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1.Einleitung 

 

1.1.Myotubuläre Myopathie 

 

 

 

Die Myotubuläre Myopathie ist eine schwere angeborene Muskel-

schwäche mit einem charakteristischen histologischen Phänotyp: die 

Muskelfasern ähneln fetalen Myotuben. Daraus leitet sich auch der 

Name ab. Erstmals wurde sie 1969 von Van Wijngaarden et al. be-

schrieben. Es gibt autosomal-rezessive, autosomal-dominante und X-

chromosomal vererbte Formen.  

Am besten erforscht und auch am häufigsten ist die geschlechtsge-

bundene Form, um die es in der Arbeit geht: Die X-gebundene Myo-

tubuläre Myopathie (XLMTM). Das Gen MTM 1 wurde auf Xq28 lokali-

siert und kodiert für das Protein Myotubularin (Laporte et al., 1998). 

 

1.1.1 Klinisches Bild 

 

Bereits in der Schwangerschaft kann sich die Myotubuläre Myopathie 

durch ein Polyhydrammnion und verringerte fetale Bewegungen be-

merkbar machen. Häufig kommt es auch zu Aborten und Totgeburten 

(Laporte et. al., 1997). Die Kinder, die auf die Welt kommen, fallen 

durch eine ausgeprägte Hypotonie und Tetraplegie auf (man bezeich-

net dies auch als „floppy baby“-Syndrom) und müssen oft beatmet 

werden. Einige Fälle mit teilweise milder Symptomatik und einer Ver-

besserung der Atmung im 1. Lebensjahr überleben bis ins  Jugend- 

und Erwachsenenalter. Frauen fungieren als Konduktorinnen und zei-

gen nur sehr selten klinische Symptome (Walgren-Petterson et al., 

1995). 
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          Abb. 1.1:  Atrophie des Pektoralismuskels eines milde  

          betroffenen Patienten (Barth et al. 1998) 

 

 

1.1.2 Histopathologie und Grundlagen der Muskeldifferenzie-

rung 

 

In der Muskelbiopsie erkennt man Muskelfasern mit einem zentralen 

Kern, umgeben von einem Hof, in dem zwar Mitochondrien, aber kei-

ne kontraktilen Elemente enthalten sind. Dieses Bild erinnert stark an 

fetale Myotuben und hat zu der These geführt, dass  die Krankheit 

entweder durch eine Arretierung der normalen Muskelentwicklung, 

einen Defekt in der Innervation oder  sehr wahrscheinlich einen De-

fekt in der strukturellen Organisation der Muskelfasern (J. Laporte et 

al. 2000) hervorgerufen wird.  

 

Um dieses histopathologische Bild einordnen zu können, ist es nötig, 

die grundlegenden Mechanismen der Muskeldifferenzierung zu ken-

nen. Die Muskeln von Vertebraten entstehen aus Myoblasten. My-
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oblasten sind Zellen des Mesoderms und erfahren durch Induktions-

faktoren ihre spätere Differenzierung. Die Myoblasten stellen ihre Pro-

liferation ein und fusionieren miteinander, wobei die Myotuben ent-

stehen. Myotuben sind somit vielkernige, syncytiale Zellverbände.  

Im gesunden Muskel befinden sich zwischen den Muskelfasern noch 

einige Myoblasten, damit im Falle einer Verletzung der Muskel rege-

neriert werden kann. Im reifen Muskel liegen die Zellkerne peripher, 

während sie in unreifen Myotuben noch zentral liegen (Alberts et al., 

1995). Bei der Myotubulären Myopathie allerdings liegen die Kerne 

auch im Muskel der Neugeborenen noch zentral, was dafür spricht, 

dass die Entwicklung des Muskels in einer fetalen Phase arretiert 

wurde (Laporte et al., 2000). Eine Muskelzelle hat im Gegensatz zu 

anderen Zellen sehr viele charakteristische Proteine, die  funktionell 

wichtig sind, z.B. Actin, Myosin, Tropomyosin und Troponin (für die 

Kontraktion des Muskels), Kreatin-Phosphokinase und Acetylcholin-

Rezeptoren (Alberts et al., 1995) u.v.a.m. In unreifen Myoblasten 

sind diese Proteine noch nicht vorhanden,  ihre Expression muss also 

im Zuge der Fusion zu Myotuben aktiviert werden. Dies geschieht 

durch Regulatorgene, die einen muskelspezifischen Gensatz aktivie-

ren (Lawrence et al., 1989). Dazu gehören z.B. die vier myogenen 

bHLH (basic Helix Loop Helix)-Proteine MyoD (Davis et al., 1987), 

Myogenin (Wright et al., 1987), Myf5 (Braun et al., 1989) und MRF4 

(Rhodes et al., 1989).  

Das histopathologische Bild der zentral-ständigen Kerne unterstützt 

die These einer Reifungsstörung des Muskels. Anhand der folgenden 

Abbildung 1.2 wird noch einmal schematisch der Unterschied  zwi-

schen einem normalen Muskel und der Veränderungen bei myotubu-

lärer Myopathie deutlich: 
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Abb. 1.2: Normale Myogenese und Muskelquerschnitt im 

Vergleich zu einem Muskelquerschnitt bei myotubulärer 

Myopathie (Laporte et al., 2001) 

 

 

1.1.3 Diagnose, Behandlung und Prognose 

 

Die Diagnose der Myotubulären Myopathie ruht auf mehreren Säulen: 

Zum einen auf den klinischen Symptomen des Kindes, wie sie bereits 

weiter oben erwähnt wurden. Wegen des frühen Todes und der Ähn-

lichkeit der Symptome zu anderen Krankheiten, wie z.B. der congeni-

talen myotonen Dystrophie oder der spinalen Muskelatrophie, fällt die 

klinische Diagnose allerdings häufig schwer. 

Zum anderen entnimmt man eine Muskelbiopsie für eine histopatho-

logische Untersuchung. Näheres dazu findet sich im obenstehenden 

Abschnitt. 
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Dazu kommen in letzter Zeit molekulargenetische Methoden zum Ein-

satz, d.h. eine Mutationsanalyse der gesamten kodierenden Sequenz 

des MTM1-Gens. Zunächst werden meist die Exone 3, 4, 8, 9,11 und 

12 untersucht, da dort erfahrungsgemäß die meisten Mutationen zu 

erwarten sind. Man nennt diese Regionen deshalb auch „hot-spot“-

Regionen. 

Die Behandlungsmöglichkeiten der Patienten sind sehr eingeschränkt. 

Kurative Ansätze gibt es noch nicht; es kann nur versucht werden, 

die Kinder intensiv-medizinisch zu betreuen, um über die erste labile 

Phase hinwegzukommen. 

 Die Krankheit  hat eine hohe Letalität. Die meisten Patienten ver-

sterben bereits im ersten Lebensjahr. Nur etwa 14% überleben ohne 

weiterhin auf eine künstliche Beatmung angewiesen zu sein (Laporte 

et al. 2000). Wie bereits erwähnt, gibt es einige wenige Patienten, die 

mit dieser Krankheit erwachsen werden und eine befriedigende bis 

fast normale Lebensqualität haben (Barth et al., 1998). Dies ist mög-

licherweise auf  Art und Lage der Mutation zurückzuführen, auffallend 

ist z.B., dass die Mutationen R241C (Buj-Bello et al., 1999) oder 

R520X  recht häufig mit einem milden Phänotyp einhergehen. Missen-

se-Mutationen und kleine Deletionen außerhalb der PTP und SID Do-

mäne (siehe unten) führen zu einer relativen normalen Menge Myo-

tubularin und so wahrscheinlich zu einem milderen Phänotyp (Laporte 

et al. 2000). 

 

 

1.2 Das Gen hMTM 1 und die Myotubularin Genfamilie 

 

1.2.1 Die Myotubularin Gen- und Proteinfamilie 

 

Die Myotubularine  stellen eine große Familie eukaryotischer Lipid-

Phosphatasen und Anti-Phosphatasen dar und bestehen aus mindes-
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tens 10 Genen im menschlichen Genom, je 6 in Drosophila melano-

gaster und Caenorhabditis elegans, und einem in Hefe (siehe Abb. 

1.3). Beim Menschen gibt es die Gene hMTM1 sowie hMTMR1-9 

(MTMR = MTM related). hMTMR8 und 9 sind noch kaum erforscht. Al-

le diese Gene werden ubiquitär exprimiert, mit Ausnahme von 

hMTMR7, das gehirnspezifisch ist. Während Mutationen im hMTM1 zur 

X-chromosomalen Myotubulären Myopathie führen, wurde kürzlich 

entdeckt, dass  eine rezessive Form der Charcot–Marie–Tooth Krank-

heit durch Mutationen im nah verwandten hMTMR2-Gen  verursacht 

wird. 

 

 

Abb.1.3: Eine Übersicht über die Myotubularin Genfamilie  

(Laporte et al., 2001) 

 

Fast alle Mitglieder der Protein-Familie besitzen eine 10 Aminosäuren 

(AS) lange Konsensus-Region mit den  Domänen von PTPs (Phospho-

Tyrosin-Phosphatasen), DSPs (dual-spezifischen Phosphatasen) und 

Lipidphosphatasen wie z.B. PTEN.  
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Eine weitere charakteristische Domäne der Myotubularin-Familie ist 

die SID (SET-interacting-domain). SET steuert die  Expression von 

nukleären Proteinen, die Chromatinstruktur- und organisation, und 

die Transkription. 

Eine Untergruppe der Myotubularin-Familie hat kein katalytisches Cy-

stein im aktiven Zentrum und somit keine enzymatische Aktivität. 

Man bezeichnet sie als Anti-Phosphatasen, da man annimmt, dass sie 

an das Substrat binden und es vor Dephosphorylierung schützen. 

(Laporte et al., 2001). 

 

1.2.2 Das Gen hMTM1 

 

Das hMTM1-Gen besteht aus 15 Exonen und kodiert für die 603 AS 

des Proteins Myotubularin. Es ist auf Xq28 lokalisiert. Mutationen in 

diesem Gen führen, wie bereits erwähnt, zu der Krankheit Myotubulä-

re Myopathie. Insgesamt wurden bereits über 130 verschiedene 

krankheitsbezogene Mutationen des MTM1-Gens festgestellt, die auf 

allen Exonen, außer dem ersten und dem letzten, liegen. Eine Häu-

fung ist allerdings in den Exonen 3,4,8,9,11 und 12 festzustellen, 

weshalb diese bei der molekulargenetischen Untersuchung auch zu-

erst untersucht werden. 

Start- und Stop-Codon befinden sich in den Exonen 2  bzw. 15. 

Die meisten Mutationen sind „missense“-Mutationen, besonders häu-

fig findet man dabei einen Austausch von CpG-Nukleotiden vor allem 

in den Exonen 8 und 12 und in Exon 11, das für das aktive Zentrum, 

die PTP Domäne, kodiert. Mutationen können auch die bereits er-

wähnte SID Domäne betreffen, die von den Exons 12 und 13 kodiert 

wird (Laporte et al., 1996,1997,2001). In Abbildung 1.4 sind viele der 

bekannten Mutationen des MTM1 Gens dargestellt (Laporte et al. 

2000) 
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Abb. 1.4: Eine Übersicht über das MTM 1 Gen mit seinen Mu-  

tationen, der genomischen Struktur  und den bekannten 

Protein-Domänen (Laporte et al. 2000) 
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1.3 Das Protein Myotubularin 

 

Myotubularin wird ubiquitär im Körper exprimiert, zeigt aber ein mus-

kelspezifisches Transkript, das durch eine differentielle Polyadenylie-

rung entsteht. Myotubularin ist hochkonserviert in S. cervisia und C. 

elegans. Das ist sehr erstaunlich für ein Protein, das für eine muskel-

spezifische Krankheit beim Menschen verantwortlich ist.  

 

1.3.1 Proteinphosphatasen 

PTPs und DSPs sind Enzyme, die  Proteine phosphorylieren. Sie sind 

Teil eines komplexen Netzwerks der Signaltransduktion in der Zelle. 

Bei vielen Signalproteinen spielt der Phosphorylierungszustand die 

entscheidende Rolle für ihre Funktion. Protein-Kinasen hängen eine 

Phosphatgruppe an ein Protein an, während Protein-Phosphatasen sie 

wieder abspalten. Bei den Proteinphosphatasen unterscheidet man 

Phospho-Tyrosin-Phosphatasen, die für Tyrosinphosphat spezifisch 

sind und die Phosphatasen, die Serin/Threonin-Phospho-ester de-

phosphorylieren. Eine Untergruppe der PTPs sind die sogenannten 

doppelspezifischen Phosphatasen, die beide Substrate dephosphory-

lieren können (Denu et al., 1996). PTPs benötigen keine Metallionen 

für ihre Enzymaktivität. Sie können sowohl frei im Cytosol als auch 

membrangebunden vorkommen und kontrollieren Zellzyklusregulati-

on und Signaltransduktion (Tonks et al., 1996).  PTPs haben eine 

konservierte katalytische Domäne von ca. 11 AS, die das Motiv 

(I/V)HCxAGxxR(S/T)G im aktiven Zentrum hat (Fischer et al., 1991). 

