2.2	Methoden



A. Zellbiologische Methoden



2.2.1	Zellkultur



Die Rattendünndarm-Epithelzellinie IEC-6 wurde mit Dubecco´s Modified Eagle Medium (DMEM) und 5% fötalem Kälberserum (FKS) unter Standardbedingungen (37 °C, 8% CO2, gesättigte Wasserdampfatmosphäre) kultiviert. Das Kulturmedium wurde mit 4 mM Glutamin, 100 U/ml Penicillin, 100 µg/ml Streptomycin und 5 µg/ml Insulin komplementiert. Zellkultur�untersuchungen wurden an IEC-6 Zellen mit Passagenummern (#) von 16 bis 24 durchgeführt, wobei sich die Passage innerhalb einer Untersuchung um nicht mehr als fünf Passagen unterschied. Die Zellen wurden in flüssigem Stickstoff mit 8% Dimethylsufoxyd (DMSO) als Gefrierschutzmittel gelagert. Bei Erhalt waren die Zellen Mycoplasmen-frei. Sie wurden in regelmäßigen Abständen auf Mycoplasmenfreiheit (Kapitel 2.2.2) untersucht. Der Medium�wechsel der adhärenten Zellkulturen wurde dreimal wöchentlich vorgenommen. Zum Passagieren der Zellen wurden diese nach Entfernen des alten Mediums einmal mit Phosphat-gepufferter Salzlösung (PBS) gewaschen und anschließend mit Trypsin/EDTA-Lösung (0,5 g Trypsin/0,2 g EDTA) abgelöst. Der Ablösevorgang wurde im Mikroskop kontrolliert. Zur Neutralisierung der Trypsinwirkung wurde frisches Zellkulturmedium zu den Zellen gegeben. Die Zellen wurden mehrfach auf- und abpipettiert, um bestehende Zellaggregate zu trennen. Im Anschluß wurde die so erhaltene Zellsuspension auf neue Zellkulturschalen verteilt. Zur Untersuchung der Vitalität nach der Trypsinierung wurde ein Aliquot der Zellsuspension mit Trypanblau gefärbt und in der Neubauerkammer ausgezählt. Der Anteil vitaler Zellen betrug zwischen 96 und 99%.







2.2.2	Untersuchung der Zellkulturen auf Mycoplasmen



Die Untersuchung der Zellkulturen auf Mycoplasmen wurde nach einer Methode von Chem (1977) und Russell et al. (1975) mit dem Hoechst-Farbstoff Bisbenzimid (Hoechst 33258) durchgeführt. Hierzu wurden IEC-6 Zellen auf Glasobjektträgern in Zellkulturschalen bis zu einer Konfluenz von 50-80% angezüchtet. Zur Färbung wurde das Zellkulturmedium abgesaugt, so daß die Zellen nur noch von einem dünnen Flüssigkeitsfilm bedeckt waren. Die Objektträger mit den subkonfluenten Zellen wurden mit Carnoy´s Fixierlösung bedeckt und drei Minuten fixiert. Das Fixativ wurde entfernt und erneut für 10 Minuten zugegeben. Nach 30minütiger Trockenzeit erfolgte die Färbung mit 1 ml Hoechst-Färbelösung pro Objektträger für 10-30 Minuten. Das restliche Färbemittel wurde entfernt, und die Objektträger wurden dreimal mit destilliertem Wasser gewaschen. Nach einer weiteren Trockenzeit von 10 Minuten konnten die Präparate in einem Fluoreszenzmikroskop (Olympus BX50) betrachtet werden. Die Anregungswellenlänge betrug 360 nm; die Betrachtung konnte bei 490-500 nm erfolgen. Bei einer 400-1000fachen Vergrößerung erscheinen negative Kulturen nur im Nukleusbereich gefärbt, während positive Kulturen zudem Färbungen außerhalb des Nukleus aufweisen (sphärische Körperchen).



Abbildung 2: 	In vitro Wundheilungsmodel
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2.2.3	In vitro Wundheilungsmodell



Untersuchungen zum Einfluß verschiedener Adeninnukleotide und Adeninnukleotidagonisten auf die intestinale epitheliale Restitution in vitro wurden modifiziert nach einer von Sato und Rifkin (1989) beschriebenen Methode durchgeführt. Hierzu wurden IEC-6 Zellen in 60 mm oder 90 mm Zellkulturschalen unter Standardbedingungen bis zur Konfluenz kultiviert. Zur Serumreduktion wurden die Zellen zweimal mit PBS+-Puffer gewaschen und für 10-16 h mit DMEM und 0,1% FCS inkubiert. Die Erzeugung der Wunden wurde mit sterilen Rasierklingen durchgeführt. Hierbei wurden die Zellen an 2-3 Stellen pro Zellkulturplatte mit Hilfe der Rasierklinge entfernt. Die "Wunden" lagen hierbei ungefähr 1 cm weit auseinander (Abbildung 2). Durch das Aufsetzen der Rasierklingen entstand ein glatter Wundrand, der durch die Einkerbung auf dem Plastikuntergrund auch nach dem Überwachsen mit Zellen gut zu erkennen war. Zur Entfernung abgelöster Zellbestandteile wurde der Monolayer nach Einbringung der Wunden zweimal mit PBS+-Puffer gewaschen. Zur Quantifizierung geeignete Wundränder wurden mit Hilfe eines dünnen wasserfesten Stiftes auf der Unterseite der Zellkulturschale markiert. Zur Untersuchung der Adeninnukleotid- oder Adeninnukleotid-Agonisten-Wirkung auf die epitheliale Restitution in vitro wurden die verletzten Monolayer für die Dauer von 24 h mit verschiedenen Konzentrationen der zu untersuchenden Substanzen in DMEM mit 0,1% FCS inkubiert. Eine Quantifizierung der epithelialen Restitution erfolgte durch Bestimmung der Anzahl migrierter Zellen in den Wundbereich. Zur Dokumentation und anschließenden Auszählung wurden von den markierten Bereichen standardisierte Fotos bei 100- oder 200facher Vergrößerung mit Hilfe eines Nikon TMS (Typ 104) Mikroskops und einer Nikon F-601 Kamera angefertigt. Die über den Wundrand migrierten Zellen wurden anhand der Fotos ausgezählt, in Bezug zu den Kontrollen ohne Testsubstanzen gesetzt, und in Prozent Migration berechnet.





