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3.
Methoden

3.1
Allgemeine Methoden

Grundlegende molekularbiologische Arbeitsmethoden, die hier nicht gesondert aufgeführt sind, wurden den Laborhandbüchern „Molecular Cloning: a laboratory manual, second edition“ (Sambrook et al., 1989) und „Current Protocols in Molecular Biology“ (Ausubel et al., 1997) entnommen.

Die Arbeiten mit Säugerzellen erfolgten unter sterilen Bedingungen. Lösungen und Materialien wurden bei 121 °C und 1 bar autoklaviert, Lösungen mit hitzeempfindlichen Komponenten wurden sterilfiltriert. Alle Arbeiten mit Bakterien, Nukleinsäuren und Proteinen wurden, wenn nicht anders aufgeführt, unter Eiskühlung der Proben durchgeführt. 

Die Aufreinigung PCR-amplifizierter oder restringierter DNA, synthetisch hergestellter Doppelstrang-Oligonukleotide sowie die Isolierung von DNA aus Agarose erfolgte mit dem gekoppelten „QIAquick Spin PCR Purification and Gelextraction“-Kit der Firma Qiagen. Die Isolierung von Plasmid-DNA aus Bakterien im quantitativen Maßstab erfolgte mit dem Plasmid-DNA-Maxipräparations-Kit Nucleobond AX 500 gemäß den Angaben der Firma Macherey & Nagel. Die Plasmid-DNA-Maxipräparation beruht hierbei auf einer optimierten Form der alkalischen Lyse-Methode nach Birnboim und Doly (1979). Alle innerhalb dieser Arbeit benötigten DNA-Sequenzierungen wurden mit dem „AutoRead-Sequencing“-Kit“ auf einem ALF (Automated Laser Fluorescent)-DNA-Sequenzierer nach Angaben des Herstellers Pharmacia Biotech oder bei der Sequenzierfirma Seqlab GmbH (Göttingen) durchgeführt.

3.2
Zellkultur

Die adhärenten Zellinien KB, COS7 und HEK12 wurden bei 37 °C im Brutschrank in 5%iger CO2-Atmosphäre kultiviert. Als Medium diente DMEM, dem auf 500 ml ergänzend 10% fötales Kälberserum (FKS), 1,5% 100 x nicht-essentielle Aminosäuren, 1,5% einer 2 mM L-Glutamin-Lösung und jeweils 100 µg/ml der Antibiotika Penicillin und Streptomycin zugesetzt wurden (als DMEM-Vollmedium bezeichnet). Für alle routinemäßigen Zellkulturarbeiten wurden die verwendeten Lösungen auf 37 °C vorgewärmt. Für das Passagieren konfluent (80-90%) gewachsener Zellen wurden diese einmal mit PBS= (s. Kap. 2.12) gewaschen und dann mittels VT-Lösung von der Zellkulturoberfläche gelöst. Die abgelösten Zellen wurden in DMEM-Vollmedium resuspendiert und von dieser Zellsuspension im Verhältnis 1:5 bis 1:10 auf neue Zellkulturflaschen ausgesät. Zum Anlegen von Zellstocks wurden die Zellen (50% Konfluenz) wie oben beschrieben behandelt. Die Zellsuspension wurde anschließend abzentrifugiert (1 min, 600 x g, RT), in 2-3 ml Einfriermedium (DMEM-Vollmedium mit 20% FKS und 10% DMSO) resuspendiert und als 1 ml Aliquots in Kryoröhrchen überführt. Die Kryoröhrchen wurden dann mit Zellstoff umwickelt, 24 h bei -80 °C aufbewahrt und danach in Flüssigstickstoff gelagert.

3.3
Transfektion eukaryontischer Zellen

Die Transfektion eukaryontischer Zellen erfolgte mittels liposomaler Transfektionsreagenzien (Lipofektion, s. Kap. 3.3.1) oder durch Elektroporation (s. Kap. 3.3.2). 

3.3.1
Lipofektion

Die Transfektion eukaryontischer Zellen unter Verwendung der liposomalen Transfektions-reagenzien Lipofectamine und Polyfectin erfolgte gemäß den Angaben der Hersteller. Für die Transfektion wurden in einer 6-Loch-Zellkulturschale 2 bis 2,5 x 105 Zellen pro Loch (9,6 cm2) in 2 ml DMEM-Vollmedium 18 bis 24 h vor Transfektionsbeginn ausgesät. Der Transfektionsansatz wurde für 6 bis 8 h auf den Zellen belassen, anschließend durch DMEM-Vollmedium ersetzt und wie in Kap. 3.2 beschrieben kultiviert. Die Zellen wurden 24 bis 48 h später geerntet.

Für Immunpräzipitationen (s. Kap. 3.6.6) und Immunfluoreszenz-Untersuchungen (s. Kap. 3.6.7) wurden 8 x 105 Zellen (aufgeteilt auf vier Löcher einer 6-Loch-Zellkulturschale) mit 10 µl Polyfectin und 1,5 µg DNA pro Loch transfiziert. 24 h nach Transfektionsbeginn wurden die transfizierten Zellen einmal mit PBS= (s. Kap. 2.12) gewaschen und von der Zellkulturoberfläche mittels VT-Lösung gelöst. Die abgelösten Zellen von vier Löchern wurden in DMEM-Vollmedium aufgenommen und abzentrifugiert (78 x g, RT, 2 min). Das Zellpellet wurde in DMEM-Vollmedium resuspendiert, die Zellen auf eine 78 cm2-Zellkulturschale ausgesät und für weitere 24 h bis 48 h inkubiert (s. Kap. 3.2).

