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Abstract
The formation of contractile myofibrils is a complex event that requires the ordered as-

sembly of numerous proteins. Many still unknown protein-protein interactions contribute

to this process. While searching for new proteins participating in the assembly of the

Z-disc and its dynamic state, the proteins of the podin family were found as interesting

candidates involved in these processes. Therefore the aim of this study was the detailed

characterization of the podin protein family, consisting of synaptopodin, myopodin and

tritopodin, in terms of their expression patterns, splice variants and binding partners.

The analysis of the gene structure and the resulting putative isoforms of myopodin and

tritopodin revealed a much more complex situation than anticipated. The generation of

antibodies against specific parts of myopodin and tritopodin allowed the study of the

expression and subcellular localization of the individual isoforms in different cell types

and tissues. The expression analysis on mRNA and protein levels indicated that the

long myopodin isoform a is expressed in smooth muscle-containing tissues like prostate,

whereas the short isoform e is mainly expressed in skeletal muscle tissue. By contrast, the

expression of tritopodin seems to be restricted to cross striated muscle cells. Immunofluo-

rescence studies showed for the first time, that all podin proteins are located at the adult

sarcomeric Z-disc. While myopodin and tritopodin are expressed in the very early stages

of myofibrillogenesis and myotube differentiation, where they colocalize with α-actinin,

synaptopodin is exclusively expressed in terminally differentiated skeletal muscle cells.

The high degree of sequence similarity between the three members of the podin family in

defined regions suggests analog binding properties. Indeed, biochemical studies revealed

that all podin proteins interact with the Ig-domains 20-21 of filamin C. Similar to the

situation in synaptopodin interaction studies showed that α-actinin binds also myopodin

and tritopodin at multiple binding sites.

The previously demonstrated interaction between myopodin and F-actin is actually me-

diated by two independent actin binding sites, which are found in all myopodin isoforms.

Furthermore this thesis demonstrates that myopodin is able to bundle actin filaments

similar to α-actinin. Interestingly the actin bundling activity is not only achieved by the

presence of two F-actin binding sites, but also results from myopodin’s ability to dimerise.

In conclusion, all podin proteins show analog binding properties, indicating an at least

partial functional complementarity of these proteins within the sarcomeric Z-disc. There

is evidence that at least two members of the podin protein family, myopodin and tri-

topodin, are actively involved in myofibrillogenesis, by forming complexes with α-actinin

and filamin C during the initial stages of myofibril assembly. In contrast, synaptopodin

appears to have exclusive functions in fully differentiated tissues.



Kurzfassung
Die Ausbildung der kontraktilen Myofibrillen ist ein komplexer Vorgang, der die streng

kontrollierten Interaktionen vieler Proteine bedarf. Auf der Suche nach Proteinen, die

an diesen Prozessen beteiligt sind, stellte sich die Podin-Proteinfamilie als interessanter

Kandidat heraus. Deshalb war das Ziel dieser Arbeit die biochemische und zellbiologische

Charakterisierung dieser Proteinfamilie, bestehend aus Synaptopodin, Myopodin und Tri-

topodin, hinsichtlich ihrer Expressionsmuster, Spleißvarianten und Liganden.

Die Analyse putativer Isoformen des Myopodins und Tritopodins implizieren eine wesent-

lich größere Komplexität, als bislang angenommen. Mithilfe von RT-PCR Experimenten

sowie spezifischer Antikörper konnte in glattmuskelreichen Geweben die Expression der

langen Myopodinisoform a und im Skelettmuskel die kurze Myopodinisoform e nachge-

wiesen werden. Die Expression von Tritopodin scheint hingegen auf die quergestreifte

Muskulatur beschränkt zu sein. Immunhistochemische Färbungen zeigen erstmals die Lo-

kalisation aller drei Podin-Proteine in der adulten sarkomerischen Z-Scheibe. Während

Myopodin und Tritopodin bereits in sehr frühen Stadien der Skelettmuskeldifferenzierung

exprimiert werden und bereits in Z-Scheibenvorläuferstrukturen mit α-Aktinin kolokali-

sieren, konnte Synaptopodin ausschließlich in adulten Stadien detektiert werden.

Aufgrund der Homologie der Podin-Proteine untereinander, werden ähnliche Bindungs-

verhalten vermutet. Hier konnte erstmals gezeigt werden, dass alle Podin-Proteine mit den

Ig-Domänen 20-21 des Filamin C interagieren. Für Synaptopodin war zudem bekannt, dass

es mehrere unabhängige Bindungsstellen für α-Aktinin besitzt. Ähnliche Bindungseigen-

schaften konnten hier für Myopodin und Tritopodin nachgewiesen werden. Auch wurde

bereits die grundlegende Fähigkeit des Myopodins an F-Aktin zu binden, beschrieben. Hier

konnte gezeigt werden, dass Myopodin sogar zwei F-Aktinbindungsstellen besitzt, die in

allen putativen Isoformen vorhanden sind. Zudem konnte gezeigt werden, dass Myopodin,

ähnlich wie α-Aktinin, Aktin zu dicken Bündeln verknüpft. Die Aktinbündelungsaktivität

ist dabei nicht nur auf die zwei vorhandenen Aktinbindungsstellen, sondern auch auf die

hier erstmals gezeigte Dimerisierung des Myopodins, zurückzuführen.

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die hier erzielten Ergebnisse deutliche Hin-

weise auf eine Funktion der Podine als Multiadapterproteine der Z-Scheibe liefern, wobei

die ähnlichen Bindungseigenschaften der einzelnen Podin-Proteine eine komplementäre

Funktion implizieren. Weiterhin deutet die sehr frühe Expression von Myopodin und Tri-

topodin in der Skelettmuskeldifferenzierung darauf hin, dass diese Proteine eine wichtige

Rolle in der initialen Myofibrillogenese spielen, wohingegen Synaptopodin ausschließlich

im adulten Skelettmuskel vorhanden ist.
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2.7.11 DNA-Minipräparation . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 35
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3.2.2 Tritopodin wird ebenfalls in frühen Differenzierungsstadien exprimiert 96

3.2.2.1 Analyse der Tritopodinvarianten auf mRNA-Ebene . . . . 96

3.2.2.2 Analyse der Tritopodinvarianten auf Proteinebene . . . . . 98

3.2.2.3 Untersuchung der Lokalisation von Tritopodin in differen-

zierenden Skelettmuskelzellen . . . . . . . . . . . . . . . . 100

3.2.3 Alle Podin-Proteine werden in adulten Muskelgeweben exprimiert . 107

3.2.3.1 Alle drei Podin-Proteine zeigen Lokalisation in der Z-Scheibe107

3.2.3.2 Myopodin wird in der Prostata ausschließlich in Glattmus-

kelzellen exprimiert . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 114

3.3 Die Podine sind Multiadapterproteine der Z-Scheibe . . . . . . . . . . . . . 119

3.3.1 Myopodin interagiert mit Filamin C . . . . . . . . . . . . . . . . . 119

3.3.1.1 Hefe-Zwei-Hybrid-Studien zur Einengung der Bindungsre-

gion im Filamin C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 119

3.3.1.2 Biochemische Studien zur Eingrenzung der Bindungsregi-

on im Filamin C . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 119

3.3.1.3 Bestimmung der Bindungsstärke von Myopodin und Fila-

min C mittels SAW . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 121

3.3.1.4 Die Bindung von Myopodin an Filamin A kann nicht durch

Coimmunpräzipitationen nachgewiesen werden . . . . . . . 123



INHALTSVERZEICHNIS xi

3.3.1.5 Die Bindung von Myopodin an Filamin wird durch eine

bei den Podinen stark homologe Region vermittelt . . . . 124

3.3.2 Tritopodin und Synaptopodin interagieren ebenfalls mit Filamin C 126

3.3.3 Myopodin besitzt mehrere unabhängige α-Aktinin Bindungsstellen . 129

3.3.3.1 Bestimmung der Bindungsstärke von Myopodin und α-

Aktinin mittels SAW . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 131

3.3.3.2 Charakterisierung der Myopodin-α-Aktinin2-Interaktion . 132

3.3.4 Tritopodin besitzt ebenfalls mehrere unabhängige α-Aktinin-

Bindungsstellen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 134

3.3.5 Bestätigung der Funktionalität der Bindungsregionen der Podine

durch transiente Transfektionen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 136

3.3.5.1 Bestätigung der Funktionalität der Bindungsregionen des

Myopodins durch transiente Transfektionen . . . . . . . . 136

3.3.5.2 Bestätigung der Funktionalität der Bindungsregionen des

Synaptopodins und Tritopodins durch transiente Trans-

fektionen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 139

3.3.6 Myopodin wird in vitro phosphoryliert . . . . . . . . . . . . . . . . 142

3.4 Myopodin ist ein F-Aktin-bindendes Protein . . . . . . . . . . . . . . . . . 143

3.4.1 Myopodin besitzt zwei voneinander unabhängige

F-Aktinbindungsstellen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 143

3.4.2 Myopodin ist ein Aktin-bündelndes Protein . . . . . . . . . . . . . 152

3.4.2.1 Nachweis der Aktinquervernetzung mit Hilfe von Aktin

low speed Cosedimentationen . . . . . . . . . . . . . . . . 152

3.4.2.2 Nachweis der Aktinbündelung mittels Transmissionselek-

tronenmikroskopie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 159

3.4.3 Myopodin bildet in vitro Dimere . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 161

4 Diskussion 164

4.1 Die Podin-Proteinfamilie und ihre Isoformen . . . . . . . . . . . . . . . . . 164

4.1.1 Myopodinisoformen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 164

4.1.2 Tritopodinisoformen . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 168

4.2 Die Podin-Proteinfamilie und ihre Lokalisation in unterschiedlichen Mus-

kelgeweben . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 171



INHALTSVERZEICHNIS xii

4.2.1 Die Podin-Proteine in adulten Muskelgeweben . . . . . . . . . . . . 171

4.2.2 Die Podin-Proteinfamilie während der Muskeldifferenzierung . . . . 172

4.2.2.1 Myopodin während der Muskeldifferenzierung . . . . . . . 173

4.2.2.2 Tritopodin während der Muskeldifferenzierung . . . . . . . 174

4.3 Die Podin-Proteinfamilie und ihre Interaktionspartner . . . . . . . . . . . . 176

4.3.1 Die Podin-Proteinfamilie und Filamin C . . . . . . . . . . . . . . . 176

4.3.2 Die Podin-Proteinfamilie und α-Aktinin . . . . . . . . . . . . . . . 179

4.3.3 Myopodin und F-Aktin . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 181

4.3.4 Die Podine sind Multiadapterproteine der Z-Scheibe . . . . . . . . . 182

4.4 Ausblick . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 184

5 Zusammenfassung 187

Literaturverzeichnis I

A Abkürzungsverzeichnis XIV

Abbildungsverzeichnis XV

Tabellenverzeichnis XX

B Ergänzende Abbildungen XXI

C Primer-, Nuklein- und Aminosäuresequenzen XXV
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Kapitel 1

Einleitung

Willkürliche Bewegungen, Herzschlag sowie die Atmungsbewegung und die Motilität des

Verdauungstraktes - all diese Vorgänge sind für höhere Organismen lebenswichtig und ba-

sieren auf spezialisiertem kontraktilem Gewebe - der Muskulatur. Im Verlauf der Evolution

haben sich verschiedene Muskeltypen entwickelt, die sich an ihre Aufgaben im Organis-

mus perfekt angepasst haben. Aufgrund morphologischer und funktioneller Unterschiede

werden Muskeln in zwei Hauptgruppen unterteilt: die glatte Muskulatur und die querge-

streifte, welche wiederum in die Skelett- und die Herzmuskulatur, unterteilt werden kann.

Unabhängig vom Muskeltyp basiert die Bewegung stets auf kontraktilen Strukturen, die

aus Bestandteilen des Zytoskeletts zusammengesetzt sind.

1.1 Das Zytoskelett

Alle eukaryontischen Zellen verfügen über ein Zytoskelett, das für die Gestalt und Bewe-

gung der Zellen sowie für Transportvorgänge innerhalb der Zellen verantwortlich ist. Diese

Funktionen werden von den verschiedenen Komponenten des Zytoskeletts gewährleistet.

Das Zytoskelett umfasst drei Filamentsysteme: die Mikrotubuli, die Intermediärfilamente

sowie die Mikrofilamente.

Mikrotubuli sind unverzweigte Röhren mit einem Durchmesser von etwa 25 nm, die

aus α- und β-Tubulin aufgebaut sind. Die Tubuline sind globuläre, etwa 55 kDa große

Proteine, die GTP binden können. Die aus α- und β-Tubulin gebildeten Heterodimere
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assemblieren zu linearen Protofilamenten, von denen 13 zur Wand des Mikrotubulus zu-

sammentreten, welcher eine strukturelle und kinetische Polarität aufweist. Am Plusende

überwiegt die Polymerisation, am Minusende die Depolymerisation, was eine dynamische

Instabilität der Mikrotubuli zur Folge hat, die eine flexible Anpassung an die Bedürfnisse

der Zelle erlaubt. Die Mikrotubuli sind terminal mit dem Mikrotubuli-organisierenden

Zentrum (microtubule organizing center, MTOC) verbunden, das Zellkern-nah situiert

ist. Wichtige Aufgaben der Mikrotubuli sind der intrazelluläre Transport von Vesikeln

und Zellorganellen, die Ausbildung des Spindelapparates während der Mitose sowie die

mitotische Chromosomenbewegung und der Aufbau des Axonems in Cilien und Geißeln.

Zur Triebkrafterzeugung bedienen sich die Mikrotubuli der Hilfe von Motorproteinen, der

Kinesine und Dyneine.

Die Intermediärfilamente sind strukturell unpolare, seilartige Filamente mit einem

Durchmesser von etwa 10 nm, die vor allem der mechanischen Festigkeit der Zellen die-

nen. Diese Filamente werden aus verschiedenen mitunter gewebespezifisch exprimierten

Proteinen gebildet. Intermediärfilamente durchziehen nicht nur das Zytosol, sondern man

findet sie auch im Zellkern (Lamine). Obwohl die Intermediärfilament-Proteine eine große

heterologe Familie bilden, ist der grundsätzliche Aufbau der Intermediärfilamente gleich.

Ein Monomer besitzt an beiden Enden globuläre Domänen, zentral gelegen ist eine heli-

kale Region, die zur Dimerisierung befähigt ist. Zwei Monomere können sich so parallel

aneinander lagern. Diese Dimere lagern sich wiederum antiparallel und leicht versetzt zu

Tetrameren zusammen, wodurch eine strukturelle Unpolarität der Intermediärfilamente

erreicht wird. Die versetzte Anordnung der Tetramere ermöglicht das Hintereinanderschal-

ten vieler Tetramere. Der Querschnitt durch ein Intermediärfilament zeigt ein Tetramer

in der Mitte und sieben weitere darum gewickelt.

1.1.1 Das Aktin-Zytoskelett-System

Das dritte Filamentsystems der Zelle ist das Aktinzytoskelett bzw. das Mikrofilament-

system, welches eine essentielle und vor allem eine vielfältige Rolle in eukaryontischen

Zellen spielt. Die Diversität der Aufgaben des Aktinzytoskeletts reicht von der Bildung

stabilisierender Strukturen wie den Mikrovilli des Darmepithels, über die Ausbildung des
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dynamischen Geflechts im Leitsaum einer migrierenden Zelle bis hin zur Formation der

krafterzeugenden Strukturen in Muskeln. Die Grundstruktur der Mikrofilamente ist dabei,

wie unter 1.1.1.1 beschrieben, stets dieselbe, da die Anpassung an die unterschiedlichen

Aufgaben in der Zelle durch Aktin-bindende Proteine erreicht wird (1.1.1.2).

1.1.1.1 Mikrofilamente

Mikrofilamente sind helikale Polymere aus dem Protein Aktin, die in elektronenmikro-

skopischen Aufnahmen als Fäden von etwa 8 nm Dicke erscheinen. Die Helix besteht aus

gleich orientierten Aktin-Molekülen, die auch als G-Aktin (globuläres Aktin) bezeichnet

werden. G-Aktin besitzt eine molekulare Masse von 42 kDa, wird in allen eukaryontischen

Zellen exprimiert und gilt als eines der konserviertesten Proteine. Im Menschen gibt es 6

verschiedene Aktinisoformen, jede kodiert von individuellen Genen, welche untereinander

aber hohe Homologie aufweisen (Vandekerckhove und Weber, 1978). Das G-Aktinmolekül

(Abb. 1.1 A) unterteilt sich in vier Domänen, wobei Domäne 1 und 3 den
”
Schwanz“ bil-

den und die Domänen 2 und 4 den
”
Kopf“. Ein Spalt zwischen Domäne 2 und 4 bindet und

hydrolysiert ATP (Otterbein et al., 2001). Die Polymerisation von G-Aktin zu F-Aktin

(filamentöses Aktin), schematisch dargestellt in Abbildung 1.1 B, beginnt mit der Bil-

dung eines Trimerstadiums (Nukleation), an dem sich weitere G-Aktin-Moleküle anlagern

können. Hierbei lagert sich die Kopfdomäne des Monomers an die Schwanzdomäne des

Aktinfilaments (Wegner, 1976). Dadurch entsteht eine strukturelle Polarität der Filamen-

te, die sich auch in der unterschiedlichen Dynamik der Filamentenden widerspiegelt. Die

Polymerisation erfolgt primär am sogenannten Plus- oder barbed -Ende eines Filaments,

was im Aktinmonomer dem
”
Schwanz“ entspricht. Am Minus- oder pointed -Ende erfolgt

dagegen vor allem Depolymerisation. Dieses Verhalten wird als Tretmühlmechanismus

(treadmilling) bezeichnet (Neuhaus et al., 1983; Wanger et al., 1985).

Die Aktinpolymerisation findet in vitro spontan in Gegenwart von ATP, sowie ein- bzw.

zweiwertigen Ionen (K+ sowie Mg2+ oder Ca2+) statt. Der geschwindigkeitsbestimmende

Schritt ist, wie in Abbildung 1.1 C verdeutlicht, die Nukleation. Kurz nach der Polyme-

risation wird das am Aktin-Molekül gebundene ATP zu ADP hydrolysiert. Dies hat eine

Konformationsänderung des Moleküls zur Folge, wodurch die Stabilität des Filaments
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Abbildung 1.1: Aktinfilamente entstehen durch Polymerisation A: Schematische Darstellung ei-
nes Aktinmonomers mit Nukleotidbindungsstelle und den Domänen 1 bis 4. Domäne 1 und 3 bilden
den ”Schwanz“ während Domäne 2 und 4 den ”Kopf“ des G-Aktins bilden. B: Die Phasen der Aktin-
polymerisation in vitro. Phase I: Nukleation, Phase II: Elongation, Phase III: Gleichgewichtszustand
(steady state) C: Der Zeitverlauf einer in vitro Polymerisationsreaktion (linke Kurve) mit der initialen
Verzögerungsphase (”Lag-Phase“) verursacht durch die langsame Bildung der Nuklei. Werden Nukleati-
onskeime (F-Aktin-Fragmente) zugesetzt, startet der Elongationsprozeß direkt (rechte Kurve). (A) und
(C) modifiziert nach Alberts et al. (2007), (B) modifiziert nach Lodish et al. (1999).

geschwächt und die Depolymerisation gefördert wird. Dieses dynamische Auf- und Ab-

bau von Filamenten ist von essentieller Bedeutung für die Zelle und wird reguliert durch

Aktin-bindende Proteine.

1.1.1.2 Aktin-bindende Proteine

In Zellen wird die Anpassung an die mannigfaltigen Aufgaben der Mikrofilamente über den

dynamischen Auf- und Abbau der Filamente, sowie die Organisation in funktionelle Struk-

turen (z. B. kontraktile Bündel) von Aktin-bindenden Proteinen (actin binding proteins,

ABPs) bestimmt (Ayscough, 1998). Bis heute sind eine Vielzahl solch Aktin-bindender

Proteine bekannt, die häufig nach ihrer Funktion oder ihrer Aktinbindungseigenschaf-

ten in Klassen eingeteilt werden (Pollard, 1999; dos Remedios et al., 2003; Winder und

Ayscough, 2005). Trotz ähnlicher Aktinbindungseigenschaften können die Funktionen der

Proteine in der Zelle sehr unterschiedlich sein. So binden sowohl Thymosin als auch Pro-

filin globuläres Aktin, Thymosin verhindert durch die Bindung aber die Polymerisation,
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während Profilin durch die Katalyse des Nukleotidaustausches die Polymerisation fördert.

Tabelle 1.1 gibt beispielhaft einige der ABPs, hier eingeteilt in acht funktionelle Klassen,

wieder.

Tabelle 1.1: Übersicht zu verschiedenen Klassen von Aktin-bindenden

Proteinen, sowie deren Funktionen

Eigenschaft allgemeine Funktion Beispiele Referenz

Monomer bindend Verhindern durch die Bindung zusammengefasst in

des G-Aktins die Polymerisation; Thymosin Pollard und Borisy (2003)

Katalyse des Nukleotid- sowie in

austauschs Profilin Dominguez (2009)

polymerisierend Beschleunigen den Aufbau von F-Aktin Formine Chesarone et al. (2010)

depolymerisierend Beschleunigen den Abbau von F-Aktin ADF/Cofilin Paavilainen et al. (2004)

terminal bindend am Minus-Ende: Verhinderung

der Depolymerisation Tropomodulin Kostyukova (2008)

am Plus-Ende: Blockierung

der Polymerisation CapZ Casella und Torres (1994)

Filament schneidend Zerschneiden das Filament in kürzere Gelsolin Burtnick et al. (2004)

Fragmente

quervernetzend Entstehung von Aktinbündeln α-Aktinin Sjöblom et al. (2008)

und dreidimensionalen Netzwerken Filamin Tseng et al. (2004)

seitlich bindend Stabilisierung des F-Aktins Tropomyosin Hitchcock-DeGregori (2008)

Längenregulation Nebulin Littlefield und Fowler (2008)

Motoren bewegen sich entlang der Filamente Myosin Sellers (2000)

zum Transport oder zur Krafterzeugung

1.2 Die Muskulatur

1.2.1 Die quergestreifte Muskulatur

Im polarisierten Licht erscheint die quergestreifte Muskulatur als eine alternierende Folge

heller, anisotroper (doppelbrechender) und dunkler, isotroper (gleichbrechender) Streifen.

Diese Beobachtung führte zu den Bezeichnungen A-Bande (anisotrop) und I-Bande (iso-

trop).

Im Elektronenmikroskop entsprechen die anisotropen Bereiche den elektronendichteren

und erscheinen somit dunkel, die isotropen Bereiche erscheinen als helle Banden, weil

sie eher elektronendurchlässig sind. Diese namensgebende, charakteristische Querstrei-

fung der Skelett- und Herzmuskelzellen unterscheidet sie von der glatten Muskulatur. Bei
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genauerer Betrachtung einer elektronenmikroskopischen Aufnahme eines Skelettmuskels,

zeigen sich neben den schon erwähnten A-und I-Banden noch detailliertere Strukturen.

So erkennt man in der Mitte der hellen I-Bande einen dunklen, sehr elektronendichten

Streifen, der als Z-Scheibe bezeichnet wird. In der Mitte der A-Bande befindet sich eine

helle Zone, welche H-Bande genannt wird und in deren Zentrum sich die elektronen-

dichte M-Bande befindet. Eine elektronenmikroskopische Aufnahme eines Ausschnittes

einer Skelettmuskelzelle ist in Abbildung 1.2 dargestellt. Diese Querstreifung geht auf die

hochregelmäßige Anordnung bestimmter Strukturen in den Myofibrillen zurück, die im

Folgenden näher beschrieben wird.

Abbildung 1.2: Elektronenmikroskopische Aufnahme eines Skelettmuskels. A: Längsschnitt einer
Skelettmuskelzelle. Die alternierende Folge heller und dunkler Bereiche war namensgebend für die quer-
gestreifte Muskulatur. B: Vergrößerung eines Sarkomers, der grundlegenden sich wiederholenden Einheit
einer Myofibrille. Charakteristische Bereiche, wie z. B. die Z-Scheibe oder die M-Bande sind genau ge-
kennzeichnet. (A modifiziert nach Alberts et al. (2007), B modifiziert nach Prof. D. O. Fürst).

1.2.1.1 Die Skelettmuskulatur

Die Skelettmuskulatur dient der willkürlichen, aktiven Bewegung. Sie besteht aus parallel,

in Bündeln angeordneten Zellen, den Muskelfasern, welche von Bindegewebe (Faszien)

umgeben sind. Die Muskelfasern können beim Menschen eine Länge von bis zu 50 cm

erreichen. Diese polynukleären, zylindrischen Zellen entstehen während der Embryonal-

entwicklung durch Fusion aus vielen Vorläuferzellen, den sogenannten Myoblasten. Die

durch die Fusion entstandenen vielkernigen Myotuben (Synzytien) differenzieren schließ-

lich zu kontraktilen Muskelfasern, in denen die Kerne in der Zellperipherie unterhalb der
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Plasmamembran zu finden sind. Skelettmuskelzellen sind über myotendinöse Übergänge

(myotendinous junctions, MTJ ) mit Sehnen und durch diese indirekt mit Knochen ver-

bunden, wodurch die Entwicklung von Zugkräften ermöglicht wird (Berthier und Blaineau,

1997). Die Muskelfasern (Abb. 1.3) enthalten viele parallel angeordnete Strukturelemente,

Abbildung 1.3: Schematische Darstellung eines Skelettmuskels. Skelettmuskeln bestehen aus
Bündeln von Muskelfasern, bzw. polynukleären Muskelzellen. Jede Muskelfaser beinhaltet eine Vielzahl
von Myofibrillen, die sich über die gesamte Länge der Muskelzelle erstrecken. Die Myofibrillen bestehen
aus dünnen Aktin- und dicken Myosinfilamenten in einer hochorganisierten Anordnung, deren kleinste
funktionelle Einheit das Sarkomer ist. Abbildung modifiziert nach Lodish et al. (1999).

die Myofibrillen. Diese kontraktilen Elemente besitzen eine regelmäßige Anordnung von

sogenannten dünnen und dicken Filamenten. Die kleinste sich wiederholende Einheit der

Myofibrillen ist das Sarkomer, dessen schematischer Aufbau in Abbildung 1.4 skizziert ist.

Ein Sarkomer wird seitlich von zwei Z-Scheiben begrenzt und stellt somit die kleinste kon-

traktile Einheit des Muskels dar (Clark et al., 2002). Das dünne Filamentsystem, das von

Aktin und assoziierten Proteinen gebildet wird, ist in den Z-Scheiben verankert. Weitere

Proteine der Z-Scheiben sind u. a. die ABPs Filamin und α-Aktinin, auf die unter Ab-

schnitt 1.2.1.4 näher eingegangen wird. Die dünnen Aktinfilamente und damit assoziierte

Proteine erstrecken sich über die gesamte I-Bande. Das von dem Motorprotein Myosin und

assoziierten Proteinen gebildete System dicker Filamente ist in der M-Bande verankert,
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Abbildung 1.4: Schematische Darstellung des molekularen Aufbaus des Sarkomers. Die Sar-
komere bestehen im Wesentlichen aus parallel angeordneten dünnen Aktinfilamenten, verankert in den
Z-Scheiben, sowie den dicken Myosinfilamenten, welche in der M-Bande verankert sind. Zusätzlich dar-
gestellt ist Titin, welches sich von der Z-Scheibe bis zur M-Bande erstreckt. Der Ausschnitt unten links
zeigt das F-Aktin assoziiert mit dem Troponinkomplex, Tropomyosin und Nebulin. (Abbildung modifiziert
nach Prof. D. O. Fürst)

die sich in der Mitte des Sarkomers befindet. Von der M-Bande ausgehend sind die di-

cken Myosinfilamente spiegelsymmetrisch aufgebaut und erstrecken sich über die gesamte

A-Bande. Der Bereich, in dem die dünnen und dicken Filamente überlagern, erscheint im

Elektronenmikroskop als dunkler Bereich. Der Bereich der H-Zone wird lediglich von den

dicken Filamenten durchzogen und ist abhängig vom Kontraktionszustand unterschied-

lich groß. Durch die Aneinanderreihung vieler Sarkomere entsteht die typische Querstrei-

fung der Skelett- bzw. Herzmuskelzellen. Ein drittes Filamentsystem des Muskels, dessen

Hauptkomponente Titin darstellt, gewährleistet die elastische Verknüpfung von Z-Scheibe

und M-Bande (Wang et al., 1979, 1991). Titin zuerst von Maruyama et al. (1977) beschrie-

ben als Connectin, ist mit 3 MDa das bislang größte beschriebene Protein. Es besteht,

abhängig von der Isoform, aus bis zu 112 immunglobulin- und 132 fibronectinähnlichen

Domänen. Aminoterminal ist das Titin in der Z-Scheibe verankert und erstreckt sich von

dort bis zur M-Bande (Fürst et al., 1988). Titin ist ein multifunktionelles Protein, welches

mehrere Bindungsstellen für Struktur- und Signalproteine sowie C-terminal eine Kinase

Domäne besitzt (Tskhovrebova und Trinick, 2003).
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1.2.1.2 Die Herzmuskulatur

Das Herz, ein muskuläres Hohlorgan, gewährleistet mit ständigen rhythmischen Kontrak-

tionen die Durchblutung aller anderen Organe und Gewebe. Es wird durch die Herzschei-

dewand in eine rechte und linke Herzhälfte unterteilt, welche jeweils aus einer Kammer

(Ventrikel) und einem Vorhof (Atrium) bestehen. Die Herzklappen zwischen Vorhof und

Herzkammer, und die Herzklappen der großen Arterien sorgen dafür, dass das Blut in

die richtige Richtung fließt. Der Herzmuskel hat mit der Skelettmuskulatur viele Merk-

male gemeinsam, unterscheidet sich aber auch in wesentlichen Punkten. Herzmuskelzellen

(Cardiomyozyten) fusionieren im Gegensatz zu Skelettmuskelzellen während der Embryo-

nalentwicklung nicht und besitzen in der Regel nur einen Zellkern. Um dennoch koordi-

niert kontrahieren zu können sind die Cardiomyozyten über besondere Zell-Zell-Kontakte

miteinander verbunden, den sogenannten Glanzstreifen oder intercalated disks. Diese ent-

halten u. a. Desmosomen und gap junctions, welche die Zellen mechanisch bzw. elektrisch

miteinander verbinden, so dass eine verzögerungsfreie Erregungsausbreitung gewährleistet

ist. Deshalb wird der Herzmuskel auch als ein funktionelles Synzytium bezeichnet. Zudem

befinden sich in den Glanzstreifen Adhärenzverbindungen, aufgebaut aus Cadherinen bzw.

Integrinen, die intrazellulär Verbindungen zum Aktinzytoskelett aufbauen (Yamaguchi

et al., 1988; Perriard et al., 2003). Der Kontraktionsmechanismus des Herzmuskels ent-

spricht grundsätzlich dem des Skelettmuskels.

1.2.1.3 Muskelentwicklung und Myofibrillogenese

Skelettmuskelzellen sind durch Fusion entstandene multinukleäre Zellen. Während der

Myogenese entziehen sich Myoblasten dem Zellzyklus und initiieren die Expression mus-

kelspezifischer Gene (Wakelam, 1985; Lassar et al., 1994). Die dadurch eingeleitete Fusion

der Myoblasten bewirkt zunächst die Entstehung junger Myotuben (nascent myotubes),

die durch weitere Reifung terminal differenzierte Myotuben (mature myotubes) bilden

(Wakelam, 1985; Sanger et al., 2002). Während dieses Prozesses finden stetig weitere Fu-

sionen sowie die Expression spezifischer Proteine statt (Horsley und Pavlath, 2004). Neben

der äußeren Morphologie verändert sich auch die Organisation des Zytoskeletts hin zur

Entstehung der hochgeordneten, zur Kontraktion befähigten Sarkomerstruktur, was als
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Abbildung 1.5: Prämyofibrillenmodell nach Sanger. Myofibrillen entstehen aus Vorläuferstrukturen,
den sogenannten Prämyofibrillen. Diese sind aufgebaut aus Minisarkomeren, deren Grenzen die Z-bodies
bilden, in denen sarkomerspezifisches α-Aktinin exprimiert wird. Das in den frühen Prämyofibrillen vor-
handende Nichtmuskelmyosin wird mit der Reifung zu den naszierenden Myofibrillen gegen Muskelmyosin
II ausgetauscht und auch Titin kann detektiert werden. In diesem Stadium sind die Z-bodies lateral mit-
einander zu Z-Scheibenvorläuferstrukturen fusioniert. In den terminal differenzierten Myotuben sind die
Z-Scheiben und ebenso die gesamte Sarkomerstruktur voll ausgebildet. Abbildung modifiziert nach Sanger
et al. (2005).

Myofibrillogenese bezeichnet wird. Der Aufbau einer funktionellen Myofibrille aus ihren

Einzelkomponenten bedingt die Interaktion vieler Proteine, sowie die exakte Kontrolle die-

ser Abläufe, wobei viele Details bislang unerforscht sind. Es existieren mehrere Modelle,

zusammengefasst in Sanger et al. (2005), die die Entstehung einer Myofibrille beschrei-

ben. Das von den Autoren bevorzugte Prämyofibrillenmodell (premyofibril model) (siehe

Abbildung 1.5), beschreibt die Entstehung von Myofibrillen aus Vorläuferstrukturen, den

Prämyofibrillen. Diese bestehen aus sogenannten Minisarkomeren und entstehen an den

Rändern der Muskelzellen. Die Minisarkomere beinhalten in den sogenannten Z-bodies

neben Aktinfilamenten und damit assoziierten Proteinen bereits sarkomerspezifische Pro-

teine, wie z. B. α-Aktinin. Außerdem sind Filamente aus Nichtmuskel-Myosin II vor-

handen. Mit voranschreitender Myofibrillogenese beginnen die Z-bodies sich aneinander

auszurichten und formen so die Z-Scheiben-Vorläufer der jungen Myofibrillen. In terminal

differenzierten Myofibrillen sind die Z-Scheiben vollständig ausgebildet und angeordnet.
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1.2.1.4 Die Z-Scheibe und ihre Hauptakteure

Entgegen früheren Annahmen stellt die Z-Scheibe nicht nur ein statisches Gebilde zur

Verankerung der Aktinfilamente dar. In den letzten Jahren wurde ein ausgedehntes

Netzwerk von Proteinen erforscht, die dort lokalisiert sind und ihre Aktivität entfalten

(Frank et al., 2006). Interessanterweise sind in der Z-Scheibe mehrere Proteine vor-

handen, die an Signaltransduktionsprozessen beteiligt sind, welche die Z-Scheibe als

biochemischen Sensor auszeichnen (Hoshijima, 2006). Weiterhin sind viele Z-Scheiben

Proteine in der Lage zu anderen Kompartimenten (z. B. Nukleus) zu gelangen und so

Signale weiterzuleiten (Gautel, 2008). Zwei Proteine, welchen eine zentrale Rolle in der

Z-Scheibe zugesprochen wird, sind die ABPs α-Aktinin und Filamin.

α-Aktinin

α-Aktinin gehört, neben Spektrin und Dystrophin, zur Spektrin Superfamilie. In

Säugetieren existieren vier Gene (ACTN1, ACTN2, ACTN3 und ACTN4 ), die für meh-

rere α-Aktinin-Isoformen kodieren und gewebespezifische Expression aufweisen. Im Ske-

lettmuskel werden α-Aktinin 2 und 3, in Nichtmuskelzellen dagegen α-Aktinin 1 und

4 exprimiert (Blanchard et al., 1989). Alle α-Aktinin-Isoformen bestehen aus einer N-

terminalen Aktinbindungsdomäne (ABD) gefolgt von vier sogenannten Spektrin Repeats,

auch rod -Domänen genannt, sowie einer C-terminalen Calmodulin-ähnlichen Domäne

(CAM-Domäne) (Davison und Critchley, 1988; Travé et al., 1995; Castresana und Sa-

raste, 1995). Durch die Bildung von antiparallelen Dimeren kann α-Aktinin Aktinfila-

mente bündeln (Ylänne et al., 2001). Die Dimerisierung erfolgt über die positiv geladenen

Spektrin Repeats 1 und 2 mit den negativ geladenen Spektrin Repeats 4 und 3 eines

zweiten α-Aktininmoleküls (Djinovic-Carugo et al., 1999). Die ABD ist aufgebaut aus

zwei Calponin-Homologie-Domänen (CH-Domänen) und ähnelt somit einer Reihe wei-

terer Aktin bindender Proteine, wie z. B. Dystrophin und Filamin (Troys et al., 1999).

Die CAM-Domäne besteht aus vier EF-hand -Motiven, die Ca2+-Ionen binden können.

Die Calcium-Bindung beeinflusst und reguliert die Affinität des nichtmuskelspezifischen

α-Aktinin-Dimers zum F-Aktin (Burridge und Feramisco, 1981; Noegel et al., 1987). Die

muskelspezifischen α-Aktinine 2 und 3 haben diese Fähigkeit durch Mutationen während



Einleitung 12

Abbildung 1.6: Schematische Darstellung der Struktur des α-Aktinin2-Dimers. A: Die CAM-
Domäne des einen α-Aktinin-Moleküls bindet zwischen der ABD und den Spektrin-Like-Repeats des
anderen Moleküls. B: Die konformationelle Änderung durch die zusätzliche Bindung von PIP2 ermöglicht
der CAM-Domäne mit Titin zu interagieren, was gleichzeitig die Affinitiät des α-Aktinins zu F-Aktin
erhöht.

der Evolution verloren (Blanchard et al., 1989). Hier wird die Affinität des α-Aktinins

zum F-Aktin über die Bindung von Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (PIP2) erreicht

(Fraley et al. (2003), Abb. 1.6). Zudem bindet die CAM-Domäne Titin, welches an der

Lokalisierung oder genauer dem sogenannten Targeting, von α-Aktinin an die Z-Scheibe

beteiligt ist (Young und Gautel, 2000).

Für α-Aktinin wurde eine Vielzahl verschiedenster Interaktionspartner beschrieben. Hier-

zu gehören u. a. Transmembranproteine, Proteine der dense bodies (s. u.) bzw. der Z-

Scheiben sowie des Kontraktionsapparates der quergestreiften Muskulatur (zusammen-

gefasst in Sjöblom et al. (2008)). Transmembranproteine interagieren überwiegend über

ihre positiv geladenen zytoplasmatischen Schwanzregionen mit den negativ geladenen rod -

Domänen des α-Aktinins (z. B. β-Untereinheit des Integrins (Otey et al., 1990) oder

Vinculin (Wachsstock et al., 1987)). Die dense bodies der Nichtmuskelzellen sind die

strukturellen und funktionellen Analoga der Z-Scheiben im quergestreiften Muskel (La-

zarides und Burridge, 1975). In diesen Strukturen bindet α-Aktinin an PDZ- und LIM

Domänen enthaltenen Proteine, wie z. B. Zyxin (Crawford et al., 1992) oder Proteine der

Enigma/Cypher-Familie (Bauer et al., 2000). Mit α-Aktinin wechselwirkende Proteine der

Kontraktionsmaschinerie sind z. B.: Titin (Ohtsuka et al., 1997), Nebulin (Nave et al.,

1990), CapZ (Papa et al., 1999) sowie Myotilin (Salmikangas et al., 1999). Die Vielzahl an

verschiedenen Bindungspartnern macht α-Aktinin zu einer Interaktionsplattform, deren

Regulationsmechanismen bislang allerdings noch unverstanden sind.
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Filamin

Filamin wurde zuerst von Wang et al. (1975) sowie von Hartwig und Stossel (1975) ent-

deckt. In Säugetieren existieren drei Filamingene (FLNA, FLNB und FLNC ), welche teil-

weise gewebespezifisch exprimiert werden (van der Flier und Sonnenberg, 2001). Während

Filamin A und B ein breites Expressionsmuster aufweisen, scheint die Filamin C Expres-

sion auf den Skelett- und Herzmuskel limitiert zu sein (Thompson et al., 2000). Filamine

lokalisieren in Nichtmuskelzellen entlang von Aktin-Stressfasern sowie im kortikalen Ak-

tinnetzwerk. In Skelett- und Herzmuskelzellen ist es vorrangig in der Z-Scheibe, aber auch

in den Muskel-Sehnenverbindungen bzw. in den Glanzstreifen zu finden (van der Ven et al.,

2000). Alle Filamine zeigen einen sehr ähnlichen molekularen Aufbau. N-terminal gelegen

befindet sich eine ABD, die ähnlich wie beim α-Aktinin aus zwei CH-Domänen aufge-

baut ist und drei hydrophobe Aktinbindungsstellen aufweist (Pollard et al., 1994). Dar-

auf folgen 24 Immunglobulin-ähnliche, sogenannte Ig-Domänen, jede aufgebaut aus zwei

β-Faltblättern, die sich wiederum aus drei bzw. vier antiparallelen β-Strängen (Stränge

A-G) zusammensetzen (Fucini et al., 1997; Pudas et al., 2005). Eine schematische Dar-

stellung der Filaminstruktur ist in Abbildung 1.7 gezeigt. Die letzte Ig-Domäne vermittelt

die Dimerisierung des Filamins (Himmel et al., 2003). Die Ig-Domänen 15 und 16 sowie

23 und 24 werden jeweils durch Gelenkregionen, sogenannte hinge-Regionen getrennt. Die

Filamine A, B und C weisen untereinander, mit Ausnahme der Gelenkregionen, eine Se-

quenzhomologie von 60 bis 80 % auf (Gorlin et al., 1990). Für Filamin A konnte gezeigt

werden, dass die Ig-Domänen 16-17, 18-19 und 20-21 kompakte Domänenpaare bilden,

welche eine Rolle in der Regulation der Interaktionen mit anderen Proteinen darstellen

(Heikkinen et al., 2009). Für Filamin B und C wird diese Paarung von Ig-Domänen eben-

falls vermutet (Heikkinen et al. (2009), persönliche Kommunikation mit Prof. J. Ylänne).

Die muskelspezifische Isoform C unterscheidet sich von den anderen Filaminen durch eine

Insertion von 81 Aminosäuren in der zwanzigsten Ig-Domäne, welche an der Positionierung

von Filamin C an die Z-Scheibe beteiligt zu sein scheint (Xie et al., 1998; van der Ven et al.,

2000). In der prominentesten Spleißvariante des Filamin C fehlt zudem die Gelenkregion

zwischen Ig-Domäne 15 und 16 (Xie et al., 1998). In den letzten Jahren wurde eine große

Anzahl an Bindungspartnern von Filamin C beschrieben (Stossel et al., 2001; Popowicz
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Abbildung 1.7: Schematische Darstellung eines Filamin C Moleküls. N-terminal befindet sich
eine Aktinbindungsdomäne gefolgt von 24 Immunglobulin-ähnlichen Domänen. Die Ig-Domäne 24 ist zur
Dimerisierung befähigt. Filamin C unterscheidet sich von Filamin A und B v. a. durch eine Insertion in
Ig-Domäne 20, welche deshalb grün hervorgehoben ist. Weiterhin sind die Bindungsstellen von einigen
Interaktionspartnern des Filamin C aufgeführt.

et al., 2006). So konnten z. B. Thompson et al. (2000) zeigen, dass Filamin C mit γ- and

δ-Sarkoglykanen interagiert. Filamin stellt somit eine mögliche Verbindung zwischen der

Membran und dem Aktinzytoskelett dar. Zudem wechselwirkt es mit Strukturproteinen

der Z-Scheibe, wie z. B. Myotilin (van der Ven et al., 2000) und Calsarcin/FATZ/Myozenin

(Frey und Olson, 2002; Gontier et al., 2005), Xin (van der Ven et al., 2006), KY-Protein

(Beatham et al., 2004) aber auch mit dem Costamer-Protein Ponsin (Zhang et al., 2007).

Im Herzen interagiert Filamin C mit Nebulette (Holmes und Moncman, 2008). Einige

Bindungspartner sind in Abbildung 1.7 aufgelistet. Neben dieser mechanischen Funktion

werden den Filaminen eine Rolle in Signaltransduktionsprozessen zugesprochen. So bin-

det der C-Terminus von Filamin an verschiedene GTPasen der Rho-Familie, welche als

”
Schalter“ in verschiedenen Umbauprozessen des Aktinzytoskeletts wirken (Ohta et al.,

1999), als auch an den Guaninnukleotidaustauschfaktor Trio, der für die Aktivierung der

GTPasen RhoG, Rac1 und RhoA verantwortlich ist (Bellanger et al., 2000). Folglich kann

Filamin das Targeting der GTPasen und ihrer Aktivatoren an die Z-Scheibe vermitteln

und so verschiedene Signaltransduktionsprozesse koordinieren, die die Anordnung und den

Umbau des Aktinzytoskelett steuern. Die verschiedenen Funktionen des Filamins werden

sowohl über Phosphorylierung diverser Kinasen, wie die Poteinkinase C oder die cAMP-

und CaM-Kinase, (Ohta und Hartwig, 1995; Tigges et al., 2003; Wallach et al., 1978)

als auch über die Calpain-vermittelte Proteolyse (Raynaud et al., 2006) und strukturell

bedingte Autoinhibition (Lad et al., 2007), reguliert.
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1.2.2 Die glatte Muskulatur

Muskelfasern ohne die charakteristische Streifung durch die regelmäßige Anordnung der

Myofibrillen werden als
”
glatt“ bezeichnet, da lichtmikroskopisch das Zytoplasma der

Glattmuskelzellen homogen erscheint (Abb. 1.8). Die spindelförmigen Glattmuskelzellen

sind 20 bis 200 µm lang und bis 10 µm breit. Der ovale Zellkern liegt in der Mitte der

Zelle. Bei Kontraktion nimmt die Länge der Zelle ab, während der Umfang zunimmt. Der

Zellkern nimmt währenddessen eine korkenzieherartige Gestalt an. Die Aktin- und Myos-

infilamente in Glattmuskelzellen sind in längsgerichteten Fibrillen angeordnet, wobei die

Aktinfilamente in den sogenannten Ansammlungspunkten (dense bodies) verankert sind.

Diese Strukturen sind, wie die Z-Scheiben der Skelettmuskulatur reich an α-Aktinin. Zu-

dem sind die Glattmuskelzellen von Intermediärfilamenten durchzogen, die ebenfalls mit

den dense bodies verbunden sind. Die Fibrillen sind wie die Intermediärfilamente, an der

Plasmamembran in Anheftungsplatten (dense plaques) befestigt und ermöglichen darüber

den Kontakt zu benachbarten Zellen. Eine Besonderheit dieses Muskeltyps stellen die soge-

nannten Caveolae dar, Invaginationen des Sarkolemms, welche an der elektromechanischen

Kopplung beteiligt sind. Eine schematische Darstellung aller wichtigen Bestandteile einer

Glattmuskelzelle liefert Abbildung 1.8. Glattmuskelzellen kontrahieren im Vergleich zur

quergestreiften Muskulatur eher langsam und oft über lange Zeit. Da die glatte Muskula-

tur nur langsam ermüdet, kommt sie vor allem in Organen vor, die konstant in Bewegung

sind, wie in pulsierenden Blutgefäßen, in Eingeweiden wie z. B. Darmtrakt, Atmungs-

trakt, Harn- und Geschlechtsorganen und in Drüsen. Sie kann auch außerordentlich große

Kräfte entwickeln, z. B. während des Geburtsvorganges bei der Kontraktion des Uterus,

dem größten Glattmuskel. Glattmuskelzellen werden abhängig von der Art der Innervation

in zwei Typen unterschieden. Der sogenannte Single-unit-Typ ist elektrisch mit benach-

barten Glattmuskelzellen über Gap junctions verbunden. Größere Zellverbände reagieren

somit als funktionelle Einheit. Durch die Depolarisation einzelner, unabhängig agieren-

den Schrittmacherzellen, wird die Erregung auf alle verbundenen Zellen ausgebreitet. Die

Geschwindigkeit und Stärke der Kontraktion wird zwar durch Neurone, die synaptisch an

den Glattmuskelzellen enden, beeinflusst, ist aber für die Innervierung nicht erforderlich.

Single-unit-Typ-Muskelzellen findet man im Magen-Darm-Trakt, in Urogenitalorganen
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Abbildung 1.8: Übersicht über den Aufbau der glatten Muskulatur. Oben links dargestellt ist eine
Hämalaun-Eosin-Färbung eines Glattmuskels. Deutlich zu erkennen sind die spindelförmigen Glattmus-
kelzellen mit je einem Zellkern sowie das homogene Zytoplasma. Rechts dargestellt ist eine schematische
Zeichnung einer Glattmuskelzelle mit den typischen Zytoskelettbestandteilen. (Abbildung modifiziert
nach http://www.unifr.ch/anatomy/elearningfree/allemand/biochemie/muskel/glatte/d-glatte.php)

(z. B. Harnblase, Uterus) sowie in Arterien und Arteriolen. Im Gegensatz dazu werden

Glattmuskelzellen des sogenannten Multi-unit-Typs nur einzeln, also unabhängig von-

einander innerviert. Sie kontrahieren nur nach neuronaler Stimulation. Dieser Muskeltyp

kommt vor allem in der Wand kleinerer Gefäße, im Ziliarkörper des Auges oder den Ate-

morganen vor.

