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Material und Methoden


2 
MATERIAL UND METHODEN

2.1 
Sterile Arbeitsbedingungen

Voraussetzung für die Arbeit mit Säugerzellen in Kultur ist der sterile Umgang mit den Zellen. Aus diesem Grund wird in einem Sterilraum unter einer Sterilbank gearbeitet, die vor und nach Gebrauch mit der Desinfizierlösung Melsept abgerieben wird. Petrischalen und andere Einmalartikel werden vom Hersteller steril geliefert. Glasgeräte werden in einem Trockenschrank bei 180 °C zweimal sterilisiert. Hitzeempfindliche Materialien, wie zum Beispiel Kunststoffpipettenspitzen, werden bei 120 °C und 1 bar Druck 50 min lang autoklaviert. Alle Lösungen, wie beispielsweise Medium, werden entweder vom Hersteller steril geliefert oder durch einen Sterilfilter mit einer Porengröße von 0,1 µm, der auch Mykoplasmen zurückhält, filtriert.

2.2 
Zellkultur

In allen Experimenten wurden Zellen der permanenten Zellinie CHO-9 eingesetzt. Die CHO-Zellinie entstand aus einer 1957 angelegten primären Zellkultur von Fibroblasten des Eierstocks eines Chinesischen Hamsters (Cricetulus griseus) nach spontaner Transformation (Tijo und Puck 1958, Puck 1985). Diese Transformation ging mit chromosomalen Veränderungen einher. Die Zellen enthalten 21 statt 22 Chromosomen, von denen nur 9 dem ursprünglichen Chromosomensatz entsprechen: je ein Chromosom 1, 2, 5, 7, 9, 10, X und die beiden Chromosomen 8. Die 12 veränderten Chromosomen entstanden hauptsächlich durch Translokationen und Inversionen und werden als Z-Chromosomen bezeichnet (Kao und Puck 1969, Siciliano et al. 1985). Eine ausführliche Beschreibung der CHO-9 Chromosomen findet sich in Folle et al. (1997). Mit diesem niedrigen, relativ stabilen Chromosomensatz sind CHO-Zellen gut geeignet für cytogenetische Analysen.

Aufgrund eines Enzymdefekts können CHO-Zellen die Aminosäure Prolin nicht selbst herstellen, so daß Prolin im Nährmedium angeboten werden muß (Gottesman 1985). 

Die Kultivierung der CHO-Zellen erfolgt im Brutschrank bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit. Der pH-Wert des Kulturmediums sollte zwischen 7,0 und 8,2 liegen. Das Kulturmedium besteht aus McCoy’s 5A-Medium, einschließlich 125 µg/ml Dihydro-streptomycinsulfat und 100 Einheiten/ml Penicillin, dem 10 % fötales Kälberserum (FKS) zugesetzt werden. Dieses Gemisch wird im folgenden als Vollmedium bezeichnet, der Begriff Medium bezieht sich auf das serumfreie McCoy’s 5A Medium. 

CHO-Zellen sind sehr widerstandsfähig und können zur Vorratshaltung bei -80 °C in einem speziellen Einfriermedium aus 20 % FKS/10 % Dimethylsulfoxid (DMSO) in Medium eingefroren werden. 

CHO-Zellen wachsen als einschichtige Zellage (Monolayer) auf einer geeigneten Unterlage, zum Beispiel auf dem Boden einer Gewebekulturschale. Lebende Interphasezellen haben eine spindelförmige Morphologie und haften relativ fest am Untergrund, Mitosezellen runden sich dagegen ab und können mit leichtem Schütteln von der Unterlage abgelöst werden. Unter optimalen Kulturbedingungen befinden sich die Zellen in einer logarithmischen Wachstumsphase und teilen sich alle 12 bis 14 Stunden. Wenn die Zellen den zur Verfügung stehenden Boden der Kulturschale ausgefüllt haben, stellen sie das Wachstum aufgrund von Kontaktinhibition ein. Deshalb muß die Zellkultur alle zwei bis drei Tage ausgedünnt und mit frischem Medium versorgt werden. Nach etwa 40 Passagen werden die Stammkulturen verworfen und mit frisch aufgetauten Zellen ersetzt.

Das Passagieren der CHO-Zellen umfaßt folgende Arbeitsschritte:

Für das Passagieren der Zellen werden alle benötigten Lösungen auf 37 °C vorgewärmt.