3.3.2
Elektroporation

Um eine erhöhte Transfektionseffizienz zu erreichen, wurden COS7-Zellen nach einer modifizierten Methode von Melkonyan et al. (1996) elektroporiert. Hierzu wurden 9,2 x 106 Zellen mit 15 µg der zu transfizierenden DNA in 400 µl Elektroporationspuffer (RPMI1640-Medium mit 10 mM Glucose, 0,1 mM DTT und 1,25% DMSO) vermischt, blasenfrei in Elektroporationsküvetten überführt und für 1 min bei RT inkubiert. Anschließend wurden die Zellen bei 250 V und 960 µF für 2 s elektroporiert. Nach einer fünfminütigen Inkubationszeit bei RT wurden die transfizierten Zellen in DMEM-Vollmedium, das zusätzlich 1,25% DMSO enthielt, auf 78 cm2-Zellkulturschalen ausgesät. Nach 24 h wurden die Zellen auf neue 
78 cm2-Zellkulturschalen passagiert und für weitere 24 h in DMEM-Vollmedium kultiviert.

3.4
Bestimmung der CAT-Aktivität in Zellextrakten
Die Bestimmung der CAT-Aktivität transient transfizierter eukaryontischer Zellen erfolgte nach Brockmann et al. (1996). Zur Bestimmung der CAT-Aktivität wurden 30 µg Gesamtzellextrakt, 2 µl [14C]-Chloramphenicol, 25 µl einer 4 mM Acetyl-CoA-Lösung (in 0,25 M Tris/HCl, pH 7,5) gemischt und mit 0,25 M Tris/HCl, pH 7,5 das Probenvolumen auf 150 µl eingestellt. Der Ansatz wurde zwischen 15 min bis 2 h bei 37 °C inkubiert. Die anschließende Chromatographie zur Auftrennung des acetylierten Chloramphenicols erfolgte auf Dünnschichtchromatographieplatten für 45 min in einer dampfdruckgesättigten DC-Kammer. Als Laufmittel diente ein Gemisch aus Chloroform:Methanol (Verhältnis 19:1). Nach Trocknung der Dünnschichtchromatographieplatte wurde die Quantifizierung des [14C]-markierten Chloramphenicols (und somit der CAT-Aktivität) mit dem „Automatic TLC-Linear Analyzer“ der Firma Berthold durchgeführt. 

3.5
Präparation von Cytoplasma- und Kernextrakten 

Die Präparation von Cytoplasma- und Kernextrakten erfolgte nach einer modifizierten Methode von Dignam et al. (1983). Die Zellen wurden hierfür auf Zellkulturschalen bis zu einer Konfluenz von 70 bis 80% kultiviert. Nach Erreichen dieser Konfluenz wurden die Zellen mit PBS= (s. Kap. 2.12) gewaschen, mittels eines Gummischabers von der Zellkulturschale gelöst und für 10 min bei 600 x g, 4 °C abzentrifugiert. Alle nachfolgenden Schritte erfolgten bei 4 °C. Das Zellpellet wurde in dem 3-5-fachen Zellvolumen Kernextrakt-Puffer A (s. Kap. 2.12) resuspendiert und für 15 min auf Eis inkubiert. Hiernach erfolgte der Zellaufschluß der Zellen mit etwa 10 bis 30 Hüben in einem Dounce-Homogenisator, wobei der Zellaufschluß unter einem Phasenkontrastmikroskop überprüft wurde. Anschließend wurden die freigesetzten Zellkerne für 10 min bei 600 x g abzentrifugiert. Der Überstand (Cytoplasmaextrakt) wurde abgenommen, kurz ultraschallbehandelt und für 30 min bei 51700 x g zentrifugiert. Der Cytoplasmaextrakt wurde, nach der Bestimmung der Proteinkonzentration mit dem Bradford-Reagenz, bei –80°C gelagert.

Das Zellkernpellet wurde zweimal in Kernextrakt-Waschpuffer (s. Kap. 2.12) vorsichtig resuspendiert und sofort für 10 min bei 600 x g zentrifugiert. Das Zellkernpellet wurde danach in Kernextrakt-Puffer C (30 µl Kernextrakt-Puffer C pro 2 x 106 Zellen, s. Kap. 2.12) homogenisiert und anschließend für 60 min gemischt. Danach wurde für 30 min bei 51700 x g zentrifugiert und die Proteinkonzentration des Überstandes (Kernextrakt) mit dem Bradford-Reagenz bestimmt. Die Kernextrakte wurden anschließend aliquotiert und bei 
-80 °C gelagert.

3.6
Protein-Protein-Interaktionsanalysen

3.6.1
SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese

Die elektrophoretische Auftrennung von Proteinen nach ihrem Molekulargewicht in Polyacrylamidgelen erfolgte unter denaturierenden Bedingungen im diskontinuierlichen Puffersystem nach Laemmli (Laemmli, 1970). Die Trenngele (im Bereich von 6-18%, C-Wert: 2,7%) und Sammelgele (5%, C-Wert: 2,7%) wurden nach Sambrook et al. (1989) angefertigt. Die Proteine wurden mit SDS-Probenpuffer (Endkonzentration: 1 x SDS-Probenpuffer, s. Kap. 2.12) vermischt und für 5 min gekocht. Die gelelektrophoretische Auftrennung erfolgte in einer Mini-Protean-II-Dual SLAB-Kammer (BioRad, München). Nach dem Gellauf wurden die separierten Proteine durch Coomassie-Färbung oder nach Transfer auf eine Nitrocellulose-Membran immunologisch (s. Kap. 3.6.5) detektiert. Radioaktiv markierte Proteine wurden nach Fluorographie des Gels (s. Kap. 3.7.2) und Exposition gegen einen Röntgenfilm nachgewiesen. 