Abbildung 3:	In vitro Migrationsmodell
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2.2.4	In vitro Migrationsmodell



Zur Untersuchung der Migration von intestinalen Epithelzellen auf verschiedenen Matrix�faktoren wurde ein von Pratt et al. (1984) vorgestelltes Modell für Endothelzellen aus Schweineaorten an die Versuchsanforderungen für Epithelzellen adaptiert. Hierzu wurden rostfreie Stahlzylinder mit einer inneren Bohrung (Innendurchmesser: 3 mm, Außendurch�messer: 25 mm) gefertigt (Feinmechanikwerkstatt der Tumorforschung, Universitätsklinikum Essen). Diese Stahlzylinder wurden auf den Boden von 60 mm Zellkulturschalen oder 6-well Gewebekulturschalen gestellt, die zuvor mit Matrixfaktoren beschichtet worden waren. In die innere Vertiefung des Stahlzylinders wurden IEC-6 Zellen von großer Dichte (2 x 105 Zellen/250 µl) ausgesät. Die Zellen wurden bei 37 °C im Brutschrank inkubiert und waren nach 24 h zu einem konfluenten Monolayer gewachsen. Der Stahlzylinder wurde vorsichtig entfernt, um einen glatten Zellrand zu erhalten. Das Ende des Monolayers wurde mit einem dünnen wasserfesten Stift auf der Unterseite der 6-well Gewebekulturschale markiert. Nach 24 h wurde die Migration der Zellen über den markierten Startpunkt hinaus ausgezählt. Hierzu wurde eine Zählmarkierung, die aus 10 x 10 exakt gleichen Quadraten besteht, in das Okular des Mikroskopes eingebracht. Dieses Zählquadrat wurde bündig an den zuvor markierten Startpunkt gelegt und erlaubte die Beurteilung der Anzahl migrierter Zellen, differenziert nach Zonen 1-10 (Zone 1 entsprach hierbei der nächsten Entfernung, Zone 10 der weitesten Entfernung vom Startpunkt). 







2.2.5	Mitomycin-Vorbehandlung



Zur Differenzierung, ob es sich bei der beobachteten epithelialen Restitutionsstimulation um eine Zunahme der Migration oder Proliferation handelte, wurde eine Vorbehandlung der IEC-6 Monolayer mit Mitomycin C vorgenommen. Ergebnisse aus Dosisfindungsstudien hatten gezeigt, daß eine vollständige Hemmung der intestinalen epithelialen Zellproliferation mit 2 µg/ml Mitomycin erreicht werden kann, ohne daß die Vitalität der IEC-6 Zellen beeinträchtigt wird. Konfluente Monolayer wurden für 2 h mit 2 µg/ml Mitomycin C in serumreduziertem Kulturmedium unter Standardbedingungen vorinkubiert. Anschließend erfolgte eine fünfmalige Waschung mit DMEM ohne Zusätze, um die vollständige Entfernung des Mitomycins C zu gewährleisten. Diese Ergebnisse stimmen mit den Beobachtungen von Dignass und Podolsky (1993) überein, die zeigen konnten, daß es sich bei der Migration von IEC-6 Zellen um einen proliferationsunabhängigen Prozeß handelt. 







2.2.6	Bestimmung der intestinalen epithelialen Zellproliferation in vitro



Die Bestimmung der intestinalen epithelialen Zellproliferation in vitro erfolgte mit Hilfe eines nichtradioaktiven colorimetrischen Assays unter Verwendung von MTT (3-[4,5-Dimethylthiazol-2-yl]-2,5-diphenyl tetrazolium bromid). Dieser Test wurde 1983 von Mosman et al. erstmals beschrieben und von mehreren Wissenschaftlern in den folgenden Jahren optimiert (Tada et al., 1986, Denizot & Lang, 1986, Camichael et al., 1987). Der Assay ist besonders geeignet zur Quantifizierung lebender, metabolisch aktiver Zellen. Sein Testprinzip beruht auf der Spaltung des gelben Tetrazoliumsalzes MTT durch mitochondriale Dehydrogenasen, wobei violette Kristalle entstehen. Diese können in Dimethylsulfoxid (DMSO) gelöst und anschließend im Spektralphotometer quantifiziert werden. Zur Untersuchung der Zellproliferation von IEC-6 Zellen wurden je nach Versuchsbedingungen zwischen 2 x 104 und 5 x 104 Zellen in 500 µl Zellkulturmedium in jede Vertiefung einer 24-well Gewebekulturschale ausgesät. Die zu untersuchenden Testsubstanzen wurden ebenfalls in den entsprechenden Konzentrationen in 500 µl Kulturmedium gelöst und zu den Zellen gegeben. Es erfolgte eine Inkubation unter Standardbedingungen von 24 h, 48 h oder 72 h. Vier Stunden vor Ablauf der festgelegten Inkubationsdauer wurden 100 µl der MTT-Stocklösung (4 mg/ml) zu den Zellen gegeben. Nach vierstündiger Inkubationszeit bei 37 °C unter Standardbedingungen wurde das Zellkultu�medium vorsichtig, unter Vermeidung einer Beschädigung der am Boden befindlichen Kristalle, abgesaugt. Die Formazankristalle wurden in 1000 µl DMSO gelöst. Im Spektralphotometer wurde bei einer Meßwellenlänge von 550 nm und einer Referenzwellenlänge von 690 nm die Absorption - nach dem Abgleich gegen reines DMSO - bestimmt. Die Werte wurden in Prozent Proliferation im Vergleich zur mitgeführten Kontrolle ohne Zusätze berechnet. 







