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1. Zusammenfassung 

Die Kernhülle ist eine hoch spezialisierte Membran, die den eukaryotischen Zellkern umgibt. 

Sie besteht aus der äußeren und der inneren Kernmembran, die über die Kernporenkomplexe 

miteinander verbunden werden. Die Kernhülle reguliert nicht nur den Transport von 

Makromolekülen zwischen dem Nukleoplasma und dem Zytoplasma, sie dient auch der 

Verankerung des Chromatins und des Zytoskeletts. Durch diese Interaktionen hilft die 

Kernhülle, den Zellkern innerhalb der Zelle und die Chromosomen innerhalb des Zellkerns zu 

positionieren, und reguliert dadurch die Expression bestimmter Gene. In höheren Eukaryoten 

durchläuft die Kernhülle während der Zellteilung strukturelle Veränderungen. Zu Beginn der 

Mitose wird sie abgebaut, um sich am Ende der Mitose in den Tochterzellen erneut zu bilden. 

Die molekularen Mechanismen, die zum Wiederaufbau der Kernhülle mit den Bestandteilen  

der Kernmembran und der Kernporenkomplexen führen, sind kaum geklärt. Ein geeignetes 

System, um bestimmte Ereignisse bei der Kernhüllenbildung zu untersuchen, liefert das 

zellfreie System aus Xenopus Eiern und Spermienchromatin (Lohka 1998). Es erlaubt sowohl 

die Untersuchung der Kernhüllenneubildung am Ende der Mitose, als auch des 

Kernhüllenwachstums in der Interphase. Bereits früher konnte gezeigt werden, dass es im 

Eiextrakt von Xenopus laevis mindestens zwei verschiedene Vesikelpopulationen gibt, die zur 

Bildung der Kernhülle beitragen (Ewald et al., 1997). Eine der Vesikelpopulationen bindet an 

Chromatin, fusioniert dort und bildet eine Doppelmembran. Eine andere Vesikelpopulation 

bindet an die bereits vorhandene Doppelmembran und sorgt für die Ausbildung der 

Kernporenkomplexe. 

Ziel dieser Arbeit war es, verschiedene Membranfraktionen zu isolieren und zu 

charakterisieren. Das besondere Ziel lag in der Charakterisierung der poreninduzierenden 

Membranvesikel, um Faktoren zu identifizieren, die die Insertion der Kernporenkomplexe in 

die Kernhülle initiieren. Durch Zentrifugation über einen diskontinuierlichen 

Zuckergradienten konnten die Membranvesikel in zwei verschiedene Vesikelfraktionen 

aufgetrennt werden. Eine Membranfraktion konnte aus der 40%igen Zuckerfraktion („40% 

Membranfraktion“) isoliert werden, die andere aus der 30%igen Zuckerfraktion („30% 

Membranfraktion“). Die verschiedenen Membranfraktionen wurden zu porenlosen in vitro 

Kernen gegeben, bei denen die Kernporen durch vorausgegangene Bildung von Annulate 

Lamellae depletiert worden waren. Nach Zugabe der 30% Membranfraktion konnte die 

Bildung von funktionalen Kernporen beobachtet werden. Im Gegensatz dazu zeigte die 40% 

Membranfraktion keine porenbildenden Eigenschaften. Unter Verwendung eines 
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vereinfachten Systems, bestehend aus Zytosol, Spermienchromatin und den Membranen, 

wurde gezeigt, dass die 40% Membranfraktion an Chromatin bindet und ausreichend ist, um 

eine kontinuierliche Doppelmembran ohne Kernporen zu bilden. Die 30% Membranfraktion 

besitzt keine Chromatinbindungseigenschaften und wird aktiv entlang von Mikrotubuli zu den 

porenlosen Kernen transportiert. Dort interagiert sie mit der chromatingebundenen 40% 

Membranfraktion und induziert die Porenbildung. In dieser Arbeit war es das erste Mal 

möglich zwei wichtige Prozesse bei der Kernhüllenbildung experimentell zu trennen: zum 

einen die Bildung einer kontinuierlichen Doppelmembran und  zum anderen die Integration 

von Kernporenkomplexen in diese Membran. 

Nach dem Vergleich der Proteinzusammensetzung der beiden Membranfraktionen, konnte das 

Major Vault Protein (MVP) spezifisch in der porenbildenden Membranfraktion identifiziert 

werden. MVP ist die Hauptstrukturkomponente der Vault-Komplexe, einem Ribonukleo-

proteinpartikel, der in den meisten eukaryotischen Zellen vorhanden ist (Kedersha et al., 

1991). Bemerkenswerterweise wird über die Funktion der Vault-Komplexe, trotz ihrer 

übiquitären Expression und ihrem Vorkommen in fast allen eukaryotischen Zellen, immer 

noch diskutiert.  

Um mehr über die Funktion und die Lokalisation der Vaults/MVP zu lernen, wurden die 

Vaults in Anlehnung an die Methode von Kedersha und Rome (1986) aus Xenopus Eiern 

isoliert. Zusätzlich wurde rekombinantes Xenopus MVP hergestellt, das unter anderem für die 

Produktion von Antikörpern in Meerschweinchen verwendet wurde. 

Um zu beweisen, dass MVP eine wichtige Rolle bei der Porenbildung spielt, wurden 

gereinigte Vault-Komplexe oder rekombinantes MVP zu porenlosen Kernen gegeben. In der 

Tat waren sowohl gereinigte Vault-Komplexe, als auch rekombinantes MVP ausreichend, um 

in den porenlosen Kernen die Bildung von funktionalen Kernporen zu induzieren. 

Untersuchungen zur Lokalisation von MVP zeigten, dass MVP an der Kernhülle und den 

Kernporenkomplexen lokalisiert.  

Dies sind die ersten Daten, die Vaults/MVP mit der Kernporenbildung in Verbindung 

bringen. Diese Arbeit bietet die Grundlage, um diese unerwartete Rolle der Vaults in Zukunft 

genauer zu charakterisieren. 
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1. Summary 

The nuclear envelope (NE) is a highly specialized membrane that delineates the eukaryotic 

cell nucleus. It is composed of the inner and outer nuclear membranes that are connected by 

the nuclear pore complexes (NPCs). The NE not only regulates the trafficking of 

macromolecules between nucleoplasm and cytosol but also provides anchoring sites for 

chromatin and cytoskeleton. Through these interactions, the NE helps position the nucleus 

within the cell and chromosomes within the nucleus, thereby regulating the expression of 

certain genes. In higher eukaryotic cells the NE undergoes structural changes during cell 

division as it disassembles at the onset of mitosis and needs to reform in the daughter cells at 

the end of mitosis. The molecular mechanisms governing the reassembly of the NE composed 

of the nuclear membrane and the nuclear pore complexes are only poorly understood. A 

particular suitable system to analyze specific events involved in NE assembly is provided by 

the cell-free system based on Xenopus egg extract and sperm chromatin (Lohka 1998). It 

allows investigation of pronuclear assembly as well as postmitotic assembly. Previously it 

could be shown that in Xenopus egg extract there exist at least two different vesicle 

populations that are involved in nuclear envelope assembly (Ewald et al., 1997). One type of 

vesicle binds to chromatin where it fuses and forms a bilayered nuclear envelope. The other 

vesicle population binds to the double nuclear membrane and is required for nuclear pore 

complex formation.  

