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ZUSAMMENFASSUNG 

Cryptochrome sind Blaulicht-Photorezeptoren, die die lichtabhängige Signalübertragung in Pflanzen vermitteln. In dieser 
Arbeit klären wir den molekularen Mechanismus der Blaulichtaktivierung der Cryptochrom-1-Photolyase-Homologie-Region 
(CRY1-PHR) aus Arabidopsis thaliana auf. Hierzu kombinieren wir zeitaufgelöste native Massenspektrometrie mit kinetischer 
Modellierung. Dieser Ansatz ermöglicht die direkte Beobachtung der lichtgetriebenen Komplexbildung mit zeitlicher und 
molekularer Auflösung. Wir zeigen, dass die Blaulichtaktivierung von CRY1-PHR einem reversiblen Assemblierungsweg folgt, 
bei dem Monomere rasch Dimere bilden, die sich weiter zu Tetrameren zusammenlagern. Ein quantitatives zweistufiges 
kinetisches Modell erfasst das dynamische Zusammenspiel zwischen lichtinduzierter Oligomerisierung und thermischem Zerfall. 
ATP beschleunigt die Tetramerbildung und stabilisiert Oligomere, indem es die zugrunde liegende Photochemie des FAD- 
Chromophors moduliert. Im Gegensatz dazu wirkt der Blaulicht-Inhibitor von Cryptochromen 1 (engl. Blue-light Inhibitor 
of Cryptochromes 1 , BIC1) als potenter Antagonist. BIC1 bindet selbst im Dunkeln an CRY1-PHR, wobei die Affinität unter 
Blaulichtbedingungen deutlich erhöht ist. Dadurch wird die Oligomerisierung gehemmt und bereits gebildete Tetramere 
aktiv disassembliert. Dieser Prozess ist unabhängig von den Lichtbedingungen und findet unabhängig vom Redoxzustand 
des CRYs statt. Zusammenfassend liefern diese Erkenntnisse ein kinetisches und mechanistisches Modell für die reversible 
Blaulicht-vermittelte Signalübertragung durch pflanzliche CRYs und verdeutlichen, wie gegensätzlich wirkende Regulatoren die 
Aktivierung von Photorezeptoren auf molekularer Ebene präzise steuern. 
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 Einleitung 

flanzen nutzen Licht nicht nur als Energiequelle, sondern auch
ls entscheidendes Umweltsignal, das nahezu alle Aspekte ihres
achstums und ihrer Entwicklung steuert [ 1–3 ]. Um Lichtinfor-
ationen über das gesamte Spektrum hinweg wahrzunehmen
nd zu verarbeiten, haben Pflanzen ein komplexes Netzwerk
ieser Open Access Beitrag steht unter den Bedingungen der Creative Commons Attribution License, d
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von Photorezeptoren entwickelt, darunter Phytochrome, Pho-
totropine, den UV-B-Photorezeptor UVR8 und Cryptochrome
(CRYs) [ 1, 4–6 ]. CRYs sind evolutionär konservierte Flavopro-
teine, die blaues und Ultraviolett-A-Licht über einen Flavin-
Adenin-Dinukleotid (FAD)-Chromophor absorbieren, der nicht-
kovalent innerhalb der Photolyase-Homologie-Region (PHR)-
Domäne gebunden ist [ 7–10 ]. Die PHR-Domäne wird durch
ie jede Nutzung des Beitrages in allen Medien gestattet, sofern der ursprüngliche Beitrag 
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ie C-terminale Erweiterung von Cryptochromen (engl. Crypto-
hrom CRYs C-terminal Extension , CCE) ergänzt, die wesentlich
eniger konserviert ist und in Länge und Sequenz variiert

 11 ]. In Arabidopsis thaliana operieren zwei CRYs, CRY1 und
RY2, in teilweise überlappenden, aber unterschiedlichen phy-
iologischen Kontexten [ 12 ]. CRY1 steuert vorwiegend die frühe
eimlingsphase, indem es die Hypokotyl-Streckung hemmt,
ährend CRY2 als photoperiodischer Sensor die Blütezeit regu-
iert [ 12–16 ]. Die Aktivierung pflanzlicher CRYs wird durch
ie lichtgetriebene Photoreduktion von FAD eingeleitet [ 17, 18 ],
odurch Konformationsänderungen induziert werden, welche
iederum die Oligomerisierung [ 19–22 ] und die Bindung an
achgeschaltete Signalpartner fördern [ 23 ]. Obwohl CRY1 und
RY2 strukturell verwandt sind [ 24 ], deutet ihre funktionelle
pezialisierung darauf hin, dass sie sich in Aktivierungsdynamik,
ignalinteraktionen und Regulationsmechanismen unterschei-
en. Strukturuntersuchungen haben gezeigt, dass sowohl CRY1
ls auch CRY2 eine Blaulicht-induzierte Oligomerisierung durch-
aufen [ 13, 15–17 ], wobei für CRY2 tetramere Komplexe mit der
ignalaktivität in Verbindung gebracht wurden [ 25 ]. CRY1 bildet
benfalls lichtinduzierte Oligomere [ 26 ], doch die Dynamik und
egulation dieses Prozesses sind noch unzureichend verstanden.
ährend die Oligomerisierung durch die PHR-Domäne vermit-
elt wird, ist die CCE an der Flüssig-Flüssig-Phasentrennung
engl. liquid–liquid phase separation , LLPS) beteiligt [ 11 ]. Um
ie spezifische Oligomerisierung dynamischer, größenvariabler
ondensate zu unterscheiden, sind In-vitro-Studien der isolierten
HR-Domäne entscheidend, da sie den intrinsischen Mecha-
ismus der CRY-Oligomerisierung ohne Einfluss von LLPS
eleuchten. Insbesondere sind der molekulare Mechanismus der
RY1-Oligomerisierung sowie der Einfluss zellulärer Cofaktoren
der inhibitorischer Proteine auf diesen Prozess weitgehend
nerforscht. 