1.2.3 Die Kontraktionsmechanismen im quergestreiften und

glatten Muskel

Die besondere Eigenschaft von Muskeln ist ihre Fähigkeit zur Kontraktion. Diese Kontrak-

tion wird bewerkstelligt durch das Zusammenspiel von dünnen Aktinfilamenten und aus

dem Motorprotein Myosin bestehenden dicken Filamenten. Hierbei gleiten die Filament-

proteine ohne Veränderung der Eigenlänge aneinander vorbei und verkürzen somit die

Länge des Muskels (Gleitfilamenttheorie, Huxley und Hanson (1954)). Im quergestreiften

Muskel wird die Kontraktion durch Aktin bindende Proteine wie folgt reguliert: entlang
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des Aktinfilaments befinden sich das langgestreckte Tropomyosin (TM), welches bei nied-

riger Calciumkonzentration die Anlagerung von Myosin sterisch behindert, sowie der Tro-

ponin (TN)-Komplex, bestehend aus den Untereinheiten TN-C, -I und -T. TN-C besitzt

eine hohe Affinität zu Calcium-Ionen. Wird die Kontraktion durch ein Aktionspotential

initiiert, so führt dies zur Freisetzung von Calcium-Ionen aus dem sarkoplasmatischen

Retikulum. Dieses bindet an TN-C, welches durch allosterische Regulation eine Konfor-

mationsänderung des Tropomyosins bewirkt. Dadurch wird die Myosinbindungsstelle am

Aktinfilament freigelegt.

Im glatten Muskel werden dagegen weder Troponin noch Tropomyosin exprimiert. Die

Regulation erfolgt hier über Calmodulin, Caldesmon und die Myosin-Leichtketten-Kinase

(myosin light chain kinase, MLCK ). Caldesmon ist ein langgestrecktes Protein, welches

am Aktinfilamet bindet und ähnlich wie Tropomyosin im quergestreiften Muskel die An-

lagerung von Myosin an Aktin verhindert. Calmodulin besitzt eine hohe Affinität zu Cal-

cium. Bindet der Ca2+/Calmodulin-Komplex an Caldesmon oder wird Caldesmon durch

die Proteinkinase C phosphoryliert, gibt es die Myosinbindungsstellen am Aktin frei. Au-

ßerdem aktiviert der Ca2+/Calmodulin-Komplex die MLCK, welche die leichten Ketten

des Myosins phosphoryliert, wodurch das Myosinmolekül in seine aktive Form überführt

wird und die Triebkraft für die Kontraktion bereitstellen kann.

1.3 Die Podin-Proteinfamilie

Die Podin-Proteinfamilie umfaßt die drei Mitgliedern: Synaptopodin, Myopodin und Tri-

topodin, welche durch unterschiedliche Gene kodiert werden. Alle drei Proteine unterein-

ander sind sehr homolog und besitzen einen hohen Anteil an Prolinen, was eine gestreckte

ungefaltete Struktur der Proteine vermuten lässt (Mundel et al., 1997; Khaymina et al.,

2007).

1.3.1 Synaptopodin

Synaptopodin, kodiert durch das Gen SYNPO, wurde erstmals 1997 von Mundel et al.

beschrieben und wird vor allem in der Niere und in telenzephalen Regionen des Ge-
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hirns exprimiert. In Podozyten der Nieren ist es punktförmig entlang des Aktinzytoske-

letts lokalisiert. Auch in den dendritischen Dornen (dendritic spines) des zentralen Ner-

vensystems (ZNS) ist Synaptopodin mit dem Aktinzytoskelett assoziiert (Deller et al.,

2000b). Eine direkte Interaktion von Synaptopodin mit F-Aktin konnte durch Kremers-

kothen et al. (2005) gezeigt werden. Außerdem interagiert Synaptopodin über mehrere

unabhängige Bindungsstellen direkt mit α-Aktinin (Kremerskothen et al., 2005; Asanuma

et al., 2005). Weiterhin fanden Asanuma et al. (2005) heraus, dass murines Synaptopodin

in drei Spleißvarianten auftritt, welche gewebsspezifisch exprimiert werden, Synpo-short

(685 Aminosäuren) neuronal, Synpo-long (903 Aminosäuren) und Synpo-T (181 Ami-

nosäuren) renal. Eine Zusammenfassung der humanen Synaptopodinisoformen, sowie der

α-Aktinin-Bindungsstellen befindet sich im Anhang B.1. Erste Untersuchungen ließen ver-

muten, dass Synaptopodin den Dornenapparat (spine apparatus), eine spezialisierte Form

des endoplasmatischen Retikulums, mit dem Aktinzytoskelett verbindet und so eine Rolle

in der aktinbasierten Formgebung der dedritischen Dornen besitzt (Deller et al., 2000a).

Zur ausführlicheren Untersuchung der Funktion dieses Proteins wurde eine Synaptopodin

knockout-Maus (Synpo−/− - Maus) generiert. Diese Mäuse sind lebensfähig und zeigen

keinen offensichtlichen Phänotyp. Auch die Nierenfunktion ist unbeeinträchtigt, obwohl

Synaptopodin im Wildtyp dort sehr stark exprimiert ist. Auch neuroanatomische Un-

tersuchungen der Gehirne ergaben keine Unterschiede zu Wildtyp-Mäusen und erst die

genaue Betrachtung der telenzephalischen Neurone ergab, dass Synpo−/− - Mäuse kei-

nen Dornenapparat besitzen (Deller et al. (2003)). Da der Dornenapparat eine potentielle

Rolle in der Langzeit-Potenzierung (LTP - longterme potentiation) ausübt, wurden die

Synpo−/− - Mäuse diesbezüglich untersucht. Dabei fand man heraus, dass die LTP im Hip-

pocampus reduziert ist und dass die Mäuse ein verschlechtertes Ortsgedächtnis besitzen.

Die Synpo−/− - Mäuse exprimieren zwar weder Synpo-short noch Synpo-long, allerdings

wird die Isoform Synpo-T exprimiert. Diese Isoform ist in den Podozyten der defizienten

Tiere hochreguliert und kann dort vermutlich die Deletion von Synpo-long kompensieren

(Asanuma et al., 2005).
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1.3.2 Myopodin

Das Protein Myopodin, kodiert durch das Gen SYNPO2, wurde zuerst im Jahre 2001 von

Weins et al. beschrieben. Die Aminosäuresequenz weist mit 47,7% signifikante Homologie

zu Synaptopodin auf. Northern Blot-Analysen des murinen Herz- und Skelettmuskels

ergaben, dass die mRNA des Myopodins eine Länge von etwa 3,6 kb beträgt. Das

entsprechende Protein wurde mit 80 kDa im Skelettmuskel und 95 kDa im Herzmuskel

bestimmt. Da beide Muskelarten nur ein Transkript der gleichen Größe aufwiesen, wurde

zunächst vermutet, dass die unterschiedlichen Proteinisoformen aufgrund posttranslatio-

naler Modifikationen entstehen. Von de Ganck et al. (2008) wurde hingegen gezeigt, dass

alternative Spleißvorgänge zu mindestens drei verschiedenen Proteinvarianten führen.

Weiterhin postulierten Weins et al. (2001), dass Myopodin eine Aktinbindungsstelle

besitzt und anhand von Transfektionsstudien mit Deletionskonstrukten konnte diese

Region im zentralen Bereich des Myopodins auf etwa 150 Aminosäuren eingegrenzt

werden. Die Beobachtung, dass die Überexpression von Myopodin zu Aktinbündeln

im Zytoplasma und zur Bildung Myopodin-haltiger Aktinschleifen im Nukleus führte,

ließ die Autoren schlussfolgern, dass Myopodin Aktinbündelungsaktivität aufweist.

Immunfluoreszenzuntersuchungen von Skelettmuskelzellen ergaben, dass Myopodin in

Myoblasten vorwiegend im Zellkern lokalisiert ist, während es in differenzierten Muskel-

zellen mit α-Aktinin in den Z-Scheiben der quergestreiften Muskulatur kolokalisiert ist.

Deshalb wurde vermutet, dass Myopodin zum einen eine strukturelle Funktion in den

Z-Scheiben besitzt, zum anderen aber auch als Signalprotein zwischen Z-Scheibe und

Nukleus fungieren könnte (Weins et al., 2001).

Die Bindung an Aktin konnte von bereits 1999 von (Leinweber et al., 1999) gezeigt

werden, allerdings wird Myopodin hier Fesselin genannt. Erst im Jahre 2009 wurde

gezeigt, dass Fesselin eine Ortholog des Myopodins ist Schroeter et al. (2008a). Fesselin

stimuliert die Nukleation von Aktin sowie dessen Polymerisation (Beall und Chalovich,

2001). Weiterhin wurde Myopodin als Interaktionspartner von α-Aktinin beschrieben

(Takada et al., 2001; Pham und Chalovich, 2006; Faul et al., 2007), wobei diese Inter-

aktion das 14-3-3 abhängige Targeting von Myopodin in den Zellkern verhindern kann

(Faul et al., 2007). Weitere Bindungspartner für Myopodin sind Zyxin (Yu und Luo,
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2006) und Calmodulin, dessen Bindung Ca2+ abhängig reguliert wird Kolakowski et al.

(2004). Weiterhin inhibiert Myopodin die Aktin-aktivierte ATPase-Aktivität, weshalb

Myopodin bzw. Fesselin im Glattmuskel eine ähnliche Rolle wie Caldesmon zugesprochen

wird (Schroeter und Chalovich, 2005). Auch die Bindung an Myosin konnte nachgewiesen

werden (Schroeter und Chalovich, 2005).

Bereits 2001 konnten Lin et al. zeigen, dass SYNPO2 in invasivem Prostatakrebs

häufig Deletionen aufweist. Neben Northern Blot-Analysen, die im Widerspruch zu

Weins et al. (2001) die Expression eines 4,2 kb Transkriptes in Prostata, Dünn- und

Dickdarm, im Herzen sowie besonders stark im Skelettmuskel beschrieben, zeigten in

situ-Hybridisierungs (ISH)-Experimente mit humanem Prostatagewebe die Expression

von Myopodin in den dortigen Epithel- und vor allem in den Drüsenzellen. Das glatt-

muskelzellenreiche Stroma weist dagegen keine Expression von Myopodin-mRNA auf.

Aufgrund der Homologie zu Synaptopodin wurde von Lin et al. (2001) spekuliert, dass

Myopodin u. a. eine Rolle in der Ausbildung von Zell-Zell-Kontakten besitzt. Wird durch

Deletionen des Myopodin-Gens die Ausbildung von Zell-Zell-Kontakten behindert, so

kann dies zur verstärkten Migration der betroffenen Zellen aus dem Zellverband und

folglich zur Bildung von Metastasen bzw. invasiven Krebs führen. Spätere Untersuchun-

gen gaben Hinweise darauf, dass Myopodin eine Rolle als Tumorsuppressor besitzen

könnte. So beschrieben Sanchez-Carbayo et al. (2003), dass im normalen Urothel der

Harnblase Myopodin im Zytoplasma und im Nukleus lokalisiert ist, in verändertem

Gewebe oberflächiger und invasiver Blasentumoren dagegen eine verminderte nukleäre

Myopodinexpression zu beobachten ist. Weiterhin beschrieben Jing et al. (2004), dass

eine Expression von Myopodin Tumorwachstum und Metastasierung unterdrückt. Im-

munhistochemische Färbungen durch Jing et al. (2004) zeigten Expression des Myopodins

im Epithel- und Drüsengewebe der Prostata. Allerdings stehen diese Beobachtungen

der Myopodinexpression in Epithelien im Widerspruch mit eigenen durchgeführten

Versuchen, in denen Myopodin auf Proteinebene lediglich in Muskelzellen nachgewiesen

werden konnte (Linnemann, 2005; Krüger, 2007).
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1.3.3 Tritopodin

Tritopodin ist das dritte und bislang am wenigsten erforschte Mitglied der Podin-

Proteinfamilie und wird von dem Gen SYNPO2L kodiert. Die signifikante Homologie von

30 % zu Myopodin auf Aminosäureebene lässt ähnliche Funktionen für diese Proteine

vermuten. Affymetrix All-Exon-Chip-Analysen deuten darauf hin, dass Tritopodin auf

mRNA-Ebene vor allem in quergestreiften Muskeln exprimiert wird.

Kürzlich wurde von Beqqali et al. (2010) eine erste ausführliche Studie zu diesem

Protein, in diesem Fall CHAP (cytoskeletal heart-enriched actin-associated protein)

genannt, veröffentlicht, deren Ergebnisse im Folgenden zusammengefasst werden sollen.

Die genomische Organisation des murinen CHAPs (mCHAP) zeigt die Expression von 5

Exons, wobei zwei Isoformen postuliert werden: mCHAPa, bestehend aus den Exons 1, 2,

3 und 5 sowie mCHAPb resultierend aus einem Startcodon in Exon 4. Die entsprechenden

Proteinvarianten werden mit 140 kDa (mCHAPa) und 110 kDa (mCHAPb) beschrieben.

Das Protein mCHAPa besitzt N-terminal eine PDZ-Domäne, beide Isoformen beinhalten

eine klassische Kernlokalisationssequenz (KKRR).

Expressionsanalysen auf mRNA und Proteinebene in Mäusen zeigten, dass mCHAP in

vivo und in vitro in differenzierenden Skelett- und Herzmuskelzellen exprimiert wird,

wobei die mRNA der Isoform mCHAPb bereits ab Tag E7,75 (embryonaler Tag 7,75) im

”
halbmondförmigen Herzfeld“ (cardiac crescent) und ab Tag E10 im dorsalen Bereich der

Somiten, aus dem sich später Muskelgewebe entwickelt, nachgewiesen wurde. mCHAPa

hingegen konnte nicht in den frühen Stadien der Muskelentwicklung nachgewiesen

werden, ist aber die prominente Isoform im adultem Herz- und Skelettmuskelgewebe, wo

der mCHAPb-Expressionlevel hingegen stark verringert ist. In differenzierenden murinen

Skelettmuskelzellen (C2C12-Zellen) konnten aber beide Isoformen mit zunehmender

Differenzierung in steigenden Mengen nachgewiesen werden.

Immunfluoreszenzfärbungen von embryonalen Cardiomyozyten (E17,5), adulten

Herzmuskel- und Skelettmuskelgewebeschnitten zeigten die Kolokalisation von mCHAP

mit α-Aktinin in den Z-Scheiben der Sarkomere, wobei es aber auch gelegentlich im Kern

von embryonalen Herzmuskelzellen beobachtet wurde. Transfektionsstudien mit trunkier-

ten mCHAP-Fragmenten deuten darauf hin, dass der N-terminale Bereich des Proteins,
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unabhängig davon, ob die Kernlokalisationssequenz enthalten war, für die Lokalisation

im Zellkern verantwortlich ist, während der C-terminale Bereich die Aktinassoziation

verursachte. Coimmunpräzipitationen zeigten, dass mCHAP mit α-Aktinin interagiert,

jedoch nicht mit Aktin (Beqqali et al., 2010).

Im Zebrafisch (Danio rerio) konnten von Beqqali et al. (2010) zwei Gene (chap1 und

chap2 ) bestimmt werden, die für CHAP kodieren, deren Expression während der Entwick-

lung ausführlich studiert wurde. Die gezielte Herunterregulierung des Expressionslevels

von chap1 sowie von chap2 durch die Anwendung von antisense morpholino Oligonukleo-

tiden, führte zu einer gestörten Somitenentwicklung, einer abnormalen Herzmorphologie

sowie verringerter Kontraktilität und der Ausbildung cardialer Ödeme. Zudem konnten

Morpholino-behandelte Zebrafische nicht von alleine schlüpfen, was auf eine reduzierte

Muskelkraft schließen lässt. An Tag 6 nach der Befruchtung starben die chap-Mutanten.

Die genauere Analyse der chap1 -Mutanten ergaben eine veränderte Morphologie des

Herzens. Immunfluoreszenzfärbungen der Skelettmuskeln wiesen die Zerstörung der

Somitengrenzen in chap1 -Mutanten und die irreguläre Anordnung der Muskelfasern in

den Somiten nach. Die Ultrastrukturanalyse mittels Elektronenmikroskopie zeigte die

Zerstörung bzw. das Fehlen von Sarkomerstrukturen.

All diese Ergebnisse lassen vermuten, dass CHAP/Tritopodin eine wichtige Funktion für

die Morphogenese der quergestreiften Muskulatur übernimmt.

1.4 Ausgangspunkt und Zielstellung

Die Ausbildung der kontraktilen Myofibrillen ist ein sehr komplexer Vorgang, der die

streng kontrollierten Interaktionen vieler Proteine bedarf. Auf der Suche nach Proteinen,

die an diesen Prozessen beteiligt sind, stellte sich die Podin-Proteinfamilie als potentiell

interessante Komponenten heraus. Deshalb war das Ziel dieser Arbeit die zellbiologische

und biochemische Charakterisierung der Podin-Proteinfamilie. Zum einen galt es, die

Genstruktur und die daraus resultierenden Isoformen für Myopodin und Tritopodin auf-

zuklären, zum anderen sollte die Expression dieser Isoformen in verschiedenen Geweben

auf mRNA- und Proteinebene untersucht werden. Für die Analyse der Proteinisoformen
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auf Western Blots, sowie für indirekte Immunfluoreszenzen auf Geweben und Zellen,

sind spezifische Antikörper notwendig, die im Rahmen dieser Arbeit generiert und

charakterisiert werden sollten.

Da Myopodin und Tritopodin hauptsächlich in quergestreiften Muskeln exprimiert

werden, stellte sich die Frage nach der möglichen Rolle der Podin-Proteine und ihrer

Isoformen während der Muskelentwicklung. Mit Hilfe von RT-PCRs und der Detektion

der Podin-Proteine in Western Blots durch die selbst generierten Antikörper, sollte die

Expression der unterschiedlichen Isoformen während der Muskeldifferenzierung verfolgt

und durch immunfluoreszenzmikroskopische Analysen die Lokalisation der Podin-Proteine

in den Muskelzellen ermittelt werden.

In der Literatur wird beschrieben, dass Myopodin in der Prostata vornehmlich in

den Epithel- und Drüsenzellen exprimiert wird. Eigene Experimente zeigten hingegen

die ausschließliche Expression in den dortigen Glattmuskelzellen. Aufgrund dieser

widersprüchlichen Daten sollte die Expression des Myopodins in Geweben mit hohem

Glattmuskelanteil untersucht werden. Durch immunhistochemische Färbungen mit den

neu generierten Myopodinantikörpern, aber auch mit Hilfe von in situ Hybridisierungen

wird erhofft, diese Diskrepanz aufklären zu können.

Synaptopodin besitzt mehrere voneinander unabhängige Bindungsstellen für α-Aktinin.

Aufgrund der Homologie zwischen den Podin-Proteinen ist ein ähnliches Bindungsver-

halten von Myopodin und Tritopodin an α-Aktinin anzunehmen. Demzufolge sollte

im Rahmen dieser Arbeit das Bindungsverhalten dieser beiden Podine an α-Aktinin

untersucht und die Bindungsstellen eingeengt werden. Zudem deuten erste Studien

unserer Arbeitsgruppe darauf hin, dass Myopodin mit Filamin C interagiert. Deshalb

sollte diese Interaktion genauer charakterisiert werden, was auch die Ermittlung der

Bindungsstärke einschließt. Weiterhin galt es zu untersuchen, ob auch Synaptopodin und

Tritopodin in der Lage sind mit Filamin C zu wechselwirken.

Myopodin ist ein F-Aktin bindendes Protein, das vermutlich auch eine aktinbündelnde

Aktivität aufweist. Durch die Eingrenzung der F-Aktinbindungsstelle sowie der Analyse

der aktinbündelnden Eigenschaften wird erhofft, Hinweise auf die Funktion dieses

Proteins in der Zelle zu erhalten.
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Mit Hilfe der vorliegenden Arbeit soll eine grundlegende und ausführliche Charakte-

risierung der Podin-Proteine erhalten werden, auf deren Basis kommende funktionelle

Analysen die Rolle der Podin-Proteine in Muskelzellen aufklären können.



Kapitel 2

Material und Methoden

2.1 Chemikalien, Verbrauchsmaterialien, Kits

Die Herkunft der meisten Verbrauchsmaterialen und Kits ist im Text beschrieben.

Restriktionsenzyme wurden von MBI Fermentas (St. Leon-Roth) bezogen, die Feinche-

mikalien für die Elektrophorese von Biorad (München), Zellkulturmedien und -zusätze

wenn nicht anders angegeben von Gibco/Invitrogen (Karlsruhe) und weitere Chemikalien

sowie Verbrauchsmaterialien von Roth (Karlsruhe) bzw. Sigma (Taufkirchen). Für das

Ansetzen von Lösungen wurde steriles Reinstwasser (Millipore-Qualität) verwendet.

2.2 Kulturmedien für Bakterien und Hefen

Tabelle 2.1: Kulturmedien

Name Zusammensetzung
LB-Medium 10 g Trypton, 5 g Hefeextrakt, 10 g NaCl pro Liter, pH 7,5

SOB-Medium 20 g Trypton, 5 g Hefeextrakt, 0,59 g NaCl, 0,19 g KCl pro Liter, pH 7,0

SOC-Medium 5 mM MgCl2, 5 mM MgSO4, 20 mM Glucose in SOB-Medium

YPD-Medium 20 g Trypton, 10 g Hefeextrakt, 20 g Glucose pro Liter, pH 6,5

DOB-Medium 1,7 g Yeast Nitrogen Base, 20 g Glucose, 5 g (NH4)2SO4 pro Liter, pH 5,8
mit entsprechenden Aminosäuresupplementen (-L, -W, -H, -LW, -LWH; Clontech)

Für Festmedien wurde 1,5 % (w/v) Agar zugesetzt.



Material und Methoden 26

2.3 Antibiotika

Antibiotika wurden dem autoklavierten Nährmedium vor der Verwendung stets frisch

zugesetzt.

Tabelle 2.2: Antibiotika

Antibiotikum Endkonzentration
Carbenicillin 100 µg/ml
Chloramphenicol 34 µg/ml
Kanamycin 50 µg/ml

2.4 Bakterien- und Hefestämme

2.4.1 DNA-Klonierung

E. coli JM109 (Stratagene, Heidelberg),
Genotyp: e14-(McrA-) recA1 endA1 gyrA96 thi-1hsdR17(r-k m+k ) supE44 relA1 (lacproAB)
[F’ traD36 proAB lacIqZ M15]

2.4.2 Proteinexpression

E. coli BL21(DE3)CodonPlus (DE3)-RP (Stratagene, Heidelberg),
Genotyp: F- ompT hsdS(r-B m-B) dcm+ Tetr gal (DE3) endA Hte [argU proL Camr]

E. coli BL21(DE3)C43 (Lucigen, Middleton, USA),
Genotyp: F- ompT hsdSB (rB- mB-) gal dcm (DE3), Miroux und Walker (1996)

2.4.3 Hefe-Doppel-Hybridsystem

Saccharomyces cerevisiae L40 (Invitrogen)

Genotyp: MATα his3δ200 trp1-901 leu2-3112 ade2 LYS2::(4lexAop-HIS3) URA3::

(8lexAop-lacZ)GAL4, Vojtek et al. (1993)
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2.5 Plasmide

Alle Plasmide verfügen über eine Carbenicillin-Resistenzkassette (Ausnahme: pLexPd mit

Kanamycin-Resistenz). Falls notwendig, wurde die vorhandene Klonierungskassette er-

setzt, so dass geeignete Restriktionsschnittstellen (MluI bzw. BamHI und SalI bzw. XhoI )

zur Verfügung standen. Vektorkarten relevanter Plasmide befinden sich im Anhang.

Tabelle 2.3: Eigenschaften der verwendeten Plasmide

Plasmid Anwendungsgebiete (Eigenschaften) Herkunft
pGEMT T/A-Klonierung Promega (Mannheim)

pET23aEEF prokaryotische Expression modifizierter pET23a
(His6- und EEF-Tag) (Novagen)

Obermann et al. (1996)

pET23aT7 prokaryotische Expression modifizierter pET23a
(His6- und T7-Tag) (Novagen)

Obermann et al. (1996)

pGEX-6P3 prokaryotische Expression Amersham (Freiburg)
(GST-Tag)

pACT2Pd Hefe-Doppel-Hybrid-Experimente modifizierter pAct2
(GAL4 activation domain (Clontech)
Hybridanteil, LEU2 )

pLexPd Hefe-Doppel-Hybrid-Experimente modifizierter pLexA
(LexA DNA binding domain (Clontech)
Hybridanteil, TRP1 ) Stenmark et al. (1995)

pMypG eukaryotische Expression modifizierter pCAT3-Enhancer
(Myomesin-Promotor, EGFP-Tag) (Promega) Pacholsky (2003)

pEGFP-BACP-N3 eukaryotische Expression modifizierte pEGFP-Vektor
(Beta-Aktin-Chicken-Promotor, Eulitz, AG Fürst
C-terminaler EGFP-Tag )

pEGFP-BACP-C2 eukaryotische Expression modifizierte pEGFP-Vektor
(Beta-Aktin-Chicken-Promotor, Eulitz, AG Fürst
N-terminaler EGFP-Tag )

pCMV5-T7 eukaryotische Expression modifizierter pCMV5-Vektor
(CMV-Promotor, T7-Tag) Obermann et al. (1998)



Material und Methoden 28

2.6 Antikörper

Die in dieser Arbeit verwendeten primären Antikörper sind in Tab. 2.4 zusammengestellt.

Geeignete Sekundärantikörper (Meerrettichperoxidase-Konjugate (HRPO) für Western

Blots (WB); Fluoreszenzfarbstoff-Konjugate für Immunfluoreszenzfärbungen (IF)) sind

in Tab. 2.5 aufgelistet.

Tabelle 2.4: primäre Antikörper

Name Epitop Typ Anwendung Herkunft
A653 α-Aktinin Kaninchen IF Van der Ven et al. (2000)

(sarkomerspezifisch)

EA53 α-Aktinin Maus IgG1 IF Abcam
(sarkomerspezifisch)

BM75.2 α-Aktinin Maus IgM IF Sigma (#A5044)

RR90 Filamin Maus IgA IF Van der Ven et al. (2000)

1A4 Glattmuskel-Aktin Maus IgG2a IF Sigma (#2547)

C-11 Keratin Maus IgG1 IF Sigma (#C2931)

HH9 Myopodin Maus IgG IF, WB AG Micheel,
Universität Potsdam

M2* Myopodin Kaninchen IF, WB AG Fürst

Myop PDZ* Myopodin Kaninchen IF, WB AG Fürst
(isoformspezifisch)

Myop Ex6* Myopodin Kaninchen IF, WB AG Fürst
(isoformspezifisch)

ML1* Tritopodin Kaninchen IF, WB AG Fürst
(isoformspezifisch)

G1D4 Synaptopodin Maus IgG1 IF, WB Progen

164D4 Zyxin Maus IgG1 IF Rottner et al. (2001)

Calsarcin Calsarcin IF N. Frey

Synemin Synemin IF O. Skalli

BB78 Myomesin Maus IF Vinkemeier et al. (1993)

GST GST-Tag Maus WB Novagen

T7 T7-Tag Maus IgG2b WB, IP, IF Novagen (#69522)

YL1/2 EEF-Tag Ratte WB Wehland et al. (1983)

*Die Immunisierung der Kaninchen mit den rekombinant exprimierten und gereinigten
Proteinfragmenten zur Herstellung der polyklonalen Antikörper gegen Myopodin und Tritopodin

wurden von der Firma Biogenes (Berlin) vorgenommen.
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Tabelle 2.5: sekundäre Antikörper

Name Donor gegen Konjugat Herkunft

GAM-PO Ziege Maus IgG HRPO Dianova (#115-035-068)

GAM-PO Ziege Maus IgG HRPO Dianova (#115-035-068)

Fc gamma1

GArat-PO Ziege Ratte HRPO Dianova (#112-035-143)

GAR-PO Ziege Kaninchen HRPO Dianova (#111-035-003)

GAM IRdye680 Ziege Maus IgG IRdye680 LI-COR (#926-68020)

GAM IRdye800CW Ziege Maus IgG IRdye800 LI-COR (#926-32210)

GAR IRdye800CW Ziege Kaninchen IRdye800 LI-COR (#926-32211)

GARat IRdye800CW Ziege Kaninchen IRdye800 LI-COR (#926-32219)

GAM IgG Cy5 Ziege Maus IgG Cy5 Dianova

GAM IgG1 alexa488 Ziege Maus IgG1 alexa488 Molecular Probes (#A-21121)

GAM IgG1 alexa350 Ziege Maus IgG1 alexa350 Molecular Probes (#A-21120)

GAM IgG1 alexa594 Ziege Maus IgG1 alexa594 Molecular Probes (#A-21125)

GAM IgA Txr Ziege Maus IgA Texasrot Southern Biotech (#1040-07)

GAM IgM alexa546 Ziege Maus IgM alexa546 Molecular Probes (#A-21045)

GAM IgM Cy5 Ziege Maus IgM Cy5 Dianova

GAR Cy2 Ziege Kaninchen Cy2 Dianova

GAR Cy3 Ziege Kaninchen Cy3 Dianova

GAR Cy5 Ziege Kaninchen Cy5 Dianova

2.7 Molekularbiologische Methoden

2.7.1 RNA-Isolierung

Zur Isolierung von RNA aus Geweben wurde das RNeasy Fibrious Tissue Mini Kit

(Qiagen, Hilden), zur Isolierung aus kultivierten Zellen wurde das Mini RNA Isolation II

Kit (Promega, Mannheim) oder das Mini RNA Isolation Kit II (Zymo Research) nach

den Angaben der Hersteller verwendet. Die Reinheit und Konzentration der RNA wurde

spektroskopisch, wie in Abschnitt 2.7.13 beschrieben, bestimmt.
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2.7.2 Reverse Transkription

Die Reverse Transkription wurde mit Hilfe des Omniscript-RT-Kits (Qiagen, Hilden)

durchgeführt. Als Primer fanden randomisierte Hexamere (random hexamers) oder ran-

domisierte Nonamere (random nonamers) Verwendung, welche per Zufallsprinzip an die

mRNA binden. Um den Abbau der RNA im Reaktionsansatz zu verhindern, wurden

RNAse-Inhibitoren (RNasin, Promega) zugesetzt. Die Zusammensetzung eines typischen

Reaktionsansatze befindet sich in Tabelle 2.6. Der Ansatz wurde 1 h bei 37 ◦C und an-

Tabelle 2.6: Reaktionsansatz für Reverse Transkription

Komponente Menge

RNA 1 µg

Primer (random hexa-/nonamers, 100 µM) 2 µl

Omniscript Reverse Transkriptase (4 U/µl) 1 µl

dNTPs (5 µM) 2 µl

RNAse Inhibitoren (10 U/µl) 1 µl

RT-Puffer (10x) 2 µl

Wasser ad 20 µl

schließend 15 min bei 70 ◦C inkubiert. Die Reaktionsprodukte wurden umgehend in PCR-

Reaktionen eingesetzt oder für den späteren Gebrauch bei -20 ◦C gelagert.

2.7.3 5´-RACE (Rapid Amplification of cDNA-Ends)

Die 5´-RACE ist eine Methode zur Amplifikation von Nukleinsäuren zwischen einer be-

kannten internen Sequenz und einer unbekannten Sequenz am 5´-Ende (5´-RACE) oder

am 3´-Ende (3´-RACE) (Frohman et al. (1988)). Als Matrize dient in beiden Fällen isolier-

te mRNA. In dieser Arbeit wurde eine 5´-RACE mit Hilfe des 5´ RACE System for Rapid

Amplification of cDNA Ends, Version 2.0 (Invitrogen) durchgeführt. Die Durchführung

erfolgte nach Angaben des Herstellers. Die verwendeten Primer sind in der Tabelle C

aufgeführt. Die RNA wurde isoliert aus differenzierten humanen Skelettmuskelzellen. Die

PCR-Produkte der 5´-RACE wurden anschließend über T/A-Klonierung (siehe Abschnitt

2.7.7) in den Vektor pGEM-T (Promega) inseriert und sequenziert. Die Sequenzierung

wurde vorgenommen von AGOWA/LGC Genomics, Berlin.
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2.7.4 Polymerasekettenreaktion

Mit Hilfe der Polymerasekettenreaktion (PCR) wurden ausgewählte Sequenzabschnitte

von cDNAs spezifisch amplifiziert. Zur Amplifikation kleiner PCR-Fragmente wurde das

Taq-DNA-Polymerase-System Firepol von Solis Biodyne, Tartu, Estland verwendet. Der

gebrauchsfertige 5 x Mastermix Ready to Load enthielt bereits die entsprechenden Puffer-

und Ladekomponenten sowie die Firepol -Taq-Polymerase. Ein Ansatz enthielt in einem

Gesamtvolumen von 25 µl etwa 25 ng Matrizen-DNA, 10 pmol sense und antisense Pri-

mer, 5 µl 5 x Mastermix Ready to Load sowie Wasser.

Um Abschnitte der cDNA zu amplifizieren, wurde das Reaktionsgemisch einem bestimm-

ten Temperaturprofil unterworfen (siehe Tab. 2.7). Die Elongationszeit war dabei abhängig

von der Länge des gewünschten PCR-Produktes (ca. 1 min für 1 kb).

Präparative PCRs wurden mit der Pfu-Polymerase (Fermentas) durchgeführt, da die-

ses Enzym über eine Korrekturlese-Funktion verfügt. Hier wurde ein für dieses Enzym

spezifischer Puffer (Fermentas) eingesetzt. Außerdem wurde die Elongationszeit entspre-

chend der geringeren Ablesegeschwindigkeit der Pfu-Polymerase im Vergleich zur Taq-

Polymerase verlängert (ca. 2 min für 1 kb).

Ein Reaktionsansatz enthielt bei einem Gesamtvolumen von 25 µl 400 µM Desoxyribo-

nukleotide (Fermentas), 1x Enzympuffer (Puffersystem mit Ammoniumsulfat, Fermen-

tas), 10 pmol sense und antisense Primer sowie 0,5 U Pfu-Polymerase. Um nachfolgende

Tabelle 2.7: Temperaturprofil für PCR

Phase Temperatur Dauer

Denaturierung 94 ◦C 2 min

Denaturierung 94 ◦C 30 sec
Primeranlagerung (Annealing) 61 ◦C 30 sec 35 Zyklen
Elongation 72 ◦C 30–90 sec

Finale Elongation 72 ◦C 10 min

Klonierungsexperimente zu erleichtern, wurden mit den Primern Schnittstellen für Re-

striktionsenzyme (in der Regel MluI und SalI ) eingefügt. Die Sequenzen der verwendeten

Primer befinden sich im Anhang C. Zur Analyse wurden je 5 µl der PCR-Ansätze auf ein

Agarosegel aufgetragen und elektrophoretisch aufgetrennt (siehe 2.7.6).
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2.7.5 Restriktionsverdau von DNA

2.7.5.1 Analytischer Restriktionsverdau

Zur Kontrolle von Plasmiden bzw. einklonierten DNA-Fragmenten auf ihre korrekte Größe

wurden analytische Restriktionsverdaue durchgeführt. In einem 10 µl-Ansatz wurden et-

wa 100 ng DNA mit 2 U je Restriktionsenzym und dem entsprechenden Enzympuffer

(Fermentas) sowie mit Wasser zum Einstellen des Endvolumens versetzt und mindestens

eine Stunde bei 37 ◦C im Brutschrank inkubiert und anschließend der gesamte Ansatz auf

ein Agarosegel aufgetragen und elektrophoretisch aufgetrennt (siehe 2.7.6).

2.7.5.2 Präparativer Restriktionsverdau

Ansätze zum präparativen Verdau von DNA enthielten 10 µg Plasmid- bzw. 1µg gereinig-

tes PCR-Fragment, je 10 U Restriktionsenzym sowie den entsprechenden Enzympuffer.

Das Endvolumen wurde auf 50 µl mit Wasser eingestellt und nach Inkubation bei 37 ◦C

über Nacht auf ein Agarosegel aufgetragen und elektrophoretisch aufgetrennt (siehe 2.7.6).

2.7.6 Agarosegelelektrophorese

Es wurden, entsprechend der zu trennenden DNA-Längen, 1–2 %ige (w/v) Agarose in

TAE-Puffer (s. u.), versetzt mit 1 µg/ml Ethidiumbromid, bzw. 0,5x GelRed (Biotium)

verwendet. Die zu untersuchenden Proben wurden mit 0,2 Volumina Ladepuffer (6 x Loa-

dingDye, Fermentas) versetzt und in die Auftragetaschen des Gels überführt. Um die

Länge der DNA bestimmen zu können wurde ein Marker mit auf das Gel aufgetragen

(z. B. MassRuler DNA Ladder Mix, Fermentas). Die Gele wurden bei 100–150 V in TAE-

Puffer aufgetrennt. Die Dokumentation erfolgte mit Hilfe des GelDoc-Systems von Biorad.

Zur Reinigung einzelner Banden aus dem Gel wurden diese unter UV-Licht mit einem

Skalpell ausgeschnitten und anschließend die DNA unter Verwendung des Wizard R© SV

Gel and PCR Clean-Up System (Promega) nach Angaben des Herstellers aufgereinigt.

TAE: 40 mM Tris-Azetat, 1 mM EDTA, pH 8,3
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2.7.7 Ligation

Durch Restriktionsverdau vorbereitete PCR-Produkte oder aus Vektoren herausgeschnit-

tene DNA-Fragmente wurden in mit den gleichen Retriktionsenzymen geschnittene Plas-

mide eingefügt (Klonierung über cohäsive Enden) und diese mit Hilfe des Enzyms T4-

DNA-Ligase (Fermentas) geschlossen. Ein Ligationsansatz enthielt etwa 75 ng Vektor-

DNA mit einem dreifachen molaren Überschuß an Insert-DNA und 1 U T4-DNA-Ligase

in Ligasepuffer (Fermentas). Das Endvolumen von 10 µl wurde mit Wasser eingestellt. Der

gesamte Ligationsansatz wurde nach einer Inkubationszeit von einer Stunde bei Raum-

temperatur oder nach Inkubation bei 16 ◦C über Nacht zur Transformation von chemisch

kompetenten Bakterien 2.7.8 verwendet.

Eine weitere Möglichkeit bestimmte DNA-Fragmente in einen Vektor einzubringen ist die

sogenannte T/A-Klonierung. Vorraussetzung hier ist die Amplifikation des Inserts mit ei-

ner Taq-Polymerase. Diese erzeugt A-Überhänge an den Enden der PCR-Produkte, über

die sich das Insert in einen Vektor mit T-Überhängen (pGEM-T, Promega) einbauen lässt.

Diese Methode fand Anwendung bei der Klonierung der durch die 5´-RACE erhaltenen

PCR-Produkte.

2.7.8 Herstellung chemisch kompetenter E.colis

2.7.8.1 Herstellung chemisch kompetenter E.colis für Klonierungszwecke

Die Herstellung chemisch kompetenter Bakterien für Klonierungszwecke erfolgte nach In-

oue et al. (1990). Um einzelne Kolonien der gewünschten Bakterien zu erhalten, wurden

diese zunächst aus einem Glycerolstock auf einer geeigneten LB-Agarplatte ausgestrichen

und diese über Nacht bei 37 ◦C inkubiert. Mit 5 Kolonien von dieser Platte werden 250

ml LB-Medium angeimpft und bei 18 ◦C bis zu einer optischen Dichte (OD) bei 600 nm

von 0,6 kultiviert. Nach Erreichen der OD wird die Kultur 10 min auf Eis inkubiert und

anschließend bei 45000 rpm für 10 min und bei 4 ◦C pelletiert (Labofuge 400R, Heraeus).

Das Pellet wird in 80 ml eiskaltem TB aufgenommen, 10 min auf Eis inkubiert und wie

eben beschrieben zentrifugiert. Das entstandene Pellet wird in 20 ml eiskaltem TB-Puffer

aufgenommen. Unter ständigem Rühren werden 1,5 ml DMSO (7 % Endkonzentration)
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hinzugesetzt. Nach einer 10 minütigen Inkubation auf Eis wird die Kultur in mit flüssigem

Stickstoff gekühlte Eppendorfgefäße aliquotiert (100 und 200 µl Aliquots) und bis zum

Gebrauch bei -80 ◦C gelagert.

Die Kompetenz der chemisch kompetenten Bakterien wurde wie unter Abschnitt 2.7.8.3

beschrieben, bestimmt.

TB-Puffer: 10 mM PIPES, 15 mM CaCl2, 250 mM KCl, pH 6,7 (mit KOH); 55 mM MnCl2

2.7.8.2 Herstellung chemisch kompetenter E.colis für Expressionszwecke

Die Herstellung chemisch kompetenter Bakterien für Expressionszwecke erfolgte wie oben

beschrieben mit dem Unterschied, dass das Heranwachsen der Kultur nicht bei 18 ◦C,

sondern bei 37 ◦C erfolgte. Die gewünschte OD wurde somit schon nach etwa 3 h erreicht.

2.7.8.3 Bestimmung der Kompetenz

Die Kompetenz von Bakterien ist als Anzahl erhaltener Kolonien pro 1 µg transformierter

DNA auf 100 µl Bakterien definiert.

Zur Bestimmung der Kompetenz werden 1 pg und 10 pg Testplasmid (pUC 18) auf 50 µl

Bakterien transformiert (Durchführung siehe Abschnitt 2.7.9). Nach Inkubation der LB-

Agarplatte bei 37 ◦C über Nacht werden die erhaltenen Kolonien ausgezählt und die

Kompetenz daraus errechnet.

2.7.9 Transformation in E.coli

Von eingefrorenen kompetenten Bakterienzellen (JM109, BL21 CP oder BL21 C43 ), Her-

stellung beschrieben in 2.7.8 wurden 100 µl Aliquots mit 10 µl Ligationsansatz oder 100 ng

Plasmid-DNA vorsichtig gemischt und 30 min auf Eis inkubiert. In einem Wasserbad wur-

den die Zellen einem Hitzeschock von 45 s bei 42 ◦C ausgesetzt und dann sofort 5 min

auf Eis gestellt. Nach der Zugabe von 200 µl LB-Medium mit 20 mM Glukose wur-

de die gesamte Suspension bei Carbenicillinresistenz tragenden Vektoren direkt auf eine

LB-Agarplatte, versetzt mit Carbenicillin zur Selektion erfolgreich transfomierter Bakte-

rienzellen, ausplattiert. Bei Verwendung von E. colis des Stammes BL21 CP wurden LB-
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Agarplatten mit Carbenicillin und Chloramphenicol verwendet. Bei Vektor-vermittelter

Kanamycinresistenz wurde der Transformationsansatz zunächst eine Stunde bei 37 ◦C

auf einem Schüttler inkubiert und anschließend wie oben beschrieben auf LB-Agarplatten

mit Kanamycin ausplattiert. Diese wurden im Brutschrank über Nacht bei 37 ◦C inku-

biert. Für Blau-Weiß-Selektionen wurden den Agarplatten 0,5 mM IPTG sowie 80 µg/ml

X-Gal hinzu gesetzt. Am folgenden Tag wurden einzelne Kolonien zum Animpfen von

Übernachtkulturen gepickt, aus welchen die Plasmide wie unter 2.7.11 isoliert und auf

ihre Richtigkeit überprüft. Von Kolonien mit korrektem Plasmid wurden wie unter 2.7.10

beschrieben Glycerolstocks angefertig.

2.7.10 Glycerolstocks

In einem Kryogefäß wurden 200 µl reines Glycerol mit 800 µl Bakteriensuspension ge-

mischt. Die Bakterienzellen wurden in flüssigem Stickstoff schockgefroren und bei -80 ◦C

gelagert.

2.7.11 DNA-Minipräparation

Für Plasmidisolierungen im Minimaßstab wurden 3–5 ml LB-Medium (versehen mit den

entsprechenden Antibiotika) mit einer einzelnen Kolonie transformierter Bakterien ange-

impft und über Nacht bei 37 ◦C im Schüttler inkubiert (Übernachtkultur, ÜNK).

Für die meisten Anwendungen erfolgte die Isolierung von Plasmid-DNA aus ÜNK mittels

alkalischer Lyse und anschließender Fällung mit Ethanol, wobei alle Schritte bei Raum-

temperatur durchgeführt wurden. Zunächst wurden 2-5 ml Bakteriensuspension 5 min

lang bei 6000 rpm in einer Tischzentrifuge (Biofuge pico, Heraeus) zentrifugiert. Das Pel-

let wurde in 100 µl RNase-haltigem Resuspensionspuffer-Puffer (s. u.) resuspendiert. An-

schließend wurden 200 µl Lysispuffer zugegeben und dieser Ansatz nicht länger als 5 min

inkubiert. Schließlich erfolgte die Zugabe von 150 µl Neutralisationspuffer. Nach einer 5

minütigen Inkubation wurde der Ansatz für 30 min bei 13000 rpm (Biofuge pico, Heraeus)

zentrifugiert, um die denaturierten Proteine sowie die genomische DNA zu pelletieren. Die

im Überstand vorhandene Plasmid-DNA wurde durch Zugabe von 900 µl 100% Ethanol
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gefällt, anschließend durch Zentrifugation bei 13.000 rpm für 20 min (Biofuge pico, Hera-

eus) pelletiert und das erhaltene Pellet mit 1 ml 70% Ethanol gewaschen. Nach erneuter

Zentrifugation wurde das Pellet bei Raumtemperatur getrocknet und schließlich in 30 µl

Wasser aufgenommen. Die Lagerung erfolgte bei -20 ◦C.

Die Quantifizierungen von DNA-Mengen erfolgte relativ zu Standards (MassRuler DNA

Ladder, Fermentas) mit Hilfe der QuantityOne-Software (Biorad).

Resuspensionspuffer-Puffer: 50 mM Tris-HCl, pH 8,0, 10 mM EDTA, 100 µg/ml RNase A)
Lysispuffer: 200 mM NaOH, 1% SDS
Neutralisationspuffer: 3 M Kaliumacetat, pH 5,5

2.7.12 Präparative DNA-Isolierung

Plasmide wurden im präparativen Maßstab unter Verwendung des Plasmid Midi Kits

(Qiagen) aus 50–100 ml Übernachtkultur entsprechend den Angaben des Herstellers iso-

liert. Die gereinigte Plasmid-DNA wurde in TE-Puffer (s. u.) aufgenommen. Die Reinheit

und Konzentration der DNA wurde spektroskopisch durch Messung der Absorption bei

260 nm und bei 280 nm in TE-Puffer bestimmt.

TE: 10 mM Tris-HCl, 1 mM EDTA, pH 8,0

2.7.13 Spektrale Konzentrationsbestimmung von DNA und

RNA

Zur Bestimmung der Reinheit und der Konzentration von DNA und RNA Proben wur-

de die Absorption(A) der Proben bei 260 nm, 280 nm und 320 nm in TE-Puffer be-

stimmt. Hierzu wurde das Spektralphotometer
”
Cary 50 Scan“ der Firma Varian ver-

wendet. Die erhaltenen Werte der Bestimmung der Absorption bei 260 nm und 280 nm

wurden durch die Subtraktion des Messwertes bei 320 nm korrigiert. Die Berechnung der

DNA-Konzentration erfolgte mit Hilfe der aus dem Lambert-Beerschen Gesetz abgeleite-

ten Formel:

Konzentration[µg/ml] = A(260nm) ∗ Faktor ∗ V erduennung
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wobei der Faktor die spezifische Konzentration repräsentiert, bei der eine Probe einen Ab-

sorptionswert bei 260 nm von 1 aufweist. Bei doppelsträngiger DNA ist dies bei 50 ng/µl,

bei einzelsträngiger RNA bei 40 ng/µl der Fall. Die Reinheit der Proben wurde durch den

Quotienten (Ratio) aus den korrigierten Absorptionen bei 260 und 280 nm abgeleitet:

Ratio = A(260)/A(280)

Dieser Quotient sollte bei DNA bei etwa 1,8 und bei RNA bei 2,0 liegen.

2.8 Hefe-Zwei-Hybrid-Experimente

Das Hefe-Zwei-Hybrid-System (Yeast Two-Hybrid System, Y2H) dient der Analyse von

Protein-Protein Wechselwirkungen. Das Prinzip des hier verwendeten Hefe-Zwei-Hybrid-

Systems ist mehrfach beschrieben worden (Fields und Song (1989); Vojtek et al. (1993);

Clontech (2000)). Der Transkriptionsfaktor GAL4 wurde in zwei funktionelle Untereinhei-

ten, der DNA-Bindedomäne und der Aktivierungsdomäne zerteilt und diese in Vektoren

eingebaut: der pAct2PD trägt die Aktivierungsdomäne während der pLexPD die DNA-

Bindedomäne trägt. Zudem besitzt der pAct2PD-Vektor das LEU2 -Gen zur Synthese

von Leucin, der pLex-Vektor das TRP1 -Gen zur Herstellung von Tryptophan. In diese

Vektoren werden die zu untersuchenden cDNA-Fragmente, kodierend für die putativen

Interaktionspartner, kloniert und in den Hefestamm L40 cotransformiert. Dieser Hefes-

tamm ist Leucin-, Tryptophan- und Histidin-auxotroph. Zudem trägt dieser Hefestamm

die Reportergene lacZ und HIS3, beide unter Kontrolle eines GAL4 -sensitiven Promo-

tors. Können die zu untersuchenden Proteine in den Hefen miteinander wechselwirken,

so bringt diese Interaktion die beiden Untereinheiten des GAL4 -Transkriptionsfaktors in

räumliche Nähe und sodass sie eine funktionelle Einheit bilden. Die Reportergene unter

Kontrolle des GAL4 -sensitiven Promotors werden abgeschrieben und die Translationspro-

dukte können nachgewiesen werden.
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2.8.1 Transformation in L40

2.8.1.1 Prätransformation

Plasmidfreie L40-Hefen wurden über Nacht bei 30 ◦C in YPD (Yeast Extract Peptone

Dextrose, siehe Tab. 2.1) kultiviert. 1,5 ml der Kultur wurden pelletiert (5000 g, 5 min),

in 500 µl Transformationsmischung (s. u.) resuspendiert und 15 min bei Raumtemperatur

inkubiert. Nach Zusatz von 50 µl DMSO wurden die Hefen einem Hitzeschock von 12 min

bei 42 ◦C (Wasserbad) ausgesetzt, pelletiert, mit Wasser gewaschen und in 1 ml YPD-

Medium für 1 h bei 30 ◦C geschüttelt. Die Hefen wurden erneut mit Wasser gewaschen, in

80 µl TE (10 mM Tris/HCl, 1 mM EDTA, pH 7,5) aufgenommen und auf entsprechende

Selektionsmedien, DOB-L für pACT2, DOB-W für pLexPd, ausplattiert (DOB = drop

out base). Nach 3–5 Tagen bei 30 ◦C wurden transformierte Kolonien sichtbar.