2.2.7	Bestimmung von aktivem und latentem TGFb in Zellkulturüber-ständen von IEC-6 Zellen



Bioaktives und Gesamt-TGFb1 in Zellkulturüberständen von IEC-6 Zellen wurde mit Hilfe einer ELISA-Methode bestimmt. Die Vorgehensweise erfolgte nach der Versuchsbeschreibung des Herstellers (Promega, Mannheim). Eine Gewebekulturplatte mit 96 Vertiefungen wurde zunächst mit einem monoklonalen IgG Antikörper( mAb) (1 mg/ml), der lösliches TGFb1 binden kann, beschichtet und für 16-20 h bei 4 °C inkubiert. Anschließend wurde ein Blockierungs�puffer zu den Vertiefungen gegeben, um unspezifische Bindungen abzudecken. Zur Bestim�mung von bioaktivem TGFb1 wurden die Zellkulturüberstände unverdünnt eingesetzt. Zur Aktivierung des latenten TGFb1 in den Mediumüberständen wurden diese mit 4/5 DPBS Puffer versetzt und mit 1/50 Volumen 1N HCL angesäuert. Eine Neutralisierung wurde nach 15minü�tiger Inkubationszeit bei RT mit 1/50 Volumen 1 N NaOH vorgenommen. Die so aktivierten Zellkulturüberstände repräsentierten die Gesamt-Menge an TGFb1. Die aktivierten Proben wurden 1 : 1 mit Probenpuffer versetzt. Der Blockierungspuffer wurde von der ELISA-Platte abgegossen. Nach Zugabe definierter TGFb1-Mengen in Form einer Standardkurve (16,13 pg bis 1000 pg) wurden jeweils 100 µl der unverdünnten und 100 µl der aktivierten Proben zu der 96-well Gewebekulturplatte gegeben. Die Inkubation von 90 Minuten erfolgte bei RT auf einem Schüttler mit 500 ( 100 rpm (Umdrehungen pro Minute). Die Proben wurden danach abgegossen, und die 96-well Platte 5 x mit TBST-Puffer gewaschen, um unspezifisch gebundenes TGFb1 vollständig zu entfernen. In einem weiteren Inkubationsschritt (2 h, RT, 500 ( 100 rpm) wurde polyklonaler Kaninchen-Anti-TGFb1 Antikörper (1 mg/ml) (pAb) zugege�ben. Dieser sekundäre Antikörper war in der Lage, das bereits spezifisch an den Erst-Antikörper geheftete TGFb1 zu binden. Nach zweistündiger Inkubation bei RT (500 ( 100 rpm) und fünfmaligem Waschen zur Entfernung unspezifisch gebundenen sekundären Antikörpers erfolgte die Zugabe des tertiären Reagenz, welches an den sekundären, polyklonalen Kanin�chen-Anti-TGFb1 Anitkörper bindet. Hierzu diente ein Spezies-spezifischer Antikörper, der mit einer Meerrettich-Peroxidase (Ab-HRP) gekoppelt ist. Nach einer weiteren Inkubationsperiode von 2 h bei RT (500 ( 100 rpm) wurde erneut 5 x mit Waschpuffer gewaschen, um ungebun�denes Konjugat zu entfernen. Die Antikörper-gebundene Meerrettichperoxidase setzte anschließend zugegebenes, farbloses TMB-Substrat zu blauem TMB um, welches von Phosphorsäure zu einem gelben Farbstoff umgewandelt wurde. Die Menge an gebundenem TGFb1 ist proportional zu dem Farbreagenz, welches sich in der Oxidations-/Reduktions�reaktion generierte und bei 450 nm im Spektralphotometer gemessen wurde. Zur Berechnung der Menge an latentem TGFb1 wurde die Menge an bioaktivem TGFb1 von der Gesamtmenge subtrahiert. Anhand der Eichkurve wurde eine Regressionsgerade erstellt, und die ermittelten Werte anhand dieser berechnet. 





Abbildung 4: 	Testprinzip des TGFb1-ELISA
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2.2.8	Untersuchung der Adhäsion von IEC-6 Zellen mit Hilfe eines Enzym-Adhäsionsassay (Hexosaminidase-Adhäsionsassay)



Zur Untersuchung der Adhäsion von IEC-6 Zellen an eine Plastikmatrix oder einen mit extrazellulären Matrixfaktoren beschichteten Untergrund wurde die Umsetzung eine p-Nitrophenolderivats mit dem Enzym 2-Acetamido-2-deoxy-b-D-Glukosidacetamidodeoxugluko-hydrolase (Hexosaminidase EC 3.2.1.30) bestimmt. Es handelt sich hierbei um ein ubiquitär vorkommendes, lysosomales Enzym, welches in der Lage ist, den Abbau glykolysierter zellulärer Komponenten zu bewerkstelligen. Die Anwendbarkeit des p-Nitrophenolderivats (p-Nitrophenol-N-acetyl-b-D-Glucosamid) als Substrat für die Quantifizierung der Hexosamini�dase-Enzymaktivität wurde von Banerjee und Basu 1975 gezeigt. Die weite Verbreitung dieses Enzyms macht es zu einem idealen Indikator für die Analyse von Zellzahlen, wie in dieser Form erstmalig von Kaponen et al. (1982) demonstriert. Landegren beschrieb 1984 die Untersuchung der Adhäsion verschiedener Zellinien und Primärzellen an Zelloberflächen�moleküle unter Verwendung des Hexosaminidase-Adhäsionsassays. Unsere Untersuchungen zeigten die Anwesenheit dieses Enzyms auch in IEC-6 Zellen. In Vorversuchen wurde die lineare Beziehung zwischen der Zellzahl und der gemessenen Absorption bewiesen. Zur Adaption des Adhäsionsassays an die Versuchsbedingungen wurde zunächst eine adäquate Zellzahl und die entsprechend notwendige Adhäsionsdauer für IEC-6 Zellen bestimmt (Ergebnisteil 3.2.1). Die Adhäsionsversuche wurden in 96-well Gewebekulturplatten durchgeführt. Eine Zellzahl zwischen 1,5-2,5 x 104 Zellen und eine Adhäsionsdauer von 3 h erwiesen sich als geeignet. Zunächst wurden die beschichteten und unbeschichteten 96-well Gewebekulturplatten zur Absättigung unspezifischer Bindungen mit PBS+-Puffer + 3% BSA für 1 h bei 37 °C inkubiert. Der PBS-Puffer wurde abgesaugt, und die Zellen in einem Volumen von 50 µl oder 100 µl DMEM mit 0,1% FCS zur Gewebekulturplatte gegeben. Nach 3,5 h Inkubation unter Standardbedingungen bei 37 °C wurden die Zellen abgesaugt. Jede Vertiefung wurde 2 x mit 100 µl eiskaltem PBS+-Puffer gewaschen. Im Anschluß wurden 60 µl Substratlösung zu jeder Vertiefung gegeben. Nach einstündiger Inkubation bei 37 °C wurde die Reaktion mit  90 µl Glycin-Puffer abgestoppt. Zur Quantifizierung wurde die Absorption bei 405 nm im Spektralphotometer gemessen. Die Adhäsion wurde in Prozent im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle berechnet.







2.2.9	Beschichtung von Zellkulturschalen mit extrazellulären Matrix-faktoren



Die Beschichtung von 60 mm und 90 mm Zellkulturschalen sowie von 6-, 24- und 96-well Gewebekulturschalen erfolgte nach den Empfehlungen des Herstellers. Bei dem verwendeten Fibronektin handelt es sich um ein aus humanem Plasma gewonnenen dimeren Glykoprotein. Laminin und Kollagen Typ IV wurden aus dem murinen Engelbreth-Holm-Swarm (EHS) Tumor isoliert. Fibronektin und Laminin wurden in DMEM ohne Zusätze gelöst, Kollagen Typ IV in 0,05 N HCl. Um vergleichbare Ergebnisse zu erhalten, wurden alle Matrixfaktoren in einer Konzentration von 1 µg/cm2 zu den Schalen gegeben und im Anschluß bei RT für 1 h inkubiert. Überschüssige Flüssigkeit wurde abgesaugt, und die Zellkulturschalen oder Vertiefungen wurden mit PBS+-Puffer vorsichtig gewaschen. Die so beschichteten Platten konnten bei 4 °C bis zum Gebrauch, maximal eine Woche, aufbewahrt werden.