ine wichtige Klasse negativer Regulatoren von CRYs sind die
laulicht-Inhibitoren von Cryptochromen (engl. Blue-light Inhi-
itors of Cryptochromes , BICs) [ 27 ]. BICs interagieren mit CRY2 in
er PHR-Domäne und blockieren effizient die Tetramerbildung,
odurch die Signalübertragung gehemmt wird [ 21, 24 ]. CRY1
urde ebenfalls als Ziel von BIC1 identifiziert [ 21, 25–27 ], doch
ie mechanistischen Details dieser Hemmung sind bislang unge-
lärt. Frühere Studien haben gezeigt, dass BIC1 sowohl unter
unkel- als auch unter Lichtbedingungen an CRY1 binden kann

 28 ]. Dies wirft die Frage auf, ob BIC1 primär die Oligomer-
ildung verhindert oder bereits gebildete CRY1-Komplexe aktiv
isassemblieren kann. 

ine weitere potenzielle Regulationsebene stellen zelluläre Meta-
olite dar [ 29–31 ]. Es ist bekannt, dass ATP an die PHR-Domäne
flanzlicher CRYs bindet [ 17, 18 ]. Zahlreiche Studien haben
ezeigt, dass ATP die Photoreduktion von FAD beschleunigt und
ie reduzierten Zustände stabilisiert [ 30, 32–34 ]. Ob ATP jedoch
irekt die Oligomerisierungsdynamik von CRY1 beeinflusst, ist
islang ungeklärt. 

ufbauend auf unserer vorherigen Arbeit, in der wir
eitaufgelöste lichtinduzierte Konformationsänderungen des
onomeren, tierähnlichen CRY aus Chlamydomonas reinhardtii

 Cr aCRY) demonstrierten [ 35 ], gehen wir nun einen Schritt
eiter und untersuchen den Oligomerisierungsmechanismus,
er auf die Photoaktivierung von CRY1 aus A.
of 10
thaliana folgt. Wir kombinieren verschiedene native
Massenspektrometrie-Methoden, Absorptionsspektroskopie
und Transmissions-Elektronenmikroskopie (TEM), um die
lichtinduzierte Assemblierung und Regulation der PHR-
Domäne von Arabidopsis CRY1 in vitro aufzuklären. Unsere
Ergebnisse zeigen, dass die CRY1-Oligomerisierung über einen
sequenziellen Monomer → Dimer → Tetramer Weg verläuft,
der durch ein reversibles zweistufiges kinetisches Modell
quantitativ beschrieben werden kann. ATP beschleunigt diesen
Prozess, indem es die Oligomerisierungsraten erhöht und die
oligomeren Zustände stabilisiert. Darüber hinaus zeigen wir,
dass BIC1 sowohl im Dunkeln als auch unter Blaulicht an CRY1
bindet, wobei sich die Affinitäten signifikant unterscheiden.
BIC1 verhindert nicht nur die Tetramerbildung, sondern baut
auch bereits gebildete CRY1-Oligomere ab. Diese Fähigkeit
erstreckt sich auch auf die konstitutiv als Tetramer vorliegende
Mutante CRY1 L407F [ 36, 37 ]. Schließlich zeigen wir, dass die
inhibitorische Wirkung von BIC1 nicht auf der Hemmung der
Photoreduktion des FAD-Chromophors beruht. Dies deutet
darauf hin, dass BIC1 CRY1 über direkte Konkurrenz mit
CRY1-CRY1-Interaktionen reguliert, anstatt die Photochemie des
Chromophors zu beeinflussen. 

Zusammen etablieren unsere Ergebnisse ein quantitatives kine-
tisches Modell für die Oligomerisierung von pflanzlichem CRY1
und zeigen zwei regulatorische Hebel auf: ATP als gebundener
Cofaktor und die aktive Dissoziation durch BIC1. Diese Ergeb-
nisse decken grundlegende Prinzipien der CRY1-Regulation auf,
die CRY1 von CRY2 unterscheiden. Sie verdeutlichen wie Pflan-
zenzellen Cofaktor-Bindung und inhibitorische Proteine kombi-
nieren, um die CRY-Signalübertragung präzise abzustimmen. 

2 Ergebnisse und Diskussion 

2.1 Oligomerisierungsmechanismus von 

Arabidopsis CRY1 

Um mechanistische Einblicke in die Oligomerisierung von Ara-
bidopsis CRY1 zu gewinnen, untersuchten wir die oligomeren
Zustände der rekombinanten CRY1-PHR-Domäne (CRY1-PHR),
im Folgenden als CRY1 bezeichnet, in vitro mittels Nano-
Elektrospray-Ionisations-Massenspektrometrie (nESI-MS). Für
diese Experimente wurde das nESI-Setup mit einer Blaulicht-
LED ausgestattet, die während der Messung direkt auf die
Probe gerichtet wurde (Abbildung S1a ). In Übereinstimmung mit
früheren Studien [ 26 ] liegt CRY1 im Dunkeln überwiegend als
Monomer vor (m/z = 3500–4800, Abbildung 1a ), wobei nur ein
kleiner Anteil als Dimer (m/z = 5000–5700) vorhanden ist. Die
Bestrahlung mit Blaulicht fördert die Oligomerisierung und führt
zur Bildung von Tetrameren (m/z = 6000–8500) (Abbildung 1b ). 