Transformationsmischung: 33,3 % (w/v) PEG-4000, 0,1 M LiAcetat, 200 µg/ml ssDNA,
2 µg/ml Plasmid-DNA in TE-Puffer

TE (10-fach): 100 mM Tris/HCl, 10 mM EDTA, pH 7,5

2.8.1.2 Cotransformation gezielter Hefe-Zwei-Hybrid-Experimente

Für die Cotransformation wurde eine prätransformierte L40 Kolonie in 50 ml Selekti-

onsmedium (DOB-W) inokuliert und 12–20 h bei 30 ◦C im Schüttler inkubiert. Mit Hilfe

einer Neubauer-Zählkammer wurde die Zellzahl bestimmt, eine entsprechende Menge Kul-

tur pelletiert und in 300 ml YPD resuspendiert, so dass eine Zelldichte von ca. 5·106 /ml

erreicht wurde. Die Hefen wurden bei 30 ◦C bis zu einer Zelldichte von 2·107 /ml kultiviert

(ca. 3–4 h), pelletiert und mit Wasser gewaschen.

Für gezielte Hefe-Doppel-Hybrid-Experimente wurde das Pellet in 1,5 ml 100 mM LiAce-

tat aufgenommen. 100 µl der Hefesuspension wurde zu 0,1 mg ssDNA und 0,1 µg Plasmid-

DNA gegeben und 600 µl sterile PEG/LiAc-Lösung zugefügt. Nach 30 min Inkubation bei

30 ◦C im Schüttler wurden 70 µl DMSO hinzu gegeben und durch Schwenken vorsichtig

gemischt. Danach erfolgte ein fünfzehn minütiger Hitzeschock bei 42 ◦C im Wasserbad.

Anschließend wurden die Zellen pelletiert, mit Wasser gewaschen und in 1 ml YPD resus-

pendiert. Nach einer Stunde Inkubation bei 30 ◦C im Schüttler wurden die Hefen erneut
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zentrifugiert und gewaschen. Das Pellet wurde in 500 µl sterilem TE resuspendiert auf ent-

sprechende Selektionsplatten (DOB-LW) ausplattiert. Nach 5–7 Tagen bei 30 ◦C wurden

cotransformierte Kolonien sichtbar.

2.8.2 Selektion auf Aminosäuremangelmedien

Die Abwesenheit von Leucin bzw. Tryptophan im Medium (DOB-L/DOB-W) wurde be-

nutzt, um auf Transformation mit pACT2 bzw. pLexPd zu selektieren. Cotransformierte

Hefen wurden auf DOB-LW selektiert.

2.8.3 Test auf Interaktion

2.8.3.1 Test auf Histidinauxotrophie

Cotransformierte Hefekolonien wurden zum Nachweis der Aktivierung des HIS3-Gens

(Reportergenaktivierung) auf einer Dreifachselektionsplatte ohne Leucin, Tryptophan

und Histidin (DOB-LWH) ausgestrichen und diese bei 30 ◦C im Brutschrank inkubiert.

Interagierten die zwei zu untersuchenden Bindungspartner, wuchsen die Hefen zu deutlich

sichtbaren Kolonien heran.

2.8.3.2 Nachweis der β-Galaktosidaseaktivität

Der Nachweis von β-Galaktosidase, dem Genprodukt des lacZ-Gens, dient als ein weiterer

Hinweis auf Interaktion. Hierzu wurden 4–6 Hefekolonien auf eine Nitrozellulosemembran

auf einer geeigneten Selektionsplatte überimpft und mehrere Tage im Brutschrank bei

30 ◦C inkubiert bis die Hefekolonien eine geeignete Größe (Durchmesser >2 mm) hatten.

Durch wiederholtes Eintauchen der Membran in flüssigen Stickstoff und anschließendes

Auftauen wurden die Hefezellen lysiert. Danach wurde die Membran auf ein mit X-Gal-

Färbelösung (s. u.) getränktes Filterpapier gelegt und bei 37 ◦C inkubiert. Bei Aktivierung

des lacZ-Reportergens wurde die Blaufärbung nach 0,5–4 h sichtbar.

X-Gal-Färbelösung: 30 µl ß-ME, 170 µl X-Gal (50 mg/ml in DMF), 10 ml Z-Puffer
Z-Puffer: 60 mM Na2HPO4, 40 mM NaH2PO4, 10 mM KCl, 1 mM MgSO4, pH 7,0
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2.9 Biochemische Methoden

2.9.1 Proteinexpression in Bakterien

Für die Proteinexpressionen in Bakterien wurden modifizierte pET-Expressionsvektoren

(Stratagene) verwendet (siehe Tabelle 2.5). Von mit pET-Plamiden transformierten Bak-

terien des Stammes E. coli BL21 Codon Plus oder alternativ E. coli BL21(DE3)C43

wurden zunächst Übernachtkulturen angeimpft. Die Überprüfung auf Expression des re-

kombinanten Proteins erfolgte mit einer Mini-Expressionsanalyse (siehe 2.9.1.1).

2.9.1.1 Mini-Expressionsanalyse

Von einer Übernachtkultur wurde 1 ml zu 4 ml frischem LB-Medium, versetzt mit den

entsprechenden Antibiotika, gegeben und eine Stunde bei 37 ◦C im Schüttler inkubiert.

Der Rest der Übernachtkultur wurde bei 4 ◦C gelagert.Zur Kontrolle (Negativkontrolle:

vor Induktion der Proteinexpression) wurden 500 µl entnommen, abzentrifugiert und das

Pellet in 50 µl zweifach konzentriertem SDS-Probenpuffer (s. u.) resuspendiert. Die Prote-

inexpression wurde mit 0,02 mM Isopropyl-Thio-β-D-Galaktopyranosid (IPTG) induziert.

Nach 2–3 Stunden wurde ein Aliquot von 1 ml zur Kontrolle (Positivkontrolle: nach Induk-

tion der Proteinexpression) entnommen, zentrifugiert und anschließend in 100 µl zweifach

konzentriertem SDS-Probenpuffer resuspendiert.

Die Kontrollproben wurden mit einem Ultraschallstab (UP100, Hielscher) sonifiziert

(3 sec, 100 W) und 2 min bei 95◦C denaturiert. Von beiden Kontrollproben wurden jeweils

3 µl mittels SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese analysiert (siehe 2.9.5). Bei erfolgreicher

Expression wurde der Rest der Übernachtkultur dafür genutzt eine Expression im großen

Maßstab durchzuführen (siehe 2.9.1.2) und einen Glycerolstock anzulegen (siehe 2.7.10).

SDS-Probenpuffer (5-fach): 5 mM EDTA, 30 % Glycerol, 60 mM Tris/HCl, 15 % SDS, 7,5 % ß-ME,
0,1 % Bromphenolblau, pH 6,8

2.9.1.2 Proteinexpression im größeren Maßstab

1 ml einer Übernachtkultur wurde in 100 ml vorgewärmtes LB-Medium mit entsprechen-

den Antibiotika überführt und die Bakterien bis zu einer optischen Dichte von 0,6–0,8
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(gemessen bei einer Wellenlänge von λ= 600 nm) bei 37 ◦C und 175 rpm in einem 500 ml

Rundkolben im Schüttelinkubator herangezogen. Eine Negativkontrolle wurde wie oben

genannt entnommen. Die Proteinexpression wurde durch Zugabe von 0,5 mM IPTG in-

duziert. Die Expression erfolgte, abhängig vom Protein, bei 20-37 ◦C. Nach 2–4 Stunden

wurde eine Positivkontrolle entnommen und die Bakterienkultur bei 4500 rpm für 15 min

bei 4 ◦C sedimentiert (Labofuge 400R, Heraeus). Der Überstand wurde verworfen und

das Pellet bis zur Aufreinigung bei -20 ◦C gelagert.

2.9.2 Aufreinigung rekombinanter Proteine aus Bakterien

Soweit nicht anders vermerkt, erfolgten alle nachfolgenden Schritte bei 4 ◦C.

2.9.2.1 Aufreinigung unter Verwendung des His6-Tags

Die Reinigung erfolgte mit Hilfe des QiaExpressionist-Kits (Qiagen) unter nativen Be-

dingungen. Das Bakterienpellet wurde aufgetaut (15 min), in 4 ml Lysispuffer (s. u.)

resuspendiert und 30 min lysiert. Nach mehrfacher Ultraschallbehandlung mit einem Ul-

traschallstab (UP100, Hielscher) für je etwa 10 sec bei 100 W zur Zerstörung der ge-

nomischen DNA, wurden unlösliche Bestandteile bei 4500 rpm für 45 min sedimentiert

(Labofuge 400R, Heraeus). Der Überstand wurde in einem 15 ml Falcon mit 1 ml Ni-NTA-

Agarose (Qiagen) unter Schwenken inkubiert. Anschließend wurden die Agarosekügelchen

drei Mal mit 5 ml Waschpuffer (s. u.) gewaschen und gebundenes Protein mit 4x 500 µl

Elutionspuffer (s. u.) fraktionsweise über eine Leersäule (Mini columns, Evergreen Scien-

tific) eluiert.

Als Schnelltest des Proteingehalts wurde von jeder Fraktion 1 µl auf eine Nitrozellulo-

semembran (Protran, Schleicher&Schuell) gespottet und diese Ponceau-Rot gefärbt. Die

Fraktionen mit den höchsten Proteingehalten wurden zur weiteren Verwendung auf Eis ge-

lagert. Der Erfolg der Reinigung wurde zudem mittels SDS-PAGE (siehe 2.9.5) überprüft,

wozu jeweils 4 µl der Elutionsfraktion versetzt mit 1 µl 5-fach SDS-Probenpuffer aufge-

tragen wurden.
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Ni-NTA-Lysispuffer: 50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 10 mM Imidazol, 1 mg/ml Lysozym, pH 8,0
Ni-NTA-Waschpuffer: 50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 20 mM Imidazol, pH 8,0
Ni-NTA-Elutionspuffer: 50 mM NaH2PO4, 300 mM NaCl, 250 mM Imidazol, pH 8,0

2.9.2.2 Aufreinigung unter Verwendung des GST-Tags

Zur Reinigung von GST-Fusionsproteinen erfolgt die Lyse und Ultraschallbehandlung von

Bakterienpellets wie unter 2.9.2.1 beschrieben (Lysispuffer s. u.). Vor der Zentrifugation

wurde Triton X-100 zugegeben (Endkonzentration 1 %). Die lösliche Proteinfraktion wur-

de mit 500 µl GSH-Agarose (Glutathione-Uniflow Resin, Clontech) 1 h unter Schwenken

inkubiert, dreimal mit 5 ml PBS gewaschen und gebundenes Protein mit 6x 250 µl frisch

angesetztem Elutionspuffer (s. u.) eluiert. Der Schnelltest zur Bestimmung der Fraktionen

mit den höchsten Proteingehalten wurde wie in 2.9.2.1 beschrieben durchgeführt. Auch

hier wurde der Erfolg der Reinigung mittels SDS-PAGE (siehe 2.9.5) überprüft.

GST-Lysispuffer: 1 mg/ml Lysozym in PBS
GST-Elutionspuffer: 5 mM GSH, 50 mM Tris/HCl, Proteaseinhibitoren, pH 8,0
PBS: 0,14 M NaCl, 3 mM KCl, 2 mM K2HPO4, 10 mM Na2HPO4, pH 7,4

2.9.3 Herstellung von Zell- und Gewebeextrakten

2.9.3.1 SDS-Totalextrakte

Gefrorene Gewebeproben (Biopsiematerial) wurden unter Kühlung mit flüssigem Stick-

stoff in einem Mörser pulverisiert und in SDS-Probenpuffer (2-fach, vorgewärmt auf 65 ◦C)

aufgenommen.

Kultivierte Zellen wurden zweifach mit kaltem PBS gewaschen und die Zellen nach Zugabe

von vorgewärmten SDS-Probenpuffer (2-fach) mit einem Zellschaber von der Kulturschale

abgelöst.

Anschließend wurde in beiden Fällen die Proben 15 min bei 65 ◦C inkubiert, mit einem

Ultraschallstab (UP100, Hielscher) sonifiziert (10 sec, 100 W) und unlösliche Anteile durch

Zentrifugation bei 13000 rpm für 15 min (Biofuge pico, Heraeus) abgetrennt. Die Extrakte

wurden bei -20 ◦C gelagert.



Material und Methoden 43

2.9.4 Proteinbestimmung nach Bradford

Für die Proteinbestimmung nach Bradford (1976) wurde das Protein Assay Kit (Bio-

rad) nach Angaben des Herstellers verwendet. Die Proteine wurden in PBS verdünnt, mit

Bradford-Reagenz (BioRad) versetzt und nach 5 min die OD bei 595 nm im ELISA-Reader

(EL800, Bio-Tek Instruments) bestimmt. Als Kalibrierstandards dienten Verdünnungen

von γ-Globulin in PBS (0–200 µg/ml). Die ermittelten Extinktionswerte der Kalibrierstan-

dards wurden mittels linearer Regression zur Erstellung einer Eichgeraden im Tabellen-

kalkulationsprogramm Excel (Microsoft) benutzt. Zur Verringerung von Pipettierfehlern

wurden routinemäßig Dreifachbestimmungen durchgeführt.

2.9.5 Gelelektrophorese: SDS-PAGE nach Laemmli

Die Auftrennung von Proteinen unter denaturierenden Bedingungen erfolgte mit einem

SDS-Polyacrylamid-Gel-Elektrophorese-System (SDS-PAGE) nach Laemmli (1970).

Dazu wurden diskontinuierliche Gele (Trenngele 8 bis 14 % Polyacrylamid (PAA) (Roth),

Sammelgel 3 % Polyacrylamid) verwendet. Die Protein-Proben wurden vor dem Auftragen

mit 0,25 Volumina 5-fach SDS-Probenpuffer versetzt und 2 min bei 95 ◦C denaturiert.

Nach spannungskonstantem Lauf (100 V–200 V) wurden die Gele mit Coomassie G250

(Serva, Heidelberg) gefärbt oder die Proteine wie unter 2.9.6 auf Nitrozellulosemembranen

transferiert.

PAA für Trenngele: 30 % Acrylamid/Bis-Acrylamid (37,5:1)
PAA für Sammelgele: 30 % Acrylamid/Bis-Acrylamid (19:1)
Trenngel-Puffer: 375 mM Tris/HCl, 0,2 % SDS, pH 8,8
Sammelgel-Puffer: 125 mM Tris/HCl, 0,2 % SDS, pH 6,8
Laemmli-Puffer: 25 mM Tris, 250 mM Glycin, 0,1 % SDS, pH 8,8
Coomassie-Färbelösung: 0,1 % Coomassie G250, 50 % (v/v) Methanol, 20 % (v/v) Essigsäure
Entfärber: 10 % (v/v) Methanol, 7 % (v/v) Essigsäure
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2.9.6 Proteintransfer

2.9.6.1 Semidry-Methode

Der Proteintransfer auf eine Nitrozellulosemembran (Protran, Schleicher&Schuell) im

Semidry-Verfahren (Towbin et al. (1979)) erfolgte zwischen mit Transferpuffer getränkten

Filterpapieren (Whatman, Roth; 20 % (v/v) Methanol in Laemmlipuffer) 90 min lang bei

1 mA pro cm2 Gel. Die Überprüfung der Effizienz des Transfers erfolgte durch Färbung

mit Ponceau-Rot (s. u.).

2.9.6.2 Tankblot-Methode

Für einen besonders effizienten Transfer und für anschließende Quantifizierungen am

Odyssey R© Infrared Imaging System (LI-COR) (> 100 kD) wurde ein Tankblotpuffer-

System (s. u.) bei 4 ◦C verwendet. Die Stromstärke und Transferdauer wurden an die

Proteingröße angepasst (z. B. 3 h bei 300 mA für Proteine bis zu 100 kD sowie über

Nacht bei 250 mA für größere Proteine).

Ponceau-Rot-Färbelösung: 0,1 % (w/v) Ponceau-Rot, 3 % (w/v) Trichloressigsäure
Tankblotpuffer: 25 mM Tris, 20 % (v/v) Methanol, 192 mM Glycin, 0,01 % SDS

2.9.7 Immundetektion

Nach erfolgtem Proteintransfer wurde die Nitrozellulosemembranen wurden zunächst et-

wa 1 h mit Magermilchpulver blockiert (4 % (w/v) in TBST, Roth). Nach Inkuba-

tion mit primärem Antikörper (verdünnt in Blockierlösung oder TBST; RT 1 h oder

4 ◦C über Nacht) wurde mehrfach mit TBST gewaschen. Anschließend wurde die Mem-

bran 1 h bei RT mit adäquater Sekundärantikörperlösung inkubiert, wobei zumeist

Meerettichperoxidase-Konjugate (horse-raddish peroxidase HRPO) verdünnt in TBST

Anwendung fanden. Nach weiterem Waschen wurde die konjugierte Peroxidase durch

Chemilumineszenz (enhanced chemiluminescence ECL) detekiert. Verwendet wurde das

SuperSignal West Pico Chemiluminescent Substrate (Pierce Biotechnology Inc., USA)

nach Angaben des Herstellers. Die Membran wurde mit frisch angesetzter ECL-Lösung

benetzt, 5 min inkubiert und mit einer Folie umschlossen. Dann wurde die Membran in
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einer Dunkelkammer auf einem Röntgen-Film (Hyperfilm ECL, Amersham Biosciences,

England oder RP New, CEA; Hamburg, Deutschland) exponiert. Die Dauer wurde durch

eine Probebelichtung von 1 min abgeschätzt. Der belichtete Film wurde anschließend mit

Hilfe einer Entwicklermaschine (Curix, Agfa) entwickelt und zur Dokumentation einges-

cannt.

Für Quantifizierungen von Proteinmengen sowie zur simultanen Detektion zweier Pro-

teine wurde der Blot mit Infrarot-Fluorophor (IRDye R© Infrared Dyes) gekoppelten

Sekundärantikörpern inkubiert, wie oben beschrieben gewaschen und anschließend am

Odyssey R© Infrared Imaging System (LI-COR) eingelesen. Zur Auswertung wurde die

Software Odyssey Version 3.0.16 verwendet.

TBST: 50 mM Tris/HCl, 150 mM NaCl, 0,05 % Tween-20, pH 7,9

2.9.8 Western Blot-Overlay-Experimente

Für Western Blot-Overlay-Experimente wurden die zu untersuchenden Proteine (etwa

5 µg) durch SDS-PAGE aufgetrennt (siehe Abschnitt 2.9.5) und auf eine Nitrozellulose-

membran transferiert (siehe Abschnitt 2.9.6).

Nach Blockierung mit Magermilchpulver für etwa 1 h bei RT (siehe Abschnitt 2.9.7)

wurden die Membranen mit dem potentiellen Bindungspartner, vorliegend als gereinig-

tes rekombinantes Protein (20-100 µg/ml in PBS mit 4 % Milchpulver), über Nacht bei

4 ◦C unter ständigem Schütteln inkubiert, anschließend die Membranstreifen dreifach mit

TBST gewaschen und gebundenes Protein über den durch den jeweiligen Vektor vermit-

telten Immunotag (siehe Tabelle 2.5) nachgewiesen (siehe Abschnitt 2.9.7).

2.9.9 Dotblot-Overlay-Experimente

Für Dotblot-Overlay-Experimente wurden 1 µl des zu untersuchenden Proteine (etwa

5 µg) auf eine Nitrozellulosemembran gespottet.

Nach Blockierung mit Magermilchpulver für etwa 1 h bei RT wurde die Membran mit

dem potentiellen Bindungspartner, vorliegend als gereinigtes rekombinantes Protein (20-

100 µg/ml in PBS mit 4 % Milchpulver), über Nacht bei 4 ◦C unter ständigem Schütteln
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inkubiert, anschließend wurden die Membranstreifen dreifach mit TBST gewaschen und

gebundenes Protein über den Immunotag (siehe Tabelle 2.5) nachgewiesen (siehe Ab-

schnitt 2.9.7).

2.9.10 Coimmunpräzipitation

Für Coimmunpräzipitationsexperimente wurden rekombinant exprimierte Proteine (je 1-

10µg) und Antikörper (ca. 1 µg) in IP-Puffer (s. u.) gemischt und bei 4 ◦C 1 h inkubiert.

Nach Zugabe von 25 µl Protein-G gekoppelten magnetischen Kügelchen (Dynabeads,

Dynal Biotech, Hamburg) wurde weitere 30 min bei 4 ◦C unter Schwenken inkubiert. In

einem Magnetständer wurden die Proben anschließend dreifach mit Waschpuffer-Puffer

gewaschen und die gebundenen Proteine mit 20 µl 2-fachem SDS-Probenpuffer eluiert.

IP-Puffer: 1 % BSA, 0,05 % Triton X-100, Proteaseinhibitoren in PBS
Wasch-Puffer: 0,05 % Triton X-100 in PBS

2.9.11 in vitro Phosphorylierungen

Die Kinasen, die für in vitro Phosphorylierungen zum Einsatz kamen, sind in Tabelle 2.8

zusammengefasst.

Tabelle 2.8: Proteinkinasen

Kinase Menge Hersteller
MAPK1 (Mitogen-aktivierte Proteinkinase 1) 21 ng Invitrogen, Karlsruhe

PKA (cAMP-abhängige Kinase) 37 ng Invitrogen, Karlsruhe
PKCα (Proteinkinase Cα) 11 ng Invitrogen, Karlsruhe

Für in vitro Phosphorylierungen wurden in einem Gesamtvolumen von 25 µl 5 µg rekom-

binantes, gereinigtes Myopodinfragment und die zu untersuchende Kinase (siehe Tabelle

2.8) in dem entsprechenden Kinasepuffer (s. u.) versetzt mit Proteaseinhibitoren und in

Gegenwart von 1 µCi [γ-33P]ATP für 45 min bei 30 ◦C inkubiert. Die Reaktion wur-

de durch Zugabe von 7 µl 5x SDS-Probenpuffer und anschließender Denaturierung bei

95 ◦C für 2 min abgestoppt. Nach elektrophoretischer Auftrennung via SDS-PAGE und

anschließendem Semidry-Blotten wurde der Marker mit [γ-33P]ATP markiert und die
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Membran für 20 bis 60 Stunden autoradiographiert. Die Auswertung erfolgte mit dem

Cyclone Storage Phosphor Screen (Packard, USA) und der Software
”
OptiQuant“. Zur

Kontrolle wurde auf diesem Blot nachträglich das eingesetzte Myopodinfragment über

dessen T7-Immunotag nachgewiesen.

5x MAPK1-Puffer: 250 mM Tris/HCl (pH7,4), 10 mM DTT, 50 mM MgCl2, 2,5 mM
Na3VO4, 0,5 mM ATP, 1,25 µg/ml Pepstatin A

5x PKA-Puffer: 100 mM Tris/HCl (pH7,4), 25 mM DTT, 25 mM MgCl2, 2,5 mM
CaCl2, 2,5 mM Na3VO4, 0,5 mM ATP, 1,25 µg/ml Pepstatin A,
0,05 mM cAMP

5x PKCα-Puffer: 100 mM Tris/HCl (pH7,4), 25 mM DTT, 50 mM MgCl2, 2 mM
CaCl2, 2,5 mM Na3VO4, 0,5 mM ATP, 1,25 µg/ml Pepstatin A,
0,4 mg/ml Phosphatidyl-Serin, 20 µg/ml PMA

2.9.12 Surface Acoustic Wave (SAW) Messungen

2.9.12.1 Geräte und Versuchsaufbau

Die Messung der Bindungsstärke zweier Proteine erfolgte durch Surface Acoustic Wave

(akustische Oberflächenwellen) Messungen. Diese Arbeiten wurden in der AG Bendas am

Institut für Pharmazeutische Chemie der Universität Bonn durchgeführt. Der in dieser

Arbeit verwendete akustische Oberflächenwellensensor S-Sens R© K5 wird von der Biosen-

sor GmbH in Bonn hergestellt. Die zentrale Messeinheit besteht aus einem kompakten

Chip-Lesegerät, in das Quarzsensoren in einer Mikroflusszelle eingebaut werden können.

Die Mikroflusszelle unterteilt die goldbeschichtete Quarzoberfläche in fünf Messkammern,

durch die ein Pufferfluss mäanderförmig durchgeleitet wird. Bindungsereignisse können

in jeder einzelnen Messkammer unabhängig voneinander und in Echtzeit detektiert wer-

den. Jede Messkammer hat eine aktive Sensoroberfläche von 6 mm2 und ein Volumen von

4 µl. Als Detektionsgrenze gibt der Hersteller 0,8 pg/mm2 an. Die Messeinheit wird durch

ein Peltier-Element mit einer Genauigkeit von 0,001 K temperiert. Konstante laminare

Flussbedingungen über die Sensoroberfläche werden durch eine Gewinde-Kolbenpumpe

gewährleistet. Die Probenzuführung erfolgt durch einen HPLC-Autosampler. Durch eine

entsprechende elektronische Schaltung können die Änderungen von Phase und Ampli-

tude einer akustischen Oberflächenwelle (hier einer Love-Welle) detektiert werden, die

sich innerhalb der Führungsschicht aus Siliziumdioxid bewegt. Hier wurden die Phasen-
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veränderungen, verursacht durch Masseauflagerungen auf der Oberfläche des Sensors, de-

tektiert und zur Bestimmung der Bindungsstärke ausgewertet.

Die verwendeten Quarzsensoren des S-Sens R© K5-Biosensors werden unter Reinraumbe-

dingungen (Biosensor GmbH, Bonn) hergestellt. Das genaue Herstellungsprotokoll kann

bei Schlensog et al. (2004) nachgelesen werden. Vor jedem Versuch wird die Funktionalität

der Quarzsensoren durch Aufnahme eines Schwingungsspektrums im Frequenzbereich von

142-154 MHz überprüft. Anhand dieser Messung wird auch die optimale Schwingfrequenz

der Führungsschicht zur Ausbildung der Love-Scherwelle bestimmt.

2.9.12.2 Immobilisierung von Proteinen am Biosensor

Die Immobilisierung von Proteinen auf der Sensoroberfläche wurde mit EDC/NHS er-

reicht. Zunächst wurde der Quarz mit 11-Mercaptoundecansäure (MUA) beschichtet.

Die Anlagerung von MUA erfolgt spontan (Self-Assembling von Thiolguppen an Gold)

während einer Inkubation in 10 ml Mercaptoundecansäure-Lösung (s. u.) über Nacht.

Anschließend werden die Goldsensoren in 10 ml Ethanol für 5 min im Ultraschallbad so-

nifiziert. Der MUA-beschichtete Quarz wird in den S-Sens R© K5-Biosensor eingebaut und

mit entgastem Wasser bei einer Flussrate von 40 µl/min äquilibriert. Die Immobilisierung

erfolgte mit Wasser als Flussmittel bei einer Flussrate von 40 µl/min. Die Reihenfolge der

Reagenzien für die Immobilisierung sind der Tabelle 2.9 zu entnehmen.

11-Mercaptoundecansäurelösung (MUA): 2 M 11-Mercaptoundecansäure in Ethanol
Phosphatpuffer nach Sörensen Lösung A:
Phosphatpuffer nach Sörensen Lösung B:
Phosphatpuffer nach Sörensen pH 7,4: 18,2 ml Lösung A und 81,8 ml Lösung B
EDC-Lösung: 0,4 M in Phosphatpuffer nach Sörensen, pH 7,4
NHS-Lösung: 0,1 M in Phosphatpuffer nach Sörensen, pH 7,4
Ammoniumacetatlösung: 10 M in Wasser
Ethanolamin: 1 M in Wasser, pH 8,5

2.9.12.3 Messung der Bindungsstärke

Der putative Bindungspartner, verdünnt in PBS zur Verhinderung von Phasenverschie-

bungen aufgrund eines Pufferwechsels, wird in der mobilen Phase über die immobilisierte

Schicht gespült. Die Proben werden in den Autosampler eingestellt und mithilfe der Soft-

ware SequenceMaster6 wird eine Injektionsabfolge mit aufsteigenden Konzentrationen
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Tabelle 2.9: Immobilisierung von Proteinen auf der Sensoroberfläche

Reagenz Volumen/Zeit Effekt

EDC/NHS-Lösung (1:1) 120 µl Aktivierung der Carboxylgruppen der MUA

Wasser 5 min Waschen

Proteinlösung 20µg/300 µl Immobilisierung des Proteins
für 5 min

Wasser 5 min Waschen

Ethanolamin/ 120 µl Absättigung von Carboxylgruppen, die
Ammoniumacetat (1:1) keine Proteinbindung eingegangen sind

Wasser 5 min Waschen

5% Glycerollösung 80 µl Bestimmung von Viskoelastizitätseffekten

PBS Umpuffern für die Messung

erstellt. Kommt es zu Wechselwirkungen in Form nichtkovalenter Bindungen zwischen

Molekülen der mobilen Phase und dem an der Goldoberfläche immobilisierten Protein, so

können diese über das schon beschriebene Messprinzip detektiert werden. Zunächst wird

eine Messung zur Ermittlung des relevanten Konzentrationsbereichs durchgeführt. Hierzu

wird ein Konzentrationsspektrum von 10−10 bis 10−4 M des mobilen Proteins eingesetzt.

Aus den Ergebnissen dieses Experiments kann ein Konzentrationsbereich herausgefiltert

werden, der eine ausreichende Bindung des Proteins, aber wenig unspezifische Bindung

zeigt. Für diesen Bereich werden dann mehrere Konzentrationen vermessen.

2.9.12.4 Auswertung der SAW-Messungen

Die SAW-Technik bietet nicht nur die Möglichkeit, die Affinität zweier Proteine als

Änderung der Masse zu detektieren und somit eine Aussage über das Gesamtausmaß

der Bindung zu treffen, sie ermöglicht es darüber hinaus, den zeitlichen Verlauf dieser

Interaktion zu verfolgen und aus den erhobenen Daten Bindungskonstanten für die jewei-

lige Interaktion zu bestimmen. Durch die Vermessung von Konzentrationsreihen können

Bindungsereignisse in Abhängigkeit von der Konzentration des Analyten vermessen wer-

den. Nicht-lineare Kurvenregression ermöglicht die Anpassung des tatsächlichen Kurven-

verlaufs an idealisierte Bindungskurven aus mathematischen Modellen. Für die Auswer-

tung der hier durchgeführten Messungen fand das 1:1 Bindungsmodell mit Residual-
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Abbildung 2.1: Modell zur Errechnung kinetischer Bindungskonstanten aus einem SAW-
Experiment. A: Gezeigt ist ein einfaches 1:1-Bindungsmodell mit Residualberücksichtigung. kobs ist
die Assoziationskonstante bei einer bestimmten Konzentration, kDiss die Dissoziationskonstante. Aeq

ist die Phasenverschiebung, die durch Bindung des Analyten im Gleichgewichtszustand erreicht würde,
Ares ist die Phasenverschiebung, die nach Dissoziation des Analyten verbleibt, da nicht alle Moleküle im
Verlauf des Experiments dissoziieren. Tnon−f it sind Bereiche der Bindungskurve, die im Modell nicht ein-
bezogen werden, um Einfüsse wie Pufferwechsel oder Pumpenschalten nicht mit zu berechnen. B: Lineare
Regression zur Ermittlung von kAss und kDiss.

berücksichtigung Anwendung, das Vorgänge beschreibt, bei dem der Analyt nicht während

der Versuchszeit komplett wieder von der Oberfläche des Sensors dissoziiert, sondern zu

einem gewissen Anteil dort verbleibt (Abb. 2.1, A). Aus dieser nichtlinearen Regression

kann der kobs-Wert, also die Assoziationskonstante einer bestimmten Konzentration, er-

mittelt werden. kobs steht in einer linearen Abhängigkeit zur Konzentration des Analyten

(Abb. 2.1, B). Die lineare Regression der Auftragung der ermittelten kobs-Werte gegen

die eingesetzten Konzentrationen des Analyten führt zu einer Geradengleichung, die die

Berechnung von den Geschwindigkeitskonstanten kAss und kDiss ermöglicht:

kobs = kAss × c+ kDiss

Aus diesen beiden Geschwindigkeitskonstanten lässt sich schließlich die Gleichgewichts-

dissoziationskonstante KD berechnen:

KD =
kAss
kDiss
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2.9.13 Aktinbindungassays

Zur Untersuchung der Aktinbindungseigenschaften wurden high-speed-Cosedimentationen

zur Charakterisierung der Bindung an F-Aktin und low speed Cosedimentationen zum

Nachweis von Aktinbündelungsaktivitäten durchgeführt. Das für diese Anwendungen ein-

gesetzte G-Aktin wurde aus Hühnerbrustmuskeln isoliert.

2.9.14 G-Aktin-Präparation

Herstellung von Acetonpuder

500 g gehackter Hühnerbrustmuskel wurden mit 1,5 l eiskaltem Hochsalz-

Extraktionspuffer (s. u.) gemischt. Nach Zugabe von 1,5 l eiskaltem Wasser wurde

das Hühnerfleisch homogenisiert und bei 3500 g und 4 ◦C für 12 min zentrifugiert. Der

Überstand wurde verworfen und das Pellet in 0,5 Vol Waschpuffer (s. u.) und 0,5 Vol

Wasser erneut homogenisisert. Dieser Schritt wurde wiederholt. Anschließend wurde das

Pellet in eiskaltem Wasser homogenisiert und abzentrifugiert. Auch dieser Waschschritt

wurde mehrfach wiederholt, wobei die letzte Zentrifugation auf 30 min ausgedehnt

wurde. Zur Entfernung des Wassers wurde der Überstand verworfen und das Pellet mit

3 Vol eiskaltem Aceton versetzt, homogenisiert und anschließend zentrifugiert, wobei dies

dreimal wiederholt wurde. Abschließend wurde das Pellet nochmals in eiskaltem Aceton

homogenisiert. Das Aceton wurde über eine Vakuumpumpe, Fritte und Filterpapier

vom Pellet abgetrennt und verworfen. Das Pellet wurde zerkleinert und zur weiteren

Trocknung über Nacht auf Filterpapier ausgelegt. Der fertige, neben Aktin auch diverse

Aktin-bindende Proteine wie Tropomyosin und α-Aktinin enthaltende Acetonpuder

wurde bei -20 ◦C gelagert.

Hochsalz-Extraktionspuffer: 300 mM KCl, 150 mM KHPO4, 20 mM EDTA, 5 mM MgCl2,
1 mM ATP, pH 6,5

Waschpuffer: 40 mM KCl, 2 mM MgCl2, 1 mM DTT, 0,5 mM EGTA,
10 mM Imidazol, 10 mM TRIS, pH 6,5

Präparation von G-Aktin aus Acetonpuder

Es wurden 1 g Acetonpuder in 50 ml eiskaltem G-Aktin-Puffer (s. u.) für 30 min bei 4 ◦C

vermischt. Der Ansatz wurde anschließend bei 100000 g für 1 h bei 4 ◦C zentrifugiert und
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der Überstand durch Glaswolle filtriert und das Volumen bestimmt. Zur Anreicherung von

G-Aktin, wurde es einem Zyklus von Aktin-Polymerisation und -Depolymerisation unter-

zogen. Die Polymerisation wurde durch Zugabe von MgCl2 (Endkonzentration 2 mM)

und KCl (Endkonzentration 50 mM) induziert und für 45 min bei RT gerührt, bis die

Lösung viskos wurde. Anschließend wurde dem Ansatz nochmals KCl zugesetzt (Endkon-

zentration 0,6 M) um das Tropomyosin vom F-Aktin zu lösen. Bei vorsichtigem Rühren

wurde der Ansatz für 30 min bei 4 ◦C und auf Eis inkubiert. Das F-Aktin wurde durch

eine Ultrazentrifugation bei 100.000 g für 2 h bei 4 ◦C sedimentiert. Das Pellet wurde mit

einem Spatel herausgekratzt und mit 20 ml G-Aktin-Puffer in einen Glashomogenisator

überführt und homogenisiert. Die Suspension wurde für 3 Tage gegen 2 l G-Aktin-Puffer

dialysiert, wobei das F-Aktin depolymerisierte. Der Dialysepuffer wurde jeden Tag erneu-

ert. Bei anschließender Zentrifugation bei 100000 g für 2 h bei 4 ◦C wurde das restliche

F-Aktin pelletiert, das gewünschte G-Aktin befand sich im Überstand. Die Konzentration

wurde mittels Bradford-Bestimmung ermittelt.

G-Aktin-Puffer: 0,2 mM ATP, 0,2 mM CaCl2, 0,5 mM β-Mercaptoethanol, pH 8.0

2.9.15 Aktin high speed Cosedimentationsassays

Der Aktin high speed Cosedimentationsassay erlaubt die Analyse von Proteinen bzw. Pro-

teinfragmenten auf ihre mögliche F-Aktin bindenden Eigenschaften. Er folgt folgendem

Prinzip: G-Aktin wird zunächst polymerisiert, anschließend wird das Protein von Interes-

se hinzugegeben und der Ansatz bei 100.000 g zentrifugiert. Hierbei wird das F-Aktin und

alle gebundenen Proteine pelletiert, nicht gebundene Proteine befinden sich im Überstand.

Die high speed Cosedimentationsassays wurden in einem Gesamtvolumen von 100 µl an-

gesetzt, wobei eine konstante Konzentration von 5 µM G-Aktin eingesetzt wurde.

Das G-Aktin wurde in einem Mastermix in Polymerisationspuffer (s. u.) für 45 min bei RT

polymerisiert. In der Zwischenzeit wurde eine Konzentrationsreihe (0-10 µM in 30 µl) des

zu untersuchenden Proteins, welches zuvor gegen Polymerisationspuffer dialysiert wurde,

angefertigt und in die Zentrifugenröhrchen (1,5 ml, Beckmann) vorgelegt. Das polyme-

risierte Aktin wurde hinzugegeben (Endkonzentration: 5 µM, Endvolumen 100 µl), der
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Ansatz gemischt und weitere 45 min bei RT inkubiert. Anschließend erfolgte die Ultra-

zentrifugation bei 100.000 g für 45 min und bei 4 ◦C. Der Überstand wurde vorsichtig

abgenommen und mit 25 µl 5x SDS-Probenpuffer versetzt. Das Pellet wurde vorsichtig ein-

mal mit Polymerisationspuffer gespült und anschließend in 100 µl Polymerisationspuffer

resuspendiert und mit 25 µl 5x SDS-Probenpuffer versetzt. Die Analyse der Pellet- und

Überstand-Proben wurde durch eine SDS-PAGE mit anschließender Coomassiefärbung

durchgeführt. Die Quantifizierung erfolgte am Odyssey R© Infrared Imaging System der

Firma LI-COR und anschließender Bearbeitung mit Hilfe der Odyssey 3.0 Software. Hier-

bei wurden die Intensitäten der Banden bestimmt und ausgewertet. Die Bindung wurde

schließlich durch die Auftragung des Quotienten aus gebundenem Protein(-fragment) und

F-Aktin gegen die eingesetzte Gesamtkonzentration des Protein(-fragments) von Interesse

analysiert. Diese Kurve sollte bei spezifischer Bindung den Verlauf einer Sättigungskurve

zeigen. Mit einer nichtlinearen Regression mithilfe der Software GraphPad Prism4 konnte

so das molare Bindungsverhältnis des untersuchten Protein(-fragments) an F-Aktin be-

stimmt werden. Bmax, der Grenzwert besagt somit, wie viele Proteinmoleküle an einem

Aktinmolekül binden. Der ermittelte KD-Wert entspricht der Konzentration des Protein(-

fragments), bei der die halbmaximale Bindung erreicht wird und ist somit ein Maß für

die Bindungsstärke.

Polymerisationspuffer: 2 mM ATP, 10 mM EGTA, 20 mM MgCl2, 1 M KCl,
200 mM Imidazol, pH 7,5

2.9.16 Aktin low speed Cosedimentationsassays

Der Aktin low speed Cosedimentationsassay entspricht in Prinzip und Durchführung dem

des Aktin high speed Cosedimentationsassays. Der Ansatz wird jedoch zur Sedimentation

der Aktinbündel und den damit assoziierten Proteine nur bei 10.000 g zentrifugiert. Besitzt

das eingesetzte Protein(-fragment) Aktin-bündelnde Eigenschaften, so sollte mit steigen-

der Konzentration des Proteins auch steigende Mengen Aktin im Pellet detektiert werden.

Zeitgleich muss die Aktinmenge im Überstand abnehmen. Die Quantifizierung erfolgte

wiederum am Odyssey R© Infrared Imaging System (LI-COR) und anschließender Bearbei-

tung mithilfe der Odyssey 3.0 Software. Zur Bestimmung der Aktinbündelungsaktivität
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wurde der prozentuale Anteil an gebündeltem Aktin in Abhängigkeit der eingesetzten

Konzentration des Protein(-fragments) analysiert.

2.10 Zellbiologische Methoden,

Indirekte Immunfluoreszenz und Mikroskopie

2.10.1 Zellkultur

Standard-Zellkulturtechniken wie das Auftauen, Passagieren und Einfrieren wurden nach

Freshney (2000) und den Empfehlungen der European Collection of Animal Cell Cul-

ture (ECACC) durchgeführt. Alle verwendeten Zellen wurden bei 37 ◦C, 5 % CO2 und

100 % relativer Luftfeuchte kultiviert. Die verwendeten Kulturmedien sind in Tab. 2.10

angegeben.

Tabelle 2.10: Zellkulturmedien

Name Zusammensetzung

Ptk2-Medium 15 % FCS (Sigma), 1 % Pen/Strep, 2 % Natriumpyruvat,

1 % NEAA in DMEM Glutamax

A7r5-Medium 10 % FCS (PAA), 1 % Pen/Strep, 2 % L-Glutamin

in DMEM ohne Phenolrot

Hek293-Medium 10 % FCS (Gibco), 1 % Pen/Strep in DMEM Glutamax

C2/C2C12-Proliferationsmedium 15 % FCS (Sigma), 1 % Pen/Strep, 2 % Natriumpyruvat,

1 % NEAA in DMEM Glutamax

C2/C2C12-Differenzierungsmedium 2 % HS (Sigma), 1 % Pen/Strep,

1 % NEAA in DMEM Glutamax

Hskm-Proliferationsmedium 20 % FCS (Sigma), 1 % Pen/Strep, 20 µg/ml Dexamethason,

2 ng/ml HGF, 2 % Natriumpyruvat, 1 % NEAA

in DMEM Glutamax

Hskm-Differenzierungsmedium 1 % Pen/Strep, Transferrin, Insulin in DMEM Glutamax
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2.10.2 Kultivierung von Hskm- und C2/C2C12-Zellen

Humane Skelettmuskelzellen (Hskm-Zellen) und C2/C2C12-Mausmuskelzellen wurden

in nährreichem Proliferationsmedium vermehrt und bei Bedarf durch Wechsel in

nährstoffarmes Differenzierungsmedium zur Differenzierung angeregt (Medien siehe Tab.

2.10). Bei den C2-Zellen zeigte es sich, abhängig von der verwendeteten Charge, am ge-

eignetsten, die Differenzierung bei etwa 80 % oder bei 100 % Konfluenz zu beginnen. Vor

dem Mediumwechsel wurden die Zellen einmal mit PBS gewaschen. Bei erfolgreicher Dif-

ferenzierung konnte das Kontrahieren der C2/C2C12-Zellen am Tag 4 oder 5 beobachtet

werden. Sollten die Zellen anschließend mikroskopiert werden, wurden sie auf Matrigel-

beschichteten Deckgläschen herangezogen.

Die Hskm-Zellen wurden für 6-8 Tage differenziert, leider war die terminale Differenzie-

rung der Hskm-Zellen nicht möglich, da sich reifere Myotuben vermutlich aufgrund von

Kontraktionen von den Deckgläsern ablösten.

2.10.3 Transiente Transfektionen

Für transiente Transfektionen wurde das Transfektionsreagenz FuGene6 (Roche Diagno-

stics) nach Angaben des Herstellers verwendet. Die Zellen wurden bei 80 % Konfluenz

transfiziert. Dazu wurde ein Gemisch aus 1 µg der zu übertragenden DNA mit 3 µl Trans-

fektionsreagenz in 100 µl DMEM in das Kulturmedium gegeben. Nach 12–24 h erfolgte ein

Mediumwechsel. Für Immunfluoreszenzfärbungen wurden die Zellen auf Deckgläschen in

35 mm Kulturschalen herangezogen, für SDS-Totalextrakte wurden 6 oder 10 cm Schalen

verwendet. Die Expressionsanalyse der gewünschten Proteine erfolgte 36–48 h nach Trans-

fektion. Für Immunfluoreszenzfärbungen wurden die Deckgläschen mit Paraformaldehyd

(siehe Abschnitt 2.10.4) oder Methanol-Aceton (siehe Abschnitt 2.10.5) fixiert und mit

entsprechenden Antikörpern immungefärbt. Die Expressionskontrolle der Extrakte erfolg-

te über SDS-PAGE, anschließendem Proteintransfer und Immundetektion des jeweiligen

Vektor-vermittelten Immunotags.
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2.10.4 Paraformaldehyd-Fixierung von Zellen

Auf Deckgläsern kultivierte Zellen wurden zweifach mit vorgewärmten PBS gewaschen

und mit 4 (v/v) % Formaldehyd aus Paraformaldehyd in PBS 15 min bei RT fixiert.

Für die Immunfärbung intrazellulärer Strukuren schloss sich nach dem Waschen mit PBS

eine Permeabilisierung der Zellmembran mit 0,5 (v/v) % Triton X-100 in PBS (10 min bei

RT) an. Die Zellen wurden erneut mit PBS gewaschen und schließlich direkt immungefärbt

oder kurzfristig bei 4 ◦C gelagert.

2.10.5 Methanol-Aceton-Fixierung von Zellen

Auf Deckgläsern kultivierte Zellen wurden zweifach mit PBS gewaschen und mit einer

Methanol-Aceton-Lösung (1:1) 3 min bei -20 ◦C fixiert. Nach Waschen mit PBS wurden

die Zellen direkt immungefärbt oder kurzfristig bei 4 ◦C gelagert.

2.10.6 Gefrierschnitte von Geweben

Es wurden 5–10 µm dicke Kryoschnitte an einem Gefriermikrotom bei -20 ◦C angefertigt,

diese auf Objektträger überführt, 30 min bei RT getrocknet und bis zur Fixierung bei

-80 ◦C gelagert.

2.10.7 Methanol-Aceton-Fixierung von Gefrierschnitten

Kryoschnitte wurden 2 min in -20 ◦C kaltem Methanol und direkt anschließend 30 sec

in -20 ◦C kaltem Aceton fixiert. Danach wurden die Schnitte kurz getrocknet und mit

einem Fettstift (
”
Liquid blocker“ Super PAP Pen, Science Services, München) umrandet.

Anschließend wurden die Schnitte durch eine 10 minütige Inkubation in PBS rehydriert.

Die weitere Immunfärbung erfolgte wie in Abschnitt 2.10.8 beschrieben in einer feuchten

Kammer.
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2.10.8 Indirekte Immunfluoreszenz

In der Regel wurden Doppelmarkierungen bzw. Dreifachmarkierungen durchgeführt. Die

dazu verwendeten primären Antikörper sind in Tab. 2.4 zusammengefasst. Die Spezies-

und z. T. auch Ig-Subklassen-spezifischen Sekundärantikörper, die mit Fluoreszenzfarb-

stoffen konjugiert waren, sind in Tab. 2.5 aufgelistet.

2.10.8.1 Indirekte Immunfluoreszenz von Zellen

Fixierte Zellen auf Deckgläsern wurden mit PBS gewaschen und für 30 min bei RT mit Blo-

ckierlösung (s. u.) abgesättigt. Die Inkubation mit dem primären Antikörper, verdünnt in

Arbeitslösung (s. u.), erfolgte für eine 1 h bei RT. Nach zweifachem Waschen mit PBS wur-

den die Zellen mit geeigneten Sekundärantikörper-Konjugaten, verdünnt in Arbeitslösung

(s. u.), für 1 h bei RT inkubiert, erneut gewaschen und mit Mowiol+NPG (s. u., Calbio-

chem, Heidelberg) eingebettet. Nach Trocknung über Nacht konnten die Präparate mit

Hilfe eines Fluoreszenzmikroskopes (Nikon Eclipse TE-2000E oder Zeiss Axio Imager M1)

analysiert werden.

2.10.8.2 Indirekte Immunfluoreszenz auf Gewebeschnitten

Kryoschnitte von Geweben wurden mit PBS gewaschen und für 1 h bei RT mit Blo-

ckierlösung (s. u.) abgesättigt. Die Inkubation mit dem primären Antikörper, verdünnt

in Arbeitslösung (s. u.), erfolgte mindestens für 3 h bei 37 ◦C, über Nacht bei 4 ◦C. Nach

dreifachem Waschen mit PBST wurden die Proben mit geeigneten Sekundärantikörper-

Konjugaten, verdünnt in Arbeitslösung (s. u.), für mindestens 2 h bei RT inkubiert, erneut

mehrfach mit PBST gewaschen und mit Mowiol+NPG (Calbiochem, Heidelberg) (s. u.)

eingebettet. Nach Trocknung über Nacht konnten die Präparate mit Hilfe eines konfokalen

Laserscanningmikroskops (LSM 510 oder 710, Zeiss) analysiert werden.