Aim of this study was to isolate and characterize different membrane fractions. The specific 

aim was to characterize the pore-forming membrane vesicles in order to identify factors that 

initiate the insertion of pore complexes into the nuclear memrane. By centrifugation on a 

discontinuous sucrose gradient the membrane vesicles could be separated into two different 

vesicle fractions. One membrane fraction was recovered from the 40% sucrose fraction (“40% 

membrane fraction”) and the other one from the 30% sucrose fraction (“30% membrane 

fraction”). The different membrane fractions were added to pore-free in vitro nuclei, where 

nuclear pores were depleted by formation of annulate lamellae. After addition of the 30% 

membrane fraction formation of functional nuclear pores could be observed. In contrast the 

40% membrane fraction had no pore-forming property. Using a simplified system consisting 

of cytosol, spermchromatin and membranes it was demonstrated that the 40% membrane 

fraction binds to chromatin and is sufficient to form a continuous double membrane without 

NPCs. The 30% membrane fraction lacks chromatin targeting signals and is actively 

transported along microtubules to the pore-free nuclei. There it interacts with the chromatin-
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bound 40% membranes and induces formation of NPCs. For the first time it was possible to 

experimentally separate two important processes involved in nuclear envelope assembly: on 

the one hand formation of a continuous double layered nuclear membrane and on the other 

hand insertion of nuclear pore complexes into the membrane. 

Comparing the protein composition of both membrane fractions, the major vault protein 

(MVP) was found to be exclusively in the pore-inducing membrane fraction. MVP is the 

major structural component of vaults, a ribonucleoprotein particle found in most eukaryotic 

cells (Kedersha et al., 1991). Remarkably, despite their ubiquitous expression and abundance 

in nearly all eukaryotic cells, the functional role of vaults is still being debated.  

To learn more about the functional role and localization of vaults/MVP, vaults were isolated 

from Xenopus eggs following the procedure of Kedersha and Rome (1986). In addition 

recombinant Xenopus MVP was prepared and used to generate antibodies in guinea pigs.  

To verify that MVP plays an important role in NPC assembly, purified vault complexes or 

recombinant MVP, were added to pore-free nuclei. In fact both purified vaults and 

recombinant MVP were sufficient to induce formation of functional NPCs in pore-free nuclei. 

Studying the localization of MVP it was demonstrated that MVP localizes at the nuclear 

envelope and the nuclear pore complexes. 

These are the first data that link vaults/MVP to NPC assembly. Therefore this work displays 

fundamental features to study this unexpected role of vaults in more detail. 
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2. Einleitung 

2.1 Aufbau der Kernhülle  

Der Zellkern ist das Kennzeichen einer eukaryotischen Zelle und speichert die Erbinformation 

der Zelle in Form der DNA. Die DNA ist über ihre gesamte Länge mit zahlreichen Proteinen 

assoziiert und liegt in verschiedenen Verpackungsgraden als Chromatin vor (Horn und 

Peterson, 2002). Neben der Speicherung der genetischen Informationen erfüllt der Zellkern 

weitere wichtige Aufgaben, wie die DNA- und RNA-Synthese, die RNA-Prozessierung und 

die Ribosomensynthese. Das Kerninnere wird durch die Kernhülle vom Zytoplasma getrennt. 

Dadurch wird der Ort der Transkription vom Ort der Translation, die im Zytoplasma 

stattfindet, getrennt. Die Kernhülle dient außerdem der Verankerung des Zytoskeletts und des 

Chromatins. Durch diese Interaktionen hilft die Kernhülle, den Zellkern innerhalb der Zelle 

und das Chromatin innerhalb des Zellkerns zu positionieren.   

Die Kernhülle besteht aus drei morphologisch und biochemisch unterschiedlichen 

Komponenten, die kontinuierlich ineinander übergehen. Dabei handelt es sich um die äußere 

Kernmembran, die innere Kernmembran, welche mit der Lamina assoziiert ist, und die 

Kernporenkomplexe.  

 

2.1.1 Die äußere Kernmembran 

Die äußere Kernmembran ist dem Zytoplasma zugewandt. Sie ist häufig mit Ribosomen 

besetzt und steht mit dem rauen endoplasmatischen Retikulum (ER) in direkter Verbindung. 

Durch dieses Kontinuum von äußerer Kernhülle und ER wird die freie Diffusion von 

Proteinen über das Lumen des ER oder die ER-Membran zur Kernhülle hin ermöglicht. Bei 

Vertebraten gehören zu den spezifischen Proteinen der äußeren Kernmembran die Nesprine. 

Nesprine besitzen eine konservierte KASH-(Klarsicht, ANC-1 und Syne-Homologie)-

Domäne aus etwa 60 Aminosäuren und eine Transmembrandomäne am Aminoterminus 

(Roux und Burke 2007). Ein kurzes Segment aus etwa 40 Aminosäuren ragt in den 

perinukleären Spalt zwischen der äußeren und der inneren Kernmembran. Durch alternatives 

Spleißen entsteht eine Vielzahl von Nesprin-Isoformen, die von den Nesprin 1 und Nesprin 2-

Genen codiert werden (Zhang et al., 2001). Nesprine-1 und -2 besitzen an ihrem 

Aminoterminus eine Aktinbindungsstelle und sind somit in der Lage, die äußere 

Kernmembran mit dem Aktinzytoskelett zu verbinden (siehe Abb. 2-1). Vor kurzem wurde 

Nesprin 3 als ein weiteres Mitglied der Nesprinfamilie identifiziert. Nesprin 3 besitzt 
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ebenfalls eine C-terminale KASH-Domäne und ein Transmembransegment. Am 

Aminoterminus besitzt es eine Bindungsstelle für Plectin, das mit Intermediärfilamenten 

assoziiert ist. Somit ist Nesprin 3 in der Lage, über das Linkerprotein Plectin eine Verbindung 

zwischen der äußeren Kernmembran und dem Intermediärfilamentnetzwerk herzustellen 

(Wilhelmsen et al., 2005). Im perinukleären Spalt binden die Nesprine an SUN1 und SUN2, 

zwei integrale Membranproteine der inneren Kernmembran (Crisp et al., 2006; Roux und 

Burke 2007). Zumindest für SUN1 konnte gezeigt werden, dass seine nukleoplasmatische 

Domäne mit dem farnesylierten Prelamin A interagiert.  Somit scheinen die Nesprinproteine 

zusammen mit den SUN-Proteinen eine essentielle Funktion bei der Verknüpfung des 

Zytoskeletts mit Stützelementen im Inneren des Zellkerns zu übernehmen.  

 

 

 

 

2.1.2 Die innere Kernmembran 

Die innere Kernmembran, die dem Nukleoplasma zugewandt ist, unterscheidet sich deutlich 

von der äußeren Kernmembran. Sie steht mit einem Netzwerk aus Intermediärfilamenten, der 

Lamina, in Verbindung und besitzt spezifische integrale Membranproteine, die die innere 

Kernmembran mit der Lamina und dem Chromatin verbinden (siehe Abb.2-2). 