2.2.10	Untersuchungen zur Vitalität von IEC-6 Zellen



Die Untersuchung der Vitalität von IEC-6 Zellen nach Applikation von Adeninnukleotiden wurden mit drei verschieden Methoden untersucht. 1. IEC-6 Zellen wurden nach 24stündiger Inkubation mit verschiedenen Adeninnukleotiden (250 µM) mit dem Farbstoff Trypanblau ange�färbt (Kapitel 2.2.1). Die Anzahl toter, blau gefärbter Zellen und vitaler, farbloser Zellen wurde ermittelt und mit den erhaltenen Werten für unbehandelte IEC-6 Zellen verglichen. 2. Eine weitere Methode der Vitalitätsuntersuchung stellte eine Modifikation des MTT-Proliferations�assays dar. IEC-6 Zellen wurden in zwei parallelen 24-well Gewebekulturschalen für 72 h mit Adeninnukleotidlösungen inkubiert. Eine Gewebekulturplatte wurde zur Proliferationsbe�stimmung (Kapitel 2.2.6) herangezogen, die IEC-6 Zellen der zweiten 24-well Gewebekultur�platte wurden 2x mit DMEM ohne Zusätze gespült und anschließend für weitere 72 h mit Kulturmedium inkubiert. Die Proliferationsdaten dieser zweiten Platte wurde ebenfalls mit dem MTT-Assay bestimmt. Die Proliferationssteigerung nach Entfernung der Adeninnukleotidlösung wurde rechnerisch ermittelt, in Bezug zur Kontrolle gesetzt und in Prozent angegeben. 3. In einem dritten Ansatz wurde die DNA der mit Adeninnukleotiden behandelten Zellen auf DNA-Leiterbildung als ein Zeichen von Apoptose untersucht. Aufgrund der Zugehörigkeit dieser Methode zu molekularbiologischen Arbeitsweisen ist dies näher in Kapitel 2.2.24 erläutert.







B. Molekularbiologische Methoden



2.2.11	Bakterienkultur



Die von ATCC gelieferten, lyophillisierten Bakterien wurden zunächst bei 37 °C über Nacht in 6 ml LB-Medium mit 50 µg/ml Ampicillin oder 12,5 µg/ml Tetracyclin angezüchtet. Zur dauerhaften Lagerung wurden aus der Übernachtkultur Bakterien der stationären Phase mit 15% sterilem Glycerin gemischt und bei -80 °C aufbewahrt. Zur Plasmidpräparation wurden monatlich Verdünnungsausstriche auf antibiotikahaltigen LB-Agarplatten angelegt.







2.2.12	Midipräparation von Plasmid-DNA



Die Midipräparation von Plasmid-DNA wurde mit dem Plasmid Midi Kit der Firma Qiagen durchgeführt. Die Aufreinigung basiert auf dem Prinzip der alkalischen Lyse von Birnboim und Doly (1979) sowie Ish-Horowicz und Burke (1981). Im Anschluß an die alkalische Lyse folgte eine Bindung der Plasmid-DNA an eine Anionenaustauschersäule unter entsprechenden Salzkonzentrationen und pH-Wert-Bedingungen. Von den angelegten Verdünnungsaus-strichen (2.2.10) wurde eine vereinzelte Kolonie in 5 ml LB-Medium mit Antibiotika überimpft und über Nacht bei 37 °C unter Schütteln inkubiert. 1 ml dieser Bakteriensuspension wurde dann in 250 ml antibiotikahaltiges LB-Medium gegeben. Die Inkubation erfolgte bis zu einer Optischen Dichte von 0,4 bei 600 nm (OD600). Zu diesem Zeitpunkt wurde Chloramphenicol bis zu einer Endkonzentration von 170 µg/ml zu der Kultur gegeben. Nach einer weiteren Übernachtinkubation wurde die Bakteriensuspension 15 min bei 6000 g und 4 °C pelletiert. Die alkalische Lyse und die Säulenpräparation erfolgten nach dem Qiagen-Protokol für langsam replizierende Plasmide. Nach Präzipitation der DNA wurde das Plasmid-DNA-Pellet in 1x TE-Puffer aufgenommen. Eine 200fache Verdünnung dieser Probe wurde zur Quantifizierung der gewonnenen DNA-Menge im Spektralphotometer gemessen. Für hochmolekulare DNA bzw. RNA gilt: A260nm = 1 entspricht 50 µg DNA/ml bzw. 40 µg RNA/ml. Das Verhältnis von A260nm zu A280nm gibt die Reinheit der Präparation wieder und sollte zwischen 1,8 und 2,0 liegen.







2.2.13	DNA-Restriktion



Die Plasmid DNA wurde in den von den Herstellerfirmen angegebenen Puffersystemen verdaut. Die Bedingungen des Verdaus (Temperatur, Dauer, Zugabe von BSA) wurden nach den Empfehlungen in den Beipackzetteln gewählt. 







2.2.14	Auftrennung von DNA in Agarose-Gelen



Die elektrophoretische Auftrennung von DNA-Fragmenten erfolgte in 1,2%igen Agarose-Gelen in horizontalen Flachbettkammern wie von Sambrook et al. (1989) beschrieben. Bei einer Weiterverwendung der Fragmente zur Herstellung von Gensonden wurde das Gel mit einer Agarose von geringer Schmelztemperatur (Low Melting Point Agarose) verwendet. Zur Herstellung der Gele diente 0,5x TBE-Puffer. Das Gel enthielt 0,5 µg/ml Ethidiumbromid (EtBr). Die DNA wurde vor dem Auftragen auf das Gel mit 1/6 Volumen 6x Ladungspuffer versetzt. Als Größenmarker wurde jeweils 1µg eines molekularen DNA-Marker verwandt (Lambda DNA/EcoRI + Hind III, Lambda BstE II Digest, pBR322DNA/Alw44I MvaI marker, 21, pUC19 DNA/MspI Marker). Die Auftrennung erfolgte bei 40 mA bis 60 mM. 







2.2.15	Gewinnung von DNA-Fragmenten aus Agarose-Gelen



Die gewünschte DNA-Bande wurde unter Zuhilfenahme eines Skalpells mit möglichst geringem Überschuß an Agarose aus dem Low Melting Point-Agarose-Gel herausgeschnitten und in ein vorgewogenes Reaktionsgefäß gegeben. Pro Gramm Agarose wurden 3 ml destilliertes Wasser zu dem Gelstück gegeben. Die Probe wurde für 2 min auf 65 °C erhitzt. Die Gellösung wurde gemischt bis zur Homogenität und anschließend bis zur weiteren Verwendung bei -20 °C aufbewahrt. 25 µl dieser Probe wurden zur radioaktiven Markierung eingesetzt.