1. Abgießen des Kulturmediums und Spülen der Schalen mit etwa 4 ml Phosphat-gepufferter Salzlösung ohne Calcium- und Magnesium-Ionen (phosphate buffered saline, PBS) mit folgender Zusammensetzung:

8000 mg/l  NaCl

  200 mg/l  KCl

1150 mg/l  Na2HPO4
  200 mg/l  KH2PO4 in Aqua dest.
2. Vorsichtiges Überschichten des Schalenbodens mit etwa 2 ml einer Trypsinlösung aus 0,05 % Trypsin, 0,02 % Ethylen-diamin-tetraacetat (EDTA) in PBS, Abgießen des Überstands, Einwirkdauer 2 bis 3 Minuten

3. Nach beginnender Ablösung der Zellen vom Boden Abstoppen der Trypsinwirkung mit 2 ml Medium

4. Mehrmaliges kräftiges Spülen mit einer Pasteurpipette zum vollständigen Ablösen und Vereinzeln der Zellen

5. Aussäen von etwa 300 µl Zellsuspension in vorbereitete 96 mm Petrischalen mit 10 ml Vollmedium

2.3 
Methoden der Zellbehandlung

Alle Versuchsschritte wurden - soweit nicht anders vermerkt - bei Raumtemperatur und unter Verwendung auf 37 °C vorgewärmter Lösungen durchgeführt. Erholungszeiten und Inkubationsphasen, die im Text nicht näher spezifiziert werden, erfolgten im Brutschrank bei 37 °C, 5 % CO2 und 95 % Luftfeuchtigkeit. 

2.3.1 
Markierung der CHO-Zellen mit BrdU oder Biotin-16-2'-desoxy​uridin-5'-triphosphat (Biotin-dUTP)

Voraussetzung für die differentielle Färbung von Schwesterchromatiden ist die Inkorpo​ration eines identifizierbaren Basenanalogons in die DNS in der vorletzten S‑Phase vor der Fixierung. In dieser Arbeit wurden zu diesem Zweck BrdU und Biotin-dUTP verwendet. Die Versuchsplanung mit dem Angebot von BrdU oder Biotin-dUTP in der ersten, aber nicht in der zweiten S-Phase führt zu folgender Differenzierung: Eine Chromatide enthält jeweils einen substituierten und einen unsubstituierten DNS-Einzelstrang, die andere Chromatide ist nicht markiert.

2.3.1.1 
Markierung der CHO-Zellen mit BrdU

Je nach Versuchsplan wurden die Zellkulturen 14 oder 18 h mit 0,5 µM oder 20 µM BrdU präinkubiert:

1. Abgießen des Kulturmediums, Spülen mit PBS, Trypsinieren und Zugabe von 2 ml Medium, wie unter Passagieren der Zellen beschrieben 

2. Resuspension der Zellen und Überführung in ein Zentrifugenröhrchen

3. Zentrifugation bei 120 g für 5 min, Absaugen des Überstands, Waschen mit 5 ml Medium, Zentrifugation und Absaugen des Überstands

4. Resuspension des Pellets in 1 ml Medium

5. Aussäen von je 250 µl der Zellsuspension in vorbereitete 60 mm Petrischalen mit 5 ml Vollmedium, einschließlich 0,5 µM oder 20 µM BrdU

6. Inkubation für 14 oder 18 h

7. Abgießen des BrdU-haltigen Kulturmediums, zweimaliges Waschen mit 5 ml Medium, Zusatz von 5 ml Vollmedium ohne BrdU

2.3.1.2 
Permeabilisierung der Zellen für Biotin-dUTP mit Hilfe der Elektro​poration

Biotin-dUTP kann aufgrund des stark negativ geladenen Triphosphats die Zellmembran nicht frei passieren. Eine effiziente Methode zur Permeabilisierung ist die Elektroporation (Chang et al. 1992, Winegar et al. 1989). Mit einem kurzen, definierten elektrischen Puls wird die Zellmembran lokal destabilisiert und durchlässig für große Moleküle. 

Für die Elektroporation werden 800 µl Elektroporationsküvetten mit einem Elektroden-abstand von 4 mm verwendet. Mit einem Kondensator wird eine Spannung von 400 V angelegt. Das elektrische Feld, in dem sich die Zellen befinden, hat daher eine Stärke von 1000 V/cm (Spannung/Abstand der Elektroden).

Eine Entladungszeit von etwa 5 ms hat sich für das Einbringen von Fremdstoffen in Zellen als günstig erwiesen. Die Entladungszeit  entspricht der Zeit, in der die Spannung auf etwa 37 % des Eingangswerts gefallen ist. Sie läßt sich aus dem Produkt von Widerstand und Kapazität des Kondensators berechnen. In der Praxis hat sich der Einsatz einer gepufferten Saccharoselösung mit relativ hohem Widerstand bei einer Kapazität des Kondensators von 25 µF bewährt. Die Zellen werden für die Elektroporation in 800 µl Saccharosepuffer mit folgender Zusammensetzung suspendiert:


272 
mM Saccharose

 
  7 
mM KH2PO4, pH=7,4

   
1
mM MgCl2
Die Elektroporation umfaßt folgende Arbeitsschritte:

Für zwei Versuchspunkte wird eine nahezu vollbewachsene 96 mm Petrischale eingesetzt.

