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1. Einleitung 
 

1.1 Evolution primärer und komplexer Plastiden 

 

Bereits früh in der Erdgeschichte machten sich Organismen die Energie der Sonne für 

metabolische Zwecke zu Nutze. Es wird vermutet, dass sich der Prozess oxydativer 

Photosynthese, die biochemische Transformation von Wasser und Kohlendioxid zu Sauerstoff 

und energiereichen organischen Verbindungen durch Lichtenergie, bereits vor ca. 3,5 

Milliarden Jahren in Vorfahren der heutigen Cyanobakterien etablierte (Blankenship, 1992). 

Die kontinuierliche Anreicherung der Atmosphäre des Planeten mit Sauerstoff stellte die 

Grundvoraussetzung für die Evolution komplexen Lebens dar. Die Fähigkeit Photosynthese 

zu betreiben blieb jedoch nicht auf prokaryote Organismen beschränkt, sondern fand auch 

Einzug in das Reich der Eukaryoten. Letztere entwickelten diese Kapazität allerdings nicht 

eigenständig, sondern durch Domestizierung eines photosynthetischen Prokaryoten, was zu 

den heute als Plastiden bekannten typischen Organellen photosynthetischer Eukaryoten 

(Algen und Pflanzen), führte. Bereits 1905 wurde von Constantin Mereschkowsky die 

Ähnlichkeit von Plastiden und Cyanobakterien festgestellt (Mereschkowsky, 1905), die 

moderne Endosymbiontentheorie wurde jedoch erst 1970 von Lynn Margulis formuliert 

(Margulis, 1970). 

 

1.1.1 Primäre Endosymbiose - die Entstehung photosynthetischer Eukaryoten 

 

Die Entstehung photosynthetischer Eukaryoten geht auf das Ereignis primärer Endosymbiose 

zurück bei dem ein anzestrales, freilebendes, zur oxygenen Photosynthese befähigtes 

Cyanobakterium von einem heterotrophen eukaryoten Wirt internalisiert und als 

semiautonomes Organell (primäre Plastide/Chloroplast) etabliert wurde (Cavalier-Smith, 

2000; Douglas & Turner, 1991). Dieses Ereignis wird anhand Ămolekularer Uhrenñ auf das 

späte Paläoproterozoikum vor ca. 1,6 Milliarden Jahren datiert (Yoon et al, 2004) und 

bezeichnet den Aufstieg oxygener Photosynthese in das Reich der Eukaryoten. Dabei entstand 

höchstwahrscheinlich zunächst eine Art zelluläre Chimäre bei der das Cytosol der Wirtszelle 

von den beiden Hüllmembranen des Cyanobakteriums durch die Membran einer 

phagotrophen Vakuole des Wirtes separiert wurde (Maier et al, 2000). Die stabile Integration 
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des Endosymbionten als Organell ging einher mit Reduktionsmechanismen, bei denen sowohl 

eine der drei umgebenden Hüllmembranen (wahrscheinlich die der phagotrophen Vakuole) 

als auch redundantes genetisches Material des Symbionten verloren gingen (Stoebe & Maier, 

2002). Außerdem fand eine massive genetische Reorganisation statt, bei der ein Großteil 

essentieller Gene des Endosymbionten in das Genom der Wirtszelle transferiert wurde, 

wodurch der Wirt nahezu vollständige genetische Kontrolle über den Endosymbionten 

erlangte (Maier et al, 2000; Martin et al, 2002). Die Entwicklung spezifischer 

Zielsteuerungssequenzen, sowie einer Translokationsmaschinerie für fortan nucleuskodierte 

Symbiontenproteine gilt als kritischer Schritt bei der Etablierung des Endosymbionten als 

Organell. Dies hat sich höchstwahrscheinlich bereits früh nach dem Ereignis der primären 

Endosymbiose ereignet, bevor es zu Diversifikation in die rezenten Linien der Chlorophyta 

(Grünalgen, Vorläufer der Landpflanzen), Rhodophyta (Rotalgen) und Glaucophyta kam 

(Abb 1.1) (Gould et al, 2008). 

 

Abb. 1.1 Primäre Endosymbiose. Schematische Darstellung des monophyletischen Ereignisses der primären 

Endosymbiose bei dem ein Cyanobakterien-ähnlicher Vorläufer von einem heterotrophen Eukaryot internalisiert 

und als primäre Plastide etabliert wurde. Aus diesem Ereignis gingen die Linien der Glaucophyta, Rhodophyta 

und Chlorophyta, aus denen sich die Landpflanzen (Embryophyta) entwickelten, hervor. Nu, Nucleus, Mi, 

Mitochondrium; EMS, Endomembransystem; PG, Peptidoglycan; IEM/OEM innere/äußer Hüllmembran 

(inner/outer envelope membrane); MP, Muroplast (Cyanell); RP, Rhodoplast; CP, Chloroplast. Modifiziert nach 

Moog (2009) und Gould et al. (2008). 
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Alle dieser höchst diversen Organismengruppen, welche auch als Archaeplastida bezeichnet 

werden (Adl et al, 2005), besitzen somit Plastiden mit zwei Hüllmembranen, die sich von 

einem cyanobakteriellen Vorläufer ableiten. Phylogenetische Analysen bekräftigen, dass es 

sich bei der primären Endosymbiose um ein monophyletisches Ereignis handelte (Chan et al, 

2011; Martin et al, 2002; Price et al, 2012; Rodriguez-Ezpeleta et al, 2005; Yoon et al, 2004). 