2.2.16	Radioaktive Markierung von cDNA



Die radioaktive Markierung von DNA mit a32P-dCTP wurde mit dem Oligolabeling Kit der Fa. Pharmacia Biotech nach der "Random-prime" Methode von Feinberg und Vogelstein (1984) vorgenommen. Mit der beschriebenen Methode können zwischen 10 ng und 1 µg DNA markiert werden. Dazu wurde das interessierende DNA-Fragment aus der Plasmid-DNA mit einem entsprechenden Restriktionsenzym herausgeschnitten und nach Auftrennung im Agarose-Gel, wie im Kapitel 2.2.14 erläutert, gewonnen. 25 µl der Gellösung mit dem gewünschten Insert wurden als "template"-DNA eingesetzt. Zunächst wurde diese für 7 min bei 95-100 °C denaturiert. Anschließend wurde zu der "template"-DNA 10 µl Reagenz-Mix mit dATP, dGTP und dNTP in gepufferter, wässriger Lösung sowie "random"-Hexameren, pipettiert. Um ein Reaktionsvolumen von 49 µl zu erhalten, wurde eine variable Menge destilliertes Wasser und 50 µCi a32P-dCTP zu der Probe gegeben. Nach Applikation von 1 µl Klenow Enzym inkubierte die Reaktion für mindestens 2,5 h bei 37 °C. Zur Abtrennung nicht eingebauter, radioaktiver Nukleotide wurde die gesamte Probe über ProbeQuant G50 Säulen (Pharmacia Biotech) gegeben. Diese enthalten als vorequilibrierten Säuleninhalt Sephadex G-50 DNA (Grad F). Zur Feststellung der Einbaurate wurden, jeweils vor und nach dem Auftragen der radioaktiv markierten Probe auf die Säule, 2 µl entnommen und in 98 µl STE Puffer gegeben. 50 µl dieser Verdünnung wurden in Szintillationsgefäße pipettiert und im Szintillationszählgerät gemessen. Zur Berechnung der Einbaurate gilt:



	Anzahl der "Counts" in der Probe nach dem Auftragen auf die Säule x 100

% Einbaurate =	(((((((((((((((((((((((((((((((((

	Anzahl der "Counts" in der Probe nach Verlassen der Säule



Nach Überprüfung der Einbaurate konnte die radioaktiv-markierte Probe nach erneuter Denaturierung bei 95°C-100°C für die Dauer von 7 min zur Hybridisierung eingesetzt werden. Zum Beweis der gleichmäßigen Auftragung von RNA in der Northern-Hybridisierung wurde in einer zweiten Hybridisierung des gleichen Blots eine Gensonde verwandt, die als interner Standard dienen kann. Sie wurde im Gegensatz zu den weiter oben beschriebenen Gensonden für Fibronektin, Laminin b1 und Kollagen Typ IVa1 nicht aus Plasmidpräpara�tionen gewonnen, sondern komerziell erworben. Es handelt sich hierbei um ein Plasmid mit einem Insert, das gegen die GAPDH aus der Ratte hybridisiert (Kapitel 2.1.7). Es wird bereits linearisiert geliefert und kann direkt radioaktiv markiert werden. 2 µl dieser pTRI-GAPDH-Sonde (0,5 mg/ml) wurden zunächst für 2-3 min bei 95-100 °C denaturiert und zu 31,2 µl H2O pipettiert. Im Anschluß wurde die Markierung mit dem Oligolabeling Kit in gleicher Weise, wie für die aus Low Melting Point Agarose gewonnenen Inserts beschrieben, durchgeführt.







2.2.17	Isolation von Gesamt-RNA aus IEC-6 Zellen



Bei der Präparation von RNA wurden alle Maßnahmen ergriffen, um eine Degradierung der RNA durch Ribonukleasen zu verhindern. Hierzu gehören insbesondere die Behandlung aller Lösungen und verwendeten Geräte mit 0,1%iger Diethylpyrokarbonatlösung für die Dauer von 24 h und anschließendes Autoklavieren. Die Isolation von Gesamt-RNA aus IEC-6 Zellen wurde mit dem TRIzol Reagent der Firma Gibco durchgeführt. Das Reagenz ist eine monophasische Lösung, die aus den Hauptkomponenten Phenol und Guanidinthiocyanat besteht. Diese Einschrittmethode zur Isolation von Gesamt-RNA stellt eine Verbesserung der von Chomczynski und Sacchi (1987) entwickelten Methode dar. Die Isolation folgte den Anleitungen des Herstellers. Zur Isolation dienten zwischen vier und zehn 100 mm Zellkulturschalen, je nach Konfluenzgrad der IEC-6 Zellen. Zur Minimierung von Degradations�prozessen wurden die Monolayer auf Eis gestellt. Das Zellkulturmedium wurde abgesaugt, und die Zellen wurden 3x mit eiskaltem PBS+-Puffer gewaschen. TRIzol wurde unter Beachtung der angegebenen Vorsichtsmaßnahmen zu den Zellkulturschalen gegeben. Unter Zuhilfe�nahme eines Zellschabers wurden die Zellen vom Untergrund abgelöst und anschließend in der TRIzol-Lösung mehrfach auf- und abpipettiert. Die Proben wurden in Reaktionsgefäße überführt und mit Chloroform versetzt. Während der folgenden Zentrifugation trennte sich die Suspension in zwei Phasen, wobei die obere wässrige Phase die RNA enthielt. Die anschließende Gewinnung der RNA wurde durch Präzipitation mit Isopropanol erreicht. Nach Dekantieren des Überstandes wurde das RNA-Pellet einmal mit 75%igem Ethanol gewaschen. Überschüssiges Ethanol wurde mit einer Pasteurpipette abgesaugt, und das Pellet wurde luftgetrocknet. Das Pellet wurde je nach weiterer Verwendung in 1x TE-Puffer (mRNA-Isolation) oder Formamid (Northern Blot) gelöst und bei -80 °C aufbewahrt. Die quantitative Bestimmung erfolgte photometrisch, wie in Kapitel 2.2.11 erläutert. 







2.2.18	Gewinnung von mRNA aus Gesamt-RNA



Die Aufreinigung von mRNA aus IEC-6 Zellen wurde mit dem mRNA Purification Kit der Firma Pharmacia Biotech durchgeführt. Der Gewinnung liegt das Prinzip der Bindung polyadenylierter mRNA an Oligo(dT)-Zellulose zugrunde (Sambrook et al. 1989). Die Präparation wurde nach den Empfehlungen des Herstellers durchgeführt. Nach Equilibrierung der Säulen mit Puffer hoher Salzkonzentration (High Salt Puffer) wurde die in 1x Te-Puffer gelöste Gesamt-RNA aus IEC-6 Zellen zunächst denaturiert, mit Probenpuffer versetzt, und dann auf die Oligo(dT)-Säulen gegeben. Ungebundene RNA wurde in mehreren Schritten mit High Salt und Low Salt Puffer von der Säule gewaschen. Die gebundene polyadenylierte RNA wurde in vier aufeinanderfolgenden Schritten mit warmem Elutionspuffer von der Säule zurückgewonnen. Nach Zugabe von Probenpuffer wurde die mRNA mit Glykogen und eiskaltem Ethanol über Nacht präzipitiert. Nach der Zentrifugation wurde das RNA-Pellet luftgetrocknet, in DEPC-behandeltem Wasser gelöst und bis zur weiteren Verwendung bei -80 °C aufbewahrt. 