Um den zugrunde liegenden Mechanismus dieser lichtindu-
zierten Oligomerisierung aufzuklären, untersuchten wir als
Nächstes, ob die Tetramerbildung ausschließlich über Dimer-
Intermediate erfolgt oder ob trimere Zwischenstufen beteiligt
sind. Zu diesem Zweck führten wir bei Raumtemperatur zeitauf-
gelöste Massenspektrometrie durch, mit der wir transiente
oligomere Zustände unter Blaulichtbedingungen nachweisen
und quantifizieren konnten (Abbildung S2 ). Die zeitaufgelösten
Daten zeigen einen klar definierten kinetischen Verlauf der
Angewandte Chemie, 2026



ABBILDUNG 1 Oligomerisierungskinetik von CRY1 unter Blaulicht und der Einfluss von ATP. nESI-MS-Spektren von CRY1 im Dunkeln (graue 
Linie) (a, c) und unter Blaulichtbestrahlung (blaue Linie) (b, d) in Abwesenheit (a, b) und in Anwesenheit von 100 µM ATP (c, d). Die Bestrahlung 
mit blauem Licht führt zur Oligomerisierung von CRY1. Die Zugabe von ATP fördert diesen Prozess. Zeitaufgelöste Massenspektrometrie-Messungen 
des CRY1-Monomers (e), Dimers (f) und Tetramers (g) in Abwesenheit und Anwesenheit (h–j) von ATP sowie die kinetische Anpassung in pink. Die 
Zeitachse ist logarithmisch skaliert, um die frühen kinetischen Übergänge besser aufzulösen. (k) Konzentrationsprofil von CRY1-Monomer, -Dimer und 
-Tetramer in Abwesenheit (k) und Anwesenheit (l) von 100 µM ATP während der Bestrahlung mit blauem Licht. Die Konzentrationsprofile wurden aus 
der Anpassung des zweistufigen reversiblen kinetischen Modells (n) erhalten. (m) Assoziations- (blau hervorgehoben) und Dissoziationsraten (grau 
hervorgehoben), die aus der kinetischen Modellierung in Anwesenheit und Abwesenheit von 100 µM ATP erhalten wurden. Die Raten stellen den 
Mittelwert aus drei unabhängigen Messungen dar (n = 3); die Fehlerabschätzungen wurden aus der Anpassung des kinetischen Modells abgeleitet. 
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RY1-Oligomerisierung (Abbildungen 1e–g , S3a–c ). Im dunkela-
aptierten Zustand liegt das CRY überwiegend als Monomer vor
Abbildungen 1a,e , S3a ). Die Bestrahlung mit Blaulicht führt zu
iner raschen Abnahme des Monomeranteils (Abbildungen 1e ,
3a ), begleitet vom Auftreten von Dimeren (Abbildungen 1f , S3b ).
ach einer kurzen Verzögerung bilden sich Tetramere, was den
erlauf eines schrittweisen Assemblierungswegs widerspiegelt
Abbildungen 1g , S3c ). Der Dimer-Anteil erreicht nach etwa
 Sekunden sein Maximum (Abbildungen 1f , S3b ), während
ie Akkumulation der Tetramere langsamer voranschreitet und
ach 120 Sekunden ein stationäres Plateau erreicht (Abbildun-
ngewandte Chemie, 2026
gen 1g , S3c ). Bemerkenswerterweise verschwindet die monomere
Spezies nicht vollständig (Abbildungen 1b,e , S3a ), was darauf
hinweist, dass der Oligomerisierung gleichzeitig ein thermi-
scher Dissoziationsprozess entgegenwirkt. Diese Beobachtung
verdeutlicht, dass selbst unter anhaltender Lichtaktivierung Oli-
gomerbildung und -abbau in kinetischer Konkurrenz zueinander
stehen. 

Um den Oligomerisierungsmechanismus quantitativ zu beschrei-
ben, stellten wir ein reversibles kinetisches Modell auf, bestehend
aus zwei Schritten (Abbildung 1n ). Dieses Modell basiert auf
3 of 10
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4

iner sequenziellen Assemblierung vom Monomer über das
imer zum Tetramer (M→D→T), ohne direkte Umwandlung
om Monomer zum Tetramer und ohne Trimere als Zwi-
chenstufen. Die Anpassung unserer Daten an dieses Modell
Abbildungen 1e–g , S3a–c ) ergibt die in Abbildung 1m auf-
eführten Assoziations- und Dissoziationsgeschwindigkeitskon-
tanten. Das Modell beschreibt die zeitlichen Verläufe aller
rei oligomeren Zustände genau (Abbildung 1k ). Die relativ
iedrige Rate für die Monomer-Dimer-Umwandlung (kM→D =
3,7 ± 0,3) × 10− 3 µM− 1 s− 1 ) deutet auf eine langsame Dimeri-
ierung hin, während die höhere Rate für die Dimer-Tetramer-
mwandlung, kD→T = (75 ± 4) × 10− 3 µM− 1 s− 1 , zeigt, dass
ie Tetramerisierung effizient abläuft, sobald Dimere gebildet
ind. Auch die Dissoziationsraten unterscheiden sich deutlich:
imere dissoziieren schnell (kD→M 