Die enzymatische Katalyse von PTPs funktioniert wahrscheinlich über 

3  katalytische Aminosäuren. Zwei davon sind im Konsensusmotiv des 

aktiven Zentrums lokalisiert, und zwar ein nukleophiles Cystein, wel-

ches das Phosphat bindet und mit ihm eine kovalente Thiophosphat-
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Übergangsbindung bildet, und ein Arginin, das bei der Phosphatbin-

dung und Katalyse unterstützt und den Komplex stabilisiert. Eine drit-

te Aminosäure befindet sich ca. 30 AS weiter N-terminal, es handelt 

sich dabei um ein Aspartat (Laporte et al., 2001) 

 

 

1.3.2 Aufgaben und Wirkungsmechanismus von Myotubularin 

Im Myotubularin lassen sich die beiden ersteren katalytischen AS i-

dentifizieren, problematisch wird es beim Aspartat, das im Myotubula-

rin 100 AS entfernt liegt. Dieses Aspartat befindet sich im Myotubula-

rin in einem hochkonservierten Asp-Ala-Arg-Motiv, anstatt in  einem 

Tyr-Pro-Asp-Kontext wie in den PTPs. (Laporte et al., 2001)  

Aufgrund dieser Struktur wurde ursprünglich angenommen, dass My-

otubularin einer neuen Familie von doppelspezifischen Phosphatasen 

angehört, zumal es auch das artifizielle Substrat pNPP (para-

Nitrophenolphosphat) dephosphorylisiert (Laporte et al., 2000), wenn 

auch nicht sonderlich gut, wie später in der Arbeit gezeigt wird. Die 

Phosphatase-Aktivität des Myotubularins kann aber erstaunlicherwei-

se nur durch Tyrosinphosphatase-Inhibitoren (Vanadat), nicht aber 

durch Serin/Threonin Phosphatase-Inhibitoren unterdrückt werden 

(Laporte et al, 1998).  

 

In letzter Zeit wurde die These, dass Myotubularin eine  doppelspezi-

fische Phosphatase ist, allerdings mehrmals angezweifelt und inzwi-

schen auch widerlegt (Laporte et al. 2001). Es ist vielmehr zu vermu-

ten, dass Myotubularin als physiologisches Substrat Phosphatidylino-

sitol 3-phosphat (PI3P)  umsetzt und somit eine Lipidphosphatase ist 

(Laporte et al. 2001). Phosphoinositide werden von PI3P-Kinasen 

produziert, und spielen eine Schlüsselrolle in diversen zellulären Vor-

gängen, wie z.B. Antworten auf extrazelluläre Agonisten, Wachstum, 
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Überleben der Zelle, Organisation des Zytoskeletts, Differenzierung 

und Membrantrafficking (Laporte et al, 2001).  

Es wurde neuerdings gezeigt, dass Myotubularin PI3P, und in schwä-

cherem Ausmaß auch PI4P, sowohl in vitro als auch in vivo sehr viel 

besser dephosphoryliert als pNPP (Taylor et al., 200). Dies würde be-

deuten, dass die Myotubuläre Myopathie durch eine Störung im PIP-

Pathway verursacht sein könnte. 

 

Es wurde auch festgestellt, dass das Motiv des aktiven Zentrums von 

Myotubularin hohe Ähnlichkeit mit Lipidphosphatasen wie PTEN und 

Sac1P hat (Laporte et al. 2001). Aufgrund der vorhandenen SID-

Domäne schloß man anfänglich auf eine nukleäre Lokalisation von 

MTM1. Dies passt aber nicht zu seiner Funktion als PI3P-Phosphatase, 

da das PI3P sich in Lipidvesikeln an der Zellmembran befindet. In 

Tests wurde folglich nachgewiesen, dass das Myotubularin vor allem 

im Cytoplasma anzutreffen ist. (Taylor et al. 2000). 

Es wird auch vermutet, dass Myotubularin nicht nur PI3P dephospho-

ryliert, sondern dass es auch die PI3-Kinase VPS34 hemmt. VPS34 

wird von VPS15, einer Seronin-Threonin- Kinase aktiviert und  trans-

feriert Phosphatgruppen an Phosphatidylinositolphosphate (Buj-Bello 

et al. 1999). Somit würde Myotubularin praktisch auf 2 Wegen den 

PI3P-Level regulieren. 

 

 

1.4  Zielsetzung der Arbeit 

Da der direkte Nachweis von Myotubularin in Muskelbiopsien 

von Patienten aufgrund der sehr niedrigen Expression weder 

durch immunhistochemische Methoden noch im Western-Blot 

oder durch einen spezifischen Enzymtest gelingt, steht ein 

funktioneller Test für die gefundenen Genmutationen nicht 
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unmittelbar zur Verfügung. Der zelluläre Phänotyp einer be-

stimmten Mutation bleibt daher in der Regel unklar.  

Es sollte versucht werden, zunächst Wildtyp-Myotubularin im 

bakteriellen System zu exprimieren, im Western-Blot nachzu-

weisen und die Phosphatase-Enzymaktivität in vitro zu mes-

sen. Durch die Einführung von vier verschiedenen Mutationen 

durch in vitro-Mutagenese sollte dann Wildtyp-Protein (WT) 

und mutierte Proteine miteinander verglichen werden. Mit ei-

nem solchen Test stünde dann ein funktioneller Test für jed-

wede gefundene Sequenzvariante zur Verfügung.  
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2. Material  

  

2.1 Allgemeine Stammlösungen 

 

2.1.1 Nährmedien 

 

LB: für 1 l 

� 10 g Tryptone 

� 5 g Hefeextrakt 

� 10 g NaCl 

� pH auf 7,6-8,0 mit HCl oder NaOH 

� mit a.d. auffüllen 

Die Mischung wurde dann 2 h autoklaviert um Keimfreiheit zu 

erreichen. 

 

T-Broth: 

1.  

� 12 g 

� 24 g Yeast Extract 

� 4 ml Glycerol 

� ad 900  ml H2O 

 

2.  

� 12,6 g K2HPO4 

� 2,31 g KH2PO4 

� ad 100 ml H2O 

 

Beide Ansätze wurden 2 h autoklaviert und dann gemischt. 
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Zusätze  Stammlösung Arbeitskonzentration 

Ampicillin 25 mg/ml 

Ampicillin-

Natriumsalz in H2O  

50 µg/ml 

Kanamycin 40 mg/ml 50 µg/ml 

Tetracyclin 12,5 mg/ml gelöst 

in 70% Ethanol 

15 µg/ml 

IPTG  1 M IPTG in H2O 0,25mM-1mM 

 

Die Stammlösungen wurden sterilfiltriert und dann bei –20°C 

gelagert. 

Herstellung von LB Agarplatten: auf 1l LB Medium gab man 15g 

Bactoagar 

 

2.1.2 Puffer und Stammlösungen für die PCR 

 

1x Puffer:  

� 100 µl 10x PCR-Puffer 

� 160 µl dNTP-Stammlösung 

� 30 µl MgCl2 

� 630 µl H2O 

 

dNTP-Stammlösung: 

� je 12,5 µl 100 mM ATP, CTP, GTP und TTP 

� ad 950 µl H2O 

 

2.1.3. Puffer für die horizontale Gelelketrophorese 

 

50x TAE: 

� 2 M Tris-HCl pH = 8,3 
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� 1 M Essigsäure 

� 0,5M EDTA pH = 8,0 

 

10x Stopppuffer: 

� 50% Saccharose (w/v) 

� 0,1% Bromphenolblau 

� 0,1M EDTA 

 

 

2.2 Bakterienstamm 

 

Die E. coli Zelle M 15 besitzt als eigenes  Plasmid das pREP4. Es 

produzierte das lac-Repressor Protein, welches sich an den lac-

Operator bindet und diesen aktiviert. Ausserdem ist auf dem 

bakterieneigenen Plasmid noch eine Kanamycin Resistenz codiert, so 

dass es sich für eine optimale Selektion empfahl,  beide Antibiotika 

zuzugeben. 

 

Escherichia-coli 

Stamm 

Genotyp Herkunft 

M 15 [pRep4] NalSStrS rifS lac- 

ara- gal- mtm1 F- 

re- cA+ uvr+ Kanr 

(auf pRep4) 

Quiagen 

 

 

2.3 Vektor   

 

Das MTM 1 Gen sowie die Mutanten wurden in den Vektor pQE 30 

einkloniert. Der Vektor wurde von der Firma Quiagen bezogen. Die 
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Einklonierung  erfolgte über eine BamH1 Schnittstelle. Der Vektor 

hatte eine Größe von 3,4 kb und verfügte über einen T5 Promotor, 

der für die Expression des Gens verantwortlich war. Der Promoter 

wurde von 2 lac-Operatoren, an welche die lac-Repressoren binden, 

unterdrückt so daß das Protein unter normalen Umständen nicht 

exprimiert wurde. 

Durch die Zugabe von IPTG wurden die lac-Operatoren supprimiert,  

und somit stand einer Produktion des aktiven Enzyms nichts mehr im 

Wege.  

An die 5’ oder an das 3’ Ende der Klonierregion war ein 6xHis Tag 

angefügt. Diese 6 Histidine waren essentiell für eine spätere 

Aufreinigung des Fusionsproteins über Nickelsäulen. Weiterhin 

enthielt der Vektor eine Ampicillin Resistenz, so dass durch die 

Zugabe dieses Antibiotikums zum Nährmedium gezielt selektioniert 

werden konnte. 

 

 

2.4 Oligonukleotide 

 

Die Oligonukleotide wurden von der Firma MWG Biotech AG bezogen 

 

2.4.1 PCR Primer 

 

BamH1F CGA GAG GAT CCA GGA TGG 

CTT C 

BamH1R GCC AGG GAT CCC CCT AAG 

AAG TGA 

MTM1-1049F TCA AGC TCG TTT TGA CAG GA 

MTM1-1348rev TTG AGA TTT GCC ACA CAC AA 
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2.4.2 Sequenzierprimer 

 

MTM1-seq656ff (für R-241C) TTT TGG TGG TTC CGT ATC GT 

MTM1-seq1119ff (für Y-397C) GAG CCA TTC AAG TAG CAG A 

MTM1-seq1360rev (für W-

379X) 

AGA ACG GTC AGC ATC GGT 

MTM1-seq1494ff (für R-520X) CAA CTG TGA ATC TGC TCG A 

 

 

3. Methoden 

 

3.1 Molekularbiologische Methoden 

 

3.1.1 Polymerase-Kettenreaktion: PCR (Polymerase Chain 

Reaction) 

(Saiki et al., 1988) 

 

Die PCR ermöglichte in vitro die exponentielle Amplifikation einer 

bestimmten DNA 

Segmentes. Dieses musste zwischen zwei Regionen mit bekannter 

Sequenz liegen. Dafür benötigte man spezifische Primer, die 

komplementär zu den Enden des zu amplifizierenden Segments 

waren. Thermostabile DNA-Polymerasen synthetisierten dann 

ausgehend von diesen flankierenden Bereichen den komplementären 

Strang der Zielregion. Ein PCR Zyklus setzte sich aus 3 Phasen 

zusammen: 

1. Denaturierung: Die doppelsträngige DNA wurde bei einer 

Temperatur von 95 °C in Einzelstränge aufgetrennt. 
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2. Annealing:  Die Temperatur wurde abgesenkt auf 50-65°C 

(abhängig vom CG/TA Gehalt des Primers) und die spezifischen 

Primer konnten an ihre komplementären DNA-Sequenzen binden. Die 

optimale Annealingtemperatur lag 2-5 °C unter dem niedrigeren Wert 

der Schmelztemperatur Tm der beiden Primer. Diese ließ sich 

näherungsweise anhand folgender Formel berechnen: 

                           Tm = 2x(A+T) + 4x(G+C) [°C] 

3. Elongation: Ausgehend von diesen kurzen doppelsträngigen 

Bereichen synthetisierten die Polymerasen die zu ampflifizierende 

DNA 

 

Dieser Zyklus wurde in einem PCR Thermocycler 30-35 mal 

durchlaufen, dabei kam es zu einer exponentiellen Vermehrung des 

DNA-Fragmentes. 

 

 

25 µl PCR Standardansatz: 

� 1µl DNA-Template (50-500 ng/µl) 

� 0,3 µl Primer 1 (20 pmol/µl) 

� 0,3 µl Primer 2 (20 pml/µl) 

� 0,3 µl Taq-Polymerase (5 U/µl) 

� ad 25 µl 1x Puffer 

 

Die PCR wurde unter folgenden Bedingungen durchgeführt: 

 

Schritt Temperatur Dauer 

Denaturierung 95°C 5 min 

35 Zyklen mit 

jeweils: 

 

 

 
95°C 

 

 

 
40 sec 
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Denaturierung 

 
Annealing 

 
Elongation 

 
 

Variabel 

 
72°C 

 
 

30 sec 

 
1 min/kb 

 
 

Extension (last 

delay) 

72°C 5 min 

 

Wichtig war es, die Proben mit einem Tropfen Paraffin zu versiegeln 

bevor man sie in den Thermocycler gab, um ein Verdampfen der 

Probe bei den hohen Temperaturen zu vermeiden. 

Das erhaltene Amplifikationsprodukt wurde dann anschließend auf 

einem Agarosegel analysiert. 

 

 

3.1.2 Minipräparation der Plasmid DNA 

 

Da die Konzentration des ligierten Plasmids nicht ausreichte um eine 

PCR Bande zu erzeugen, wurde zur Aufreinigung und zur Erhöhung 

der Konzentration und der Reinheit des Plasmids eine Minipräparation 

einer Bakterienkultur durchgeführt. Dies geschah mit dem Rezept des 

QuantumPrep Plasmid Miniprep Kit von der Firma Bio Rad.  

 

 

3.1.3 Auftrennung von DNA-Fragmenten mittels horizontaler 

Gelektrophorese 

 

Die horizontale Agarosegelelektrophorese ist eine Standardmethode 

zur Auftrennung von DNA-Fragmenten. Die Phosphatgruppen der 
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DNA waren unter elektrophoretischen Bedingungen ionisiert und 

bewegten sich deshalb in einem elektrischen Feld von der Kathode zu 

Anode. Dabei erfolgte eine Auftrennung nach ihrem Molekulargewicht. 