3.6.2
Aufreinigung des HIS6-E1A12S-Proteins über Ni-NTA-Metall-Affinitäts- chromatographie

3.6.2.1
Aufreinigung des HIS6-E1A12S-Proteins unter denaturierenden Bedingungen

Die Aufreinigung des E1A12S-Proteins als (6x)-Histidin-Fusionsprotein (HIS6-E1A12S) aus bakteriellem Extrakt erfolgte durch Nickel-Affinitätschromatographie über Ni-NTA-Agarose. Hierfür wurde der prokaryontische Expressionsvektor pQE-8-HIS6-E1A12S, welcher die E1A12S-cDNA nach Induktion mit IPTG als HIS6-E1A12S-Fusionsprotein exprimiert, in Bakterien des E. coli Stammes M15[pREP4] transformiert. Für die anschließende Aufreinigung unter denaturierenden Bedingungen wurde ein Einzelklon der transformierten Bakterien in 20 ml Selektions-LB-Medium (100 µg/ml Ampicillin und 25 µg/ml Kanamycin) inokuliert und über Nacht bei 37 °C geschüttelt (200 rpm). Am nächsten Tag wurde die Übernachtkultur im Verhältnis 1:50 mit Selektions-LB-Medium (100 µg/ml Ampicillin und 25 µg/ml Kanamycin) verdünnt und bis zu einer optischen Dichte (OD) von 0,6 (OD600) inkubiert (37 °C , 200 rpm). 

Nach Erreichen der OD600 von 0,6 wurde die Expression des HIS6-E1A12S-Proteins durch Zugabe von IPTG in einer Endkonzentration von 1 mM zum LB-Medium für 2 h induziert. Nach dem Induktionsende wurden die Bakterien durch Zentrifugation geerntet (10 min, 2200 x g, 4 °C), in 5 ml Ni-Lyse-Puffer (s. Kap. 2.12) pro g Bakterienpellet resuspendiert und für 1 h bei RT gerührt. Anschließend wurde bei 10000 x g, RT für 30 min zentrifugiert und 1 ml Ni-NTA-Agarose (äquilibriert in Ni-Lyse-Puffer) zu je 4 ml des Lysats gegeben. Die Bindung des HIS6-E1A12S-Proteins an die Ni-NTA-Agarose erfolgte für 1 h bei RT auf einem Schüttelrad. Dann wurde das Lysat-Ni-NTA-Agarose Gemisch auf eine Säule gegeben, absetzen lassen und zweimal mit 4 ml Ni-Wasch-Puffer (s. Kap. 2.12) gewaschen. Die Elution des HIS6-E1A12S-Proteins erfolgte viermal in Ni-Elutions-Puffer (s. Kap. 2.12). Zur Bestimmung des Elutionsprofils wurden 10 µl eines jeden Eluats mit 6 x SDS-Puffer für 5 min gekocht, auf einem SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt und das Protein durch Coomassie-Färbung detektiert. 

3.6.2.2
Renaturierung des HIS6-E1A12S-Proteins
Die Renaturierung des HIS6-E1A12S-Proteins erfolgte durch eine stufenweise Reduktion der Harnstoffkonzentration (über 4 M, 2 M, 1 M, 0,5 M und 0 M Harnstoff) mittels Dialyse. Für die Dialyse wurde das Eluat in eine „Slide-A-Lyzer-Dialyse“-Cassette, die zuvor für 3 min mit 21% Glycerin äquilibriert wurde, überführt und anschließend gegen Renaturierungs-Puffer 1 (s. Kap. 2.12) für 1 h bei 4 °C dialysiert. Danach wurde durch Verdünnung mit Renaturierungs-Puffer 2 (s. Kap. 2.12) schrittweise gegen die erforderliche Harnstoff-konzentration unter langsamen Rühren für 2 h bei 4 °C dialysiert, wobei der letzte Dialyseschritt gegen Renaturierungs-Puffer 2 über Nacht bei 4 °C erfolgte. Danach wurde die Proteinkonzentration des HIS6-E1A12S-Proteins mit dem Bradford-Reagenz bestimmt, das Protein aliquotiert und bei -80 °C gelagert.

3.6.3
Aufreinigung von GST-Fusionsproteinen

Die Aufreinigung von Glutathion-S-Transferase (GST)-gekoppelten Fusionsproteinen aus bakteriellem Extrakt erfolgte durch Affinitätschromatographie über Glutathion-Sepharose 4B. Hierfür wurden prokaryontische Expressionsvektoren des pGEX-Systems, welche nach Induktion mit IPTG die entsprechenden cDNAs als Fusionsproteine mit einer N-terminal gekoppelten GST-Domäne aus Schistosoma japonicum exprimieren, in Bakterien des E. coli Stammes BL21 transformiert. Für die anschließende Aufreinigung unter nativen Bedingungen wurde ein Einzelklon der transformierten Bakterien in 100 ml Selektions-LB-Medium 
(100 µg/ml Ampicillin) inokuliert und über Nacht bei 37 °C geschüttelt (200 rpm). Am nächsten Tag wurde die Übernachtkultur im Verhältnis 1:50 mit Selektions-LB-Medium 
(100 µg/ml Ampicillin) verdünnt und bis zu einer OD600 von 1 inkubiert (37 °C, 200 rpm). 