 

Abb. 2-1: Verbindung des Zytoskeletts mit 

der Lamina. SUN1-Proteindimere in der 

inneren Kernmembran (INM) dienen als Anker 

für Nesprinproteine in der äußeren 

Kernmembran (ONM). Die SUN1-Proteine 

dimerisieren mit Hilfe einer coiled-coil-

Domäne im perinukleären Spalt (PNS). Die 

nukleoplasmatische Domäne von SUN1 bindet 

an farnesyliertes Prälamin A. Die 

zytoplasmatische Domäne von Nesprin 1 und 2 

interagiert mit Aktinfilamenten, während 

Nesprin 3 an Plectin bindet. Plectin wiederum 

stellt eine Verbindung zum 

Intermediärfilamentnetzwerk her. Abb. aus 

Roux und Burke 2007. 
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Abbildung 2-2: Übersicht der Organisation der Kernhülle (Foisner, 2001; Roux and Burke, 2006). Der 

schematische Querschnitt zeigt die innere und äußere Kernmembran (INM und ONM) sowie die Porenmembran 

(PM), einen Kernporenkomplex (NPC) und einige ausgewählte Proteinbestandteile. Dazu gehören die Lamina, 

die sich aus A- und B-Typ Laminoligomeren zusammensetzt, und Proteine, die mit den Kernlaminen assoziiert 

sind. Als INM-Proteine sind die Lamina-assoziierten Proteine 1 und 2 (LAP1 und 2), LUMA, Nesprin1, SUN1 

und -2, Emerin, MAN1, Young Arrest (YA) und der Lamin B Rezeptor (LBR) dargestellt. SUN1 und -2 

interagieren mit den ONM-Proteinen Nesprin2 bzw. Nesprin3 im perinukleären Spalt (PNS), die wiederum mit 

Zytoskelettelementen (Aktin oder Intermediärfilamenten [über Plectin]) assoziiert sind. Der PNS bildet mit dem 

Lumen des Endoplasmatischen Retikulums (ER) ein Kontinuum. Diverse lösliche Proteine interagieren mit der 

Lamina oder den nukleoplasmatischen Domänen einiger INM-Proteine und stellen dadurch die Verbindung 

gewisser Chromatinbereiche an die Kernhülle her. Zu diesen Chromatinlinker-Proteinen gehören der Barrier-to 

Autointegration Factor (BAF) und das Heterochromatinprotein 1 (HP1). Andere Proteine binden direkt oder 

indirekt an die Lamina oder an Lamin-assoziierte Proteine (SREBP-1= ‚Sterol Regulatory Element-Binding 

Protein-1’; pRb= ‚Retinoblastoma Protein’; E2F-DP-Komplex; GCL= ‚Germ Cell-less’; YT521-B= 

Spleißfaktor; Btf= ‚Bcl2-assoziierter Transkriptionsfaktor’; R-SMAD= ‚Rezeptor- vermittelte SMAD’; HA95= 

homolog zu AKAP95 [= ‚A-kinase anchoring protein 95’]; H3/H4= ‚Histonprotein 3/4'). Außerdem sind die 

mögliche Assoziation zwischen Laminen und dem NPC-Protein Nup153, sowie Interphase-Chromosomen 

dargestellt. (Abbildung aus Gareiß 2006). 
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2.1.2.1 Integrale Membranproteine der inneren Kernmembran 

Bisher wurden 78 integrale Membranproteine der inneren Kernmembran entdeckt und ihre 

Zahl nimmt ständig zu (Gruenbaum et al., 2005). Zu den bereits charakterisierten integralen 

Membranproteinen der inneren Kernmembran gehören bei Vertebraten verschiedene 

Isoformen der Lamina assoziierten Polypeptide1 und 2 (LAP1 und 2), Emerin, MAN1, Lamin 

B Rezeptor (LBR), Nurim, Nesprin, das RING-Finger-Bindungsprotein (RFBP), das A-

Kinase-Anker-Protein 149 (AKAP149), p18, SUN1, SUN2, LUMA, LEM2 und ZYG-12 

(Übersicht in Goldman et al., 2002; Lusk et al., 2007). Unter anderem besitzen LAP2, MAN1, 

und Emerin die sogenannte LEM-Domäne (benannt nach den Proteinen, in denen sie zuerst 

entdeckt wurde: LAP2 – Emerin – MAN1; Lin et al., 2000), mit der sie an Chromatin binden 

können. Die integralen Membranproteine der inneren Kernmembran tragen durch ihre 

Interaktionen mit den Laminen, mit Chromatin und anderen Kernkomponenten entscheidend 

zur Struktur, Organisation und Funktion der Kernhülle, der Kernmatrix sowie des Chromatins 

mit bei.  

Die integralen Membranproteine der inneren Kernmembran werden im rauen 

Endoplasmatischen Retikulum im Zytoplasma exprimiert. Früher ging man davon aus, dass 

sie durch laterale Diffusion entlang der Membranen zur inneren Kernmembran gelangen, wo 

sie durch spezifische Wechselwirkungen mit anderen Kernproteinen, insbesondere der 

Lamine, an ihrer Position gehalten werden (Holmer und Worman, 2001). Neuere 

Untersuchungen weisen aber darauf hin, dass zumindest in einigen Fällen ein aktiver 

Transport nötig ist, um die Membranproteine zur inneren Kernmembran zu bringen (Ohba et 

al., 2004). Für die Lokalisation in der inneren Kernmembran ist unter anderem die Größe der 

nukleoplasmatischen Domänen von Bedeutung. So können integrale Membranproteine mit 

eine nukleoplasmatischen Domäne von weniger als 25 kDa durch die Porenmembran zur 

inneren Kernmembran diffundieren. Ist die nukleoplasmatische Domäne größer als 25 kDa, 

sind aktive Prozesse nötig, um die Porenmembran zu passieren (Lusk et al., 2007). Diese 

aktiven Prozesse sind sowohl temperatur-, als auch ATP-abhängig (Ohba et al., 2004). Dabei 

könnte es sich um eine energieabhängige Umstrukturierung der Porenkomplexe handeln, 

wodurch vorübergehende Kanäle im Porenkomplex entstehen, die die Passage der 

Membranproteine ermöglichen würde (Ohba et al., 2004). Außerdem enthalten die integralen 

Membranproteine basische Sequenzmotive, die den klassischen Kernlokalisationssignalen 

ähneln. Diese Sequenzen ermöglichen die Bindung von Importin α und sind somit 

entscheidend für den Import. Darüber hinaus sind auch Importin ß und die kleine GTPase Ran 

für den Transport zur inneren Kernmembran nötig (King et al., 2006). Es scheint daher 
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deutliche Parallelen zwischen dem Import löslicher Proteine und dem Import integraler 

Membranproteine zu geben. 

Die integralen Membranproteine LAP2 und LBR, die in dieser Arbeit untersucht wurden, 

werden näher erläutert. 

 

Lamina assoziierte Polypeptide 2 

Die Lamina-assoziierten Polypeptide 2 (LAP2) bestehen bei Xenopus aus mindestens drei 

(LAP2ß, γ und ω) und bei Säugerzellen aus mindestens sechs Isoformen  (LAP2α, ß, γ, δ, ε 

und ξ) mit molekularen Massen zwischen 68 kDa und 84 kDa. Sie alle sind Spleißprodukte 

des LAP2-Gens (Übersicht in Dechat et al., 2000). Die Spleißvarianten LAP2α und LAP2ξ 

besitzen keine Transmembrandomänen und liegen im Nukleoplasma vor. Die anderen 

Isoformen sind in der inneren Kernmembran verankert und haben einen langen 

nukleoplasmatischen Aminoterminus (Dechat et al., 2000). 

Alle LAP2-Isoformen enthalten eine hoch konservierte aminoterminale Domäne, die auch in 

einigen anderen integralen Membranproteinen der inneren Kernmembran zu finden ist, die 

sog. LEM-Domäne, die aus ca. 43 Aminosäuren besteht. Zusätzlich zur LEM-Domäne 

befindet sich bei LAP2 am Aminoterminus eine zwar strukturell und funktionell unabhängige, 

aber der LEM-Domäne doch sehr ähnliche Domäne, die LEM-like Domäne. LAP2 kann 

entweder direkt mittels der LEM-like-Domäne oder indirekt mit der LEM-Domäne über BAF 

(barrier to autointegration factor), einem DNA-vernetzenden Protein, an Chromatin binden. 