Blockierlösung 10 % NGS, 3 % BSA in PBS
Arbeitslösung 1 % BSA in PBS
PBST 0,5 % Tween in PBS
Mowiol+NPG: 10 % Mowiol 4-88, 25 % Glycerol, 0,1 M Tris/HCl, 0,4 % N-propyl-gallat,

pH 8,5
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2.10.9 Mikroskopische Auswertung

Im Institut für Zellbiologie existieren verschiedene Mikroskope, die zur Auswertung der

Immmunfluoreszenzfärbungen benutzt wurden. Färbungen von Zellen wurden zunächst an

Epifluorezenzmikroskopen (Nikon Eclipse TE-2000E oder Zeiss Axio Imager M1) doku-

mentiert und bei Bedarf zusätzlich mit einem konfokalen Laserscanning Mikroskop (LSM

510 oder LSM 710, Zeiss) analysiert. Die Auswertung von Gewebeschnitten erfolgte auf-

grund ihrer Dicke generell konfokal.

Tabelle 2.11: Epifluoreszenzmikroskope

Mikroskop Objektive Filter Kamera

(EX/DM/BA)

Nikon Eclipse Plan Neo (20x/0,5) UV-2E/C gekühlte,

TE-2000E (340-380/400/435-485) monochrome,

Plan Neo (40x/0,6) B-2E/C CCD-Kamera

(465-495/505/515-555) (1412AM-FW-TE,

Plan Apo (60x/1,4 Öl) G-2E/C DVC, Austin, USA)

(528-553/556/578-633)

Plan Apo (100x/1,4 Öl)

Zeiss Axio Imager M1 Pln N (10x/0,3) (335-383/395/420-470) monochrome

Pln N (20x/0,5) (450-490/495/500-550) CCD-Kamera

Pln N (63x/1,25 Öl) (538-562/570/570-640) Axiocam MRm

Pln N (100x/1,3 Öl) (540-580/585/593-668) D10ZNC

(625-655/660/665-715)
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Tabelle 2.12: konfokale Laserscanningmikroskopie

Mikroskop Objektive Laser Detektion

LSM 510 EC Plan-Neofluar Argon Laser META-Scanmodul

Carl Zeiss, (10x/0,3) 458/488/514 nm mit zwei

Jena EC Plan-Neofluar HeNe-Laser 543 nm Einzeldetektoren und

(40x/1,3) Oil HeNe-Laser 633 nm einem polychromatischen

EC Plan-Apochromat Multikanal-Detektor

(63x/1,4) Oil

LSM 710 EC Plan-Neofluar Laserdiode 405 nm CW Scanmodul mit

Carl Zeiss, (10x/0,3) M27 Argon Laser Multiline 34 spektralen

Jena EC Plan-Neofluar 458/488/514 nm Detektions-

(40x/1,3) Oil DIC M27 DPSS-Laser 561 nm kanälen

EC Plan-Apochromat HeNe-Laser 594 nm

(63x/1,4) Oil DIC M27 HeNe-Laser 633 nm Durchlichtdetektor

α Plan-Apochromat T-PMT

(100x/1,46) Oil DIC M27



Kapitel 3

Ergebnisse

3.1 Die genomische Struktur der Podine und daraus

resultierende Isoformen

Die Podin-Proteinfamilie umfasst drei Mitglieder: Synaptopodin, Myopodin und Tri-

topodin, welche von den Genen SYNPO, SYNPO2 und SYNPO2L kodiert werden.

Alle Genprodukte unterliegen alternativen Spleißvorgängen aus denen unterschiedliche

Isoformen resultieren. Synaptopodin wurde bereits ausführlich von Mundel et al. charak-

terisiert (siehe Abschnitt 1.3.1), weshalb sich der Fokus dieser Arbeit auf Myopodin und

Tritopodin richtete.

3.1.1 Alternative Spleißvorgänge und zwei Transkriptionsstarts

resultieren in sechs putative Myopodinisoformen

Das SYNPO2 -Gen, welches für Myopodin kodiert, besteht aus sechs Exons, die durch

Introns unterschiedlicher Länge getrennt sind. In der Literatur sind drei lange Myopo-

dinisoformen, Myopodin 1, 2 und 3, in dieser Arbeit a, b und c genannt, beschrieben

(de Ganck et al., 2008), die durch alternative Spleißvorgänge im 3´-Bereich entstehen.

Außerdem beschrieben Lin et al. (2001) eine mRNA von 4,2 kb, welche aufgrund ihrer

Größe keiner der vorhergesagten langen Myopodinvarianten entspricht. Zusätzlich gaben
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Abbildung 3.1: Organisation des humanen Myopodin-Gens (SYNPO2 ) und daraus resultierende Spleißva-
rianten bzw. Isoformen. A: Exon-Intron-Struktur der genomischen DNA. Die Exons sind als farbgefüllte
Balken dargestellt, wobei translatierte Bereiche dicker veranschaulicht sind als nicht-translatierte. Die
Introns sind als Linien gezeigt. Die Zahlen ober- bzw. unterhalb zeigen die Länge der Exons, bzw. In-
trons. Alternative Spleißvorgänge sind durch punktuierte Linien verdeutlicht. Der rote Pfeil markiert den
alternativen Transkriptionsstart in Exon 3. B: mRNA-Varianten mit entsprechenden Referenzsequenzen,
die aus den oben gezeigten Spleißvorgängen, sowie aus dem alternativen Transkriptionsstart resultieren.
C: Protein-Isoformen mit den aus der Aminosäurezusammensetzung berechneten molekularen Massen
für humanes und murines Myopodin. Hervorgehoben sind die in den langen Isoformen vorhandene PDZ-
Domäne sowie zwei homologe Regionen, die in allen Podinen zu identifizieren sind. NLS = putatives
Kernlokalisationssignal.
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ESTs Hinweise auf kurze Varianten, denen die Exons 1 und 2 sowie Teile des Exon 3

fehlen, was durch einen alternativen Transkriptionsstart im dritten Exon zu erklären

wäre. Erste Cap-Fishing-Experimente mit mRNA aus humanem Uterus bestätigten die

Existenz solcher kurzen mRNA-Transkripte (Linnemann, 2005). Einen weiteren Hinweis

für die Existenz dieser kurzen Varianten lieferten Affymetrix-Daten, die über die All-

Exon-Chip-Analyse die Expression einzelner Exons und Spleißvorgänge verschiedenster

mRNAs untersuchten. Hier wies Myopodin vor allem im Skelettmuskel keine Expression

der Exons 1, 2 und 6 sowie des 5´-Bereichs des dritten Exons auf (Abb. B.2, D). Die

Expression dieser mRNA beginnt in Exon 3 und endet mit der Transkription des gesam-

ten vierten Exons. Im Herzen und in der Prostata wurde ebenfalls die Expression der

Exons 1 bis 4 beschrieben. Eine Zusammenfassung dieser Daten befindet sich im Anhang

(Abb. B.2). Werden die drei durch Spleißen verursachten 3´-Enden mit den beiden

Transkriptionsstarts kombiniert, so ergeben sich sechs putative Myopodinisoformen. Eine

vollständige Zusammenfassung aller möglichen Myopodinvarianten zeigt Abbildung 3.1.

3.1.1.1 Expressionsanalyse humaner Myopodinvarianten auf mRNA-Ebene

Um zu klären, welche Myopodinisoformen tatsächlich in verschiedenen Geweben expri-

miert werden, wurden RT-PCR-Experimente durchgeführt. Die RNA wurde aus huma-

nen Geweben (Herz, Skelettmuskel und Uterus) bzw. aus differenzierten humanen Ske-

lettmuskelzellen gewonnen und in cDNA umgeschrieben, welche in PCR Ansätzen als

Templates dienten. Die Primer wurden so kreiert, dass die erwarteten PCR-Produkte ei-

ne Länge von etwa 150 bis 300 bp besitzen sollten und wenn möglich, über zwei Exons

reichten, wodurch eine Amplifikation genomischer DNA ausgeschlossen werden konnte.

Die verwendeten Primerkombinationen sind in Abbildung 3.2 A schematisch dargestellt.

Die Primerkombinationen I, II und III, welche in Exon 1 und 2, bzw. im 5´-Bereich

des dritten Exons binden, dienten dem Nachweis der langen Myopodinisoformen a bis c.

Das Primerpaar IV, welches ein Fragment vom Ende des dritten Exons bis zum Exon

4a amplifiziert, sollte alle, auch die N-terminal trunkierten Varianten d bis f nachweisen.

Die Primerpaare V, VI und VII wurden zur Bestimmung der exprimierten 3´-Variante
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des Myopodins benutzt. Primerpaar V ist spezifisch für Spleißvarianten a bzw. d, also

für den Spleißvorgang von Exon 4 zu Exon 6, Primerpaar VI für die Varianten b und

e, also Exons 4a und b, Primerpaar VII für die Spleißvarianten c oder f, also Exons 4

und 5 (Abb. 3.2, A). Als Positiv- und Ladekontrolle wurden PCR-Ansätze mit GAPDH

(Glyceraldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase)-spezifischen Primern durchgeführt.

Mit cDNA aus humanem Herzmuskel- und Uterusgewebe konnten mit allen eingesetzten

Primerpaaren mit Ausnahme des Primerpaares VII, große Mengen an PCR-Produkt

erzielt werden (Abb. 3.2, B und C). Dies deutet darauf hin, dass sowohl im Herzen als

auch im Uterus lange Myopodinvarianten, inklusive Exon 1, 2 und 3, sowie Varianten mit

Exon 4b und Exon 6 exprimiert werden. Allerdings scheint die Expression von Exon 6 im

Herzen eher schwach zu sein. Die Expression der Spleißvariante c und f konnte dagegen

in diesen Geweben nicht nachgewiesen werden. In humanem Skelettmuskelgewebe konnte

mit Primern spezifisch für Exons 1, 2 und 3 nur sehr wenig PCR-Produkt nachgewiesen

werden (Abb. 3.2, D). Mit den Primerpaaren IV und VI wurden jedoch große Mengen

an PCR-Produkt erhalten. Das Primerpaar V zur Amplifikation des sechsten Exons

führte dagegen zu keinen Amplifikationsprodukten. Die Expression der Isoformen a und

d kann demnach ausgeschlossen werden. Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass im

Skelettmuskel, neben einer geringen Expression einer langen Isoform, vermutlich Isoform

b, hauptsächlich die kurze Variante e exprimiert wird (Abb. 3.2, D). Allerdings ist nicht

auszuschließen, dass in dem für die RNA-Isolierungen verwendeten Gewebestück auch

andere Zelltypen, wie z. B. Epithel- oder Glattmuskelzellen aus Blutgefäßen, vorhanden

waren, in welchen die lange Variante exprimiert sein könnte. Um dies auszuschließen,

wurden RT-PCR Experimente mit differenzierten humanen Skelettmuskelzellen (Hskm-

Zellen) durchgeführt (Abb. 3.2, E), wobei das gleiche Expressionsmuster wie im adulten

Skelettmuskelgewebe beobachtet wurde. Dieses Ergebnis stützt die Vermutung, dass im

Skelettmuskelgewebe hauptsächlich die Variante e exprimiert wird.
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Abbildung 3.2: Expressionsanalyse humaner Myopodinvarianten auf mRNA-Ebene. A:
Übersicht der verwendeten Primerpaare für RT-PCR-Experimente zur Amplifikation humanen Myopod-
ins. Dargestellt sind alle putativen Spleißvarianten, die punktuierten Linien geben die Lage der Primer
an, die römischen Zahlen die Primerkombinationen, welche für RT-PCR-Experimente auf humaner cDNA
verwendet wurden. B-E: Ergebnisse der RT-PCRs zur Amplifikation humanen Myopodins aus den ange-
gebenen Geweben und differenzierten Hskm-Zellen. Der Größenstandard ist links angegeben, wobei die
Zahlen der Länge in bp entsprechen. Die verwendeten Primerpaare sind dem Schema in A zu entneh-
men. Als Kontrolle wurde je eine PCR mit GAPDH-spezifischen Primern durchgeführt. (+) kompletter
PCR-Ansatz, (-) Kontrollansatz ohne Template.
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3.1.1.2 Bestätigung der Expression der kurzen Myopodinisoformen in Hskm-

Zellen auf mRNA-Ebene

Um die Existenz des umstrittenen alternativen Transkriptionsstarts zu belegen, wurden

5´–RACE (Rapid Amplification of cDNA-Ends) Experimente durchgeführt. Hierzu

wurde zunächst RNA aus differenzierten Hskm-Zellen isoliert und diese anschließend

unter Verwendung des
”

5´–RACE, Version 2.0 (Invitrogen) in cDNA umgeschrieben.

Mit Hilfe zweier Myopodin-spezifischer reverse-Primer (
”
GSP1: Myop 391r“ und

”
GSP2:

Myop 1185r“, Sequenzen siehe C.4), die im 5´–Ende des vierten Exons binden (Abb. 3.3,

A), konnten so je zwei spezifische PCR-Produkte mit einer Länge von etwa 500 bp bzw.

250 bp, erhalten werden (Abb. 3.3, B). Diese wurden über T/A-Klonierung in den Vektor

pGEM-T inseriert und in E.coli transformiert. Die Sequenzierung der Plasmid-DNA

mehrerer Kolonien des größeren Fragments ergab, dass dieses im dritten Exon beginnt

(Abb. 3.3, C). Auch Datenbankanalysen zeigen viele ESTs, die im Exon 3 starten.

Drei dieser ESTs (AL713538, DB269106 und DB288412) beginnen mit exakt derselben

Base, wie die erhaltenen Fragmente des 5´–RACE–Produktes (Abb. B.2, C). Einen

weiteren Hinweis für die Existenz der kleinen Isoform ergab die Suche nach putativen

Promotorregionen (Kim et al., 2005). So konnte eine TAF1-Bindungsstelle an Position

-190 von dem Startpunkt des 5´–RACE–Produktes, bzw. der ESTs AL712538, DB269106

und DB288412 ermittelt werden (Abb. B.2, E). In Kombination mit einem Hefe-Zwei-

Hybrid-Klon, der den polyA-Schwanz enthielt und dessen 3´-Ende der Myopodinisoform

b (oder den mRNA Sequenzen AL832031 und AL832363) entsprach, konnte die gesamte

Sequenz der im Skelettmuskel exprimierten Isoform ermittelt werden. Diese wurde in der

EMBL-Datenbank mit der Accession Number FN422000 hinterlegt. Das entsprechende

Protein hat die Accession Number CAZ66141 (Sequenz siehe Anhang C.1).
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Abbildung 3.3: 5´- RACE zur Bestätigung der Existenz der kleinen Myopodinisoform in
humanen Skelettmuskelzellen. A: Schematische Darstellung des 5´-Bereichs der langen und kurzen
Myopodinisoformen. Der für die 5´- RACE interessante Teil ist vergrößert und die Position der für die 5´-
RACE verwendeten Primer eingezeichnet. B: Die Agarosegele der 5´- RACE mit den Primern Myop 391r
und Myop 1185r zeigen die Amplifikation von je einem 500 bp-Fragment sowie einem 250 bp-Fragment.
Die Negativkontrollen (-) ohne Zugabe von Template zeigen keine Amplifikationsprodukte. C: Ausschnitt
aus der mRNA-Sequenz des Myopodins. Der Beginn des 500 bp-Fragmentes sowie des 250 bp-Fragmentes
sind gelb, die verwendeten Primer grün hervorgehoben.
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3.1.2 Die Isoformen des Myopodins zeigen teils gewebespezifi-

sche Expression

Um die Expression des Myopodins und dessen unterschiedliche Isoformen auch auf Pro-

teinebene ausführlich studieren zu können, war die Herstellung spezifischer Antikörper

notwendig. Im Folgenden wird die Herstellung und Charakterisierung der Myopodinan-

tikörper genauer beschrieben. Die Lage der Epitope sowie alle relevanten Daten sind in

Abbildung 3.4 zusammengefasst.

3.1.2.1 Herstellung spezifischer Antikörper gegen Myopodin

Wie bereits in 1.3.2 beschrieben, gibt es widersprüchliche Angaben über die Expressi-

on des Myopodins in verschiedenen Zell- und Gewebetypen. Um eigene Untersuchun-

gen zur Klärung der Expressionsmuster sowie der Lokalisation in verschiedenen Zellty-

pen durchführen zu können, wurden im Rahmen dieser Arbeit verschiedene spezifische

Antikörper generiert. Neben dem bereits beschriebenen monoklonalen Antikörper HH9

(Vakeel, 2006) wurde ein polyklonaler Myopodinantikörper (M2) generiert, welcher sein

Epitop im N-terminalen Bereich der kurzen Varianten hat und somit, ebenso wie der HH9,

alle Isoformen erkennen sollte (Abb. 3.4). Hierzu wurden zwei Kaninchen (Tiernummern

1593 und 1594) mit einem Myopodinfragment immunisiert, welches die Aminosäuren 405

bis 663 umfasste. Die Spezifität der so erhaltenen Seren wurde durch einen Western Blot

auf dem entsprechenden Antigen getestet, wobei die Seren beider Tiere eine starke Reak-

tivität zeigten (Daten nicht gezeigt).

Zur Unterscheidung der unterschiedlichen Myopodinvarianten wurden zusätzlich zwei iso-

formspezifische Antikörper generiert. Der Myopodin α-PDZ Antikörper wurde durch Im-

munisierung mit dem Fragment Myop 268-391 erhalten (Abb. 3.4). Dieser Bereich liegt

direkt C-terminal der PDZ-Domäne und ist somit zum einen spezifisch für die langen

Isoformen, zum anderen sollte er aber keine Homologie mit anderen PDZ-tragenden Pro-

teinen aufweisen. Auch hier wurden zwei Kaninchen (Tiernummern 2326 und 2327) im-

munisiert und die Spezifität der so erhaltenen Seren wie oben angegeben getestet, wobei

wiederum die Seren beider Tiere eine starke Reaktivität zeigten (Daten nicht gezeigt).
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Abbildung 3.4: Schematische Darstellung der Lage der Epitope der Myopodinantikörper.
Gezeigt sind die sechs putativen Myopodinisoformen mit der charakteristischen PDZ-Domäne sowie den
Podin-Homologiebereichen und den berechneten molekularen Massen. Die Epitope der Antikörper sind
mit blauen Balken unterlegt. Die Tabelle gibt Auskunft über den Namen, den Donororganismus, die Art,
bzw. Subklasse sowie die Tiernummern der immunisierten Kaninchen. (+) Test des Serums durch einen
Western Blot auf dem entsprechenden Antigen positiv, (-) Test des Serums durch einen Western Blot auf
dem entsprechenden Antigen negativ.

Weiterhin sollte durch Immunisierung mit dem vom Exon 6 kodierten Proteinfragment

ein Antikörper erzeugt werden, der spezifisch für die Isoformen a und d ist (Abb. 3.4).

Zunächst wurde versucht eine Maus mit einem T7-tag versehenen Proteinfragment zu

immunisieren. Der Test des Serums auf Western Blots fiel dabei positiv aus. Es wurde

sowohl das rekombinante Protein als auch spezifische Banden auf Gewebeextrakten er-

kannt. Die Überstände der durch Fusion erhaltenen Hybridoma-Zellen reagierten jedoch

nicht mehr positiv. Deshalb wurden zusätzlich zwei Kaninchen mit dem vom Exon 6 ko-

dierten Proteinfragment immunisiert (Tiernummer 1839 und 1840). Die erhaltenen Seren

wurden wie oben angegeben getestet, allerdings zeigte nur das Serum des Tieres 1839

eine starke Reaktivität auf diesen Blots (Daten nicht gezeigt). Aus diesem Grund wurde

ausschließlich mit dem Serum dieses Tieres gearbeitet.

3.1.2.2 Expressionsanalyse humaner Myopodinvarianten auf Proteinebene

Die oben beschriebenen Myopodin-spezifischen Antikörper wurden zunächst auf humanen

Gewebeextrakten verwendet. Hierzu wurden SDS-Totalextrakte von humanen Geweben
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hergestellt, diese gelelektrophoretisch aufgetrennt und auf Nitrozellulosemembranen

transferiert. Die anschließende Immundetektion der Herz-, Skelettmuskel- und Prostata-

gewebe zeigte mit beiden pan-Myopodinantikörpern identische Banden (Abb. 3.5, A),

was die Spezifität der beiden Antikörper unterstreicht. Die Doppelfärbung mit beiden

pan-Myopodinantikörpern und Detektion mit dem Odyssey Infrared Imaging System

(LI-COR) bestätigte dies (Abb. 3.5, B). Zu bemerken war, dass die Immunfärbung

in Kombination mit herkömmlicher ECL besonders die langen Isoformen besser vi-

sualisierte als die Detektion mit dem Odysseyscanner. Die Blots (Abb. 3.5, A und B)

zeigten in humanem Skelettmuskel eine einzelne prominente Bande bei etwa 90 kDa,

was der Vermutung entspricht, dass im Skelettmuskel die Isoform e exprimiert wird

(siehe Abschnitte 3.1.1.1 und 3.1.1.2). Bei langen Belichtungszeiten (Abb. 3.5, A), war

zusätzlich ein Signal bei etwa 160 kDa zu beobachten, welches jedoch im Vergleich zur

90 kDa Bande deutlich schwächer erschien. Bei kurzen Belichtungszeiten wurde diese

Isoform nicht beobachtet (Abb. 3.5, C, Spur 2). Im Herzen war eine Bande bei etwa

150 kDa zu beobachten, was ebenfalls der Erwartung entspricht, dass in Herzmuskelzellen

eine lange Myopodinvariante mit PDZ-Domäne exprimiert wird. Allerdings könnte

dies auch eine Doppelbande darstellen, die aufgrund der zu geringen Laufstrecke nicht

aufgetrennt wurde. In der Prostata, welche einen großen Anteil an Glattmuskelzellen

besitzt, war sowohl eine große Isoform von etwa 160 kDa als auch eine kleine von etwa

90 kDa zu beobachten. Die Färbung mit dem M2 Antikörper zeigte eine Doppelbande

bei etwa 160 bzw. 200 kDa. Dabei könnte es sich um unterschiedliche Isoformen oder

um durch Proteolyse verursachte Banden handeln. Die kleine Isoform der Prostata ist

möglicherweise etwas größer als die des Skelettmuskels, eventuell ein Hinweis, dass es sich

um Isoform f handelt.

Um die Zuordnung der Isoformen zu bestätigen, wurden Western Blots mit den polyklo-

nalen isoformspezifischen Antikörpern α-PDZ und α-Ex6 gefärbt (Abb. 3.5, C). Hierbei

wurde zusätzlich zu den humanen Gewebeextrakten ein Zellextrakt von differenzierten

Hskm-Zellen, sowie von A7r5-Zellen aufgetragen, die die Myopodinisoformen d bzw. e,

markiert mit einem Myc-Tag exprimieren (A7r5 Myop e und Myop d). Diese Kontrollen

dienten zum einen dem Beweis der Spezifität der eingesetzten Antikörper, zum anderen
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ermöglichen sie den Größenvergleich der im Gewebe exprimierten Isoformen mit den

ektopisch exprimierten Proteinen.

Die Kontrollfärbung mit dem HH9-Antikörper zeigte die erwarteten, bereits beschriebe-

nen Banden bei den humanen Gewebeextakten (siehe oben). Auch in den differenzierten

Hskm-Zellen konnte die erwartete Bande von etwa 90 kDa beobachtet werden. Bei

den transfizierten A7r5 Zellen war jeweils eine spezifische Bande bei etwa 120 kDa

für Myopodin e und 140 kDa für Myopodin d zu beobachten (Abb. 3.5, C), was auch

mit der Kontrollfärbung gegen den Myc-Tag beobachtet werden konnte (Daten nicht

gezeigt). Obwohl alle bisherigen Ergebnisse auf die Expression der Myopodinisoform e

im Skelettmuskel hindeuten, entsprach die Laufhöhe der ektopisch exprimierten Isoform

e nicht der Skelettmuskelvariante. Auch die Größe der Isoform d entspricht keiner der

in den untersuchten Geweben exprimierten Isoformen. Die Beobachtung, dass ektopisch

exprimiertes Myopodin ein abnormales Laufverhalten zeigt, konnte auch von de Ganck

et al. (2008) gemacht werden, wobei die Autoren diese Größendifferenz auf mögliche

posttranslationale Modifikationen in Geweben zurückführten.

Die Färbung mit dem α-PDZ-Antikörper ergab im Herzen eine einzelne Bande bei etwa

160 kDa (Abb. 3.5, D). Im Skelettmuskel konnte ebenfalls eine einzelne Bande bei ca.

160 kDa detektiert werden. In der Prostata trat eine Doppelbande bei etwa 160 bzw.

200 kDa auf. In den Hskm-Zellen und den transfizierten A7r5-Zellen konnte dagegen

kein spezifisches Signal detektiert werden. Dies bestätigt die Spezifität des Antikörpers,

denn die beiden überexprimierten kurzen Isoformen d und e enthalten nicht die antigene

Sequenz für den verwendeten α-PDZ-Antikörper. Auffallend war, dass die Detektion mit

dem α-PDZ-Antikörper eine erhebliche Färbung des oberen Drittels des Western Blots

verursachte, die immer mit den Seren beider immunisierter Kaninchen auftrat.

Die Färbung mit dem α-Ex6-Antikörper ergab im Herzen eine einzelne Bande bei etwa

160 kDa, während im Skelettmuskel kein Signal detektiert werden konnte (Abb. 3.5, E).

Im Prostatagewebe erschien eine Bande bei etwa 160 kDa, die einen starken proteoly-

tischen Abbau aufwies. In den Extrakten von Hskm-Zellen bzw. mit Myopodinisoform

e transfizierten A7r5-Zellen konnte kein spezifisches Signal detektiert werden. In dem

Extrakt mit Myopodinisoform d transfizierter A7r5-Zellen wurde dagegen eine spezifische



Ergebnisse 71

Abbildung 3.5: Expressionsanalyse humaner Myopodinisoformen auf Proteinebene. A: Western
Blots von Extrakten aus humanem Skelettmuskel-, Herz- und Prostatagewebe gefärbt mit den Myopodin-
spezifischen Antikörpern HH9 und M2. B: Doppelfärbung mit HH9 und M2, Detektion mittels IRDye-
gekoppelter Sekundärantikörper. Gezeigt sind die Einzelkanäle, das entsprechende Zweikanalbild sowie
die Ladekontrolle mit GAPDH. Beide Myopodin-Antikörper zeigen identische Färbungen. C-E: Western
Blots von humanen Gewebeextrakten, Zellextrakten differenzierter Hskm-Zellen, sowie von A7r5-Zellen
transfiziert mit Myopodinisoform d (Myop d) und Myopodinisoform e (Myop e). Die Färbungen mit
den den Antikörpern HH9 (C), α-PDZ (D) und α-Ex6 (E) zeigen die teils gewebespezifische Expression
verschiedener Myopodinisoformen. Die jeweilige Ladekontrolle mit GAPDH ist darunter gezeigt. Die
Zahlen geben die molare Massen der Markerproteine in kDa an.
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Bande von etwa 140 kDa nachgewiesen. Da die ektopisch exprimierte Isoform d das

Antigen des Antikörpers α-Ex6 beinhaltet, die Variante e hingegen nicht, bestätigte dies

die Spezifität des Antikörpers. Die Größe der transfizierten Isoform d entspricht der, die

mit dem pan-Myopodin Antikörper HH9 nachgewiesen werden konnte.

Schlussfolgernd lässt sich festhalten, dass die verwendeten Antikörper spezifisch die

entsprechenden Myopodinvarianten erkennen. Die Färbungen mit den isoformspezifischen

Antikörpern ergaben, dass im Herzen eine lange Myopodinisoform exprimiert wird,

die den vom Exon 6 kodierten Bereich umfasst, also Myopodin a. Im Prostatagewebe

wird ebenfalls diese Variante exprimiert. Die Bedeutung der zweiten Bande bei etwa

200 kDa, die ausschließlich mit der Färbung des α-PDZ-Antikörpers zu beobachten war,

bleibt allerdings unklar. Die kurze Isoform von etwa 90 kDa im Skelettmuskel beinhaltet

weder die PDZ-Domäne noch den vom Exon 6 kodierten Bereich, was zusammen mit

den Ergebnissen der Expressionsanalyse auf mRNA-Ebene (siehe Abschnitte 3.1.1.1

und 3.1.1.2) für die Isoform e sprechen würde. Allerdings zeigte die Kontrolle mit der

ektopisch exprimierten Isoform e, dass diese in der SDS-Gelelektrophorese eine deutlich

größere scheinbare Masse besitzt (siehe oben).

3.1.2.3 Expressionsanalyse muriner Myopodinisoformen auf Proteinebene

Nachdem die Myopodin-spezifischen Antikörper erfolgreich gegen humane Extrakte

eingesetzt waren, sollte deren Reaktivität auch auf murinen Extrakten getestet werden.

Hierzu wurden SDS-Totalextrakte verschiedener muriner Gewebe im Western Blot

verwendet. Die Färbung mit dem polyklonalen Antikörper M2 zeigte Doppelbanden bei

etwa 160 bzw. 200 kDa in den Geweben von Prostata, Uterus, Darm und Blase (Abb.

3.6, A). Im Herzen konnte dagegen eine einzelne Bande bei etwa 160 kDa detektiert

werden. Im Extrakt aus Lungengewebe konnte ebenfalls ein schwaches Signal bei ca.

160 kDa nachgewiesen werden. Auffallend war, dass mit dem M2-Antikörper die kleinen

Myopodinisoformen nicht bzw. im Skelettmuskelgewebe nur schwach, nachgewiesen

werden konnten. In den neuronalen Geweben des Gehirns (Großhirn, Kleinhirn, Bulbus

olfaktorius) konnte eine Große Bande von etwa 160 kDa detektiert werden, wobei lange
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Abbildung 3.6: Expressionsanalyse muriner Myopodinvarianten auf Proteinebene. Western
Blots von Extrakten aus verschiedenen Mausgeweben gefärbt mit dem Myopodin-spezifischen Antikörpern
M2 (A), HH9 (B) sowie mit den isoformspezifischen Antikörpern α-PDZ (C) und α-Ex6 (D). Die
Färbungen bestätigen die teils gewebespezifische Expression verschiedener Myopodinisoformen. Die Zah-
len geben die molare Massen der Markerproteine in kDa an.
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Belichtungszeiten ein zusätzliches Signal bei etwa 60 kDa lieferten (Albinus, 2008).

Da die Immunfärbung mit dem HH9-Antikörper in der für humane Extrakte verwendeten

Antikörperverdünnung viele Banden zeigte, die wie die Kontrolle ohne den primären

Antikörper von der Kreuzreaktivität des sekundären Antikörpers GAMPO mit den

murinen Gewebeextrakten herrührten (Daten nicht gezeigt), wurde der Antikörper 50 x

konzentrierter eingesetzt (Abb. 3.6, B). Somit konnte im Skelettmuskel, in der Prostata

sowie im Darm eine Myopodinisoform von etwa 90 kDa nachgewiesen werden. Im Darm

konnte zusätzlich eine lange Myopodinisoform von etwa 160 kDa detektiert werden,

während im Uterusgewebe ausschließlich diese Isoform beobachtet wurde. Im Herzen

konnte die Expression einer 150 kDa Isoform nachgewiesen werden. In den getesteten

neuronalen Geweben des Groß- und Kleinhirns wurde jeweils eine Bande von ca. 60 kDa

detektiert, im Kleinhirn erschien zusätzlich ein Signal von etwa 75 kDa. Diese Banden

entsprechen zwar keiner vorhergesagten Myopodinisoform, sie konnten aber mit beiden

pan-Myopodinantikörpern nachgewiesen werden. Bei der Detektion der murinen My-

opodinisoformen mit dem HH9-Antikörper musste dieser wie bereits erwähnt wesentlich

konzentrierter eingesetzt werden als für die Detektion humaner Myopodinisoformen.

Vermutlich ist die Affinität des Antikörpers zum murinen Myopodin nicht so hoch wie zu

humanem Myopodin.

Die entsprechenden Extrakte wurden auch mit Hilfe des α-PDZ-Antikörpers auf die

Expression der langen, PDZ-Domänen tragenden Myopodinisoformen untersucht. Die

Immunfärbung zeigte, dass der obere Teil des Blots eine erhebliche Schwarzfärbung

aufwies, die es schwierig machte, spezifische Signale in diesem Bereich zu erhalten (Abb.

3.6, C). Diese Beobachtung wurde bereits mit den humanen Immunoblots gemacht

(siehe Abschnitt 3.1.2.2). Dennoch waren im Darm und in der Blase, aber auch im

Skelettmuskel Banden bei etwa 160 kDa zu beobachten, die für eine Expression einer

langen Myopodinvariante mit PDZ-Domäne sprechen.

Die Immunfärbung der Western Blots muriner Extrakte mit dem α-Ex6-Antikörper zeigte

keinerlei spezifische Signale (Abb. 3.6, D). Vermutlich ist die Affinität dieses Antikörpers

für murines Myopodin zu gering.
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3.1.2.4 Expressionsanalyse von Myopodinisoformen in Rattengeweben

Die Myopodin-spezifischen Antikörper wurden auch auf Western Blots von SDS-

Totalextrakten aus Geweben der Ratte getestet. Abbildung 3.7, A zeigt die Immunfärbung

mit dem polyklonalen Myopodinantikörper M2. Wie schon bei den humanen und murinen

Geweben beobachtet, wurden auch in den Rattengeweben mit hohem Glattmuskelanteil

(Blase, Uterus, Prostata, Samenleiter, Darm, Thymus und Milz) die langen Myopodiniso-

formen von ca. 160 kDa exprimiert. Auch im Herzen konnte eine lange Myopodinvariante

detektiert werden, ebenso im Lungengewebe. Die kleinen Isoformen von etwa 90 kDa

ließen sich mit dem M2-Antikörper, mit Ausnahme des Skelettmuskelgewebes, nicht

nachweisen. Die gleiche Beobachtung konnte bei der Detektion mit dem M2-Antikörper

muriner Myopodinisoformen gemacht werden. Der Skelettmuskel wies zudem auch eine

Bande von etwa 120 kDa auf, deren Ursprung unbekannt ist. Im Gehirn konnte mit dem

polyklonalen Antikörper kein Myopodin nachgewiesen werden.

Der Einsatz des monoklonalen Antikörpers HH9 zeigte die Expression der kleinen

Myopodinisoformen im Skelettmuskel, der Zunge, Darm und Blase (Abb. 3.7, B). In

der Zunge konnte zusätzlich eine Bande von etwa 45 kDa detektiert werden. Auch die

Expression der großen Isoformen in den glattmuskelreichen Geweben und im Herzen

konnte nachgewiesen werden. Im Kleinhirn wurde eine Bande bei etwa 60 kDa detektiert,

deren Ursprung zwar nicht bekannt ist, die aber auch in den murinen Extrakten zu finden

war (vgl. Abbildung 3.6, B).

Die Immundetektion mit dem isoformspezifischen Antikörper α-PDZ ergab die gleiche

Schwarzfärbung des oberen Drittels des Blots, die schon bei den Mausextrakten be-

obachtet werden konnte (Abb. 3.7, C). Auch hier gestaltete es sich deshalb schwierig

spezifische Banden zu identifizieren. Die langen Isoformen konnten aber wie erwartet in

den glattmuskelreichen Geweben Uterus, Prostata, Darm und Blase aber auch in der

Lunge nachgewiesen werden. In der Zunge konnte wiederum eine Bande von 45 kDa

beobachtet werden. Da diese Bande sowohl mit HH9 als auch mit dem α-PDZ-Antikörper

detektiert wurde, könnte dies für eine bislang unbekannte Isoform sprechen.

Immunoblots mit dem α-Ex6-Antikörper erbrachten erst nach sehr langer Belichtungszeit

Banden in Skelettmuskel, Zunge und Blase und waren bei einer molekularen Masse von



Ergebnisse 76

Abbildung 3.7: Expressionsanalyse von Myopodinisoformen in Rattengeweben auf Proteine-
bene. A-D: Western Blots von Extrakten aus verschiedenen Rattengeweben gefärbt mit den Myopodin-
spezifischen Antikörpern M2 (A), HH9 (B) sowie den isoformspezifischen Antikörpern α-PDZ (C) und α-
Ex6 (D). Die Färbungen zeigen die teils gewebespezifische Expression verschiedener Myopodinisoformen.
E: Ladekontrolle mittels Nachweis der GAPDH. Die Zahlen geben die molare Massen der Markerproteine
in kDa an.
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etwa 130 kDa, in der Blase zusätzlich bei 250 kDa erkennbar. Da diese Signale nicht den

erwarteten Molekülmassen entsprechen, wurden sie als unspezifisch eingestuft.

Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass es ein breites Spektrum am Myopodiniso-

formen gibt, die in verschiedenen Geweben exprimiert werden. Die Expressionsanalysen

zeigten, dass in Glattmuskelgeweben die Myopodinisoform a und im Skelettmuskelgewebe

die Isoform e exprimiert wird. Allgemein war bei den Western Blot Analysen auffällig,

dass große Mengen von den Extrakten geladen werden mussten, um spezifische Signale

zu erhalten.

3.1.3 Alternatives Spleißen und zwei Transkriptionsstarts resul-

tieren in mehrere putative Tritopodinisoformen

Das humane SYNPO2L-Gen, welches für Tritopodin kodiert, besteht aus fünf Exons, die

durch unterschiedlich lange Introns getrennt sind. Datenbank-Analysen (UCSC Genome

Browser, EMBL) ergaben zwei putative, differentielle Spleißvorgänge. Spleißvorgang 1

führt zum Herausschneiden des vierten Exons, während der intraexonische Spleißvorgang

2 zum Verlust des zentralen Bereichs des fünften Exons führt. Aus diesen Spleißvorgängen

und einem alternativen Transkriptionsstart resultieren drei putative Isoformen: Tritopo-

din a, b und c. Eine vollständige Zusammenfassung aller möglichen Tritopodinisoformen

zeigt Abbildung 3.8. Affymetrix All-Exon-Chip-Analysen deuten auf eine Expression der

Tritopodin mRNA in den quergestreiften Muskeln der Skelett- und Herzmuskulatur,

aber auch in dem glattmuskelreichen Gewebe der Prostata, hin. Das murine Tritopodin

besteht ebenfalls aus fünf Exons (Beqqali et al., 2010). Auch hier deuten Datenbanken

darauf hin, dass das Exon 4 herausgespleißt wird, es gibt jedoch keine Hinweise auf

den im humanen Tritopodin beschriebenen zweiten Spleißvorgang. Basierend auf zwei

alternativen Transkriptionsstarts werden daher für das murine Tritopodin zwei Isoformen

vorausgesagt (Abb. 3.9, A).
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Abbildung 3.8: Organisation des humanen Tritopodin-Gens (SYNPO2L) und daraus resul-
tierende Spleißvarianten bzw. Isoformen. A: Exon-Intron-Struktur der genomischen DNA. Die Ex-
ons sind als farbgefüllte Balken dargestellt, wobei translatierte Bereiche dicker veranschaulicht sind als
nicht-translatierte. Die Introns sind als Linien eingezeichnet. Die Zahlen ober- bzw. unterhalb zeigen die
Länge der Exons, bzw. Introns. Alternative Spleißvorgänge sind durch punktuierte Linien verdeutlicht. B:
mRNA-Varianten mit entsprechenden Referenzsequenzen, die aus den oben gezeigten Spleißvorgängen,
sowie aus dem alternativen Transkriptionsstart resultieren. C: Protein-Isoformen mit den aus der Ami-
nosäurezusammensetzung berechneten molekularen Massen für humanes und murines Tritopodin. Her-
vorgehoben sind die in den langen Isoformen vorhandene PDZ-Domäne sowie zwei homologe Regionen,
die in allen Podinen zu identifizieren sind.
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3.1.3.1 Expressionsanalyse muriner Tritopodinvarianten auf mRNA-Ebene

Um zu bestimmen, welche der putativen Isoformen in welchen Geweben exprimiert

werden, wurden RT-PCR Experimente mit cDNAs aus verschiedenen murinen Geweben

durchgeführt. Die verwendeten Primer wurden wie in Abschnitt 3.1.1.1 beschrieben

kreiert. Für Primer, die nicht exonübergreifend amplifizierten, wurde eine zusätzliche

Kontrolle mit RNA als Matrize durchgeführt, um auch hier die Amplifikation genomischer

DNA auszuschließen. Die verwendeten Primerkombinationen sind in Abbildung 3.9 A

schematisch dargestellt. Die Primerkombinationen I, II und III, welche in Exon 1 und

2, bzw. im 5´-Bereich des dritten Exons binden, dienten dem Nachweis der langen

Tritopodinisoform a. Die Primerpaare IV und V, welche ein Fragment vom Ende des

zweiten Exons bis zum Exon 4, bzw. vom Exon 3 bis Exon 4 amplifizierten, sollten

bei den vorhergesagten Isoformen keine PCR-Produkte zur Folge haben. Anhand des

PCR-Produktes des Primerpaares VI, welches von Exon 3 zu Exon 5 amplifiziert, sollte

erkennbar sein, ob das Exon 4 wider Erwarten enthalten ist. Primerpaar VII wurde zum

Nachweis der Isoform b eingesetzt. Primerpaar VIII diente der Vervielfältigung des Exon

5, welches in beiden putativen Varianten gleichermaßen exprimiert werden sollte.

Die RT-PCR-Versuche zeigten, dass Tritopodin vor allem in den quergestreiften Muskeln

von Skelettmuskulatur und Zunge, aber auch im Herzen und im Großhirn exprimiert

wird. In all diesen Geweben wurden die Exons 1, 2, 3 und 5 nachgewiesen. Im Skelett-

muskel, in der Zunge und im Großhirn konnte mit dem Primerpaar VII zudem das Exon

4 nachgewiesen werden. Da das Primerpaar VI im Skelettmuskel und der Zunge ein

PCR-Produkt ergab, welches der Fragmentgröße ohne Exon 4 entspricht, ist anzunehmen,

dass in diesen Geweben auf RNA-Ebene beide Isoformen exprimiert werden. Auch im

Großhirn scheinen beide Isoformen zu existieren, im Herzen wird dagegen die Isoform

Tritopodin a exprimiert.
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Abbildung 3.9: Expressionsanalyse muriner Tritopodinvarianten auf mRNA-Ebene. A:
Übersicht der verwendeten Primerpaare für RT-PCR-Experimente zur Amplifikation murinen Tritopod-
ins. Die schwarzen Pfeile zeigen die Lage der Primer, die römischen Zahlen die für RT-PCR-Experimente
auf muriner cDNA verwendeten Primerkombinationen. B: Ergebnisse der RT-PCRs zur Amplifikation
murinen Tritopodins aus verschiedenen Geweben. Die Primerpaare sind dem Schema zu entnehmen.
Tritopodin-mRNA konnte im Skelettmuskel, der Zunge und im Großhirn nachgewiesen werden. Als Kon-
trolle wurde je eine PCR mit GAPDH spezifischen Primern durchgeführt. Die rot gefüllten Pfeilköpfe
geben die erwartete Fragmentgröße an, die nicht gefüllten die Größe alternativer Fragmente. - Kontrol-
lansatz ohne Zugabe von cDNA.
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3.1.4 Tritopodin ist auf Proteinebene nur in quergestreiften

Muskeln nachweisbar

3.1.4.1 Herstellung spezifischer Antikörper gegen Tritopodin

Um die Expression des Tritopodins so detailliert studieren zu können, wie die des

Myopodins, wurden Tritopodin-spezifische Antikörper hergestellt. Bei der Expression

verschiedener Fragmente zur Immunisierung von Mäusen oder Kaninchen fiel auf, dass

Tritopodin extrem proteolyseempfindlich ist (Gläsker, 2009). Dies machte es schwierig,

genügend Protein herzustellen, das für die Immunisierungen verwendet werden konnte.

Durch die Immunisierung von Kaninchen (Tiernummer 1595 und 1596) mit dem Fragment

Trito 1-198 wurde jedoch ein Antikörper (ML1), spezifisch für die langen Isoformen des

Tritopodins, generiert (Abb. 3.10). Die Seren wurden wie in Abschnitt 3.1.2 beschrieben

auf die Erkennung des antigenen Sequenz getestet, wobei beide Seren starke Reaktivität

zeigten (Daten nicht gezeigt). Da das Immunisierungsfragment die PDZ-Domäne des

Tritopodins beinhaltet, wurde der Antikörper zusätzlich auf Kreuzreaktivität mit der

sehr homologen PDZ-Domäne des Myopodins untersucht. Der MLI-Antikörper zeigte

allerdings keine Reaktivität in diesen Western Blots (Albinus, 2008). Die Herstellung

Abbildung 3.10: Schematische Darstellung der Lage der Epitope der Tritopodinantikörper.
Gezeigt sind die drei putativen Tritopodinisoformen mit der charakteristischen PDZ-Domäne sowie den
Podin-Homologiebereichen und den berechneten molekularen Massen. Die Epitope der Antikörper sind
mit gelben Balken unterlegt. Die Tabelle gibt Auskunft über den Namen, den Donororganismus, die Art,
bzw. Subklasse sowie die Tiernummern der immunisierten Kaninchen. (+) Test des Serums durch einen
Western Blot auf dem entsprechenden Antigen positiv, (-) Test des Serums durch einen Western Blot auf
dem entsprechenden Antigen negativ.
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des pan-Tritopodin-Antikörpers ML2 wurde aufgrund der starken Proteolyse dieses

Fragmentes als cDNA mit Hilfe einer sogenannten gene gun vorgenommen. Hierzu wurde

das Fragment Trito(b) 40-206 in den Vektor pCI TPA kloniert. Die Immunisierungs-

arbeiten wurden von der UP Transfer Projektgruppe HYBROTEC an der Universität

Potsdam durchgeführt. Erste Tests mit dem Serum der immunisierten Maus haben

bereits viel versprechende Ergebnisse geliefert (Rieck, 2010). Zur Zeit wird an der Fusion

zur Erlangung der Hybridomzellen gearbeitet.

3.1.4.2 Expressionsanalyse humaner und muriner Tritopodinisoformen auf

Proteinebene

Immunblots mit dem ML1-Antikörper aus humanen Gewebeextrakten zeigten die Ex-

pression von Tritopodin im Skelettmuskel und im Herzen (Abb. 3.11, A). In der Prostata

konnte kein Tritopodin nachgewiesen werden. Im Skelettmuskel betrug die scheinbare mo-

lekulare Masse etwa 125 kDa, im Herzen etwa 140 kDa. Diese Größen entsprachen damit

zwar nicht den theoretisch berechneten molekularen Massen, aber den Größen die von

(Beqqali et al., 2010) beschrieben wurden. Zudem war auch beim Myopodin zu beobach-

ten, dass es in der SDS-Gelelektrophorese deutlich höher läuft als erwartet. Der Nachweis

von Tritopodin in murinen Gewebeextrakten zeigte ebenfalls die Expression im Skelett-

Abbildung 3.11: Expressionsanalyse humanen und murinen Tritopodins auf Proteinebene.
Western Blots von Extrakten aus humanen (A) und murinen Geweben (B), gefärbt mit dem Antikörper
ML1, zeigen die Expression des Tritopodins in quergestreiften Muskelgeweben. Die Zahlen geben die
molekularen Massen der Markerproteine in kDa an.
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muskel und im Herzen, nicht aber in den anderen getesteten Gewebeextrakten (Abb. 3.11,

B). Die scheinbaren Größen betrugen in beiden quergestreiften Muskeln etwa 130 kDa.

Diese Ergebnisse bestätigten die Vermutung, dass Tritopodin spezifisch in quergestreiften

Muskelzellen exprimiert wird.

3.2 Die Podine während der Muskeldifferenzierung

Die Expression von Myopodin und Tritopodin in adultem Skelettmuskelgewebe, warf

die Frage auf, welche Isoformen der Podine wann im Verlauf der Muskeldifferenzierung

exprimiert werden. Deshalb wurde die Expression des Myopodins und des Tritopodins

auf mRNA- und auf Proteinebene untersucht. Zudem wurde die Lokalisation der Proteine

während der Differenzierung sowie in adulten Geweben über indirekte Immunfluoreszenz-

studien bestimmt, wobei als Modellsystem humane Skelettmuskelzellen (Hskm-Zellen)

sowie die murine Skelettmuskelzelllinie C2C12 dienten.