Zur Detektion der DNA wurde das Geld mit Ethidiumbromid (10 

mg/ml) versetzt, welches zwischen die Basen der DNA eingelagert 

wurde und nach Anregung mit UV-Licht fluoreszierte. 

 

Je nachdem wie groß das aufzutrennende DNA Molekül war, wählte 

man unterschiedliche Agarosekonzentrationen im Bereich von 0,5-

2%. Je größer das Molekül desto geringer sollte man die 

Agarosekonzentration halten, da es sonst sehr lange dauerte, bis sich 

die DNA Fragmente bewegten. Das Gel lief dann bei einer Spannung 

von 80-140 V für 30-90 Minuten. Anhand eines aufgetragenen 

Markers konnte man dann im UV-Licht im Vergleich die Größe des 

amplifizierten Stückes ablesen. 

 

3.1.4 UV-Spektrophotometrie zur Nukleinsäure-

Konzentrationsbestimmung 

 

Die Konzentration von Nukleinsäuren ließ sich spektrophotometrisch 

durch Messung der Extinktion bei 260 nm bestimmen. Zusätzlich 

wurde eine Messung bei 280 nm, dem Absorptionsmaximum von 

Proteinen, durchgeführt. Der Reinheitsgrad einer Nukleinsäure wurde 

durch den Quotienten OD260nm : OD 280 nm berechnet und sollte 

zwischen 1,5 und 2,0 liegen. Werte außerhalb dieser Grenze deuteten 

auf eine Proteinverunreinigung hin. 

Eine Absorption A260nm=1,0 entsprach einer DNA-Konzentration von 

50 µg/ml (doppelsträngige DNA). Die DNA-Konzentration ließ sich 

daher nach folgender Formel berechnen: 

 

A260nm x Verdünnungsfaktor x 50 = DNA-Konzentration [µg/ml]  
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Bei einzelsträngigen Oligonukleotiden (z.B. Primer) galt: 

 

A260nm x Verdünnungsfaktor x 30 = DNA-Konzentration [µg/ml] 

 

 

3.1.5 Herstellung elektrokompetenter Zellen 

 

400 ml LB Medium wurden mit 4 ml einer Übernachtkultur angeimpft 

und bis zu einer OD600nm= 0,5-0,6 bei 37°C und 225 rpm inkubiert. Je 

200 ml wurden in vorgekühlte Zentrifugenbecher gefüllt und 15 min 

bei 4000 rpm pelletiert. Das Medium wurde dann möglichst 

vollständig abgenommen und die Zellen zweimal in 400 ml eiskalten 

H2O und einmal mit gekühltem 10% Glycerin gewaschen. Das Pellet 

wurde schließlich in 400-500 µl 10% Glycerin aufgenommen. In 

einem Ethanol Trockeneisbad wurde es dann in 50 µl Portionen 

aliquotiert und bei –70°C gelagert. 

 

3.1.6 Elektrotransformation von Plasmid-DNA in 

elektrokompetente E-coli Zellen 

 

Zunächst mussten die Küvetten gut gereinigt werden und für 5 min 

auf dem UV-Transilluminator bestrahlt werden. Danach stellte man 

die Küvetten und den Schlitten des Gene Pulser-Gerätes auf Eis. Pro 

Transformationsansatz benötigte man eine Portion 

elektrokompetenter Zellen (50 µl), die aufgetaut werden mussten. Zu 

diesen Zellen gab man 1 µl des Vektors (Plasmid) und inkubierte das 

ganze 1 min auf Eis. Dann pipettierte man die Mischung luftblasenfrei 

in die Küvette und stellte diese in den Schlitten. Es wurde so schnell 

wie möglich am Gerät ein Impuls ausgelöst. Bei dem von uns 

verwendeten Gene Pulser waren das folgende Einstellungen:  
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� 2,5 kV 

� 25 µF 

� 200Ω 

 

Nach dem Auslösen des Pulses wurde sofort 1 ml LB-Medium zu den 

Zellen gegeben. Der Ansatz wurde dann in ein 2 ml Reaktionsgefäss 

pipettiert und für 60 min bei 225 rpm und 37°C inkubiert. 

Anschließend plattierte man 50-200 µl auf LB-Agarplatten mit dem 

entsprechenden Antibiotikazusatz aus und inkubierte das ganze über 

Nacht in einen 37°C Brutschrank. 

Am nächsten Morgen wurden einzelne Klone gepickt, zu 200 µl LB mit 

entsprechender Menge Ampicillin und Kanamycin hinzugefügt und für 

einige Zeit im Brutschrank inkubiert. Durch PCR-Amplifikation konnte 

festgestellt werden, ob die Transformation erfolgreich war. 

 

3.1.7 Nukleotidsequenzanalyse nach der Didesoxymethode 

(Sanger et al., 1977) 

 

Für dieses Verfahren  verwendeten wir den  „Thermo- Sequenase 

radio-labelled terminator sequencing Kit“ der Firma Amersham. 

Die Sequenzierung von DNA beruhte auf dem Kettenabbruch Prinzip 

durch Didesoxy-nukleotide. Die Elongation des 3’-Endes eines 

Sequenzierprimers wurde durch eine DNA-Polymerase katalysiert und 

durch den Einbau eines der vier ddNTPs (di-desoxy Nukleotid Tri-

Phosphat), die mit α-33 P (ß strahlendes Isotop von Phosphor) 

markiert waren, abgebrochen. Vier getrennte Reaktionen, je mit 

einem der vier ddNTP (ddA, ddC, ddG, ddT), wurden auf einem 

Polyacrylamidgel aufgetrennt und eine Autoradiographie zum Lesen 

der Sequenz angefertigt.  
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5 µl PCR-Produkt wurden mit 1 µl Shrimp Alkalischer Phosphatase 

(2U/µl) und 1 µl  Exonuclease (10U/µl) für den Verdau der restlichen 

PCR-Primer und die Inaktivierung der Nukleotide versetzt und 30 min 

bei 37°C inkubiert. Anschließend erfolgte die Inaktivierung der 

Enzyme durch Inkubation bei 80°C für 20 min. 

Bei dem Einsatz von Plasmid-DNA ohne vorhergehende PCR war die 

Behandlung mit Shrimp alkalischer Phosphatase und Exonuclease 

nicht nötig. 

Als Reaktions-Mastermix wurden pro Klon in einem Reaktionsgefäß 

zusammenpipettiert: 

 

� 2 µl 10x Reaktionspuffer 

� 3 µl behandeltes PCR Produkt (bzw. Plasmid) 

� 1 µl Primer (20 pmol/µl) 

� 2µl Thermo Sequenase (4U/µl) 

� 12 µl H2O 

 

Hiervon wurden je 4,5 µl in vier mit je A,C,G,T beschriftete Caps 

pipettiert. Zu diesem Mix wurden je 2,5 µl des jeweiligen 

Terminations Mastermix zugegeben, der sich wie folgt 

zusammensetzte: 

 

� 0,5 µl [α-33P]ddNTP 

� 2 µl dGTP (bzw. dATP, dCTP oder dTTP) Mastermix 

Der komplette Ansatz wurde mit Paraffinöl überschichtet und unter 

folgenden Bedienungen in einem Thermocycler sequenziert: 

1. 3min      95°C 

2. 40 Zyklen mit je: 

� 30 s       95°C 

� 30 s       60°C 

� 2min      72°C 
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3.  7 min      72°C 

 

Zu jedem Ansatz wurden 4 µl Probenpuffer pipettiert: 

� 95 % Formamid 

� 20 mM EDTA 

� 0,05% Bromphenolblau 

� 0,05% Xylencyanol 

 

Danach wurden die Proben 5 min auf 95°C erhitzt und 2,5 µl davon 

auf ein Sequenziergel aufgetragen und elektrophoretisch aufgetrennt 

 

3.1.8 Auftrennung von DNA-Molekülen durch vertikale 

Polyacrylamid-Gelelektrophorese 

 

10x TBE Puffer: 

� 109,03 g Tris-HCl 

� 55,62 g Borsäure 

� 9,31 g EDTA 

� auf 1 l mit H2O auffüllen.  

� pH bei 8,0 

 

SequaGel-6-Fertiglösung (Biozym): 

� 6% Polyacrylamid 

� 0,1M Tris-Borat 

� 2mM EDTA 

� 8,3M Harnstoff 

 

Für die hochauflösende Auftrennung von DNA- Fragmenten, z.B. bei 

Sequenzierungen, wurde ein 6%iges denaturierendes 

Polyacrylamidgel verwendet. Mit dieser Methode liessen sich 
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Größenunterschiede von einer Base zwischen zwei benachbarten 

DNA-Banden nachweisen. 

Zur Herstellung des Polyacrylamidgels wurden 2 saubere, mit 70% 

EtOH entfettete und anschließend mit Dichlordimethylsilan (2%ige 

Lösung in 1,1,1-Trichlorethanol) silanisierte Glasplatten seitlich mit 1 

mm dicken Spacern auseinandergehalten und mit Klammern fixiert. 

Anschließend wurden in einem Becherglas 60 ml SequaGel-

Fertiglösung und 180 µl APS gemischt und möglichst schnell und 

luftblasenfrei zwischen die liegenden Glasplatten gegossen. Für einen 

geraden Abschluss wurde am oberen Ende ein Haifischkamm 

zwischen die Platten geklemmt. Nach der Polymerisation des Gels 

wurde der Kamm entfernt, die Platten mit dem Gel in die 

Elektrophoreseapparatur eingespannt und die obere und untere 

Pufferkammer mit 1x TBE gefüllt. Danach wurden die Zähne des 

Kammes in die gerade Oberfläche des Gels gedrückt. Die 

vorbereiteten radioaktiv markierten Proben konnten dann in die 

Taschen des Kammes geladen werden. Die Elektrophorese erfolgte 

bei 2000V, 75W, 250mA für 60-200 min. Im Anschluss wurde das Gel 

auf Whatmanpapier in einem Vakuum Geltrockner für 60 min bei 

80°C getrocknet und dann in einer Expositionskassette mit einem 

Röntgenfilm inkubiert. Nach 1-3 Tagen wurde der Film entwickelt. 

 

 

3.2 Protein - biochemische Methoden 

 

3.2.1 Überexpression von Proteinen in E.coli M15 

 

Lysepuffer: 

� 35 mM NaH2PO4, pH 7,7 

� 300 mM NaCl 

� 5mM Imidazol 
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Die Überexpression von Proteinen erfolgte mit Hilfe des Vektors 

pQE30, in dem die Proteinexpression durch IPTG induziert wurden. 

Das Regulationssystem war eine Modifikation des lac-Operons. Der 

starke Promoter erforderte für eine stabile Weitergabe einen E.coli-

Stamm (M15), der ein zusätzliches Plasmid (pRep4) für den lac 

Repressor besitzt. Auf diesem Plasmid befand sich auch eine 

Kanamycin Resistenz.  

 

Die mit dem Vektor pQE30 transformierten Klone wurden in je 3 ml 

LB Medium (100 µl/ml Ampicillin, 25 µg/ml Kanamycin) überführt und 

über Nacht bei 37°C und 225 rpm inkubiert. 

Am nächsten Tag wurden 100 ml LB-Medium und Antibiotika mit 2 ml 

der Übernachtkultur beimpft und unter Schütteln bei 37°C bis zu 

einer optischen Dichte von etwa OD600nm = 0,6 inkubiert. Dann 

erfolgte die Induktion der Proteinexpression durch Zugabe von IPTG 

bis zu einer Endkonzentration von 1mM. Das IPTG unterdrückte den 

lac Repressor und ermöglichte somit eine Expression des Proteins. 

Eine Bakterienkultur blieb als Negativkontrolle  nicht induziert. Die 

Kulturen wurden nun für 5h bei Raumtemperatur und 225 rpm 

inkubiert. 

Die Ansätze wurden dann in einer Kühlzentrifuge für 15 min bei 4°C 

und 4400 g sedimentiert. Der Überstand wurde verworfen, das 

Zellpelllet in 10 ml Lysepuffer resuspendiert und 30 min auf Eis 

inkubiert. Anschließend wurden die Zellen im Eiswasserbad mit dem 

Sonicator bei 50W Leistung für 3 min vollständig aufgeschlossen. Die 

Beschallung wurde auf Intervall gestellt (0,5 sec Schall, 0,5 sec 

Pause). Die unlöslichen Zelltrümmer und „Inclusion-Bodies“ wurden 

durch Zentrifugation bei 4°C und 12 000 rpm für 15 min abgetrennt. 

Durch die Zugabe von 100% Glycerin wurde zunächst versucht das 



                                                             

 27 

Enzym einzufrieren, was jedoch den Test negativ beeinflusste und 

später unterlassen wurde. 

 

Für die Lyse wurde alternativ das  Bug Buster Protein Extraction 

Reagens der Firma Novagen verwendet. Bug Buster ist eine 

Chemikalie, die aus einer Mischung aus nicht-ionische Detergentien 

besteht, und die die Zellwand perforieren kann ohne das lösliche 

Protein zu denaturieren. Hierbei wurden folgende Schritte 

durchgeführt: 

� Die Kultur wurde 10 min bei 10 000 g zentrifugiert in einem 

vorher abgewogenen Zentrifugenröhren. Der Überstand wurde so 

komplett wie möglich abgegossen und das Gewicht des Pellets 

bestimmt. 

� Das Pellet wurde bei Raumtemperatur mit dem Bug Buster 

resuspendiert, entweder durch Pipettieren oder durch leichtes 

Vortexen. Pro g Pellet wurden 5 ml Bug Buster verwendet.  

� Die Zellsuspension wurde dann 10-20 min bei Raumtemperatur 

auf einem Schüttler  inkubiert 

� Die Zellsuspension wurde  20 min bei 4 °C und 16 000 g 

zentrifugiert. 