Nach Erreichen dieser OD600 wurde die Expression des GST-Fusionsproteins durch Zugabe von IPTG in einer Endkonzentration von 100 mM zum LB-Medium für 2 h induziert. Nach dem Induktionsende wurden die Bakterien für 10 min bei 2200 x g durch Zentrifugation geerntet und in 10 ml NETN-Puffer (s. Kap. 2.12) resuspendiert. Der Zellaufschluß erfolgte durch Zugabe von 1 ml einer 10 mg/ml Lysozymlösung pro ml Bakteriensuspension für 30 min bei 4 °C und einer anschließenden Ultraschallbehandlung (sechsmal für je 10 s, Stufe 5). Danach wurde bei 6200 x g, 4 °C für 20 min zentrifugiert und das Lysat mit 300 µl Glutathion-Sepharose (äquilibriert in NETN-Puffer) vermischt. Die Bindung der GST-Fusionsproteine an die Glutathion-Sepharose erfolgte für 1 h bei 4 °C auf einem Schüttelrad. Dann wurde das Lysat-Glutathion-Sepharose Gemisch abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C) und dreimal mit 5 ml NETN-Puffer gewaschen. Die an Glutathion-Sepharose immobilisierten Fusionsproteine wurden abschließend in 200 µl NETN-Puffer resuspendiert. Danach wurde die Proteinkonzentration der GST-Fusionsproteine mit dem Bradford-Reagenz bestimmt, das Fusionsprotein aliquotiert und bei -80 °C gelagert. Zur qualitativen Bestimmung der Aufreinigung des GST-Fusionsproteins wurden 10 µg des Fusionsproteins in 30 µl 1 x SDS-Puffer für 5 min gekocht, auf einem SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt und durch Coomassie-Färbung detektiert. 

Die Elution nativer GST-Fusionsproteine von der Glutathion-Sepharose durch reduziertes Glutathion erfolgte nach den Angaben des Herstellers Pharmacia Biotech.
3.6.4
GST-Fusionsprotein-Interaktionsanalysen

Für GST-Fusionsprotein-Interaktionsanalysen mit in vitro translatierten, 35S-markierten Proteinen wurden zwischen 1 bis 25 µg der entsprechenden, an Gluthation-Sepharose immobilisierten, GST-Fusionsproteine mit 1 x 105 cpm eines in vitro translatierten, 35S-markierten Proteins inkubiert. Die Bindungsreaktionen erfolgten in 500 µl PC+150-Puffer (s. Kap. 2.12) für 1 h bei RT. Hiernach wurden die über Gluthation-Sepharose immobilisierten Fusionsprotein-Protein-Komplexe abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C) und fünfmal mit je 1 ml PC+150-Puffer gewaschen. Die Protein-Komplexe wurden anschließend in 30 µl 1 x SDS-Puffer für 5 min gekocht und auf einem SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt. Nach dem Gellauf wurde das Gel wie in Kap. 3.7.2 beschrieben behandelt. 

GST-Fusionsprotein-Interaktionsanalysen mit bakteriell aufgereinigten rekombinanten Proteinen wurden wie oben beschrieben durchgeführt. Interagierende Proteine wurden anschließend mittels Immunoblot-Analysen mit spezifischen Antikörpern detektiert (s. Kap. 3.6.5).

3.6.5
Western-Blot
Zum immunologischen Nachweis von Proteinen wurden diese wie in Kap. 3.6.1 beschrieben gelelektrophoretisch aufgetrennt und auf eine Nitrocellulose-Membran (Hybond C-extra) überführt, die zuvor durch kurzes Waschen in H2O und einer nachfolgenden zehnminütigen Äquilibrierung in Transferpuffer (s. Kap. 2.12) aktiviert wurde. Der Transfer der Proteine auf die Nitrocellulose-Membran erfolgte anschließend für 60 bis 90 min (RT) bei einer Stromstärke von 1,6 mA/cm2 mit der „Semi-Dry-Blot“ Apparatur (BioRad). 

Nach dem Transfer wurde die Nitrocellulose-Membran zweimal für 5 min in 1 x TBS (s. Kap. 2.12) gewaschen. Die Membran wurde anschließend für 1 h mit 
TBS-T/10% Milchpulver bei RT blockiert und danach in derselben Lösung für 1-2 h mit dem Primärantikörper (Verdünnung 1:250 bis 1:5000, je nach Antikörper) inkubiert. Nach einem Waschvorgang (dreimal für 10 min in TBS-T) wurde die Membran mit einem sekundären, Meerrettich-Peroxidase konjugierten Antikörper, der gegen den Fc-Anteil des Primär-antikörpers gerichtet war, für 1 h in TBS-T/1% Milchpulver (Verdünnung 1:2000 bis 1:150000, je nach Hersteller) bei RT inkubiert. Nach einem erneuten Waschvorgang (dreimal für 10 min TBS-T und zweimal für 5 min in TBS) erfolgte der Nachweis der Antikörperkomplexe mit dem Super-Signal-Ultra-Chemilumineszenz-Detektionssystems nach Angaben des Herstellers Pierce. 