 

1.2.2 Eukaryote Endosymbiose - die Entstehung komplexer Plastiden 

 

Neben den primären Plastiden der Archaeplastida, welche von zwei Membranen umgeben 

werden, finden sich in einer Vielzahl von Algen bzw. Protisten auch Plastiden, die von drei 

oder vier Hüllmembranen umschlossen sind (Cavalier-Smith, 2000). Diese werden aufgrund 

ihrer Morphologie als komplexe Plastiden bezeichnet und sind das Produkt der 

Internalisierung und Etablierung von in primärer Endosymbiose entstandener Organismen im 

Zuge weiterer Endosymbiosen höherer Ordnung (sekundäre Endosymbiose). Allerdings 

wurde dabei zumeist nicht nur die primäre Plastide an einen sekundären eukaryoten Wirt 

weitergegeben und beibehalten, sondern auch Elemente des primären Wirtes. Im Gegensatz 

zur monophyletischen primären Endosymbiose ereigneten sich mindestens drei voneinander 

unabhängige sekundäre Endosymbiosen (polyphyletisch), bei denen es sowohl zur 

Internalisierung einer Grünalge (zweimal) als auch Rotalge (mindestens einmal) durch einen 

eukaryoten Wirt kam (Gould et al, 2008; Keeling, 2009). Die Euglenophyta und 

Chlorarachniophyta, welche komplexe Plastiden mit drei bzw. vier Hüllmembranen besitzen, 

sind den Excavata bzw. Rhizaria zuzuordnen und evolvierten durch zwei unabhängige 

Endosymbioseereignisse mit einer Chlorophyte (Rogers et al, 2007). Die Linien der 

Cryptophyta, Haptophyta, Heterokontophyta (Chromista), sowie der Apicomplexa und 

Peridinin-enthaltenden Dinophyta (Alveolata) besitzen hingegen komplexe Plastiden 

rhodophytischen Ursprungs mit drei (Dinophyta) oder vier (alle anderen Linien) 

Hüllmembranen (Abb. 1.2) und werden unter dem Superphylum ĂChromalveolatañ 

zusammengefasst (Cavalier-Smith, 1999). 

Neben ökologisch höchst relevanten photosynthetischen Algengruppen, welche den 

Hauptanteil marinen Phytoplanktons bilden, werden den ĂChromalveolatenñ auch 

heterotrophe Protisten zugerechnet. Apicomplexa besitzen, mit Ausnahme der Gattung 

Cryptosporidium, zwar komplexe Plastiden (Apicoplast), verloren jedoch die Kapazität des 

Organells zur Photosynthese und erhalten dieses für essentielle Stoffwechselwege, wie 
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Fettsäure-, Isoprenoid-, Eisen-Schwefel-Cluster- und Häm-Synthese (Woehle et al, 2011). 

Außerdem finden sich, neben Cryptosporidium, weitere plastidenlose Vertreter unter den 

Alveolaten (Ciliaten und einige Dinoflagellaten), sowie in den Linien der Cryptophyta und 

Heterokontophyta (Oomyceten), deren Genome z.T. anhand der Präsenz von vereinzelten 

Genen cyanobakterieller bzw. plastidärer Herkunft auf eine potentiell photosynthetische 

Vergangenheit hindeuten (Gould et al, 2008). Ob diese Gene jedoch das Produkt 

endosymbiontischen (EGT) oder lateralen Gentransfers (LGT) darstellen ist nicht eindeutig 

geklärt (Archibald, 2009). 

 

Abb. 1.2 Die Entstehung von Organismen mit komplexen Plastiden rhodophytischen Ursprungs. Gemäß 

der Chromalveolaten-Hypothese (Cavalier-Smith, 1999) geht die Entstehung von Organismen mit komplexen 

Plastiden rhodophytischen Ursprungs auf ein monophyletisches Ereignis sekundärer Endosymbiose zurück, bei 

dem eine anzestrale Rhodophyte von einem Eukaryoten Wirt internalisiert und als komplexe Plastide etabliert 

wurde. Aktuelle phylogenetische Analysen sprechen gegen eine Monophylie und deuten auf wesentlich 

komplexere evolutionäre Szenarien hin (siehe Text). Nu, Nucleus, Mi, Mitochondrium; EMS, 

Endomembransystem; RP, Rhodoplast; cER, chloroplast endoplasmic reticulum; PPC, periplastidäres 

Kompartiment (periplastidal compartment); Nm, Nucleomorph. Modifiziert nach Moog (2009) und Gould et al. 

(2008).  
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1999 wurde von Cavalier-Smith mit der Chromalveolaten-Hypothese ein monophyletischer 

Ursprung für Organismen mit komplexen Plastiden, die auf eine Rhodophyte zurückgehen, 

postuliert (Cavalier-Smith, 1999) (Abb. 1.2). Diese Hypothese stützte sich auf Ähnlichkeiten 

hinsichtlich Pigmentzusammensetzung und Symbiontenmorphologie dieser Linien. Ein 

wesentlicher Aspekt dieser Theorie setzte jedoch das Prinzip der evolutionären Sparsamkeit 

voraus, nämlich, dass ein solch komplexer Prozess wie die Etablierung eines eukaryoten 

Endosymbionten als Organell in Anbetracht der damit verbundenen notwendigen 

Regulationsmechanismen (Gentransfer, Proteinreimport, metabolische Kommunikation) in 

mehrfacher Entstehung unwahrscheinlich sei (Cavalier-Smith, 1999). Während 

phylogenetische Analysen die Chromalveolatenhypothese (Hackett et al, 2007; Harper & 

Keeling, 2003; Harper et al, 2005; Patron et al, 2007) oder zumindest die Monophylie der 

Plastiden dieser Organismen stützen (Bachvaroff et al, 2005; Fast et al, 2001; Patron et al, 

2004; Yoon et al, 2002), werfen aktuelle Studien jedoch Zweifel hinsichtlich der Monophylie 

der ĂChromalveolatenñ auf und deuten auf komplexere evolutionäre Szenarien hin. 

Phylogenetische Analysen mit nucleuskodierten Proteinen von ĂChromalveolatenñ weisen in 

diesem Kontext auf die Involvierung divergenter Wirtslinien in mehreren unabhängig 

stattgefundenen sekundären Endosymbioseereignissen hin (Burki et al, 2012b; Burki et al, 

2007), oder schlagen eine initiale sekundäre Endosymbiose gefolgt von weiteren tertiären 

Endosymbioseereignissen vor (Baurain et al, 2010; Bodyl et al, 2009; Sanchez Puerta & 

Delwiche, 2008). Hinsichtlich Letzterem wurde postuliert, dass Cryptophyten und 

Haptophyten einen gemeinsamen sekundär-endocytobiotischen Ursprung besitzen, wobei 

Heterokontophyten und Alveolaten (Peridinin-enthaltende Dinoflagellaten und Apicomplexa) 

durch eine oder mehrere tertiäre Endosymbiosen mit einem Vorläufer aus dieser Linie 

entstanden sind (Archibald, 2009; Sanchez Puerta & Delwiche, 2008). Allerdings sprechen 

neuere phylogenetische Analysen wiederum gegen eine gemeinsame Wirtslinie der 

Cryptophyten und Haptophyten (Burki et al, 2012b). Letztere konnten dahingegen als 

Schwestergruppe einer als monophyletisch postulierten SAR-Klade, welche die 

Stramenopilen (Heterokontophyta), Alveolaten und Rhizaria zusammenfasst (Burki et al, 

2007), identifiziert werden (Burki et al, 2012b).  