1. Absaugen des Kulturmediums und Waschen des Monolayers mit PBS

2. Trypsinieren der Zellen, Resuspension in Medium und Überführung in ein Zentrifugenröhrchen

3. Zentrifugation bei 120 g für 5 min

4. Verwerfen des Überstands, Waschen der Zellen mit 5 ml Saccharosepuffer 

5. Zentrifugation und Absaugen des Überstands

6. Zugabe von 800 µl Saccharose-Behandlungslösung einschließlich 20 µM Biotin-dUTP und 20 µM Desoxythymidin-5'-triphosphat (dTTP), gründliche Durchmischung und Überführung der Zellsuspension in die Elektroporationsküvette

7. Elektroporation bei 400 V, 25 µF

8. Erholung der Zellen in der Küvette für 15 min bei Raumtemperatur

9. Überführung der Zellen aus der Küvette in ein vorbereitetes Zentrifugenröhrchen mit 5 ml Medium, Zentrifugation und Verwerfen des Überstands

10. Aussäen der Zellen in zwei 60 mm Petrischalen mit 5 ml Vollmedium und Inkubation für 14 h

2.3.2 
Röntgenbestrahlung

Die Zellen wurden als Monolayer in der Kulturschale mit Vollmedium in einer geschlossenen Röntgenbestrahlungseinheit mit 130 kV, einem 2,5 mm Aluminium-Filter und einer Dosis-Leistung von 1,2 Gy/min bei Raumtemperatur bestrahlt.

2.3.3 
Behandlung mit Mitomycin C (MMC)

Eine Stammlösung mit 10 µM MMC in Medium wurde angesetzt, aliquotiert und bei ‑80 °C eingefroren. Die Behandlung der Zellen erfolgte in 60 mm Kulturschalen: 

1. Abgießen des Kulturmediums und Waschen der Zellen mit 5 ml Medium

2. Zugabe von 5 ml Medium mit der vorgesehenen Konzentration an MMC

3. Inkubation bei 37 °C für 60 min

4. Zweimaliges Waschen mit 5 ml Medium

5. Zugabe von 5 ml frischem Vollmedium

2.4 
Die Versuchsblöcke

2.4.1 
Dosis-Effekt-Beziehung für SCE nach Röntgenbestrahlung

Nach 18 h Präinkubation mit 20 µM BrdU wurde das Kulturmedium abgenommen und durch frisches, BrdU-freies Vollmedium ersetzt. Unmittelbar danach wurden die Zellen in den Kulturschalen bestrahlt. Die Dosis-Effekt-Beziehung umfaßte den Bereich zwischen 0 und 7,2 Gy mit Einzeldosen im Abstand von 1,2 Gy. Auf die Bestrahlung folgte eine Erholungszeit von 20 h bis zur Fixierung.

2.4.2 
Abhängigkeit der Entstehung von SCE nach Röntgenbestrahlung vom Zellzyklusstadium

Die Zellen wurden 14 h mit 20 µM BrdU vorbehandelt. Danach wurde das BrdU-haltige Kulturmedium mit BrdU-freiem Vollmedium ersetzt. Nach dem Mediumwechsel wurden die Zellen in den Kulturschalen einmal zu einer der folgenden Zeitpunkte mit 4,8 Gy bestrahlt:

0 h, 3 h, 6 h, 9 h, 12 h, 13,5 h, 15 h, 16,5 h und 18 h. 

Alle Zellen wurden 20 Stunden nach dem Mediumwechsel fixiert.

2.4.3 
Versuche mit tetraploiden Zellen

Nach 14 h Präinkubation mit BrdU und Ersatz des Kulturmediums mit BrdU-freiem Vollmedium wurden die Zellen mit 2,4 oder 6 Gy bestrahlt. Nach der Bestrahlung wurde Colcemid in der Endkonzentration 0,08 µg/ml zugesetzt. Während der folgenden Inkubationszeit von 6 h wurde die Zellteilung mitotischer Zellen, die in der G2-Phase bestrahlt wurden, blockiert, so daß diese Zellen tetraploid wurden.

Damit beim Auswaschen des Colcemids keine mitotischen Zellen verlorengingen, erfolgte dieser Schritt über einen der Zellpassage entsprechenden Vorgang unter Sammlung aller Überstände und der Zellsuspension in einem Zentrifugenröhrchen. Nach Zentrifugation bei 120 g für 5 min, Absaugen des Überstands, Waschen des Pellets mit 5 ml Medium, Zentrifugation und Absaugen des Überstands wurden die Zellen wieder in 60 mm Petrischalen mit 5 ml Vollmedium ausgesät und 18 h inkubiert.

2.4.4 
Experimente mit ER

Pro Versuchspunkt wurden fünf nahezu voll bewachsene 96 mm Petrischalen eingesetzt.