� Der Überstand wurde in ein neues Gefäß abgefüllt und enthielt 

das gelöste Protein. 

 

 

 

 

3.2.2 Enzymaktivitätsmessung des Myotubularins 

 

Die Enzymaktivität wurde spektralphotometrisch in vitro gemessen. 

Hierzu wurden zu 600 µl Zelllysat 400 µl p-Nitrophenolphosphat 

zugegeben. Die Enzymlösung wurde bei 37°C inkubiert und die 



                                                             

 28 

Absorptionsänderung bei 410 nm nach 30 min, 1h, 2h, 3h und 4 h 

gemessen. Die Messungen wurden bei Raumtemperatur durchgeführt. 

Durch die Phosphataseaktivität des Myotubularins wurde in vitro die 

Phosphatgruppe des p-NPP abgespalten, was zu einer Farbreaktion 

führte, die spektralphotometrisch bei einer Wellenlänge von 410 nm 

nachgewiesen werden konnte (Laporte et al., 1998). Als Referenzwert 

wurde das Substrat ohne Enzym verwendet. 

 

 

Alternativ und im weiteren Verlauf wurde eine neue Methode 

verwendet, da diese zeitsparender war und vergleichbare Ergebnisse 

brachte (Laporte et al., 1998): 

 

Substrat : 

 

� 20 mM pNPP 

� 50mM NaAcetat pH 5.0 

� 2mM EDTA 

� 40% Glycerol 

� 2mM DTT 

 

Das Substrat wurde 2fach konzentriert angesetzt und  mit der 

gleichen Menge Enzym versetzt, dann war die Endkonzentration  des 

Substrats wie vorgeschrieben einfach. 

100 µl des Substrats wurden mit 100 µl Enzym versetzt, und  10 min 

auf 30 °C erwärmt. Als  Standard wurde Substrat mit a.d. anstelle 

von Enzym verwendet. Nach 10 min wurde die Reaktion mit 1 ml 0,2 

M NaOH abgestoppt und dann im Photometer bei  

410 nm gemessen. 
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3.2.3 Messung der Proteindichte nach Bradford (BioRad 

Assay) 

 

Das Prinzip des Tests beruht auf einem Farbumschlag, der 

photometrisch nachweisbar ist. Aus Proteinlösungen mit bekannten 

Proteingehalt wird eine Eichgerade erstellt, aus der dann später die 

Proteinmenge in der Probe abgelesen werden kann. 

 

 

Makroassay: 

Zum Erstellen der Standardwerte wurde als Stammlösung 36 mg 

Rinderserum- Albumin in 3 ml a.d. gelöst, was zu einer Konzentration 

von 12 mg/ml führte. Dem Farbreagens des Kits wurden jeweils 100 

µl des Standards zugesetzt, und zwar in den Mengen 20, 40, 60, 80 

und 120 µg Protein. D.h. in Standard 1 kam 1,6 µl der Stammlösung 

und 98,4 µl a.d., bei den anderen Standards wurde ebenso verfahren. 

Das Farbreagens musste bevor es für den Test verwendet werden 

konnte filtriert und 1:4 verdünnt werden. Dann wurden zu 5 ml des 

verdünnten Farbreagens 100 µl des Standards bzw. später der Probe 

zugegeben. Der Ansatz wurde  gut geschüttelt und nach 5-60 min 

konnte die OD595 gemessen werden, wobei als Nullwert dem 

Farbreagens 100 µl a.d. zugegeben wurde. 

Die Messwerte für die Eichgerade waren wie folgt: 
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Typ Me

ng

e 

µl 

OD bei 

595 nm 

1. Referenz 10

0 

0.00 

2. Standard 1 (20 µg) 10

0 

0.266 

3.Standard 2 /40 µg) 10

0 

0.370 

4. Standard 3 (60 µg) 10

0 

0.575 

5.Standard 4 (80 µg) 10

0 

0.731 

6. Standard 5 (120µg) 10

0 

0.974 

 

Diese Messwerte wurden nun in ein Diagramm übertragen, auf der X-

Achse die Proteinmenge in µg und nach oben die optische Dichte. Die 

Standardwerte wurden eingezeichnet und durch diese Punkte wurde 

eine Ausgleichsgerade gelegt. Anhand dieser Ausgleichsgerade 

konnte von der optischen Dichte auf die Proteinmenge geschlossen 

werden. 
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Proteindichtemessung nach Bradford
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Bei der Probenmessung wurden dem verdünnten und gefilterten Dye 

Reagent 20-140 µg Probe zugegeben und der Wert im Photometer 

gemessen. Durch die optische Dichte wurde ein Proteingehalt auf der 

Eichgeraden bestimmt. Wichtig war es, die Probenmenge zu 

verrechnen (z.B. bei 20 µg : 0,2 usw.). Teilte man nun den Messwert 

für die optische Dichte der Enzymaktivitätsmessung durch die 

Proteinmenge erhielt man die spezifische Aktivität des Enzyms. 

 

Mikroassay 

Für geringere Enzymmengen, die zu niedrig sind um sie auf der 

Eichgerade des Makroassays abzulesen, gibt es den Bradford-Test 

auch als Microassay. Die Standards wurden dabei wie folgt erstellt: 
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� 0 µg Protein: 800 µl a.d. 

� 2 µg Protein: 797,5 µl a.d. + 2,5 µl BSA. Messwert: 0,139 

� 4 µg Protein: 795 µl a.d. + 5 µl BSA, Messwert: 0,289 

� 6 µg Protein: 792,5 µl a.d + 7,5µl BSA, Messwert : 0,400 

� 8 µg Protein: 790 µl a.d + 10 µl BSA, Messwert: 0,500 

� 10 µg Protein: 787,5 µl a.d + 12,5 µl BSA, Messwert:0,629 

� 12 µg Protein: 785 µl a.d + 15 µl BSA, Messwert: 0,686 

� 14 µg Protein: 782,5 µl a.d + 17,5 µl BSA, Messwert: 0,788 

� 16 µg Protein: 780 µl a.d + 20 µl BSA, Messwert: 0,845 

� 18 µg Protein: 777,5 µl a.d + 22,5 µl BSA, Messwert: 0,949 

� 20 µg Protein: 775 µl a.d + 25 µl BSA, Messwert: 0,988 

 

Diese 0,8 ml Standardlösungen kamen zu 0,2 ml gefiltertem, 

unverdünnten Farbreagens. Nach 5-60 min wurde analog zum 

Makroassay die OD595 gemessen und eine Eichgerade erstellt. 

 

 

3.2.4 Auftrennung von Proteinen durch SDS-Polyacrylamid-

Gelelektrophorese (SDS-PAGE) (Laemmli, 1970) 

 

Laufpuffer: 

� 1,5% SDS 

� 0,19 M Glycin 

� 25 mM Tris-HCl, pH 8,6 

 

30% Acrylamidlösung: 

� 30% Acrylamid 

� 0,8% N’N’-Methylenbisacrylamid 

 

APS: 400 mg/ml 
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Sammelgelpuffer: 

� 1,5 M Tris-HCl, pH = 6,7 

� 0,4% SDS 

 

Trenngelpuffer: 

� 0,5 M Tris-HCl, pH = 8,8 

� 0,4% SDS 

 

 

Probenpuffer: 

� 10% Glycerin 

� 0,05% Bromphenolblau 

� 50mM Tris-HCl, pH = 6,7 

� 5% ß-Mercaptoethanol 

� 2% SDS 

 

Trenngel-

Konzentrati

on (%) 

30% 

Acrylamidlösu

ng 

Trenngelpuffer H2O 85% 

Glyce

rin 

8 4ml 3,8ml 4,6ml 2,5ml 

 

Vor dem Giessen wurden 12 µl TEMED und 24 µl APS zugegeben. 

 

Sammelgelkonzentration 

(%) 

30% 

Acrylamidlösu

ng 

Sammelgelpuffer H2O 

3 1ml 2,5ml 6,4ml 

 

Vor dem Giessen wurden auch hier 12 µl TEMED und 24 µl APS 

zugegeben. 
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Die elektrophoretische Auftrennung von Proteinlösungen erfolgte in 

einem diskontinuierlichen Puffersystem unter denaturierenden 

Bedienungen.  

Acrylamid kann sich zu langen Polymerketten verbinden. Gibt man 

eine bestimmte Menge (ca. 1/30) an Bisacrylamid hinzu, so bilden 

sich Quervernetzungen zwischen den langen Polymerketten und es 

entsteht ein Gitternetz. Die Porengröße des Gitters hängt von der 

Acrylamidkonzentration ab und wird je nach Größe der 

aufzutrennenden Proteine gewählt. Durch den Siebeffekt des Gels 

werden die größeren Proteine stärker gebremst als die kleinen und es 

erfolgte eine Auftrennung proportional zum Logarithmus des 

Molekulargewichts der Proteine. Zur Verbesserung der Trennschärfe 

wird über das Trenngel ein Sammelgel gegossen. Dieses ist 

weitporiger und hat einen pH Wert von 6,8. 

                 Die Proben wurden vor dem Auftragen mit Probenpuffer 

versetzt und für 5 min bei 95°C aufgekocht um Disulfidbrücken zu 

spalten. Das Gel wurde bei 75 V gestartet, bis die aufgetragenen 

Proben vom Sammel- ins Trenngel gelangt sind, danach wurde die 

Spannung auf 150 V erhöht. Als Molekulargewichtstandard dienten 

Proteine mit bekannter Größe (Marker.) 

 

3.2.5 Coomassiefärbung von Polyacrylamidgelen 

 

Coomassie Färbelösung: 

� 44% Methanol 

� 11% Essigsäure 

� 0,2% Coomassie 

 

Starker Entfärber: 

� 20% Methanol 
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� 7% Essigsäure 

 

 

Schwacher Entfärber: 

� 10% Isopropanol 

� 5% Essigsäure 

 

Nach der Elektrophorese und dem Auseinanderbauen der Gelplatten 

wurden die Sammelgele verworfen und nur die Trenngele gefärbt. Die 

Gele wurden für 15 min in die Färbelösung gegeben, 2-15 min in 

starkem Entfärber und anschließend in schwachem Entfärber 

gewaschen. Im schwachen Entfärber konnten die Gele auch über 

längere Zeit aufbewahrt werden. 

 

3.2.6 Trocknen der SDS-Polyacrylamidgele 

 

Um ein angefärbtes SDS-Polyacrylamidgel zur Aufbewahrung haltbar 

zu machen, wurde es für 1 h in einer 3% Glycerinlösung gebadet, 

anschließend auf ein Whatmanpapier gelegt und 2h bei 80°C in einem 

Geltrockner getrocknet. 

 

 

3.2.7 Semi-dry-Blot 

 

Anodenpuffer I: 

� 30 mM Tris 

� 20% Methanol 

 

Anodenpuffer II: 

� 300 mM Tris 

� 20% Methanol 
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Kathodenpuffer: 

� 25mM Tris 

� 40mM 6-Aminohexansäure 

� 0,01% SDS 

� 20% Methanol 

 

 

Im Inneren der Polyacrylamid Matrix sind die Proteine nicht für 

makromolekulare Liganden, wie z.B. Antikörper zugänglich. Daher 

werden die auf einem SDS-Polyacrylamidgel aufgetrennten Proteine 

auf eine immobilisierende Nitrozellulose- Membran geblottet (Kyshe-

Andersen 1984, Tovey und Baldo 1987). Die Proteinbanden können 

dann mittels enzymkonjugierter Antikörper sichtbar gemacht werden. 

 

 

Der elektrophoretische Transfer erfolgte mit Hilfe einer Graphit-

Blotkammer. Dazu wurde das Trenngel in Kathodenpuffer äquilibriert, 

außerdem wurden je drei Blatt Whatmanpapier in der Größe des Gels 

in Kathoden-, Anoden I- und Anoden II Puffer für 5 min eingeweicht. 

Zwei Nitrozellulosemembranen (0,2µm und 0,45µm) wurden in 

Anoden I-Puffer gegeben. Anschließend erfolgte der Aufbau auf die 

als Kathode dienende Platte in nachstehender Reihenfolge: 

 

 

� 3x Whatmanpapier (in Kathodenpuffer) 

� Trenngel 

� Nitrozellulose, 0,45µm 

� Nitrozellulose 0,2µm 

� 3x Whatmanpapier (in Anodenpuffer I) 

� 3x Whatmanpapier (in Anodenpuffer II) 
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Nach Aufsetzen der als Anode dienenden Graphitplatte erfolgte der 

Transfer für 90 min bei einer konstanten Spannung von 12 V. 

 

3.2.8 Entwicklung des Western-Blots mit Antikörpern  

 

Ponceau S-Lösung: 

� 2% Ponceau S 

� 5% TCA 

 

10x TBS: 

� 3M NaCl 

� 0,1 M Tris-HCl, pH=8 

� ad 100 ml 

 

ALP-Puffer: 

� 0,2M Tris-HCl, pH=9,5 

� 0,2M NaCl 

� 10mM MgCl2 

 

BCIP: 50 mg/ml in DMF 

 

NBT: 75 mg/ml in 70% DMF 

 

Antikörper:  

Myotubularin 2H6, Verdünnung 1:250 (Herkunft: Laporte, IGBMC,  

Straßburg) 

 

Sekundärer Antikörper: 

Alkalische Phosphatase-konjugierter  AffiniPure Rabbit Anti-Mouse 

IgG-Antikörper, 1:1000 verdünnt (Dianova) 
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Arbeitsschritte: 

� Nach dem  Blotten wurde die Nitrozellulose mit Ponceau S 

reversibel angefärbt (Salinovich und Montearo, 1986), um die 

Qualität des Transfers zu überprüfen. Die Farbe konnte durch Baden 

in H2O wieder entfernt werden. 