Zunehmend komplexer wird die Situation durch die Identifizierung eines signifikanten 

Anteils von nucleuskodierten Genen mit vermeintlich chlorophytischem Ursprung in 

Diatomeen (Heterokontophyta), die auf einen kryptischen Grünalgenendosymbionten in 

diesen Organismen hindeutet, der möglicherweise verloren ging bevor es zur Akquirierung 
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des rhodophytischen Endosymbionten kam (Moustafa et al, 2009). Ein ähnliches Phänomen 

konnte auch für einen basalen photosynthetischen Alveolaten (Chromera velia) festgestellt 

werden (Woehle et al, 2011). Allerdings ist die Detektion eines Ăgr¿nen Signalsñ in den 

Genomen dieser Linien umstritten und kann, neben einer kryptischen Endosymbiose mit einer 

Chlorophyte, auch durch die Limitierung an verfügbaren Rhodophyten-Genomen und daraus 

resultierenden phylogenetischen Artefakten erklärt werden (Burki et al, 2012a; Moustafa et al, 

2009; Woehle et al, 2011). Zudem kommt auch eine Akquirierung von Ăgr¿nen Genenñ ¿ber 

lateralen Gentransfer in Frage (Dorrell & Smith, 2011).  

Aktuell unterliegen Modelle zur Evolution von Organismen mit komplexen Plastiden 

rhodophytischen Ursprungs mit stetig wachsenden genomischen Daten einem ständigen 

Wandel. Die Prozesse die zur Entstehung dieser Organismengruppen geführt haben sind somit 

im Detail bislang unklar. Der überwiegende Teil phylogenetischer Analysen spricht jedoch 

gegen eine Entstehung von Organismen mit komplexen Plastiden rhodophytischer Herkunft 

über ein singuläres Ereignis sekundärer Endosymbiose. 

 

Ähnlich der primären Endosymbiose ging die Etablierung sekundärer oder komplexer 

Plastiden mit einer drastischen genetischen Reorganisation einher, bei der redundante 

Symbiontengene verloren gingen und essentielle genetische Informationen in den Nucleus der 

Wirtszelle transferiert wurden (Kleine et al, 2009). Dabei erfolgte die Akquirierung 

genetischen Materials durch den Wirt nicht nur aus dem Plastidengenom, sondern vor allem 

aus dem Nucleus des eukaryoten Endosymbionten. Zusätzlich zur genetischen Verringerung, 

ereignete sich auch eine morphologische Reduktion des Endosymbionten, was bei 

Betrachtung der komplexen Plastiden sekundär evolvierter Algenlinien, die auf einen 

rhodophytischen Endosymbionten zurückgehen, offenbar wird (Abb. 1.2). 

Die komplexen Plastiden der Cryptophyta, Haptophyta und Heterokontophyta (vier 

Hüllmembranen) befinden sich innerhalb einer Zisterne des rauen Endoplasmatischen 

Reticulums (ER) der Wirtszelle (Gibbs, 1979). Es wird vermutet, dass diese, auch als 

chloroplast ER bezeichnete Membran, aus der Fusion der phagotrophen Vakuole (in der sich 

der Endosymbiont befand) und dem ER der Wirtszelle hervorging und somit die äußerste 

Membran der komplexen Plastiden (cER-Membran) bildete (Cavalier-Smith, 1999). Bei den 

Apicomplexa besteht kein Kontinuum zwischen äußerster Hüllmembran der komplexen 

Plastide (epiplastidäre Membran) und ER, sodass der Apicoplast höchstwahrscheinlich frei im 
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Cytoplasma der Wirtszelle vorliegt (Sheiner & Striepen, 2012). Eine ähnliche Situation findet 

sich bei den Chlorarachniophyta. 

Die zweitäußerste Membran komplexer Plastiden mit vier Hüllmembranen (PPM, 

periplastidäre Membran) wird von der ehemaligen Plasmamembran des Endosymbionten 

gebildet. Diese umschließt das periplastidäre Kompartiment (periplastidal compartment, 

PPC), welches auf das ursprüngliche Cytoplasma der internalisierten Archaeplastide-

tragenden Alge zurückgeht. Dieses wurde zumeist drastisch reduziert, was, ausgenommen der 

primären Plastide, mit dem Verlust jeglicher Organellen des eukaryoten Endosymbionten 

einherging. Eine Ausnahme dabei bilden die Cryptophyten und Chlorarachniophyten, die 

jeweils einen remanenten, vom Endosymbionten (Rot- bzw. Grünalge) stammenden Nucleus, 

welcher als Nucleomorph bezeichnet wird, im PPC ihrer komplexen Plastiden erhalten 

(Moore & Archibald, 2009). Diese Situation wird als evolutionäres Intermediärstadium in 

Bezug auf die Reduktion der Endosymbionten angesehen (Maier et al, 2000). Die frei im 

Wirtscytoplasma vorliegenden komplexen Plastiden der Peridinin-enthaltenden 

Dinoflagellaten (Dinophyta) und Euglenophyten offenbaren den höchsten Grad der 

Symbiontenreduktion, da diese, im Gegensatz zu den zuvor beschriebenen Linien, nur drei 

Hüllmembranen besitzen (Green, 2011). Es wird postuliert, dass in beiden Linien die 

ehemalige Plasmamembran des jeweiligen Endosymbionten (PPM) vollständig verloren ging 

(Cavalier-Smith, 1999; Cavalier-Smith, 2000). Das innere Membranpaar (OEM/IEM, 

outer/inner envelope membrane) entspricht bei allen komplexen Plastiden 

höchstwahrscheinlich den beiden Hüllmembranen der ursprünglichen Archaeplastide des 

internalisierten eukaryoten Endosymbionten. 