LAP2 kann ebenfalls an Lamine binden (Furukawa et al., 1998) und stellt somit ein 

Bindeglied zwischen dem Chromatin und der Lamina dar. 

In Säugerzellen akkumuliert LAP2α während der Anaphase an den Telomeren und 

spezifischen Regionen der Chromosomen. LAP2α  bindet mit der N-terminalen LEM-

Domäne an BAF und es kommt zur Bildung von LAP2α-BAF-Komplexen. Diese Komplexe 

scheinen eine wichtige Rolle bei der Reorganisation des Chromatins und bei der Bildung der 

Kernhülle zu spielen (Dechat et al., 2004). Auch LAP2ß spielt bei der Neubildung der 

Kernhülle und deren Ausdehnung nach der Mitose eine Rolle. So verhinderte zum Beispiel 

die Mikroinjektion von LAP2ß-Mutanten in Säugerzellen die postmitotische Ausdehnung der 

Kernhülle (Yang et al., 1997) und die Zugabe von rekombinaten LAP2-Mutanten zu Xenopus 

Eiextrakt störte die Bildung des Laminanetzwerkes (Gant et al., 1999). 

 

Der Lamin B Rezeptor 

Der Lamin B Rezeptor (LBR) mit einer molekularen Masse von 58 kDa ist das am besten 

untersuchte Protein der inneren Kernmembran. LBR besitzt am Carboxyterminus acht 
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Transmembrandomänen (Ye und Worman, 1994) und beide Enden des Proteins ragen ins 

Nukleoplasma (Worman et al., 1990). Beim menschlichen LBR scheinen die ersten 60 

Aminosäuren wichtig für die Interaktion mit B-Typ Laminen zu sein (Lin et al., 1996), 

während die Aminosäuren 70 -100 mit DNA (Ye und Worman, 1994), bevorzugt mit Linker-

DNA, interagieren. Diese Interaktion wird durch die kondensierte Struktur dieser DNA 

gefördert (Duband-Goulet und Courvalin, 2000). Neuere Daten weisen darauf hin, dass LBR 

nicht direkt an Chromatin bindet, sondern Importin ß als Linkerprotein nutzt (Ma et al., 2007). 

Außerdem bindet LBR über die Aminosäuren 97-174 das menschliche Chromodomänen-

Protein HP1 (=Heterochromatin Protein 1; Ye und Worman, 1996; Ye et al., 1997). Wie der 

Name schon sagt, ist dieses Chromodomänen-Protein mit transkriptionell inaktivem 

Chromatin assoziiert. Durch diese Interaktion kann das in der Kernperipherie lokalisierte 

Heterochromatin mit der Kernhülle verankert werden. Die Interaktion zwischen HP1 und 

LBR scheint indirekt über die Histone H3/H4 vermittelt zu werden (Polioudaki et al., 2001). 

Während der Mitose wird LBR durch Proteinkinasen hyperphosphoryliert und kann somit 

nicht mehr mit Lamin B, Chromatin und HP1 interagieren (Courvalin et al., 1992). Er bleibt 

aber mit Membranvesikeln assoziiert und akkumuliert am Ende der Mitose an den 

Chromosomen. Auf diese Weise ist LBR an der Assoziation von Membranen an der 

Chromatinoberfläche beteiligt (Ellenberg et al., 1997).  

 

2.1.3 Die Lamina 

Die Lamina erscheint in somatischen Säugerzellen als eine 10-20 nm dicke Proteinschicht, die 

zwischen der inneren Kernmembran und dem Chromatin liegt. Sie besteht aus den Laminen 

und einer Vielzahl von Lamin-bindenden Proteinen (siehe Abbildung 2-3). 

 

Abb. 2-3: Zusammenfassung der 

Interaktionen im Netzwerk der Lamina. 

Die Verbindungslinien deuten entweder 

eine direkte Interaktion an oder weisen auf 

einen Einfluss der Lamine auf einen mit ihr 

verbundenen Prozess hin (z.B. DNA-

Replikation oder -Transkription). Einige 

der angezeigten Interaktionen sind im Text 

beschrieben, ebenso die Bedeutung der 

Abkürzungen. X und Y stehen für nicht 

identifizierte Proteine (Abbildung aus 

Gruenbaum et al., 2005). 
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Bei Säugern existieren drei verschiedene Lamingene (LMNA, LMNB1 und LMNB2), die für 

sieben unterschiedlich gespleißte Isoformen codieren. Die A-Typ Lamine A, A∆10, C und C2 

stammen vom LMNA Gen ab (Fisher et al., 1986; McKeon et al., 1986; Furukawa et al., 

1994). LMNB1 codiert für Lamin B1, LMNB2 codiert die Lamine B2 und B3 (Pollard et al., 

1990; Stuurman et al., 1996). Alle Vertebratenzellen exprimieren zumindest ein B-Typ 

Lamin, wohingegen die A-Typ Lamine entwicklungsspezifisch reguliert und erst in 

differenzierten Zellen exprimiert werden (Rober et al., 1989). Lamin C2 und B3 sind 

Keimbahn-spezifisch (Furukawa und Hotta, 1993; Alsheimer et al., 1999). 

Wie alle Intermediärfilamente besitzen alle Lamintypen eine zentrale α-helikale Stabdomäne, 

eine kurze, nichthelikale aminoterminale Domäne und eine lange carboxyterminale Domäne 

(McKeon et al., 1986). Die carboxyterminale Domäne enthält ein Kernlokalisationssignal und 

bei den Laminen A, B1 und B2 ein für die Interaktion mit der Kernmembran wichtiges 

Tetrapeptid (CxxM, wobei  C für Cystein, x für eine beliebige Aminosäure und M für 

Methionin steht). Das Cystein dieses Tetrapeptid wird farnesyliert (Beck et al., 1990), sodass 

die Lamine  an die Kernhülle binden können. Bei Lamin A wird dieses CxxM-Motiv während 

der Reifung proteolytisch abgespalten. Während der Mitose bleiben daher die B-Typ Lamine 

über ihren Farnesylanker an die Membran gebunden, wohingegen Lamin A und C lösliche 

Oligomere bilden. Die zentrale α-helikale Stabdomäne der Lamine ist für die Polymerisation 

der Laminfilamente essentiell. Dabei bilden sich zunächst Lamindimere, die dann eine „Kopf-

Schwanz-Verknüpfung“ eingehen, was schließlich in der Ausbildung eines filamentösen 

Netzwerkes endet (Stuurman et a., 1998). Während der Mitose werden die Lamine durch die 

p34/cdc2-Kinase phosphoryliert, was zur Depolymerisation der Lamina führt (Heald und 

McKeon, 1990). 

Die Lamina dient nicht nur der mechanischen Stabilität des Zellkerns, sondern ist an einer 

Vielzahl von funktionellen Aufgaben des Zellkerns beteiligt. So sind die Lamine für die 

korrekte postmitotische Reorganisation der Kernporenkomplexe verantwortlich. Das 

Kernporenprotein Nup153 kann nur in Anwesenheit von polymerisierten Laminen in die 

Kernporenkomplexe integriert werden (Smythe et al., 2000). Außerdem spielen die Lamine 

bei der postmitotischen Reorganisation der Kernhülle, der Organisation der 

Chromatinstruktur, der DNA-Replikation, Transkription und Apoptose (Übersicht in 

Goldman et al., 2002) und auch bei Zelldifferenzierungsprozessen (Markiewicz et al., 2005) 

eine wichtige Rolle. 