1. Abgießen des Mediums und vorsichtiges Spülen der Zellage zur Entfernung von toten und locker haftenden Interphasezellen aus der Kultur

2. Zugabe von 5 ml Vollmedium und Inkubation für 1 h

3. Ablösen der mitotischen Zellen mit Hilfe vorsichtigen Pipettierens und Sammeln der Zellsuspension der fünf Petrischalen in einem 50 ml Zentrifugenröhrchen

4. Zentrifugation bei 120 g für 5 min und Absaugen des Überstands

5. Aussäen der Zellen in einer 60 mm Petrischale mit 5 ml Vollmedium und Inkubation für 1 h

6. Bestrahlung der Zellen mit 3,6 Gy

7. Inkubation für 18 h

8. Induktion von ER mit einem nach Wolff und Afzal (1996) modifizierten Verfahren:

· Behandlung der Zellen mit 0,08 µg/ml Colcemid für 1 h zur Anreicherung von Mitosen

· Zweimaliges Waschen mit Medium

· Erholungsphase für 30 min in 5 ml Vollmedium

· Zugabe von Rotenon in der Endkonzentration 5 µg/ml zur Induktion von ER, Inkubation für 3 h

9. Sorgfältiges Auswaschen des Rotenons mit Trypsinieren der Zellen, Sammlung aller Überstände und der Zellsuspension in einem Zentrifugenröhrchen, Zentrifugation und zwei Waschvorgängen mit jeweils 5 ml Medium

10. Aussäen der Zellen in einer 60 mm Petrischale mit 5 ml Vollmedium und Inkubation für 24 h

Es wurden zwei verschiedene Versuchssätze mit ER durchgeführt.

2.4.4.1 
Bestrahlung unsubstituierter Zellen, Substitution mit BrdU in der nächsten S-Phase und Induktion von ER (BT-ER)

Unmittelbar nach der Bestrahlung wurde dem Kulturmedium BrdU in der End​konzentration 20 µM zugesetzt, so daß in der folgenden S-Phase BrdU in die DNS eingebaut werden konnte. Das BrdU wurde 19 h später zusammen mit dem Colcemid vor der Induktion der ER ausgewaschen. Die endoreduplizierten Zellen wurden ohne BrdU-Zusatz erholt. Dieser Versuchsaufbau ergab Diplochromosomen, die aus zwei differentiell gefärbten Chromosomen bestanden.

2.4.4.2 
Bestrahlung BrdU-markierter Zellen, Substitution mit BrdU in der zweiten S-Phase und Induktion von ER (BBT-ER)

Für diesen Versuch wurden die Zellen 18 h mit BrdU präinkubiert. Zur Substitution der Zellen mit BrdU wurden pro Versuchspunkt fünf 96 mm Petrischalen mit 10 ml Vollmedium, einschließlich 20 µM BrdU, vorbereitet und mit jeweils 500 µl Zellsuspension versetzt. Auch während der Bestrahlung und der Erholungszeit bis zur Induktion der ER war BrdU im Kulturmedium enthalten. Die endoreduplizierten Zellen wurden ohne BrdU inkubiert. Aufgrund dieser Versuchsanordnung bestanden die Diplochromosomen aus einem differentiell substituierten Chromosom und einem Chromosom, das in beiden Chromatiden unifilar BrdU enthielt.

2.4.5 
Einfluß der Substitution von zellulärer DNS mit BrdU oder Biotin-dUTP auf die Induktion von SCE mit Röntgenstrahlen

14 h vor der Bestrahlung wurden die Zellen für die Zugabe von 0,5 µM BrdU subkultiviert oder zur Permeabilisierung für Biotin-dUTP elektroporiert. Nach Auswaschen des BrdU und dem Wechsel des Kulturmediums wurden die Zellen mit 4,8 Gy bestrahlt. Die Fixierung erfolgte nach einer Erholungszeit von 12 h.

2.4.6 
Einfluß von BrdU oder Biotin-dUTP auf die Entstehung von SCE nach
 Behandlung mit MMC

Es wurde je eine Dosis-Effekt-Beziehung für MMC mit den BrdU-Konzentrationen 0,5 µM und 20 µM erstellt. Die Präinkubationszeit für beide BrdU-Konzentrationen betrug 14 h. Nach Erneuerung des Kulturmediums wurden die Zellen für 1 h mit 0,1 µM, 0,5 µM und 1 µM MMC behandelt. Danach wurden die Zellen gewaschen und in 60 mm Petrischalen mit 5 ml Vollmedium für 20 h erholt.

Zusätzlich wurde für 0,1 µM MMC ein Parallelversuch mit Biotin-dUTP und 0,5 µM BrdU unter Verwendung der oben beschriebenen Versuchszeiten durchgeführt.

2.5 
Chromosomenpräparation

Jeweils 2 h vor Ende der Erholungszeit wurde den Kulturen Colcemid, ein Colchicin-Derivat, in der Endkonzentration 0,08 µg/ml zugegeben. Colchicin verhindert die Bildung des Spindelapparates, so daß die Chromosomen frei in der Zelle flottieren und auf dem Objektträger besser aufspreiten. Obwohl im folgenden nur der Begriff Metaphase verwendet wird, sind immer Colchicin-Metaphasen gemeint.