 

1.2. Proteinimport in primäre und komplexe Plastiden 

 

Mechanismen endosymbiontischen Gentransfers sind dafür verantwortlich, dass eine Vielzahl 

von Plastidengenomen rezenter Organismen für weniger als 100 Proteine kodieren. Das 

bedeutet, dass ca. 95% der Gene für funktionelle Plastidenproteine im Genom der Wirtszelle 

lokalisiert sind und die Genprodukte in das Organell re-importiert werden müssen (Shi & 

Theg, 2012). Ein kritischer Schritt in der Evolution phototropher Eukaryoten war es daher, 

Transportmechanismen zu entwickeln, die eine stetige Versorgung der Plastiden mit solchen 

Proteinen von Seiten des Wirts gewährleisten. Diese müssen im Falle primärer Plastiden bis 
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zu drei und bei sekundären bzw. komplexen Plastiden sogar bis zu fünf biologische 

Membranen überqueren. 

 

1.2.1 Proteinimport in primäre Plastiden 

 

Die Synthese nucleuskodierter plastidärer Proteine erfolgt in Organismen mit primären 

Plastiden im Cytosol der Wirtszelle. Jene sind auf genetischer Ebene zumeist mit einer 

spezifischen plastidären Zielsteuerungssequenz, dem Transitpeptid, ausgestattet, welche sich 

auf Proteinebene als N-terminale Extension vor dem maturen Protein ausprägt. Obwohl 

Transitpeptide keine konservierte Primärsequenz besitzen, lassen sich einige 

gemeinschaftliche Charkteristika feststellen. So finden sich z.B. bei den Transitpeptiden der 

Archaeplastida gehäufte Vorkommen hydroxylierter Aminosäuren (AS) wie Serin und 

Threonin, ein erhöhtes Alanin-Level, sowie eine positive Nettoladung (Patron & Waller, 

2007). 

In höheren Pflanzen sind die Importprozesse, die zur Translokation von Präproteinen in 

primäre Plastiden führen, am besten studiert. Nach erfolgter Translation an cytosolischen 80S-

Ribosomen werden plastidäre Präproteine von einem spezifischen guidance complex (Hsp70, 

14-3-3) gebunden und zur äußeren Plastidenmembran geleitet (May & Soll, 2000). Der 

Transport über die beiden Plastidenhüllmembranen erfolgt über eine Maschinerie, die sich aus 

den multimeren TOC/TIC-Translokaltoren (translocon of the outer/inner chloroplast 

envelope membrane) zusammensetzt. Zunächst erfolgt die Erkennung des Transitpeptids 

durch die membranständigen GTPasen Toc159 und Toc34 an der OEM (Jarvis, 2008). Ein 

weiterer importrelevanter Faktor des TOC-Komplex ist das Membranprotein Toc64, welches 

als Bindestelle für Hsp90 Chaperon-geleitete Importsubstrate gilt (Sommer et al, 2012). Die 

Präproteine werden im Folgenden an die Translokationspore Toc75, der zentralen 

Komponente des TOC-Komplexes, herangeführt und über die OEM tranloziert. Im 

Intermembranraum werden diese von einem Komplex aus Toc64, Toc 12, Hsp70, sowie dem 

verbindenden Element der TOC/TIC-Translokatoren,Tic22, weiter zum TIC-Komplex in der 

inneren Plastidenmembran (IEM) geleitet (Strittmatter et al, 2010). Kanalbildende Faktoren 

des TIC-Komplexes sind Tic20 Tic21 und Tic110, außerdem spielen einige Redox-

regulatorische Komponenten eine Rolle (Tic32, Tic55, Tic62) (Soll & Schleiff, 2004). Eine 

weitere grundlegende Funktion wird von Tic40 erfüllt, welches ähnlich wie Tic110 als 

Bindestelle für stromale Chaperone gilt (Balsera et al, 2009). Letztere extrahieren das 
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Importsubstrat nach Eintritt in die TIC-Translokationspore in einem ATP-abhängigen Prozess 

ins Stroma, wo schließlich das Transitpeptid durch eine prozessierende Protease (SPP, 

stromal processing protease) abgespalten wird und die Proteine ihre native Konformation 

einnehmen (Shi & Theg, 2012). Bei Proteinen mit Funktionen in den Thylakoiden (z.B. 

Komponenten des Photosyntheseapparates) erfolgt die subsequente Translokation lumenaler 

Faktoren über Sec- oder Tat-Transportsysteme bzw. im Falle von Membranproteinen durch 

SRP-vermittelte oder spontane Integration (Albiniak et al, 2012). 

Phylogenetische Analysen offenbaren, dass es sich bei einem signifikanten Teil des 

TOC/TIC-Translokators um Faktoren eukaryoter Herkunft handelt, während die übrigen (z.B. 

Toc75) einen cyanobakteriellen Ursprung aufweisen (Reumann et al, 2005; Reyes-Prieto et al, 

2007). Generell finden sich die zentralen Komponenten der TOC/TIC-Translokatoren in allen 

Archaeplastiden tragenden Linien (Kalanon & McFadden, 2008; Price et al, 2012; Reumann 

et al, 2005; Steiner et al, 2005). Neben dem konventionellen TOC/TIC-vermittelten 

Importprozess liegen in höheren Pflanzen auch Hinweise auf einen vesikulären 

Transportmechanismus glycosylierter Proteinspezies zwischen ER, Golgi und primärer 

Plastide vor (Radhamony & Theg, 2006; Villarejo et al, 2005) 

 

1.2.2 Proteinimport in komplexe Plastiden rhodophytischen Ursprungs 

 

Der Import nucleuskodierter Präproteine in komplexe Plastiden rhodophytischen Ursprungs 

unterliegt im Vergleich zu primären Plastiden wesentlich aufwendigeren Mechanismen, da 

zum einen ein oder zwei zusätzliche Membranen passiert werden müssen und zum anderen, 

unabhängig von der Anzahl der Hüllmembranen, das Endomembransystem der Wirtszelle in 

die Transportvorgänge involviert ist. Die Majorität nucleuskodierter plastidärer Präproteine 

dieser Organismen ist mit einer, als BTS (bipartite topogenic signal) bezeichneten, 

zweigeteilten N-terminalen Zielsteuerungssequenz versehen (Cavalier-Smith, 2003). Diese 

setzt sich aus einem klassischen ER-Signalpeptid gefolgt von einer, den Transitpeptiden der 