Wie entscheidend die korrekte Struktur der Lamina ist, zeigt sich an diversen Erbkrankheiten. 

Bei diesen, als Laminopathien bezeichneten Erbkrankheiten, liegen Mutationen in den 
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Laminen oder in Lamina-assoziierten Proteinen vor. Zu ihnen zählen unter anderem die 

Emery-Dreifuss-Muskeldystrophie, das Hutchinson-Gilford Progerie Syndrom, verschiedene 

Formen der Lipodystrophie, eine Form des Charcot-Marie-Tooth-Syndroms, die Pelger-Huёt 

Anomalie oder das Buschke-Ollendorff-Syndrom (Übersicht in Gruenbaum et al., 2005). 

Charakteristisch für diese Krankheiten ist, dass die Symptome nur gewebespezifisch 

auftreten. Zu den betroffenen Geweben gehören Herz- und Skelettmuskeln, Fettgewebe, 

Knochenstrukturen, Haut- und Nervenzellen oder eine Kombination dieser Gewebe. 

Mutationen in B-Typ-Laminen sind meist schon während der Embryonalentwicklung letal, da 

diese Proteine essentielle Zellbestandteile sind (Harborth et al., 2001). 

 

2.1.4 Die Kernporenkomplexe 

2.1.4.1 Struktureller Aufbau der Kernporen 

Die räumliche Trennung zwischen Zytoplasma und Nukleoplasma wird durch die Kernhülle 

gewährleistet. Die Kernporenkomplexe (nuclear pore complex, NPC) stellen eine Verbindung 

zwischen diesen beiden Kompartimenten her und ermöglichen den Austausch von Molekülen. 

Kernporenkomplexe sind Multiproteinkomplexe und erreichen bei Vertebraten eine Masse 

von etwa 125 Millionen Dalton (Reichelt et al., 1990), was der dreißigfachen Masse eines 

Ribosoms entspricht. Sie bestehen aus etwa 30 verschiedenen Proteinen, den so genannten 

Nukleoporinen, die in mehrfachen Kopien vorkommen (Cronshaw et al., 2002). 

 
Abb.2-4: Struktur des Kernporenkomplexes. Der Kernporenkomplex besitzt eine oktogonale 

Radiärsymmetrie und ist aus einer Reihe konzentrischer Ringe aufgebaut. Ins Zytoplasma ragen acht etwa 50 nm 

lange Filamente, ins Nukleoplasma ragen ebenfalls acht Filamente, die distal in einer Ringstruktur enden und 

den nukleären Korb bilden. Abbildungen verändert nach Beck et al. 2004 und Suntharalingam und Wente 2003. 
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Der äußere Durchmesser einer Pore beträgt etwa 125 nm und die Höhe eines solchen 

Komplexes etwa 50 nm (Reichelt et al., 1990). Die zentrale Öffnung hat an der Peripherie 

einen Durchmesser von  etwa 60 nm und im Zentrum, an der engsten Stelle einen 

Durchmesser von etwa 40 nm (Beck et al., 2004). Ionen und kleinere Proteine bis ca. 40 kDa 

können entweder aktiv transportiert werden oder frei durch den Kernporenkomplex hindurch 

diffundieren. Eine neue Studie deutete an, dass auch noch Makromoleküle mit einer 

molekularen Masse bis zu 100 kDa durch die Kernporenkomplexe diffundieren können 

(Wang und Brattain, 2007). Durch aktiven Transport können Makromoleküle mit einem 

Durchmesser bis zu 39 nm wie zum Beispiel die Ribosomen durch die Kernporen transportiert 

werden (Pante und Kann 2002). Neben der zentralen Öffnung gibt es auch noch acht 

periphere Kanäle mit einem Durchmesser von ungefähr 8 nm. Sie spielen vermutlich bei der 

Diffusion von kleinen Molekülen und Ionen eine Rolle (Feldherr und Akin 1997) oder dienen 

auch als mechanische Pufferzone beim Transport von großen Molekülen durch die zentrale 

Öffnung der Kernpore (Stoffler et al., 2003). 

Die Anzahl der Porenkomplexe ist abhängig von der transkriptionellen Aktivität und der 

Größe der Zelle (Maul 1977). So besitzen  Hefezellen etwa 200 NPCs pro Zellkern, sich 

teilende menschliche Zellen ~10-20 NPCs pro µm2, was einer Anzahl von 2000-5000 

Kernporenkomplexen pro Kern entspricht. Wachsende Amphibienoozyten besitzen bis zu 60 

NPCs pro µm2 und somit ~50 Millionen Kernporen pro Zellkern (Gerace und Burke 1988; 

Görlich und Kutay 1999). 

Der Porenkomplex besitzt eine oktogonale Radiärsymmetrie und ist aus einer Reihe 

konzentrischer Ringe aufgebaut (siehe Abb. 2-4). Der Speichenringkomplex umgibt den 

zentralen Transporter. Die radialen Arme des Speichenringkomplexes durchdringen die 

Porenmembran und ragen ins Lumen der Kernhülle. Der Speichenringkomplex wird von zwei 

Annuli umschlossen, dem zytoplasmatischen und dem nukleoplasmatischen Annulus. Vom 

nukleoplasmatischen Annulus ragen acht Filamente von ~75 nm Länge ins Kerninnere. Diese 

Filamente treffen am distalen Ende in einer schmalen Ringstruktur mit einem Durchmesser 

von 30-60 nm (Lim et al., 2006) zusammen und bilden eine lockere korbförmige Struktur, den 

sogenannten nukleären Korb. Vom zytoplasmatischen Annulus ragen acht Filamente von je 2-

3 nm im Durchmesser und  etwa 50 nm Länge ins Zytoplasma (Adam 2001). Es wurde 

diskutiert, dass diese Filamente in direktem Kontakt mit Bestandteilen des Zytoskeletts stehen 

könnten und damit einen Weg vom Zytoplasma zur Kernoberfläche bereitstellen (Goldberg 

und Allen, 1995). Die zytoplasmatischen Filamente liegen in zwei unterschiedlichen 

Konformationen vor (Beck et al., 2004). Sie können sich zur zentralen Öffnung hin krümmen 
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oder als ausgestreckte Filamente vorliegen. Die gekrümmten Filamente interagieren 

vermutlich direkt mit Molekülen, die durch die Pore transportiert werden. Somit stellen die 

verschiedenen Konformationen der zytoplasmatischen Filamente wahrscheinlich 

Momentaufnahmen dar, die in direktem Zusammenhang mit den Transportereignissen stehen. 

 

2.1.4.2  Biochemischer Aufbau der Kernporen 

Bis jetzt sind bei Vertebraten 30 Nukleoporine identifiziert worden (siehe Tabelle 2-1). Sie 

treten teilweise in Form von Subkomplexen (siehe Abb. 2-5) auf, wobei jede Pore 8-56 

Kopien dieser Subkomplexe enthält. Somit besteht ein Kernporenkomplex aus 500-1000 

Proteinen mit Größen von 50-360 kDa, was seine enorm große Masse erklärt (Vasu und 

Forbes, 2001).  

 
Abb. 2-5: Anordnung und Dynamik der Nukleoporin-Subkomplexe innerhalb des Porenkomplexes. 