Die Aufarbeitung erfolgt unter nicht-sterilen Bedingungen.

1. Überführung eines Teils des Kulturmediums in ein Zentrifugenröhrchen, kräftiges Abspülen der lose haftenden mitotischen Zellen vom Boden der Gewebekulturschale mit einer Pasteurpipette und Überführung der Zellsuspension in das Zentrifugen​röhrchen

2. Zentrifugation bei 120 g für 5 min und Absaugen des Überstands

3. Hypotone Behandlung mit 5 ml einer 1 % Natriumcitrat-Lösung für 10 min, Zentrifugation und Absaugen des Überstands

4. Fixierung der Zellen mit 5 ml eines Gemisches aus Methanol und Eisessig im Verhältnis 3 : 1 unter zunächst tropfenweiser, dann zügiger Zugabe der Lösung zur Verhinderung von Klumpenbildung, Zentrifugation und Verwerfen des Überstands

5. Zweimalige Wiederholung des Fixiervorgangs

6. Nach der dritten Fixierung Absaugen des Überstands bis auf 100 bis 1000 µl je nach Größe des Zellpellets

7. Resuspension mit einer Eppendorff-Pipette und Auftropfen auf fettfreie, gekühlte und feuchte Objektträger, Kontrolle der Spreitung und Dichte der Metaphasen im Phasenkontrastmikroskop

8. Lufttrocknung der Präparate für mindestens 12 h

2.6 
Differentielle Schwesterchromatidenfärbung

Aufgrund der Inkorporation von BrdU oder Biotin-dUTP im vorletzten Zellzyklus vor der Fixierung sind die Schwesterchromatiden differentiell substituiert. Dies läßt sich mit verschiedenen Färbetechniken nachweisen. 

Das übliche Verfahren zur Schwesterchromatidendifferenzierung nach Einbau von BrdU ist die FPG-Methode (Perry und Wolff 1974, Hill und Wolff 1982). Diese Färbung wurde in allen Experimenten mit 20 µM BrdU benutzt.

In den Experimenten mit 0,5 µM BrdU und Biotin-dUTP wurde die Differenzierung mit Immunfluoreszenzmikroskopie nachgewiesen. In den Versuchen mit MMC wurden einige Versuchspunkte mit hoher BrdU-Konzentration ebenfalls immunfluoreszenzmikro-skopisch untersucht, damit mögliche Unterschiede in der Genauigkeit der Auswertung erkannt werden konnten.

Alle Färbungen werden unter nicht-sterilen Bedingungen und, wenn nicht anders angegeben, bei Raumtemperatur durchgeführt.

2.6.1 
Fluoreszenz-plus-Giemsa-Färbung

1. Inkubation in einer wäßrigen Lösung des Fluoreszenzfarbstoffs Hoechst 33258 mit der Endkonzentration 4,5 µg/ml für 20 min

2. Spülen in Aqua dest.
3. Benetzen der Objektträger mit PBS und Eindeckeln mit einem zweiten zellfreien, gereinigten Objektträger

4. Bestrahlen mit langwelligem ultraviolettem Licht (360 nm) auf einer Heizplatte bei 60 °C für 20 min

5. Entfernen der deckenden Objektträger in PBS

6. Färbung der Präparate in einer wäßrigen Giemsa-Lösung (5 % Giemsa-Farblösung, 20 % Phosphatpuffer, pH=6,8) für 10 min

7. Spülen in Aqua dest.
8. Lufttrocknung

2.6.2 
Detektion von Biotin mit Tetramethylrhodamin-isothiocyanat (TRITC)-konjugiertem Avidin

1. Vorbehandlung der Objektträger

Die Präparate werden 10 min in reinem Methanol dehydriert und anschließend luftgetrocknet. Die Rehydrierung erfolgt für 3 min in PBS.

2. Präparation der Antikörper

Die Antikörper werden in einem Puffer gelöst, der aus 4xSSC/5% fettfreier Trockenmilch besteht (4M‑Puffer). 4xSSC bezeichnet einen Verdünnungsgrad von 20xSSC, einer wäßrigen Lösung mit 3 M NaCl und 0,3 M Natriumcitrat (sodium saline citrate). Der 4M-Puffer wird aliquotiert und bei -20 °C eingefroren.

TRITC-konjugiertes Avidin

Avidin ist kein Antikörper, sondern ein Protein aus dem Eiweiß von Vogeleiern, das eine hohe Affinität zu Biotin hat (Green 1975). Die Avidin-Lösung wird aliquotiert und bei -20 °C eingefroren. Die aufgetaute Stammlösung wird in 4M-Puffer gelöst, so daß eine Verdünnung von 1 : 250 resultiert. 