Archaeplastida ähnelnden, TPL (transit peptide-like sequence) als N-terminale Extension vor 

Beginn des maturen Proteins zusammen (Gould et al, 2006a). Das Signalpeptid vermittelt den 

initialen, co-translationalen Transportschritt über Sec61 in der Membran des rauen ER (rER) 

der Wirtszelle (Bolte et al, 2009). In den Linien der Cryptophyten, Heterokontophyten und 

Haptophyten stellt dies bereits die Passage der ersten Hüllmembran der komplexen Plastide (4 

Hüllmembranen) dar, da sich diese in Kontinuum mit dem rER befindet (cER). Es wird 
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vermutet, dass das SP nach erfolgter Präprotein-Translokation ins cER-Lumen prozessiert 

wird, wodurch im Weiteren die TPL exponiert wird (Apt et al, 2002). Die Signalfunktion der 

TPL ist ab diesem Punkt entscheidend, da verhindert werden muss, dass plastidäre 

Präproteine im cER den sekretorischen Weg einschlagen. Bei den Apicomplexa und 

Peridinin-enthaltenen Dinoflagellaten (Dinophyta), deren komplexe Plastiden von vier bzw. 

drei Membranen umgeben werden, erfolgt der Transport vom rER zur äußeren, epiplastidären 

Membran über einen vesikulären Mechanismus. Während dieser Transportweg bei den 

Dinophyta wahrscheinlich die Passage des Golgi Apparates miteinschließt, gelangen 

plastidäre Präproteine bei den Apicomplexa vermutlich auf direktem Wege von rER zum 

Apicoplasten (Patron et al, 2005; Sheiner & Striepen, 2012). 

Es ist mittlerweile weitestgehend anerkannt, dass die Passage der zweitäußersten Membran 

der komplexen Plastide (PPM), welche die ehemalige Plasmamembran des rhodophytischen 

Endosymbionten darstellt, über das SELMA-System erfolgt (Agrawal et al, 2009; Felsner et 

al, 2011; Sheiner & Striepen, 2012). SELMA steht für symbiont-specific ERAD-like 

machinery und bezeichnet einen Translokationsapparat, der als ein vom ehemaligen ER des 

Rotalgenendosymbionten abgeleitetes und in die PPM der komplexen Plastide relokalisiertes 

ERAD-System gilt (ER-assoziierte Degradation) (Hempel et al, 2009; Sommer et al, 2007). 

Das ERAD-System eukaryoter Organismen dient für gewöhnlich der Erkennung und 

Dislokation fehlerhafter Proteine am ER. Diese werden in einem Ubiquitin-abhängigen 

Prozess aus dem ER ins Cytosol transloziert und anschließend proteasomal degradiert 

(Meusser et al, 2005). SELMA existiert allerdings parallel zum ERAD-System der Wirtszelle 

und wurde höchstwahrscheinlich im Laufe der Koevolution von Wirt und Symbiont spezifisch 

an den Import plastidärer Proteine angepasst (Bolte et al, 2011). 

Erste Hinweise auf die Präsenz von ERAD-ähnlichen Faktoren in komplexen Plastiden 

rhodophytischen Ursprungs kamen aus der Cryptophyte Guillardia theta, deren Nucleomorph 

im PPC für einige ERAD-Kernkomponenten kodiert (Sommer et al, 2007). In nachfolgenden 

Studien konnte gezeigt werden, dass symbiontische ERAD- bzw. SELMA-Faktoren in den 

Genomen aller untersuchten Organismen mit komplexen Plastiden rhodophytischen 

Ursprungs, mit Ausnahme der Dinophyta (wahrscheinlich Verlust der PPM), konserviert sind 

und dort im PPC bzw. der PPM lokalisieren (Agrawal et al, 2009; Felsner et al, 2011; Hempel 

et al, 2009; Kalanon et al, 2009; Sommer et al, 2007; Spork et al, 2009). Unlängst gelang auch 

der experimentelle Nachweis der Involvierung des SELMA-Systems in Proteinimportprozesse 

über die PPM in den Apicomplexa. Es konnte gezeigt werden, dass der Import von Proteinen 
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in den Apicoplasten durch eine konditionale Herunterregulierung des als Translokationskanal 

über die PPM diskutierten sDer1 (s, symbionspezifisch) zum erliegen kommt (Agrawal et al, 

2009). 

In der Heterokontophyte Phaeodactylum tricornutum ist das SELMA-System bisher am 

besten untersucht (Abb. 1.3). Nach dem von Sommer et al. (2007) postulierten Importmodell 

gelangen plastidäre Proteine durch sDer1-1/1-2 über die PPM ins PPC komplexer Plastiden 

rhodophytischen Ursprungs mit vier Hüllmembranen (Sommer et al, 2007). In diesem 

Kontext konnte von Hempel et al. (2009) in P. tricornutum gezeigt werden, dass diese PPM-

Proteine in der Lage sind Homo- bzw. Heterooligomere auszubilden und mit TPL-Sequenzen 

von PPC-residenten, jedoch nicht von stromal lokalisierten Proteinen interagieren (Hempel et 

al, 2009). Es wird vermutet, dass die Translokation über die PPM in einem Ubiquitin (sUb)-

abhängigen Prozess, ähnlich zu ERAD, abläuft, bei dem Substrate über eine typische 

Ubiquitinierungskaskade (Ub-aktivierndes E1 sUba1, Ub-konjugierendes E2 sUbc, Ub- E3-

Ligase ptE3P) modifiziert werden und durch die AAA-ATPase sCdc48 samt Kofaktor sUfd1 

ATP-abhängig ins PPC transloziert werden (Sheiner & Striepen, 2012; Sommer et al, 2007) 

(Abb. 1.3). Während es sich bei der potentiellen symbiontischen Ubiquitin-E3-Ligase bei 

Cryptophyten um ein Homolog zu dem aus ERAD bekannten Hrd1 handelt (Sommer et al, 

2007), findet sich in P. tricornutum ein potentielles Ortholog (ptE3P) in der PPM, welches in 

vitro in der Lage ist Substrate zu ubiquitinieren (Hempel et al, 2010). Es wird postuliert, dass 

SELMA-Substrate, im Gegensatz zu einer Polyubiquitinierung bei ERAD-Substraten, im 