3.2.1 Myopodin wird bereits in frühen Differenzierungsstadien

exprimiert

3.2.1.1 Expressionsanalyse der Myopodinvarianten auf mRNA-Ebene

Um mittels RT-PCR zu untersuchen, wann welche Isoformen in differenzierenden

Muskelzellen exprimiert werden, wurde RNA aus Hskm- und C2C12-Zellen verschiedener

Differenzierungsstadien isoliert. Die daraus hergestellte cDNA fand Einsatz in PCR-

Experimenten mit verschiedenen Primerpaaren, welche in Abbildung 3.12 A dargestellt

sind. An Tag 0 konnte, unabhängig vom Primerpaar, nur sehr wenig PCR-Produkt

detektiert werden, mit voranschreitender Differenzierung stieg jedoch die DNA-Menge

bei einigen Primerpaaren an (Abb. 3.12, B). Auch hier war, ähnlich wie bei humanem

Skelettmuskelgewebe, zu beobachten, dass mit Primerpaaren spezifisch für Exon 1 und

2 nahezu kein PCR-Produkt erhalten werden konnte, während Primerpaare für Exon

3 und 4 vom ersten Tag der Differenzierung an große Mengen amplifizierter cDNA
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Abbildung 3.12: Expressionsanalyse verschiedener Myopodinvarianten in differenzierenden
Skelettmuskelzellen auf mRNA-Ebene. A: Übersicht der Position der verwendeten Primerpaare für
RT-PCR-Experimente zur Amplifikation verschiedener Myopodinvarianten. *Isoformen c und f wurden
nur für humanes Myopodin gefunden. B: Ergebnisse der RT-PCRs zur Amplifikation von Myopodin aus
Hskm-Zellen (linke Spalte) bzw. aus C2C12-Zellen (rechte Spalte) verschiedener Differenzierungsstadien
(T = Tag nach Beginn der Differenzierung). Als Positivkontrolle (+) wurde eine PCR mit adäquater
Plasmid-DNA durchgeführt, die Negativkontrolle (-) enthielt keine cDNA als Template. Um die Amplifi-
kation genomischer DNA auszuschließen, wurde eine PCR mit RNA als Template durchgeführt (unten).
Als Ladekontrollen dienten PCRs mit GAPDH- und HPRT-spezifischen Primern. Die Zahlen geben die
Länge des Größenstandards in bp an.
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zeigten. Dies bestätigt die Vermutung, dass in humanen und murinen Skelettmuskelzellen

hauptsächlich die Myopodinisoform e exprimiert wird.

3.2.1.2 Expressionsanalyse der Myopodinisoformen auf Proteinebene

Zur Analyse der Expression des Myopodins in differenzierenden Muskelzellen wurden zu

verschiedenen Zeitpunkten der Differenzierung SDS-Totalextrakte von Hskm-Zellen her-

gestellt, diese über eine SDS-Gelelektrophorese elektrophoretisch aufgetrennt und mittels

Tankblotverfahren auf eine Nitrozellulosemembran transferiert. Die Immunfärbung des

Blots mit dem monoklonalen Myopodinantikörper HH9 zeigte, dass Myopodin zwar nicht

in proliferierenden Zellen, aber bereits zu Beginn der Differenzierung (
”
Tag 0“), an dem

die Zellen konfluent sind und in einzelnen Bereichen spontane Differenzierung zeigen,

nachweisbar war (Abb. 3.13, A). Die Expression des Myopodins stieg mit fortschreitender

Differenzierung an. Um eine Vergleichsmöglichkeit zu haben, wurde auch die Expression

der muskelspezifischen Proteine α-Aktinin und Filamin untersucht. Sarkomerspezifisches

α-Aktinin, detektiert mit dem Antikörper A653, konnte ebenso wie Myopodin mit Be-

ginn der Differenzierung nachgewiesen werden, wobei ab dem dritten Tag die Expression

anstieg (Abb. 3.13, B). Die Färbung mit dem Filamin C-spezifischen Antikörper α d1-2

zeigte die Expression ab Tag 1 nach Beginn der Differenzierung (3.13, C). Auch hier wur-

den mit voranschreitender Differenzierung steigende Mengen Filamin C detektiert. Die

Färbung mit dem RR90-Antikörper, der sowohl Filamin A als auch C erkennt, wies Ex-

pression von Filamin bereits ab Differenzierungsbeginn nach. Ab Tag 2 nach Beginn der

Differenzierung nimmt die Expression des Filamins deutlich zu. Vermutlich ist die frühe

Detektion des Filamins auf die Expression von Filamin A und der Expressionsanstieg

am Tag 2 auf die zusätzlichen Expression von Filamin C zurückzuführen. Zusammenfas-

send kann gesagt werden, dass die Expression von Myopodin und sarkomerspezifischem

α-Aktinin in ähnlichen Differenzierungsstadien induziert wird, Filamin C hingegen etwa

einen Tag später.
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Abbildung 3.13: Expressionsanalyse von Myopodin in differenzierenden humanen Skelett-
muskelzellen durch Western Blots. Aufgetragen wurden Extrakte aus Hskm-Zellen verschiedener
Differenzierungsstadien: proliferierende Zellen (P), bzw. Tag 0-5 nach Beginn der Differenzierung (T0-5).
A: Die Immundetektion von Myopodin zeigt die Expression der 90 kDa Isoform bereits ab Tag 1 nach
Beginn der Differenzierung. B: Die Immundetektion von sarkomerspezifischem α-Aktinin zeigt die Ex-
pression ab Tag 1 der Differenzierung. C: Analyse der Expression von Filamin. Die Färbung mit dem
Filamin C-spezifischen Antikörper α FlnC d1-2 zeigt die Expression ab Tag 1 der Differenzierung. Die
Färbung mit dem Antikörper RR90 gegen Filamin A und C einer anderen Differenzierungsreihe zeigt be-
reits ab Beginn der Differenzierung Expression von Filamin A. Die Zahlen geben die molekularen Massen
der Markerproteine in kDa an. Als Ladekontrolle dienten Färbungen mit Antikörpern gegen Tubulin und
GAPDH.

3.2.1.3 Untersuchung der Lokalisation von Myopodin in differenzierenden

Skelettmuskelzellen

Um die Lokalisation des Myopodins über indirekte Immunfluoreszenz in differenzieren-

den Hskm-Zellen untersuchen zu können, wurden die Zellen auf Deckgläschen herange-

zogen und differenziert. Zu bestimmten Zeitpunkten wurden diese fixiert und mit den

pan-Myopodinantikörpern HH9 und M2 in Kombination mit verschiedenen anderen An-

tikörpern gegen potentielle Interaktionspartner des Myopodins markiert. Eine ausführliche

Studie hierzu wurde bereits von Albinus (2008) vorgelegt. An dieser Stelle werden da-

her nur die konfokal analysierten Immunfärbungen mit dem monoklonalen Myopodi-

nantikörper HH9 und mit dem sarkomerspezifischen α-Aktinin-Antikörper A653 gezeigt.

In noch undifferenzierten humanen Skelettmuskelzellen (Tag 0) war Myopodin bereits
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Abbildung 3.14: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin in Hskm-Zellen früher Differenzierungsstadien. An Tag 0 der
Differenzierung (A, B, C) wird Myopodin bereits exprimiert (A) und ist im Bereich der Stressfasern (Pfei-
le) sowie in den Z-bodies (Pfeilköpfe) lokalisiert, während sarkomerspezifisches α-Aktinin (B) noch nicht
nachweisbar ist. An Tag 1 der Differenzierung (D, E, F) wird dagegen sarkomerspezifisches α-Aktinin
exprimiert (E), das mit Myopodin vollständig im Bereich der Stressfasern sowie in den Z-bodies coloka-
lisiert. Die Überlagerungsbilder (C, F) zeigen zudem die Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken
50 µm, Detailansicht 10 µm.



Ergebnisse 88

Abbildung 3.15: Statistische Auswertung zur Expression von Myopodin und α-Aktinin in
undifferenzierten Hskm-Zellen. Das Auszählen von drei konfokalen Übersichtsbildern zeigte, dass
Myopodin in etwa 20 % und sarkomerspezifisches α-Aktinin in etwa 7 % aller Zellen exprimiert wird. Die
statistische Beurteilung durch einen T-Test ergab, dass dieses Ergebnis zweifach signifikant ist.

punktförmig (Abb. 3.14, A bis C, offene Pfeilköpfe), teilweise auch durchgehend entlang

von Aktinfasern (Abb. 3.14, A bis C, Pfeile), aber auch diffus im Zytoplasma lokalisiert.

Die Gegenfärbung mit einem Antikörper gegen sarkomerspezifisches α-Aktinin zeigte,

dass dieses in den meisten Zellen noch nicht detektierbar war. Die Beobachtung, dass

Myopodin und in einzelnen Fällen auch sarkomerspezifisches α-Aktinin in diesem Differn-

zierungsstadium exprimiert werden, lässt vermuten, dass diese Zellen nicht mehr reine

Myoblasten, sondern dass einzelne Zellen bereits in die Differenzierung eingetreten waren.

Trotzdem war auffallend, dass es deutlich mehr Zellen gab, die bereits an Aktinfasern loka-

lisiertes Myopodin aufwiesen (
”
Myopodin positiv“), als sarkomerspezifisches α-Aktinin.

Um diesen Eindruck zu verifizieren, wurden konfokale Übersichtsbilder hinsichtlich der

Myopodin- und sarkomerspezifischen α-Aktinin-positiven Zellen ausgezählt. Die Gesamt-

zellzahl wurde durch das Zählen der mit DAPI angefärbten Zellkerne bestimmt. Insgesamt

wurden 578 Zellen ausgezählt. Die Zählungen ergaben, dass etwa 20 % aller Zellen
”
Myo-

podin positiv“ (19.81 % ± 1.533) jedoch nur 7 %
”
α-Aktinin positiv“ (6.950 % ± 0.8670)

waren. Die statistische Auswertung dieses Ergebnisses anhand eines T-Testes ergab eine

zweifache Signifikanz (p-Wert = 0,0019). Allerdings müssten für eine aussagekräftige Sta-

tistik mehrere unabhängige Experimente ausgezählt werden. Einen Tag nach Beginn der

Differenzierung zeigten bereits mehrere Zellen die Expression von sarkomerspezifischem

α-Aktinin und Myopodin, welche vor allem punktförmig entlang der Stressfasern, in den
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sogenannten Z-bodies colokalisierten (Abb. 3.14, D bis F, offene Pfeilköpfe). Die meisten

Zellen hatten zu diesem Zeitpunkt zwei bis drei Zellkerne, einzelne dieser Zellen besaßen

bereits eine längliche Form.

Drei Tage nach Beginn der Differenzierung waren die Zellen mehrfach fusioniert und

enthielten demzufolge mehrere Zellkerne, die allerdings noch zentral im Zellinneren vor-

lagen. Myopodin und α-Aktinin zeigten weiterhin Colokalisation in den Z-bodies (Abb.

3.16, A bis C, offene Pfeilköpfe). Ab dem vierten Tag nach Beginn der Differenzierung

waren vereinzelt, vor allem in den Randbereichen der jungen Myotuben, Z-Scheiben-

Vorläuferstrukturen zu beobachten (Abb. 3.16, D bis F, Pfeilköpfe). Sowohl α-Aktinin

als auch Myopodin waren in diesen Strukturen zu finden. Die anderen Bereiche der Myo-

tuben wiesen weiterhin die Lokalisation von Myopodin und α-Aktinin in den Z-bodies

entlang der Prämyofibrillen auf (Abb. 3.16, D bis F, offene Pfeilköpfe). Am fünften und

damit letzten hier untersuchten Tag der Hskm-Differenzierung waren in einzelnen Myotu-

ben bereits lateral fusionierte Z-Scheiben zu beobachten, wobei α-Aktinin und Myopodin

in diesen Strukturen colokalisierten (Abb. 3.16, G bis H , Pfeilköpfe). Andere Bereiche

der selben Myotube zeigten, ähnlich wie Zellen an Tag 3 und 4, eher punktförmige Vertei-

lung der beiden Proteine in Prämyofibrillen (Abb. 3.16, G bis H, offene Pfeilköpfe). Auch

die Zellkerne waren zu diesem Zeitpunkt noch im Zellzentrum zu finden. Eine Analyse

terminal differenzierter Hskm-Zellen war allerdings nicht möglich, da sich reifere Myotu-

ben vermutlich aufgrund von Kontraktionen von den Deckgläsern ablösten. Während der

gesamten Differenzierung war weder mit dem HH9- noch mit dem M2-Antikörper eine

Färbung der Zellkerne zu beobachten.

Die Betrachtung der Myotuben zeigte weiterhin, dass innerhalb einer Zelle alle Arten der

Aktinstrukturen, die während der Differenzierung zu finden sind, in einer Myotube auf-

treten können (Abb. 3.17, A). Zu bemerken ist, dass Myopodin stets und vollständig mit

α-Aktinin colokalisierte (Abb. 3.17, B bis S).
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Abbildung 3.16: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin in Hskm-Zellen später Differenzierungsstadien. An Tag 3 (A,
B, C) und Tag 4 (D, E, F) der Differenzierung ist Myopodin (A, D) in den Z-bodies (offene Pfeilköpfe)
und in den Z-Scheibenvorläuferstrukturen (Pfeilköpfe) lokalisiert, wo es mit α-Aktinin (B, E) colokalisert.
An Tag 5 (G, H, I) der Differenzierung colokalisieren Myopodin (G) und α-Aktinin (H) in den Z-Scheiben
(Pfeilköpfe). Die Überlagerungsbilder (C, F, I) zeigen zudem die Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabs-
balken 50 µm, Detailansicht: 10 µm.
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Abbildung 3.17: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
einer Hskm-Myotube. Die Immunfärbung mit dem Myopodinantikörper HH9 (grün) und dem α-
Aktinin-Antikörper A653 (rot) zeigt unterschiedlich weit ausgebildete Bereiche des Kontraktionsapparates
(A). Die Detailansichten (B-S), in Einzelkanälen und als Überlagerung dargestellt, zeigen, dass Myopodin
immer mit α-Aktinin colokalisiert. Maßstabsbalken 20 µm Detailansicht: 5 µm.
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Da die Analyse reifer Hskm-Zellen nicht möglich war, wurden zusätzlich Differenzierungs-

reihen mit C2C12-Zellen gemacht. C2C12-Zellen wiesen im Vergleich zu Hskm-Zellen

in undifferenzierten und in frühen Differenzierungsstadien ein wesentlich schlechter aus-

gebildetes Aktinzytoskelett auf. Dennoch konnte prinzipiell eine ähnliche Lokalisation

des Myopodins wie in Hskm-Zellen beobachtet werden (Abb. 3.18). In undifferenzierten

C2C12-Zellen zeigte Myopodin noch eine zufällige punktförmige Lokalisation im Zyto-

plasma (Abb. 3.18, A bis C), aber schon ab Tag 1 nach Beginn der Differenzierung war

es zusammen mit α-Aktinin entlang der Stressfasern zu finden (Abb. 3.18, D bis F). Zu

diesen Zeitpunkt waren die Zellen zumeist noch einkernig, wiesen aber bereits eine ge-

streckte Form auf. An Tag 3 nach Beginn der Differenzierung konnten erste fusionierte

Zellen, also junge Myotuben mit Prämyofibrillen beobachtet werden (Abb. 3.18, G bis I).

Zu diesem Zeitpunkt colokalisierten α-Aktinin und Myopodin teils punktförmig (offene

Pfeilköpfe), teils aber auch durchgängig (Pfeile) entlang der Prämyofibrillen. Ab Tag 5 der

Differenzierung fanden sich junge Myotuben mit sogenannten Z-bodies und Z-Scheiben-

Vorläuferstrukturen, wobei Myopodin und α-Aktinin in diesen Strukturen colokalisierten

(Abb. 3.19, A bis C, offene Pfeilköpfe). Ab Tag 6 der Differenzierung waren terminal

differenzierte, kontrahierende Myotuben, zu beobachten, in welchen sowohl Myopodin als

auch α-Aktinin in den Z-Scheiben lokalisiert waren (Abb. 3.19, D bis F, Pfeilköpfe).

Auch in differenzierten H2k-Zellen, welche ebenso wie C2C12-Zellen eine murine Skelett-

muskelzelllinie darstellen, wurde die Colokalisation von Myopodin und α-Aktinin beob-

achtet. In Myotuben, die noch nicht terminal differenzierte Bereiche aufwiesen, waren

Myopodin und α-Aktinin in punktförmigen Strukturen entlang der Aktinfilamente colo-

kalisiert (Abb. 3.20, A bis C). In terminal differenzierten Myotuben waren beide Proteine

in den Z-Scheiben zu finden (Abb. 3.20, D bis F).

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass Myopodin und α-Aktinin in allen un-

tersuchten Skelettmuskelzelltypen eine ähnliche Verteilung zeigten und in jedem

Differenzierungsstadium colokalisieren. Myopodin konnte zu keinem Differenzierungszeit-

punkt in keiner der getesteten Zelllinie im Zellkern nachgewiesen werden.
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Abbildung 3.18: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin in C2C12-Zellen früher Differenzierungsstadien. In undiffe-
renzierten C2C12-Zellen (A, B, C) zeigt Myopodin (A) überwiegend eine punktförmige Verteilung im
Zytoplasma, während die Färbung mit dem pan-α-Aktinin-Antikörper BM75.2 (B) die punktförmige Lo-
kalisation entlang der Stressfasern und in den Fokalkontakten zeigt. An Tag 1 der Differenzierung (D, E,
F) zeigt Myopodin (D) Colokalisation mit α-Aktinin (E) im Bereich der Stressfasern sowie den Z-bodies.
An Tag 3 der Differenzierung (G, H, I) colokalisieren Myopodin (G) und sarkomerspezifischem α-Aktinin
(H) im Bereich der Stressfasern sowie den Z-bodies. Die Überlagerungsbilder (C, F, I) zeigen zudem die
Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken 20 µm, Detailansicht 5 µm.
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Abbildung 3.19: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin in C2C12-Zellen später Differenzierungsstadien. An Tag 4
(A, B, C) und Tag 5 (D, E, F) der Differenzierung zeigt Myopodin (A, D) Colokalisation mit α-Aktinin (E,
F) im Bereich der Z-Scheibenvorläuferstrukturen (offene Pfeilköpfe) sowie den Z-Scheiben (Pfeilköpfe).
Die Überlagerungsbilder (C, F) zeigen zudem die Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken 20 µm,
Detailansicht 5 µm.
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Abbildung 3.20: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin in H2k-Zellen später Differenzierungsstadien. Sowohl in noch
nicht vollständig differenzierten Bereichen (A, B, C) als auch in terminal differenzierten Bereichen (D, E,
F) zeigt Myopodin (A, D) vollständige Colokalisation mit α-Aktinin (B, E) im Bereich der Stressfasern
(Pfeile), den Z-Scheibenvorläuferstrukturen (offene Pfeilköpfe) sowie den Z-Scheiben (Pfeilköpfe). Die
Überlagerungsbilder (C, F, I) zeigen zudem die Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken 20 µm,
Detailansicht 5 µm.
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3.2.2 Tritopodin wird ebenfalls in frühen Differenzierungsstadi-

en exprimiert

3.2.2.1 Analyse der Tritopodinvarianten auf mRNA-Ebene

Zur Untersuchung der Expression von Tritopodinisoformen während der Muskeldifferen-

zierung wurde, wie in Abschnitt 3.2.1.1 beschrieben, cDNA aus Hskm- und C2C12-Zellen

als Matrize in PCR-Experimenten eingesetzt. Die verwendeten Primerpaarkombinationen

sind schematisch in Abbildung 3.21, A dargestellt.

Die RT-PCRs zeigten, dass Tritopodin ab Tag 1 nach Beginn der Differenzierung so-

wohl in Hskm- als auch in C2C12-Zellen exprimiert wird (Abb. 3.21, B). Die meisten

Primerkombinationen zeigten auch mit voranschreitender Differenzierung einen Anstieg

der Expressionslevel. Der scheinbare Abfall der Expressionslevel in C2C12-Zellen ab Tag

5 nach Beginn der Differenzierung ist vermutlich auf das Ablösen von kontrahierenden

Myotuben vom Substrat zurückzuführen. Somit sinkt der Anteil an differenzierten Zellen,

was sich in einem scheinbar sinkenden Expressionslevel der muskelspezifischen Transkrip-

te auswirkt.

Da mit den Primerpaaren I, II, III und VII in beiden Zelllinien PCR-Produkte erhalten

werden konnten und die Amplifikation mit Primerpaar V von Exon 3 zu Exon 5 zeigt,

dass das Exon 4 nicht beinhaltet ist, kann geschlossen werden, dass die Tritopodinvari-

anten a exprimiert wird. Mit Primerpaar VIII konnte mit cDNA aus Hskm-Zellen kein

PCR-Produkt erhalten werden, die Expression der Tritopodinvariante c kann also aus-

geschlossen werden. Da mit Primerpaar VI, welches der Amplifikation von Exon 4 und

5 diente, sowohl in Hskm-Zellen, als auch in C2C12-Zellen, ein PCR-Produkt der erwar-

teten Größe erhalten werden konnte, ist hiermit die Expression der Variante b ebenfalls

nachgewiesen. Allerdings konnte auch mit Primerpaar IV, welches der Amplifikation von

Exon 3 zu Exon 4 diente, ein PCR-Produkt erhalten werden. Zudem zeigte die Klonierung

dieses Fragmentes und anschließende Sequenzierung, dass Exon 3 und 4 in C2C12-Zellen

exprimiert werden (Rieck, 2010).
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Abbildung 3.21: Expressionsanalyse von Tritopodin in differenzierenden Skelettmuskelzellen
auf mRNA-Ebene. A: Übersicht der Lage der verwendeten Primerpaare für RT-PCR-Experimente zur
Amplifikation verschiedener Tritopodinvarianten. *Isoform c wurde nur für humanes Tritopodin gefunden.
B: Ergebnisse der RT-PCRs zur Amplifikation humanen Tritopodins aus Hskm-Zellen (linke Spalte)
bzw. murinen Tritopodins aus C2C12-Zellen verschiedener Differenzierungsstadien. Die roten gefüllten
Pfeilköpfe geben die Laufhöhe des erwarteten PCR-Fragmentes an, die ungefüllten Pfeilköpfe alternativ
mögliche PCR-Fragmente. (-) Negativkontrolle ohne Zugabe von cDNA. Als Ladekontrollen dienten PCR-
Ansätze mit GAPDH- und HPRT-spezifischen Primern. Die Zahlen geben die Länge des Größenstandards
in bp an.
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Abbildung 3.22: Schematische Darstellung aller putativer muriner Tritopodinisoformen. A:
Schematische Darstellung der Exon-Intron-Struktur des SYNPO2L-Gens. B: mRNA-Varianten mit ent-
sprechenden Referenzsequenzen, inklusive der putativen Variante d, welche aus einem alternativen Spleiß-
vorgang von Exon 3 zu Exon 4 resultiert. C: Protein-Isoformen mit Angabe der Länge der Proteinkette
(AS, Aminosäuren) sowie den aus der Aminosäurezusammensetzung berechneten molekularen Massen
für murines Tritopodin. Neben den Isoformen a und b, die auch für humanes Tritopodin vorhergesagt
wurden, ist die Isoform mTrito d dargestellt, die eine molekulare Masse von 32 kDa besitzt.

Sequenzanalysen zeigten, dass dieser Spleißvorgang von Exon 3 zu Exon 4 in eine Isoform

von 32 kDa, kodiert von Exon 1 bis 5, resultiert, wobei die Expression des vierten Exon zu

einer Verschiebung des Leserasters im Exon 5 führt, was zu einem frühen Translationsstop

nach 12 AS führt. Eine schematische Darstellung der drei putativen murinen Tritopodi-

nisoformen a, b und d zeigt Abbildung 3.22, wobei die neue Isoform
”
d“ genannt wurde,

um Verwechselungen mit der humanen Isoform c zu vermeiden. Die mRNA-Sequenz der

Tritopodinisoform d befindet sich im Anhang (C.2).

3.2.2.2 Analyse der Tritopodinvarianten auf Proteinebene

Um zu ermitteln, wann welche Tritopodinisoform in differenzierenden Hskm- und

C2C12-Zellen auf Proteinebene exprimiert wird, wurden wie in Abschnitt 3.2.1.2 be-

schrieben SDS-Totalextrakte gemacht, diese elektrophoretisch aufgetrennt und mittels

Tankblotverfahren auf Nitrozellulosemembran überführt. Für die Färbung stand der

polyklonale Tritopodinantikörper ML1 zur Verfügung, welcher die langen Isoformen
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Abbildung 3.23: Expressionsanalyse von Tritopodin in differenzierenden Skelettmuskelzellen
auf Proteinebene. Immunoblots von SDS-Totalextrakten aus Hskm-Zellen (A) bzw. C2C12-Zellen (B)
verschiedener Differenzierungsstadien. Der obere Teil der Blots wurde mit dem ML1-Antikörper gegen
Tritopodin gefärbt, der untere Teil zur Ladekontrolle mit einem Antikörper gegen GAPDH. A: Die erwar-
tete Tritopodinbande von etwa 140 kDa konnte ab Tag 3 nach Beginn der Differenzierung nachgewiesen
werden. Zusätzlich konnte ab Tag 1 nach Beginn der Differenzierung eine Bande von etwa 45 kDa de-
tektiert werden. B: Die erwartete Tritopodinbande von etwa 140 kDa konnte nicht nachgewiesen werden.
Zusätzlich konnte an Tag 5 und 6 nach Beginn der Differenzierung eine Bande von etwa 60 kDa detektiert
werden. Die Zahlen geben die molare Massen der Markerproteine in kDa an. (T = Tag nach Beginn der
Differenzierung)

a und c erkennt, zum Nachweis der Isoform b fehlte ein entsprechender Antikörper.

Die Färbung der Extrakte der Hskm-Differenzierungsreihe mit dem ML1-Antikörper

zeigte steigende Tritopodinexpression ab Tag 3 nach Beginn der Differenzierung (Abb.

3.23, A). Die Proteingröße von etwa 125-130 kDa entspricht den Beobachtungen, die

im adulten humanen und murinen Skelettmuskel gemacht wurden (vgl. Abbildung

3.11). Da anhand von RT-PCRs die Expression der Isoform c ausgeschlossen werden

konnte, stellt die beobachtete Bande von 130 kDa mit großer Wahrscheinlichkeit die

Tritopodinisoform a dar. Zusätzlich konnte eine Bande von etwa 40 kDa ab Tag 1 nach

Beginn der Differenzierung nachgewiesen werden. Auch hier schien die Expression mit

fortschreitender Differenzierung anzusteigen.

In Extrakten aus differenzierenden C2C12-Zellen konnte die erwartete Bande von

130 kDa nicht detektiert werden (Abb. 3.23, B). Zwar trat an Tag 5 und 6 nach Beginn

der Differenzierung eine Bande von etwa 60 kDa auf, diese entspricht aber keiner der

vorhergesagten Isoformen a, b oder c. Allerdings zeigten RT-PCR-Experimente mit

cDNA differenzierender C2C12-Zellen (siehe Abschnitt 3.2.2.1), dass es möglicherweise

eine dritte Isoform von 32 kDa geben könnte. Berücksichtigt man das abnormale
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Laufverhalten in der SDS-Gelelektrophorese, so könnte die 40 kDa der Hskm-Zellen oder

die 60 kDa Bande der C2C12-Zellen diese Isoform darstellen. Fraglich ist allerdings,

warum diese Isoform nicht im Skelettmuskelgewebe detektiert werden konnte. Eventuell

handelt es sich hierbei auch um eine Kreuzreaktion des ML1-Antikörpers.

3.2.2.3 Untersuchung der Lokalisation von Tritopodin in differenzierenden

Skelettmuskelzellen

Um die Lokalisation des Tritopodins über indirekte Immunfluoreszenz in Hskm-Zellen

verschiedener Differenzierungsstadien untersuchen zu können, wurden die Zellen wie

in Abschnitt 3.2.1.3 beschrieben, vorbereitet und anschließend mit dem polyklonalen

Tritopodinantikörper ML1 gefärbt. Für die Doppelfärbung wurde der Antikörper EA53

gewählt, der sarkomerspezifisches α-Aktinin erkennt.

In undifferenzierten Hskm-Zellen zeigte Tritopodin überwiegend eine diffuse Verteilung

im Zytoplasma (Daten nicht gezeigt, siehe auch Albinus (2008)), aber bereits einen Tag

nach Beginn der Differenzierung war Tritopodin zusammen mit α-Aktinin punktförmig

entlang der Stressfasern in den Z-bodies zu beobachten (Abb. 3.24, A bis C, offene

Pfeilköpfe). Auffallend war zudem die perinukleäre Verteilung des Tritopodins (Abb.

3.24, A bis C, Doppelpfeil). Bei höherer Vergrößerung war zu erkennen, dass es im Bereich

der Kernhülle lokalisiert war, ob außen oder innen ist anhand dieser Färbungen nicht

zu entscheiden. Diese Lokalisation wurde auch von Beqqali et al. (2010) in embryonalen

Cardiomyozyten beschrieben. Mit voranschreitender Differenzierung zeigte Tritopodin

weiterhin Lokalisation in den Z-bodies der Prämyofibrillen sowie die nukleäre Verteilung

(Abb. 3.24, D bis F, offene Pfeilköpfe, Doppelpfeile).

In den fortgeschrittenen Differenzierungsstadien konnte Tritopodin in den Z-Scheiben-

Vorläuferstrukturen (Abb. 3.25, A bis C, offene Pfeilköpfe) und schließlich in den terminal

differenzierten Z-Scheiben beobachtet werden (Abb. 3.25, D bis F, Pfeilköpfe). Auch

in diesen Stadien wurde Tritopodin zudem im Bereich der Kernhülle (Doppelpfeile)

gefunden.

Tritopodin zeigte also, ebenso wie Myopodin, während der gesamten Differenzierung
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Abbildung 3.24: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Tritopodin in Hskm-Zellen früher Differenzierungsstadien. An Tag 1
(A bis D) und Tag 3 (E bis H) der Differenzierung zeigt Tritopodin (A, E) Lokalisation im Bereich
der Stressfasern (Pfeile) und in den Z-bodies (Pfeilköpfe), wo es mit sarkomerspezifischen α-Aktinin
(B, F) colokalisiert. Zusätzlich ist Tritopodin im Bereich der Kernhülle lokalisiert (Doppelpfeile). Die
Überlagerungsbilder (D, H) zeigen zudem die Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken 20 µm,
Detailansicht 5 µm.
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Abbildung 3.25: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Tritopodin in Hskm-Zellen später Differenzierungsstadien. An Tag 4
(A, B, C) der Differenzierung zeigt Tritopodin (A) Lokalisation in den Z-bodies (offene Pfeilköpfe), an
Tag 5 (D, E, F) der Differenzierung in den Z-Scheibenvorläuferstrukturen (offene Pfeilköpfe) sowie in
den Z-Scheiben (Pfeilköpfe), wo es immer mit α-Aktinin (B, E) colokalisiert. Zusätzlich ist Tritopodin
im Bereich der Kernhülle lokalisiert (Doppelpfeile). Die Überlagerungsbilder (C, F) zeigen zudem die
Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken 20 µm, Detailansicht 5 µm.
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Colokalisation mit α-Aktinin. Die Doppelfärbung mit Myopodin und Tritopodin zeigte

ebenfalls, dass diese Proteine während der gesamten Differenzierung größtenteils entlang

des Aktinzytoskeletts colokalisieren (Daten nicht gezeigt, Albinus (2008)). Zudem

lokalisierte Tritopodin im Bereich der Kernhülle.

Zusätzlich wurden C2C12-Zellen zum Studium der Lokalisation des Tritopodins während

der Skelettmuskeldifferenzierung genutzt. In undifferenzierten Zellen und in Zellen früher

Differenzierungsstadien war Tritopodin scheinbar zufällig punktförmig über die Zelle

verteilt, wobei nicht auszuschließen ist, dass dies auf einer unspezifischen Färbung des

ungereinigten polyklonalen ML1-Antikörpers beruhte (Abb. 3.26, A bis C). Dafür würde

sprechen, dass keine Colokalisation mit α-Aktinin auftrat und dass in einem Western

Blot Tritopodin in C2C12-Zellen erst ab Tag 5 nachgewiesen werden konnte (vgl. Abb.

3.23, B). Die detektierten Banden von 60 kDa entsprachen auch nicht der erwarteten

Skelettmuskelisoform von 130 kDa. Am Tag 2 der Differenzierung ist vereinzelt eine

Lokalisation des Tritopodins entlang der Stressfasern zu beobachten (Abb. 3.26, D bis F,

offene Pfeilköpfe). Ab Tag 3 nach Beginn der Differenzierung konnte Tritopodin in den

Z-bodies, teils aber auch durchgängig entlang der Stressfasern beobachtet werden (Daten

nicht gezeigt). Auffallend aber war die im Vergleich zu den Hskm-Zellen eher diffuse

Färbung durch den ML1-Antikörper. Vermutlich ist dies auf eine geringere Affinität des

ML1-Antikörpers zu murinem Tritopodin zurückzuführen, denn auch die Detektion im

Western Blot dieser Differenzierungsstadien zeigten, wie bereits erwähnt, keine spezifische

Tritopodinbande (siehe Abschnitt 3.2.2.2).

In den fortgeschrittenen Differenzierungsstadien konnte Tritopodin in den Z-Scheiben-

Vorläuferstrukturen (Abb. 3.26, G bis J, Pfeilköpfe) und in den terminal differenzierten

Myotuben in den Z-Scheiben detektiert werden, wobei es dort mit α-Aktinin colokalisiert

(Abb. 3.26, K bis L, Peilköpfe). Eine Färbung des Tritopodins im Bereich der Kernhülle,

wie sie in den Hskm-Zellen nachgewiesen werden konnte, wurde in den C2C12-Zellen zu

keinem Zeitpunkt der Differenzierung beobachtet.
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Abbildung 3.26: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Tritopodin in differenzierenden C2C12-Zellen. In den frühen Differenzie-
rungsstadien (A-F) zeigt Tritopodin (A, D) vorwiegend eine scheinbar zufällige punktförmige Verteilung
im Zytoplasma, während α-Aktinin (B, E) in den Z-bodies (offene Pfeilköpfe) lokalisiert. In den späten
Differenzierungsstadien (G, H, J) und in terminal differenzierten Zellen (K, L, M), zeigt Tritopodin Lo-
kalisation in den Z-Scheiben und -vorläuferstrukturen (Pfeilköpfe), wo es mit α-Aktinin colokalisiert. Die
Überlagerungsbilder (C, F, J, M) zeigen zudem die Färbung der Zellkerne (blau). Maßstabsbalken 20 µm,
Detailansicht 5 µm.
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Auch die simultane Immunfluoreszenzmarkierung von Myopodin und Tritopodin in diffe-

renzierten C2C12-Zellen bestätigte, dass beide Podine in der Z-Scheibe lokalisieren (Abb.

3.27 A bis D). Die Doppelfärbung der Podine mit dem M-Bandenprotein Myomesin (Abb.

3.27, E bis J) zeigte in Zellen früher Differenzierungsstadien eine alternierende Färbung

punktförmig entlang der Stressfasern (offene Pfeilköpfe). In terminal differenzierten Be-

reichen zeigte sich eine alternierende Färbung der M-Banden durch Myomesin und der

Z-Scheiben durch die Podine (Pfeilköpfe).
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Abbildung 3.27: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin und Tritopodin in differenzierten C2C12-Zellen. In differen-
zierten Zellen colokalisieren Tritopodin (A), Myopodin (B) und Filamin (C) in den Z-Scheiben (Pfeile).
Die Färbungen von Myopodin (E) bzw. Tritopodin (H) und dem M-Bandenprotein Myomesin (F, I,) zei-
gen eine alternierende Färbung der M-Banden und der Z-Scheiben (Pfeilköpfe) bzw. der Z-bodies (offenen
Pfeilköpfe). Maßstabsbalken 20 µm, Detailansicht 5 µm.
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3.2.3 Alle Podin-Proteine werden in adulten Muskelgeweben

exprimiert

Nach der Analyse der Lokalisation des Myopodins und des Tritopodins in differenzie-

renden Muskelzellen, sollte auch die Lokalisation in adulten Muskelgeweben untersucht

werden. Hierzu standen zum einen humanes Skelettmuskelgewebe, isolierte murine

Cardiomyozyten, humanes Prostata- sowie murines Uterusgewebe zur Verfügung. Somit

konnte die Lokalisation in allen Muskeltypen untersucht werden.

3.2.3.1 Alle drei Podin-Proteine zeigen Lokalisation in der Z-Scheibe

Die Immunfärbungen des humanen Skelettmuskels wurden mit unterschiedlichen

Primärantikörperkombinationen durchgeführt, wobei immer Myopodin, Tritopodin oder

Synaptopodin in Kombination mit einem putativen Bindungspartner markiert wurde.

Hierzu wurden Serienkryoschnitte von gesundem Muskelgewebe gefärbt um eine optimale

Vergleichsmöglichkeit zu haben. Exemplarisch sind an dieser Stelle die Färbungen von

Myopodin in Kombination mit α-Aktinin, Filamin und Tritopodin sowie Tritopodin mit

Filamin gezeigt. Alle durchgeführten Färbungen sowie die daraus gewonnenen Erkennt-

nisse sind in Tabelle 3.1 zusammengefasst.

Alle Färbungen zeigten, dass sowohl Myopodin, also auch Tritopodin und Synaptopodin

in der sarkomerischen Z-Scheibe lokalisiert sind (Abb. 3.28-3.32, Pfeilköpfe), wo sie mit

α-Aktinin (Abb. 3.28, Pfeilköpfe) und Filamin (Abb. 3.31 und 3.32, Pfeilköpfe) colokali-

sieren. Die simultane Detektion der beiden Podine zeigte ebenfalls deren Colokalisation

in diesen Strukturen (Abb. 3.31, Pfeilköpfe). Unterschiede waren allerdings in der Be-

trachtung der Gefäße, welche den Skelettmuskel durchziehen, zu beobachten. Myopodin

aber auch Synaptopodin zeigten starke Expression in den Glattmuskelzellen (GM) der

Gefäßwände (Abb. 3.28, 3.31 und 3.30), Tritopodin hingegen wurde dort nicht beobach-

tet (Abb. 3.31 und Abb. 3.32). Dies bestätigt die oben gezeigten Ergebnisse der Expres-

sionsanalysen auf mRNA- und Proteinebene, in denen Myopodin in Glattmuskelzellen

beobachtet werden konnte, Tritopodin hingegen lediglich
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Abbildung 3.28: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin und α-Aktinin in adultem humanen Skelettmuskel. Im
Längsschnitt (A, B, C) der Muskelfasern zeigen Myopodin (A) und sarkomerspezifisches α-Aktinin (B)
Colokalisation in den Z-Scheiben (Pfeilköpfe). Die Färbung eines Blutgefäßes des Skelettmuskels (D, E,
F) zeigt die Expression von Myopodin (D) in den Glattmuskelzellen des Gefäßes. Skm: Skelettmuskel,
GM: Glatte Muskulatur, En: Endothel. Maßstabsbalken 20 µm, Detail 10 µm.
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Abbildung 3.29: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin und Filamin in adultem humanen Skelettmuskel. Im
Längsschnitt (A, B, C) der Muskelfasern zeigen Myopodin (A) und Filamin (B) Colokalisation in den
Z-Scheiben (Pfeilköpfe). Die Färbung eines Blutgefäßes des Skelettmuskels (D, E, F) zeigt die Expression
von Myopodin (D) und Filamin (E) in den Glattmuskelzellen des Gefäßes. Skm: Skelettmuskel, GM:
Glatte Muskulatur, En: Endothel. Maßstabsbalken 20 µm, Detail 10 µm.
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Abbildung 3.30: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Synaptopodin und Myopodin in adultem humanen Skelettmuskel. Im
Längsschnitt (A, B, C) der Muskelfasern zeigen von Synaptopodin (A) und Myopodin (B) Colokalisa-
tion in den Z-Scheiben (Pfeilköpfe). Die Färbung eines Blutgefäßes des Skelettmuskels (D, E, F) zeigt
die Expression von Synaptopodin (D) und Myopodin (E) in den Glattmuskelzellen des Gefäßes. Skm:
Skelettmuskel, GM: Glatte Muskulatur. Maßstabsbalken 20 µm, Detail 10 µm.
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Abbildung 3.31: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin und Tritopodin in adultem humanen Skelettmuskel. Im
Längsschnitt (A, B, C) der Muskelfasern zeigen Myopodin (A) und Tritopodin (B) Colokalisation in den Z-
Scheiben (Pfeilköpfe). Die Färbung eines Blutgefäßes des Skelettmuskels (D, E, F) zeigt die Expression von
Myopodin (D) aber nicht von Tritopodin (E) in den Glattmuskelzellen des Gefäßes. Skm: Skelettmuskel,
GM: Glatte Muskulatur, *: Blutzellen im Gefäß. Maßstabsbalken 20 µm, Detail 10 µm.
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Abbildung 3.32: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Tritopodin und Filamin in adultem humanen Skelettmuskel. Im
Längsschnitt (A, B, C) der Muskelfasern zeigen Tritopodin (A) und Filamin (B) Colokalisation in den
Z-Scheiben (Pfeilköpfe). Die Färbung eines Blutgefäßes des Skelettmuskels (D, E, F) zeigt die Expression
von Filamin (E) aber nicht von Tritopodin (D) in den Glattmuskelzellen des Gefäßes. Skm: Skelettmuskel,
GM: Glatte Muskulatur, En: Endothel, *: Blutzellen im Gefäß. Maßstabsbalken 20 µm, Detail 10 µm.
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Tabelle 3.1: Zusammenfassung der Immunfluoreszenzstudien zur Lokalisation der Podine in humanen
Skelettmuskelgewebe

Lokalisation in

Immunfärbung Antikörper- Glattmuskel- Zellkern/ dargestellt in
gegen kombination Z-Scheiben zellen -peripherie Abbildung

Myopodin/ HH9/ + + -
α-Aktinin A653 + + - 3.28

Myopodin/ HH9/ + + -
Filamin A/C RR90 + + - 3.29

Myopodin/ M2/ + + -
Calsarcin CS2 + + - nicht gezeigt

Myopodin/ M2/ + + -
Synaptopodin G1D4 + + - 3.30

Myopodin/ HH9/ + + -
Tritopodin ML1 + - - 3.31

Tritopodin/ ML1/ + - -
α-Aktinin EA53 + + - nicht gezeigt

Tritopodin/ ML1/ + - -
Filamin A/C RR90 + + - 3.32

Tritopodin/ ML1/ + - -
Synaptopodin G1D4 + + - nicht gezeigt

Synaptopodin/ G1D4/ + + -
Filamin A/C RR90 + + - nicht gezeigt

Synaptopodin/ G1D4/ + + -
α-Aktinin A653 + + - nicht gezeigt

in quergestreiften Muskeln. Allerdings kann die Aussage der Immunfluoreszenzuntersu-

chungen nur für die langen Tritopodinisoformen gemacht werden, da die kleine Iso-

form durch den verwendeten ML1-Antikörper nicht erkannt wird. Zudem zeigten diese

Färbungen, dass weder Myopodin noch Tritopodin im adulten Skelettmuskelgewebe im

Zellkern zu finden sind. Auch eine Färbung im Bereich der Kernhülle, wie sie für das Tri-

topodin in differenzierenden Zellen beobachtet werden konnte, wurde hier nicht gemacht.

Zur Untersuchung der Lokalisation von Myopodin in Herzmuskelzellen wurden isolier-

te murine Cardiomyozyten verwendet. Die Färbung mit dem monoklonalen Antikörper

HH9 zeigte, dass Myopodin auch in Herzmuskelzellen in den Z-Scheiben lokalisiert ist.

Die Färbungen mit Antikörpern gegen α-Aktinin bzw. Filamin demonstrierten die Co-
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Abbildung 3.33: Immunfluoreszenzmikroskopische Untersuchung der Lokalisation von Myo-
podin in adultem murinen Herzmuskelzellen. In murinen Cardiomyozyten (A - F) colokalisiert
Myopodin (A, D) mit α-Aktinin-Antikörper (B) und Filamin (E) in den Z-Scheiben. Maßstabsbalken
20 µm, Detailansicht 5 µm.

lokalisation dieser Proteine mit Myopodin in diesen Strukturen (Abb. 3.33). Auch in

Cardiomyozyten konnte Myopodin nicht im Zellkern oder in Zellkernnähe nachgewiesen

werden. Allerdings wies die Färbung des HH9-Antikörpers auf murinen Herzzellen einen

erheblichen Hintergrund auf, bedingt durch die geringere Affinität des Antikörpers zu

murinem Myopodin und der Verwendung eines in einer Maus produzierten Antikörpers

auf murinen Zellen.

3.2.3.2 Myopodin wird in der Prostata ausschließlich in Glattmuskelzellen

exprimiert

Die Analyse der Lokalisation von Myopodin im Prostatagewebe war aufgrund der

bereits beschriebenen widersprüchlichen Beobachtungen (siehe Abschnitt 1.3.2) beson-

ders interessant. Erste Färbungen mit dem monoklonalen Myopodinantikörper HH9

zeigten die Expression des Myopodins ausschließlich im glattmuskelreichen Stroma der

Prostata, die Epithel- und Endothelzellen der Drüsen zeigten dagegen keine Expression

von Myopodin (Linnemann, 2005; Krüger, 2007). Immunhistochemische Färbungen,

durchgeführt von Jing et al. (2004), zeigten hingegen Expression des Myopodins im

Epithel- und Drüsengewebe der Prostata. Auch der Nachweis der Myopodin-mRNA

in den Epithelzellen und vor allem in den Drüsenzellen humaner Prostata durch in
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situ-Hybridisierungen wurde durch Lin et al. (2001) erbracht.

Zur Untersuchung der Expression des Myopodins wurden hier indirekte Immun-

fluoreszenzmarkierungen humanen Prostatagewebes sowohl mit dem monoklonalen

Myopodinantikörper HH9 als auch mit dem polyklonalen Antikörper M2 durchgeführt.

Als Gegenfärbung dienten dabei der keratinspezifische Antikörper C-11 zur Identifizie-

rung von Epithelzellen und der Glattmuskelaktin-Antikörper 1A4 zum Nachweis der

Glattmuskelzellen im Stroma. Die Färbungen zeigten, dass Myopodin, unabhängig vom

verwendeten Antikörper, ausschließlich in den Glattmuskelzellen des Stromas lokalisiert

war. So zeigte die Doppelfärbung mit dem Keratinantikörper keine Colokalisation (Abb.

3.34), während Myopodin und Glattmuskelaktin eine weitestgehende Colokalisation

aufwiesen (Abb. 3.35, A).

Da die Expressionsanalyse auf mRNA- und Proteinebene (siehe Abschnitte 3.1.1 und

3.1.2) ergeben hat, dass in der Prostata die Myopodinisoform a sowie eine kurze Variante,

vermutlich Isoform e oder f, exprimiert wird, wurde die Färbung mit dem isoformspezi-

fischen Antikörper α-Ex6 in Kombination mit dem HH9-Antikörper durchgeführt, um

eventuelle isoformspezifische Lokalisationen ermitteln zu können. Diese Färbung zeigte,

dass beide Antikörper die selben Strukturen dekorieren, es gibt somit keinen Unterschied

in der Lokalisation der beiden Isoformen in der Prostata.

Die Färbung des murinen Uterusgewebes bestätigte die Beobachtungen, die in der Pro-

stata gemacht worden waren. Auch hier konnte die Myopodinexpression lediglich in den

Glattmuskelzellen nachgewiesen werden (Abb. 3.36, A bis D). Weiterhin zeigte diese

Färbung deutlich, dass auch hier Myopodin nicht im Zellkern lokalisiert ist (Abb. 3.36,

D).
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Abbildung 3.34: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodin in adultem humanen Prostatagewebe. Die Übersichtsfärbung
(A-D) mit dem Antikörper M2 (A) zeigt die Expression von Myopodin im Stroma während die Ge-
genfärbung mit dem Keratinantikörper C-11 (B) die Epithelien darstellt. Zudem sind die Zellkerne (C)
mit DAPI angefäbrt. Bei höheren Vergrößerungen (E-H) wird die ausschließliche Expression von Myo-
podin (E) in den Glattmuskelzellen des Stromas deutlich. Die Überlagerungen (D, H) zeigen in keinem
Bereich eine Coexpression von Myopodin und Keratin. GM: Glattmuskel, Ep: Epithel. Maßstabsbalken
500 µm, Detailansicht 25 µm.
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Abbildung 3.35: Konfokale Aufnahme der immunfluoreszenzmikroskopischen Untersuchung
der Lokalisation von Myopodinisoformen in adultem humanen Prostatagewebe Die Färbung
mit dem pan-Myopodinantikörper HH9 (A) und dem glattmuskelspezifischen Aktinantikörper (B) zeigen
die Coexpression beider Proteine in den Glattmuskelzellen des Stromas. Die Immunfärbung mit dem
Myopodinantikörper HH9 (E) und dem isoformspezifischen Myopodinantikörper α-Ex6 (F) zeigt die
vollständige Colokalisation. GM: Glattmuskel, Ep: Epithel. Maßstabsbalken 500 µm, Detailansicht 25 µm.
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Abbildung 3.36: Lokalisation von Myopodin in adultem murinen Uterusgewebe. Die
Übersichtsaufnahme (A-D) zeigt die Expression von Myopodin (A) in den Glattmuskelzellen des Myo-
metriums (MM), aber nicht im Endometriums (EM), Bindegewebe (BG) oder im Drüsengewebe (DR),
während α-Aktinin (B) in allen Zelltypen exprimiert wird. Bei höheren Vergrößerungen (E-L) zeigt sich
zudem die schwache Expression in den Glattmuskelzellen der Gefäße (g). Die Detailaufnahme des Myo-
metriums (M-P) zeigt, dass Myopodin nicht im Zellkern (Pfeile) lokalisiert ist. Die Kontrollfärbung (Q-S)
zeigt keine unspezifische Reaktion der eingesetzten Sekundärantikörper. Maßstabsbalken: 200 µm, De-
tailansichten E-L: 50 µm, Detailansicht M-P: 10 µm.
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3.3 Die Podine sind Multiadapterproteine der Z-

Scheibe

3.3.1 Myopodin interagiert mit Filamin C

3.3.1.1 Hefe-Zwei-Hybrid-Studien zur Einengung der Bindungsregion im

Filamin C

Myopodin wurde ursprünglich in einem Hefe-Zwei-Hybrid-Screen (Y2H-Screen) als ein po-

tentieller Interaktionspartner von Filamin C gefunden (Vakeel, 2006). Der Screen wurde

mit den Ig-Domänen 19 bis 21 des Filamin C durchgeführt. Mit einem späteren Y2H-

Screen mit den Ig-Domänen 17 bis 19 des Filamin C konnte ebenfalls Myopodin als

möglicher Bindungspartner ermittelt werden (Nowak, 2008). Diese Ergebnisse würden

auf eine Interaktion der Ig-Domäne 19 mit Myopodin hinweisen. Allerdings ist bekannt,

dass durch die Sequenzhomologie der Ig-Domänen untereinander ein Bindungspartner eine

gewisse Affinität zu mehreren Ig-Domänen besitzen kann, was in einem solchen Hefeex-

periment zu positiven Resultaten führt (Ithychanda et al., 2009). Es besteht jedoch auch

die Möglichkeit, dass Filamin C mehrere Bindungsstellen für Myopodin besitzt. Deshalb

wurde mit biochemischen Methoden untersucht, an welcher Ig-Domäne die Interaktion

mit Myopodin tatsächlich stattfindet.