= (560 ± 70) × 10− 3 s− 1 ),
ährend Tetramere stabiler sind (kT→D = (6,3 ± 0,6) × 10− 3 s− 1 ).
usammen erklären diese Geschwindigkeitskonstanten sowohl
ie Anreicherung von Tetrameren als auch das Fortbestehen
on Monomeren in einem dynamischen, lichtinduzierten statio-
ären Zustand. Unsere Ergebnisse zeigen, dass die experimentell
eobachtete Oligomerisierungsdynamik von CRY1 effektiv durch
in zweistufiges Modell reversibler Reaktionen beschrieben
erden kann, wobei die Dimerbildung als geschwindigkeitsbe-
timmender Schritt bei der CRY1-Aktivierung identifiziert wird.
m Vergleich dazu erfolgt die FAD-Photoreduktion innerhalb
on Mikrosekunden [ 38 ] und damit wesentlich schneller als
ie Oligomerisierung. Dies zeigt, dass die lichtinduzierte Akti-
ierung des Flavin-Cofaktors keine nennenswerte kinetische
erzögerung verursacht. Die relative Stabilität der Oligomere
nterscheidet sich erheblich: Während Dimere sehr kurzlebig
ind, weisen Tetramere eine deutlich höhere Stabilität auf.
iese lichtabhängigen Gleichgewichtszustände deuten darauf
in, dass die CRY1-Signalübertragung ein hochdynamischer
rozess ist und nicht einem einfachen Ein-Aus-Prinzip folgt.
m unsere In-vitro-Oligomerisierungskinetik direkt mit den In-
ivo-Beobachtungen von Liu et al. [ 22 ], zu vergleichen, passten
ir die Daten der Tetramerbildung mit einem einfachen expo-
entiellen Modell an und bestimmten eine Halbwertszeit von
twa t1/2 = 18 s (Abbildung S4 ). In vivo ist die entsprechende
albwertszeit bei einer Fluenzrate von 30 µmol m− 2 s− 1 etwa
ünfmal länger, was zusätzliche zelluläre Faktoren wie regula-
orische Wechselwirkungen (z. B. BIC1-Hemmung), Metabolite,
ine andere reduzierende Umgebung, Temperaturunterschiede
nd abweichende Proteinkonzentrationen widerspiegelt. Trotz
ieser Unterschiede liegen die Zeitskalen in derselben Größen-
rdnung, was die physiologische Relevanz des durch zeitaufge-
öste Massenspektrometrie erfassten Oligomerisierungsprozesses
nterstreicht. Unser In-vitro-Ansatz ermöglicht es, die Einflüsse
inzelner Faktoren zu entkoppeln, die im zellulären Kontext nur
chwer zu unterscheiden sind, und bietet somit eine sinnvolle
rgänzung zu In-vivo-Messungen. Obwohl die kinetischen Para-
eter für CRY1-PHR bestimmt wurden, ist das zugrunde liegende
equenzielle Monomer-Dimer-Tetramer-Assemblierungsschema
ahrscheinlich bei allen pflanzlichen CRYs konserviert. In Über-
instimmung mit Ähnlichkeiten in der Photorezeptorregulation,
ürfte die Unterscheidung zwischen schneller lichtinduzier-
er Oligomerisierung und langsamerer thermischer Disassem-
lierung auch für CRY2 gelten. Über die biologische Rele-
anz hinaus eröffnet eine derart detaillierte kinetische Ana-
yse zudem neue Möglichkeiten zur Entwicklung von CRY1-
asierten optogenetischen Werkzeugen mit fein justierbarer zeit-
of 10
licher Präzision, die bestehende CRY2-basierte Systeme ergänzen
[ 39–43 ]. 

2.2 ATP fördert die Bildung von 

CRY1-Oligomeren 

Angesichts früherer Berichte, wonach ATP die Kinetik der FAD-
Photoreduktion von CRYs beeinflusst [ 30, 32–34 ], untersuchten
wir, ob ATP auch die lichtinduzierte Oligomerisierung von CRY1
moduliert. Unter identischen Bedingungen in Anwesenheit und
Abwesenheit von ATP zeigt sich eine deutliche ATP-abhängige
Zunahme der Tetramerbildung (Abbildung 1c,d ). In Gegenwart
von 100 µM ATP, was im Bereich der geschätzten physiologischen
ATP-Konzentrationen in Pflanzenzellen liegt [ 44 ], bildet CRY1
effizienter Tetramere und erreicht unter Blaulichtbestrahlung
deutlich höhere Tetramerkonzentrationen (Abbildung 1d ). Die
kinetische Modellierung zeigt, dass ATP sowohl die Assoziations-
als auch die Dissoziationsschritte der CRY1-Oligomerisierung
beeinflusst. Während ATP die Assoziation von Monomeren zu
Dimeren um etwa das Zweifache beschleunigt, verlangsamt es die
umgekehrte Dimer-Dissoziation um fast eine Größenordnung,
was zu einer ausgeprägten Stabilisierung des dimeren Zwischen-
produkts führt (Abbildung 1m ). Darüber hinaus erhöht ATP die
Dimer-Tetramer-Assoziation um den Faktor vier, während es die
thermische Dissoziation der Tetramere um etwa das Zweifache
verlangsamt (Abbildungen 1h–j,m , SI-Abbildung S3d–f ). In der
Summe verschieben diese Effekte das stationäre Gleichgewicht
deutlich in Richtung der Tetramere, die unter kontinuierlicher
Beleuchtung zur dominanten Spezies werden (Abbildung 1l ).
Um die Konzentrationsabhängigkeit weiter zu untersuchen,
analysierten wir auch Proben mit 200 µM ATP. Unter diesen
Bedingungen zeigt sich bereits im Dunkeln eine erhöhte Dimer-
population im Vergleich zu Proben ohne ATP oder mit 100 µM
ATP (Abbildung S5a–c ). Dies deutet darauf hin, dass höhere
ATP-Konzentrationen die Dimerbildung auch ohne Blaulicht
fördern oder stabilisieren können. Insgesamt zeigen diese Ergeb-
nisse, dass ATP insbesondere die Dimerbildung verstärkt und
stabilisiert. Diese haben wir als den geschwindigkeitsbestimmen-
den Schritt der Tetramerbildung unter Blaulichtbedingungen
identifiziert. Dadurch nimmt ATP eine zentrale regulatorische
Rolle bei der Steuerung der Oligomerisierungsdynamik von CRY1
ein. In Übereinstimmung zu früheren Studien, zeigen UV/Vis-
Absorptionsspektren zudem einen verstärkenden Effekt von ATP
auf die Kinetik der FAD-Photoreduktion [ 30, 32–34 ]. In unseren
Messungen beschleunigt ATP die Photoreduktion von FADox zu
FADH◦ um etwa 12%, während der thermische Zerfall von FADH◦

zurück zu FADox um nahezu 60% verlangsamt wird (Abbildung
S5d–h ). Obwohl die Beschleunigung der Photoreduktion gering
ist und physiologisch vermutlich keine große Bedeutung hat, stüt-
zen unsere Daten insgesamt die Annahme, dass ATP als Cofaktor
wirkt, der oligomere Zustände stabilisiert und die für deren
Bildung erforderlichen Konformationsänderungen begünstigt. 