Abgebildet ist ein Längsschnitt durch einen Porenkomplex, der in den rechten drei Feldern vergrößert dargestellt 

ist. Die Reihenfolge des Einbaus der Nukleoporine und Subkomplexe wird ebenso gezeigt, wie deren 

Verweildauer am Porenkomplex und deren vermutete Funktion. Gemeinsame Farben in den rechten drei 

Abbildungen deuten einen Zusammenhang zwischen Einbau, Dynamik und Funktion an. Die Subkomplexe, die 

früh eingebaut werden und dauerhaft am Porenkomplex verweilen, besitzen vermutlich eine strukturelle 

Funktion. Im Gegensatz dazu sind die Subkomplexe, die erst später eingebaut werden und sich nur 

vorübergehend am Porenkomplex befinden, in den Transport involviert. (Abbildung verändert nach Tran und 

Wente 2006.) 

 

Aufgrund ihrer Sekundärstruktur lassen sich die Nukleoporine in drei verschiedene Klassen 

einteilen (Devos et al., 2006). Die Transmembranproteine enthalten mindestens eine α-

helikale Transmembrandomäne, sind im zentralen Gerüst der Kernpore lokalisiert und dienen 
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vermutlich der Verankerung der Kernporen in der Porenmembran. Die zweite Gruppe der 

Nukleoporine sind durch Wiederholungen des Dipeptids WD (Tryptophan-Asparaginsäure) 

charakterisiert und bilden die so genannte ß-Propeller-Struktur. Solche WD-Wiederholungen 

vermitteln vermutlich die Zusammenlagerung von Multiprotein-Komplexen (Smith et al, 

1999). Im Kernporenkomplex könnten sie für die Zusammenlagerung von Subkomplexen 

zuständig sein oder die Interaktion von Transport-Komplexen mit dem Kernporenkomplex 

erleichtern. Die dritte Gruppe der Nukleoporine ist durch ein konserviertes Motiv aus 

Phenylalanin-Glycin (FG) Wiederholungen gekennzeichnet. Diese FG-Einheiten haben die 

Gestalt von GLFG- oder FXFG-Motiven und werden durch polare Linkerregionen variabler 

Länge miteinander verbunden (Rout und Aitchison, 2001). Die FG-Einheiten können an alle 

bisher untersuchten Karyopherine binden (Ryan und Wente, 2000). Daher wird vermutet, dass 

sie eine wesentliche Rolle beim Transport durch den Porenkomplex spielen. Die FG-

Nukleoporine sind mit N-Acetyl-Glucosamin glykosiliert. WGA (Wheat Germ Agglutinin) 

kann an diese Zuckerseitenketten binden und dadurch den Transport hemmen (Dabauvalle et 

al., 1988). Die FG-Domänen bilden ein unstrukturiertes Netzwerk innerhalb der Kernporen 

aus und tragen  wenig zur Architektur der Kernporen bei. Es wird geschätzt, dass jeder 

Kernporenkomplex mindestens 128 FG-Domänen und damit ~3500 FG-Einheiten besitzt 

(Strawn et al., 2004). 

Bei Vertebraten sind drei Nukleoporine in der Porenmembran lokalisiert: gp210, POM121 

und NDC1. Das Glykoprotein gp210 ist ein hoch konserviertes Protein und besitzt eine 

Transmembrandomäne nahe des Carboxylendes. Etwa 95% des Proteins ist im Lumen, 

zwischen der äußeren und der inneren Kernmembran lokalisiert. Das kurze Carboxylende ragt 

ins Zytoplasma (Greber et al., 1990). Seine Funktion bei der Bildung der Kernporenkomplexe 

ist nach wie vor strittig. Drummond und Wilson (2002) beobachteten, dass gp210 für die enge 

Aneinanderlagerung der Kernmembranen und die Porenerweiterung nötig war und dass diese 

Vorgänge durch kurze, gegen den C-Terminus gerichtete Peptide blockiert wurden. Stavru et 

al. (2006) dagegen zeigten, dass ein Proteinknockdown von gp210 in HeLa-Zellen keinen 

Effekt auf die Bildung der Kernporen besaß. Eine andere Arbeitsgruppe (Antonin et al., 2005) 

beobachtete, dass die Depletion von gp210 im zellfreien System von Xenopus leavis ebenfalls 

keinen Einfluss auf die Kernporenbildung hatte. Was gegen eine essentielle Rolle bei der 

Bildung der Kernporenkomplexe sprechen könnte, ist die Tatsache, dass der Großteil an 

gp210 erst in der späten Telophase an die Kernhülle rekrutiert. Allerdings konnten auch schon 

in früheren Stadien der Mitose geringe Mengen gp210 an der wachsenden Kernhülle 

beobachtet werden (Bodoor et al., 1999). Dagegen spricht auch die Tatsache, dass Pilze kein 
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gp210-Gen besitzen und einige Zelltypen der Maus kein gp210 exprimieren (Eriksson et al., 

2004; Olsson et al., 2004). Außerdem konnte in den Annulate Lamellae, Membranstapeln, die 

von zahlreichen Porenkomplexen durchsetzt sind, kein gp210 nachgewiesen werden (Ewald et 

al., 1996). So scheint gp210 zumindest in einigen Fällen für die Bildung der Kernporen 

entbehrlich zu sein. 

POM121 ist weniger stark konserviert als gp210 und nur bei Vertebraten zu finden. Es hat 

eine N-terminale Transmembrandomäne und einen langen carboxyterminalen Schwanz, der in 

den Porenkanal ragt. Das Carboxylende des Proteins besitzt mehrere Phenylalanin-Glycin-

Wiederholungen (Vasu und Forbes 2001), mit denen es vermutlich am Transport von 

Karyopherinen durch die Kernporenkomplexe beteiligt ist. POM121 bindet in der späten 

Anaphase an das Chromatin (Bodoor et al., 1999) und ist während der Interphase dauerhaft im 

Porenkomplex verankert (Daigle et al., 2001). Diese Merkmale sprechen dafür, dass POM121 

der Verankerung des Kernporenkomplexes in der Porenmembran dient. Die Rolle von 

POM121 bei der Bildung der Kernporen ist nicht geklärt. So beobachtete eine Arbeitsgruppe, 

dass nach Depletion von POM121 im zellfreien System von Xenopus laevis die Bildung der 

Kernporen blockiert wurde (Antonin et al., 2005), eine andere Arbeitsgruppe dagegen konnte 

nach Proteinknockdown mit siRNA in HeLa-Zellen keine Beteiligung von POM121 an der 

Kernporenbildung beobachten (Stavru et al., 2006 a). Funokoshi et al. (2007) konnten jedoch 

kürzlich zeigen, dass POM121 beim Menschen von zwei Genen codiert wird. Die beiden 

Genprodukte besitzen 96% Homologie in ihrer Sequenz. Durch Proteinknockdown beider 

POM121 Proteine mittels siRNA konnte sowohl eine deutliche Reduktion der 

Kernporenkomplexanzahl, als auch eine clusterartige Verteilung der Porenkomplexe 

beobachtet werden. Diese Ergebnisse deuten auf eine wichtige Funktion von POM121 bei der 

Bildung und Verteilung der Kernporenkomplexe hin. 