� Zum Blockieren unspezfischer Bindungsstellen wurde die 

Nitrozellulosemembran für 30 min in 1x TBS mit 2% Milchpulver, 1% 

BSA und 0,1% TWEEN 20 inkubiert.  

� Der 1. Antikörper wurde mit 1x TBS und 0,3%  TWEEN verdünnt 

(1: 10 000) und für 2 h auf die Membran gegeben, unter leichtem 

Schwenken 

� 3x 5 min  Waschen mit 1x TBS mit 0,3% TWEEN  

� Der 2. Antikörper wurde mit 1x TBS und 0,3% TWEEN verdünnt 

(1:1000) und für 1 h auf die Membran gegeben 

� 3x 5min Waschen mit 1x TBS mit 0,3 % TWEEN 

� Zugabe von 20 ml ALP, 132 µl NBT und 66 µl BCIP auf den Blot 

für 2-10 min. Dabei wurden die Banden sichtbar 

� Die Reaktion wurde gestoppt in dem man den Blot für 15 min mit 

Wasser wusch. 

 

 

 

 

3.2.9 Aufreinigung des Enzyms über  Chelating Sepharose Fast 

Flow (Pharmacia Biotech) im Batch Verfahren 

 

Lysepuffer:  

� 35mM (o,o35 M) NaH2PO4  

� 300m M NaCl  
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� 5mM Imidazol                     

 

Nickel Lösung: 

� 250 mM Nickel        

� 100 mM NaAcetat    

 

NaCl Lsg: 500mM NaCl     

 

Waschpuffer  

� 35mM NaH2PO4 

� 0,4 M NaCl              

� 15mM Imidazol        

 

Elutionspuffer 1 :  

� 35mM NaH2PO4       

� 0,4 M NaCl        

� 0,2 M Imidazol        

 

Elutionspuffer II : 

� 35mM NaH2PO4       

� 1 M NaCl        

� 0,5 M Imidazol        

 

 

Bei diesem Verfahren wurde versucht, das bakteriell exprimierte 

Enzym Myotubularin aufzureinigen. Dabei machte man sich das 6x 

His Tag zu Nutze,  welches an die Nickel- Ionen des Gels bindet. Nicht 

erwünschte verunreinigende Proteine wurden mit Waschpuffer 

ausgewaschen, während das aufzureinigende Enzym fest an den 

Nickel- Ionen haftete und dort verblieb. Durch Elutionspuffer wurde 
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dann in späteren Schritten das Enzym wieder abgelöst und sollte 

dann in reinem Zustand vorliegen. 

 

Zunächst jedoch musste das Sepharose Gel vorbereitet werden: 

 

� 2ml Gel 3,5 min bei 500 g zentrifugieren 

� Mit 10 ml a.d. waschen, zentrifugieren und  den Überstand 

abgießen 

� Mit 10 ml Lysepuffer waschen 

 

Bei totaler Regenerierung des Gels (wenn vorher bereits verwendet): 

 

� Das Gel mit 4 ml NaCl waschen, zentrifugieren und den Überstand 

verwerfen. 

� mit 5 ml a.d. noch mal waschen, zentrifugieren, und den 

Überstand erneut verwerfen. 

� Das Gel mit 2 ml Nickel Lösung versetzen, 5 min inkubieren und 

bei 500 g abzentrifugieren,  den Überstand  wieder verwerfen. 

� Gel mit 10 ml a.d. waschen, 5 min inkubieren, abzentrifugieren 

und den Überstand verwerfen. 

� Das Gel noch 3 mal mit 10 ml a.d. waschen. 

� Das Gel in 2 ml Lysepuffer äquilibrieren. 

 

 

 

Beladen des Gels: 

 

� 1 ml Gel im  Lysepuffer mit 20 ml gelöster Probe versetzen. 

� Das Gemisch 30 min leicht bei 4 °C schütteln. 

� Die Probe 1 min bei 2500 g zentrifugieren und den Überstand 

verwerfen. 
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� Das Gemisch mit 5,6 ml Lysepuffer versetzten, 5 min schütteln 

und dann wieder  zentrifugieren, den Überstand verwerfen. 

� 5,6 ml Waschpuffer zugeben, wieder 5 min schütteln lassen, 

zentrifugieren und den Überstand verwerfen. 

 

Eluation: 

 

� 2 mal mit 1,2 ml Elutionspuffer I eluieren, in dem man 5 min 

leicht schüttelt und dann 60 sec bei 2500 g zentrifugiert. Den 

Überstand aufheben. 

� 2 mal mit 1,2 ml Elutionspuffer II eluieren, analog zu 

Elutionspuffer I. 

 

Anschließend ließ sich durch eine SDS PAGE analysieren, ob die 

Aufreinigung erfolgreich war. 

Da der erste Versuch der Aufreinigung nicht erfolgreich war, wurde 

ein 2. Versuch mit modifizierten Bedingungen gestartet. Zum einen 

wurde das Lysat mit Befa Block versetzt um eine Verdauung durch 

Proteinasen auszuschließen. Danach wurden folgende Schritte 

durchgeführt: 

 

� 4 ml Lysepuffer wurden zu Gel und 20 ml gelöster Probe aus 200 

ml Kultur gegeben. 

� Danach erfolgten 30 min leichtes Schütteln bei 4 °C. 

� Das Gemisch wurde dann 60 s bei 2500g zentrifugiert. Der 

Überstand wurde verworfen, bzw. für weitere Tests aufgehoben. 

� 5,6 ml Lysepuffer wurden zugegeben, es wurde wieder 5 min 

geschüttelt und dann 60 s bei  2500g zentrifugiert und der Überstand 

verworfen. 

� Zugabe von 5,6 ml Waschpuffer mit 200 mM NaCl, 5 min  

Schütteln, Zentrifugation 1 min bei 2500 g. 
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� Waschschritt mit 5,6 ml Waschpuffer mit 400 mM NaCl, 5 min 

schütteln im Kühlraum, danach Zentrifugation unter den gewohnten 

Bedingungen. 

 

Elution: Die Zusammensetzung des Elutionspuffers entspricht der des 

im ersten Versuchs verwendeten. Es variiert nur die Menge des 

zugegebenen Imidazols 

� 1. Elution mit  800 µl Elutionspuffer 1 mit 30 mM Imidazol 

� 2. Elution mit  800 µl Elutionspuffer 1 mit 50 mM Imidazol 

� 3. Elution mit 800 µl Elutionspuffer 1 mit 75 mM Imidazol 

� 4. Elution mit 800 µl Elutionspuffer 1 mit100 mM Imidazol 

� 5. Elution mit 800 µl Elutionspuffer 1 mit 200 mM Imidazol 

� 6. Elution mit 800 µl Elutionspuffer 1 mit 400 mM Imidazol 

 

3.2.10 Aufreinigung über Ni-NTA Spin Collums  (Qiagen) 

 

Lysispuffer: 

� 50mM NaH2PO4, 

� 300 mM NaCl 

� 10 mM Imidazol, pH = 8,0 

 

Waschpuffer: 

� 50 mM NaH2PO4 

� 300 mM NaCl 

� 20 mM Imidazol, pH = 8,0 

 

Elutionspuffer: 

� 300 mM NaCl 

� 250 mM Imidazol, pH=8,0 

� 50 mM NaH2PO4 
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Vom Wirkprinzip funktionierte diese Methode genauso wie die oben 

beschriebene. Auch hier wurde über eine Bindung des His-Tags an 

Nickel-Ionen das Enzym aufgereinigt.   

Die Ni-NTA Spin Collumns waren bereits vorgefüllt mit Gel.   

Zunächst wird die Säule mit 600 µl Lysispuffer äquilibriert und 2 min 

bei 700 g zentrifugiert. Anschließend konnte man bis zu 600 µl des 

Enzymlysats auf die Säulchen geben. Es wurde erneut 2 min bei 700 

g zentrifugiert. Der Durchfluß wurde aufgehoben um später in einer 

SDS-PAGE Analyse die Bindungseffizienz überprüfen zu können. 

Die Säule wurde dann 2 mal mit 600 µl Waschpuffer gewaschen 

(Zentrifugation 2 min bei 700 g). 

Anschließend wurde das Protein mit Elutionspuffer eluiert (ebenfalls 2 

min bei 700 g zentrifugieren). In diesem Durchfluß sollte nun das 

gereinigte Protein vorliegen. 

 

 

3.2.11 Aufreinigung über Ni-NTA Superflow Gel (Pharmacia) 

 

Lysispuffer nativ ohne Imidazol: 

� 50 mM NaH2PO4, MW 

� 300 mM NaCl 

� PH 8,0 

 

Lysispuffer nativ mit Imidazol: 

� 50 mM NaH2PO4, MW 

� 300 mM NaCl 

� 10mM Imidazol 

� PH 8,0 

 

Lysispuffer denaturierend: 

� 8 M Harnstoff 
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� 100mM NaH2PO4 

� 10mM Tris 

� pH: 8,0 

 

Waschpuffer nativ „ohne“ Imidazol: 

� 50 mM NaH2PO4 

� 300 mM NaCl 

� 5mM Imidazol 

 

Waschpuffer nativ mit Imidazol: 

� 50 mM NaH2PO4 

� 300 mM NaCl 

� 20mM Imidazol 

 

Waschpuffer denaturierend: 

� 8 M Harnstoff 

� 100mM NaH2PO4 

� 10mM Tris 

� pH=6,3  

 

Elutionspuffer 1 nativ ,100 mM Imidazol: 

� 50 mM NaH2PO4, bei 20 ml 0,137 g 

� 300 mM NaCl 

� 100 mM Imidazol 

 

Elutionspuffer 2 nativ, 200 mM Imidazol 

� 50 mM NaH2PO4, bei 20 ml 0,137 g 

� 300 mM NaCl 

� 200 mM Imidazol 

 

Elutionspuffer 3 nativ, 500 mM Imidazol  
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� 50 mM NaH2PO4, bei 20 ml 0,137 g 

� 300 mM NaCl 

� 500 mM Imidazol 

 

 

Elutionspuffer 1 denaturierend: 

� 8 M Harnstoff 

� 100mM NaH2PO4 

� 10mM Tris 

� pH =5,9 

 

 

Elutionspuffer 2 denaturierend: 

� 8 M Harnstoff 

� 100mM NaH2PO4 

� 10mM Tris 

� pH= 4,3  

 

Als weitere Methode wurde das Ni-NTA Superflow Gel der Firma 

Pharmacia verwendet. Ein Teil der Proben wurden denaturiert. Das 

Vorgehen bei dieser Methode war folgendermaßen: 

 

Kultur und Lyse (ein Teil denaturiert, ein Teil nativ): 

Eine 150 ml Kultur (4h, 0,5 mM IPTG, dann Zentrifugation 10 min 

4000g) des MTM1-Wildtyps  wurde gelöst in 4 ml Lysispuffer ohne 

Imidazol, 4 ml Lysispuffer mit Imidazol und 4ml Lysispuffer 

denaturierend. E.coli M 15 (ohne Expressionsvektor) wurde gelöst in 

je 6 ml Lysispuffer nativ ohne Imidazol und 6 ml Lysispuffer 

denaturierend, davon wurden 4 ml weiterverwendet. Den Proben 

wurde je etwas Lysozym zugegeben. Dann kamen die Proben 30 min 

auf Eis und wurden mit Ultraschall 3 min lysiert. Anschließend wurden 
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sie bei 14 000 g 20 min abzentrifugiert. Beim denaturierenden 

Lysispuffer  wurden die Proben vorher 1 h bei Raumtemperatur 

stehengelassen. 

 

Säule für native Bedingungen: 

Die Gellösung  wurde mit dem 10fachen Bettvolumen Waschpuffer 

äquilibriert. 2 ml lysierte Zellen wurden auf 0,5 ml Gelvolumen (= 1 

ml Gemisch) gegeben und eine Stunde bei 4 °C invertiert.  Dann 

wurde das Gemisch in 5 ml Spritzen gegossen, die mit Glaswolle 

gestopft waren. Dann wurde 2x gewaschen, mit je 4 ml Waschpuffer 

ohne und mit Imidazol. 

Es wurd je 3 x eluiert mit je 600 µl der 3  verschiedenen 

Elutionspuffer. 

Es folgte ein Enzym Aktivitäts Test, Proteinkonzentrationsmessung, 

SDS-PAGE mit Coomassie gefärbt sowie ein Western Blot. 

 

Säule für denaturierende Bedingungen: 

Das Gel wurde mit Lysispuffer äquilibriert und  dann 2 min bei 800 U 

abzentrifugiert und der Überstand abgenommen. Es wurde  1:1 in 

Lysispuffer gelöst. Im Anschluss  wurde die Probe mit dem Gel 

gemischt und 1 h bei Raumtemperatur inkubiert. Auch dieses 

Gemisch wurde dann in 5 ml Spritzen mit Glaswolle gegossen und mit 

4 ml Lysispuffer gewaschen. Im Anschluss wurde 2 mal mit 

Waschpuffer pH 6,3 gewaschen und 2 mal eluiert mit Eluationspuffer 

pH 5,9 und 4,3. 