Zuge des Importprozesses monoubiquitiniert werden, da dem symbiontischen Ubiquitin von 

P. tricornutum das zur Polyubiquitinierung benötigte Lysin an Position 48 fehlt (Sommer et 

al, 2007). Außerdem wird vermutet, dass potentiell ubiquitinierte SELMA-Substrate nach 

dem Import ins PPC wieder deubiquitiniert werden und nicht wie bei ERAD dem 

Proteasomkomplex zur Degradation zugeführt werden. In diesem Kontext konnte eine PPC-

lokalisierte Deubiquitinase (ptDUP) in P. tricornutum identifiziert werden, welche in vitro 

dazu befähigt ist Ubiquitin von synthetischen Substraten abzuspalten (Hempel et al, 2010).  
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Abb. 1.3 Import nucleuskodierter Proteine in komplexe Plastiden rhodophytischen Ursprungs am Beispiel 

der Diatomee P. tricornutum. Nucleuskodierte plastidäre Proteine werden als Präproteine mit einer N-

terminalen BTS (bipartite topogenic signal), bestehend aus SP (Signalpeptid) und TPL (transit peptide-like 

sequence), im Cytosol der Wirtszelle an 80S-Ribosomen synthetisiert. Das Signalpeptid vermittelt den co-

translationalen Import ins cER über Sec61 und wird daraufhin wahrscheinlich prozessiert. Die Passage der 

zweiten Membran (PPM) erfolgt über das SELMA-System (symbiont specific ERAD-like machinery) 

höchstwahrscheinlich in einem Ubiquitin (sUb)-abhängigen Prozess. Dabei werden Präproteine im Zuge des 

Imports über sDer1-1/1-2 vermutlich ubiquitiniert (sUba1, sUbc, ptE3P), von sCdc48 samt Kofaktor sUfd1 ins 

PPC gezogen und anschließend deubiquitiniert (ptDUP). PPC-residente Proteine werden nach dem Import über 

SELMA durch einen unbekannten Faktor prozessiert und Chaperon-vermittelt (sHsp70) gefaltet. Stromale 

Proteine (konserviertes ĂASA-FAP-Motivñ) werden im Weiteren wahrscheinlich über ptOmp85 (OEM) und 

einen TIC-Komplex (IEM) über die beiden inneren Membranen der komplexen Plastide transloziert, prozessiert 

und gefaltet. Alternativ wird ein vesikulärer Mechanismus zwischen PPM und OEM postuliert (Gibbs, 1979). 

cER(-M), chloroplast ER(-Membran); PPM, periplastidäre Membran; PPC, periplastidäres Kompartiment; 

OEM, plastid outer envelope membrane; IMS, intermembrane space; IEM, plastid inner envelope membrane; 

Nu, Nucleus; +, positive TPL-Nettoladung; F, aromatische AS oder Leucin; X, weder aromatische AS noch 

Leucin. Abbildung nach Sommer et al. (2007), Hempel et al. (2009), Hempel et al. (2010), Bullmann et al. 

(2010). 

 

Nach erfolgtem Präproteinimport in das PPC wird das TPL PPC-residenter Proteine 

vermutlich von einem bisher unbekannten Faktor prozessiert und die Proteine werden durch 

ein PPC-lokalisiertes sHsp70-Chaperon gefaltet, wobei stromale Präproteine von Letzterem 
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wahrscheinlich in einer transportkompetenten Form gehalten werden (Gould et al, 2006b; 

Sommer et al, 2007) (Abb. 1.3). 

Vor und nach dem Import von Präproteinen ins PPC über SELMA ist die Signalfunktion der 

TPL entscheidend um eine korrekte Sortierung der Proteine innerhalb der Subkompartimente 

der komplexen Plastide zu gewährleisten. Ähnlich zu den Transitpeptiden der Rhodophyta, 

zeichnen sich plastidäre bzw. stromale Präproteine der meisten Organismen mit komplexen 

Plastiden rhodophytischen Ursprungs durch die Präsenz eines Phenylalanins (F) an der ersten 

Position der TPL aus (Patron & Waller, 2007). Dieses findet sich, vorwiegend in den Linien 

der Cryptophyten und Heterokontophyten, zumeist im Kontext eines spezifischen ĂASA-

FAP-Motivsñ am ¦bergang von SP zu TPL (Gould et al, 2006a; Gruber et al, 2007). Bei 

Haptophyten und Apicomplexen (sowie Dinophyten) scheint dieses Motiv weniger stark 

konserviert zu sein (Patron & Waller, 2007). Eine Reihe genomischer und experimenteller 

Analysen in P. tricornutum ergaben, dass neben dem dominant auftretenden F auch andere 

aromatische AS, wie Tyrosin (Y) und Tryptophan (W), oder sogar Leucin (L) diese Position 

einnehmen können um ein plastidäres targeting zu vermitteln (Gruber et al, 2007; Kilian & 

Kroth, 2005). Das entscheidende Charakteristikum von PPC-Proteinen ist dahingegen das 

Fehlen einer solchen aromatischen AS oder Leucin an der +1-Position der TPL (Gould et al, 

2006a; Gruber et al, 2007) (Abb. 1.3). Neben der Natur der ersten AS der TPL hat die 

Nettoladung dieser Zielsteuerungssequenz einen Einfluss auf die Transportmechanismen ab 

der PPM. Felsner et al. (2010) konnten in P. tricornutum zeigen, dass eine diskrete positive 

TPL-Nettoladung eine Rolle beim Transport über die PPM spielen kann, während eine solche 

für die Passage der beiden inneren Plastidenmembranen (OEM/IEM) sogar notwendig zu sein 

scheint (Abb. 1.3). Außerdem konnte festgestellt werden, dass auch der N-Terminus des 

maturen Proteins, ergänzend zur TPL, eine Auswirkung auf das targeting von Präproteinen 

ausüben kann (Felsner et al, 2010). 