3.3.1.2 Biochemische Studien zur Eingrenzung der Bindungsregion im

Filamin C

Um die Interaktion von Filamin C mit Myopodin auf biochemischem Weg zu

bestätigen, wurden zunächst Western Blot-Overlays, Dotblot-Overlays sowie Coimmun-

präzipitationen (CoIPs) verschiedener Proteinfragmente durchgeführt. Diese Fragmente

wurden zunächst in E.coli exprimiert und anschließend über den Hexahistidin-Tag

aufgereinigt. Zum spezifischen Nachweis der Myopodinfragmente diente der durch den

Vektor pETW23aT7 vermittelte T7-Immunotag, die Filaminkonstrukte wurden durch

den vorhandenen EEF-Tag, vermittelt durch den Vektor pET23aEEF, dargestellt. Zur

Immunpräzipitation der Myopodinfragmente wurde der T7-Tag-Antikörper verwendet,
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Tabelle 3.2: Bindungsstudien von Myopodin an Filamin C

Filamin C Immunglobulindomäne

Methode 17-19 19-21 19-20 20-21 20 21 21-22 21-23

gezieltes Y2H + + +/- + A A o +

Dotblot-Overlay - + o + o o - -

Western Blot-Overlay - + o + o - - +

Coimmunpräzipitation - + +/- + - - o -

+/- widersprüchliche Ergebnisse, o nicht durchgeführt, A autoaktivierend

der an mit ProteinG gekoppelte magnetische Kügelchen (Dynabeads, Dynal), gebunden

war.

Die Ergebnisse dieser ersten Interaktionsstudien des Myopodinfragments mit den

Aminosäuren 405 - 916 sind in Tabelle 3.2 aufgelistet. Wie hieraus zu erkennen ist,

widersprechen sich die Ergebnisse teils, abhängig von der angewandten Methode und

welche Filaminkonstrukte zum Einsatz kamen. Zwar zeigten die Versuche alle, dass

Filamin C d19-21 und d20-21 mit Myopodin interagierten, in gezielten Hefeexperimenten

ergaben aber auch die Konstrukte d17-19 und d21-23 eine Interaktion mit Myopodin.

Auch der Western Blot-Overlay zeigte die Bindung von Filamin C d21-23 an Myopodin,

die entsprechende CoIP war hingegen aber negativ. Mit dem Filaminfragment d19-20

lieferten sowohl die gezielten Hefeexperimente als auch die CoIP widersprüchliche

Resultate. Ig-Domäne 21 allein zeigte in keinem Bindungsassay Interaktion. Mit diesen

Ergebnissen ließ sich die Bindungsstelle somit zwar nicht absolut eindeutig zuordnen,

sie deuteten aber auf eine Bindungsregion um Ig-Domänen 20-21 hin, obwohl die

einzelnen Ig-Domänen 20 und 21 in den CoIPs alleine keine Wechselwirkung zeigten.

Eine weitere Bindungsstelle ließ sich weder eindeutig bestätigen noch ausschließen.

Kürzlich fanden Heikkinen et al. (2009) heraus, dass nicht alle Ig-Domänen des Filamins

als eine eigenständige Einheit zu betrachten sind. So konnte für Filamin A gezeigt

werden, dass die Ig-Domänen 16-17, 18-19 und 20-21 zusammengehören und kompakte

Domänenstrukturen bilden. Aufgrund der großen Homologie ist anzunehmen, dass das

auch für Filamin C gilt. Dafür würde auch sprechen, dass für Filamin C Ig-Domäne 20-21
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konsistente Ergebnisse für die Interaktion mit Myopodin vorliegen, während für das

Fragment Ig-Domäne 19-20 widersprüchliche Ergebnisse erzielt wurden. Deshalb wurden

neue Filaminkonstrukte hergestellt, die entweder für ein kompaktes Domänenpaar (also

die zwei Ig-Domänen 18-19 oder 20-21) oder für zwei kompakte Domänenpaare (also für

die vier Ig-Domänen 18-21) kodierten (Abb. 3.37, A). Diese wurden in den prokaryoti-

schen Expressionsvektor pETW23aEEF kloniert, die Fragmente rekombinant exprimiert

und wie oben beschrieben für CoIPs mit Myopodin 405-916 eingesetzt. Die Verwendung

dieser Vier- bzw. Zweidomänenkonstrukte, welche nicht die im Filamin vorhandenen

kompakten Domänenpaare (Heikkinen et al., 2009) zweier Ig-Domänen zerstören, führten

zu eindeutigen Ergebnissen (Abb. 3.37). Es konnte mit dem Myopodinfragment 405-916

das Vierdomänenkonstrukt, welches die Ig-Domänen 18-21 umfasst, copräzipitiert werden

(Abb. 3.37, C). Auch das Zweidomänenkonstrukt d20-21 konnte copräzipitiert werden

(Abb. 3.37, E), während das Fragment d18-19 keine Interaktion mit dem verwendeten

Myopodinkonstrukt zeigte (Abb. 3.37, D). Somit lässt sich die Interaktion zwischen

Myopodin und Filamin auf die Ig-Domänen 20-21 einschränken.

3.3.1.3 Bestimmung der Bindungsstärke von Myopodin und Filamin C mit-

tels SAW

Nachdem gezeigt werden konnte, dass Myopodin mit Filamin C interagiert, sollte die Af-

finität der beiden Proteine zueinander durch Surface Acoustic Wave (SAW)- Messungen

bestimmt werden. Hierzu wurde das Myopodinfragment 405-916 auf der Sensoroberfläche

immobilisiert und durch die Zugabe steigender Konzentrationen von Filamin C d18-21

die Bindung detektiert. Eine Übersichtsmessung mit Konzentrationsintervallen von 10 µM

und drei detailliertere Messungen mit Intervallen von 2,5 µM gingen in die Berechnung der

Bindungskonstanten ein. Durch die Anwendung eines 1:1-Bindungsmodells mit Residual-

berücksichtigung wurde durch anschließende lineare Regression die Geschwindigkeitskon-

stanten kAss und kDiss ermittelt, aus welchen die Gleichgewichtsdissoziationskonstante

kD berechnet wurde (siehe Abschnitt 2.9.12.4). Der kD-Wert der Bindung von Myopodin

und Filamin C wurde mit 1,89 x 10−6 M ± 7,77 x 10−7 M bestimmt, wobei eine moderate
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Abbildung 3.37: Bindungsstudie zur Bestätigung der Interaktion von Myopodin mit Filamin
C. A: schematische Darstellung des Filamin C Moleküls. Darunter gezeigt sind die verwendeten Filamin
C-Fragmente. B: Schematische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die für die folgenden Coim-
munpräzipitationen eingesetzte Region, die die Aminosäuren 405-916 umfasst, rot hervorgehoben ist.
C-E: Western Blots der Coimmunpräzipitation von Filamin C d18-21 (C) 18-19 (D) und 20-21 (E) mit
Myopodinfragment 405-916. Links sind die Immunpräzipitationen der T7-markierten Myopodinfragmen-
te, rechts die copräzipitierten Filamin C-Fragmente, detektiert über deren EEF-Tags, gezeigt. Filamin
C d18-21 und d20-21 wurden mit dem Myopodinfragment 405-916 copräzipitiert, d18-19 dagegen nicht.
Die roten Pfeile markieren die Laufhöhe des Myopodin- bzw. der Filaminfragmente, * die Laufhöhe der
T7-Antikörperketten aus den CoIP-Ansätzen.
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Tabelle 3.3: Kinetische Daten der Bindung von Myopodin an Filamin C

kAss (M−1 s−1) kDiss (s−1) kD-Wert (M)

Messung 1 (Übersicht) 3,08 x 103 2,31 x 10−3 7,59 x 10−7

Messung 2 (Detail) 6,06 x 103 1,02 x 10−2 2,07 x 10−6

Messung 3 (Detail) 3,08 x 103 5,69 x 10−3 2,24 x 10−6

Messung 4 (Detail) 2,65 x 103 6,13 x 10−3 2,05 x 10−6

Mittelwert 3,72 x 103 6,08 x 10−3 1,89 x 10−6

SD ± 1,58 x 103 ± 3,23 x 10−3 ± 7,77 x 10−7

Assoziationskonstante von 3,72 x 103 M−1 s−1 ± 1,58 x 103 M−1 s−1 und eine geringe

Dissoziationskonstante von 6,08 x 10−3 s−1 ± 3,23 x 10−3 s−1 ermittelt wurden. Die Er-

gebnisse sind in Tabelle 3.3 zusammengefasst.

3.3.1.4 Die Bindung von Myopodin an Filamin A kann nicht durch Coim-

munpräzipitationen nachgewiesen werden

Ältere Ergebnisse deuteten darauf hin, dass Myopodin auch mit Filamin A interagieren

kann. In einem gezielten Hefe-Zwei-Hybrid-Versuch interagierte dabei Myopodin mit den

Ig-Domänen 19-21 von Filamin A, B und C (Vakeel, 2006). Hierbei wurden wiederum

Konstrukte verwendet, die eine einzelne Ig-Domäne (Ig-Domäne 19) beinhalten, die ei-

gentlich zu einem kompakten Domänenpaar (Ig-Domäne 18-19) gehört. Auch ein Western

Blot-Overlay deutete auf Wechselwirkung von Myopodin mit allen drei Filaminisoformen

hin (Vakeel, 2006). In diesem Ansatz waren die Filaminfragmente allerdings geblottet

und somit in ihrer Sekundär- bzw. Tertiärstruktur gestört.

Zur Untersuchung, ob Myopodin tatsächlich in der Lage ist, mit Filamin A zu inter-

agieren, wurde eine CoIP mit gereinigtem Filamin A d18-21 und Myopodin 405-916

durchgeführt. Diese zeigte, dass Filamin A d18-21 nicht mit Myopodin 405-916 intera-

gieren kann (Abb. 3.38, A). Um eine Vergleichsmöglichkeit zu haben, wurde eine CoIP

mit Filamin A und C durchgeführt. Von jedem Filaminfragment wurden gleiche Mengen

eingesetzt. Die CoIP zeigte, dass unter identischen Bedingungen Filamin C d18-21 an das
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Abbildung 3.38: Bindungsstudie zur Untersuchung der Interaktion von Myopodin mit Fila-
min A. A: Coimmunpräzipitation von Filamin A d18-21 mit Myopodinfragment 405-916. Links sind
die Western Blots der Immunpräzipitation des T7-markierten Myopodinfragments, rechts die Coimmun-
präzipitation des EEF-markierten Filamin A d18-21 dargestellt. B: Simultane Coimmunpräzipitation
von Filamin A und C d18-21 mit Myopodinfragment 405-916. Links sind die Western Blots der Im-
munpräzipitation des T7-markierten Myopodinfragments, rechts die Coimmunpräzipitation des EEF-
markierten Filamin A und C d18-21 dargestellt. Filamin C wird mit Myopodinfragment 405-916 co-
präzipitiert, Filamin A d18-21 dagegen nicht. Die roten Pfeile markieren die Laufhöhe des Myopodin-
fragmentes, der rote Pfeilkopf die der Filaminfragmente; * die der T7-Antikörperketten aus den CoIP-
Ansätzen.

Myopodinfragment 405-916 band, Filamin A dagegen nicht (Abb. 3.38, B). Eventuell ist

die Interaktion von Myopodin an Filamin A zu schwach, um unter diesen Bedingungen

nachgewiesen zu werden.

3.3.1.5 Die Bindung von Myopodin an Filamin wird durch eine bei den Po-

dinen stark homologe Region vermittelt

Nachdem die direkte Interaktion von Myopodin an die Ig-Domänen 20-21 gezeigt worden

war (siehe Abschnitt 3.3.1.2), wurde versucht die Bindungsstelle im Myopodinmolekül

einzugrenzen. Hierzu wurde das bindende Myopodinfragment 405-916 zunächst in zwei

Subfragmente unterteilt und mit diesen, wie oben beschrieben, CoIPs durchgeführt (Abb.

3.39, A). Für das N-terminale Konstrukt 405-663 konnte keine Bindung an Filamin C

d18-21 festgestellt werden (Abb. 3.39, B), das C-terminale Konstrukt 664-916 hingegen

zeigte Bindung an Filamin C d18-21 (nicht gezeigt) sowie an d20-21 (Abb. 3.39, C). Somit

konnte die Bindung von Filamin C auf diese Region eingeengt werden. Wie Abbildung
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Abbildung 3.39: Bindungsstudie zur Einengung der Filaminbindungsstelle im Myopodin. A:
Schematische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die für die folgenden Coimmunpräzipitationen
eingesetzten Regionen rot hervorgehoben sind. B-E: Western Blots der Coimmunpräzipitationen der oben
dargestellten Myopodinfragmente mit Filamin C d18-21 (B) sowie d20-21 (C-E). Links sind die Immun-
präzipitationen der T7-markierten Myopodinfragmente, rechts die copräzipitierten Filamin C-Fragmente,
detektiert über deren EEF-Tags, gezeigt. Die roten Pfeilköpfe markieren die Laufhöhe der präzipitierten
Myopodinfragmente, die roten Pfeile die erwartete Laufhöhe des copräzipitierten Filaminfragments, *
zeigen die T7-Antikörperketten aus den CoIP-Ansätzen.
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3.39 A zeigt, beinhaltet diese Region zwei Sequenzabschnitte (H1 und H2), die, einen

hohen Homologiegrad mit den anderen Familienmitgliedern der Podine aufweisen.

Untereinander zeigen H1 und H2 aber keine signifikante Homologie. Ein Alignment der

homologen Regionen aller drei Podine ist im Anhang (Abb. B.3) gezeigt. Deshalb sollte

weiterhin untersucht werden, ob sich die Bindungsstelle auf einen dieser Blöcke reduzie-

ren lässt. Hierzu wurden wiederum CoIPs mit den Myopodinkonstrukten 664-809 und

803-916 durchgeführt. Allerdings waren beide Fragmente in der Lage Filamin C d20-21 zu

binden (Abb. 3.39 D, E). Vermutlich wird die Interaktion mit Filamin C über beide Ho-

mologieregionen vermittelt, oder sie stellen zwei unabhängige Filaminbindungsstellen dar.

3.3.2 Tritopodin und Synaptopodin interagieren ebenfalls mit

Filamin C

Nachdem gezeigt wurde, dass die Homologieregionen des Myopodins mit Filamin C d20-21

interagieren, wurde getestet ob die beiden anderen Familienmitglieder der Podine eben-

falls an Filamin C binden können. Hierzu wurde die Region des Tritopodins und des

Synaptopodins, die die homologen Bereiche umfassen (Abb. 3.40, A und 3.41, A), in den

prokaryotischen Vektor pET23aT7 kloniert, in Bakterien exprimiert und aufgereinigt. Die

gereinigten Proteine wurden in CoIPs mit den Filamin C-Fragmenten d18-21, d18-19 und

d20-21 eingesetzt. Die CoIP von Tritopodinfragment H1+H2 zeigte Interaktion mit Fila-

min C d18-21 (Abb. 3.40, B) sowie mit d20-21 aber nicht mit d18-19 (Daten nicht gezeigt).

Ähnlich wie beim Myopodin konnte die Interaktion nicht auf eine der beiden Homologie-

regionen eingeengt werden. Beide zeigten Bindung an Filamin C d18-21 (Abb. 3.40, C,

D) und d20-21 (Abb. 3.40 G, H), aber nicht mit d18-19 (Abb. 3.40, E, F).

Die CoIP des Synaptopodinfragments H1+H2 zeigte ebenfalls Interaktion mit Filamin C

d18-21 (Abb. 3.41, B). Auch hier konnte die Interaktion auf die Immunglobulindomänen

20-21 eingeengt werden, obwohl auch eine sehr schwache Interaktion von H1 mit Filamin

C d18-19 detektiert wurde (Abb. 3.41, E). Da diese Bindung sehr schwach erschien, bleibt

unklar ob sie spezifisch ist. Der Versuch, die Interaktion auf eine der beiden Homologiere-
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Abbildung 3.40: Nachweis der Bindung von Tritopodin mit Filamin C. A: Schematische Darstel-
lung der Tritopodinvariante a mit den verwendeten Tritopodinfragmenten, wobei die Homologieregionen
H1 und H2 rot hervorgehoben sind. B: Western Blots der CoIP von Trito H1+H2 mit Filamin C d18-21;
C-H: Western Blots der CoIPs von Trito H1 (C, E, G) bzw. Trito H2 (D, F, H) mit Filamin C d18-21 (C,
D) d18-19 (E, F) und d20-21 (G, H). Die CoIPs zeigen, dass alle Tritopodinfragmente zumindest schwache
Bindung mit Filamin C d20-21 zeigen. Die roten Pfeilköpfe markieren die Laufhöhe der präzipitierten
Myopodinfragmente, die roten Pfeile die erwartete Laufhöhe des copräzipitierten Filaminfragments, *
zeigen die T7-Antikörperketten aus den CoIP-Ansätzen.
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Abbildung 3.41: Nachweis der Bindung von Synaptopodin mit Filamin C. A: Schematische Dar-
stellung der Isoform Synpo-S mit den verwendeten Synaptopodinfragmenten, wobei die Homologieregio-
nen H1 und H2 rot hervorgehoben sind. B: Western Blots der CoIP von Synpo H1+H2 mit Filamin
C d18-21; C-H: Western Blots der CoIPs von Synpo H1 (C, E, G) bzw. Synpo H2 (D, F, G) mit Fi-
lamin C d18-21 (C, D) d18-19 (E, F) und d20-21 (G, H). Die CoIPs zeigen, dass Synaptopodin H1
und H2 relativ schwache Interaktion mit Filamin C d20-21 zeigen, während Synpo H1+H2 starke eine
relativ starke Bindung aufweist. Die roten Pfeilköpfe markieren die Laufhöhe der präzipitierten My-
opodinfragmente, die roten Pfeile die erwartete Laufhöhe des copräzipitierten Filaminfragments, * zeigen
die T7-Antikörperketten aus den CoIP-Ansätzen.
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gionen einzuengen, schlug auch beim Synaptopodin fehl, da beide Interaktion mit Filamin

C d18-21 und d20-21 zeigten (Abb. 3.41 C, D und G, H).

Die Ergebnisse aller durchgeführten CoIPs der verschiedenen Podinfragmente mit den

Filamin C - Fragmenten sind in Tabelle 3.4 aufgelistet.

Tabelle 3.4: Zusammenfassung der CoIPs von den Podin-Proteinen mit Filamin C
Filamin C

Podin Fragment d18-21 d18-19 d20-21

Myopodin Myop 405-916 + - +

Myop 405-663 - - -

Myop 664-916 (H1+H2) + - +

Myop 664-809 (H1) + - +

Myop 803-916 (H2) + - +

Tritopodin Trito H1+H2 + - +

Trito H1 + - +

Trito H2 + - +

Synaptopodin Synpo H1+H2 + - +

Synpo H1 + (+) +

Synpo H2 + - +

+ Bindung nachgewiesen, (+) schwache Bindung nachgewiesen, - keine Bindung nachgewiesen

3.3.3 Myopodin besitzt mehrere unabhängige α-Aktinin Bin-

dungsstellen

Myopodin wird in der Literatur als ein α-Aktinin bindendes Protein beschrieben (Faul

et al., 2007) und für Synaptopodin sind sogar mehrere unabhängige Bindungsstellen be-

kannt (Asanuma et al., 2005). Um die Bindungsregion für α-Aktinin im Myopodin ein-

zuengen, wurden CoIPs mit verschiedenen rekombinanten Myopodinfragmenten (Abb.

3.42, A) und α-Aktinin2 durchgeführt. Die T7-markierten Myopodinfragmente wurden

mit Hilfe des monoklonalen T7-Antikörpers präzipitiert und gebundenes α-Aktinin2 wur-

de mittels seines EEF-Tags nachgewiesen. Die CoIPs (Abb. 3.42) ergaben, dass auch

Myopodin mehrere unabhängige α-Aktinin2-Bindungsstellen umfasst. Eine Zusammen-

fassung dieser Daten ist in Abbildung 3.43 gezeigt. Die Interaktion von Myopodin mit
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Abbildung 3.42: Bindungsstudien zur Einengung der α-Aktinin-Bindungsstelle im Myopo-
din. A-F: Western Blots der Coimmunpräzipitationen verschiedener Myopodinfragmente mit α-Aktinin2.
Die jeweils verwendeten Myopodinfragmente sind der schematischen Darstellung darüber zu entnehmen,
wobei die entsprechende Region rot hervorgehoben ist. Links ist die T7-Detektion der präzipitierten
Myopodinfragmente, rechts die Detektion des EEF-Tags des α-Aktinins gezeigt. Die roten Pfeilköpfe
markieren die Laufhöhe der Myopodinfragmente, die roten Pfeile die des α-Aktinins; * zeigen die T7-
Antikörperketten aus den CoIP-Ansätzen.
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Abbildung 3.43: Zusammenfassung der Coimmunpräzipitationen verschiedener Myopodin-
fragmente mit α-Aktinin2. Myopodin besitzt mehrere unabhängige α-Aktinin2-Bindungsstellen, wel-
che sich in dem von Exon 4 kodierten Bereich eingrenzen lassen und somit in allen Myopodinisoformen
vorhanden sind.

α-Aktinin2 scheint sich dabei auf die von den Exons 4 und 6 kodierten Bereiche zu be-

grenzen. Bindungsstudien mit Fragmenten kodiert von Exon 1 bis 3 waren in früheren

Ergebnissen negativ (Vakeel, 2006).

3.3.3.1 Bestimmung der Bindungsstärke von Myopodin und α-Aktinin mit-

tels SAW

Nachdem gezeigt werden konnte, dass Myopodin mit α-Aktinin interagiert, sollte die Affi-

nität der beiden Proteine zueinander, wie im Falle des Filamin C, durch SAW-Messungen

bestimmt werden. Myopodin 405-916 wurde wie unter Abschnitt 3.3.1.3 beschrieben auf

der Sensoroberfläche immobilisiert und durch die Zugabe steigender Konzentrationen von

α-Aktinin die Bindung detektiert. Der kD-Wert der Bindung von Myopodin und α-Aktinin

wurde mit 2,71 x 10−6 M ± 1,55 x 10−6 M bestimmt, wobei wiederum eine moderate

Assoziationskonstante von 4,21 x 103 M−1 s−1 ± 4,58 x 103 M−1 s−1 und eine geringe

Dissoziationskonstante von 6,27 x 10−3 s−1 ± 5,31 x 10−3 s−1 ermittelt wurden. Die Er-

gebnisse sind in Tabelle 3.5 zusammengefasst.



Ergebnisse 132

Tabelle 3.5: Kinetische Daten der Bindung von Myopodin an α-Aktinin

kAss (M−1 s−1) kDiss (s−1) kD-Wert (M)

Messung 1 (Detail) 1,43 x 103 4,60 x 10−3 3,28 x 10−6

Messung 2 (Detail) 1,10 x 104 1,41 x 10−2 1,28 x 10−6

Messung 3 (Detail) 2,52 x 103 3,93 x 10−3 1,65 x 10−6

Messung 4 (Detail) 1,85 x 103 2,43 x 10−3 4,65 x 10−6

Mittelwert 4,21 x 103 6,27 x 10−3 2,71 x 10−6

SD ± 4,58 x 103 ± 5,31 x 10−3 ± 1,55 x 10−7

3.3.3.2 Charakterisierung der Myopodin-α-Aktinin2-Interaktion

Um die Myopodinbindungsstelle im α-Aktinin2-Molekül genauer zu bestimmen, wurden

verschiedene trunkierte cDNA-Fragmente des α-Aktinin2 kloniert und in Bakterien

exprimiert (Abb. 3.44, A). Mit dem Wissen, dass Myopodin mehrere unabhängige

α-Aktinin-Bindungsstellen beinhaltet (siehe Abschnitt 3.3.3), stellte sich die Frage, ob

mehrere α-Aktinin2-Moleküle an einem Myopodinmolekül binden (Abb. 3.44, B I) oder

ob sich die beiden Moleküle parallel oder antiparallel aneinander lagern, also eine 1:1

Bindung stattfindet (Abb. 3.44, B II). Die zweite Hypothese könnte sich bestätigten,

wenn der C-Terminus des Myopodins an einer anderen Region des α-Aktinins bindet,

als der N-terminal bindende Bereich. Deshalb wurden speziell das N-terminal gelegene

α-Aktinin-bindende Myopodinfragment, sowie der C-Terminus der Isoform b für diese

Interaktionsstudien ausgewählt.

Die CoIPs zeigten, dass sowohl der zentrale Teil des Myopodins (Myop 481-663)

als auch das C-terminale Fragment Myop 901-1093 Interaktionen mit den Spektrin-

like-Repeats des α-Aktinins eingehen (Abb. 3.44, C, D). Da die Fragmente α-Aktinin

R1-R4 und R1-R3 mit beiden Myopodinfragmenten copräzipitiert wurden, R1-R2 und

R4-CAM jedoch nicht, kann daraus geschlossen werden, dass die Spektrin-ähnliche

Domäne 3 (R3) für beide Interaktion essentiell ist und mehrere α-Aktinin-Moleküle an

einem Myopodinmolekül binden können. Zudem zeigte die Aktinbindungsdomäne des α-

Aktinins in beiden Fällen eine zwar schwache aber dennoch nachweisbare Wechselwirkung.
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Abbildung 3.44: Bindungsstudien zur Charakterisierung der Myopodin-α-Aktinin2-
Interaktion. A: Schematische Darstellung des α-Aktinin2-Moleküls sowie der verwendeten Fragmente.
B: Darstellung zweier Möglichkeiten der Art der Interaktion von Myopodin mit α-Aktinin. C: Western
Blots der Immunpräzipitationen der T7-markierten Myopodinfragmente 481-663, bzw. 901-1093. D: Wes-
tern Blots der copräzipitierten, EEF-markierten α-Aktinin-Fragmente. Beide Myopodinfragmente zeigen
Interaktion mit den α-Aktinin-Fragmenten R1-R3 und R1-R4, obwohl auch die ABD des α-Aktinins eine
schwache Wechselwirkung zeigt.
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3.3.4 Tritopodin besitzt ebenfalls mehrere unabhängige

α-Aktinin-Bindungsstellen

Nachdem für Myopodin gezeigt werden konnte, dass es ebenso wie Synaptopodin (Asanu-

ma et al., 2005) mehrere unabhängige α-Aktinin Bindungsstellen besitzt, wurden mit ver-

schiedenen Tritopodinfragmenten (Abb. 3.45, A) CoIPs durchgeführt, um zu überprüfen,

ob dies auch auf Tritopodin zutrifft. Die Bindungsstudien zeigten, dass sowohl Trito (b)

1-385 und Trito (c) 79-602 als auch Trito H1+H2 (605-977) und Trito H1 (605-744) eine

Interaktion mit α-Aktinin eingingen. Die N-terminalen Fragmente (Trito (a) 1-85 und

Trito (a) 79-278) wiesen hingegen keine Bindung auf. Somit lässt sich die Bindung an

α-Aktinin auf den vom Exon 5 kodierten Bereich eingrenzen, wobei hier mindestens zwei

unabhängige Bindungsstellen vorliegen. Diese Bindung konnte kürzlich auch mit geziel-

ten Hefe-Zwei-Hybrid-Experimenten bestätigt werden (Gläsker, 2009; Rieck, 2010). Ab-

bildung 3.46 bietet eine Zusammenfassung der Bindungsstudien.
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Abbildung 3.45: Bindungsstudien der α-Aktinin2-Tritopodin-Interaktion A: Schematische Dar-
stellung der Tritopodinvariante a mit den verwendeten Tritopodinfragmenten, wobei die Homologieregio-
nen H1 und H2 rot hervorgehoben sind. B-G: Western Blots der Coimmunpräzipitationen verschiedener
Tritopodinfragmente mit α-Aktinin2, wobei die jeweils verwendeten Fragmente der Beschriftung zu ent-
nehmen sind. Links ist die T7-Detektion der präzipitierten Tritopodinfragmente, rechts die Detektion des
EEF-tags des α-Aktinins gezeigt. Die roten Pfeilköpfe markieren die Laufhöhe der Tritopodinfragmente,
die roten Pfeile die des α-Aktinins; * zeigen die T7-Antikörperketten aus den CoIP-Ansätzen.
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Abbildung 3.46: Zusammenfassung der Bindungsstudien verschiedener Tritopodinfragmente
mit α-Aktinin2. Tritopodin besitzt mehrere unabhängige α-Aktinin2-Bindungsstellen, welche sich im
vom Exon 5 kodierten Bereich befinden und somit in Tritopodinisoform a und b komplett vorhanden sind.
In Isoform c, in der ein Teil des Exon 5 herausgespleißt ist, ist nur die N-terminal gelegene α-Aktinin2-
Bindungsstelle vorhanden.

3.3.5 Bestätigung der Funktionalität der Bindungsregionen der

Podine durch transiente Transfektionen

Um die Funktionalität der für die Bindungsassays verwendeten Podinfragmente zu unter-

suchen, wurden diese als GFP-Fusionskonstrukte in A7r5-Glattmuskelzellen transfiziert

und auf ihr subzelluläres Targeting hin untersucht. Zeigen die Konstrukte eine spezifische

Lokalisation, so kann geschlussfolgert werden, dass sie durch einen Interaktionspartner

dorthin dirigiert werden.

3.3.5.1 Bestätigung der Funktionalität der Bindungsregionen des Myopodins

durch transiente Transfektionen

Die Untersuchung des Targetings der Myopodinfragmente zeigte, dass mit Ausnahme

des Fragmentes 664-809 (Abb. 3.47, G bis I), welches ebenso wie GFP alleine (Abb.

3.47, S bis U) diffus in der Zelle vorlag, alle Konstrukte in den dense bodies (Abb.

3.47, Pfeile), bzw. in den Anheftungsplatten (3.47, offene Pfeilköpfe) lokalisierten.

Diese Strukturen sind, wie in Abschnitt 1.2.2 beschrieben, reich an α-Aktinin und

Filamin. Dieses Targeting könnte auf die Bindungsstellen für Filamin und α-Aktinin

zurückzuführen sein. Das Myopodinfragment 664-809, welches die erste Homologieregion
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(Bildunterschrift siehe nächste Seite)
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Abbildung 3.47: Transiente Transfektionen verschiedener Myopodinfragmente in A7r5-Zellen.
Dargestellt sind Immunfluoreszenzaufnahmen transfizierter A7r5-Zellen zur Untersuchung des Targetings
der eingesetzten Myopodinfragmente. Die linke Spalte zeigt das GFP-Signal der im Bild angegebenen
transfizierten Myopodinkonstrukte, die mittlere Spalte die Referenzfärbung, entweder gegen α-Aktinin
(BM75.2) oder gegen Aktin (Phalloidin). Rechts ist das Überlagerungsbild gezeigt, wobei die GFP-
Fusionsproteine in grün und die Referenzfärbungen in rot dargestellt sind. Die Detailaufnahmen stellen
die dreifache Vergrößerung der markierten Bereiche dar. Mit Ausnahme des Myopodinfragmentes 664-
809 (G), welches überwiegend ebenso wie GFP alleine (S) diffus im Zytoplasma verteilt ist, zeigen alle
Targeting an die dense bodies (Pfeile) und die Fokalkontakte (Pfeilköpfe). Maßstabsbalken 20 µm.
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enthält, zeigte zwar Bindung an Filamin C (siehe Abschnitt 3.3.1.5) sowie an α-Aktinin

(siehe Abschnitt 3.3.3), allerdings in beiden Fällen deutlich schwächer als die anderen

Myopodinfragmente, was ein fehlendes Targeting dieses Fragmentes erklären könnte.

3.3.5.2 Bestätigung der Funktionalität der Bindungsregionen des Synapto-

podins und Tritopodins durch transiente Transfektionen

Zudem wurden Transfektionsstudien mit Synaptopodin- und Tritopodinkonstrukten, die

die Homologieregionen beinhalten und wie in Abschnitt 3.3.2 gezeigt, mit Filamin C inter-

agieren, durchgeführt. Dabei zeigte sich, dass sowohl das Synaptopodinfragment H1+H2

(Abb. 3.48, A bis C) als auch das entsprechende Tritopodinfragment H1+H2 (Abb. 3.49,

A bis C) ein starkes Targeting an die dense bodies (Pfeile) und die Anheftungspunkte

(offene Pfeilköpfe) zeigten. Die Fragmente, die nur die erste Homologieregion enthiel-

ten, lagen vorwiegend diffus im Zellinneren vor und zeigten nur in der Zellperipherie ein

schwaches Targeting an die Aktinfilamente (Abb. 3.48, 3.49, D bis F). Die Fragmente mit

Homologieregion 2 zeigten ein deutlich schwächeres Targeting als diejenigen mit beiden

Homologieregionen (Abb. 3.48, 3.49, G bis I). Die gleichen Beobachtungen konnten auch

mit den entsprechenden Myopodinfragmenten gemacht werden (vgl. Abb. 3.47, D bis L),

was zusammen mit den Bindungsstudien auf eine ähnliche Funktion der homologen Be-

reiche in den unterschiedlichen Podinen schließen lässt.
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Abbildung 3.48: Transiente Transfektionen verschiedener Synaptopodinfragmente in A7r5-
Zellen. Dargestellt sind Immunfluoreszenzaufnahmen transfizierter A7r5-Zellen zur Untersuchung des
Targetings der eingesetzten Synaptopodinfragmente. Die linke Spalte zeigt das GFP-Signal der im Bild
angegebenen transfizierten Synaptopodinkonstrukte, die mittlere Spalte die Referenzfärbung gegen α-
Aktinin (BM75.2). Rechts ist das Überlagerungsbild gezeigt, wobei die GFP-Fusionsproteine in grün und
die Referenzfärbungen in rot dargestellt sind. Die Detailaufnahmen stellen die dreifache Vergrößerung
der markierten Bereiche dar. Synpo H1+H2 und Synpo H2 zeigen starkes Targeting an die dense bodies
(Pfeile) und die Fokalkontakte (Pfeilköpfe), während Synpo H1 überwiegend diffus im Zytoplasma verteilt
ist. Maßstabsbalken 20 µm.
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Abbildung 3.49: Transiente Transfektionen verschiedener Tritopodinfragmente in A7r5-Zellen.
Dargestellt sind Immunfluoreszenzaufnahmen transfizierter A7r5-Zellen zur Untersuchung des Targe-
tings der eingesetzten Tritopodinfragmente. Die linke Spalte zeigt das GFP-Signal der im Bild ange-
gebenen transfizierten Tritopodinkonstrukte, die mittlere Spalte die Referenzfärbung gegen α-Aktinin
(BM75.2). Rechts ist das Überlagerungsbild gezeigt, wobei die GFP-Fusionsproteine in grün und die
Referenzfärbungen in rot dargestellt sind. Die Detailaufnahmen stellen die dreifache Vergrößerung der
markierten Bereiche dar. Trito H1+H2 zeigt starkes, Trito H2 eher schwaches Targeting an die dense
bodies (Pfeile) und die Fokalkontakte (Pfeilköpfe), während Trito H1 überwiegend diffus im Zytoplasma
verteilt ist. Maßstabsbalken 20 µm.
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3.3.6 Myopodin wird in vitro phosphoryliert

Nachdem Myopodin als ein Multiadapterprotein der Z-Scheibe beschrieben war, stell-

te sich die Frage, wie diese Vielzahl an Interaktionen reguliert werden kann. Eine weit

verbreitete Art der Regulation von Protein-Protein-Interaktionen ist die Phosphorylie-

rung. Faul et al. (2007) konnten bereits zeigen, dass Myopodin durch die Proteinkinase A

(PKA) und die Calmodulin-abhängige Kinase II (CAMKII) phosphoryliert wird und dass

diese Phosphorylierungen die Interaktion von murinem Myopodin mit 14-3-3-Proteinen

regulieren. Deshalb wurden in dieser Arbeit weitere Versuche unternommen, spezifische

Phosphorylierungen des humanen Myopodins in vitro zu charakterisieren. Für diese Versu-

che wurde rekombinant exprimiertes, T7-markiertes Myopodinfragment 405-916 gereinigt

und mit definierten rekombinanten Kinasen (PKA, PKC und MAPK) in Gegenwart von

[γ-33P]ATP inkubiert. Die Ansätze wurden mittels SDS-Gelelektrophorese aufgetrennt,

auf Nitrozellulosemembranen transferiert und anschließend autoradiographiert. Zusätzlich

wurde der Blot anschließend mit dem T7-Antikörper gefärbt, um das eingesetzte Myo-

podin zu detektieren. Die Untersuchungen zeigten, dass Myopodin in vitro von allen

getesteten Kinasen phosphoryliert wurde (Abb. 3.50).

Abbildung 3.50: In vitro Phosphorylierung von Myopodin. Dargestellt sind die Radiogramme der
in vitro Phosphorylierung von Myopodinfragment 405-916 mit PKA, PKC und MAPK. Darunter sind
zum Nachweis des Myopodins die Immunfärbungen mit dem T7-Antikörper gezeigt. Myopodin wird in
vitro von allen getesteten Kinasen phosphoryliert.
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3.4 Myopodin ist ein F-Aktin-bindendes Protein

3.4.1 Myopodin besitzt zwei voneinander unabhängige

F-Aktinbindungsstellen

Myopodin wurde bereits früher als ein Aktin-bindendes Protein beschrieben. Weins et al.

(2001) konnten in einem Aktin Cosedimentationsassay zeigen, dass in vitro translatiertes,

35S-markiertes Myopodin zusammen mit F-Aktin pelletiert wird. Die Überexpression

von Myopodin in C2C12- und A7-Zellen (rescued M2-Filamin defiziente Zellen) zeigte

massive Bündelung von Aktin im Zytosol und Aktin-enthaltende Loops im Nukleus. Die

Aktinbindungsstelle wurde anhand trunkierter Myopodinfragmente und durch Analyse

des Targetings dieser Konstrukte in C2C12-Myoblasten eingeengt. Mit dem Wissen, dass

Myopodin mehrere Bindungspartner besitzt (siehe Abschnitte 3.3.1, 3.3.3), stellte sich

die Frage, ob dieses Targeting wirklich auf die Interaktion mit Aktin zurückzuführen ist,

oder ob es durch eine der oben bereits beschriebenen Interaktionen, wie z. B. Filamin

oder α-Aktinin, bedingt ist.

Um die Bindung von Myopodin an F-Aktin näher zu charakterisieren, wurden hier

Aktin-High speed Cosedimentationsassays mit verschiedenen Myopodinkonstrukten

durchgeführt (Abb. 3.51 - 3.56). Hierbei wurde zunächst G-Aktin in einer Konzentration

von 5 µM polymerisiert und anschließend das entsprechende Myopodinfragment in

steigenden Konzentrationen von 0 bis 10 µM zugesetzt. In der folgenden Zentrifugation

wurde das F-Aktin mitsamt der gebundenen Proteine pelletiert, während G-Aktin und

nicht an F-Aktin gebundene Proteine im Überstand verblieben. Die Analyse dieser

Proben wurde durch eine SDS-Gelelektrophorese mit anschließender Coomassiefärbung

durchgeführt. Die Quantifizierung erfolgte am Odyssey R© Infrared Imaging System der

Firma Licor durch Bearbeitung mit Hilfe der Odyssey 3.0 Software. Die Bindung wurde

schließlich durch die Auftragung des Quotienten aus gebundenem Myopodin und F-Aktin

gegen die eingesetzte Gesamtkonzentration des Myopodins genauer analysiert. Der resul-

tierende Graph sollte bei spezifischer Bindung den Verlauf einer Sättigungskurve zeigen.

Mit einer nichtlinearen Regression mithilfe der Software GraphPad Prism4 ließ sich so

das molare Bindungsverhältnis von Myopodin an Aktin bestimmen. Bmax, der Grenzwert
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besagt somit, wie viele Myopodinmoleküle an einem Aktinmolekül binden. Der ermittelte

KD-Wert entspricht der Konzentration von Myopodin, bei der die halbmaximale Bindung

erreicht wird und ist somit ein Maß für die Bindungsstärke.

Das längste eingesetzte Myopodinfragment umfasste die Aminosäuren 405 bis 916. Dieser

zentrale, in allen Myopodinisoformen existente Bereich, zeigte bei Analyse der Überstand-

und Pelletproben eine deutliche Anreicherung im Pellet, was darauf schließen lässt, dass

diese Region an filamentöses Aktin bindet. Die Auswertung des Kurvenverlaufs ergab

ein molares Bindungsverhältnis von etwa 1,8 Myopodin/Aktin. Allerdings muss erwähnt

werden, dass bei diesem Experiment die Sättigung nicht erreicht wurde und somit die

Extrapolation des Grenzwertes ungenau ist. Auch die dreifache Wiederholung und die

Mittelung der erhaltenen Werte (Abb. 3.51, D) zeigte, dass die Sättigung nicht erreicht

wurde. Eine Erklärung dafür könnte die Neigung des Myopodins zur Aggregation sein.

So war in den Kontrollansätzen mit 10 µM Myopodin ohne Aktin zu beobachten, dass

auch hier ein relativ hoher Anteil pelletiert wurde.

Um die F-Aktin-Bindungsstelle im Myopodin eingrenzen zu können, wurden weitere high

speed Cosedimentationsassays mit den folgenden rekombinant exprimierten Fragmenten

durchgeführt: Myop 405-663, Myop 396-533, Myop 635-916, Myop 664-916 sowie Myop

803-916.

Das Myopodinfragment 405-663 zeigte in der SDS-Gelelektrophorese ein abnormes

Laufverhalten. Die berechnete Größe beträgt etwa 28 kDa, es hatte aber in der SDS-

Gelelektrophorese eine scheinbare Größe von 42 kDa und war somit exakt auf der

Laufhöhe des Aktins zu beobachten. Aus diesem Grund wurde die weitere Analyse

nicht über Coomassie-gefärbte Gele, sondern über Western Blots durchgeführt, welche

anschließend mit spezifischen Antikörpern gegen Aktin, bzw. gegen den Immunotag des

Myopodins inkubiert wurden. Durch die Färbung mit entsprechenden IRDye-markierten

Sekundärantikörpern konnten das Myopodin und das Aktin simultan sichtbar gemacht

und quantifiziert werden (Abb. 3.52, B). Die Analyse ergab, dass diese Region des

Myopodins in einem molaren Verhältnis von 0,6 zu 1 an F-Aktin bindet. Der KD-Wert

wurde mit 5,5 µM bestimmt (Abb. 3.52, C, D). Das N-terminal gelegene Fragment

396-533, welches den gesamten N-Terminus der kleinen Isoformen umfasst, verblieb
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während der Zentrifugation im Überstand, woraus sich schließen lässt, dass diese Region

keine Affinität zu filamentösem Aktin besitzt (Abb. 3.53).

Die C-terminal gelegenen Myopodinfragmente, welche die Aminosäuren 635-916, bzw.

664-916 umfassen, wurden in steigenden Mengen zusammen mit F-Aktin pelletiert

(Abb. 3.54 und 3.55). Das molare Bindungsverhältnis Myopodin zu Aktin wurde für

das Fragment 635-916 mit 0,74 zu 1 und für das Fragment 664-916 mit 0,58 zu 1

bestimmt. Der KD-Wert für das Myopodinfragment 635-916 beträgt 4,7 µM und für das

Fragment 664-916 3,6 µM. Somit zeigen diese beiden Konstrukte ein sehr ähnliches Bin-

dungsverhalten an F-Aktin. Das Myopodinfragment 803-916 wurde nicht in steigenden

Mengen im Pellet nachgewiesen und zeigt somit keine Interaktion mit F-Aktin (Abb. 3.56).

Da sowohl das N-terminale Fragment 405-663, also auch das C-terminale Fragment

664-916 Bindung an F-Aktin aufwiesen, wurden zwei voneinander unabhängige F-

Aktinbindungsdomänen nachgewiesen. Der Vergleich der Bindungen verdeutlichte, dass

die N-terminal gelegene Bindungsstelle schwächer ist als die C-terminale. Da die Frag-

mente 396-533 und 803-916 nicht mit F-Aktin interagierten, ließ sich die vordere Aktin-

bindungsstelle im Bereich der Aminosäuren 534-663, die hintere bei 664-802 lokalisieren.

Somit konnte ich zeigen, dass alle Myopodinisoformen zwei voneinander unabhängige F-

Aktinbindungsstellen besitzen.
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Abbildung 3.51: Aktin high speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 405-916. A: Sche-
matische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorge-
hoben wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der high speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodinfragments ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung
der Intensitäten der Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte My-
opodinkonzentration. Das Myopodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet
nachgewiesen. D und E: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopodin und Aktin gegen die
eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten high speed Assay (D) bzw. aus drei un-
abhängigen high speed Cosedimentationsassays (E). Bei keinem der durchgeführten Experimente wurde
die Sättigung erreicht und die nichtlineare Regression ist somit sehr ungenau.
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Abbildung 3.52: Aktin high speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 405-663. A: Schema-
tische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorgehoben
wurde. B: Western Blots der Überstand- und Pelletproben der high speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodinfragments ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung
der Intensitäten der Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte My-
opodinkonzentration. Das Myopodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet
nachgewiesen. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopodin und Aktin gegen die eingesetzte
Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten high speed Assay. Die nichtlineare Regression ergab
einen KD-Wert von 5,462 µM und ein molares Bindungsverhältnis von 0,6 zu 1 (Myopodin zu Aktin).
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Abbildung 3.53: Aktin high speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 396-533. A: Sche-
matische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorge-
hoben wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der high speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodinfragments ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung
der Intensitäten der Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte
Myopodinkonzentration. Das Myopodinfragment konnte nicht mit steigender Konzentration zunehmend
im Pellet nachgewiesen werden. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopodin und Aktin ge-
gen die eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten high speed Assay. Die nichtlineare
Regression führte zu keinem Ergebnis.
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Abbildung 3.54: Aktin high speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 635-916. A: Sche-
matische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorge-
hoben wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der high speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodinfragments ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung
der Intensitäten der Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte My-
opodinkonzentration. Das Myopodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet
nachgewiesen. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopodin und Aktin gegen die eingesetzte
Myopodinkonzentration aus drei unabhängigen high speed Assays. Die nichtlineare Regression ergab einen
KD-Wert von 4,7 µM und ein molares Bindungsverhältnis von 0,74 zu 1 (Myopodin zu Aktin).
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Abbildung 3.55: Aktin high speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 664-916.A: Sche-
matische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorge-
hoben wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der high speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodinfragments ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung
der Intensitäten der Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte My-
opodinkonzentration. Das Myopodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet
nachgewiesen. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopodin und Aktin gegen die eingesetzte
Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten high speed Assay. Die nichtlineare Regression ergab
einen KD-Wert von 3,6 µM und ein molares Bindungsverhältnis von 0,58 zu 1 (Myopodin zu Aktin).



Ergebnisse 151

Abbildung 3.56: Aktin high speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 803-916. A: Sche-
matische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorge-
hoben wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der high speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodinfragments ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung
der Intensitäten der Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte
Myopodinkonzentration. Das Myopodinfragment konnte nicht mit steigender Konzentration zunehmend
im Pellet nachgewiesen werden. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopodin und Aktin ge-
gen die eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten high speed Assay. Die nichtlineare
Regression führte zu keinem Ergebnis.
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3.4.2 Myopodin ist ein Aktin-bündelndes Protein

3.4.2.1 Nachweis der Aktinquervernetzung mit Hilfe von Aktin low speed

Cosedimentationen

Basierend auf der Erkenntnis, dass Myopodin zwei voneinander unabhängige F-

Aktinbindungsstellen besitzt, wurde getestet, ob Myopodin auch fähig ist, filamentöses

Aktin miteinander zu verknüpfen. Hierzu wurden zunächst low speed Cosedimentations-

assays durchgeführt. In low speed Assays wird, ähnlich wie in den eben beschriebenen

high speed Cosedimentationsassays, das G-Aktin in einer Konzentration von 5 µM

polymerisiert und anschließend das entsprechende Myopodinfragment in steigenden Kon-

zentrationen von 0 bis 10 µM zugesetzt. In der folgenden Zentrifugation bei nur 10.000 g

wird ausschließlich gebündeltes bzw. vernetztes F-Aktin mitsamt den daran gebundenen

Proteinen pelletiert, während nicht polymerisiertes Aktin, einzelne Aktinfilamente

sowie daran gebundene Proteine im Überstand verbleiben. Die Analyse dieser Proben

wurde wiederum mittels SDS-Gelelektrophorese mit anschließender Coomassiefärbung

durchgeführt. Auch die Quantifizierung erfolgte am Odyssey R© Infrared Imaging System

der Firma Licor durch Bearbeitung mit Hilfe der Odyssey 3.0 Software.