2.3 BIC1 bindet CRY1 sowohl im dunkeln als 
auch unter blauem Licht 

Obwohl bekannt ist, dass BIC1 an CRY1 bindet, ist bislang
unklar, ob diese Wechselwirkung die Oligomerisierung hemmt
oder sogar bereits bestehende Komplexe auflöst. Um den
Angewandte Chemie, 2026



ABBILDUNG 2 BIC1 inhibiert die Oligomerisierung von CRY1 sowohl bei Dunkelheit als auch unter Blaulicht, wobei BIC1 unter Blaulicht eine 
höhere Affinität zu CRY1 aufweist. Das LILBID-MS-Spektrum von CRY1 zeigt ein Monomer (theoretische molare Masse: 59,2 kDa, experimentelle molare 
Masse: 59,9 kDa) (a) im Dunkeln, welches bei Bestrahlung mit blauem Licht Tetramere bildet (b). CRY1-Trimere entstehen durch Laserdissoziation. (c) 
Die Inkubation von CRY1-Monomer und BIC1 (theoretische molare Masse: 18,9 kDa, experimentelle molare Masse: 17,5 kDa) im äquimolaren Verhältnis 
im Dunkeln führt zu einer Mischung aus CRY1-BIC1-Heterodimer und CRY1-Monomer. (d) Bei Bestrahlung mit blauem Licht verschiebt sich das 
Gleichgewicht zugunsten des CRY1-BIC1-Heterodimers im Verhältnis zum CRY1-Monomer (grau hervorgehoben). (e) Unter Blaulichtbedingungen 
führt die Zugabe von BIC1 zum CRY1-Tetramer zur Bindung an jedes Protomer, wodurch das Tetramer in CRY1-BIC1-Heterodimere dissoziiert. (f) 
qLILBID-MS-Analysen zeigen, dass das CRY1-BIC1-Heterodimer unter Blaulicht eine zehnmal höhere Affinität aufweist als im Dunkelzustand (g). Die 
angegebenen KD -Werte stellen den Mittelwert aus drei unabhängigen Messungen dar (n = 3). 
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A

echanismus der CRY1-Hemmung durch BIC1 direkt zu unter-
uchen, setzten wir Laser-Induced Liquid Bead Ion Desorption-
assenspektrometrie (LILBID-MS) ein [ 45 ]. Zur Echtzeitbeob-
chtung lichtabhängiger Effekte wurde das LILBID-MS-Setup
it einer Blaulicht-LED ausgestattet, durch die es möglich ist,
ie Probe während der gesamten Messung zu beleuchten (Abbil-
ung S1b ). In Übereinstimmung mit den nESI-MS-Daten zeigte
ie LILBID-MS-Analyse, dass CRY1 im Dunkeln überwiegend
ls Monomer ( ∼ 60 kDa) vorliegt, während nur eine geringe
imerpopulation ( ∼ 120 kDa) nachweisbar ist (Abbildung 2a ).
nter Blaulicht verschiebt sich die Oligomerverteilung rasch in
ichtung von Tetrameren ( ∼ 240 kDa) (Abbildung 2b ). Darüber
inaus wurde ein kleiner Anteil von CRY1-Trimeren detektiert,
er auf eine teilweise Dissoziation der Tetramere durch den Ener-
ieeintrag während der LILBID-MS-Analyse zurückzuführen ist
Abbildung S6a ). Nach Zugabe von BIC1 ( ∼ 20 kDa) lässt sich
owohl im Dunkeln als auch unter Blaulicht eine Ladungsver-
eilung beobachten, die der Masse des CRY1-BIC1-Heterodimers
 ∼ 80 kDa) entspricht. Dies deutet auf eine direkte Bindung zwi-
chen den beiden Proteinen hin (Abbildung 2c,d ). Während die
indung im Dunkeln schwächer ausgeprägt ist (Abbildung 2c ),
ngewandte Chemie, 2026
nimmt der Anteil des CRY1-BIC1-Heterodimers unter Blaulicht
deutlich zu (Abbildung 2d ). Bemerkenswerterweise ist in den
belichteten Proben kein Signal für CRY1-Tetramere mehr nach-
weisbar, was darauf hindeutet, dass die Bindung von BIC1 die
Oligomerbildung effektiv unterdrückt. Zur quantitativen Bestim-
mung der Interaktionsstärke des CRY1-BIC1-Heterodimers bei
unterschiedlichen Lichtbedingungen, setzten wir quantitative
LILBID-MS (qLILBID-MS) ein. qLILBID-MS ist eine Label-
freie Methode, die die Bestimmung von Dissoziationskonstanten
unter den erforderlichen Pufferbedingungen erlaubt [ 46–48 ].
Im Dunkeln bindet BIC1 mit moderater Affinität an CRY1
(KD ≈ 1,2 µM) (Abbildung 2g ), während die Wechselwirkung
unter Blaulicht deutlich verstärkt ist (KD ≈ 0,13 µM) (Abbil-
dung 2f ). Diese etwa zehnfache Affinitätssteigerung deutet darauf
hin, dass lichtinduzierte Konformationsänderungen in CRY1
dessen Erkennung durch BIC1 begünstigen. Insgesamt zeigen
diese Ergebnisse, dass BIC1 sowohl an den inaktiven als auch
an den lichtaktivierten Zustand von CRY1 bindet, jedoch mit
klarer Präferenz für die aktive Form. Dies spricht für einen
Mechanismus, bei dem BIC1 selektiv photoaktiviertes CRY1
hemmt. 
5 of 10
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ABBILDUNG 3 Durch Blaulicht induzierte Ringbildung und 
Monomerisierungsdynamik von CRY1. TEM-Aufnahmen von CRY1- 
PHR zeigen im Dunkeln einen überwiegend diffusen Proteinhintergrund 
(a), während die Bestrahlung mit Blaulicht die quantitative Bildung 
von ringförmigen Strukturen induziert (b). (c) CRY1-PHR nach 
Blaulichtbestrahlung, gefolgt von einer 30-minütigen Inkubation im 

