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1. Methoden

1.1 Allgemeine Methoden 

Die Arbeiten mit Bakterien und Säugerzellen wurden unter sterilen Bedingungen ausgeführt. 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. 

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

1.2 Zellkultur 

Die adhärenten Zelllinien KB, HEK12, SW13 und C33A wurden in beschichteten Zellkulturgefäßen bei 37°C, 5% CO2 und dampfgesättigter Atmosphäre kultiviert. Als Nährmedium diente DMEM (s. Kap. 2.8), versetzt mit 10% FKS, 1,5% nicht essentiellen Aminosäuren, 1,5% einer 2 mM L-Glutaminlösung und jeweils 100 µg/ml der Antibiotika Penicillin und Streptomycin (im Folgenden als DMEM-Vollmedium bezeichnet). Für alle routinemäßigen Zellkulturarbeiten wurden die verwendeten Lösungen auf 37°C vorgewärmt. Konfluent gewachsene Zellen (80-90%) wurden mit PBS= (s. Kap. 2.13) gewaschen und durch Trypsinbehandlung von der beschichteten Fläche des Zellkulturgefäßes abgelöst. Die abgelösten Zellen wurden in DMEM-Vollmedium resuspendiert und in einem Verhältnis von 1 : 5 bis 1 : 10 in neue Zellkulturgefäße überführt.

Zur Lagerung von Zellstocks wurden die Zellen (50% Konfluenz) wie oben beschrieben behandelt. Die Zellsuspensionen wurden anschließend abzentrifugiert (600 x g, 1 min, RT) und in Einfriermedium (DMEM-Vollmedium mit 20% FKS und 10% DMSO) resuspendiert. Die Zellsuspensionen (5 x 106 Zellen/ml) wurden in mit Zellstoff isolierten Kryogefäßen bei 
-80°C schonend eingefroren und nach 12-24 h zur langfristigen Lagerung in flüssigen Stickstoff überführt.

1.3 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).

1.3.1 Lipofektion

Die Transfektion von Eukaryontenzellen erfolgte unter Verwendung der liposomalen Transfektionsreagenzien Lipofectamine oder Superfect (s. Kap. 2.11) gemäß den Angaben der Hersteller. 18-24 h vor Transfektionsbeginn wurden 1,5 bis 2,5 x 105 Zellen in 6-Loch-Zellkulturplatten (7 cm2 Wachstumsfläche) in Abhängigkeit von dem verwendeten Transfektionsreagenz in DMEM-Vollmedium bzw. DMEM-Vollmedium ohne Antibiotika ausgesät. Die Zellen wurden 5 bis 6 h mit dem Transfektionsansatz, bestehend aus DMEM-Vollmedium ohne Antibiotika und den DNA-Lipidkomplexen, inkubiert. Durch Austausch des Transfektionsansatzes mit DMEM-Vollmedium wurde die Transfektion anschließend gestoppt. Die Zellen wurden nach 24 bis 48 h geerntet. 

Für den immunologischen Nachweis von Proteinen in Extrakten aus Kulturzellen wurden 8 x 108 Zellen (aufgeteilt auf vier Löcher einer 6-Loch-Zellkulturplatte) mit 10 µl Metafectene und 1,5 µg DNA pro Loch transfiziert. 24 h nach dem Transfektionsbeginn wurden die transfizierten Zellen einmal mit PBS= gewaschen und von der Oberfläche der Zellkulturplatte mittels VT-Lösung abgelöst. 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 inkubiert. 

1.3.2 Elektroporation

Um eine erhöhte Transfektionseffizienz zu erreichen, wurden die 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 (s. Kap. 2.13) 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 (s. Kap. 2.10). 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. 

1.4 Isolierung von Plasmid-DNA

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 (s. Kap. 2.11). Die Plasmid-DNA-Maxipräparation beruht hierbei auf einer optimierten Form der alkalischen Lyse-Methode nach Birnboim und Doly (1979). 

1.5 Aufreinigung und Klonierung von Nukleinsäuren

Die Aufreinigung PCR-amplifizierter oder restringierter DNA, sowie die Isolierung von DNA aus Agarosegelen erfolgte unter Verwendung des „QIAquick Spin PCR Purification and Gelextraction“-Kits der Firma Qiagen (s. Kap. 2.11). Die Sequenzierung aller innerhalb dieser Arbeit hergestellte DNA-Konstrukte wurde bei der Firma Seqlab GmbH (Göttingen) durchgeführt.