Der Import plastidärer Proteine aus dem PPC ins Stroma verläuft bei komplexen Plastiden 

rhodophytischen Ursprungs höchstwahrscheinlich ähnlich zu den aus Archaeplastida 

bekannten Mechanismen ab. Allerdings scheinen typische TOC-Faktoren in der OEM dieser 

Organismen zu fehlen. Dahingegen konnte in P. tricornutum mit ptOmp85 (outer membrane 

protein 85) ein in der OEM lokalisiertes ɓ-barrel Protein mit elektophysiologischen 

Eigenschaften ähnlich zu Proteinen der Toc75- bzw. Omp85-Familie aus primären Plastiden 

bzw. Gram-negativen Bakterien identifiziert werden (Bullmann et al, 2010). Homologe zu 

ptOmp85 finden sich auch in Haptophyten und Apicomplexen. Vorläufige experimentelle 
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Resultate aus Toxoplasma gondii (Apicomplexa) deuten drauf hin, dass der Verlust von 

Omp85 in einem ausgeprägten Importdefekt apicoplastidärer Proteine resultiert (Sheiner & 

Striepen, 2012). 

Für Organismen mit komplexen Plastiden rhodophytischen Urprungs, welche von vier 

Membranen umgeben werden, wurde bereits 1979 ein vesikuläres Transportmodell für 

plastidäre Präproteine über das PPC postuliert (Gibbs, 1979). Nach dieser Hypothese 

gelangen Proteine, die für die primäre Plastide bestimmt sind, von der PPM in Vesikeln über 

ein periplastidäres Reticulum im PPC zur äußeren Membran der primären Plastide (OEM) 

(Gibbs, 1979) (Abb. 1.3). Diese Hypothese nach Gibbs beruhte im Wesentlichen auf der 

Beobachtung vesikulärer Strukturen im PPC im Rahmen von elektronenmikroskopischen 

Studien, konnte jedoch bisher experimentell weder verifiziert noch wiederlegt werden. 

Allerdings existieren, wie zuvor dargelegt, mit SELMA und Omp85 Evidenzen für alternative 

Transportprozesse über PPM und OEM. 

Hinsichtlich der Passage der inneren Membran komplexer Plastiden rhodophytischer Herkunft 

liegen Hinweise für die Präsenz einer Reihe von TIC-Komponenten in allen bisher 

untersuchten Linien (Cryptophyta, Heterokontophyta, Apicomplexa) vor (McFadden & van 

Dooren, 2004). Experimentelle Evidenzen einer Involvierung dieser Faktoren in den 

Importprozess von Präproteinen über die IEM kommen erneut aus den Apicomplexa. In 

T. gondii konnte gezeigt werden, dass sowohl Tic20 als auch Tic22 eine essentielle 

Transportfunktion bei der Passage von apicoplastidären Präproteinen über die IEM 

wahrnehmen (Sheiner & Striepen, 2012; van Dooren et al, 2008). 

 

1.3 Das periplastidäre Kompartiment ï ein minimiertes eukaryotes 

Cytoplasma 

 

Organismen mit komplexen Plastiden, welche von vier Membranen umgeben werden, 

verfügen über zwei evolutionär divergente eukaryote Cytosplasmen. Neben dem Cytosol der 

Wirtszelle existiert in ihren komplexen Plastiden mit dem PPC (periplastidäres 

Kompartiment) ein weiteres, jedoch stark reduziertes Cytoplasma, das auf das ehemalige 

Cytoplasma des internalisierten eukaryoten Endosymbionten zurückgeht (Cavalier-Smith, 

2003). Während dieses Kompartiment in den meisten Linien genetisch und morphologisch 

drastisch reduziert wurde (Heterokontophyta, Haptophyta, Apicomplexa), oder 
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wahrscheinlich sogar verloren ging (Dinophyta), unterhalten die Cryptophyta, wie bereits 

erwähnt (1.2.2), einen Restzellkern des rhodophytischen Endosymbionten (Nucleomorph) und 

somit ein genetisch aktives PPC. Die Sequenzierung einiger Nucleomorph-Genome 

(Guillardia theta, Hemiselmis andersenii, Cryptomonas paramecium, Chroomonas 

mesostigmatica) ermöglicht Einblicke in die im PPC ablaufenden Prozesse dieser Organismen 

(Douglas et al, 2001; Lane et al, 2007; Moore et al, 2012; Tanifuji et al, 2011). 

Die bisher sequenzierten Nucleomorph-Genome der Cryptophyten weisen eine genetische 

Kapazität von 486 bis 703 Kbp (Kilobasenpaare) auf und bestehen jeweils aus drei winzigen, 

linearen Chromosomen mit z.T. variierender Komposition (Moore et al, 2012). Sie kodieren 

zwischen 518 und 780 Gene, deren Produkte vorwiegend in housekeeping-Funktionen 

(Transkription, Translation, DNA- und RNA-Metabolismus, Zellzyklus-Kontrolle und 

Mitose, sowie Proteinfaltung und Degradation) involviert sind (Douglas et al, 2001; Lane et 

al, 2007; Moore et al, 2012; Tanifuji et al, 2011). 216 dieser Gene finden sich konserviert auf 

allen vier sequenzierten Nucleomorph-Genomen wieder. Neben Genen, die für bekannte 

Funktionen kodieren, findet sich auch ein signifikanter Anteil (ca. 40%) an ORFs (open 

reading frames), denen bisher keine Funktionen zugeordnet werden konnten. Bemerkenswert 

ist, dass die Nucleomorph-Genome von G. theta, H. andersenii und C. mesostigmatica ein 

identisches Set von 31 essentiellen plastidären Proteinen kodieren (Moore et al, 2012), deren 

Präsenz als ein Grund für die Erhaltung des remanenten Rotalgennucleus gilt (Douglas et al, 

2001). Bei C. paramecium handelt es sich um eine nicht-photosynthetische Cryptophyte. 

Dennoch kodiert das Nucleomorph-Genom dieser Alge für 18 plastidär-assoziierte Proteine, 

von denen sich 13 mit denen anderer Cryptophyten decken (Tanifuji et al, 2011). 

Abseits von Funktionen der genetischen Selbsterhaltung und plastidären Proteinen, finden 

sich in allen vier bekannten Nucleomorph-Genomen Gene für symbiontische ERAD-Faktoren 

(Douglas et al, 2001; Lane et al, 2007; Moore et al, 2012; Tanifuji et al, 2011), welche der 

SELMA-Translokationsmaschinerie für plastidäre Präproteine über die PPM zugerechnet 

werden (Sommer et al, 2007) (siehe 1.2.2). Für Proteine mit Beteiligung an metabolischen 

Synthesewegen kodierende Gene konnten, mit Ausnahme einer Geranyl-Geranyl-Transferase 

(Carotinoid-Biosynthese) nicht auf den Nukleomorph-Genomen identifiziert werden. 