Das dritte Transmembranprotein unter den Nukleoporinen ist NDC1. Lange war NDC1 nur 

bei Hefe als Porenmembranprotein bekannt. Kürzlich konnte es aber auch bei Vertebraten als 

ein Bestandteil der Porenkomplexe identifiziert werden (Stavru et al 2006 b; Mansfeld et al., 

2006). Das humane NDC1 besitzt sechs putative Transmembrandomänen. Sowohl der 

Amino-, als auch der Carboxyterminus ragen in den Porenkanal. Bei siRNA Experimenten 

konnte beobachtet werden, dass die Reduktion von NDC1 in direktem Zusammenhang mit 

einer verringerten Anzahl an Porenkomplexen stand (Stavru et al 2006 b; Mansfeld et al., 

2006). Wurde NDC1 im zellfreien System von Xenopus laevis depletiert, konnten die 

Membranvesikel zwar noch an Chromatin binden, sie fusionierten aber nicht mehr zu einer 

geschlossenen Doppelmembran und auch die Bildung der Kernporenkomplexe blieb aus. 
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Wurde gereinigtes NDC1 zu diesem depletierten Ansatz hinzugefügt, bildete sich eine 

geschlossene Kernhülle mit Porenkomplexen (Mansfeld et al., 2006). NDC1 bindet, 

zumindest in vitro, an Nup53, einem Nukleoporin, das wiederum mit Nup93, Nup205, 

Nup188 und Nup155 interagiert. Somit scheint NDC1 wichtig für die Integration des Nup53-

Nup93-Komplexes in den Kernporenkomplex zu sein (Mansfeld et al., 2006). All diese 

Ergebnisse deuten darauf hin, dass NDC1 sowohl wichtig für die Bildung einer geschlossenen 

Kernhülle, als auch für die Bildung der Kernporenkomplexe ist. 

Der Nup62-Komplex, bestehend aus Nup62, Nup58, Nup54 und Nup45 ist am zentralen 

Transporter der Pore lokalisiert (Ryan und Wente, 2000). Alle Proteine dieses Komplexes 

besitzen eine α-helikale coiled-coil Domäne, FG-Einheiten und sind mit N-Acetyl-

Glucosamin glykosiliert. Die mRNAs von Nup58 und Nup45 entstehen vermutlich durch 

alternatives Spleißen. Im Bereich der Aminosäuren 40-465 scheint die Sequenz von Nup58 

mit der Sequenz von Nup45 identisch zu sein (Hu et al., 1996). Dieser Bereich enthält den 

Großteil der aminoterminalen FG-Einheiten und die α-helikale Domäne von Nup58.  Wird der 

Nup62-Komplex depletiert, findet kein Import mehr statt (Finlay et al., 1991). Eine Hemmung 

des Importes konnte auch durch die Bindung von WGA an die Zuckerseitenketten dieser 

Nukleoporine erfolgen (Dabauvalle et al., 1988). 

Der Nup107-160 Komplex besteht aus neun unterschiedlichen Nukleoporinen: Nup160, 

Nup133, Nup107, Nup96, Nup85/75, Nup43, Nup37, Sec13 und Seh1. Er ist Bestandteil des 

zentralen Porengerüstes und kommt in 16 Kopien pro Kernporenkomplex vor (Fahrenkrog et 

al., 2004). Dieser Subkomplex ist essentiell für die Bildung des Kernporenkomplexes und 

bindet in der frühen Anaphase an Chromatin (Walther et al., 2003). Nach Depletion des 

Komplexes aus Xenopus Eiextrakt, besaßen die darin gebildeten in vitro Kerne zwar noch 

eine geschlossene Kernhülle, jedoch ohne Porenkomplexe (Walther et al., 2003; Harel et al., 

2003). Wurde die Expression von Nup107 oder Nup133 in HeLa-Zellen durch siRNA 

herunterreguliert, so wurde auch die Anzahl der Kernporenkomplexe in diesen Zellen stark 

reduziert (Walther et al., 2003). Somit scheint der Nup107-160 Komplex eine entscheidende 

Rolle bei der Bildung der Kernporenkomplexe zu spielen.  

Der Nup93-Komplex enthält die Nukleoporine Nup205, Nup188, Nup155, Nup93 und 

Nup35/53 (Hawryluk-Gara et al., 2005). Der Komplex liegt im Zentrum der Kernpore nahe 

der Porenmembran (Krull et al., 2004). In C.elegans führte die Depletion von Nup205 und 

Nup93 mittels siRNA zu einer vermehrten passiven Diffusion durch den Porenkomplex und 

zur Bildung von Porenkomplexclustern (Galy et al., 2003). Nup155 ist sowohl in C.elegans, 

als auch im zellfreien System mit Xenopus Eiextrakt essentiell für die Bildung der Kernhülle 
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und der Kernporenkomplexe (Franz et al., 2005). Bei C.elegans ist die Depletion von Nup155 

zu 100% letal. Im zellfreien System können Membranvesikel in Abwesenheit von Nup155 

noch an Chromatin binden, die Membranfusion und der Einbau von Kernporen bleiben jedoch 

aus. Nup53 bindet neben Lamin B auch an die Nukleoporine Nup93, Nup155 und NDC1. 

Somit stellt Nup53 eine Verbindung zwischen den Porenkomplexen und der Lamina her 

(Hawryluk-Gara et al., 2005). Nach Nup53-Knockdown durch siRNA wiesen die Zellkerne 

eine unregelmäßig gelappte Kernhülle auf, ähnlich wie in Zellen denen Lamin A fehlt. Wurde 

Nup53 aus Xenopusextrakt depletiert, so konnten die Membranvesikel noch an Chromatin 

binden, die Membranfusion und die Bildung von Kernporenkomplexen blieben jedoch aus 

(Hawryluk-Gara et al., 2008). Damit gehört Nup53, neben Nup155, POM121, NDC1 und dem 

Nup107-160 Komplex, zu den Komponenten, die für die Bildung der Kernporen essentiell 

sind. Nup53 scheint eine entscheidende Rolle beim Zusammenführen von 

chromatingebundenen Nup107-160 Komplexen mit membrangebundenem NDC1 und 

löslichem Nup155 zu spielen.  

Nup98 ist sowohl auf der zytoplasmatischen, als auch auf der nukleoplasmatischen Seite des 

Kernporenkomplexes lokalisiert (Griffis et al., 2003). Auf der zytoplasmatischen Seite bindet 

es an Nup88 und auf beiden Seiten an Nup96, einem Bestandteil des Nup107-160 Komplexes. 

Ebenfalls symmetrisch angeordnet ist Rae1/Gle2, das einen Komplex mit Nup98 bilden kann. 

Dieser Komplex ist ein gutes Beispiel dafür, dass Nukleoporine auch in der Mitose eine 

wichtige Rolle spielen können. In Xenopus Eiextrakt ist Rae1 für die Ausbildung der 

mitotischen Spindel notwendig (Blower et al., 2005). Auch in HeLa-Zellen verursacht die 

Depletion von Rae1 durch siRNA Defekte in der Spindelbildung. 

Auf der nukleoplasmatischen Seite sind Nup50, Nup153 und Tpr lokalisiert. Nup50 gehört zu 

den FG-Nukleoporinen und bindet an Nup153. Nup153, ebenfalls ein FG-Nukleoporin,  

bindet in der späten Anaphase wahrscheinlich unabhängig von Membranen an das Chromatin 

(Bodoor et al., 1999) und ist entscheidend für den Einbau weiterer Nukleoporine wie Nup93, 

Nup98 und Tpr. Nup153 ist im nukleoplasmatischen Ring lokalisiert (Walther et al., 2001) 

und interagiert mit dem Nup107-160 Komplex (Krull et al., 2004). In Xenopus Eiextrakt 

konnte gezeigt werden, dass Nup153 direkt mit Lamin B3 interagiert (Smythe et al., 2003). 