Sollte die Membran mehreren Antikörperreaktionen unterzogen werden, wurden die bestehenden Antigen-Antikörperkomplexe durch Inkubation in TBS-T/0,2% SDS für 45 min bei 70 °C unter leichtem Schütteln dissoziiert. Danach wurde die Membran kurz in TBS gewaschen und einer erneuten Antikörperreaktion unterzogen.

3.6.6
Immunpräzipitationen

Für Immunpräzipitationen wurden COS7-Zellen durch Lipofektion oder Elektroporation transient transfiziert (s. Kap. 3.3). 48 bis 72 h nach Transfektionsbeginn wurden die Zellen mit PBS= (s. Kap. 2.12) gewaschen, mittels eines Gummischabers von der Zellkulturschale gelöst und bei 600 x g, 4 °C abzentrifugiert. Alle nachfolgenden Schritte erfolgten bei 4 °C. Das Zellpellet wurde in IP+150-Puffer (s. Kap. 2.12) resuspendiert und für 30 min geschüttelt. Der Gesamtzellextrakt wurde anschließend für 20 min bei 51700 x g zentrifugiert und die Proteinkonzentration des Überstandes mit dem Bradford-Reagenz bestimmt. 

Die für die Immunpräzipitationen benötigte Protein-Sepharose wurde zweimal mit 1 ml IP+150-Puffer gewaschen und anschließend für 4 bis 8 h bei 4 °C in IP+150-Puffer, welcher zusätzlich 0,5% BSA enthielt, auf einem Schüttelrad äquilibriert. Die Sepharose wurde vor Zugabe zu dem Gesamtzellextrakt abzentrifugiert (600 x g, 1 min), der Puffer entfernt und die Sepharose in 30 µl IP+150-Puffer resuspendiert. Der Gesamtzellextrakt (0,5-1 mg) wurde mit IP+150-Puffer auf ein Volumen von 200-500 µl eingestellt und mit den entsprechenden Antikörpern (1-5 µg) und 30 µl der äquilibrierten Protein-A- oder Protein-A/G-Sepharose (in Abhängigkeit des Antikörpers) auf einem Schüttelrad für 16 h inkubiert. Hiernach wurden die gebildeten, über Protein-Sepharose immobilisierten, Antikörper-Antigen-Komplexe abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C) und fünfmal mit je 1 ml IP+150-Puffer gewaschen. Die Antikörper-Antigen-Komplexe wurden anschließend in 30 µl 1 x SDS-Puffer für 5 min gekocht und über ein SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt. Nach dem Gellauf wurden die separierten Proteine wie in Kap. 3.6.5 beschrieben auf Nitrocellulose-Membranen transferiert und durch Western-Blot detektiert.

3.6.7
Immunfluoreszenz-Untersuchungen

Für Immunfluoreszenz-Untersuchungen wurden COS7-Zellen wie in Kap. 3.3.1 beschrieben transfiziert. 24 h nach Transfektion wurden die transfizierten Zellen einmal mit PBS= (s. Kap. 2.12) gewaschen und von der Zellkulturoberfläche mittels VT-Lösung (s. Kap. 2.12) gelöst. Die abgelösten Zellen wurden in DMEM-Vollmedium aufgenommen und abzentrifugiert (600 x g, RT, 2 min). Das Zellpellet wurde in DMEM-Vollmedium resuspendiert und auf eine 
78 cm2-Zellkulturschale, in der zuvor ein Poly-L-Lysin beschichteter Glasobjektträger gelegt wurde, ausgesät. Nach weiteren 24 h wurde der Glasobjektträger mit den angewachsenen Zellen durch kurzes Eintauchen in PBS (s. Kap. 2.12) gewaschen. Der Glasobjektträger mit den transfizierten Zellen wurde danach sofort in eine 78 cm2-Zellkulturschale, die 15 ml frisch angesetztes Fixativ (3% Paraformaldehyd in PBS) enthielt, überführt und die Zellen für 15 min bei RT fixiert. Nach der Fixierung wurde das Fixativ entfernt und die Zellen zweimal für 5 min in PBS gewaschen. Die Immunfluoreszenz-Untersuchungen der transfizierten und fixierten Zellen wurden in Kooperation mit Phillipe Collas und Kjetil Taskén (Institute of Medical Biochemistry, University of Oslo, Norwegen) durchgeführt. Für die Immun-fluoreszenz-Untersuchungen wurden sowohl die Primärantikörper als auch die FITC- oder TRITC-konjugierten Sekundärantikörper in einer Verdünnung von 1:100 (in PBS/0,01% Tween 20, 2% BSA) eingesetzt.

3.6.8
Protein-Protein-Interaktionsstudien mittels des SOS-„Two-Hybrid“-Systems

Das Hefe SOS-„Two-Hybrid“-System (Aronheim et al., 1997) ermöglicht die Analyse von spezifischen Protein-Protein-Interaktionen unter in vivo-ähnlichen Bedingungen in Hefezellen. Dieses Hefesystem erlaubt es, im Gegensatz zum Hefe Gal4-„Two-Hybrid“-System (Chevray und Nathans, 1992), Interaktionsanalysen mit transaktivierenden Domänen durchzuführen. Der Selektionsmechanismus des SOS-„Two-Hybrid“-Systems beruht auf einer Interaktion zwischen einem SOS-Fusionsprotein und einem Fusionsprotein, das durch ein Myristylierungssignal (MYR) in die Zellmembran verankert ist. Die interaktions-abhängige Translokation des SOS-Fusionsproteins durch die Interaktion mit dem MYR-Fusionsprotein stellt den SOS-Signaltransduktionsweg des SOS-defizienten S. cerevisiae-Mutantenstamms cdc25-2 wieder her und ermöglicht ein Wachstum bei 36 °C.