1.6 Identifizierung Insert-positiver Bakterienklone mittels PCR (PCR- Screening)

Zur Identifizierung von Insert-positiven Bakterienklonen nach der Klonierung wurde ein PCR-Screening eingesetzt. Hierzu wurden 15 bis 20 Klone (von einer LB-Ampicillin-Agar-Platte) in jeweils 15 µl A. bidest resuspendiert. 10 µl dieser Suspension wurden in einem PCR-Ansatz mit einem Reaktionsvolumen von 50 µl mit Insert-spezifischen Primern eingesetzt. Die PCR-Produkte wurden über konventionelle Agarose-Gelelektrophorese auf die Anwesenheit und die Größe der DNA-Fragmente überprüft.

1.7 Transformation von Bakterien

1.7.1 Präparation kompetenter E. coli Bakterien

Die Herstellung kompetenter Bakterien des E. coli Stammes DH5 erfolgte nach der Methode von Hanahan et al. (1985). 

1.7.2 Transformation kompetenter E. coli Bakterien

Für die Transformation wurden 1 bis 10 ng Plasmid-DNA mit 100 µl auf Eis aufgetauten kompetenten E. coli Bakterien gemischt und 30 min auf Eis inkubiert. Darauffolgend wurde die mit der DNA gemischte Bakteriensuspension für 90 s bei 42°C einem Hitzeschock ausgesetzt und 2 min auf Eis inkubiert. Die Bakterien wurden auf einer LB-Agar-Platte, die 100 µg des Antibiotikums Ampicillin enthielt, ausgestrichen und über Nacht bei 
37°C inkubiert. 

1.8 DNA-Quantifizierung

Die Quantifizierung und Beurteilung der Qualität der DNA erfolgte durch photometrische Messung der Extinktion bei 260 nm und 280 nm. Der Quotient aus 280/260 nm, der optimal bei 1,8 liegt, gibt die Reinheit der DNA an.

1.9 Proteinbestimmung nach Bradford 

Die Bestimmung der Proteinkonzentration wäßriger Lösungen erfolgte mit dem „BioRad Bradford-Reagenz“ (s. Kap. 2.11) nach der Methode von Bradford (1976). 5 µl der Proteinlösung wurden mit 200 µl Bradford-Reagenz versetzt und mit H2O auf 1 ml Endvolumen aufgefüllt. Nach 5 bis 10 min Inkubation bei Raumtemperatur wurde die Absorption bei einer Wellenlänge von 595 nm bestimmt. Die Proteinkonzentration wurde anhand einer mit BSA erstellten Eichkurve ermittelt.

1.10 Bestimmung der CAT-Aktivität in Zellextrakten 

Die Bestimmung der Chloramphenicol-Acetyltransferase (CAT)-Aktivität transient transfizierter eukaryontischer Zellen erfolgte nach Brockmann et al. (1996). 24 h nach Transfektionsstop (s. Kap. 3.3.1) wurden die Zellen zweimal mit eiskaltem PBS= 
(s. Kap. 2.13) gewaschen, mittels eines Gummischabers von der Zellkulturschale gelöst und für 1 min bei 600 x g, 4°C abzentrifugiert. Das Zellpellet wurde in 100 µl 0,25 M Tris/HCl, pH 7,5 resuspendiert. Der Zellaufschluss erfolgte durch dreimaliges Schockgefrieren (5 min) auf Trockeneis und Auftauen (2 min) im Wasserbad bei 37°C. Anschließend wurden die Zelltrümmer bei 52000 x g und 4°C 5 min pelletiert und der klare Überstand (Gesamtzellextrakt) abgenommen. Die Bestimmung der Proteinkonzentration im Überstand erfolgte photometrisch bei einer Wellenlänge von 595 nm nach der Methode von Bradford (1976; s. Kap. 3.9).

Zur Bestimmung der CAT-Aktivität wurden 30 µg Gesamtzellextrakt, 2 µl
[14C]-Chloramphenicol (s. Kap. 2.12), 25 µl einer 4 mM Acetyl-CoA-Lösung (in 0,25 M Tris/HCl, pH 7,5; s. Kap. 2.1) gemischt und mit 0,25 M Tris/HCl, pH 7,5 das Probenvolumen auf 150 µl eingestellt. Der Ansatz wurde 15 min bis 2 h bei 37°C inkubiert. Die anschließende Chromatographie zur Auftrennung des acetylierten Chloramphenicols erfolgte auf Dünnschichtchromatographieplatten (s. Kap. 2.9) für 45 min in einer dampfdruckgesättigten DC-Kammer. Als Laufmittel diente ein Gemisch aus Chloroform :Methanol (Verhältnis 19:1). Nach Trocknung der Dünnschichtchromatographieplatten wurde die Quantifizierung des [14C]-markierten Chloramphenicols (und somit der CAT-Aktivität) mit dem „Automatic TLC-Linear Analyzer“ der Firma Berthold (s. Kap. 2.10) durchgeführt. 