Zur Überprüfung der Aussagekraft dieser Methode wurde ein Ansatz mit dem Aktin-

bündelnden Protein α-Aktinin (Ylänne et al., 2001) durchgeführt (Abb. 3.4.2.1). Die

Analyse der SDS-Gele des low-speed-Assays ergab, dass α-Aktinin zusammen mit Ak-

tinbündeln im Pellet zu finden war, wobei mit steigender Konzentration des α-Aktinins

auch die Menge an pelletiertem Aktin zunahm. Parallel nahm die Menge an Aktin

im Überstand deutlich ab. Das eingesetzte α-Aktinin verknüpfte also das vorhandene

F-Aktin zu Bündeln, welche bei der Zentrifugation pelletiert wurden. Die Auswertung

der Menge an gebündeltem Aktin ergab, dass das eingesetzte α-Aktinin etwa 70 %

der Gesamtmenge des Aktins zu bündeln vermochte (Bmax) und dass bereits 0,2 µM

α-Aktinin ausreichten, um die halbmaximale Bündelungsaktivität zu erreichen.

Das Myopodinfragment 405-916 zeigte, wie in Abbildung 3.58, A bis C zu sehen, bei

sehr niedriger Konzentration eine Anreicherung im Pellet, wobei parallel das Aktin im

Pellet zu- und im Überstand abnahm. Die nichtlineare Regression zeigte, dass durch das
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Abbildung 3.57: Aktin low speed Cosedimentation mit α-Aktinin. A. Schematische Darstellung
des α-Aktinin-Dimers. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der low speed Cosedimentation,
wobei die Laufhöhe des α-Aktinins (α-A) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Kon-
zentration des eingesetzten α-Aktinins ist der Beschriftung der Gele zu entnehmen. C: Auftragung der
Intensitäten der α-Aktinin- (grüne Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte α-
Aktininkonzentration. Das α-Aktinin wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet nach-
gewiesen, während das Aktin im Überstand ab- und im Pellet zunimmt D: Auftragung des Quotienten
aus gebundenen α-Aktinin und Aktin gegen die eingesetzte α-Aktininkonzentration aus dem unter A
gezeigten low speed Assay. Die nichtlineare Regression ergab, dass 71,37% des eingesetzten Aktins durch
α-Aktinin gebündelt werden.
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Myopodin etwa 80 % der Gesamtmenge des Aktins gebündelt wurde und dass bereits

0,17 µM Myopodin 405-916 ausreichten, um eine halbmaximale Bündelungsaktivität zu

erreichen.

Das Aktin-bindende Myopodinkonstrukt 405-663 hingegen, welches wieder über einen

Immunoblot sichtbar gemacht wurde, konnte nicht in steigenden Mengen im Pellet

detektiert werden. Auch eine Zunahme des Aktins im Pellet ließ sich nicht nachweisen.

Die Auftragung des prozentualen Anteils an gebündeltem Aktin zeigte, dass diese auch

bei steigenden Myopodinkonzentrationen konstant blieb (3.59).

Die C-terminal gelegenen Aktin-bindenden Myopodinfragmente 635-916 und 664-916

zeigten eine Anreicherung im Pellet. Auch das Aktin wurde mit steigender Konzentration

des Myopodins im Pellet, bei gleichzeitiger Abnahme im Überstand, angereichert, was

schlussfolgern lässt, dass dieser Bereich des Myopodins Aktin zu Bündeln oder zu einem

Netzwerk verknüpfen kann. Bereits ab einer Konzentration von 1 µM lässt sich eine

deutliche Zunahme von Aktin im Pellet beobachten. Die nichtlineare Regression zeigte,

dass durch beide Myopodinfragmente etwa 70 % bis 75 % der Gesamtmenge des Aktins

gebündelt wurde und dass bereits 0,05 µM Myopodin 635-916, bzw. 0,04 µM Myopodin

664-916 ausreichten, um die halbmaximale Bündelungsaktivität zu erreichen (Abb. 3.60

und 3.61).
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Abbildung 3.58: Aktin low speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 405-916. A: Schema-
tische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorgehoben
wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der low speed Cosedimentation, wobei die Laufhöhe
des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzentration des
eingesetzten Myopodins ist der Beschriftung zu entnehmen. C: Auftragung der Intensitäten der Myopodin-
(rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration. Das My-
opodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet nachgewiesen, während das
Aktin im Überstand ab- und im Pellet zunimmt. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopo-
din und Aktin gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten low speed Assay.
Die nichtlineare Regression ergab, dass 80,35% des eingesetzten Aktins durch Myopodinfragment 405-916
gebündelt werden.
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Abbildung 3.59: Aktin low speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 405-663. A: Schema-
tische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorgehoben
wurde. B: Western Blots der Überstand- und Pelletproben der low speed Cosedimentation, wobei die
Laufhöhe des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzen-
tration des eingesetzten Myopodins ist der Beschriftung zu entnehmen. C: Auftragung der Intensitäten der
Myopodin- (rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration.
Das Myopodinfragment konnte nicht mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet nachgewiesen
werden, auch die Aktinkonzentration blieb im Überstand konstant. D: Auftragung des Quotienten aus ge-
bundenen Myopodin und Aktin gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten
low speed Assay zeigt, dass dieses Myopodinfragment keine Aktinbündelungsaktivität aufweist.
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Abbildung 3.60: Aktin low speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 635-916. A: Schema-
tische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorgehoben
wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der low speed Cosedimentation, wobei die Laufhöhe
des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzentration des
eingesetzten Myopodins ist der Beschriftung zu entnehmen. C: Auftragung der Intensitäten der Myopodin-
(rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration. Das My-
opodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet nachgewiesen, während das
Aktin im Überstand ab- und im Pellet zunimmt. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopo-
din und Aktin gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten low speed Assay.
Die nichtlineare Regression ergab, dass 71,19% des eingesetzten Aktins durch Myopodinfragment 635-916
gebündelt werden.
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Abbildung 3.61: Aktin low speed Cosedimentation mit Myopodinfragment 664-916. A: Schema-
tische Darstellung des Myopodinmoleküls, wobei die getestete Region des Myopodins rot hervorgehoben
wurde. B: SDS-Gele der Überstand- und Pelletproben der low speed Cosedimentation, wobei die Laufhöhe
des Myopodinfragments (M) bzw. des Aktins (A) mit Pfeilen gekennzeichnet ist. Die Konzentration des
eingesetzten Myopodins ist der Beschriftung zu entnehmen. C: Auftragung der Intensitäten der Myopodin-
(rote Balken) und Aktinbanden (graue Balken) gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration. Das My-
opodinfragment wurde mit steigender Konzentration zunehmend im Pellet nachgewiesen, während das
Aktin im Überstand ab- und im Pellet zunimmt. D: Auftragung des Quotienten aus gebundenen Myopo-
din und Aktin gegen die eingesetzte Myopodinkonzentration aus dem unter A gezeigten low speed Assay.
Die nichtlineare Regression ergab, dass 75,69% des eingesetzten Aktins durch Myopodinfragment 664-916
gebündelt werden.
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3.4.2.2 Nachweis der Aktinbündelung mittels Transmissionselektronenmi-

kroskopie

Wie bereits in Abschnitt 1.1.1.2 beschrieben, kann F-Aktin auch in Form von Bündeln

oder Netzwerken vorliegen. Um die Art der Verknüpfung der Filamente durch Myopodin

bestimmen zu können, wurden elektronenmikroskopische Analysen durchgeführt. Hierzu

wurde Aktin polymerisiert und anschließend das zu untersuchende Myopodinfragment

hinzugegeben. Dieser Ansatz wurde auf Nickel-grids immobilisiert, mit Uranylacetat ne-

gativ kontrastiert und unter einem Transmissionselektronenmikroskop (TEM) analysiert.

Als Positivkontrolle diente auch hier ein Ansatz mit α-Aktinin. Dieser Ansatz sollte

sowohl die Funktionalität dieser Methode bestätigen, als auch die Qualität des ein-

gesetzten Aktins überprüfen. Wie in Abbildung 3.62 gezeigt, wurde das F-Aktin, wie

zu erwarten, durch α-Aktinin zu dicken Bündeln von etwa 160 nm verknüpft (Abb.

3.62, C VI). Ebenso bewirkte das Myopodinfragment 405-916, welches in den low speed

Cosedimentationsassays eine starke Neigung zur Verknüpfung des Aktinfilamente zeigte,

eine starke Aktinbündelung (Abb. 3.62, C I). Die Bündel besaßen einen Durchmesser

von etwa 52 nm. Auch die Myopodinfragmente 635-916 und 664-916 konnten F-Aktin

zu dicken Bündeln von durchschnittlich ca. 130 nm Dicke verknüpfen (Abb. 3.62, C III

und IV). Die anderen getesteten Fragmente (Myop 405-663 und Myop 809-916) zeigten

dagegen keine Aktinbündelungsaktivität (Abb. 3.62, C II und V). Auffallend war, dass

die Aktinbündel, geformt durch das Myopodinfragment 664-916, eine schleifenartige

Struktur aufwiesen (Abb. 3.62, C IV).

Eine Zusammenfassung aller Aktinbindungs- und -bündelungsversuche liefert Abbildung

3.63. Wie hier zu sehen ist, binden alle Myopodinisoformen F-Aktin, vermittelt durch

zwei voneinander unabhängige Aktinbindungsregionen. Die N-terminal gelegene Aktin-

bindungsdomäne bindet F-Aktin schwächer als die C-terminale Region, die zudem auch

in der Lage ist F-Aktin zu Bündeln zu verknüpfen.
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Abbildung 3.62: TEM-Aufnahmen zur Analyse der Aktinbündelungsaktivität von Myopodin.
A: Schematische Darstellung der verwendeten Myopodinfragmente und α-Aktinin. Die römischen Zahlen
entsprechen denen in C. B: TEM-Aufnahme des verwendeten F-Aktins zeigt Aktinfilamente (weiße Pfeile),
aber keine Bündel. Maßstabsbalken 500 nm. C: TEM-Aufnahmen des Aktins nach Inkubation mit den
entsprechenden Myopodinfragmenten oder α-Aktinin als Positivkontrolle. Myopodinfragment 405-916 (I),
635-916 (III) und 664-916 (IV) zeigen ebenso wie α-Aktinin (VI) starke Bündelungsaktivität (rote Pfeile),
Myopodinfragment 405-663 (II) und 809-916 (V) hingegen nicht. Maßstabsbalken I, III, VI: 200 nm, II
und V: 500 nm
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Abbildung 3.63: Zusammenfassung der Aktinbindungs- und -bündelungseigenschaften von
Myopodin. Rechts sind die eingesetzten Myopodinfragmente dargestellt, links die Ergebnisse der Ak-
tin high speed Cosedimentationsassays, Aktin low speed Cosedimentationsassays sowie der TEM-Analyse.
Myopodin besitzt zwei F-Aktinbindungsstellen, hervorgehoben durch gelbe Balken, wobei die erste eine
geringere Affinität als die zweite zu haben scheint.

3.4.3 Myopodin bildet in vitro Dimere

Die Erkenntnis, dass das Myopodinfragment 664-916 in der Lage ist Aktin zu bündeln,

führte zu der Frage wie dies möglich ist, obwohl Aktin high speed Cosedimentationsassays

darauf hindeuteten, dass in diesem Fragment nur eine Aktinbindungsstelle vorhanden

ist (siehe Abschnitt 3.4.1. Andere Aktin-bündelnde Proteine, wie z. B. α-Aktinin,

welches ebenfalls nur eine Aktinbindungsdomäne besitzt, erlangen diese Fähigkeit

durch Dimerisierung. Deshalb wurde getestet, ob dieses Fragment dimerisieren bzw.

oligomerisieren kann. Zunächst wurde dies in einem gezielten Hefe-Zwei-Hybrid Ansatz

getestet. Hierzu wurden die Myopodinfragmente 664-916 sowie 664-809 in den Vektor

pActPd und in den Vektor pLexPd kloniert, diese in Hefen cotransformiert und auf

Interaktion
”
mit sich selbst“ getestet (Abb. 3.64, A). Die Myopodinkonstrukte zeigten

weder im pActPd noch im pLexPd eine Autoaktivierung der Reportergene (Abb. 3.64,

B), auch in den cotransformierten Hefen mit 664-809 pLexPd und 664-809 pActPd

konnte keine Aktivierung der Reportergene beobachtet werden (Abb. 3.64, C). Die Hefen

cotransformiert mit den Konstrukten 664-916 pLexPd und 664-916 pActPd hingegen
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zeigten die Aktivierung des LacZ-Reportergens sowie der β-Galaktosidase (Abb. 3.64,

B). Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass Myopodinfragment 664-916 mit sich selbst

interagieren, also dimerisieren oder oligomerisieren kann.

Zur Bestätigung dieser Ergebnisse wurden Crosslink -Versuche mit verschiedenen chemi-

schen Quervernetzern durchgeführt. Zum einen wurde die chemische Quervernetzung mit

EGS (Ethylenglykolbis(succinimidylsuccinat)), einem homobifunktionellen NHS-Ester,

der eine Länge von etwa 1,6 nm besitzt, durchgeführt. Das Myopodinfragment 664-916

konnte durch diesen Quervernetzer zu Dimeren verbunden werden (Abb. 3.64, D).

Allerdings konnten auch Tetramere, bzw. Oligomere nachgewiesen werden. Zum anderen

zeigte der chemische Crosslink mit dem
”
zero length“ Quervernetzer EDC (1-Ethyl-3-[3-

dimethylaminopropyl]carbodiimid-hydrochlorid) ebenfalls die Entstehung von Dimeren,

wenn auch schwächer als mit EGS. Dies könnte durch die Länge der eingesetzten

Quervernetzer zu erklären sein. Die Kontrollansätze ohne Zugabe von Quervernetzern

zeigten keinerlei Dimerisierung oder Oligomerisierung.
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Abbildung 3.64: Myopodin bildet in vitro Dimere. A: Schematische Darstellung der in gezielten
Hefe-Zwei-Hybrid- und Crosslink-Experimenten eingesetzte Myopodinfragmente. B: Untersuchung auf
Autoaktivierung der im gezielten Hefe-Zwei-Hybrid System eingesetzten Myopodinkonstrukte. Weder
Myop 664-916 noch Myop 664-809 zeigen Aktivierung der Reportergene. C: zeigt die Aktivierung der
Reportergene bei Cotransformation von Myop 664-916 pLexPd und 664-916 pActPd, aber nicht bei
Myop 664-809 pLexPd und 664-809 pActPd. D: Immunoblots der Crosslink-Versuche mit Myop 664-916
mit EDC (rechts) und EGS (links). (+) zeigt die Zugabe des Crosslinkers an, (-) die Negativkontrolle
ohne Crosslinker. Die Pfeilköpfe deuten auf Myopodin-Monomere (M), -Dimere (D) und -Tetramere (T).
Mit beiden Crosslinkern konnte eine Dimerisierung gezeigt werden.



Kapitel 4

Diskussion

4.1 Die Podin-Proteinfamilie und ihre Isoformen

Ziel dieser Arbeit war die detaillierte zellbiologische und biochemische Charakterisierung

der Podin-Proteinfamilie, die aus Synaptopodin, Myopodin und Tritopodin besteht. Alle

drei Familienmitglieder unterliegen alternativen Spleißvorgängen, welche in verschiede-

ne Isoformen der Proteine resultieren. Die Expression verschiedener Isoformen gibt die

Möglichkeit die Eigenschaften eines Proteins zu beeinflussen, indem beispielsweise Bin-

dungsstellen bestimmter Interaktionspartner durch alternatives Spleißen gezielt entfernt

werden. Daher wurde im Rahmen dieser Arbeit untersucht, welche Isoformen der Podine

wo existieren, wann diese exprimiert werden und ob diese unterschiedliche Bindungsei-

genschaften aufweisen.

4.1.1 Myopodinisoformen

Für humanes Myopodin wurden bisher drei Isoformen beschrieben, welche durch al-

ternative Spleißvorgänge im 3´- Bereich entstehen (de Ganck et al., 2008). Diese drei

Isoformen besitzen eine N-terminale PDZ-Domäne. Allerdings stimmen die berechneten

molekularen Massen dieser Myopodinisoformen mit 120 bis 137 kDa nicht mit in Western

Blots detektiertem Myopodin überein. In Western Blots von Skelettmuskelzellen weist

Myopodin stets eine apparente Masse von etwa 90 kDa auf (Weins et al., 2001; Schroeter
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et al., 2008b; Linnemann, 2005; Vakeel, 2006; Albinus, 2008). Auch Northern Blot-

Analysen humaner Prostata deuten auf die Existenz kürzerer mRNA-Transkripte hin

(Lin et al., 2001). EST-Datenbankanalysen gaben zudem Hinweise auf einen alternativen

Transkriptionsstart im Exon 3 des SYNPO2 -Gens, der die Generierung weiterer Isofor-

men ermöglicht, denen der N-terminale Sequenzabschnitt von 395 Aminosäuren inklusive

der dortigen PDZ-Domäne fehlt. PDZ-Domänen sind als Interaktionsplattformen für

Protein-Protein-Wechselwirkungen (Fanning und Anderson, 1996; Nourry et al., 2003)

bekannt und binden überwiegend an den C-Termini ihrer Interaktionspartner (Saras und

Heldin, 1996). Ein alternativer Transkriptionsstart würde also die Möglichkeit bieten, die

Bindungseigenschaften des Myopodins bereits auf mRNA-Ebene zu regulieren. Durch

diesen zusätzlichen Transkriptionsstart ergeben sich in Kombination mit den bekannten

alternativen Spleißvorgängen des 3´- Endes drei weitere putative Myopodinisoformen.

Die Expression dieser insgesamt sechs vorhergesagten Myopodinisoformen, dargestellt in

Abbildung 3.1, wurde im Rahmen dieser Arbeit untersucht. Eine zusätzliche Zusammen-

fassung des heutigen Kenntnisstandes der Expression verschiedener Myopodinisoformen

in unterschiedlichen Geweben bietet Tabelle 4.1.

Zunächst konnte in der vorliegenden Arbeit durch eine 5´- RACE und durch diverse

RT-PCR-Experimente die Existenz des alternativen Transkriptionsstarts im Exon 3

auf mRNA-Ebene in humanen Skelettmuskelzellen bestätigt werden (siehe Abschnitt

3.1.1.2). Da weitere RT-PCR-Experimente zeigten, dass in humanen Skelettmuskelzellen

vor allem das ungespleißte Exon 4 exprimiert wird (Abb. 3.2, D, E), ist die Expression der

Myopodinvariante e auf mRNA-Ebene sehr wahrscheinlich. Diese Annahme konnte durch

Untersuchungen der Expression des Myopodins aus Mensch-, Maus- und Rattengeweben

auf Proteinebene bestätigt werden. Zahlreiche Immunfärbungen von Western Blots mit

Antikörpern gegen zwei verschiedene, in allen bekannten Isoformen vorhandene Epitope

des Myopodins, zeigten die Expression einer kurzen Isoform mit einer apparenten Masse

von etwa 90 kDa (u. a. Abb. 3.5, A, B). Die Analysen mittels isoformspezifischer

Antikörper zeigten weiterhin, dass diese Isoform weder die N-terminale PDZ-Domäne

noch den vom Exon 6 kodierten Bereich umfasst. Somit konnte hier bewiesen werden,

dass im Skelettmuskel hauptsächlich die Myopodinisoform e exprimiert wird (u. a. Abb.
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3.5, D, E), der die N-terminale PDZ-Domäne fehlt. In adultem Skelettmuskelgewebe

konnte aber zusätzlich die wenn auch eher schwache Expression einer langen Myopodin-

variante mit PDZ-Domäne nachgewiesen werden u. a. Abb. 3.5, A, C). Der alternative

Transkriptionsstart bietet somit die Möglichkeit der Expression zweier Isoformen,

die sich vermutlich auch in ihren Bindungseigenschaften unterscheiden. Zwar konnte

bislang kein Interaktionspartner für diese PDZ-Domäne nachgewiesen werden, es gibt

allerdings erste Hinweise, dass die PDZ-Domäne des Myopodins mit Synemin, einem

Intermediärfilamentprotein, interagieren kann (Vakeel, 2006). Western Blot-Overlays

und gezielte Hefeexperimente zeigten, dass die PDZ-Domäne des Myopodins, aber nicht

die des Tritopodins, mit dem C-Terminus des Synemins wechselwirken kann (Vakeel,

2006). Im Rahmen dieser Arbeit wurde auch versucht, diese Interaktion mit Coim-

munpräzipitationen und Pulldown-Assays zu bestätigen, jedoch war dies bislang nicht

erfolgreich (Daten nicht gezeigt). Es ist möglich, dass die hier verwendeten pET-Vektoren

zur rekombinanten Expression der Proteine für diese Anwendung nicht geeignet sind, da

sie auch C-terminal einige Aminosäuren (His-Tag und Immunotags wie z. B. EEF-Tag)

tragen, die die Interaktion stören könnten. Die Wechselwirkung von Myopodin und

Synemin würde entsprechend der späten Expression der langen Myopodinisoform vor

allem in den fortgeschrittenen und adulten Entwicklungsstadien der Myofibrillogenese

stattfinden, in denen die Muskelzellen terminal und lateral mit den benachbarten Zellen

u. a. über Intermediärfilamente verbunden sind.

In glattmuskelreichen Geweben wie Prostata, Darm, Uterus und Blase konnte die lange

Myopodinisoform a nachgewiesen werden, wobei auch hier zusätzlich die Expression kur-

zer Isoformen zu beobachten war (Abb. 3.6). Diese kurze Isoform wurde in den Geweben

Uterus, Darm und Blase als Myopodinisoform e identifiziert. Die kurze Variante der

Prostata zeigte aber verglichen mit der Isoform e des Skelettmuskels interessanterweise

ein etwas anderes Laufverhalten in der SDS-Gelelektrophorese mit einer etwas größeren

apparenten Masse (Abb. 3.5, A, B). Zusammen mit RT-PCR-Versuchen, die in der

Prostata die Expression eines Transkriptes, das Exon 5 einschließt, zeigten (Linnemann,

2005), würde dies für die Expression der Myopodinisoform f im Prostatagewebe sprechen.

Eine endgültige Bestätigung der Expression dieser Isoform auf Proteinebene war aufgrund



Diskussion 167

des Fehlens eines spezifischen Antikörpers gegen den vom Exon 5 kodierten Bereich

bislang allerdings nicht möglich.

Im Herzen konnte die Expression einer langen Isoform beobachtet werden, die in Western

Blots eine etwas geringere apparente Masse besitzt, als die der glattmuskelreichen

Gewebe. Allerdings besteht die Möglichkeit, dass die Western Blots eine Doppelbande

zeigen, die aufgrund der zu geringen Laufstrecke nicht aufgetrennt wurde (Abb. 3.5). Auf

mRNA-Ebene konnten die Exons 1 bis 3, das ungespleißte Exon 4 sowie in sehr geringen

Mengen auch das Exon 6 nachgewiesen werden. Auf Proteinebene konnte ebenfalls die

N-terminale PDZ Domäne und der von Exon 6 kodierte Bereich detektiert werden. Dies

lässt vermuten, dass im Herzen vor allem die Myopodinisoform b exprimiert wird, aber

auch Myopodinisoform a. Der beobachtete geringe Massenunterschied kann aber auch

aus posttranslationalen Modifikationen, wie z. B. Phosphorylierungen, die bereits von

Faul et al. (2008) für Myopodin durch die Kinasen PKA und CAMKII nachgewiesen

wurden, resultieren.

Die Detektion von Banden mit apparenten molekularen Massen von 60 bzw. 75 kDa in

den neuronalen Geweben von Großhirn und Kleinhirn der Maus und Ratte, sowie in den

Organen von Darm und Uterus der Ratte kann anhand des heutigen Kenntnisstandes

nicht erklärt werden. Es besteht die Möglichkeit, dass diese Banden durch bislang

unbekannte Spleißvarianten des Myopodins entstehen oder dass es sich um proteolytische

Abbaufragmente handelt. Allerdings ist auch die Kreuzreaktivität der Myopodinan-

tikörper HH9 und M2 mit einem Protein dieser Größen nicht vollständig auszuschließen.

Die Detektion einer Bande von 45 kDa in der Zunge der Ratte durch die Antikörper

HH9, M2 und α-PDZ lässt vermuten, dass dies eine bislang unbekannte Isoform darstellt.

Allerdings besitzt der Bereich des Proteins, der alle drei Epitope abdeckt, bereits eine

molekulare Masse von etwa 75 kDa.

Die scheinbare molekulare Masse der kleinen Skelettmuskelisoform wurde hier anhand

des Laufverhaltens in der SDS-Gelelektrophorese mit knapp 90 kDa bestimmt, was in

etwa zu der berechneten molekularen Masse der Isoform e von 75 kDa passt. Wurde diese

Isoform allerdings ektopisch in HEK293- oder A7r5-Zellen exprimiert, zeigt sie in der SDS-
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Gelelektrophorese eine scheinbare molekulare Masse von etwa 120 kDa. Diese Diskrepanz

wurde ebenso von de Ganck et al. (2008) beobachtet. Die Verringerung der molekularen

Masse in Muskelzellen könnte z. B. auf gezielte proteolytische Spaltung des Myopodins

in Skelettmuskelzellen zurückzuführen sein. In der Tat fanden sich Hinweise, die diese

Hypothese befürworten: Im Western Blot von Skelettmuskelgewebeextrakten der Ratte

zeigte sich neben der Hauptbande von 90 kDa eine weitere Bande, deren apparente Größe

etwa mit 120 kDa der molekularen Masse der ungespaltenen Isoform e entspricht. Die

ektopische Expression der Myopodinvariante a in HEK293-Zellen zeigte hingegen in der

SDS-Gelelektrophorese die gleiche Laufhöhe, wie die lange Isoform der humanen Prostata

(Krüger, 2007), ein weiteres Indiz dafür, dass die proteolytische Prozessierung spezifisch

die kurzen Isoformen betrifft.

Die gezielte proteolytische Spaltung stellt eine Möglichkeit zur Regulation der Funkti-

on eines Proteins dar. So wird z. B. das zytosolische Protein β-Catenin durch Calpain

gespalten, wodurch trunkierte, stabile Fragmente entstehen, die daraufhin im Kern ak-

kumulieren und dort die Transkription bestimmter Gene induzieren (Abe und Takeichi,

2007). Im Skelettmuskelgewebe wird die Isoform Calpain 3 exprimiert (Sorimachi et al.,

1989; Beckmann und Spencer, 2008), die, verankert durch Titin, zunächst in einer inak-

tiven Form vorliegt. Eine Vielzahl von sarkomerischen Proteinen kann durch Calpain3

zumindest in vitro gespalten werden, so z. B.: Nebulin (Fanin et al., 2003), MLC1 (Cohen

et al., 2006), Filamin C (Guyon et al., 2003; Taveau et al., 2003) und Titin (Kramerova

et al., 2004; Taveau et al., 2003). Mit gezielten Experimenten sollte die Annahme der

gezielten proteolytischen Prozessierung des Myopodins überprüft werden.

4.1.2 Tritopodinisoformen

Für murines Tritopodin werden in der Literatur zwei Isoformen beschrieben: Tritopodin a

(mCHAP a) und b (mCHAP b), welche aufgrund eines alternativen Transkriptionsstarts

entstehen und entwicklungsabhängige Expression in der quergestreiften Muskulatur der

Maus zeigen (Beqqali et al., 2010). EST-Datenbankanalysen geben Hinweise darauf, dass

auch humanes Tritopodin diese beiden Isoformen bildet. Die beiden Tritopodinisoformen

a und b unterscheiden sich, ähnlich wie die kurzen und langen Myopodinisoformen in der
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Präsenz der N-terminalen PDZ-Domäne. Zudem gibt es aber Hinweise, dass durch einen

alternativen, intraexonischen Spleißvorgang im Exon 5 eine weitere Isoform, Tritopodin c,

entsteht (Abb. 3.8). Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Expression humaner und muri-

ner Tritopodinvarianten auf mRNA- und Proteinebene in verschiedenen Muskelzellen und

Geweben untersucht. Eine Zusammenfassung des heutigen Kenntnisstandes der Expres-

sion verschiedener Tritopodinisoformen in unterschiedlichen Geweben bietet Tabelle 4.1.

PCRs auf muriner cDNA zeigten, dass Tritopodin auf mRNA-Ebene im Skelettmuskel, in

der Zunge, im Herz und Großhirn exprimiert wird. Im Skelettmuskel, der Zunge, aber auch

im Großhirn konnten die Tritopodinisoformen a und b nachgewiesen werden, im Herzen

hingegen ausschließlich die Isoform a (Abb. 3.9). In differenzierenden Hskm-Zellen konnten

auf mRNA-Ebene ebenfalls die Isoformen a und b nachgewiesen werden, der für humanes

Tritopodin vorhergesagte intraexonische Spleißvorgang im Exon 5 ließ sich, zumindest

für Hskm-Zellen, nicht bestätigen. Aus murinem Skelettmuskelgewebe und differenzieren-

den C2C12-Skelettmuskelzellen konnte unerwarteterweise zudem ein RT-PCR-Produkt

bestehend aus den Exons 3 und 4 amplifiziert werden. Sequenzanalysen zeigten, dass un-

ter Annahme des Translationsstarts der Isoform a dieser Spleißvorgang in einer weiteren

Isoform resultiert, wobei durch die Translation des vierten Exons eine Verschiebung des

Leserasters im Exon 5 hervorgerufen wird. Diese bislang noch nicht beschriebene Isoform

besitzt eine molekulare Masse von 32 kDa und wurde hier mTritopodin d genannt.

Für die Expressionsanalyse der Tritopodinisoformen auf Proteinebene stand lediglich

ein isoformspezifischer Antikörper, generiert gegen die N-terminale PDZ-Domäne, zur

Verfügung (Abb. 3.10). Aus diesem Grund kann dieser Antikörper nur die Tritopodini-

soformen a, c und d erkennen. Die Western Blots zeigten, dass die Tritopodinexpression

ausschließlich in den quergestreiften Muskeln des Herzens und des Skelettmuskels erfolgt.

In humanem Herz wurde eine einzelne Bande von 140 kDa, im Skelettmuskel von 125 kDa

nachgewiesen. In der Maus zeigte sich hingegen in beiden Geweben je eine einzelne Bande

von etwa 130 kDa. Vermutlich entspricht diese der Tritopodinisoform a, denn auf mRNA-

Ebene konnte der intraexonische Spleißvorgang 2 der Isoform c nicht nachgewiesen werden

und Isoform d ist mit 32 kDa wesentlich kleiner. Die beobachteten Größenunterschiede

zwischen den humanen Herz- und Skelettmuskelproben könnten durch posttranslationale
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Modifikationen entstehen. In differenzierenden Hskm-Zellen konnte in den fortgeschritte-

nen Entwicklungsstadien mittels Western Blots die gleiche 125 kDa Isoform wie in adultem

Gewebe nachgewiesen werden. Zusätzlich war eine Bande von etwa 40 kDa ab Tag 1 nach

Beginn der Differenzierung nachzuweisen. Ob diese Bande auf einer Kreuzreaktivität des

ML1-Antikörpers oder auf eine spezifische Erkennung einer kleineren Tritopodinisoform

zurückzuführen ist, ließ sich bisher nicht klären. Diese Bande könnte zwar die Isoform

d darstellen, welche im murinen Skelettmuskel identifiziert wurde, jedoch fehlt hier der

Nachweis des besagten Spleißvorganges auf mRNA-Ebene. Ebenso könnte es sich aber

auch um ein proteolytisches Abbaufragment des Tritopodins handeln.

Somit konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass neben den bereits beschriebenen Tri-

topodinisoformen a und b, zwei weitere potentielle Isoformen existieren, deren endgültige

Bestätigung allerdings noch fehlt. Die Isoformen a und b unterscheiden sich unter an-

derem durch das Vorhandensein der N-terminalen PDZ-Domäne. Die Charakterisierung

spezifischer Bindungspartner der PDZ-Domäne könnte daher Aufschluss über die unter-

schiedlichen Funktionen dieser beiden Isoformen geben.

Tabelle 4.1: Zusammenfassung der Expressionsdaten der Myopodin- und Tritopodinisoformen

Expression in

Skelettmuskel Herz Prostata andere glattmuskel- Gehirn

reiche Gewebe

Myopodin Isoform e Isoform a Isoform a Isoform a -

Isoform a Isoform b Isoform f Isoform e -

Tritopodin Isoform a Isoform a - - Isoform a

Isoform b - -

Isoform d* - -

fett: Hauptvariante, kursiv: Nachweis lediglich auf mRNA-Ebene, *in murinen Geweben und Zellen
nachgewiesen, - keine spezifische Expression nachgewiesen
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4.2 Die Podin-Proteinfamilie und ihre Lokalisation

in unterschiedlichen Muskelgeweben

Myopodin und Tritopodin werden in der Literatur als Proteine der Z-Scheibe der quer-

gestreiften Muskulatur beschrieben (Weins et al., 2001; Beqqali et al., 2010). Während

Tritopodin laut den Vorhersagen von Datenbanken wie z. B. Affymetrix All-Exon-Chip-

Analysen ausschließlich in quergerstreiften Muskelzellen exprimiert zu werden scheint,

konnte Myopodin zudem auch in glattmuskelreichen Organen wie Blase und Prostata de-

tektiert werden, wobei es dort vor allem in den Drüsen- und Epithelzellen nachgewiesen

wurde (Sanchez-Carbayo et al., 2003; Lin et al., 2001; Jing et al., 2004). Diese Beob-

achtung steht allerdings im Widerspruch zu eigenen Immunfluoreszenzfärbungen, die die

Expression des Myopodins ausschließlich in den Glattmuskelzellen dieser Gewebe zeigten

(Linnemann, 2005; Krüger, 2007). Diese Diskrepanz galt es im Rahmen dieser Arbeit ge-

nauer zu untersuchen und zudem zu klären in welchen Gewebe- und Zelltypen Myopodin,

aber auch Synaptopodin und Tritopodin exprimiert werden.

4.2.1 Die Podin-Proteine in adulten Muskelgeweben

Immunfluoreszenzuntersuchungen zur Lokalisation der Podin-Proteinfamilie in humanem

Skelettmuskelgewebe zeigten, dass alle drei Podin-Proteine, also auch Synaptopodin in den

Z-Scheiben der Muskelfasern lokalisiert sind, wo sie mit α-Aktinin und Filamin colokali-

sieren (Abb. 3.28 - 3.32, Daten zusammengefasst in Tab. 3.1). Weiterhin konnte aber auch

gezeigt werden, dass Myopodin und Synaptopodin in den Glattmuskelzellen der den Mus-

kel durchziehenden Blutgefäße exprimiert werden. Tritopodin hingegen konnte dort nicht

detektiert werden, was die Vorhersagen, dass Tritopodin ausschließlich in quergestreiften

Muskeln exprimiert wird, bestätigt. In isolierten adulten murinen Kardiomyozyten konn-

te ebenfalls die Lokalisation von Myopodin und Tritopodin in den Z-Scheiben bestätigt

werden (Abb. 3.33).

Aufgrund der bereits beschriebenen widersprüchlichen Beobachtungen der Expression

von Myopodin in Prostatagewebe, wurde im Rahmen dieser Arbeit die Lokalisation

des Myopodins mit drei spezifischen Antikörpern (HH9, M2 und α-Ex6), alle gegen
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unterschiedliche Epitope des Myopodins generiert (Abb. 3.4), untersucht. Alle Immun-

fluoreszenzfärbungen zeigten, unabhängig vom verwendeten Antikörper, dass Myopo-

din ausschließlich in den Glattmuskelzellen der Prostata exprimiert wird (Abb. 3.34 -

3.35). Weder mit dem monoklonalen Antikörper HH9 noch mit dem polyklonalen An-

tikörper M2 oder dem isoformspezifischen Antikörper α-Ex6 war Myopodin in den Epithel-

oder Drüsenzellen der Prostata nachweisbar. Um auch die Expression des Myopodins

auf mRNA-Ebene zu untersuchen, wurden zusätzlich in situ-Hybridisierungen durch-

geführt. Interessanterweise konnte das Myopodintranskript tatsächlich in den Epithel-

und Drüsenzellen, aber auch in den Glattmuskelzellen der Prostata, nachgewiesen werden

(Abb. B.4). Somit konnte gezeigt werden, dass die Myopodin mRNA in den Epithel- und

Drüsenzellen zwar transkribiert, diese jedoch nicht translatiert wird. Eine Möglichkeit,

die Expression auf post-transkriptionaler Ebene zu kontrollieren sind miRNAs, kurze,

hoch konservierte, nicht kodierende RNAs (He und Hannon, 2004). Diese regulieren die

Expression durch Bindung an die 3´-untranslatierte Region der mRNA, welche dadurch

entweder an der Translation gehemmt, oder durch Zerschneiden abgebaut werden (Wien-

holds und Plasterk, 2005). Eine Analyse mit Hilfe der Datenbank miRDB (Wang, 2008;

Wang und Naqa, 2008) zur Ermittlung von Zielsequenzen von miRNAs ergab, dass 116

verschiedene miRNAs potentiell an SYNPO2 binden können. Im Gegensatz dazu ließen

sich nur 10 miRNAs für SYNPO und 7 miRNAs für SYNPO2L ermitteln. Die Regulation

durch miRNAs ließe sich mit einem gezielten
”
knock down“ des entsprechenden Dicers

nachweisen.

Auch im Uterusgewebe der Maus konnte Myopodin auf Proteinebene ausschließlich in den

dortigen Glattmuskelzellen nachgewiesen werden, wobei die Betrachtung von höheren Ver-

größerungen zudem zeigte, dass Myopodin nicht im Zellkern lokalisiert ist (Abb. 3.36).

4.2.2 Die Podin-Proteinfamilie während der Muskeldifferenzie-

rung

Skelettmuskelzellen sind, wie bereits unter Abschnitt 1.2.1.3 beschrieben, durch Fusion von

Muskelvorläuferzellen entstandene multinukleäre Zellen (Wakelam, 1985). Während der
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Myogenese entziehen sich diese Myoblasten dem Zellzyklus und initiieren die Expression

muskelspezifischer Gene (Lassar et al., 1994). Da alle drei Podin-Proteine in der adul-

ten sarkomerischen Z-Scheibe der Skelettmuskelzellen lokalisiert sind, wurde im Rahmen

dieser Arbeit untersucht, wann die Expression dieser Proteine im Verlauf der Muskeldif-

ferenzierung auftritt und wo sie lokalisiert sind. Synaptopodin konnte als einziges Podin

bisher nicht in differenzierenden Skelettmuskelzellen detektiert werden (Albinus, 2008).

4.2.2.1 Myopodin während der Muskeldifferenzierung

Weins et al. (2001) beschrieben Myopodin als ein Protein, dass entwicklungsabhängig ei-

ne duale Lokalisation sowohl in der Z-Scheibe als auch im Nukleus aufweist. Demnach

war Myopodin in undifferenzierten C2C12-Myoblasten zunächst im Zellkern, in differen-

zierten Muskelzellen hingegen vorwiegend in der Z-Scheibe lokalisiert. Weiterhin wurde

eine stressabhängige Relokalisation des Myopodins in den Zellkern postuliert. Im Rahmen

dieser Arbeit wurde die Expression von Myopodin in humanen Skelettmuskelzellen und

in murinen C2C12-Zellen untersucht.

Für Myopodin konnte dabei sowohl auf mRNA- als auch auf Proteinebene gezeigt wer-

den, dass in Hskm-Zellen bereits in sehr frühen Differenzierungsstadien die Isoform e

exprimiert wird (siehe Abschnitt 3.2.1). Darüber hinaus gelang hier der Nachweis, dass

Myopodin sogar vor dem sarkomerspezifischen α-Aktinin exprimiert wird (Abb. 3.15),

welches als eines der frühesten skelettmuskelspezifischen Proteine während der Muskeldif-

ferenzierung gilt (Ehler et al., 1999; Sanger et al., 2005). Untersuchungen in Drosophila

melanogaster zeigten, dass die Defizienz von α-Aktinin zwar Auswirkungen auf die Or-

ganisation der Z-Scheiben und Anheftungsstrukturen der extrazellulären Matrix hat, es

jedoch für die initiale Sarkomerogenese nicht zwingend notwendig zu sein scheint (Fyrberg

et al., 1998). Diese Funktion scheinen andere Proteine zu übernehmen, wobei Myopodin

ein interessanter Kandidat für die Organisation und Verankerung der Aktinfilamente der

frühen Entwicklung des myofibrillären Apparates ist. Da Myopodin in den differenzieren-

den Zellen bereits vor α-Aktinin exprimiert wird, könnte es eine wichtige Rolle in der

strukturellen Anordnung verschiedenster muskelspezifischer Proteine in den Z-bodies und

später in den Z-Scheiben spielen.
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Immunfluoreszenzfärbungen zeigten, dass während der gesamten weiteren Muskeldiffe-

renzierung Myopodin und α-Aktinin, von den initialen Z-bodies über weiter fortgeschrit-

tene Z-Scheibenvorläuferstrukturen bis zur vollständig ausdifferenzierten sarkomerischen

Z-Scheibe, colokalisieren. Diese Beobachtung der Lokalisation von Myopodin konnte auch

in den murinen Skelettmuskelzelllinien C2C12 und H2k bestätigt werden. Jedoch konnte

murines Myopodin nicht im Western Blot von SDS-Totalextrakten dieser Zellen detektiert

werden. Die Ursache dafür ist unklar, eventuell ist jedoch die Affinität der Antikörper HH9

und M2 für murines Myopodin zu schwach oder das Epitop ist für den Antikörper nicht

zugänglich. Zudem konnten de Ganck et al. (2008) zeigen, dass Myopodin in PC3-Zellen,

eine epitheliale Prostatazelllinie, ein sehr geringes Expressionsniveau aufweist, was ein

weiteres Problem für die Detektion des Myopodins in murinen Zellen darstellen könnte.

Entgegen der von Weins et al. (2001) beschriebenen Kernlokalisation, konnte in der vorlie-

genden Arbeit in keinem meiner zahlreichen Versuche Myopodin im Zellkern nachgewiesen

werden. Alle hier verwendeten Antikörper, die gegen unterschiedliche Epitope gerichtet

waren, zeigten Myopodinfärbung im Zytoplasma, der Zellkern hingegen war in keinem Fall

angefärbt. Es wäre denkbar, dass der von Weins et al. (2001) verwendetet Antikörper eine

Kreuzreaktivität mit einem in bestimmten Stadien exprimierten Zellkernprotein aufweist.

4.2.2.2 Tritopodin während der Muskeldifferenzierung

Beqqali et al. (2010) beschrieben Tritopodin in ihrer Publikation als ein Protein der

Z-Scheibe, was bereits in differenzierenden Herz- und Skelettmuskelzellen exprimiert

wird. Neben der Lokalisation in der Z-Scheibe, konnte Tritopodin in embryonalen

Kardiomyozyten ebenfalls im Bereich der Kernhülle nachgewiesen werden. Da die

Tritopodinisoform a im adulten Herz- und Skelettmuskelgewebe, Isoform b (Abb. 3.8)

hingegen vorwiegend in embryonalen Stadien nachgewiesen werden konnte, wird eine

muskelspezifische und entwicklungsabhängige Expression dieser Isoformen angenommen.

In differenzierenden C2C12-Zellen konnten die Autoren allerdings beide Isoformen auf

mRNA-Ebene nachweisen, wobei die mRNA der Spleißvariante b ab Tag 1 der Differen-

zierung und Spleißvariante a ab Tag 3 der Differenzierung nachweisbar war. Im Rahmen

dieser Arbeit wurde die Tritopodinexpression sowohl in humanen Skelettmuskelzellen
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als auch in murinen C2C12-Zellen auf mRNA- und Proteinebene untersucht, wobei für

letzteres lediglich ein Antikörper gegen die Tritopodinisoform a zur Verfügung stand.

Auf mRNA-Ebene konnte dabei gezeigt werden, dass beide Tritopodinisoformen bereits

in sehr frühen Stadien der Muskeldifferenzierung exprimiert werden. Ein signifikanter

Unterschied der Expression der beiden Isoformen, wie von Beqqali et al. (2010) be-

schrieben, war dabei jedoch nicht zu beobachten. Wie bereits oben erwähnt, konnte in

differenzierenden C2C12-Zellen zusätzlich ein PCR-Produkt erhalten werden, dass einen

Spleißvorgang von Exon 3 zu 4 nachweist und auf die bislang unbekannte Isoform mTrito

d hinweist. Auf Proteinebene ließ sich Tritopodinisoform a in Extrakten differenzierender

Hskm-Zellen ab Tag 3 der Differenzierung detektieren (Abb. 3.23). Die Bande bei

45 kDa, die ab dem ersten Tag der Differenzierung nachweisbar war, stellt entweder,

wie bereits erwähnt, die neue Isoform d dar oder ist auf eine Kreuzreaktivität des

Antikörpers zurückzuführen. In Western Blots differenzierender C2C12-Zellen konnte

dagegen, ähnlich wie auch beim Myopodin (siehe oben), keine Tritopodinexpression

nachgewiesen werden. Die Ursache dafür könnte die zu schwache Affinität des Antikörper

ML1 für murines Tritopodin sein oder das Epitop ist für den Antikörper nicht zugänglich.

Zwar trat an Tag 5 und 6 nach Beginn der Differenzierung eine Bande von etwa 60 kDa

auf, allerdings entspricht ihre molekulare Masse keiner vorhergesagten murinen Isoform.

Diese Bande könnte aber, unter Annahme des für humanes Tritopodin vorhergesagten

intraexonischen Spleißvorganges im Exon 5, die Isoform c darstellen. 3´- RACE- und

weitere RT-PCR-Experimente könnten klären, ob dieser Spleißvorgang in murinem

Tritopodin stattfindet. Eine Aussage über die Expression der Tritopodinisoform b kann

zu diesem Zeitpunkt nicht getroffen werden, da ein spezifischer Antikörper zum Nachweis

dieser Isoform bislang fehlt.

Im Rahmen dieser Arbeit angefertigte Immunfluoreszenzfärbungen von Hskm-Zellen

zeigten bereits in frühen Differenzierungsstadien die Expression von Tritopodin. Während

der gesamten Muskeldifferenzierung von in den initialen Z-bodies, bis zu den vollständig

ausdifferenzierten sarkomerischen Z-Scheiben, colokalisierten Tritopodin und α-Aktinin.

Die Färbung differenzierender C2C12-Zellen bestätigte diese Beobachtungen. Auffallend

jedoch war die Färbung im Bereich der Kernhülle, die während der gesamten Differen-
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zierung in Hskm-Zellen, nicht aber im adulten Gewebe beobachtet werden konnte. Da

diese Färbung nur in Hskm-Zellen und nicht in C2C12-Zellen beobachtet wurde, ist

nicht auszuschließen, dass es sich hierbei um eine Kreuzreaktivität des Tritopodinan-

tikörpers ML1 mit einem dort lokalisierten Protein handelt, zumal auch im Western

Blot differenzierender Hskm-Zellen eine nicht eindeutig zuzuordnende Bande von 45 kDa

auftrat. Allerdings beschreiben Beqqali et al. (2010) eine ähnliche Färbung im Bereich

der Kernhülle für Tritopodin in embryonalen Kardiomyozyten.

Die sehr frühe Expression der beiden Podine Myopodin und Tritopodin in der Skelett-

muskeldifferenzierung deutet darauf hin, dass diese Proteine wichtige Bestandteile der

initialen Myofibrillogenese sind. Dies wird auch durch die gezielte Herunterregulierung

des Expressionslevels von Tritopodin in Zebrafischen bestätigt, die zu einer gestörten So-

mitenentwicklung, einer abnormalen Herzmorphologie sowie verringerter Kontraktilität

und der Ausbildung cardialer Ödeme führte (Beqqali et al., 2010).

4.3 Die Podin-Proteinfamilie und ihre Interaktions-

partner

4.3.1 Die Podin-Proteinfamilie und Filamin C

Im Rahmen dieser Arbeit gelang es erstmals die Interaktion von Myopodin und Fila-

min C mit biochemischen Bindungsstudien auf die Immunglobulindomänen 20-21 einzu-

schränken, wobei Ig-Domäne 20 ebenso wie Ig-Domäne 21 alleine keine Interaktion zeigten.

Beide Ig-Domänen scheinen also für die Bindung essentiell zu sein. Für Filamin A wurde

gezeigt, dass die Ig-Domänen 16-17, 18-19 und 20-21 sogenannte kompakte Domänenpaare

bilden, die nicht nur strukturell sondern auch funktionell eine Einheit bilden (Heikkinen

et al., 2009). So konnte für die Bindung von Filamin A Ig-Domäne 21 an Integrin β-

tails gezeigt werden, dass hier eine Auotinhibition durch einen N-terminalen β-Strang der

Ig-Domäne 20 stattfindet, was eine
”
interne“ Regulation von Interaktionen an Filamin

darstellt. Es ist denkbar, dass auch andere Bindungen über ähnliche Mechanismen posi-
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tiv oder negativ reguliert werden. Auch für Filamin C wird die Bildung dieser kompakten

Domänenpaare postuliert (Heikkinen et al., 2009). Diese strukturelle Besonderheit könnte

die Notwendigkeit beider Ig-Domänen für die Bindung an Myopodin erklären.

Die hier durchgeführten Coimmunpräzipitationen und Hefe-Zwei-Hybrid-Versuche mit

den Ig-Domänen 19-20 zeigten widersprüchliche Ergebnisse. In diesem Konstrukt liegen

Ig-Domänen vor, die eigentlich zu unterschiedlichen kompakten Domänenpaaren (d18-

19 und 20-21) gehören. Durch die Zerstörung dieser strukturellen Merkmale könnte die

Bindung von Myopodin an Filamin C Ig-Domäne 20 ebenfalls beeinflusst sein, was in

den unterschiedlichen Bindungsassays zu widersprüchlichen Ergebnissen geführt haben

könnte.