3.6.8.1
Herstellung kompetenter cdc25-2-Hefen

Die Herstellung kompetenter Hefen des temperatursensitiven S. cerevisiae-Stamms cdc25-2 erfolgte nach Klebe et al. (1983). Hierzu wurden 100 µl einer cdc25-2-Hefesuspension in 10 ml YPD-Medium angeimpft und bei 25 °C für 18 h geschüttelt (200 rpm). Dann wurde die Kultur 1:25 mit YPD-Medium (s. Kap. 2.12) verdünnt und bis zu einer OD600 von 0,6 inkubiert (25 °C, 200 rpm). Nach Erreichen der OD600 (nach 6-8 h) wurden die Hefen bei RT abzentrifugiert (425 x g, 3 min) und das Pellet in 125 ml SBEG-Puffer (s. Kap. 2.12) vorsichtig resuspendiert. Danach wurde nochmals bei RT zentrifugiert (425 x g, 3 min) und das Pellet in 5 ml SBEG-Puffer resuspendiert. Die kompetenten cdc25-2-Hefen wurden aliquotiert und bei -80 °C gelagert. 

3.6.8.2
Transformation kompetenter cdc25-2-Hefen

Die Transformation kompetenter cdc25-2-Hefen erfolgte nach Lipinski et al. (1999). Der Transformationsansatz wurde auf eine YNB-Ura/-Leu-Glucose-Selektionsplatte (s. Kap. 2.12) ausplattiert und für 3-5 Tage bei der nicht-selektiven Wachstumstemperatur von 25 °C im Brutschrank inkubiert.

3.6.8.3
Selektive Wachstumsbedingungen zur Analyse von Protein-Protein-Interaktionen im SOS-„Two-Hybrid“-System

Drei Tage nach Transformation wurden von jedem Transformationsansatz vier Transformanden auf eine neue YNB-Ura/-Leu-Glucose-Selektionsplatte ausgestrichen und für 2-3 Tage bei der nicht-selektiven Wachstumstemperatur von 25 °C im Brutschrank inkubiert. Ausgehend von dieser Platte erfolgte eine Replika-Plattierung der cdc25-2-Hefezellen auf YNB-Ura/-Leu-(-)-Galaktose und YNB-Ura/-Leu-(+)-Galaktose-Selektionsplatten (s. Kap. 2.12). Durch die Galaktose kommt es zu einer Aktivierung des Gal1-Promotors und damit zu Expression des MYR-Fusionsproteins. Eine Interaktion des SOS-Fusionsproteins mit dem MYR-Fusionsprotein führt zu einer Translokation des SOS-Fusionsproteins an die Zellmembran, so daß die SOS-Signalkette wiederhergestellt wird. Interaktionsabhängige Transformanden wurden aufgrund ihres Wachstums nach 3-5 Tagen bei der selektiven Wachstumstemperatur von 36 °C im Brutschrank identifiziert.

3.6.9
Histonacetyltransferase-Analysen (Brownell und Allis, 1995)

Acetyltransferasen katalysieren den Transfer einer Acetylgruppe vom Acetyl-Coenzym A auf die -Aminogruppen spezifischer Lysine im Substrat. In Histonacetyltransferase-Analysen (HAT-Analysen) kann bestimmt werden, ob die zu untersuchenden Proteine oder Proteinkomplexe HAT-Aktivität besitzen. Die hier beschriebenen HAT-Analysen wurden entweder mit aus Kalbsthymus isolierten Histonen (Sigma Typ IIa, s. Kap. 2.3) oder mit einem synthetisch hergestellten biotinylierten Peptid (s. Kap. 2.3), welches die ersten 24 Aminosäuren des Histons H4 enthält, durchgeführt.

3.6.9.1
HAT-Analysen mit rekombinanten Proteinen

Für HAT-Analysen mit rekombinanten Proteinen wurden 5 µg bakteriell aufgereinigtes, von der Glutathion-Sepharose eluiertes GST-CBP1890 oder GST-CBP1690 (s. Kap. 3.6.3) mit steigenden Konzentrationen (5 bis 60 µg) HIS6-E1A12S (s. Kap. 3.6.2) in 30 µl HAT-Puffer (s. Kap. 2.12) vermischt. Die HAT-Analysen wurden wie in Kap. 3.6.9.4 beschrieben durchgeführt.

3.6.9.2
Kombinierte GST-Fusionsprotein-Interaktions-/HAT-Analysen

Für kombinierte GST-Fusionsprotein-Interaktions-/HAT-Analysen wurden 10 µg der entsprechenden, an Gluthation-Sepharose immobilisierten, GST-Fusionsproteine mit 2 mg KB-Gesamtzellextrakt in IP+150-Puffer (s. Kap. 2.12) für 1 h bei 4 °C auf dem Schüttelrad inkubiert. Hiernach wurden die über Gluthation-Sepharose immobilisierten Fusionsprotein-Protein-Komplexe abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C). Die Komplexe wurden dreimal mit 1 ml IP+150-Puffer und zweimal mit 1 ml HAT-Puffer gewaschen. Die Proteinkomplexe wurden anschließend in 30 µl HAT-Puffer resuspendiert. Die HAT-Analysen wurden wie in Kap. 3.6.9.4 beschrieben durchgeführt. 

