA binding 
protein of the arginine rich motif (ARM) 
family, which modifies RNA polymerase 
(RNAP) so that transcription termination is 
suppressed specifically on λ templates. 
This modification, known as »antitermina-
tion«, occurs at two sites on the phage 
chromosome, nutL and nutR, where a 
complex is formed that includes N, RNAP, 
and four E. coli factors, NusA, NusB, 
NusE, and NusG (1; see 2). The nut sites 
consist of 4 elements, boxA, spacer, boxB, 
and boxC, transcribed in that order. 
nut RNA is known to bind NusA, NusB, 
and NusE. boxB RNA forms a stem-loop 
that binds N and NusA. boxC consists of 
an alternating GT sequence located down-
stream of boxB in lambdoid nut sites (3). 
The roles of spacer RNA and boxC have 
not yet been demonstrated. However, two 
short oligo-ribonucleotides derived from 
the boxC stem-loop motif bind exclusively 
to the two KH domains of NusA in an en-
tirely extended conformation. Adenine-
backbone interactions with the trinucleo-
tide sequence AUA are particularly critical 
(4). The nut sequences and the Nus factors 
are also utilized by the phage HK022 Nun 
protein to arrest transcription on the λ 
chromosome (5-7). Transcription of the E. 
coli rrn operons is controlled by antitermi-
nation (8). The leader sequences of rrn 
operons carry a stem-loop element, fol-
lowed by boxA and boxC. A second boxA 
is located in the spacer region between the 
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16S and 23S genes. rrn boxA is sufficient 
to suppress transcription termination in rrn 
operons. The sequence of the rrn boxA (5'-
ugcucuuua-3') differs from that of λ 
boxA (5'-cgcucuua-3') and is thought to 
be more efficient in promoting antitermina-
tion. The same Nus factors that mediate λ 
N antitermination are operative in the rrn 
operons, in addition to S4 and other host 
factors (8). As in the λ antitermination sys-
tem, the Nus factors form a ribonucleopro-
tein complex which bestows termination 
resistance upon RNAP in the rrn operons. 
In the phage λ nut system, however, anti-
termination requires the λ N protein as an 
additional component (9). This may corre-
spond to the fact that rrn antitermination is 
effective only at rho-dependent termina-
tors, whereas λ antitermination complexes 
are highly resistant to both rho-dependent 
and rho-independent terminators (10). In 
both cases, modified RNAP retains the 
ability to transcribe through multiple ter-
minators.  

NusA is an essential bacterial transcription 
factor in wild-type E. coli (11, 12). In addi-
tion to promoting antitermination, it is in-
volved in RNA polymerase (RNAP) paus-
ing (13, 14) and transcription termination 
(15, 16). These reactions may be promoted 
by contacts between NusA and the 3’OH 
end of nascent RNA (17). NusA consists of 
five functional subdomains: an N-terminal 
domain that interacts with RNAP (18), 
three RNA binding domains, S1, KH1, and 
KH2 (4, 19, 20), and two C-terminal acidic 
domains, AR1 and AR2, specific to the E. 
coli protein that interact with antitermina-
tion factor N and RNAP (21). AR2 masks 
the three RNA binding domains, thereby 
preventing NusA interaction with RNA 
(22). Structures of homologous NusA pro-
teins from Thermotoga maritima (T. mari-
tima) and from Mycobacterium tuberculo-
sis (M. tuberculosis) were determined in 
the absence and presence of RNA, respec-
tively (4, 19, 20). Both structures show 
NusA to be highly elongated (10, 23). Al-
though knowledge of NusA function in-
creased in recent years, several key ques-

tions concerning NusA's molecular interac-
tions are still open: Does E. coli NusA bind 
specifically or non-specifically to RNA? Is 
the boxA sequence or the spacer RNA be-
tween boxA and boxB at the nut site key, or 
are both equally important for NusA bind-
ing? Is there any structural difference be-
tween the complex of NusA with rrn RNA 
and the complex of NusA formed with nut 
RNA?  

Materials and Methods 

Buffers and reagents – All fluorescence 
titrations were performed in 50 mM potas-
sium phosphate, 100 mM NaCl, 10 mM β-
mercaptoethanol, pH 7.6, unless otherwise 
stated. Oligodeoxynucleotides as well as 
fluorescence labeled oligoribonucleotides 
were obtained from biomers.net (Ulm, 
Germany; Tab. 1) and used according to 
the manufacturer's instructions.  