Dunkeln. (d) CRY1-PHR unter Blaulichtbestrahlung in Gegenwart 
von BIC1. (e) Repräsentative 2D-Klassen der durch Blaulicht 
induzierten CRY1-PHR-Ringstrukturen; insgesamt wurden 6734 
Partikel ausgewählt. (f) Draufsicht und Seitenansicht des ringförmigen 
Tetramers, gemittelt aus 176 bzw. 150 Partikeln. Maßstabsbalken: 10 nm. 
Die Blaulichtbehandlung erfolgte bei 450–465 nm für 20 min mit 
einer Fluenzrate von 115 µmol m− 2 s− 1 . (g) Kinetik der CRY1-PHR- 
Monomerisierung nach der Überführung der Probe von Blaulicht in 
Dunkle in Abwesenheit oder Anwesenheit von BIC1 oder E. coli GroEL 
als Negativkontrolle (n = 3 ± SD). (h) Quantifizierung des Einflusses 
von BIC1 auf den Rückgang der Anzahl an CRY1-PHR-Partikeln (n = 

3 ± SD). 

 

 

 

 

 

 

 

 

6

.4 BIC1 löst CRY1-Oligomere auf 

RY1 bildet bei Bestrahlung mit blauem Licht Tetramere (Abbil-
ung 2b ), und BIC1 bindet unter diesen Bedingungen mit hoher
ffinität (Abbildung 2d ). Dabei stellt sich die Frage, ob BIC1
ediglich die Tetramerbildung blockiert oder sogar bereits vor-
andene CRY1-Oligomere aktiv auflösen kann, wie dies für CRY2
nd BICs gezeigt wurde [ 21, 24 ]. Um dies zu untersuchen, gaben
ir BIC1 zu lichtinduziertem CRY1-Tetramer unter konstan-
en Blaulichtbedingungen hinzu. Die Massenspektren zeigen,
ass BIC1 schrittweise an einzelne CRY1-Protomere innerhalb
es Tetramers ( ∼ 260–320 kDa) bindet (Abbildung 2e ), diese
us dem Komplex verdrängt und ein dominantes BIC1–CRY1-
eterodimer ( ∼ 80 kDa) bildet. Diese Beobachtungen belegen,
ass BIC1 nicht nur die Tetramerbildung blockiert, sondern
ereits bestehende CRY1-Tetramere aktiv zerlegt, indem es suk-
essive alle Untereinheiten besetzt. Die direkte Beobachtung
er BIC1-induzierten CRY-Dissoziation mittels nativer Massen-
pektrometrie liefert mechanistische Einblicke auf molekularer
bene und unterstützt einen allgemeinen Mechanismus der
IC-vermittelten Hemmung pflanzlicher CRYs. Damit erwei-
ern unsere Ergebnisse frühere, mit orthogonalen Methoden
ewonnenen Befunde zu CRY2. 

ie Negativkontrast-TEM bestätigt die massenspektrometrischen
aten. In belichteten Proben bildet CRY1 ringförmige Strukturen,
ie in dunkeladaptierten Proben fehlen (Abbildung 3a–c,e,f ) und
it der Bildung tetramerer Anordnungen übereinstimmt. Die
ugabe von BIC1 reduziert die Häufigkeit dieser oligomeren
artikel deutlich. Selbst nach 30-minütiger Beleuchtung zeigen
ie mit BIC1 inkubierten Proben nur noch wenige ringförmige
trukturen (Abbildung 3d,h ). Darüber hinaus zerfallen die CRY1-
ligomere nach der Überführung ins Dunkle in Gegenwart von
IC1 deutlich schneller. Bereits zum frühesten Zeitpunkt kann
ine nahezu vollständige Monomerisierung beobachtet werde
Abbildung 3g ). 

.5 BIC1 bewirkt eine lichtunabhängige 
isassemblierung von CRY1-Tetrameren 

m zu prüfen, ob die BIC1-vermittelte Hemmung von CRY1-
etrameren eine Lichtaktivierung erfordert, analysierten wir die
utante CRY1L407F , die als hyperaktiv gilt und zu einem kon-
titutiven photomorphogenetischen Phänotyp führt [ 36, 37 ]. Die
nalytische Größenausschlusschromatographie (SEC) zeigt, dass
RY1L407F im Vergleich zum Wildtyp bereits im Dunkeln eine
etentionszeit aufweist, die einem Tetramer entspricht (Abbil-
ung 4d ). LILBID-MS bestätigt ebenfalls das Vorhandensein
on Tetrameren im Dunkeln (Abbildung 4a ), während UV/Vis-
bsorptionsspektroskopie zeigt, dass der Austausch von Leucin
egen Phenylalanin an Position 407 die Photoreduktion des
AD-Chromophors nicht beeinträchtigt (Abbildung 4h ). 