3.6.9.3
Kombinierte Immunpräzipitations-/HAT-Analysen 

Die Immunpräzipitationen wurden wie in Kap. 3.6.6 beschrieben durchgeführt. Die über Protein-Sepharose immobilisierten Immunkomplexe wurden dreimal mit 1 ml IP+150-Puffer und zweimal mit 1 ml HAT-Puffer gewaschen. Die Immunkomplexe wurden anschließend in 30 µl HAT-Puffer resuspendiert. Die HAT-Analysen wurden wie in Kap. 3.6.9.4 beschrieben durchgeführt. 

3.6.9.4
HAT-Analysen

HAT-Analysen wurden in 30 µl HAT-Puffer für 45 min bei 30 °C mit 1 µl [14C]-Acetyl-CoA und 2 µg des biotinylierten H4-Peptids durchgeführt (Ait-Si-Ali et al., 1998). Danach wurde das Reaktionsvolumen mit HAT-Puffer auf 400 µl erhöht und das radioaktiv markierte Peptid mit 25 µl Streptavidin-Agarose für 1 h bei 4 °C auf dem Schüttelrad immobilisiert. Anschließend wurde zentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C) und zweimal mit 1 ml HAT-Wasch-Puffer gewaschen. Das Pellet wurde mit 2 ml Szintillationsflüssigkeit vermischt und die inkorporierte Radioaktivität gemessen. 

3.6.9.5
Qualitative HAT-Analysen

Zur qualitativen Analyse acetylierter Histone wurden 20 µg Kalbsthymus-Histone (H3, H2A, H2B, H4) mit Proteinkomplexen aus GST-Fusionsprotein-Interaktionsexperimenten (s. Kap. 3.6.9.2) in 30 µl HAT-Puffer inkubiert. Nach der Inkubation wurden 20 µl des Reaktionsansatzes mit 6 x SDS-Probenpuffer (Endkonzentration: 1 x SDS-Probenpuffer) vermischt, für 5 min gekocht und auf einem 18%-SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt. Nach dem Gellauf wurde das SDS-Polyacrylamidgel wie in Kap. 3.7.2 beschrieben behandelt. 

3.7
DNA-Protein-Interaktionsanalysen

3.7.1
Gelretardationsanalysen 

Gelretardationsanalysen ermöglichen die Untersuchung der sequenzspezifischen Bindung von Proteinen an doppelsträngige DNA-Sequenzen in vitro. 

Für die hier durchgeführten Gelretardationsanalysen wurde das E2-CRE-Promotor-element (entspricht der Position nt -105 bis nt -84 im E2Ad12-Promotor und entsprechend im Ad12-Genom der Position von nt 25611 bis nt 25590) als Oligonukleotid synthetisiert. Die radioaktive Endmarkierung des DNA-Fragments erfolgte durch Auffüllen des am 5‘-Ende eines Oligonukleotids synthetisierten Guanosintripletts mit dem Klenow-Fragment der E. coli DNA-Polymerase und [-32P]dCTP. 

Die Bindungsreaktion zur Bildung von DNA-Protein-Komplexen wurde mit 3 µg Kernextrakt aus KB-Zellen und 1 ng des 32P-endmarkierten E2-CRE-Oligonukleotids in 20 µl CREB/ATF-Bindungspuffer (s. Kap. 2.12) für 20 min bei RT durchgeführt. Die Bindungs-reaktion wurde hiernach auf einem 5%igen nicht-denaturierenden Polyacrylamidgel bei 200 V gelelektrophoretisch aufgetrennt, wobei als Laufpuffer 0,5 x TBE diente. Nach dem Gellauf wurde das Gel für 20 min in 14%iger Essigsäure fixiert und auf Whatman-Papier überführt. Das Gel wurde anschließend unter Vakuum bei 80 °C getrocknet und bei -80 °C gegen einen Röntgenfilm exponiert.


Für Gelretardationsanalysen mit spezifischen Antikörpern gegen CREB/ATF-Transkriptionsfaktoren wurde der Kernextrakt aus KB-Zellen mit 2 µg des entsprechenden Antikörpers für 16 h bei 4 °C vorinkubiert und anschließend zur Bindungsreaktion gegeben.


Für Kompetitionsanalysen wurde zusätzlich zu dem 32P-endmarkierten E2-CRE-Oligonukleotid gleichzeitig ein 10-facher oder 100-facher molarer Überschuß eines unmarkierten doppelsträngigen Oligonukleotids zur Bindungsreaktion gegeben. Als Kompetitoren wurden folgende Oligonukleotide benutzt (Oligonukleotidsequenzen s. Kap. 2.18): ein CRE-Som-Oligonukleotid (umspannt den Bereich von nt -60 bis nt -29 im Somatostatin-Promotor der Ratte, Montminy et al., 1986), ein Mut-CRE-Som-Oligonukleotid (CG substituiert durch AT im Bindungsmotiv des CRE-Som) und ein TRE-Oligonukleotid (entspricht der Position des c-jun2-TRE von nt -194 bis nt -178 im humanen c-jun-Promotor; van Dam et al., 1993).

3.7.2
DNA-abhängige Protein-Protein-Interaktionsanalysen

DNA-abhängige Protein-Protein-Interaktionsanalysen ermöglichen die Analyse der Bildung von Multiproteinkomplexen an einem Promotor oder Promotorelement durch die schrittweise Zugabe der einzelnen Proteinkomponenten in vitro. 