Biotinylierter Ziege-Anti-Avidin-Antikörper

Der Antikörper wird in 1 ml Aqua dest. gelöst, aliquotiert und bei -20 °C eingefroren. Die aufgetaute Anti-Avidin-Stammlösung wird in 4M-Puffer 1 : 160 verdünnt.

Bis zum Gebrauch werden die Antikörper bei -4 °C im Dunkeln aufbewahrt.

3. Detektion

Das Nachweisverfahren von Biotin mit TRITC-konjugiertem Avidin und biotinylier​tem Anti-Avidin stellt eine Signalamplifizierung über drei Behandlungs​schritte dar. Nach einer Inkubation mit Avidin wird der biotinylierte Ziege-Anti-Avidin-Antikörper angeboten, der entweder über die Antigen-Bindungsstelle oder mit Biotin an Avidin bindet. Nachfolgend kann Avidin an das Biotin der Anti-Avidin-Antikörper binden.

Die Objektträger werden in einer dunklen, feuchten Kammer liegend inkubiert. Alle Waschschritte erfolgen über Beschichtung der Objektträger mit 500 µl eines Puffers aus 4xSSC/0,05% Tween-20 in Aqua dest. (4T-Puffer) für 5 min bei Zimmer-temperatur.

Vor der Behandlung mit Antikörpern werden die Präparate mit 100 µl 4M-Puffer unter Abdeckung mit 24 x 60 mm großen Parafilmstreifen für 5 min bei Zimmertemperatur präinkubiert, gefolgt von einem kurzen Waschschritt mit 4T-Puffer. Die Antikörper-Inkubation erfolgt jeweils für 30 min mit 100 µl Behandlungslösung unter Abdeckung mit Parafilm bei 37 °C.

Die Nachweisreaktion wird in Kurzform beschrieben:

1. Waschschritt mit 500 µl 4T-Puffer für 5 min bei Zimmertemperatur

2. Inkubation 1 

· Präinkubation mit 100 µl 4M-Puffer für 5 min unter Abdeckung mit Parafilm

· Spülen mit 500 µl 4T-Puffer

· Inkubation mit 100 µl Avidin-Lösung für 30 min bei 37 °C unter Abdeckung mit Parafilm

· drei Waschschritte mit je 500 µl 4T-Puffer für jeweils 5 min

3. Inkubation 2

· Präinkubation mit 100 µl 4M-Puffer für 5 min unter Abdeckung mit Parafilm

· Spülen mit 500 µl 4T-Puffer

· Inkubation mit 100 µl Anti-Avidin-Lösung für 30 min bei 37 °C unter Abdeckung mit Parafilm

· drei Waschschritte mit je 500 µl 4T-Puffer für jeweils 5 min

4. Inkubation 3

· Präinkubation mit 100 µl 4M-Puffer für 5 min unter Abdeckung mit Parafilm

· Spülen mit 500 µl 4T-Puffer

· Inkubation mit 100 µl Avidin-Lösung für 30 min bei 37 °C unter Abdeckung mit Parafilm

· drei Waschschritte mit je 500 µl 4T-Puffer für jeweils 5 min

5. Gegenfärbung mit 30 µl DAPI in DABCO Antifade und Abdeckung mit einem 24 x 60 mm Deckgläschen

Der Fluoreszenzfarbstoff 4'-6-Diamidino-2-phenylindoldihydrochlorid (DAPI; End-konzentration 1,5 – 3 µg/ml) wird zur Verminderung des Ausbleichens in 1,4‑Diaza-bicyclo[2.2.2]octan (DABCO) Antifade gelöst: 0,233 g DABCO in 800 ml Aqua dest., 200 ml 1M Tris-HCL (pH=8) und 9 ml Glycerol. 

Die Präparate können für einige Wochen bei 4 °C im Dunkeln aufbewahrt werden. Eine längere Lagerung ist bei -20 °C möglich.

2.6.3 
Detektion von BrdU mit Fluorescein-5-isothiocyanat(FITC)-konjugierten Antikörpern

1. Denaturierung

Die Präparate werden 30 min in 90 % Formamid/2xSSC, pH=7 bei 70 °C denaturiert. Anschließend werden die Objektträger in einer aufsteigenden Alkoholreihe mit eiskaltem 70 %, 90 % und 100 % Ethanol für je 3 min dehydriert. Nach Lufttrocknung der Präparate kann mit der Antikörperdetektion begonnen werden.

2. Präparation der Antikörper

Maus-Anti-BrdU-Antikörper

Der Antikörper wird aliquotiert und bei -20 °C eingefroren. Die Stammlösung wird aufgetaut und in PBS/0,1 % Rinderserumalbumin (Bovine serum albumine, BSA) gelöst, so daß eine Verdünnung von 1 : 100 resultiert.