2.2.19	Auftrennung von RNA im Formaldehydgel



Die Auftrennung von mRNA aus IEC-6 Zellen wurde in einem 1%igen Agarosegel mit einer Formaldehydkonzentration von 0,98 M nach einer von Sambrook et al. (1989) beschriebenen Methode durchgeführt. Die Agarose wurde je nach Gelkammergöße in entsprechender Menge Wasser erhitzt und anschließend mit 5x Laufpuffer und Formaldehyd versetzt. Zu der Gellösung wurden 0,5 µg/ml EtBr gegeben, und das Gel wurde in ein Geltablett gegossen. Nach kompletter Aushärtung wurden der Kamm und die Randbegrenzungen entfernt, und das Gel wurde in eine horizontale Gelelektrophoresekammer mit 1x Formaldehydgellaufpuffer gegeben. Zwischen 1 und 4 µg mRNA in 18 µl deionisiertem Formamid wurden mit 3,5 µl Formaldehydlösung (12,3 M) versetzt. Im Anschluß an eine 15minütige Denaturierung bei 65 °C wurden die Proben auf Eis gelagert. Nach Zugabe von 2 µl Gelladungspuffer wurden die Proben in die Geltaschen pipettiert. Die Auftrennung erfolgte bei 70 Volt für eine Dauer von 2-2,5 h. Nach Beendigung der Gelelektrophorese wurde die Orientierung des Gels markiert. Die Intaktheit der 18S und 28S RNA-Banden wurden unter UV-Licht überprüft. Zum Transfer der aufgetrennten RNA auf Nylonmembranen wurde das Gel für 30-45 min in 1x Gellaufpuffer geschwenkt, um störendes Formaldehyd zu entfernen. 







2.2.20	RNA-Transfer auf Nylonmembranen



Der Transfer von mRNA auf Nylonmembranen erfolgte nach dem Prinzip des "Downward Alkaline Capillary Transfer" (Chomczynski, 1992). Im Gegensatz zu der von Southern entwickelten Methode resultieren hierbei die Kapillarkräfte nicht in einem aufwärts-, sondern einem abwärtsgerichteten Fluß. Ein weiterer Unterschied zu der ursprünglichen Methode ist die Verwendung alkalischer statt neutraler Transferlösung. Abbildung 5 veranschaulicht schematisch den Blotaufbau. Auf einen saugfähigen Papierstapel wurden vier trockene und zuoberst ein mit Transferpuffer befeuchtetes Filterpapier (Whatman 3MM) gelegt. Darauf wurde die zuvor für 30 min in Wasser geschwenkte Nylonmembran (HybondN, Amersham-Buchler), die 2-3 mm größer sein sollte als das Formaldehydgel, plaziert. Auf die Membran wurde, mit der glatten Unterseite zur Membran gerichtet, luftblasenfrei das gut gewässerte Formaldehydgel gelegt, welches wiederum von 3 gleich großen in Transferpuffer angefeuch�teten Filterpapieren bedeckt wurde. Über diesen befand sich eine ebenso in Transferpuffer getränkte Filterpapierbrücke. Diese bildet, anders als bei Chomczynski beschrieben, die Verbindung zu zwei Transferpufferreservoirs. Die Verwendung von zwei Reservoirs soll nach Koetsier et al. (1993) eine gleichmäßigere und effektivere Übertragung der RNA auf die Membran gewährleisten. Als Abschluß der Blotapparatur wurde zur Beschwerung eine Glasscheibe auf die Filterpapierbrücke gelegt. Die Transferdauer betrug je nach Dicke des Gel 3,5-4 h. Nach Abbau der Blotapparatur wurde die Orientierung der Membran gekennzeichnet. Im Anschluß an die Neutralisation der Nylonmembran für 5-10 min in 0,2 N Phophatpuffer wurde diese für 30 min bei 80 °C gebacken und im UV-Crosslinker bestrahlt, um die Immobilisierung der RNA zu gewährleisten. Eine Färbung der Membran mit Methylenblau für 45 sec erlaubte die Markierung der 18S und 28S RNA bei Auftragung von Gesamt-RNA, bzw. eine Kennzeichnung der Banden des RNA-Markers bei Auftragung von mRNA zur späteren Größenorientierung.





Abbildung 5:	Schematische Darstellung des "Alkaline Downward Blot" zum Transfer von RNA auf Nylonmembranen
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2.2.21	Radioaktiver Nachweis spezifischer RNA-Sequenzen (Northern-Analyse)



Zum Nachweis spezifischer RNA-Sequenzen auf Nylonmembranen, die für Fibronektin, Kollagen IVa1 und Laminin B1 kodieren, wurden cDNA-Sonden aus isolierter Plasmid-DNA verwandt (Kapitel 2.2.11-2.2.15). Die Überprüfung der gleichmäßigen RNA-Auftragung im Formaldehydgel wurde in einer zweiten Hybridisierung des gleichen Blots mit einer komerziell erworbenen Sonde, die GAPDH detektiert, vorgenommen. Sie diente als interner Standard der Genexpression. Die Prähybridisierung und Hybridisierung der Nylonmembranen mit radioaktiv markierten cDNA-Sonden wurden in Hybridisierungsröhren in einem Hybridisierungsrollofen (HYBAID Mini 10, MWG Biotech) durchgeführt.. Die Nylonmembranen mit der gelelektro�phoretisch aufgetrennten RNA wurden hierfür mit der Oberseite nach innen gerichtet, zunächst für mindestens 6 h bei 42 °C prähybridisiert. Die Prähybridisierungslösung wurde abgegossen und durch die gleiche Menge Hybridisierungslösung ersetzt. Die radioaktiv markierte Sonde (Kapitel 2.2.16) wurde mit 1 ml der Hybridisierungslösung gemischt und zu der Nylonmembran gegeben. Die Hybridisierungsbedingungen wie Dauer, Temperatur, die anschließenden Waschungsmodalitäten und die Expositionsdauer der verschiedenen cDNA-Sonden können der folgenden Tabelle entnommen werden. Nach Beendigung der Hybridisie-rung wurde die radioaktive Hybridisierungslösung entsorgt. Die Nylonmembran wurde kurz auf einem Filterpapier getrocknet und dann, eingewickelt in Klarsichtfolie, in eine Filmentwick-lungskassette gelegt. Die mit radioaktiv markierten Sonden hybridisierten Nylonmembranen wurden mit einem Kodak Röntgenfilm (Kodak X-OMAT AR) und einer Verstärkerfolie für die Dauer von 1 h bis zu einer 72 h bei -80 °C exponiert (Tabelle 2). Zur Zweithybridisierung wurden die Nylonmembranen mit einer 100 °C heißen Waschlösung (0,1% SSC, 0,1%SDS) übergossen und 30 min auf dem Schüttler geschwenkt. Nach Trocknung auf einem Filterpapier standen sie erneut zur Rehybridisierung zur Verfügung. 