1.11 Herstellung von Gesamtzell-Proteinextrakten

Zur Herstellung von Gesamtzellextrakten aus Kulturzellen wurden subkonfluent gewachsene Zellen mit 4°C kaltem PBS= (s. Kap. 2.13) gewaschen und durch Abschaben geerntet. Anschließend wurden die Zellen durch Zentrifugation bei 1500 x g pelletiert und der Überstand verworfen. Die Lyse der Zellen erfolgte durch Resuspension im Lysepuffer 
(s. Kap. 2.13) und Schütteln für 30 min bei 4°C. Die Zelltrümmer wurden bei 52000 x g und 4°C 30 min pelletiert und der klare Überstand abgenommen. Die Bestimmung der Proteinkonzentration im Überstand erfolgte photometrisch bei einer Wellenlänge von 595 nm nach der Methode von Bradford (1976; s. Kap. 3.9).

1.12 Präparation von Kernextrakt

Die Präparation von Kernextrakt erfolgt 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= 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- bis 5-fachen Zellvolumen Kernextrakt-Puffer A 
(s. Kap. 2.13) resuspendiert und für 15 min auf Eis inkubiert. Hiernach erfolgte der Aufschluss 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 15 min bei 600 x g abzentrifugiert. Der Überstand (Cytoplasmaextrakt) wurde verworfen und das Zellkernpellet wurde zweimal in Kernextrakt-Waschpuffer (s. Kap. 2.13) vorsichtig resuspendiert und sofort für 10 min bei 600 x g abzentrifugiert. 

Das Zellkernpellet wurde danach in Kernextrakt-Puffer C (30 µl Kernextrakt-Puffer C pro 2 x106 Zellen, s. Kap. 2.13) 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 (s. Kap. 3.9) bestimmt. Die Kernextrakte wurden anschließend aliquotiert und bei -80°C gelagert.

1.13 Aufreinigung von GST-Fusionsproteinen

Die Aufreinigung von Glutathion-S-Transferase (GST)-gekoppelten Fusionsproteinen aus bakteriellem Extrakt erfolgte durch Affinitätschromatographie über Glutathion-Sepharose 4B (s. Kap. 2.9). Hierfür wurden prokaryontische Expressionsvektoren des pGEX-Systems 
(s. Kap. 2.9), welche nach Induktion mit IPTG die entsprechende 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 µl/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 µl/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 (s. Kap. 2.13) 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. 2.13) resuspendiert. Der Zellaufschluss erfolgte durch Zugabe von 1 ml einer 10 mg/ml Lysozymlösung (s. Kap. 2.2) pro ml Bakteriensuspension für 30 min bei 4°C und einer anschließenden Ultraschallbehandlung (6 x 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 anschließend in 200 µl NETN-Puffer resuspendiert. Danach wurde die Proteinkonzentration der GST-Fusionsproteine mit dem Bradford-Reagenz bestimmt, die Fusionsproteine aliquotiert und bei -80°C gelagert. Zur qualtitativen Bestimmung der Aufreinigung der GST-Fusionsproteine wurden 10 µg der Fusionsproteine 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 erfolgt nach den Angaben des Herstellers Amersham Pharmacia Biotech.

1.14 In vitro Transkriptions/Translations-System

Die in vitro Expression von Proteinen erfolgte mit einem gekoppelten Transkription/Translation-System der Firma Promega (T7/T3/SP6 „TNT Coupled Transcription/Translation Systems“; s. Kap. 2.11). Es wurde jeweils 1 µg Plasmid-DNA eingesetzt, außerdem wurde jedem Translationsansatz 33 Units RNAsin RNase Inhibitor zugefügt. Die Effizienz der Transkription/Translation wurde anschließend mittels eines Inkorporationsassays nach Angaben des Herstellers überprüft. Außerdem erfolgte eine quantitative und qualitative Analyse der Translations-Produkte in der SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (s. Kap 3.15.1) mit anschließender Fluorographie (s. Kap. 3.15.3).