Plasmid construct, expression, and protein 
purification – A synthetic gene adapted to 
the E. coli codon usage harboring the DNA 
sequence of the NusA RNA binding do-
mains from amino acid 132 to 348 was 
cloned via the BamHI and NdeI restriction 
sites into the E. coli expression vector 
pET11a (Novagen). The soluble recombi-
nant protein contained an N-terminal 5xHis 
tag. NusA was expressed and purified ac-
cording to published procedures (22). 
Briefly, E. coli strain BL21 (DE3) (No-
vagen) harboring the recombinant plasmid 
was grown at 37 °C in LB medium (Luria-
Bertani) containing ampicillin (100 µg/ml) 
until an OD600 = 0.5 was reached and then 
induced by 0.1 mM isopropyl 1-thio-β-D-
galactopyranoside (IPTG). Cells were har-
vested 4 h after induction, lysed, and puri-
fied as described (22). Finally, the protein 
was dialyzed against buffer as used for 
fluorescence measurements (50 mM so-
dium-phosphate, 100 mM NaCl, 10 mM β-
mercaptoethanol, pH 7.6). The dialyzed 
protein was concentrated with Vivaspin 
concentrators (Vivascience, MWCO 
10,000 Da). The identity and structural 
integrity of purified protein was analyzed 
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by 19 % SDS- PAGE as well as by CD- 
and NMR spectroscopy.  

NMR spectroscopy - NMR spectra were 
recorded on Bruker DRX 600 MHz spec-
trometers with triple-resonance probes 
equipped with pulsed field-gradient capa-
bilities. The sample temperature was 298 
K. 1D 1H spectra were collected with water 
suppression using a 1-1 spin echo pulse 
sequence including gradients.  

Fluorescence equilibrium measurements – 
We used various RNA sequences corre-
sponding to the nut region of the λ genome 
or to the rrnG boxA sequence (rrn BoxA) 
of the E. coli genome (Table 1). Fluores-
cence equilibrium titrations were per-
formed using an L-format Jobin-Yvon Ho-
riba Fluoromax fluorimeter equipped with 
an automatic titration device (Hamilton). 
Extrinsic fluorescence measurements with 
3' 6-carboxy-fluorescein (6-FAM) labeled 
RNA were performed in fluorescence 
buffer as above in a total volume of 1 ml 
using a 10 x 4 mm quartz cuvette (Hel-
manex). The excitation wavelength was 
492 nm, and the emission intensity was 
measured at 516 nm applying a 500 nm 
cutoff filter. For isotropic measurements 
slit widths were set at 4 nm and 2 nm for 
excitation and emission, respectively; for 
anisotropic measurements slit widths were 
set at 4.5 nm and 3.5 nm for excitation and 
emission, respectively. All titration meas-
urements were performed at 25 °C with 50 
nM of fluorescencence labeled RNA. Fol-
lowing sample equilibration, at least 6 data 
points with an integration time of 0.8 s 
were collected for each titration point in 
the case of anisotropic measurements.  

Data fitting – Isotropic as well as anisot-
ropic data were fitted to a two-state bind-

ing equation to determine the equilibrium 
dissociation constant (Kd) using standard 
software. The anisotropy was calculated 
from:  

RNARNAcomplexcomplex AfAfA +=  (1)  

where A, Acomplex, and ARNA are the anisot-
ropy values and fcomplex, fRNA are the frac-
tional intensities. The change in fluores-
cence intensity has to be taken into ac-
count, so that the bound fraction is given 
by  
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where A is the anisotropy; ARNA is the ini-
tial free anisotropy, Acomplex is the anisot-
ropy of the protein-RNA complex and P0 
and RNA0 represent the total protein and 
RNA concentrations, respectively. R is the 
ratio of intensities of the bound and free 
forms.  