Tabelle 2:	Hybridisierungsbedingungen und Waschmodalitäten der ver-wendeten cDNA Gensonden



   

cDNA Sonde�   

pTRI-GAPDH�   

Fibronektin�   

Kollagen IVa 1�  

Laminin b1��

Prähybridisierung�      

42 °C - 6 h�      

42 °C - 6 h�      

42 °C - 6 h�      

42 °C - 6 h��

Hybridisierung�

42 °C - 20 h�

42 °C - 24 h�

42 °C - 19 h�

42 °C - 21 h��

1. Waschung�

30°C - 5 min - 2x SSC�

RT - 5 min - 2x SSC�

30°C - 5 min - 2x SSC�

24°C - 5 min - 2x SSC��

2. Waschung�

30°C - 5 min - 2x SSC�

RT - 5 min - 2x SSC�

30°C - 5 min - 2x SSC�

24°C - 5 min - 2x SSC��

3. Waschung�

60 °C - 30 min

2x SSC, 0,1 % SDS�

60 °C - 30 min

2x SSC, 0,1 % SDS�

45 °C - 30 min

2x SSC, 0,1 % SDS�

60 °C - 30 min

2x SSC, 0,1 % SDS��

Fimexposition (h)�

1�

72�

48�

24��





2.2.22	Reverse Transkription von mRNA in cDNA 



Die reverse Transkription von mRNA in cDNA wurde mit einem Kit der Firma Maxim Biotech durchgeführt. Zwischen 1 und 2 µg mRNA wurden zur Transkription eingesetzt. Neben den zu untersuchenden Proben wurde eine Negativkontrolle ohne Zugabe von Enzym mitgeführt. Diese Negativkontrolle ermöglichte in der anschließenden PCR den Nachweis, daß nur neu synthetisierte cDNA, nicht aber genomische DNA amplifiziert wurde. Die mRNA wurde in einem Volumen von 14,5 µl DEPC-H2O aufgenommen. Oligo(dT)-Moleküle (Sambrook et al., 1989), die mit dem Poly-A-Schwanz am 3´-Ende der mRNA-Matrize hybridisieren, wurden als Startermoleküle eingesetzt. Nach einer Inkubation von 5 min bei 70 °C wurden 31,5 µl des Ansatzes, bestehend aus einem RNAse-Inhibitor, einem dNTP-Mix (1mM für jedes dNTP), dem im Kit enthaltenden 5x Puffer und der reversen Transkriptase des MMLV (recombinant Moloney Murine Leukemia Virus) zur mRNA pipettiert. Zu der Negativkontrolle wurden alle Komponenten mit Ausnahme der reversen Transkriptase gegeben. Der Reaktionsansatz wurde zunächst für 1 h bei 42 °C und anschließend für 10 min bei 95 °C inkubiert. Er konnte anschließend bei -20 °C aufbewahrt werden. 2 µl dieses Ansatzes wurden in der folgenden PCR-Reaktion eingesetzt.



2.2.23	Multiplex-PCR zum semiquantitativen Nachweis der TGFb-Expression



Zum Nachweis der Expression von TGFb wurde eine Multiplex-PCR durchgeführt. Die verwen�deten, rattenspezifischen Primersequenzen zur Amplifikation von TGFb1 und GAPDH und die Größen der resultierenden Produkte können der Tabelle 3 entnommen werden. 2 µl des Reaktionsansatzes aus der reversen Transkription wurden für jede PCR-Reaktion eingesetzt. Jeweils 48 µl des vorpipettierten Master-Mixes, der DEPC-H2O, 10x PCR Puffer mit MgCl2, dNTPs, GAPDH-Primer, TGFb-Primer und die Amplitaq Polymerase enthielt, wurden zu der cDNA pipettiert, so daß sich folgende Endkonzentrationen ergaben: MgCl2: 1,5 mM; dNTPs: 0,25 mM; GAPDH-Primer: 0,05 µM; TGFb-Primer: 0,2 µM; Amplitaq-Polymerase 0,04 U/µl. Das Gesamtvolumen jedes Reaktionsansatzes betrug 50 µl. Mit jedem Versuchsansatz wurde eine Negativkontrolle ohne DNA, eine Negativkontrolle ohne reverse Transkription und eine Positivkontrolle mitgeführt. Die Proben wurden direkt vom Eis in den auf 94 °C vorgeheizten Thermocycler (GeneAmp 9600, Perkin Elmer) gegeben und für 10 min denaturiert. 25 Reaktionszyklen wurden durchlaufen, wobei sich jeder Zyklus aus 1 min Denaturierung bei 94 °C, 1 min Abkühlung bei 54 °C und 2 min Primer-Verlängerung bei 72 °C zusammensetzte (verändert nach Li et al. , 1997). Die Proben wurden nach dem letzten Zyklus auf 4 °C abgekühlt. Die erhaltenen PCR-Produkte wurden in einem 1,2%igen Agarosegel mit 0,5 µg/ml Ethidiumbromid aufgetrennt. Zur Dokumentation wurde das Agarosegel mit den visualisierten DNA-Banden unter dem UV-Schirm photographiert.





Tabelle 3:	Übersicht über verwendete PCR-Primer





cDNA + Primer�

Position in der Gensequenz�

Primersequenz�

Größe des Amplifikats��

           vorwärts

GAPDH

           rückwärts�

439-458



954-934�

5´ AAT GCA TCC TGC ACC ACC AA 3´



5´ GTA GCC ATA TTC ATT GTC ATA 3´�



516 Bp

��

           vorwärts

TGFb1

           rückwärts�

1267-1291



1564-1540�

5´ C TTC AGC TCC ACA GAG AAG AAC TGC 3´



5´ CAC GAT CAT GTT GGA CAA CTG CTC C 3´�



298 Bp

��





2.2.24	Untersuchung der DNA von IEC-6 Zellen auf DNA-Leiterbildung als ein Zeichen von Apoptose-Vorgängen



Als ein Zeichen von Apoptosevorgängen in Zellen gilt die Degradation von DNA, die sich in einem Agarosegel als charakteristische DNA-Leiterbildung darstellt. Zur Untersuchung, ob es nach der Applikation von Adeninnukleotiden zu einer DNA-Leiterbildung kommt, wurde das "Apoptotic DNA Ladder Kit" der Firma Boehringer Mannheim verwandt. IEC-6 Zellen wurden nach 72stündiger Inkubation mit verschiedenen Adeninnukleotiden trypsiniert und in ein Reaktionsgefäß überführt. Die Lyse der Zellen wurde mit im Kit enthaltenem Lysepuffer durchgeführt. Die Isolation der DNA erfolgte nach dem Prinzip der Bindung von Nukleinsäuren an die Oberfläche von Glasfasern in Gegenwart eines chaotropen Salzes. Nach Elution wurden 20 µl der DNA-Lösung mit 5 µl Ladunspuffer gemischt und auf einem 1,2%igen Agarosegel aufgetrennt. Als Vergleich diente die DNA apoptotischer U937 Zellen.