1.15 Analyse von Proteinen

1.15.1 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE)

Die elektrophoretische Auftrennung von Proteinen nach ihrem Molekulargewicht in Polyacrylamidgelen erfolgte unter denaturierenden Bedingungen im diskontinuierlichen Puffersystem nach 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) vermischt und 5 min gekocht. Die gelelektrophoretische Auftrennung erfolgte in einer Mini-Protean-II-Dual-SLAB-Kammer (Biorad, München).

Nach dem Gellauf wurden nicht radioaktiv markierte Proteine durch Western-Blotting (s. Kap. 3.15.2) und mit [35S]-Methionin radioaktiv markierte Proteine durch Fluorographie (s. Kap. 3.15.3) nachgewiesen. 

1.15.2 Western-Blotting (Harlow und Lane, 1988)

Zum immunologischen Nachweis von Proteinen in Extrakten aus Kulturzellen wurden die Extrakte durch SDS-PAGE aufgetrennt und durch Elektroblotting (Semi-Dry-Blot-Apparatur, 1–2 h, 1,7 mA/cm2) auf eine Nitrozellulosemembran (Hybond C-extra) transferiert. Die Membran wurde vor dem Blotten durch kurzes Waschen in H2O und einer nachfolgenden zehnminütigen Äquilibrierung in Transferpuffer aktiviert. Der Transfer von Proteinen bis 180 kDa erfolgte für 1 h in Transferpuffer mit 0,037% SDS und für Proteine über 180 kDa für 2 h in Transferpuffer mit 0,8% SDS.

Nach dem Transfer wurde die Membran 1 h mit 1 x TBS-T/10% Milchpulver unter leichtem Schütteln bei Raumtemperatur blockiert und anschließend in derselben Lösung für 1 bis 2 h mit dem Primärantikörper (Verdünnung 1 : 250 bis 1 : 5000 je nach Antikörper) inkubiert. Die Membran wurde danach dreimal 10 min in TBS-T gewaschen und anschließend mit einem sekundären, Meerrettich-Peroxidase konjugierten Antikörper, der gegen den Fc-Anteil des Primär-Antikörpers gerichtet ist, für 1 h in TBS-T/1% Milchpulver (Verdünnung 
1 : 2000 bis 1 : 150000 nach Angabe des Herstellers) bei Raumtemperatur inkubiert. Nach erneuten Waschschritten (3 x 10 min TBS-T, 2 x 5 min TBS) erfolgte die Detektion 
der Antigen-Antikörperkomplexe durch das Super-Signal-Ultra-Chemilumineszenz-Detektionssystem gemäß den Angaben des Herstellers. Je nach Intensität der Chemilumineszenz wurden die Röntgenfilme 5 s bis 30 min exponiert.

Sollte die Membran anschließend weiteren Antikörperreaktionen unterzogen werden, wurden die bestehenden Antigen-Antikörperkomplexe durch Inkubation in 
TBS-0,2% Tween-20 für 45 min bei 70°C unter leichtem Schütteln dissoziiert. Danach wurde die Membran kurz in TBS gewaschen und einer erneuten Antikörperreaktion unterzogen.

1.15.3 Fluorograophie

Zur Detektion der [35S]-markierten Proteine wurde die Fluorographie eingesetzt. Nach der SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese wurden die Gele bei Raumtemperatur für 30 min in 100 ml Gelfixierlösung (50% 2-Propanol/7% Essigsäure) unter Schütteln inkubiert. Nach der Fixierung wurde das Gel zweimal für je 5 min mit H2O gewaschen und für 30 min unter leichtem Schütteln in einer Verstärkerlösung (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.

1.16 GST-Fusionsprotein-Interaktionsanalysen

Für GST-Fusionsprotein-Interaktionsanalysen mit in vitro translatierten, [35S]-markierten Proteinen (s. Kap. 3.14) wurden zwischen 1 bis 25 µg der entsprechenden, an Glutathion-Sepharose immobilisierten, GST-Fusionsproteine (s. Kap. 3.13) mit 1 x 105 cpm eines in vitro translatierten, [35S]-markierten Proteins inkubiert. 

Die Bindungsreaktionen erfolgten in 500 µl PC+150-Puffer (s. Kap. 2.13) für 1 h bei Raumtemperatur. Anschließend wurden die über Glutathion-Sepharose immobilisierten GST-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. 

Zur Detektion der [35S]-markierten Proteine mittels Fluorographie wurde nach dem Gellauf das Gel für 30 min in 100 ml Gelfixierlösung inkubiert. Nach der Fixierung wurde das Gel zweimal für je 5 min mit H2O gewaschen und für 30 min unter leichtem Schütteln in einer Verstärkerlösung (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.