 

3.2.12 Protein Tyrosine Phosphatase Assay System von New 

England Bio Labs 

 

1x Abl Puffer: 

� 50 mM Tris HCl, pH=7,5 
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� 10 mM MgCl2 

� 1mM EGTA 

� 2mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

“Substrate Solubilization” Puffer: 

� 50 mM Tris HCl pH= 8,5 

� 0,1mM Na2EDTA 

� 2mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

Protein Phosphatase Puffer : 

� 50 mM Tris HCl pH=7,0 

� 1mM Na2EDTA 

� 5mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

Assay Puffer/TC PTP Assay Puffer: 

� 50 mM Tris HCl pH=7,0 

� 1mM Na2EDTA 

� 5mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

� 1 mg/ml BSA (Bovines Serum Albumin) 

 

Mit diesem Kit kann die Aktivität von Protein-Tyrosin-Phosphatasen 

gemessen werden. Als Substrat wurde das Myelin Basic Protein 

(MyBP) verwendet, das von allen Phosphatasen umgesetzt werden 

kann.  Das Substrat wurde radioaktiv markiert, um den Umsatz des 

Substrates radioaktiv zu messen. Angefügt wurde das 33P durch die 

Abl Protein Tyrosin Kinase in der Anwesenheit von [γ-33P]ATP. 

Beendet wurde die Reaktion durch die Zugabe von TCA (Trichloracetic 
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acid) um das Phosphoprotein auszufällen, die Proteinkinase zu 

inaktivieren und das überschüssige ATP zu entfernen. Das markierte 

MyBP wurde durch Waschen mit TCA und durch eine Übernachtdialyse 

aufgereinigt.  

Die Aktivität der Protein Tyrosin Phosphatase konnte dann durch die 

Messung der Freisetzung von anorganischem Phosphat aus dem 

markierten Protein bestimmt werden. Als Positivkontrolle wurde T-

Cell Protein-Tyrosin-Phosphatase (TC PTP) verwendet. 

 

Vorbereitung des 33P markiertem MyBP: 

1. Zusammenmischen von folgenden Komponenten in einem 1,5 ml 

Cap 

� 40 µl Abl/MyBP Mix 

� 20 µl Abl Buffer 

� 20 µl ATP (10mM) 

� [γ-33P]ATP 

� 115 µl a.d. 

2. Übernacht bei 30 °C inkubieren 

3. Es wurden 2-5  µl als Probe abgenommen und 1:100 in Wasser 

verdünnt. Davon wurden 2x 10µl Aliquots im Szintillationszähler 

gemessen um die spezifische Aktivität des ATP zu bestimmen. Diese 

wurde berechnet nach der Formel:  

 

Spezifische Aktivität (cpm/pmol) = Aliquot cpm x 1/10 x 100 x 200 x 

1/200 000. 

     

    Hier berücksichtigt der Faktor 10 das Volumen des Aliquots, 100 

die Verdünnung,  

    200 das Volumen der Reaktion in µl und 200 000 die Anzahl pmol 

ATP in 200 µl. 
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4. Die Reaktion wurde beendet in dem 1/9 Volumen 100%-ige TCA 

zugegeben wurde. Das Ganze wurde  30 min auf Eis gestellt und  10 

min bei 12 000 g und 4°C zentrifugiert. Das Pellet wurde 3 mal mit 

20%-iger TCA gewaschen und danach jeweils 5 min bei 12 000 g 

zentrifugiert. 

5. Das Protein Pellet wurde mit 0,5 ml „Substrate Solubilization 

Buffer“ gelöst und in einen Dialysebeutel transferiert. Das Cap wurde 

mit 0,5 ml des gleichen Puffers noch einmal gespült und der Puffer 

dann ebenfalls in den Dialysebeutel gegeben. 

6. Der Ansatz wurde ungefähr 16 h bei 4°C in 2x1 Liter Dialysepuffer 

dialysiert um das restliche ATP zu entfernen. 

7. Es wurden je 5 µl Aliquots abgezählt um die Radioaktivität zu 

bestimmen. Die Phosphat Konzentration konnte mit folgender Formel 

errechnet werden: 

 

Phosphatkonzentration (µM) = Aliquot cpm/Spezifische Aktivität x1/5 

x106x10-6 

 

8. Das markierte MyBP wurde in 1x Protein Phosphatase Puffer auf 

eine Konzen-tration von 25 µM Phosphotyrosin verdünnt 

9. Das phosphorylierte MyBP wurde bei 4°C gelagert 

 

Messung der PTP Aktivität: 

1. Zunächst musste der Assay Puffer hergestellt werden (siehe 

oben). 

2. Die Proteinphosphataseprobe wurde in Assay Puffer verdünnt. 

3. In ein 1,5 ml Cap pipettierte man: 30 µl Assay Buffer und 10 µl 

Proteinphosphatase in Assay Puffer verdünnt. Es wurde auch eine 

Leerreaktion mitgeführt, bei der das Enzym durch Assay Buffer 

ersetzt wurde. 
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4. Die Reaktion wurde gestartet, indem man 10 µl des radioaktiv 

markierten Substrats zugab und dies 10 min bei 30 °C inkubierte. 

5. Die Reaktion wurde beendet indem man 200 µl kalte 20%-ige TCA 

zugab. Das Cap wurde gevortext und 5-10 min auf Eis gestellt. 

6. Danach wurde 5 min bei 12 000 g zentrifugiert. 

7. 200 µl dieses Überstandes wurden dann zu 2 ml 

Szintillationsflüssigkeit gegeben und die Aktivität gemessen. 

8. Die totale Radioaktivität des Assays wurde bestimmt, in dem 10 

µl des Substrats (markiertes MyBP)ausgemessen wurde. Die Aktivität 

wurde dann nach folgender Formel berechnet: 

   

Freigesetzte cpm = Proben cpm - Leerwert cpm    

 

und: 

 

Aktivität (U/ml) = Freigesetzte cpm/Gesamt cpm - Leerwert cpm x 

0,25/10 x20x250/200   

 

 

 

 

Messung der TC PTP 

1. Herstellung von TC PTP Puffer 

2. Es wurden 20, 200, 1000 und 4000 fache Verdünnungen von TC 

PTP in Assay Puffer hergestellt, 

3. darauf folgten die Schritte 3-8 wie oben. 
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3.2.13 Protein Serin/Threonine Phosphatase Assay System 

von New England Bio Labs 

 

1x PKA Puffer: 

� 50 mM Tris HCl (pH=7m5) 

� 10 mM MgCl2 

� 1mM EGTA 

� 2mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

“Substrate Solubilization” Puffer: 

� 50 mM Tris HCl pH= 8,5 

� 0,1mM Na2EDTA 

� 2mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

Protein Phosphatase Puffer : 

� 50 mM Tris HCl pH=7,0 

� 0,1mM Na2EDTA 

� 5mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

Assay Puffer : 

� 50 mM Tris HCl pH=7,0 

� 0,1mM Na2EDTA 

� 5mM DTT 

� 0,01% Brij 35 

 

PP1 Assay Puffer : 

� 50 mM Tris HCl pH=7,0 

� 0,1mM Na2EDTA 
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� 5mM DTT 

� 1mM MnCl2 

 

Der Kit funktionierte im Ablauf und im Prinzip wie der PTP Kit, 

deshalb werden die Schritte zur Durchführung nicht noch einmal 

dargestellt. Der PSP Kit wies Protein-Serin/Threonin-Phosphatasen 

nach. Als  Enzym zur Phosphorylierung des  MyBP mit 33P-ATP wurde 

hier allerdings PKA (cAMP abhängige Proteinkinase) verwendet. Die 

Zusammensetzung der Puffer unterschied sich leicht  und als 

Positivkontrolle wurde PP1 (Protein Phosphatase 1) verwendet.  

 

3.2.14 Inclusion Body Präparation 

 

Puffer B: 

� 8 M Harnstoff 

� 0,1M NaH2PO4 

� 0,01M Tris-Cl bei pH 8,0 

 

Um zu testen, ob das Enzym in unlöslichen Inclusion Bodies vorlag 

und somit im Pellet verworfen wurde, wurde eine Inclusion Body 

Präparation durchgeführt. Die Kultur wurde wie üblich angezogen, 

zentrifugiert, lysiert und dann erneut zentrifugiert. Das Pellet dieses 

letzen Schrittes wurde nun einer Inclusion Body Präparation 

unterzogen, da dort eventuell größere Mengen des Enzyms vorliegen 

könnten. 

Dazu wurde das Pellet mit 1 ml Puffer B versetzt und 1 h bei 

Raumtemperatur inkubiert. Diese Lösung wurde dann auf ein SDS-

PAGE aufgetragen und einer Coomassie Färbung unterzogen. 
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4. Ergebnisse 

 

4.1. Die untersuchten Mutationen des MTM 1 Gens 

 

Das MTM1 Gen ist 1840 bp groß und besteht aus 15 Exons. 

In den Versuchen wurde mit dem Wildtyp von MTM1 sowie den fol-

genden Mutationen gearbeitet: 

 

- R241C: Austausch von Arginin 241 gegen Cystein (CGT → TGT) 

- W379X : Austausch von Tryptophan 379 gegen ein Stop Codon   

(TGG → TAG) 

- Y397C : Austausch von Tyrosin 397 gegen ein Cystein (TAT → 

TGT) 

- R520X :  Austausch von Arginin 520 gegen ein Stop Codon (CGA 

→ TGA) 

 

Jedes der Plasmide wurde mittels einer Sequenzierung überprüft und 

die Richtigkeit der Mutationen nachgewiesen.  

 

4.2. Expression des Enzyms und Zelllyse 

 

Zur Produktion des rekombinanten Enzyms Myotubularin wurden die 

Vektorkonstrukte in E. coli M15 nach IPTG-Induktion exprimiert (sie-

he Material und Methoden 3.2.1). 

 

Zur Messung der Enzymaktivität mussten die Bakterien aufgeschlos-

sen werden, um das exprimierte Myotubularin freizusetzen. Zu die-

sem Zweck wurden 2 Methoden verwendet.  

 

Zum einen die Ultraschallzertrümmerung (3 min im Eisbad): Dabei 

wurden die Zellwände des Bakteriums zerstört und das Enzym freige-
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setzt. Nach einem Zentrifugationsschritt stand dann frisches Lysat für 

die  Enzymmessung zur Verfügung. 

Aufgrund geringer Enzymausbeute durch das oben verwendete Auf-

schlussverfahren wurde  im Mittelteil der Arbeit eine alternative Me-

thode versucht. Die Substanz „Bug Buster“ der Firma Novagen sollte 

die Zellen sanft und effizient aufschließen und somit zu einer höheren 

Proteinmenge im Lysat führen. Dabei wurde der Schritt der Ultra-

schallzertrümmerung durch eine Mischung von Detergentien und cha-

otropen Lösemitteln ersetzt. Da dies jedoch zu anderen Problemen 

führte,  wurde nach diversen Vergleichstests doch der Ultraschal-

laufschluß als Standardmethode verwendet. Auf die angesprochenen 

Probleme wird  im folgenden Teil noch genauer eingegangen. 

 

4.3. Messungen der Enzymaktivität 

 

4.3.1 Photometrischer Nachweis  (Laporte et al., 1998) 

 

Um  die Aktivität des Enzyms zu messen,  wurde ein colorimetrischer 

Nachweis verwendet. Die Abspaltung des Phosphatrestes vom artifi-

zellen Substrat p-Nitrophenolphosphat führt zu einer Zunahme der 

Konzentration an freiem p-Nitrophenol. Dadurch kommt es zu einer 

Zunahme der Absorption bei 410 nm, die in einem Photometer ge-

messen werden kann. Wichtig ist dabei, dass der pH-Wert des Lysats 

vor der Messung auf ca. 8,0 eingestellt wird, da die katalytische Akti-

vität des Enzyms in diesem Bereich am höchsten ist.  

Um die Ergebnisse der Messungen objektiv beurteilen zu können, ist 

es von Bedeutung, die Menge an Proteinen zu berücksichtigen, die in 

dem Lysat enthalten ist. Denn eine niedrige Aktivität könnte auch 

durch eine geringe Konzentration des Enzyms verursacht sein und 

umgekehrt.  
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Aus diesem Grund wurde vor jeder Bestimmung der Enzymaktivität 

die Proteindichte des Lysats mit der Bradford-Methode bestimmt. Das 

Ergebnis dieser Messungen  wurde dann später mit den Ergebnissen 

der Enzymaktivitätsmessung in Korrelation gesetzt, was zu der spezi-

fischen Aktivitätsbestimmung des Enzyms führte.  

 

Um auszuschließen, dass die M15 Bakterienzelle eigene Phosphatasen 

besitzt, die das Substrat p-Nitrophenolphosphat umsetzten können, 

wurde aus einem gefroren Wildtyp M 15 Stock (ohne pQE 30 Vektor) 

eine Kultur angesetzt und  dem üblichen Testverfahren unterzogen 

(Abb. 4.1) 
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Abb.4.1: Messung der spezifische Aktivität von M15 Bakterien 

mit pQE30 

Vektor (mit MTM1 Gen ohne Mutation = OM), sowie von M15 

Wildtypbakterien  ohne  

Vektor). Lyse wurde mit Bug Buster durchgeführt 
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Wie aus dem Diagramm hervorgeht, scheinen M15-eigene Phosphat-

asen p-Nitrophenolphosphat umzusetzen. In einem durchgeführten 

Western Blot sieht man  eindeutig, dass  M15 Bakterien ohne den Ex-

pressionsvektor kein Myotubularin exprimieren. Die spezifische Bande 

fehlt. 

 

Dieses Kontrollexperiment hat Auswirkung auf die durchgeführten En-

zymaktivitätsmessungen und führt zu störender Hintergrundaktivität. 

P-Nitrophenolphosphat erscheint als Substrat für bakteriell exprimier-

tes MTM1 beschränkt geeignet. 

 

Bereits in den ersten Messungen (Abb. 4.2) zeichnete sich außerdem 

ab, dass die Mutanten eine hohe Aktivität besaßen, was vor allen bei 

den Stopmutationen, insbesondere W379X  sehr erstaunlich ist, da 

die Mutation in der katalytisch aktiven Phosphatase-Region liegt. 
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Abb. 4.2: Die Spezifische Aktivität in 10-3 des Wildtyps (hier 

als OM bezeichnet) und der Klone. 