2.2.25	Untersuchungen zur Aktivierung der MAP-Kinase in IEC-6 Zellen 



Zur Untersuchung, ob es nach Applikation von Adeninnukleotiden oder Adeninukleotid�agonisten zu einer Aktivierung der MAP-Kinase kommt, wurde eine Versuchsanleitung gewählt, die sich die Fähigkeit der MAP-Kinase das Myelinbasisprotein (myelin basic protein, MBP) zu phosphorylieren, zunutzemacht (Alessi et al., 1995). Definitionsgemäß entspricht 1 Einheit Aktivität (1 U) der Menge Enzym, die in der Lage ist, 1 nmol Phosphat in 1 min in das MBP zu inkorporieren. Bis zu einem Wert von 6 U/ml ist der Wert für die MAP-Kinase- Messung linear. Als Bezugsgröße für die ermittelten Werte diente eine Proteinbestimmung nach Bradford et al. (1976). Subkonfluente IEC-6 Zellen wurden für eine Dauer von 5 min mit 250 µM ADP, ATP oder bgMeATP inkubiert. Als Kontrolle diente die Zugabe des Mediums, in dem die Adeninnukleotide gelöst worden waren, ohne Zusätze. Nach Ablauf der Inkubationszeit wurde das Medium abgesaugt und die Zellen auf Eis gestellt. Die Zellen wurden dreimal mit eiskaltem PBS--Puffer (ohne MgCl2 und Ca2+) gespült. Anschließend wurden 500 µl Lysepuffer mit entsprechenden Proteinaseinhibitoren (siehe Material) zu den Zellen gegeben. Die Zellen wurden mit Hilfe eines Zellschabers vom Boden gelöst und das Zellysat in Reaktionsgefäße überführt. Nach einer 10minütigen Zentrifugation bei 14000 rpm und 4°C wurde der Überstand in 100 µl Aliquots in flüssigem Stickstoff eingefroren. Zur Proteinbestimmung und MAP-Kinase Messung wurden die Proben langsam aufgetaut. Die Proteinbestimmung wurde nach Bradford et al. bestimmt. Die eingesetzte Konzentration für die MAP-Kinase-Bestimmung sollte zwischen 0,5 und 2 µg Protein liegen. Für jede zu untersuchende Probe wurde ein Dreifachbestimmung durchgeführt. Parallel zu den Proben wurde in Doppelbestimmung zum einen der MBP-Wert gemessen, der die spontane Phosphorylierung von MBP ohne Anwesenheit des Zellysats wiedergibt und zum zweiten der Probenleerwert, der kein MBP enthält und somit die von MBP unabhängige Phosphorylie�rungen im Zellysat mißt und 3. der reine Leerwert ohne MBP und Probe, der zur Berechnung des Probenwertes von 2 subtrahiert werden muß. Zudem wird zur Kalkulation die Menge an eingesetzten Counts in der Probe benötigt. Dazu wird die entsprechende Menge der ATP-Lösung im y -Counter gemessen. Eine Übersicht über das Pippetierschema liefert Tabelle 4. Der zugegebene PKI (Protein kinase inhibitor) ist ein spezieller Inhibitor der cAMP-abhängigen Proteinkinase. Die Reaktion wurde mit Zugabe der radioaktiven y32P-ATP-Lösung gestartet. Die Reaktion wurde bei 30°C für die Dauer von 10 min durchgeführt und anschließend mit 10 µl eiskalter TCA gestoppt.



Tabelle 4:	Pipettierschema der MAP-Kinase Messungen



Probenwert�Probenleerwert�Leerwert�MPB-Wert�ATP-Totalwert��10 µl Probe�10 µl Probe�10 µl Lysispuffer�10 µl Lysispuffer�990 µl H2O��10 µl PKI/MgCl2�10 µl PKI/MgCl2�10 µl PKI/MgCl2�10 µl PKI/MgCl2���10 µl MBP Lösung�10 µl H2O�10 µl H2O�10 µl MBP Lösung���

Jeweils 25 µl der Ansätze wurden auf Phosphocellulose-Papiere (P81, Whatman) gegeben. Diese sind in der Lage das MBP, nicht aber das ATP zu binden. Nach Fixierung mit 0,5%iger Phosphorsäure und dreimaligem Waschen, um eventuell vorhandene ATP-Reste vollständig zu entfernen, wurden die Phosphocellulose-Papiere getrocknet. Anschließend wurden sie in Szintillationsröhrchen überführt. Jede Probe wurde im y-Counter für die Dauer von 5 min gemessen. Zur Berechnung der erhaltenen Werte wurden zunächst die Counts der Dreifachbestimmungen gemittelt. Von diesen wurden jeweils die gemessenen Counts des Probenleerwerts und des MBP-Wertes subtrahiert und der im Probenleerwert enthaltene Leerwert addiert. Die errechneten Counts wurden mit der Verdünnung der MBP-Lösung multipliziert und die Gesamtzahl der eingesetzten Counts dividiert. Der erhaltene Wert in pmol/min mußte dann auf die eingesetzte Proteinmenge bezogen werden, um einen Vergleich der Proben untereinander vorzunehmen. Die im Ergebnisteil angegebenen Werte sind pmol/mg/min.







2.2.26	Statistische Meßmethoden



Die Ergebnisse sind angegeben als Mittelwert ( Standardabweichung des Mittelwerts. Die Berechnung zweiseitiger Signifikanzniveaus mit einer Irrtumswahrscheinlichkeit kleiner 5% (p<0,05, signifikant) kleiner 1% (p<0,01, eindeutig signifikant) und kleiner 0,1% (p<0,001, hoch signifikant) erfolgte mit dem heteroskedastischen T-Test unter der Annahme unterschiedlicher Varianzen und einer Varianzanalyse. Bei nicht eindeutiger Signifikanz (p>0,01) im T-Test wurde zusätzlich ein nicht parametrischer Mann-Whitney U-Test durchgeführt. Die statistischen Auswertungen wurden mit den Computerprogrammen Excel 7.0 und GB-STAT für Windows 95 auf einen IBM-Computer durchgeführt.
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