1.17 Immunpräzipitation

Für Immunpräzipitationen wurden Kernextrakte wie unter Abschnitt 3.12 beschrieben präpariert und eingesetzt. Hierfür wurden KB-Zellen durch Lipofektion oder Elektroporation transient transfiziert (s. Kap.3.3). 48 h nach Transfektionsbeginn wurden die Zellen mit PBS= (s. Kap. 2.13) 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. 

Die für die Präzipitation verwendete Protein-A-Sepharose (30-60 µl pro Ansatz) wurde zunächst 3 x mit je 1 ml IP+150-Puffer (s. Kap. 2.13) gewaschen und anschließend für 1 bis 2 h im IP+150-Puffer, welcher zusätzlich 0,5% BSA enthielt, auf einem Schüttelrad äquilibriert. Zur Entfernung unspezifisch bindender Proteine (Preclearing) wurde der Kernextrakt in einem Gesamtvolumen von 500 bis 600 µl zusammen mit 1 bis 2 µg eines unspezifischen Antikörpers (normal rabbit IgG) ebenfalls unter Schütteln über einen Zeitraum von 1 bis 2 h inkubiert. Anschließend wurde die Sepharose bei 600 x g pelletiert und die Kernextrakte zugegeben. Dieser Ansatz wurde 1 h bei 4°C geschüttelt, anschließend bei 4°C und 600 x g zentrifugiert und der Überstand abgenommen. Nach dem Preclearing wurde dem Überstand ein spezifischer Antikörper (1 bis 2 µg) zugegeben und dieser Ansatz 3 h bei 4°C unter Schütteln inkubiert. Nach Zugabe von 30-60 µl äquilibrierter Sepharose wurde dieser Ansatz unter Schütteln weitere 12 bis 16 h bei 4°C inkubiert. Die an den Proteinanteil der Sepharose gebundenen Antigen-Antikörper-Komplexe wurden anschließend abzentrifugiert (78 x g, 1 min, 4°C) und fünfmal mit jeweils 1 ml IP+150-Puffer gewaschen. 

Die Sepharose mit den Proteinkomplexen wurden anschließend in 30 µl 1 x Laemmli-Puffer für 5 min gekocht. Die Immunkomplexe wurden durch Zentrifugieren (600 x g, 1 min, RT) von Protein A-Sepharose getrennt und über ein SDS-Polyacrylamidgel elektrophoretisch aufgetrennt. 

Nach dem Gellauf wurden die Proteine wie in Kap. 3.15.2 beschrieben auf Nitrocellulose-Membranen transferiert und durch Western-Blotting nachgewiesen. 

1.18 DNA-Protein-Interaktionsanalysen 

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. 

1.18.1 Chromatin-Immunpräzipitation 

Für die Chromatin-Immunpräzipitationen wurden 2 x 106 KB- oder C33A-Zellen mit Reportergenkonstrukten wie in Kap. 3.3.1 beschrieben transfiziert. Um Proteine 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. 2.13) gewaschen, mittels eines Gummischabers von der Oberfläche 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. 2.13) resuspendiert und für 10 min auf Eis inkubiert. Um die DNA in eine immunpräzipitierbare Größe zwischen 200 bis 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-hBRG1-Antikörpers bzw. eines anti-acetyl H4-Antikörpers oder einem Kontrollantikörper (s. Kap. 2.3) auf einem Schüttelrad für 16 h inkubiert. Die Immunkomplexe wurden für 2 h mit 60 µl Protein A-Sepharose (s. Kap. 2.9), 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) und anschließend fünfmal mit je 1 ml CHIP-Wasch-Puffer A, CHIP-Wasch-Puffer B, CHIP-Wasch-Puffer C (s. Kap. 2.13) und TE pH 8 gewaschen. Die Trennung der Immunkomplexe von Protein A-Sepharose erfolgte durch die Zugabe von 250 µl Elution-Puffer (0,1 M NaHCO3/ 1% SDS) und 15 minütiger Inkubation auf einem Schüttelrad bei Raumtemperatur. Nach anschließender Zentrifugation (78 x g, 1 min) wurde die DNA-Protein-Quervernetzung 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 Promotorfragmente erfolgte über PCR (Denaturierung: 94°C, 1 min ; Anlagerung: 55°C, 
1 min; Synthese: 72°C, 1 min; 20 Zyklen), wobei je 1 µl der Probe in die PCR eingesetzt wurde. Die PCR-Produkte wurden über konventionelle Agarose-Gelelektrophorese analysiert. 
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