ach Zugabe von BIC1 werden die CRY1L407F -Tetramere effizient
n BIC1–CRY1L407F -Heterodimere zerlegt (Abbildungen 4b ,
6b ). Im Gegensatz zum Wildtyp-CRY1 (Abbildung 2c,d )
erstärkt Blaulichtbestrahlung die Bildung des CRY1L407F -BIC1-
eterodimers nicht weiter (Abbildung 4c ) und hat auch keine
nderen signifikanten Auswirkungen auf die beobachteten
omplexe. qLILBID-Messungen zeigen, dass BIC1 unabhängig
of 10
von der Beleuchtung mit hoher Affinität (KD = 0,10 ± 0,03 µM)
an CRY1L407F bindet, vergleichbar mit der Affinität von BIC1 für
das lichtaktivierte Wildtyp-CRY1 (KD = 0,13 ± 0,09 µM). Dies
deutet darauf hin, dass die L407F-Mutation eine Konformations-
änderung in CRY1 hervorruft, die dessen lichtaktivierten Zustand
hinsichtlich der BIC1-Erkennung nachahmt. Insgesamt legen
diese Ergebnisse nahe, dass BIC1 die Oligomerisierung von CRY1
stört, indem es an einzelne CRY1-Protomere mit einer höheren
Angewandte Chemie, 2026



ABBILDUNG 4 BIC1 inhibiert konstitutiv aktive CRY1L407F -Tetramere ohne dabei die Photoreduktion des FAD-Cofaktors zu hemmen. (a) Das 
LILBID-MS-Spektrum der konstitutiv aktiven CRY1L407F -Mutante zeigt im Dunkeln ein Tetramer (theoretische molare Masse: 236,8 kDa, experimentelle 
molare Masse: 241,4 kDa). CRY1L407F -Trimere entstehen durch Laserdissoziation. (b) Die Zugabe von BIC1 zu CRY1L407F im äquimolaren Verhältnis 
im Dunkeln führt zur Bindung an jedes Protomer, wodurch das CRY1L407F -Tetramer in ein CRY1L407F -BIC1-Heterodimer und monomeres CRY1L407F 

dissoziiert. (c) Die Bestrahlung mit blauem Licht verschiebt das Gleichgewicht nicht in Richtung des CRY1L407F -BIC1-Heterodimers, wie dies für 
Wildtyp-CRY1 gezeigt wurde. (d) SEC-Elutionsprofile von Wildtyp-CRY1, das im Dunkeln aufbewahrt oder mit blauem Licht bestrahlt wurde, sowie von 
der hyperaktiven CRY1L407F -Mutante im Dunkeln. Das verbreiterte Elutionsprofil von CRY1 im dunklen Zustand deutet auf einen gewissen Anteil an 
oligomeren Zuständen bereits unter diesen Versuchsbedingungen hin. (e) qLILBID-MS-Messungen des CRY1L407F -BIC1-Heterodimers unter dunklen 
Bedingungen ergab, dass BIC1 mit hoher Affinität an CRY1L407F bindet (n = 3). (f) Die Absorptionsspektren von Wildtyp-CRY1 vor und nach 
der Bestrahlung mit blauem Licht weisen auf eine FAD-Photoreduktion hin, mit einer Abnahme des FADox -Peaks bei 450 nm und dem Auftreten 
einer breiten Bande bei 550–600 nm, das charakteristisch für das FADH◦-Semichinon ist. (g) Die Zugabe von BIC1 zu Wildtyp-CRY1 hemmt die 
Photoreduktion des FAD-Chromophors von CRY nicht. (h) Die Absorptionsspektren der CRY1L407F -Mutante zeigen, dass die Mutation keinen Einfluss 
auf die Photoreduktion des Chromophors hat. (i) Die Zugabe von BIC1 zu CRY1L407F hemmt die Photoreduktion des FAD-Chromophors nicht. 
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A

ffinität bindet als die CRY1-Protomere zueinander. Hierdurch
önnen die CRY1-CRY1-Wechselwirkungen unabhängig vom
hotoreduktionszustand des Chromophors effektiv überwunden
erden. 

.6 BIC1 hat keinen Einfluss auf die 
hotoreduktionskinetik des FAD-Cofaktors 

ie verbleibende offene Frage ist, ob BIC1 die CRY1-
ligomerisierung unterdrückt, indem es dessen
hotoaktivierung stört, wie dies zuvor für die Hemmung
on CRY2 durch BIC2 gezeigt wurde [ 24 ]. Um dies zu
rüfen, bestimmten wir den Photoreduktionszustand des
ngewandte Chemie, 2026
FAD-Chromophors in Anwesenheit und Abwesenheit von
BIC1. Die UV/Vis-Absorptionsspektren von gereinigtem CRY1
vor und nach Blaulichtbestrahlung zeigen die erwarteten
spektralen Veränderungen, die mit der FAD-Photoreduktion
einhergehen (Abbildungen 4f , S5d,e ). Im dunkeladaptierten
Zustand zeigt CRY1 charakteristische Absorptionsmaxima
für oxidiertes Flavin (FADox ) bei 450 nm und eine Schulter
nahe 480 nm. Bei Bestrahlung mit blauem Licht nimmt die
Intensität dieser Peaks ab, begleitet vom Auftreten einer
breiten Bande zwischen 550 und 600 nm, was der Bildung des
neutralen Semichinonradikals (FADH◦) entspricht [ 17, 18, 49 ].
Diese spektralen Veränderungen spiegeln den lichtgetriebenen
Redoxübergang des CRY1-Chromophors wider. Identische
spektrale Merkmale werden beobachtet, wenn CRY1 oder
7 of 10