Lysiert wurde mit Ultraschall,  Messung nach Methode 1 (siehe 

Material und Methoden) 

 

Beim den ersten Versuchen wurde das frisch gewonnene Lysat mit 

Glycerin eingefroren, um es haltbar zu machen und eine Bildung von 

Eiskristallen zu vermeiden. Da die Ergebnisse nicht sonderlich über-

zeugend waren, stellte sich die Frage, ob das Glycerin nicht eventuell 

die Enzymaktivität und die Enzymmenge beeinflusst. Deshalb wurde 

ein Western Blot mit myotubularinspezifischen Antikörpern (wie im 

Material und Methodenteil beschrieben) durchgeführt. In dem Blot 

sind die Myotubularinbanden deutlich zu erkennen, wobei die Banden 

der mit Glycerin eingefrorenen Proben schwächer als die frisch herge-

stellten Proben waren (Abb. 4.3). 
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Abb. 4.3: Western Blot. Die Banden des Glycerin-konservierten 

Wildtyps (WT) sind deutlich dünner,  WT (induziert) hat eine 

erkennbar dickere Bande als der nicht induzierte Wildtyp (die 

mit Glycerin bzw. ohne Glycerin behandelten Proben stammen 

dabei jeweils aus der gleichen Expressionskultur) 

 

 

Im Blot war, im Gegensatz zu der Enzymaktivitätsmessung, auch die 

Bande des induzierten Wildtyps deutlich dicker als die Bande des 

nicht induzierten Wildtyps. 

 

Da das Glycerin offensichtlich die Enzymstabilität und die Enzymakti-

vität negativ beeinflusste, kam die Frage nach einer möglichst effi-

zienten Lagerung auf. Bei sofortigem Einfrieren des Lysats bei –20 °C 

ohne Glycerin wurde ein leichter Aktivitätsverlust beobachtet (Abb. 

4.4). 
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Aktivitätsverlust bei Lagerung -20°C
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Abb.4.4: Aktivitätsverlust des induzierten und des nicht indu-

zierten Wildtyps (WT) sowie eines Mutanten bei Lagerung bei 

-20 °C (relative Aktivität auf der Y-Achse gemessen im Pho-

tometer, ohne Berücksichtigung der Proteinmenge) 

 

Bei gekühlter Lagerung (4 °C) war die Abnahme der Aktivität etwas 

stärker, aber dennoch nicht von großer Bedeutung (Abb. 4.5). Als 

Konsequenz dieser Testergebnisse wurde im weiteren Verlauf nur 

noch frisch gewonnenes Lysat verwendet. 
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Aktivitätsverlust bei kühler Lagerung
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Abb.4.5: Aktivitätsverlust des induzierten und des nicht indu-

zierten Wildtyps (WT) sowie eines Mutanten bei Lagerung im 

Kühlraum (4 °C) (relative Aktivität auf der Y-Achse gemessen 

im Photometer, ohne Berücksichtigung der Proteinmenge) 

 

 

Da die Proteinmengen im Lysat sehr niedrig waren, wurde eine ande-

re Methode der Zelllyse angewandt (Bug Buster, s.o. und Material 

und Methoden). Mit dieser neuen Methode des Zellaufschlusses war 

die Ausbeute an Gesamtprotein  verbessert, was man auch in den En-

zymaktivitätsmessungen deutlich sehen konnte (Abb. 4.6) 
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Abb. 4.6: Unterschiede in der spezifischen Aktivität in Abhän-

gigkeit von der Lysemethode: Bug Buster oder Ultraschallzer-

trümmerung 

 

 

 

Um die Spezifität der Phosphataseaktivität zu testen,  wurde ein 

Hemmtest mit Vanadat durchgeführt, da diese Substanz die Aktivität 

von Myotubularin unterdrückt (Abb. 4.7) 
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Abb. 4.7: Hemmung der spezfischen Aktivität des Wildtyps 

und der Klone bei Zugabe von 20 bzw. 50µl Vanadat (Lyse mit 

Bug Buster) 

 

 

Die Enzymaktivität wurde zwar bei allen Klonen sowie beim Wildtyp 

gehemmt, jedoch wäre bei der Zugabe von 50 µl Vanadat ein deutlich 

ausgeprägterer Rückgang zu erwarten gewesen. 

 

Aufgrund dieses Ergebnisses und der hohen Aktivität der Mutanten 

wurde dann eine Hitzedenaturierung des Lysats durchgeführt. Das 

Enzymlysat wurde 5 min in einen 95 °C Heizblock gegeben. Im An-

schluss daran wurde die Aktivität gemessen. Durch die Hitze sollte 

das Enzym eigentlich vollständig zerstört sein und somit keine Steige-

rung der Enzymaktivität im Zeitverlauf zu beobachten sein. Dies war 

jedoch nicht der Fall. Die Aktivität erhöhte sich in der photometri-

schen Messung von einem Ausgangswert von 1,8 auf einen Endwert 
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von 2,635 nach 4 h.  Aufgrund dieses Testergebnisses kam der Ver-

dacht auf, dass evtl. das Bug Buster Reagens zu einer Verfälschung 

der Messung führt. Deshalb wurde sowohl das Substrat, als auch rei-

ner Bug Buster und Bug Buster gemischt mit hitzedenaturiertem Sub-

strat im Photometer getestet. Bei keiner der Proben war jedoch ein 

signifikanter Anstieg zu erkennen.  

 

Im eigentlichen Enzymtest zeigte sich allerdings ein deutlicher Unter-

schied zwischen den denaturierten Proben, die mit Bug Buster lysiert 

wurden, und denen, die mit dem Ultraschallverfahren bearbeitet wur-

den(Tab. 4.1). 
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 0 

min 

30 

min 

1h 2h 3h 4h 

WTi

nd. 

Son

o 

1,31 1,33 1,32 1,38 1,46 1,45 

WT 

ind. 

Bug 

Bust

er 

1,65 2,05 2,38 2,67 >3,

00* 

>3,

00* 

W37

9X 

Son

o 

2,01 1,92 2,01 2,09 2,26 2,33 

W37

9X 

Bug 

Bust

er 

1,52 1,71 1,97 2,31 2,90 >3,

00* 

 

 

Tab. 4.1: Tabellarische Darstellung der im Photometer gemes-

senen Absorption (410nm): Aktivität von hitzedenaturiertem 

Wildtyp sowie ein Mutantenlysat, die jeweils mit Ultraschall 

(Sono) bzw. Bug Buster lysiert wurden.  

*: Der Messbereich des Photometers wurde überschritten 
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Zwar waren in den mit Bug Buster lysierten Proben auch in etwa dop-

pelt so viel Protein enthalten, aber trotz dieses Umstandes stieg die 

Aktivität bei  den mit Bug Buster lysierten Proben überproportional 

an. 

Um die Unterschiede zwischen den beiden Methoden näher auszu-

leuchten, wurde auch einen Western-Blot durchgeführt. In diesem 

Blot waren jeweils die mit Sono bzw. Bug Buster lysierten Proben ne-

beneinander aufgetragen. Dabei fiel sehr deutlich auf, dass die spezi-

fischen Myotubularinbanden der mit Ultraschall zertrümmerten Kultu-

ren dicker sind, obwohl die Menge an Gesamtprotein niedriger ist. 

Weiterhin zeigt sich in diesem Blot auch schon ein Ergebnis, das sich 

durch sämtliche späteren Western-Blots zog: Die Mutanten R520X 

sowie W379X waren auf den Blots nicht nachweisbar. Wegen der un-

geklärten Hintergrund-Aktivität des Phosphatase-Assays nach Bug 

Buster Behandlung wurde diese Lyse-Methode nicht weiterverfolgt. 

 

Weitere  Versuche bezüglich des Kultur- und Lyseverfahrens zielten 

auf eine Erhöhung der Proteinausbeute. Zum einen wurde die Zeit-

spanne bei der Ultraschallzertrümmerung variiert, um zu sehen ob 

eine längere Beschallung effizienter ist  (Abb.4.8) 
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Spezifische Aktivität in Abhängigkeit von der Dauer der Ultraschallbestrahlung
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Abb. 4.8: Abnahme der Spezifischen Aktivität bei Zunahme der 

Dauer der Ultraschall-beschallung 

 

Mit einer Verlängerung der Beschallungsdauer auf 12 min konnte je-

doch keine bessere Effizienz des Aufschlusses beobachtet werden. Im 

Gegenteil, die spezifische Aktivität nahm sogar ab. 

Ein nächster Versuch war die Veränderung der Induktionsdauer. Statt 

den üblichen 4 h wurden die Kulturen über einen längeren Zeitraum 

mit IPTG induziert (Abb. 4.9). 
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Spezifische Aktivität in Abhängigkeit der Induktionsdauer 
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Abb. 4.9: Messung der spezifischen Aktivität nach 

unterschiedlicher Dauer der Induktion (Schütteln bei 37 °C). 

 

Aus dieser Grafik ließ sich rückschließen, dass die Expression besser 

ist, wenn die Kultur etwas länger als die vorher üblichen 4 h schüttel-

te. Das beste Ergebnis war nach einem Zeitraum von ca. 6 –8 h er-

reicht.  

 

Das gleiche galt für unterschiedliche Formen des Substrates für den 

spektroskopischen Assay. Statt einer vorgefertigten Substratlösung 

der Firma Sigma wurde P-Nitrophenolphosphat in Pulverform in ver-

schiedenen Konzentrationen frisch gelöst, und als Substrat für die 

Messung im Photometer verwendet. 

Im Verhalten war das frisch gelöste Substrat dem käuflichen Stan-

dardsubstrat jedoch sehr ähnlich. Der Anstieg der Aktivität war zu 

Beginn meist etwas schneller, was sich jedoch im längeren Verlauf 

dann wieder ausglich und somit zu fast identischen Endwerten führte. 
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Um die lange Zeit, die für die Enzymaktivitätsmessung nötig war, zu 

reduzieren und eine schnellere Auswertung zu ermöglichen, wurde, 

wie im Material und Methoden Teil beschrieben (Laporte et al. 1998), 

ein alternatives Verfahren verwendet. Dieser Test benötigte nur noch  

10 min, was im Vergleich zu den 4 h des alten Testes eine enorme 

Zeitersparnis mit sich brachte. 

In mehreren Versuchen hatte sich  gezeigt, dass beide Testformen 

identische Aussagekraft besitzen. Eine Messung des induzierten Wild-

typs nach 10 min zeigte im Vergleich zum alten Messverfahren ein 

nahezu gleiches Ergebnis. 

 

In einem weiteren Schritt wurden unterschiedliche Kulturmedien ge-

testet. Statt LB wurde als Nährlösung T-Broth verwendet. Abbildung 

4.10 zeigt noch einmal einen Variationsversuch bezüglich Induktions-

dauer, IPTG-Menge und Kulturmedium. Von den Proben wurde auch 

ein Western-Blot angefertigt. Die Ergebnisse sind in den Abbildungen 

4.11 und 4.12 zu sehen. 



                                                      
 

 69

 

Abb. 4.10: Einfluss von Medium, IPTG Menge und Induktions-

dauer auf die spezifische Aktivität des MTM1Wildtyps. Lyse 

wurde mit  Ultraschall durchgeführt 

 

 

 

Wie aus dem Diagramm abzulesen ist, hatte keiner der Parameter ei-

nen wirklichen relevanten Einfluss auf das Messergebnis.  
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Abb. 4.11: Western-Blot mit unterschiedlich induzierten 

MTM1-Proben (Menge des zugesetzten IPTG und Induktions-

dauer in h), Medium: T-Broth. 1-3: WT mit 0,25 mM IPTG und 

4/8/12 h Induktion. 4-8: WT mit 0,5 mM IPTG und 4/8/12 h 

Induktion, 9-10: M15 ohne Expressionsvektor mit 0,9 mM 

IPTG und4/8h Induktion.  
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Abb. 4.12: Fortsetzung von Abb 4.17: Hier wurde LB Medium 

verwendet. 

1-2: M15 , mit 0,25 mM IPTG und 4/12 h Induktion, 3-6: WT 

mit 0,25 mM IPTG und 4/8/12 h Induktion. 7-9: WT mit o,5 

mM IPTG und 4/8/12 h IPTG, wobei bei 7. die Kultur nicht 

gewachsen ist. 9-10: M 15 ohne Expressionsvektor mit 0,5 mM 

IPTG und 4/8 h Induktion. 11-12: Marker 

 

 

4.3.2 Alternative Testung der Enzymaktivität mit radioaktiven 

Kits 

 

Da der Enzymaktivitätstest für Mytotubularin mit p-Nitrophenol relativ 

unspezifisch war, wurde nach einer alternativen Möglichkeit gesucht. 

Dazu wurden 2 Kits der Firma New England Biolabs verwendet: das 

Protein-Tyrosine-Phosphatase Assay System und das Protein-

Serine/Threonin-Phosphatase Assay System. Beide Kits arbeiten mit 

einer radioaktiven Phosphat-Markierung des Substrats und weisen 

laut Hersteller sehr genau und spezifisch die beiden Phosphatasefami-

lien nach.  
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Probe für PTP Test Messwert im Gamma Counter 

[counts/min] nach 5 min Reak-

tionszeit (freigesetzte Radioak-

tivität) 

Substrat (Test des Labellings) 34495 

Blankwert (mit Wasser) 41 

Kontrollphosphatase TC PTP: 

1:20 

25113 

Kontrollphosphatase TC PTP: 1: 

200 

18987 

Kontrollphosphatase TC PTP: 1: 

1000 

11694 

Kontrollphosphatase TC PTP: 1: 

4000 

5120 

M15 ohne Expressionsvektor 2556 

Wildtyp (OM) 1487 

 

Die Ergebnisse des PSP Tests waren analog zu diesen Werten: 

 

Probe für PSP Test Messwert im Gamma Counter 

[counts/min] nach 5 min Reak-

tionszeit 

Substrat (Test des Labellings) 38978 

Blankwert (mit Wasser) 35 

Kontrollphosphatase Protein 

Phosphatase 1 (PP1): 1:20 

28479 

Kontrollphosphatase PP1 1:200 19328 

Kontrollphosphatase PP1 

1:1000 

12087 

Kontrollphosphatase PP1 5990 
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1:4000 

M15 2698 

Wildtyp 1687 

 

Diese Tests machen nochmal  in eindrucksvoller Weise klar, dass My-

otubularin weder eine  PTP noch eine PSP ist. 