Für die durchgeführten DNA-abhängigen Protein-Protein-Interaktionsanalysen wurde das E2-CRE-Element (entspricht dem Bereich von nt -113 bis nt -80 im E2Ad12-Promotor) als ein 5’-biotinyliertes Oligonukleotid mit einem aus 24 Kohlenstoffatomen bestehenden Abstandshalter zwischen Biotin und Thymin synthetisiert (Metabion, Martinsried). Ein komplementäres Oligonukleotid wurde benutzt, um ein doppelsträngiges Oligonukleotid zu generieren. Das aufgereinigte doppelsträngige Oligonukleotid (1 µg) wurde mit in vitro translatiertem ATF-1 oder CREB-1 und 25 µl Neutravidin-Agarose für 1 h bei RT in PC+150-Puffer (s. Kap. 2.12) inkubiert. Danach wurden die über Neutravidin-Agarose gebundenen DNA-Protein-Komplexe abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C) und jeweils dreimal mit 1 ml PC+150-Puffer gewaschen. Darauffolgend wurden die DNA-Protein-Komplexe mit 35S-markiertem, in vitro translatiertem E1A12S und/oder CBP für weitere 2 h bei RT in PC+150-Puffer inkubiert und wie oben beschrieben zentrifugiert und gewaschen. Gebundene DNA-Protein-Komplexe wurden anschließend in 30 µl 1 x SDS-Puffer für 5 min gekocht und auf einem 10%-SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt. Zur Detektion der 35S-markierten Proteine mittels Fluorographie wurde nach dem Gellauf das Gel für 30 min in 100 ml Gelfixierer (s. Kap. 2.12) fixiert. Nach der Fixierung wurde das Gel zweimal für je 5 min mit H2O gewaschen und für 30 min unter leichtem Schütteln in Amplify inkubiert. Das Gel wurde hiernach auf Whatman-Papier überführt, bei 60 °C auf einem Vakuumtrockner getrocknet und bei -80 °C gegen einen Röntgenfilm exponiert.

3.7.3
Chromatin-Immunpräzipitationen

Die Analyse von DNA-Protein-Interaktionen in vivo wird durch die Chromatin-Immunpräzipitation ermöglicht. Chromatin-Immunpräzipitationen (CHIP) wurden nach Protokollen von Dedon et al. (1991), Braunstein et al. (1993) und Luo et al. (1998) durchgeführt. Hierfür wurden 2 x 106 KB-Zellen mit Reportergenkonstrukten wie in Kap. 3.3.1 beschrieben transfiziert. Um Histone mit DNA querzuvernetzen, wurde 40 h nach Transfektion Formaldehyd in einer Endkonzentration von 1% zum Zellkulturmedium gegeben und für 10 min bei 37 °C inkubiert. Danach wurde das Zellkulturmedium abgenommen, die Zellen zweimal mit PBS (s. Kap. 2.12) gewaschen, mittels eines Gummischabers von der Zellkulturschale gelöst und bei 600 x g, 4 °C abzentrifugiert. Alle nachfolgenden Schritte erfolgten bei 4 °C. 

Das Zellpellet wurde in 200 µl CHIP-Lyse-Puffer (s. Kap. 2.12) resuspendiert und für 10 min auf Eis inkubiert. Um die DNA in eine immunpräzipitierbare Größe zwischen 200-1000 bp zu überführen, wurde das Lysat fünfmal für 10 s pulsierend auf Eis beschallt (Stufe 3). Dann wurde das Lysat für 10 min bei 18000 x g zentrifugiert. Ein Drittel des Überstandes wurde benutzt, um die Konzentration des betreffenden Reporterkonstrukts in den transfizierten Zellen zu quantifizieren (im Folgenden als Total bezeichnet). Die restlichen Zweidrittel des Überstandes wurden fünffach mit CHIP-Lyse-Puffer verdünnt und mit 5 µl eines anti-acetyl H4-Antikörpers oder einem Kontrollantikörper auf einem Schüttelrad für 16 h inkubiert. Die Immunkomplexe wurden dann für 2 h mit 60 µl Protein A-Sepharose, die ebenfalls für 16 h in CHIP-Lyse-Puffer und 10 µg gescherter Heringssperma-DNA äquilibriert wurde, inkubiert. Hiernach wurden die gebildeten, über Protein A-Sepharose immobilisierten Immunkomplexe abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4 °C). Die anschließenden Wasch- und Elutionsschritte der Immunkomplexe erfolgten exakt nach Braunstein et al. (1993). Die DNA-Protein-Quervernetzung wurde für 5 h bei 65 °C revertiert, gefolgt von einem Proteinase K-Verdau für 1 h bei 50 °C. Die DNA wurde nachfolgend durch Phenol/Chloroform-Extraktion aufgereinigt, über Nacht bei -20 °C präzipitiert (wobei 20 µg Glycogen als inerte Fällungshilfe zugesetzt wurde) und in H2O aufgenommen. Die Detektion der Reportergenkonstrukte erfolgte über PCR (Denaturierung: 94 °C, 1 min; Anlagerung: 
55 °C, 1 min; Synthese: 72 °C, 1 min; 20 Zyklen), wobei 1 µl einer Probe in die PCR eingesetzt wurde. Die PCR-Produkte wurden über konventionelle Agarose-Gelelektrophorese analysiert. 
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