ABBILDUNG 5 Schematische Darstellung der Oligomerisierungsdynamik von pflanzlichem CRY, der ATP-Modulation und der BIC1-vermittelten 
Inhibierung. Bei Bestrahlung mit blauem Licht geht CRY1 über ein kurzlebiges dimeres Intermediat von einem monomeren in einen tetrameren 
Zustand über. Diese Oligomerisierung folgt einem zweistufigen, reversiblen Mechanismus. ATP erhöht die Assoziationsraten für die Dimer- und 
Tetramerbildung, während es gleichzeitig die Dissoziationsraten dieser Oligomere verlangsamt. BIC1 bindet CRY1 sowohl unter Dunkel- als auch unter 
Lichtbedingungen, wobei die Affinität zur lichtaktivierten Konformation deutlich höher ist. BIC1 verhindert die CRY1-Oligomerbildung und baut bereits 
gebildete Tetramere aktiv ab, indem es an einzelne CRY1-Protomere bindet. Die Messung erfolgte unter kontinuierlicher Blaulichtbestrahlung, um eine 
thermische Dissoziation auszuschließen. Die Abbildung wurde mit Biorender.com erstellt. 
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8

RY1L407F unter denselben Bedingungen mit BIC1 inkubiert
ird (Abbildungen 4g,i , SI S7a–c ), was darauf schließen
ässt, dass BIC1 den lichtinduzierten Redoxübergang von
ADox zu FADH◦ nicht beeinträchtigt und den initialen
hotoaktivierungsschritt von CRY1 nicht stört. Stattdessen wirkt
s abseits der Photoreduktion und zielt auf die lichtinduzierten
ligomeren Zustände von CRY1 ab. Diese Ergebnisse legen nahe,
ass sich die Inhibierungsmechanismen von CRY1 und CRY2
nterscheiden. Dies stützt die Annahme, dass CRYs zwar einen
onservierten photochemischen Aktivierungsschritt teilen, ihre
achgeschaltete Regulation jedoch variieren kann, wodurch eine
unktionelle Spezifität ermöglicht wird. 

 Schlussfolgerung 

ie Lichtwahrnehmung bei Pflanzen ist ein dynamischer Pro-
ess, der von zahlreichen molekularen Faktoren beeinflusst wird.
nsere kinetische Analyse des pflanzlichen CRY1 zeigt, dass die
ligomerisierung in diskreten Assemblierungsschritten erfolgt
nd sowohl durch Cofaktoren als auch durch inhibitorische
echselwirkungen moduliert wird. Dies deutet darauf hin,
ass die CRY1-Aktivität flexibel an sich ändernde Bedingungen
ngepasst werden kann, wodurch eine fein abgestimmte Regu-
ation der lichtinduzierten Signalübertragung ermöglicht wird.
eitaufgelöste native Massenspektrometrie liefert einen klaren
inetischen Ablauf der CRY-Oligomerisierung in Pflanzen, hier
m Beispiel von Arabidopsis CRY1 (Abbildung 5 ). Der schritt-
of 10
weise Aufbau von Monomer zu Dimer zu Tetramer stimmt mit
einem zweistufigen reversiblen kinetischen Modell überein. Über
die intrinsische Kinetik hinaus verdeutlichen unsere Ergebnisse,
wie ATP die CRY1-Aktivität beeinflusst. Es stabilisiert oligomere
Zwischenprodukte und fördert die Assemblierung höherer Oli-
gomere, wodurch das Gleichgewicht in Richtung der Tetramere
verschoben wird. Dies ist besonders spannend, da ATP nicht
nur ein universeller Energieträger ist, sondern auch an die PHR-
Domäne pflanzlicher CRYs bindet [ 21, 28 ] und die Kinetik der
FAD-Photoreduktion beeinflusst [ 30, 32–34 ]. 

Unsere Daten beleuchten die inhibitorische Rolle von BIC1
genauer und offenbaren einen eleganten Regulationsmecha-
nismus (Abbildung 5 ). BIC1 bindet sowohl unter Dunkel- als
auch unter Lichtbedingungen an CRY1, wobei die Affinität zur
lichtaktivierten Form deutlich erhöht ist. Dieser lichtabhängige
Anstieg der Bindungsstärke bietet einen Mechanismus für die
selektive Hemmung von lichtaktiviertem CRY1. Darüber hin-
aus liefern wir eindeutige Belege dafür, dass BIC1 ein aktiver
Inhibitor von CRY1-Oligomeren ist und nicht lediglich als pas-
siver Konkurrent wirkt. Die starke Interaktion von BIC1 mit
der konstitutiv aktiven CRY1L407F -Mutante, die den tetrameren,
lichtaktivierten Zustand nachahmt, deutet darauf hin, dass BIC1
eine spezifische Konformationsform erkennt, die unabhängig
vom FAD-Redoxzustand ist. Bemerkenswerterweise beeinträch-
tigt BIC1 die FAD-Photoreduktion nicht, was im Gegensatz
zu jüngsten Studien über die CRY2-BIC2-Wechselwirkung steht
[ 24 ]. Zusammenfassend etabliert unsere Arbeit ein quantitatives
Angewandte Chemie, 2026
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A

inetisches Modell für die CRY1-Oligomerisierung. Indem wir
eigen, dass ATP die Oligomerbildung beschleunigt, während
IC1 aktiv Tetramere abbaut, gewinnen wir ein differenzier-
eres Verständnis der Regulation von CRY1 über die einfache
ichtwahrnehmung hinaus. Diese Erkenntnisse liefern nicht
ur Einblicke in die funktionelle Spezialisierung von CRY1,
ondern verdeutlichen auch ein allgemeines Prinzip pflanzlicher
ignalübertragung, bei dem die Aktivität eines Photorezeptors
urch das komplexe Zusammenspiel von Licht, Cofaktoren und
pezifischen Regulatoren fein abgestimmt wird. 
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