Allerdings ist bekannt, dass bei Cryptophyten die Synthese und Speicherung von Stärke 

ausschließlich im PPC abläuft (Deschamps et al, 2006). Beteiligte Enzyme sind daher 

höchstwahrscheinlich im Genom der Wirtszelle kodiert und müssen aus dem Cytosol ins PPC 

re-importiert werden, was bereits für eine UGG-Transferase (UDP-glucose ï starch glycosyl 
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transferase) in heterologen Lokalisationsstudien gezeigt werden konnte (Gould et al, 2006a). 

Wie viele PPC-Proteine in Cryptophyten letztendlich nucleuskodiert vorliegen und welche 

weiteren Prozesse im PPC ablaufen, ist bisher aufgrund fehlender Genomdaten unbekannt. 

Allerdings steht die Publikation der Nucleus-Genomsequenz von G. theta kurz bevor und 

könnte hier entscheidende Hinweise liefern. Die Präsenz essentieller plastidärer Gene und von 

Genen kodierend für SELMA-Faktoren auf den Nucleomorph-Genomen, sowie der PPC-

ansässige Stärke-Metabolismus, gelten jedoch als bedeutende Gründe für den Erhalt des 

Nucleomorphs bzw. PPCs in Cryptophyten (Douglas et al, 2001). 

 

Im PPC der Heterokontophyten findet, im Gegensatz zu Cryptophyten, keine Genexpression 

statt, da jegliche genetische Information des Rotalgennucleus entweder verloren ging oder im 

Zuge endosymbiontischen Gentransfers in den Nucleus der Wirtszelle transferiert wurde. 

PPC-residente Proteine sind demnach im Genom der Wirtszelle kodiert und müssen, wie unter 

1.2.2 dargestellt, ins PPC re-importiert werden. Ein weiterer Unterschied zu Cryptophyten ist, 

dass Heterokontophyten keine Stärke im PPC speichern, sondern die Energiespeicherung in 

Form von Lipiden oder Chrysolaminarin im Wirtscytosol bzw. der Vakuole abläuft (Kroth et 

al, 2008). Das PPC der Heterokontophyten ist darüber hinaus frei von Organellen, wie z. B. 

ER oder Mitochondrien (Keeling, 2010), was eine morphologische Kompaktierung erlaubt. In 

der Diatomee P. tricornutum weist das PPC eine sehr spezielle, charakteristische Morphologie 

auf (Abb 1.4). Während die beiden inneren Membranen der komplexen Plastide (OEM und 

IEM) das Stroma flügelartig mit einer Engstelle im Zentrum umgeben, weicht die PPM 

teilweise von dieser Formation ab. Insbesondere im Bereich der Engstelle von IEM und OEM 

entfernt sich die PPM von der OEM wodurch das PPC dort etwas an Raum gewinnt, 

wohingegen die PPM ansonsten der OEM sehr eng anliegt. Diese typische Morphologie lässt 

sich sowohl in elektronenmikroskopischen Analysen (Abb. 1.4) als auch bei in vivo 

Lokalisationsstudien beobachten, wo PPC-dirigiertes GFP in der im Zentrum der komplexen 

Plastide gelegenen, PPC-typischen ĂBlob-ªhnlichenñ Fluoreszenzstruktur (BLS) resultiert 

(Kilian & Kroth, 2005) (siehe auch Abb. 1.6). 
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Abb. 1.4 Morphologie des periplastidären Kompartiments (PPC) von P. tricornutum. (A) 

Elektronenmikroskopische Aufnahme einer P. tricornutum Zelle. Maßstab 2 µm. (B) Vergrößerung des 

Rahmens aus A. Das periplastidäre Kompartiment befindet sich zwischen den beiden äußeren (cER-M/PPM) 

und inneren Membranen (OEM/IEM) der komplexen Plastide. OEM und IEM bilden eine Engstelle im Zentrum, 

wodurch das PPC dort an Raum gewinnt. Maßstab 200 nm. (C) Schematische Darstellung der Zellstruktur von P. 

tricornutum. cER(-M), chloroplast ER(-Membran); PPM, periplastidäre Membran; PPC, periplastidäres 

Kompartiment; OEM, plastid outer envelope membrane; IEM, plastid inner envelope membrane; Go, Golgi 

Apparat; Nu, Nucleus, Mi, Mitochondrium, Pl, Plastide. Abbildung A und B wurden von Dr. Andreas Klingl zu 

Verfügung gestellt und zeigen eine Polyhydroxybutyrat-synthetisierende P. tricornutum Zelle (Hempel et al, 

2011). 

Über die Funktionen und Gründe für den Erhalt des PPC in Heterokontophyten ist bislang nur 

wenig bekannt. Allerdings gelang es bereits über genomische Analysen und in vivo 

Lokalisationsstudien mittels GFP-Fusionsproteinen einige wenige Proteine im PPC der 

Diatomee P. tricornutum zu identifizieren. Das derzeitige Wissen über das PPC-Proteom von 

P. tricornutum beläuft sich, wie unter 1.2.2 erwähnt, vorwiegend auf Komponenten der 

SELMA-Translokationsmaschinerie für nucleuskodierte Präproteine über die PPM der 

komplexen Plastide (Hempel et al, 2009; Sommer et al, 2007). Das SELMA-System in P. 

tricornutum setzt sich, soweit bisher bekannt, aus den folgenden Komponenten zusammen: 

den membranständigen, als Translokationspore diskutierten Proteinen sDer1-1 und sDer1-2; 

der Ubiquitinierungsmaschinerie, bestehend aus Ubiquitin (sUb), einem Ubiquitin-

aktivierenden E1 Enzym (sUba1), zwei Ubiquitin-konjugierenden E2 Enzymen (sUbc4/6) und 

einer membranintegralen E3 Ubiquitin-Ligase (ptE3P); der zentralen energieliefernden AAA-

ATPase sCdc48; dem Cdc48-Kofaktor sUfd1; sowie einem deubiquitinierenden Enzym 

(ptDUP) (Hempel et al, 2009; Hempel et al, 2010; Sommer et al, 2007) (Abb. 1.5). Außerdem 






























































































































































































































































































