 

4.4. Versuch der Aufreinigung des Myotubularins 

 

Aufgrund der schwierigen Messsituation wurde eine Aufreinigung des 

Enzyms angestrebt. Da dem Enzym ein His-Tag (6 mal die AS Histi-

din) angeheftet ist, sollte es möglich sein, das Enzym über eine Ni-

ckelsäule aufzureinigen. Das His-Tag bindet dabei an die Säule, wäh-

rend die unerwünschten Verunreinigungen aus der Säule herauslau-

fen. Später wird dann durch die Verwendung eines spezifischen Eluti-

onspuffer das mit dem His-Tag markierte Protein wieder von der Säu-

le abgelöst und eluiert. In diesem Eluat ist dann theoretisch ein sehr 

reines und konzentriertes Enzym enthalten. 

Zunächst wurde ein Batch-Verfahren probiert. Dabei wurde das Lysat 

mit einem Volumenteil des mit Nickel beladenen Gels vermischt und 

einige Zeit auf einem Schüttler geschüttelt. Danach wurde der Über-

stand abzentrifugiert und verworfen sowie einige Waschschritte 

durchgeführt. Das Protein wurde dann anschließend mit 2 verschie-

den konzentrierten Eluationspuffern wieder abgelöst. Im Western-Blot 

konnte die Bande für Myotubularin in Eluat 1 deutlich nachgewiesen 

werden (Abb. 4.13), im Eluat 2 war sie nur noch schwach zu erken-

nen.  
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Abb. 4.13: Western-Blot nach Aufreinigung über Nickel-Batch-

Verfahren.  

1: Marker, 2: R520X roh, 3: W379X roh, 4: WT ind. 1. Elution 

/1. Cap, 5: WT ind. 1. Elution /2. Cap, 6: WT ind., 2. Elution/1. 

Cap,  7: WT ind. 2. Elution/ 2. Cap, 8 –9: WT ind. und mit Bug 

Buster lysiert, 1. Elution /1. Cap und 2. Elution /1. Cap. Die 

ersten beiden Proben wurden noch einmal zur Überprüfung 

mit aufgetragen, da diese wie auch hier nie im Blot zu sehen 

waren. 

 

In der Aktivitätsmessung des Enzyms war jedoch nur eine schwache 

Aktivität messbar, was durch eine Inaktivierung des Enzyms durch 

die Reinigungsprozedur zu erklären sein könnte. Im Coomassie-Gel 

des Western-Blots war jedoch zu erkennen, dass das Protein immer 

noch nicht nennenswert aufgereinigt war, d.h. es waren auch sehr 

viele andere Banden auf dem Coomassie-Gel zu sehen und die Myo-

tublarinbanden waren nicht eindeutig abgrenzbar oder hervorste-

chend. Deswegen wurde versucht, das Protokoll für die Reinigung 

noch zu verfeinern und mehr Schritte einzubauen (siehe Material und 

Methoden Teil). Das Endergebnis konnte dadurch jedoch nicht ver-

bessert werden. 
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Eine Möglichkeit, die schlechten Ergebnisse zu erklären, war noch, 

dass das Protein in Inclusion-Bodies eingeschlossen sein könnte. Bei 

starker Expression kann es durchaus vorkommen, dass die Zelle das 

Enzym in „Klumpen“ zusammenlagert und einschließt. Das Enzym 

würde somit beim lysieren nicht freigesetzt werden. Um dies auszu-

schließen, wurde eine Inclusion-Body-Präparation durchgeführt (siehe 

Material und Methoden), mit dem Ergebnis,  dass das Protein nicht in 

Inclusion-Bodies gespeichert wurde.  Abbildung 4.14 zeigt dies deut-

lich, da in den Bahnen 3-6, wo das gelöste Pellet aufgetragen wurde, 

wenig Protein und kein Myotubularin vorhanden war. 

 

 

Abb. 4.14: Coomassie Färbung nach SDS-PAGE der Inclusion-

Body-Präparation.  

1: Marker, 2: Standard (WT Lysat nach 1. Elution im Nickel-

Batch). 3-6: gelöstes Inclusion-Body-Pellet des Wildtyps mit 

unterschiedlicher Induktionsdauer und IPTG Menge (4h/8h, 

0,5/1mM IPTG). Auf den Bahnen 7-10 wurde analog der durch 

die Lyse und Zentrifugation gewonnene Überstand aufgetra-

gen, in dem sich normalerweise das gelöste Enzym befindet.  
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Es wurde nun eine weitere Methode der Aufreinigung versucht. Dazu 

wurden Spin-Columns der Firma Qiagen verwendet. Es war auch hier 

keine Aktivität im Enzym-Messung nachweisbar, und auch im Wes-

tern-Blot (Abb. 4.15) war im Eluat keine Myotubularinbande zu er-

kennen. Die lässt den Schluss zu, dass das Enzym nicht an die Säule 

gebunden hatte. 

 

 

 

 

 

 

Abb. 4.15: Western Blot nach Aufreinigung über Spin-

Columns.  

1: WT Rohlysat, 2: WT Durchfluss, 3: WT nach Waschschritt 4: 

WT Eluat  

 

Im letzten Versuch wurde dann das Ni-NTA-Superflow-Gel, ebenfalls 

von der Firma Qiagen verwendet. Bei diesen Experiment wurde so-

wohl mit nativem WT-Protein als auch mit denaturiertem WT-Protein 

gearbeitet und im Vergleich dazu mit M15 ohne Expressionsvektor. 

Probeweise wurde auch  ein Puffer mit ß-Mercaptoethanol versetzt.  

Beides hatte jedoch keine wesentlichen Auswirkungen auf das Ergeb-

nis. Bei diesen beiden Versuchen konnten im Blot zwar Myotubularin-

Banden nachgewiesen werden, aber keine Enzymaktivität. 
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5. Diskussion 

 

5.1. Myotubularin ist keine Dual-spezifische Phosphatase 

 

Trotz, oder gerade auch durch die Probleme, die bei der Durchfüh-

rung des experimentellen Teils dieser Arbeit auftraten, lassen sich ei-

nige interessante Schlüsse ziehen. 

Zum einen konnte der Verdacht bekräftigt werden, dass Myotubularin 

keine Dual-spezifische Phosphatase ist. Myotubularin setzte in meinen 

Experimenten weder Substrate der Tyrosin-Phosphatasen noch der 

Serin-Phosphatasen in nennenswertem Umfang um. Somit kann als 

sicher angenommen werden, dass man Myotubularin nicht wie früher 

angenommen (Laporte et al., 1998) zu den dual-spezifischen Phos-

phatasen zählen kann. Zu einem ähnlichen Ergebnis kamen auch 

schon eine Arbeitsgruppe um Gregory Taylor (Taylor, Machama, Di-

xon, 2000).  

Dies ist ein interessanter Ansatz für die Forschung nach der genauen 

Funktion des Myotubularins im Zellstoffwechsel. Was ist sein physio-

logisches Substrat und welche Vorgänge werden durch seine 

Phosphataseaktivität gesteuert? Die  Tatsache, dass Myotubularin 

keine Dual-spezifische Phosphatase ist, ist ein erster Schritt zu besse-

rem Verständnis, aber es bleibt noch ein weiter Weg bis die 

aufgeworfenen Fragen zufrieden stellend beantwortet werden können 

und die genaue Funktionsweise des Myotubularins bekannt ist. 

 

 

5.2 E.coli M15 produziert Phosphatasen, die p-

Nitrophenolphosphat abbauen 

 

Anscheinend war auch der Ansatz, das Myotubularin in E. coli zu 

exprimieren nicht besonders glücklich gewählt. Es scheint, dass der 
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E.coli M15 Bakterienstamm selbst so viele eigene Phosphatasen pro-

duziert, die das einfache Substrat p-Nitrophenolphosphat dephospho-

rylieren, dass diese Hintergrundgrundaktivität die eigentliche Aktivi-

tätsmessung des Myotubularins stört und kaum verwertbar macht. 

Dies wurde sehr deutlich anhand der Tatsache, dass das E.coli M15-

Proteinmix ohne einen Expressionsvektor mit Myotubularin-Gen hohe 

Werte für die Phosphataseaktivität erreichte. Meine Optimierungsver-

suche hinsichtlicht der in vitro-Expression von Myotubularin (s. Er-

gebnisse) brachten keine entscheidende Verbesserung. Es wäre wün-

schenswert, ein Substrat zu finden, welches nur von Myotubularin 

umgesetzt wird, ansonsten muss der Weg der bakteriellen Expression  

für eine anschließende in vitro-Aktivitätsmessung wohl als ungeeignet 

betrachtet werden. 

Viele der bei Patienten gefundenen „missense“-Mutationen im Myotu-

bularin Gen sind auf funktioneller Ebene noch nicht endgültig geklärt 

und bedürfen einer möglichst spezifischen Aktivitätsmessung.  

 

 

5.3 Bakterielle Systeme sind für die Expression von Myotubu-

larin nicht gut geeignet 

 

Weiterhin steht auch fest, dass das Myotubularin in dem untersuchten 

bakteriellen System nicht in größeren Mengen exprimiert wurde. 

Zwar ist die Bande in den Western-Blots immer nachweisbar, aber in 

den Coomassie-Färbungen der PAA-Gele und in den Aktivitätsmes-

sungen zeigte sich, dass der Anteil von Myotubularin am Gesamtpro-

tein verschwindend gering ist. Auch erwies es sich als schwierig, das 

mit einem His-Tag versehene rekombinante Myotubularin mit den be-

schriebenen Methoden (Material und Methoden Kapitel 3.2.9 ff) auf-

zureinigen. Weder die Menge überzeugte, noch zeigte das so behan-

delte Myotubularin danach Aktivität. In anderen Arbeitsgruppen griff 
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man mit besserem Erfolg auf eine Expression von Myotubularin in In-

sektenzellen zurück (Gruppe um Laporte).  

Zukünftige Untersuchungen sollten berücksichtigen, dass eukaryonti-

sche Expressionssysteme sich offensichtlich besser für die Mitglieder 

der Genfamilie der Myotubularine eigenen und dass Myotubularine Li-

pidphopshatasen sind mit in vivo sehr spezifischen Substraten 

(Phopshatidyl-Inositolphosphate). Jedes artifizielle Substrat sollte 

diese natürlichen Strukturen möglichst nachahmen.  
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6. Zusammenfassung 

 

Die X-gebundene Myotubuläre Myopathie (XLMTM) ist eine sehr sel-

tene und schwere angeborene Muskelschwäche, die durch Mutationen 

im MTM 1 Gen verursacht wird. In der histopathologischen Untersu-

chung ist auffällig, dass die Muskelfasern fetalen Myotuben ähneln. 

Das Gen MTM 1 wurde auf Xq28 lokalisiert und kodiert für das Protein 

Myotubularin. Die Myotubularine  stellen eine große Familie eukaryo-

tischer Lipid-Phosphatasen und Anti-Phosphatasen dar.  Da der direk-

te Nachweis von Myotubularin in Muskelbiopsien von Patienten auf-

grund der sehr niedrigen Expression nicht gelingt, weder durch im-

munhistochemische Methoden noch im Western-Blot oder durch einen 

spezifischen Enzymtest, steht ein funktioneller Test für die gefunde-

nen Genmutationen nicht unmittelbar zur Verfügung. In der Arbeit 

sollte versucht werden, zunächst Wildtyp-Myotubularin im bakteriel-

len System zu exprimieren, im Western-Blot nachzuweisen und die 

Phosphatase-Enzymaktivität in vitro zu messen. Als Substrat für  My-

otubularin wurde p-Nitrophenolphosphat verwendet. In der Durchfüh-

rung des experimentellen Teils zeigten sich verschiedene Probleme, 

aus denen sich jedoch interessante Schlüsse ziehen liessen. Zum ei-

nen konnte der Verdacht bekräftigt werden, dass Myotubularin keine 

Dual-spezifische Phosphatase ist, wie zunächst angenommen wurde. 

Problematisch war auch,  dass der E.coli M15 Bakterienstamm  an-

scheindend selbst so viele eigene Phosphatasen produzierte, die das  

Substrat p-Nitrophenolphosphat dephosphorylierten. Diese Hinter-

grundgrundaktivität störte die eigentliche Aktivitätsmessung des Myo-

tubularins  und machte diese kaum verwertbar. Ebenso zeigte sich, 

dass das Myotubularin in dem untersuchten bakteriellen System nicht 

in größeren Mengen exprimiert wurde. Letzendlich ergab dies die 

Schlussfolgerung, dass zukünftige Untersuchungen  berücksichtigen 
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sollten, dass eukaryontische Expressionssysteme sich offensichtlich 

besser für die Mitglieder der Genfamilie der Myotubularine eigenen 

und dass Myotubularine Lipidphopshatasen sind mit in vivo sehr spe-

zifischen Substraten (Phopshatidyl-Inositolphosphate). Jedes artifi-

zielle Substrat sollte diese natürlichen Strukturen möglichst nachah-

men. 
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