Dennoch zeigten Hefe-Zwei-Hybrid-Studien auch positive Bindungsergebnisse mit den

Domänen 17-19 und 21-23. Strukturelle Analysen aller einzelner Ig-Domänen von Fila-

min A ergaben, dass diese sich in vier Gruppen (A-D) einteilen lassen, die untereinander

ähnliche Bindungseigenschaften aufweisen (Ithychanda et al., 2009). Demnach gehören zur

Gruppe A die Ig-Domänen 4, 9, 12, 17, 19, 21 und 23, zur Gruppe B die Ig-Domänen 8, 16,

18, 20, 22 und 24. Weiterhin ließ sich nachweisen, dass z. B. Glykoprotein Ibα (GPIbα),

an alle Ig-Domänen der Gruppe A bindet, mit der stärksten Affinität zur Ig-Domäne 21,

wobei die Affinitäten alle im subµM bis µM -Bereich lagen (Ithychanda et al., 2009).

Wenn man dieses Modell auf Filamin C überträgt, würden sich die positiven Hefe-Zwei-

Hybrid-Ergebnisse mit der Affinität der Ig-Domänen der Gruppe B, zu der Ig-Domäne 20

des Filamin A gehört, erklären. In diesem Fall würden nämlich auch die Domänen 18 und

22 an Myopodin binden, eventuell aber mit schwächerer Affinität, was wiederum auch

die negativen Ergebnisse in den Coimmunpräzipitationen erklären könnte. Allerdings ist

die Ig-Domäne 20 des Filamin C durch die enthaltene Insertion strukturell kaum mit der

Ig-Domänen 20 des Filamin A vergleichbar, was die Übertragung dieses Modells auf Fi-

lamin C fraglich macht. Um diesen Punkt zu klären, müsste man die Bindungsstärken

einer großen Anzahl von Fragmenten durch SAW, Biacore oder Isothermale Titrationska-

lorimetrie (ITC) bestimmen.

Für die Proteine Tritopodin und Synaptopodin konnte in der vorliegenden Ar-

beit bezüglich Filamin C ein sehr ähnliches Bindungsverhalten nachgewiesen werden.
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Die Interaktion wurden hier ausschließlich durch Coimmunpräzipitationen mit den

Domänenpaaren 18-19, 20-21 und 18-21 getestet, wobei die Bindungsstelle für alle Po-

dine auf die Ig-Domänen 20-21 des Filamin C eingegrenzt werden konnte. Zwar konnte

für Synaptopodin auch eine schwache Interaktion mit Filamin C Ig-Domäne 18-19 de-

tektiert werden, diese könnte aber ebenfalls auf die oben erwähnte schwache Bindung an

andere Ig-Domänen zurückzuführen sein.

Umgekehrt gelang es mir in der vorliegenden Arbeit auch innerhalb der Podine eine Re-

gion einzuengen, die die Bindung an Filamin C vermittelt. Mit Hilfe vergleichender Se-

quenzanalysen ließen sich zunächst zwei Sequenzabschnitte identifizieren, die einen hohen

Homologiegrad in allen Podin-Proteinen aufweisen (Homologieregionen 1 und 2, siehe

Anhang B.3). Die Vermutung lag nahe, dass diese hochkonservierten Bereiche direkt an

Protein-Protein-Wechselwirkungen beteiligt sein könnten.

Es zeigte sich, dass sowohl Homologieregion 1 als auch Homologieregion 2 aller Podin-

Proteine mit Filamin C interagieren. Transfektionsstudien dieser Fragmente ergaben für

die Homologieregion 1 aller Podine ein schwächeres Targeting an dense bodies und Fokal-

kontakte als Homologieregion 2. Dies könnte bedeuten, dass Homologieregion 2 den für

die Bindung essentiellen Bereich darstellt. Die Fragmente, die beide Homologieregionen

enthielten, zeigten jedoch in allen Fällen eindeutig das stärkste Targeting. Es zeichnet

sich also ab, dass beide Homologieregionen zusammen die funktionelle Bindungsstelle für

Filamin C darstellen, obwohl in diesem Bereich auch Interaktionen mit α-Aktinin und

zumindest für Myopodin auch mit F-Aktin nachgewiesen werden konnten.

Eine noch detailliertere Analyse der für die Bindung verantwortlichen Aminosäuren bzw.

Peptide ist wahrscheinlich nur noch durch die Herstellung von Co-Kristallstrukturen der

beteiligten Interaktionspartner möglich.

Weiterhin wurde im Rahmen dieser Arbeit untersucht, ob Myopodin auch mit Filamin

A interagiert. Erste gezielte Hefe-Zwei-Hybrid-Experimente und Western Blot-Overlays

deuteten auf eine Interaktion der beiden Proteine hin (Vakeel, 2006). Mit den von mir

durchgeführten Coimmunpräzipitationen konnte diese Wechselwirkung allerdings nicht

bestätigt werden. Vermutlich besitzt Myopodin eine deutlich geringere Affinität zu Fila-

min A als zu Filamin C. Um diese Frage zu klären werden aktuell SAW-Messungen zur
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Bestimmung der Bindungsstärken von Filamin C im Vergleich zu Filamin A durchgeführt,

wobei erste Ergebnisse, in denen Filamin C eine etwa 10-fach stärkere Affinität zu Myo-

podin besitzt als Filamin A, diese Vermutung bereits bestätigen (Bachelorarbeit Löhrer,

2010).

4.3.2 Die Podin-Proteinfamilie und α-Aktinin

Wie bereits in Abschnitt 1.3.1 beschrieben, interagiert Synaptopodin mit α-Aktinin über

mehrere unabhängige α-Aktinin-Bindungsstellen (Kremerskothen et al., 2005; Asanuma

et al., 2005). Demnach besitzt die Isoform Synpo-short zwei unabhängige α-Aktinin-

Bindungsstellen, die Isoform Synpo-long hingegen vier (Abb. B.1, C). Zudem scheint Syn-

aptopodin die Aktinbündelungs-Aktivität von α-Aktinin zu regulieren (Asanuma et al.,

2005).

Aufgrund des hohen Homologiegrades der Podin-Proteine untereinander wurde vermutet,

dass auch Myopodin und Tritopodin ähnliche Bindungseigenschaften bezüglich α-Aktinin

aufweisen. Deshalb wurde die α-Aktinin-Interaktion von Myopodin, welche bereits von

Takada et al. (2001), Pham und Chalovich (2006) und Faul et al. (2007) veröffentlicht

wurde, sowie von Tritopodin, publiziert von Beqqali et al. (2010), im Rahmen dieser Ar-

beit ausführlich studiert.

Anhand zahlreicher Coimmunpräzipitationen konnte dabei erstmals gezeigt werden,

dass sowohl Myopodin als auch Tritopodin jeweils mehrere unabhängige α-Aktinin-

Bindungsstellen besitzen. In beiden Fällen ließen sich die interagierenden Abschnitte auf

die C-terminale Hälfte der Proteine einengen (siehe Abschnitte 3.3.3 und 3.3.4, Daten zu-

sammengefasst in Abb. 4.1). Für Myopodin konnte zudem die isoformspezifische Interak-

tion des vom Exon 6 kodierten Bereichs mit α-Aktinin nachgewiesen werden. Somit konn-

te hier gezeigt werden, dass alle Podin-Proteine ein ausgesprochen ähnliches α-Aktinin-

Bindungsverhalten aufweisen. Aus diesem Grund kann für Myopodin und Tritopodin auch

spekuliert werden, dass sie ähnlich wie Synaptopodin die Aktinbündelungs-Aktivität von

α-Aktinin regulieren. In der Literatur gibt es zudem Beispiele dafür, dass PDZ-Domänen

die Bindung an α-Aktinin vermitteln können. So binden die PDZ-Domänen des ALP

(actinin-associated LIM protein) und des CLP36 (36 kDa carboxyl terminal LIM domain
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protein) an α-Aktinin (Xia et al., 1997; Vallenius et al., 2000). Dies ließ sich jedoch für die

PDZ-Domänen der Podin-Proteine Myopodin und Tritopodin nicht nachweisen (Vakeel,

2006; Rieck, 2010).

Weiterhin stellte sich natürlich die Frage nach der Funktion mehrerer α-Aktinin-

Bindungsstellen innerhalb eines Proteins. Ausgehend von zwei möglichen Bindungsmo-

dellen, dargestellt in Abbildung 3.44 B, wobei das erste die molare 1:1 Bindung von

Myopodin an α-Aktinin beschreibt, das zweite die mögliche Bindung von mehreren α-

Aktininmolekülen an einem Myopodinmolekül, wurde untersucht, ob unterschiedliche Be-

reiche des Myopodins auch unterschiedliche Regionen des α-Aktinins binden. Die Ein-

grenzung der Bindungsstellen im α-Aktinin-Molekül zeigte, dass das zentral gelegene

α-Aktinin bindende Myopodinfragment 405-663 ebenso wie das C-terminale Fragment

Myop 901-1093 an die Spektrin-ähnliche Domäne 3 (R3) bindet. Daraus kann geschlos-

sen werden, dass wohl mehrere α-Aktinin-Moleküle an einem Myopodinmolekül binden.

Da α-Aktinin auch eine strukturelle Rolle in der Z-Scheibe einnimmt, könnten mehrere

Bindungsstellen die Podine in dieser verankern. Weiterhin muss natürlich bedacht wer-

den, dass nicht alle hier ermittelten Bindungsstellen in vivo permanent zugänglich sein

könnten. Zum einen könnte durch andere Interaktionspartner, wie z. B. Filamin C oder

Aktin, Bindungsstellen bedeckt sein, zum anderen könnte auch durch sterische Hinderung

der Zugang zu den Bindungsstellen versperrt sein. Außerdem bieten posttranslationale

Modifikationen, wie z. B. Phosphorylierungen, die Möglichkeit zur Regulation von Bin-

dungen. Wie in Abschnitt 3.3.6 beschrieben, wird Myopodin in vitro durch die Kinasen

PKA, PKC und MAPK phosphoryliert. Ob diese einen direkten Einfluss auf die α-Aktinin-

Bindung haben, ließ sich bislang allerdings nicht klären. Faul et al. (2008) beschrieben

aber die phosphorylierungsabhängige Interaktion von Myopodin mit 14-3-3 Proteinen.

Für α-Aktinin sind darüber hinaus eine Vielzahl weiterer interagierender Proteine be-

schrieben (Sjöblom et al., 2008). Durch seine zentrale Rolle bildet es nicht nur eine Ver-

knüpfung der Z-Scheibe mit Signalproteinen und Bestandteilen der Plasmamembran, son-

dern es führt Molekülkomplexe zu funktionierenden Einheiten zusammen. Proteine des

kontraktilen Apparates, die mit α-Aktinin interagieren sind Titin (Ohtsuka et al., 1997),

Nebulin (Nave et al., 1990), CapZ (Papa et al., 1999), die Palladin/Myotilin/Myopalladin-
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Familie (Salmikangas et al., 1999; Otey et al., 2005), hCLIM1, ein Mitglied der

Enigma/Cypher-Familie (Kotaka et al., 2000), ZASP/Cypher/Oracle (Faulkner et al.,

1999), sowie ALP (Klaavuniemi et al., 2004), MLP (Louis et al., 1997), Lasp-2 (Ziese-

niss et al., 2008), Smithin (Chi et al., 2005) und Calsarcin/FATZ/Myozenin (Faulkner

et al., 2000). Die Podin-Proteinfamilie reiht sich somit in eine lange Liste α-Aktinin bin-

dender Proteine ein. Die zeitliche, örtliche und situationsbedingte Koordination dieser

Wechselwirkungen erfordert eine spezifische und exakte Regulation. Die Erforschung die-

ser Regulationsmechanismen wird ein spannender Bestandteil der zukünftigen Forschung

sein.

4.3.3 Myopodin und F-Aktin

Die Bindung von Myopodin, bzw. Fesselin an Aktin wurde in Grundzügen bereits von

Leinweber et al. (1999) gezeigt. Auch Weins et al. (2001) konnten in einem Aktin Co-

sedimentationsassay zeigen, dass in vitro translatiertes und mit 35S-markiertes Myopo-

din zusammen mit F-Aktin pelletiert wird. Die Aktinbindungsstelle wurde hier anhand

trunkierter Myopodinfragmente und durch Analyse des Targetings dieser Konstrukte in

C2C12-Myoblasten eingeengt (Weins et al., 2001). Mit dem Wissen, dass Myopodin meh-

rere Bindungspartner besitzt (siehe Abschnitte 3.3.1 und 3.3.3), ist es jedoch ebenso

möglich, dass das von Weins et al. (2001) beobachtete Targeting auf eine der bereits

oben beschriebenen Interaktionen, wie z. B. mit Filamin oder α-Aktinin, zurückzuführen

ist. Von Leinweber et al. (1999) wurde zudem beobachtet, dass durch die Zugabe von

Fesselin/Myopodin Aktin aggregiert, was auf eine Quervernetzung oder Bündelung hin-

deuten könnte. Deshalb galt es hier, zunächst die F-Aktinbindungsstelle einzugrenzen und

zu untersuchen, ob Myopodin tatsächlich aktinbündelnde Eigenschaften besitzt.

Mit Hilfe von Aktin high speed Cosedimentationsassays konnte ich zeigen, dass Myopodin

zwei voneinander unabhängige F-Aktin-Bindungsstellen besitzt, die beide im von Exon 4

kodierten Bereich situiert sind (siehe Abschnitt 3.4.1), was wiederum bedeutet, dass alle

sechs putativen Isoformen diese Bindungsstellen beinhalten. Die Cosedimentationen er-

gaben zudem, dass die vordere Aktinbindungsstelle im Bereich der Aminosäuren 534-663

eine etwas geringere Affinität zu F-Aktin besitzt, als die hintere im Bereich der Ami-
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nosäuren 664-802.

Weiterhin konnten hier mit Hilfe von low speed Cosedimentationsassays eindeutig gezeigt

werden, dass Myopodin F-Aktin bündeln kann. Das Myopodinfragment 405-916 und inter-

essanterweise auch die Fragmente 635-916 und 664-916, welche nur eine Aktinbindungs-

stelle beinhalten, waren in der Lage zwischen 70 und 80 % des eingesetzten Aktins zu

verknüpfen. Die elektronenmikroskopische Analyse bestätigte, dass diese Myopodinfrag-

mente das Aktin zu prominenten, dicht gepackten Bündeln verknüpft, die strukturell den

durch α-Aktinin hervorgerufenen Bündeln sehr ähnlich sind (siehe Abschnitt 3.4.2). Der

scheinbare Widerspruch, dass bereits eine Aktinbindungsstelle für die Bündelung aus-

reicht, erklärt sich durch die in dieser Arbeit erstmals gezeigte Fähigkeit des Myopodins,

Dimere zu bilden (Abb. 3.64). Weitere prominente Beispiele für aktinbündelnde Protei-

ne mit nur einer Aktinbindungsstelle im Molekül sind α-Aktinin, Filamin und Myotilin

(Ylänne et al., 2001; Himmel et al., 2003; von Nandelstadh et al., 2005).

4.3.4 Die Podine sind Multiadapterproteine der Z-Scheibe

Lange Zeit wurde die Z-Scheibe als ein statisches Gebilde zur Verankerung von Aktin-

filamenten betrachtet. In den letzten Jahren wurde aber deutlich, dass sie durch eine

Vielzahl von Signalproteinen eine Plattform zur Verarbeitung und Weiterleitung mechani-

scher und chemischer Reize bietet (Hoshijima, 2006). Außerdem unterliegt die Z-Scheibe

einer ständigen Dynamik. So werden während der Sarkomerogenese eine Vielzahl von

Proteinen ausgetauscht und zugefügt (siehe Abschnitt 1.2.1.3). Weiterhin unterliegen die

Z-Scheiben-Proteine einem ständigen Turnover, so zeigten z. B. FRAP-Experimente, dass

über 90 % des α-Aktinins als mobile Phase vorliegen (Manisastry et al., 2009). Zudem ist

die Z-Scheibe in der Lage sich an bestimmte Bedingungen, wie z. B. unter großer Belas-

tung oder bei pathogenen Zuständen, flexibel an diese Umstände anzupassen. All diese

Vorgänge müssen akribisch in Zeit und Raum reguliert und kontrolliert werden. Hierzu

sind viele Proteine und deren Wechselwirkung miteinander notwendig, die auch viele Re-

gulationsmöglichkeiten bieten.

Für die Podin-Proteinfamilie konnte gezeigt werden, dass sie mit α-Aktinin2, Filamin C

und zumindest im Falle von Myopodin auch F-Aktin binden (Takada et al., 2001; Pham
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und Chalovich, 2006; Faul et al., 2007; Weins et al., 2001), was sie zu wichtigen Adap-

terproteinen der Z-Scheibe macht. Für Myopodin sind noch weitere Interaktionspartner

beschrieben, die die Rolle des Myopodins als Adapterprotein der Z-Scheibe bestärken.

So interagiert Myopodin im Herzen direkt mit mAKAP (A-kinase anchoring protein),

Calcineurin, CAMKII und Myomegalin, alle Daten zusammengefasst in Abbildung 4.1

(Faul et al., 2008). Die Interaktion von Myopodin mit Zyxin, die von Yu und Luo (2006)

beschrieben wurde, scheint aber lediglich auf frühe Entwicklungstadien des Skelettmus-

kels beschränkt zu sein, da Immunfluoreszenzstudien zeigten, dass die beiden Proteine

nur in diesen Stadien in den Z-bodies colokalisieren. In fortgeschrittenen Differenzierungs-

stadien zeigt Zyxin Lokalisation in den Fokalkontakten, während Myopodin in den Z-

Scheibenvorläuferstrukturen und schließlich in den Z-Scheiben situiert ist (Albinus, 2008;

Linnemann et al., 2010).

Einen ähnlich gelagerten Fall mit sehr ähnliche Bindungseigenschaften wie Myopodin,

stellt das Protein Myotilin dar (Salmikangas et al., 1999; Mologni et al., 2001). Es bin-

det ebenso an α-Aktinin, Filamin C und F-Aktin und ist in der Lage zu dimerisieren

(van der Ven et al., 2000; Salmikangas et al., 2003; von Nandelstadh et al., 2005). Diese

Parallelen könnten ein Hinweis auf ähnliche Funktionen der beiden Proteine sein. Myotilin

wird als ein Strukturprotein der Z-Scheibe beschrieben, wobei es durch die Bindung an

F-Aktin die Depolymerisation verhindert (Salmikangas et al., 2003). Myotilin-defiziente

Mäuse zeigen keinen auffälligen Phänotyp, eventuell ein Hinweis darauf, dass der Verlust

dieses Proteins, durch ein anderes Protein wie z. B. Palladin, Myopalladin oder Myopo-

din, kompensiert werden kann (Moza et al., 2007). Das in Glattmuskelzellen exprimier-

te Myopodin-Ortholog Fesselin bindet zudem an Calmodulin (Kolakowski et al., 2004),

Glattmuskelaktin und Myosin (Schroeter und Chalovich, 2004). Weiterhin inhibiert Myo-

podin dort die Aktin-aktivierte ATPase-Aktivität, weshalb Myopodin bzw. Fesselin im

Glattmuskel eine ähnliche Rolle wie Caldesmon zugesprochen wird (Schroeter und Cha-

lovich, 2005). Ob diese Funktionen auch im Skelettmuskel eine Rolle spielen, bleibt zum

heutigen Zeitpunkt noch unbekannt.
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Abbildung 4.1: Zusammenfassung der Interaktionspartner sowie ihrer Bindungsstellen im
Myopodin. Die schematische Darstellung zeigt die sechs putativen Myopodinisoformen sowie die Lage
der in dieser Arbeit gezeigten Bindungsstellen von Filamin C, α-Aktinin und F-Aktin. Zudem sind die po-
tentiellen Bindungsregionen von Synemin und Zyxin eingezeichnet und alle weiteren Interaktionspartner
mit den jeweiligen Literaturangaben aufgelistet.

4.4 Ausblick

Ziel dieser Arbeit war die detaillierte zellbiologische und biochemische Charakterisierung

der Podin-Proteinfamilie. Jedes der drei Familienmitglieder unterliegt alternativen

Spleißvorgängen, welche in verschiedene Isoformen der Proteine resultieren. Im Rahmen

dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Isoformen des Myopodins aber auch des

Tritopodins eine wesentlich größere Komplexität aufweisen als bislang angenommen.

In Grundzügen gelang es dabei, einige Isoformen und ihre Expression nachzuweisen,

allerdings sind für weiterführende Analysen zusätzliche isoformspezifische Antikörper

notwendig. So könnten Antikörper gegen den vom Exon 5 kodierten Bereich des My-

opodins sowie gegen die für die Isoformen b und e spezifische C-terminale Region helfen,
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die Expressionsmuster auf Proteinebene detaillierter zu untersuchen und eventuelle

Unterschiede dieser Isoformen nachzuweisen. Da diese Bereiche aber lediglich 24 bzw. 9

Aminosäuren umfassen, könnten spezifische Antikörper gegen diese Bereiche nur durch

die Immunisierung mit synthetisch erzeugten Peptiden erhalten werden. Im Rahmen die-

ser Arbeit konnte dennoch gezeigt werden, dass Myopodinisoform e die Hauptvariante im

Skelettmuskel ist. Ein Rätsel bleibt aber, warum die molekulare Masse dieser Isoform in

der SDS-Gelelektrophorese eine apparente Masse von 90 kDa, ektopisch exprimiert aber

120 kDa besitzt. Ein proteolytischer Abbau durch skelettmuskelspezifische Proteasen, wie

zum Beispiel Calpain 3, könnte durch Inkubation des ektopisch exprimierten Proteins

und anschließender Analyse der molekularen Masse in der SDS-Gelelektrophorese

nachgewiesen werden. Zudem könnte auch versucht werden endogenes und ektopisch

exprimiertes Myopodin mittels spezifischer Antikörper zu präzipitieren, anschließend

mittels Massenspektrometrie zu sequenzieren und diese miteinander zu vergleichen.

Für die Untersuchung der Tritopodinisoformen und deren Expression stand bislang

lediglich ein Antikörper zur Verfügung, der die langen Isoformen a und c erkennt. Ein

Antikörper, der alle Isoformen erkennt, befindet sich in Arbeit und kann in Zukunft für

Expressionsanalysen verwendet werden.

Die in dieser Arbeit durchgeführten Bindungsstudien zeigten, dass alle Podin-Proteine mit

Filamin C Ig-Domäne 20-21 interagieren können und zudem multiple Bindungsstellen für

α-Aktinin besitzen. Es ist zu vermuten, dass diese Bindungsereignisse einer strengen Kon-

trolle unterliegen. Erste Phosphorylierungsexperimente zeigten, dass Myopodin in vitro

phosphoryliert wird. Gezielte Interaktionsstudien z. B. mit Phospho-Mimikry-Mutanten,

könnten Aufschluss darüber geben, ob diese posttranslationalen Modifikationen die

Bindungen beeinflussen und regulieren können. Hierzu müssten allerdings zunächst die

Phosphorylierungsstellen im Myopodinmolekül lokalisiert werden. Zudem können Co-

Kristalle der jeweiligen Bindungspartner die konformationelle Anordnung und wichtige

Aminosäurereste, die zu der Bindung beitragen, aufschlüsseln. Im Rahmen dieser Arbeit

konnte gezeigt werden, dass Myopodin zwei Aktinbindungsstellen besitzt und F-Aktin

zu Bündeln verknüpfen kann. Aufgrund des hohen Homologiegrades der Podin-Proteine

ist anzunehmen, dass auch Synaptopodin und Tritopodin diese Eigenschaften besitzen.
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Mit Hilfe biochemischer und elektronenmikroskopischer Analysen sollte dies überprüft

werden.

Da alle drei Podin-Proteine im Skelettmuskel exprimiert werden und ähnliche Bindungs-

eigenschaften aufweisen, wird eine wichtige Rolle der Podin-Proteine im Skelettmuskel

postuliert. Aufgrund der Expression von Myopodin und Tritopodin in sehr frühen Stadien

der Differenzierung, wird weiterhin eine wichtige Funktion in der Muskeldifferenzierung

postuliert. Um die Rolle der Podin-Proteinfamilie im Muskel näher zu untersuchen, ist

es notwendig, mindestens eines der drei Gene auszuschalten bzw. den Expressionslevel

durch RNA-Intereferenz zu reduzieren. Möglicherweise wird aber der Verlust eines Podins

durch die Hochregulierung der Expression der anderen Familienmitglieder kompensiert.

Um Rückschlüsse über die Funktionen dieser Proteine machen zu können, wäre es also

notwendig mindestens zwei, wenn nicht sogar alle drei Podin-Gene auszuschalten bzw.

den Expressionslevel durch siRNAs zu reduzieren. Eine weitere interessante Frage ist,

warum es eine solch große Vielfalt unterschiedlicher Isoformen der Podin-Proteine gibt.

Haben diese unterschiedliche Eigenschaften und Funktionen? Ein erster Ansatz zur

Klärung dieser Frage wäre die Bestimmung isoformspezifischer Bindungspartner. Die

N-terminalen PDZ-Domänen des Myopodins und Tritopodins, die nur in bestimmten

Isoformen exprimiert werden, geben Anlass zur Vermutung, dass sie wichtige Rollen

in Bezug auf die Wechselwirkung mit anderen Proteinen einnehmen. Eine gezielte

Untersuchung der Funktionen der unterschiedlichen Isoformen wäre durch sogenannte

Rescue-Versuche möglich, in denen zunächst die Expression eines Podins ausgeschaltet

wird und anschließend der Einfluss der künstlich hervorgerufenen Expression einer

einzelnen Isoform untersucht wird.



Kapitel 5

Zusammenfassung

Die Ausbildung der kontraktilen Myofibrillen ist ein komplexer Vorgang, der die kon-

trollierten Wechselwirkungen vieler Proteine bedarf. Um diesen Prozess auf molekularer

Ebene aufzuklären, ist es notwendig die Reihenfolge, die Lokalisation sowie die Regulation

dieser Interaktionen zu bestimmen. Deshalb war das Ziel dieser Arbeit die zellbiologische

und biochemische Charakterisierung der Podin-Proteinfamilie hinsichtlich der Expressi-

onsmuster, Spleißvarianten und Liganden. Bei Säugetieren besteht diese Proteinfamilie

aus Synaptopodin, Myopodin und Tritopodin, die über Sequenzabschnitte mit hoher Ho-

mologie definiert ist.

Die Analyse der Genstruktur und putativer resultierender Isoformen des Myopodins, aber

auch des Tritopodins wies eine wesentlich größere Komplexität auf, als bislang ange-

nommen. Im Fall des Myopodins konnten sechs putative Isoformen identifiziert werden,

wobei diese auf alternative Spleißvorgänge im 3´-Bereich, sowie auf einem zusätzlichen

Transkriptionsstart beruhen. Um die Expression dieser Proteine untersuchen zu können,

wurden verschiedene Antikörper generiert, teils auch mit isoformspezifischen Epitopen.

Expressionsanalysen auf mRNA- und Proteinebene zeigten, dass die kurze Isoform e die

Hauptvariante des Skelettmuskels darstellt, während die lange Isoform a in allen glatt-

muskelreichen Geweben nachweisbar ist. Für Tritopodin konnten bis zu vier putative

Isoformen vorhergesagt werden, deren Expression auf Proteinebene auf die quergestreifte

Muskulatur beschränkt ist.

Im Rahmen dieser Arbeit konnte erstmals gezeigt werden, dass alle drei Podin-Proteine
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im adulten Skelettmuskel in der Z-Scheibe lokalisieren. Die Untersuchungen der Expres-

sion in verschiedenen differenzierenden Skelettmuskelzelllinien zeigten, dass Myopodin

und Tritopodin in sehr frühen Stadien bereits exprimiert werden, wobei Myopodin noch

vor sarkomerspezifischem α-Aktinin nachgewiesen werden konnte. Myopodin und Trito-

podin kolokalisieren während der gesamten Differenzierung mit α-Aktinin entlang des

Aktinzytoskeletts, obwohl Tritopodin zumindest in Hskm-Zellen zusätzlich im Bereich

der Kernhülle nachgewiesen werden konnte. Die Synaptopodinexpression hingegen konn-

te ausschließlich in adulten Stadien detektiert werden.

Weiterhin konnte im Rahmen dieser Arbeit erstmals gezeigt werden, dass alle Podin-

Proteine mit Filamin C interagieren. Die Bindungsregionen ließen sich seitens der Podine

auf einen Bereich, der zwei Sequenzabschnitte mit hohem Homologiegrad in allen Podinen

aufweist, eingrenzen. Die Bindungsstelle im Filamin konnte für alle Podin-Proteine auf

die Immunglobulindomänen 20-21 eingeengt werden.

Die Untersuchung der α-Aktinin Bindungseigenschaften zeigten, dass Myopodin und Tri-

topodin mehrere voneinander unabhängige α-Aktininbindungsstellen besitzen. Dieses Bin-

dungsverhalten wurde von Asanuma et al. (2005) auch für Synaptopodin beschrieben.

Diese Vielzahl an Bindungen müssen in vivo einer exakten Kontrolle unterliegen. Im

Rahmen dieser Arbeit durchgeführte in vitro Phosphorylierungsassays zeigten die Phos-

phorylierung des Myopodins durch die Kinasen CAMKII, PKA und PKC, eventuell ein

erster Hinweis darauf, dass diese posttranslationalen Modifikationen durchaus eine Rolle

in der Regulation der unterschiedlichen Bindungspartner spielen könnten.

Nachdem bereits die grundlegende Fähigkeit des Myopodins an F-Aktin zu binden be-

kannt war, konnte hier gezeigt werden, dass Myopodin sogar zwei nicht überlappende

F-Aktinbindungsstellen besitzt, die in allen putativen Isoformen vorhanden sind. Die

Aktin-Cosedimentationen zeigten, dass die N-terminal gelegene erste Bindungsstelle eine

etwas schwächere Affinität als die weiter C-terminal gelegene zweite Bindungsstelle be-

sitzt. Zudem konnte im Rahmen dieser Arbeit gezeigt werden, dass Myopodin, ähnlich wie

α-Aktinin, Aktin zu dicken Bündeln verknüpft. Die Aktinbündelungsaktivität ist dabei

nicht nur auf die zwei vorhandenen Aktinbindungsstellen, sondern auch auf die hier erst-

mals gezeigte Neigung zur Selbstassoziation des Myopodins zu Dimeren, zurückzuführen.
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Zusammenfassend kann gesagt werden, dass die hier erzielten Ergebnisse deutliche Hinwei-

se auf eine Funktion der Podine-Proteine als Multiadapterproteine der Z-Scheibe liefern,

wobei die ausgesprochen ähnlichen Bindungseigenschaften der einzelnen Podin-Proteine

eine komplementäre Funktion implizieren. Weiterhin deutet die sehr frühe Expression

von Myopodin und Tritopodin in der Skelettmuskeldifferenzierung darauf hin, dass diese

Proteine wichtige Bestandteile der initialen Myofibrillogenese sind.
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Gläsker, S. (2009). Charakterisierung der Interaktion von Filamin C mit Proteinen
der Podin-Familie. Diplomarbeit, Institut für Zellbiologie der Rheinischen Friedrich-
Wilhelms-Universität Bonn.

Gontier, Y., Taivainen, A., Fontao, L., Sonnenberg, A., van der Flier, A., Carpen, O.,
Faulkner, G., and Borradori, L. (2005). The z-disc proteins myotilin and fatz-1 interact
with each other and are connected to the sarcolemma via muscle-specific filamins. J
Cell Sci , 118(Pt 16), 3739–3749.

Gorlin, J. B., Yamin, R., Egan, S., Stewart, M., Stossel, T. P., Kwiatkowski, D. J., and
Hartwig, J. H. (1990). Human endothelial actin-binding protein (abp-280, nonmuscle
filamin): a molecular leaf spring. J Cell Biol , 111(3), 1089–1105.

Guyon, J. R., Kudryashova, E., Potts, A., Dalkilic, I., Brosius, M. A., Thompson, T. G.,
Beckmann, J. S., Kunkel, L. M., and Spencer, M. J. (2003). Calpain 3 cleaves filamin c
and regulates its ability to interact with gamma- and delta-sarcoglycans. Muscle Nerve,
28(4), 472–483.



LITERATURVERZEICHNIS V

Hartwig, J. H. and Stossel, T. P. (1975). Isolation and properties of actin, myosin, and
a new actinbinding protein in rabbit alveolar macrophages. J Biol Chem, 250(14),
5696–5705.

He, L. and Hannon, G. J. (2004). Micrornas: small rnas with a big role in gene regulation.
Nat Rev Genet , 5(7), 522–531.

Heikkinen, O. K., Ruskamo, S., Konarev, P. V., Svergun, D. I., Iivanainen, T., Heikkinen,
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Anhang A

Abkürzungsverzeichnis

β-ME β-Mercaptoethanol
ABP actin binding protein; Aktin bindendes Protein
ADP Adenosindiphosphat
ATP Adenosintriphosphat
BSA Rinderserumalbumin
cDNA complenetary DNA; komplemetäre DNA
CoIP Coimmunpräzipitation
DAPI 4´,6-Diamidin-2-phenylindol
DMEM Dulbecco’s modified Eagle medium
DMSO Dimethylsulfoxid
DNA Desoxyribonukleinsäure
DOB drop out base
DTT Dithiothreitol
ECL enhanced chemiluminescence
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure
ELISA enzyme-linked immunosorbent assay
EST expressed sequence tag
FCS Fötales Kälberserum
FITC Fluorescein-Isothiocyanat
GAPDH Glyceraldehyd-3-phoshat-Dehydrogenase
GFP green fluorescent protein; grün fluoreszierendes Protein
GSH Glutathion
GST Glutathion-S-Transferase
HGF Hepatocyte Growth Factor ; Hepatozyten Wachstumsfaktor
His6 Hexa-Histidin
HPRT Hypoxanthin-Phosphoribosyl-Transferase
HS Horse Herum; Pferdeserum
Hskm humaner Skelettmuskel
HRPO Meerrettich-Peroxidase
IF Immunfluoreszenz
Ig Immunglobulin
IP Immunpräzipitation
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IPTG Isopropyl-ß-D-thiogalactopyranosid
kb Kilobasenpaare
kDa Kilodalton
Ktr Kontrolle
M mol/l
mAB monoklonaler Antikörper
MALDI-TOF matrix-assisted-laser-desorptionionization time-of-flight
mRNA messenger RNA
NEAA Non Essential Amino Acids; nicht-essentielle Aminosäuren
NLS nuclear localization signal ; Kernlokalisationssequenz
NTA Nitrilotriessigsäure
OD optische Dichte
PAA Polyacrylamid
PAGE Polyacrylamid-Gel-Elektrophorese
PBS phosphate buffered saline
PCR Polymerase-Kettenreaktion
PEG Polyethylenglycol
PRR Prolin-reiche Region
RNA Ribonukleinsäure
rpm Umdrehungen pro Minute
RT Raumtemperatur
RT-PCR Reverse Transkriptase-PCR
SDS Natriumdodecylsulfat
SkM Skelettmuskel
Tris Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan
TXR Texas-Rot
U Unit
ÜNK Übernachtkultur
UTR untranslated region ; untranslatierte Region
WB Westernblot
WBO Westernblot Overlay
X-Gal 5-Brom-4-Chlor-indoxyl-ß-D-galaktosid
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1.5 Prämyofibrillenmodell nach Sanger . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 10
1.6 Schematische Darstellung der Struktur des α-Aktinins . . . . . . . . . . . . . . . 12
1.7 Filamin C und seine Bindungspartner . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 14
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Abbildung B.1: Organisation des humanen Synaptopodin-Gens (SYNPO) und daraus re-
sultierende Spleißvarianten bzw. Isoformen. A: Exon-Intron-Struktur der genomischen DNA. Die
Exons sind als farbgefüllte Balken dargestellt, wobei translatierte Bereiche dicker veranschaulicht sind
als nicht-translatierte. Die Introns sind als Linien gezeigt. Die Zahlen ober- bzw. unterhalb zeigen die
Länge der Exons, bzw. Introns. Alternative Spleißvorgänge sind durch punktuierte Linien verdeutlicht. B:
mRNA-Varianten mit entsprechenden Referenzsequenzen, die aus den oben gezeigten Spleißvorgängen,
sowie aus dem alternativen Transkriptionsstart resultieren. C: Protein-Isoformen mit den aus der Ami-
nosäurezusammensetzung berechneten molekularen Massen für humanes Synaptopodin. Hervorgehoben
sind die zwei homologen Regionen, die in allen Podinen zu identifizieren sind, sowie die von Asanuma
et al. (2005) ermittelten α-Aktininbindungsstellen.

Abbildung B.2: Genomische Organisation von SYNPO2 und Ergebnisse der Datanbankre-
cherche in Hinblick auf die Existenz des alternativen Transkriptionsstarts. A: Genomische
Organisation von SYNPO2 mit Lokalisation der ermittelten TAF1-Bindunsstellen. B: Detailansicht der
Exons 2-4. C: mRNA- und EST-Sequenzen, die die Existenz des alternativen Transkriptionsstarts un-
terstützen. D: Ergebnisse der Affymetrix All Exon Chip Analysen, wobei rot eine erhöhte Expression
in dem angegeben Gewebe bedeutet. E: Lokalisation der TAF1-Bindungsstelle. Alle Daten wurden vom
UCSC Genome Browser (http://genome.ucsc.edu) eingeholt.
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Abbildung B.3: Alignment der Homologieblöcke der Podin Proteine. Gezeigt sind Alignments
der Homologieblöcke 1 (H1) und 2 (H2) von Myopodin (Myop), Synaptopodin (Synpo) and Tritopodin
(Trito). Gelb: Aminosäuren sind identisch in allen Podinen, blau: Aminosäuren sind identisch in zwei
Podinen, grün: Aminosäuren sind strukturell ähnlich.
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Abbildung B.4: In situ-Hybridisierungen humaner Prostata mit Sonden gegen das 3´-Ende
der Myopodinisoform a bzw. d und b bzw. e. Die Antisense-Sonden gegen beide Isoformen (A
und C) zeigen die Expression der Myopodin-mRNA sowohl in den Glattmuskelzellen des Stromas, als
auch in den Epithelzellen, während die Sense-Sonden keine spezifische Reaktion zeigen (B und D). Die
Positivkontrolle mit einer Sonde gegen Cytokeratin V zeigt die auschließliche Expression dieser mRNA in
den Epithelzellen (E und F). Die In situ-Hybridisierungen wurden angefertigt von Dr. Andrea Katharina
Stranzenbach.
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Tabelle C.1: Klonierungsprimer für Myopodinkonstrukte. Die Schnittstellen der Restriktionsenzyme für
Klonierungszwecke (MluI und SalI ) sind kursiv dargestellt.

Name Nukeotidsequenz Klonierung von

Myop fw 268aa TTTACGCGTGAACTGCGTGTGATTCAGGAA Myop 268-391

Myop rv 391aa TTTGTCGACGGAGTTGGGGTTGGGAGCATC Myop 268-391

MYOP ORFf TTTACGCGTATGTTTAAGAAGCGACGTCGG Myop 399-533

MYOP Y2Hf TTTACGCGTAGGAAATACACCCTAGTAGC Myop 405-916; 405-633

MYOP 1441f TTTACGCGTATGGAGATGTTACCAGACACC Myop 481-663

MYOP 1599r TTTGTCGACCGTGGTTCTCAGGCCATCGGT Myop 399-533

MYOP 1396f TTTACGCGTGGGGTTTCAAGTCCGATTGC Myop 635-916

MYOP 1482r TTTGTCGACCGAATCGTAAAAGGCTGGCTG Myop 481-663

MYOP 1990f TTTACGCGTTCTGAGCGAATAGCTTCCCGA Myop 664-916; 664-809

LMYOP 2023f TTTACGCGTTCAGTGCCAGCAAAAAGAACA Myop 675-749

LMYOP 2247r TTTGTCGACGGAGCTTTGCATGAAATTACA Myop 675-749

MYOP 1899f TTTACGCGTGTCTCCTCCATCAAAATAGCC Myop 803-916

MYOP 1920r TTTGTCGACGGCTATTTTGATGGAGGAGAC Myop 664-809

MYOP 2244r TTTGTCGACATTGGAGGAGTACTTCCAAC Myop 405-916; 635-916; 664-

916; 803-916

MYOP 2194f TTTACGCGTCAGTCTCCCACTCCATCTCTC Myop 901-1093

MYOP endr2 TTGTCGACCTCTTCCACAACAGATGGTTTC Myop 901-1093

MYOPaex5f TTTACGCGTGAGAGTGGGCGCTCCCTTTCT Myop 1085-1261

altMYOPendr TTTGTCGACTGTTTGGCGTCTCCATCCCC Myop 1085-1261

Tabelle C.2: Klonierungsprimer für Tritopodinkonstrukte. Die Schnittstellen der Restriktionsenzyme für
Klonierungszwecke (MluI und SalI ) sind kursiv dargestellt.

Name Nukeotidsequenz Klonierung von

PDZ40a 1f TTTACGCGTATGGAGACCTTTGAGCCCATC
”
Trito(b)1-385“;

”
Tritopo-

din(b)fl“

PDZ40a endr TTTGTCGACCTGGTGCCCTGCCCCAGGCCT
”
Trito H1-H2“;

”
Trito H2“

”
Tritopodin(b)fl“

PDZ40b 1f TTTACGCGTATGGGTGCTGAGGAGGAGGTG ”Trito(a)1-85“;
”
Trito 1-198“

PDZ40b endr TTTCTCGAGAGATTGGAGATCAGGACCTGA
”
Trito H1“

PDZ40b PDZr TTTGTCGACCTGCACAGTGAGGACAAGCTG Trito(a)1-85

MYOPLa 597r TTTGTCGACAGGTGGTGACTGCAGGCCTTC
”
Trito(b) 40-206“

MYOPLb 441r TTTGTCGACGCCATCAGCATCACTGTCAGT
”
Trito 1-198“

MYOPLa 97f TTTACGCGTGCAGAACTGCAACGTGCAGAG
”
Trito(b) 40-206“

SYNPO2L FBSf TTTACGCGTTCTCGAGGGCTCCTTGATGGG
”
Trito H2“

trito EPPSf TTTACGCGTGAGCCCCCCAGCGCTCGCGAG
”
Trito H1“;

”
Trito H1-H2“

trito GAASr TTTGTCGACAGAGGCTGCCCCATTCACGAG
”
Trito H2“

SYNPO2L QLVLTf TTTACGCGTCAGCTTGTCCTCACTGTGCAG ”Trito(a)79-278“; ”Trito(c)79-

602“

SYNPO2L KTKCRr TTTCTCGAGCCTGCATTTGGTCTTGGCCTC ”Trito(a)79-278“

SYNPO2L GAPEPPr TTTCTCGAGAGCGCTGGGGGGCTCAGGAGC ”Trito(b)1-385“
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Tabelle C.3: Klonierungsprimer für α-Aktininkonstrukte. Die Schnittstellen der Restriktionsenzyme für
Klonierungszwecke (MluI und SalI ) sind kursiv dargestellt.

Name Nukeotidsequenz Klonierung von

aAct2aNHfw TTTACGCGTATGAACCAGATAGAGCCCGGC ABD-R1

aAct2aCHrv TTTGTCGACCAGATCGCTCTCCCCGTAGAG R4-CAM; CAM

Actn2 CAM f TTTACGCGTAAGGGCATCACCCAGGAGCAG CAM

Actn r1 fw TTTACGCGTGCGGAGCAGGCCGAGACAGCG R1-R2; R1-R3; R1-R4

Actn r2 rev TTTGTCGACTCTCCTCTTCTGAGTAAGCGT R1-R2

Actn r3 rev TTTGTCGACACGCTCGTTAGCATGCTGGCG R1-R3

Actn r4 rev2 TTTGTCGACCGCATCTCTCGTCAGGATCTG R1-R4

Actn r4 fw TTTACGCGTCTGCGTCGTCAGTTTGCGGCG R4-CAM

Tabelle C.4: Primer für 5´–RACE

Name Nukeotidsequenz Verwendung

Myop 1303r TTCACATGTATCCTCCTTGTC cDNA-Synthese für 5´–RACE

GSP1: Myop 391r TTTGTCGACGGAGTTGGGGTTGGGAGCATC Gene Specific Primer 1

GSP2: Myop 1185r TTTGTCGACCAACACCCCCTTGGAGTTGGG Gene Specific Primer 2

Tabelle C.5: RT-PCR-Primer zur Amplifikation humanen (h) und murinen (m) Myopdin

Name Nukeotidsequenz

ex1 m/h f ATGACTGGAGGGGCGCCCTG

ex2 m/h f TACCCTGAAGTCATCAAGCC

ex2 m/h r GGCTTGATGACTTCAGGGTA

ex3 m/h f TGTCCACATAAATTCGATCC

ex3 m/h f 1036 AGCAGACCACACAAGCACCG

ex3 m/h r CTGCAGGGTGGTACTTTCCA

ex4a m/h r 1090 ACTTTCACTCCTCCTGAGCC

ex4a m/h r 1262 CCTCTCGCTCAAGCTCGCCA

ex4a m/h f 3240 TTCTCAGCCAAGAAAAGTGG

ex5 m/h r TCATCCACTAGACCGAGAGG

Myop 2977f TTTACGCGTTCAGTCAAGGTCAATTCAGCC

Myop 4b r TCCACAACAGATGGTTTCCA

ex4a/b m rev GTTTCCACACCTGAACTGTG

ex4a m 3008 f GGCGAATGTTGGGTCTCCCA
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Tabelle C.6: RT-PCR-Primer zur Amplifikation humanen (h) und murinen (m) Tritopodins

Name Nukeotidsequenz

hTrito Ex1 fw GAG GAG GTG CTG GTC ACA CT

hTrito Ex2 fw ATC AAT GGG GTC TCT TGC AC

hTrito Ex2 rev GTG CAA GAG ACC CCA TTG AT

hTrito Ex3 fw CTG AGG CTC TGC TGT TAC CC

hTrito Ex3 rev AAG GGT GAC AGC ACC TGA AG

hTrito Ex4 fw AGC TAT GAC AAA GCC CCA GA

hTrito Ex 5a fw CAG CTT CAC TTC AGG GGT TC

hTrito Ex 5a rev GCC GCC GTT TCT TAA ACA TA

hTrito Ex 5b rev CAA AGG CGC AGA TAG GAA GA

hTrito Ex 5c rev GCA ATA GCT GGG GTT TTG AG

mTrito Ex1 fw ATG GGT GCT GAG GAG GAG GT

mTrito Ex2 fw ACT CCG GGA GAG GGA CCA GC

mTrito Ex2 rev ATG GCA CTG GCA TGG GAG AA

mTrito Ex3 fw GAC AGC CGT GTA AGC TCC CC

mTrito Ex3 rev TGG CAG GGC CAT CAA CAT CA

mTrito Ex4 fw CTC CAG CCA GCA CCA CCT TT

mTrito Ex4 rev AGA ACG GGT CTT GGA GCT CA

mTrito Ex5 fw TGC AAC GCG CAG AAA GCC TC

mTrito Ex5 1130 rev TTA GCT GCC CTC CCA GTC CA

Tabelle C.7: Sequenzen der Primer für Ladekontrollen

Amplifikation von Name Nukeotidsequenz

humanes GAPDH huGAPDH fw TGA TGA CAT CAA GAA GGT GGT GGA G

humanes GADPH hu GAPDH rev TCC TTG GAG GCC ATG TGG GCC AT

murines GAPDH moGAPDH p1 fw AGG TCG GTG TGA ACG GAT TTG

murines GAPDH moGAPDH p1 rev TGT AGA CCA TGT AGT TGA GGT CA

murines HPRT HPRT p1 fw TCA GTC AAC GGG GGA CAT AAA

murines HPRT HPRT p1 rev GGG GCT GTA CTG CTT AAC CAG
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Abbildung C.1: cDNA-Sequenz der Myopodinisoform e. Die Sequenz wurde in der EMBL-Datenbank
mit der Accession Number FN422000 hinterlegt. Die Übersetzung des ORFs ist im Single-Letter-Code
angegeben. Das entsprechende Protein hat die Accession Number CAZ66141.
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Abbildung C.1 (Fortsetzung)
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Abbildung C.2: cDNA-Sequenz der murinen Tritopodinisoform d. Die Exons, die für die Amplifikation
aus muriner Skelettmuskel-cDNA verwendeten Primer sowie die durch Sequenzierung des in pGEMT-T
klonierten PCR-Produktes erhaltene Sequenz sind markiert. Die Übersetzung des ORFs ist im Single-
Letter-Code angegeben. Das entsprechende Protein hat eine vorhergesagte molare Masse von 32 kDa.



Anhang D

Vektorkarten
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Abbildung D.1: Vektorkarte pET23aEEF
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Abbildung D.2: Vektorkarte pET23aT7
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Abbildung D.3: Vektorkarte pLexPd
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Abbildung D.4: Vektorkarte pACT2. Der Vektor pACT2Pd entstammt dem Umbau des dargestellten
pACT2-Vektors, dem eine andere MCS eingefügt wurde, die das Klonieren über die Restriktionsenzyme
MluI bzw. XhoI und SalI ermöglichte.
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Abbildung D.5: Vektorkarte pMypG
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Abbildung D.6: Vektorkarte pAMC
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Abbildung D.7: Vektorkarte pGEM-T