For isotropic measurements Equation 4 
was used,  

0

00
2

00
00

minmaxmax

][2
][][4)][][(

)][][(

)(

RNA
RNAPRNAPK

RNAPK

FFFF

D
D

−++
⋅++

⋅−−=

(4)  

where F is the fluorescence signal; Fmax 
and Fmin represent the signals for the un-
bound and bound form, P0 and RNA0 are 
the total protein and RNA concentrations, 
respectively. 
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Table 1 

Oligonucleotide Sequence KD for NusA complex 
[µM] 

nutR boxB 5'-agcccugaaaaagggc-3' n.d. 

nutR boxA-spacer 5'-cgcucuuacacauucca-3' 126 ± 4 

nutR boxA 5'-cgcucuua-3' n.d. 

nutR spacer 5'-cacauucca-3' 137 ± 17 

nutR CAC region 5'-uuacacauu-3' n.d. 
nutR boxA5-spacer 5'-cucucuuacacauucca-3' 124 ± 7 
nutR boxA16-spacer 5'-cgcuauuacacauucca-3' 106 ± 4 
nutR boxA69-spacer 5'-auagcggccacauucca-3' n.d. 

nutL boxA-spacer 5'-cgcucuuaaaaauuaa-3' 71 ± 4 

nutL boxA-spacer (mut) 5'-cgcucuuaaaaaggaa-3' n.d. 
rrn boxA-spacer 5'-cacugcucuuuaacaauua-3' 14 ± 0.16 

 

Results 

To determine the interaction of E. coli 
NusA with different RNA substrates, we 
used a NusA construct lacking the N-
terminal domain and the two acidic-repeat 
domains (∆NusA), since these regions are 
not directly involved in RNA binding. AR2 
masks the RNA binding domains of NusA 
(18, 22). Withdrawal of AR2 by binding to 
RNAP λ subunit, or by deletion of the do-
main, allows NusA to bind RNA (22, 24). 
Indeed, E. coli strains expressing a trun-
cated NusA lacking the AR1/AR2 domains 
are viable (25).  

∆NusA binds to the nut site spacer– The 
nutR recognition site is composed of three 
distinct regions, boxA, boxB, and a con-
necting sequence of nine bases (spacer). 
(Table 1) Upon addition of ∆NusA, the 
isotropic fluorescence signal of nutR boxA-
spacer significantly decreased in intensity 
(Fig. 1A). The two component binding 
isotherm fitting procedure yielded a Kd of 
~109 µM. Titration of nutR boxB with 
∆NusA, in contrast, showed no, or only 
very weak, non-specific protein-RNA in-
teractions (Fig 1A).  

One disadvantage of isotropic fluorescence 
measurements is the possibility of a false 
negative result due to binding by ∆NusA 
too distal to the fluorescence dye to alter 
the fluorescence signal intensity. To avoid 
such an artifact, we performed anisotropic 
fluorescence titrations. This method has 
proven useful for detecting molecular in-
teractions, even if the signal change in iso-
tropic fluorescence is weak or absent (26). 
Further, with anisotropic measurements 
changes of the fluorophore environment 
can be neglected since the results are re-
lated to the rotational correlation time of a 
macromolecule with a rigidly attached 
fluorophore (27). Evaluation of the results 
of the anisotropic fluorescence measure-
ment yielded a virtually identical Kd-value 
of ~126 µM for the titration of nutR boxA-
spacer with ∆NusA. As before, no change 
of fluorescence signal intensity was ob-
served for nutR boxB titration with ∆NusA 
(Fig.1B; Table 1). 
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FIGURE 6 Fluorescence equilibrium titrations 
with ∆NusA. 50 nM nutR boxB (open circles) and 
nutR boxA-spacer (filled circles) was titrated with 
∆NusA. The extrinsic fluorescence of the 3' 6-FAM 
label of the RNAs was determined.(A) Isotropic 
fluorescence. The lines show the best fit to eq. 2 
(Materials and Methods). A Kd-value of 109 µM 
was determined for nutR boxA-spacer (solid line). 
(B) Anisotropic fluorescence. The curves show the 
best fit to equation 3 (Materials & Methods). A Kd-
value of 126 µM was determined for nutR boxA 
plus spacer (solid line).  