FITC-konjugierter Ziege-Anti-Maus-Antikörper

Der Antikörper wird nach Herstellerangaben in 1 ml Aqua dest. gelöst und bei 1600 g 15 min zentrifugiert. Aliquots dieser Stammlösung werden bei -20 °C eingefroren. Die Stammlösung wird aufgetaut und 1 : 200 in PBS verdünnt.

Die Antikörperlösungen werden bis zum Gebrauch bei 4 °C im Dunkeln aufbewahrt.

3. Detektion 

Die Objektträger werden in einer dunklen, feuchten Kammer liegend inkubiert. Die Antikörper-Inkubation erfolgt jeweils für 60 min mit 100 µl Behandlungslösung unter Abdeckung mit 24 x 60 mm großen Parafilmstreifen bei 37 °C. Alle Waschschritte erfolgen über Beschichtung der Objektträger mit 500 µl PBS für 5 min bei Zimmer-temperatur.

Es folgt eine Kurzbeschreibung des Verfahrens:

1. Waschschritt mit 500 µl PBS für 5 min

2. Inkubation 1

· Inkubation mit Maus-Anti-BrdU-Antikörpern für 60 min bei 37 °C unter Abdeckung mit Parafilm

· drei Waschschritte mit je 500 µl PBS für jeweils 5 min

3. Inkubation 2

· Inkubation mit Ziege-Anti-Maus-Antikörpern für 60 min bei 37 °C unter Abdeckung mit Parafilm

· drei Waschschritte mit je 500 µl PBS für jeweils 5 min

4. Gegenfärbung mit 30 µl DAPI in DABCO Antifade und Abdeckung mit einem 24 x 60 mm Deckgläschen (wie oben beschrieben)

Die Präparate können einige Wochen bei 4 °C oder länger bei -20 °C aufbewahrt werden.

2.7 Auswertung

Die lichtmikroskopische Analyse der FPG-gefärbten Metaphasen erfolgte bei tausend-facher Vergrößerung mit einem hundertfach vergrößernden Ölimmersionsobjektiv und einem Okular mit zehnfacher Vergrößerung. 

Es wurden nur gut gespreitete, vollständig differentiell gefärbte, erste Nachbehandlungs​mitosen mit 20 bis 22 Chromosomen in diploiden Zellen, oder 40 bis 44 Chromosomen in tetraploiden Zellen ausgewertet. Ein SCE ist als Farbwechsel von hell nach dunkel oder umgekehrt auf einer Chromatide erkennbar. Es wurde die Gesamtanzahl der SCE in allen Chromosomen einer Metaphase notiert.

Zusätzlich wurden die Zellen nach den vorhandenen Typen von CA in folgende Gruppen eingeteilt: Metaphasen ohne erkennbare Aberrationen, mit CSA, mit CTA oder mit beiden Aberrationstypen (CSA+CTA). Außerdem wurde die Anzahl der RDM pro Metaphase ermittelt. Auf die genaue Auswertung von DIZ wurde in FPG-Präparaten verzichtet, weil sie nicht immer sicher zu identifizieren waren.

Besonderheiten in der Auswertung der einzelnen Versuchsblöcke werden im folgenden aufgeführt.

Dosis-Effekt-Beziehung für SCE nach Röntgenbestrahlung

Es wurden jeweils drei unabhängige Experimente durchgeführt, in denen pro Versuchspunkt 100 Metaphasen entsprechend der obigen Beschreibung ausgewertet wurden.

Abhängigkeit der Entstehung von SCE nach Röntgenbestrahlung vom Zellzyklusstadium

In drei unabhängigen Experimenten wurden pro Versuchspunkt 50 Metaphasen auf SCE und das Vorhandensein von CA analysiert. Die Ergebnisse zeigten, daß sich die Zellen zwischen 16,5 und 18 Stunden in der G2-Phase befanden. Nach der Replikation können beide Chromatiden eines Chromosoms unabhängig voneinander geschädigt werden. Bei Schädigung der beiden Chromatiden an etwa gleicher Position entstehen Isochromatid​brüche, die zu CSA führen können. Diese CSA sind aber nach ihrer Entstehungsweise CTA. Aus diesem Grund wurden für 16,5 und 18 Stunden alle gefundenen CSA den CTA zugeordnet.

Versuche mit tetraploiden Zellen

Drei unabhängige Versuche wurden durchgeführt. Je Versuchspunkt wurden 50 tetraploide und 50 diploide Metaphasen auf SCE untersucht.

 BT-ER

Es wurden nur endoreduplizierte Metaphasen ausgewertet, deren Diplochromosomen aus zwei differentiell gefärbten Chromosomen bestanden. Es konnten zwei Typen von SCE unterschieden werden, die nach Taylor (1958) als Twin-SCE und Single-SCE bezeichnet wurden:

Als Twin-SCE werden solche SCE gewertet, die in beiden Chromosomen an identischer Position vorliegen.

Single-SCE betreffen jeweils nur eines der beiden Chromosomen.