 
To confirm that nutR boxB does not inter-
act with ∆NusA even at higher concentra-
tions, we analyzed a sample containing 
both compounds with 1D-NMR. In con-
trast to nutR boxA, nutR boxB forms a sta-
ble stem-loop structure allowing the detec-
tion of the slowly exchanging imino pro-
tons in the double-stranded stem region. 
The 1D-NMR spectrum of ∆NusA in the 
absence of RNA shows a well-dispersed 

amide proton signal region, indicating a 
stably folded, highly structured protein 
(Fig. 2A). The nutR boxB 1D-NMR spec-
trum reveals signals in the range of 12 to 
14 ppm, corresponding to the imino pro-
tons of the stem region (Fig. 2B). Interac-
tion between the stem region of nutR boxB 
and ∆NusA, would affect these readily 
observable imino proton signals. The ob-
servable signals, however, of both, protein 
and RNA, are unchanged in a sample con-
taining ∆NusA and nutR boxB, clearly in-
dicating that no complex forms between 
∆NusA and nutR boxB even at NusA con-
centrations in the high micromolar range. 
The observed signal increase is due to 
lower concentration of nutR RNA upon 
addition of ∆NusA. 

  

 

FIGURE 7 1D-NMR analysis. Imino proton region 
of ∆NusA (175 µM; A), nutR boxB (100 µM; B), 
and ∆NusA + nutR boxB (3:1; C).  

 
The nutR spacer is important for specific 
binding of ∆NusA – After our initial result 
that ∆NusA binds to nutR boxA-spacer, but 
poorly or not at all to nutR boxB we pro-
ceeded to further define the NusA interac-
tion region at nutR. We examined three 
smaller segments of the nutR boxA-spacer 
sequence (Table 1): nutR boxA, the spacer, 
and the nutR boxA-spacer junction, i.e. the 
terminal 3 nucleotides of nutR boxA and 6 
nt of the spacer (the CAC region). Fluo-
rescence anisotropy measurements re-
vealed that nutR boxA-spacer binds 
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∆NusA with the highest affinity (Kd ~126 
µM; Fig. 3), whereas ∆NusA binding to 
nutR boxA could not be detected. Interest-
ingly, the nutR spacer binds ∆NusA with 
an affinity nearly identical to that of nutR 
boxA-spacer (Kd-value ~137 µM). The 
CAC region showed only very weak 
∆NusA interaction, and no reliable Kd-
value could be determined. These results 
clearly show that the main contribution to 
∆NusA binding at nutR is from the spacer 
(Fig. 3).  

 

FIGURE 8 Fluorescence anisotropy measure-
ments with different nut RNAs. 50 nM of 6-FAM 
labeled nutR boxA-spacer (circles), nutR spacer 
(squares), nutR boxA (triangles), or the CAC-region 
(diamonds) was titrated with ∆NusA. Kd-values of 
126 µM and 137 µM were determined for nutR 
boxA-spacer and nutR spacer, respectively (solid 
lines). No Kd-values could be fitted to nutR boxA or 
the CAC-region (see table).  

To validate this result, we analyzed nutR 
boxA-spacer sequences with mutations in 
the boxA region, known to affect Nun-
mediated termination and λ antitermination 
(6, 28). The boxA5 and boxA16 mutations 
decrease N activity, whereas the boxA69 
mutation has little effect on antitermination 
(29). Fluorescence titrations of the three 
mutant RNAs indicate that only boxA69 
significantly increased the Kd-value 
(>200 µM) for ∆NusA complex formation, 
whereas boxA5 and boxA16 exhibited Kd-
values similar to that of wild type boxA 
(~120 µM; Fig. 4). This data suggests that 

mutations inside the boxA sequence that 
affect antitermination have only a very 
limited effect on ∆NusA binding. Their 
phenotype instead may reflect a failure to 
bind NusB (30). Why nutR boxA69-spacer 
binds NusA less efficiently than nutR 
spacer alone is unclear.  

 

FIGURE 9 Fluorescence anisotropy measure-
ments with mutated nutR BoxA RNAs. 50 nM of 
6-FAM labeled nutR boxA-spacer (circles), nutR 
boxA5-spacer (squares), nutR boxA16-spacer (tri-
angles), or nutR boxA69-spacer (diamonds) was 
titrated with ∆NusA. Kd-values of 126 µM, 124 
µM, 106 µM were determined, respectively (solid 
lines; see table). No Kd-values could be fitted to 
nutR boxA69 (see table).  