Es wurden drei unabhängige Experimente durchgeführt. Die Anzahl der ausgewerteten Metaphasen pro Versuchspunkt war nicht in allen Experimenten gleich, Angaben hierzu sind in der Ergebnistabelle aufgeführt. In einer zusätzlichen Auswertung in denselben Präparaten wurden 50 diploide Zellen pro Versuchspunkt auf SCE untersucht.

B BT-ER

Die Auswertung erfolgte nur in endoreduplizierten Metaphasen, die Diplochromosomen mit jeweils einem differentiell gefärbten Chromosom und einem hell gefärbten Chromosom aufwiesen. Die unterschiedlichen Typen von SCE wurden in Anlehnung an die Terminologie von Wolff und Afzal (1996) als BCE und SCE bezeichnet:

Ein BCE liegt vor, wenn der Farbwechsel von dunkel nach hell zwischen den beiden Chromosomen eines Diplochromosoms stattfindet. Ein einzelnes BCE innerhalb eines Diplochromosoms zeigt sich als ein dunkel gefärbtes Chromatidensegment im hellen Chromosom, während die dunkle Chromatide des differentiell gefärbten Chromosoms entsprechend dazu einen hellen Abschnitt trägt. BCE sind SCE aus dem ersten und zweiten Zellzyklus.

SCE sind Farbwechsel von dunkel nach hell innerhalb eines der beiden Chromosomen. Sie entstanden im dritten Zellzyklus. 

In drei unabhängigen Experimenten wurden je 30 endoreduplizierte Metaphasen auf BCE und SCE untersucht.

Zum besseren Verständnis soll die Auswertung an einem Schema (Abb. 5) verdeutlicht werden, das insgesamt 6 BCE und 4 SCE zeigt:
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Einfluß der Substitution zellulärer DNS mit BrdU oder Biotin-dUTP auf die Induktion von SCE mit Röntgenstrahlen

Die Analyse der Metaphasen erfolgte mit einem Fluoreszenzmikroskop, das mit Filtern für FITC, TRITC und DAPI sowie mit einer CCD-Kamera für die Bildaufnahme ausgestattet war. Die Bilder wurden in das Bildverarbeitungsprogramm ISIS 3.0 eingelesen, das sowohl eine Einzeldarstellung der Farben als auch eine Gesamtansicht mit übereinandergelegten Farben ermöglicht. 

Die Metaphasen wurden auf SCE und unter Verwendung des DAPI-Filters auf RDM und DIZ, beziehungsweise polyzentrische Chromosomen untersucht. Polyzentrische Chromosomen wurden in DIZ umgerechnet, indem von der Gesamtzahl der Zentromere eins subtrahiert wurde. Zusätzlich wurde analysiert, ob zwischen den Zentromeren der DIZ mindestens ein SCE vorlag. Es wurden zwei unabhängige Experimente ausgeführt, wobei pro Versuchspunkt nach Möglichkeit 50 Zellen ausgewertet wurden (genaue Angaben in der Ergebnistabelle).

Eine Besonderheit in der Auswertung betraf die Biotin-markierten Zellen, weil in ihnen einige Chromosomen regelmäßig nicht oder nicht vollständig markiert waren. Diesbezüglich auffällig waren die Chromosomen X und Z10, deren spätreplizierende Regionen nur selten Biotin-Signale aufwiesen, und die beiden kleinen Chromosomen Z12 und Z13. Diese vier Chromosomen wurden stets von der Auswertung ausgeschlossen, sie umfassen etwa 12 % des Genoms. Damit die Analysedaten der Biotin-dUTP-substituierten Zellen mit den Daten der BrdU-substituierten Zellen verglichen werden konnten, wurden die Frequenzen für SCE in Biotin-markierten Zellen durch 0,88 dividiert.

Einfluß von BrdU oder Biotin-dUTP auf die Entstehung von SCE nach Behandlung mit MMC

Die Dosis-Effekt-Beziehungen für MMC nach Substitution der Zellen mit 0,5 µM oder 20 µM BrdU wurden mit drei unabhängigen Experimenten erstellt, in denen pro Versuchs-punkt 100 Metaphasen auf SCE ausgewertet wurden. Mit 20 µM BrdU sub​stituierte Zellen wurden mit der FPG-Methode gefärbt und im Lichtmikroskop analysiert. Mit 0,5 µM BrdU markierte Zellen wurden immunfluoreszenzmikroskopisch untersucht.

Der Parallelversuch mit Biotin-dUTP oder 0,5 µM BrdU und einer Behandlung mit 0,1 µM MMC wurde zweimal durchgeführt, jeweils 50 Zellen wurden auf SCE untersucht.

Zur Ermittlung der Genauigkeit der Auswertungsmethoden wurden Kontrollen und mit 1 µM MMC behandelte Zellen nach Substitution mit 20 µM BrdU fluoreszenz-mikroskopisch auf SCE untersucht.
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Abb. 5: Schema zur Auswertung von BCE und SCE.
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