 
The λ nutL spacer sequence differs from 
that of λ nutR spacer (Table 1), and this 
difference is thought to account at least 
partially for the enhanced efficiency of 
Nun–mediated termination at nutL relative 
to nutR (R.S.W. and M.E.G., unpublished), 
and nutL boxA-spacer binds with signifi-
cantly higher affinity to ∆NusA (Kd = 71 
µM) than does nutR boxA-spacer (Kd = 
126 µM). Both spacer sequences contain 
uracils at residues 5 and 6, suggesting 
these bases to be important for binding of 
interaction partners. Indeed, transversion 
of these residues to guanine completely 
abolished NusA binding to nutL-spacer. 

rrn boxA-spacer exhibits the highest affin-
ity to ∆NusA – We next turned our atten-
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tion to the rrn operons which are also regu-
lated at the level of antitermination by 
NusA and the other Nus factores (8). rrn 
carries boxA and boxC sequences. The 
boxA sequence of rrn differs from that of λ 
at the initial base and by the insertion of an 
additional U residue at the penultimate site, 
converting the rrn boxA to a consensus 
site. Conversion of λ boxA to consensus 
enhances N activity (28). The spacer se-
quence of rrn differs from both nutL and 
nutR, but all three spacers carry nucleo-
tides U6 and U7. We find that the rrn 
boxA-spacer binds with higher affinity to 
∆NusA (Kd = 14 µM; Fig. 5; Table 1)) 
than either the λ nutR-spacer or the λ nutL-
spacer.  

 

FIGURE 10 Fluorescence anisotropy measure-
ments with homologous nut-RNAs. 50 nM of 6-
FAM labeled nutR boxA plus spacer (filled circles), 
rrn boxA (squares), nutL boxA plus spacer (filled 
triangles), or nutL boxA plus mutated spacer (open 
triangles) were titrated with ∆NusA. Kd-values are 
shown summarized in Table2. No Kd-value could 
be determined for nutL boxA plus mutated spacer.  

 
Conclusions - Mutational studies indicated 
that NusA as well as nutR boxA play an 
important role in antitermination (31, 32). 
boxA forms a complex with NusB/NusE 
(30, 33)and it was suggested that NusA 
links nut boxA and nut boxB by binding to 
both (30, 34). Oddly, however, and in con-
trast to boxA point mutations, antitermina-
tion was still efficient - and NusB-
independent - in a boxA deletion mu-

tant(29, 35). Additionally, deletion of the 
initial three bases (cac) of the spacer did 
not affect antitermination, whereas deletion 
of the initial six bases (cacauu) led to 
complete loss of antitermination activity. 
NusA interaction with the rrn, nutL and 
nutR boxA-spacer motif was demonstrated 
by mutational studies and in vitro binding 
assays (3, 30, 32, 36), and NusA was also 
suggested to recognize RNA outside the 
nut-region (12, 19, 30, 37). Complex for-
mation between NusA and spacer would 
easily allow for binding of NusE/NusB to 
the adjacent boxA sequence, and the notion 
that NusA binds to the nut spacer region is 
now strongly supported by the present 
fluorescence titration data.  

Differences between rrn and nutR have 
already been described (30, 33). Unlike rrn 
boxA which is sufficient to prevent termi-
nation at Rho-dependent terminators, anti-
termination at nutR requires λ N and boxB 
(30, 38). While the NusE/NusB complex 
binds with affinities in the nano-molar 
range (33), the Kd-values obtained for 
∆NusA are in the micro-molar range, 
which might reflect that, in contrast to 
NusB, NusA is already bound to the RNAP 
and thus is necessarily in close vicinity to 
the nascent RNA.  

 

FIGURE 11 Model of the antitermination net-
work. The interaction of the RNAP with various 
factors important for antitermination (see text for 
details.) 
 
From this and other data, the following 
picture of the assembly of the antitermina-
tion complex at the nut RNA evolves (Fig. 
6): After RNAP has synthesized the nut 
site, NusE and NusB bind to boxA, and 
NusA binds to the spacer. In the presence 
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of phage λ the λN protein is expressed and 
N binds to AR1 of NusA as demonstrated 
for N(34-47), forming a weak helix at the 
protein's N-terminus (39). This weak helix 
facilitates recognition of boxB, and NusA 
AR2 interacts with the C-terminal domain 
of the α subunit of the RNAP. NusA inter-
action with RNA is thus stabilized by the 
AR1:RNAP interaction as well as by the 
AR2:N:boxB interaction, making a very 
tight binding of NusA to nut unnecessary. 
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