Nach Depletion von Nup153 waren die Kernporen innerhalb der Kernhülle frei beweglich 

(Walther et al., 2001). Diese freie Beweglichkeit lässt sich durch die fehlende Verankerung an 

der Lamina erklären. Tpr  bindet an eine N-terminale Domäne von Nup153 und bildet das 

Gerüst des nukleären Korbes, wobei beide Enden des Proteins im Bereich des distalen Rings 

lokalisiert sind (Krull et al., 2004).    
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Ausschließlich auf der zytoplasmatischen Seite befinden sich die Nukleoporine Nup358, 

Nup214, hCG1 und Nup88. Nup358 ist ein Bestandteil der zytoplasmatischen Filamente. Es 

besitzt mehrere FG-Einheiten, sowie Bindungstellen für Ran-GTP und Ran-GAP (Nakienly et 

al., 1999). Somit spielt es eine Rolle beim nukleozytoplasmatischen Transport, ist für diesen 

jedoch nicht essentiell. In vitro Kerne, die in Xenopus Extrakt ohne Nup358 gebildet wurden, 

waren fähig, Proteine zu importieren, obwohl sie keine zytoplasmatischen Filamente besaßen 

(Walther et al., 2002). Im Gegensatz dazu hatte die Depletion von Nup358 erheblichen 

Einfluss auf die Mitose. Während der Mitose bindet Nup358 an die Kinetochore und ist dort 

für die Anlagerung weiterer Kinetochorproteine und die korrekte Anheftung der Mikrotubuli 

verantwortlich. Fehlte Nup358, so kam es zur Fehlverteilung der Chromatiden und zum 

Abbruch der Mitose (Salina et al., 2003; Joseph und Dasso 2008). Der Nup214-Nup88  

Subkomplex spielt bei der Verankerung der zytoplasmatischen Filamente am Porenkomplex 

eine Rolle (Suntharalingam und Wente 2003), ist aber nicht unbedingt notwendig. Denn auch 

in Abwesenheit von Nup214 war Nup358 in den zytoplasmatischen Filamenten nachweisbar 

(Walther et al., 2002). Nup214 besitzt eine Bindungsstelle für den Exportfaktor CRM1. Nach 

Depletion von Nup214, was die Kodepletion von Nup88 zur Folge hatte, war der 

Proteinexport stark, der Import hingegen kaum beeinträchtigt (Hutten und Kehlenbach 2006). 

 

Tabelle 2-1: Nukleoporine bei Vertebraten 

Name  Lokalisation Eigenschaften und vermutete Funktion Referenzen 
Gp210  Porenmembran Transmembrandomäne; Verankerung des Porenkomplexes in 

der Membran 
Hallberg et al., 1993 
Antonin et al., 2005 
Stavru et al., 2006 a 

POM121 Porenmembran Transmembrandomäne; FXFG-Motive; Verankerung des 
Porenkomplexes in der Membran und Beteiligung am 
Transport 

Wozniak et al., 1989 
Antonin et al., 2005 
Stavru et al., 2006 a 
Funokoshi et al., 2007 

NDC1 Porenmembran sechs Transmembrandomänen; bindet an Nup53; wichtig für 
die Bildung einer geschlossenen Doppelmembran und der 
Kernporenkomplexe 

Mansfeld et al., 2006 
Stavru et al., 2006 b 

Nup62 Zentrum der Pore 
Nup62-Komplex 

bildet Komplex mit Nup45, Nup54 und Nup58; FXFG-
Motive; am Transport beteiligt; mit Nup93  und Nup214 
assoziiert; coiled-coil Domäne 

Dabauvalle et al., 1988 
Dabauvalle et al., 1999  
Vasu und Forbes 2001 

Nup58 Zentrum der Pore 
Nup62-Komplex 

FXFG-Motive; am Transport beteiligt; coiled-coil Domäne Hu et al., 1996  
Cronshaw et al., 2002  

Nup54 Zentrum der Pore 
Nup62-Komplex 

FXFG-Motive; am Transport beteiligt; coiled-coil Domäne Hu et al., 1996 
Vasu und Forbes 2001 

Nup45 Zentrum der Pore 
Nup62-Komplex 

FXFG-Motive; am Transport beteiligt; coiled-coil Domäne; 
durch alternatives Spleißen der Nup58-mRNA entstanden 

Hu et al., 1996  
Cronshaw et al., 2002  

Nup160 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

ß-Propeller-Struktur und α-helikale Domäne; als Bestandteil 
des Nup107-160 Komplexes essentiell für die Bildung der 
Kernporen 

Cronshaw et al., 2002 
Fahrenkrog et al., 2004 
Schwartz 2005 

Nup133 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

ß-Propeller-Struktur und α-helikale Domäne; als Bestandteil 
des Nup107-160 Komplexes essentiell für die Bildung der 
Kernporen; bindet während der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 

Nup107 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

α-helikale Domäne; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen; mit 
Nup98 und Nup153 assoziiert; Leucin-Reißverschluss-
Domäne; bindet während der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Fahrenkrog et al., 2004 
Schwartz 2005 

Nup96 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

α-helikale Domäne; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen; mit 
Nup98 und Nup153 assoziiert 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 
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Nup85/75 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

α-helikale Domäne; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 

Nup43 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

ß-Propeller-Struktur; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen; bindet 
während der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 

Nup37 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

ß-Propeller-Struktur; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen; bindet 
während der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 

Sec13 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

ß-Propeller-Struktur; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen; bindet 
während der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 

Seh1 symmetrisch im Zentrum 
der Pore 
Nup107-160 Komplex 

ß-Propeller-Struktur; als Bestandteil des Nup107-160 
Komplexes essentiell für die Bildung der Kernporen; bindet 
während der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 
Walther et al., 2003 
Schwartz 2005 

Nup205 Im Zentrum der Pore, 
nahe der Porenmembran  
Nup93-Komplex 

α-helikale Domäne; Leucin-Reißverschluss-Domäne; für 
Verteilung und Durchlässigkeit der Kernporen 
verantwortlich 

Galy et al., 2003 
Cronshaw et al., 2002 
Hawryluk-Gara et al., 2005 

Nup188 Im Zentrum der Pore, 
nahe der Porenmembran  
Nup93-Komplex 

α-helikale Domäne Miller et al., 2000 

Nup155 Im Zentrum der Pore, 
nahe der Porenmembran  
Nup93-Komplex 

ß-Propeller-Struktur und α-helikale Domäne; essentiell für 
Bildung der Kernhülle und der Porenkomplexe 

Franz et al., 2005 
Schwartz 2005 

Nup93 Im Zentrum der Pore, 
nahe der Porenmembran  
Nup93-Komplex 

coiled coil-Domäne und α-helikale Domäne; für Verteilung 
und Durchlässigkeit der Kernporen verantwortlich 

Grandi et al., 1997; 
Cronshaw et al., 2002 
Galy et al., 2003 

Nup35/53 Im Zentrum der Pore, 
nahe der Porenmembran  
Nup93-Komplex 

bindet an Lamin B, Nup93, Nup155 und NDC1; wichtig für 
Membranfusion und Bildung der Porenkomplexe 

Hawryluk-Gara et al., 2005 
Hawryluk-Gara et al., 2008 

Nup98 nukleoplasmatisch und 
zytoplasmatisch 

FXFG-Motive; aminoterminale GLFG-Motive, die 
Transportfaktoren wie TAP und CRM1 binden; am Transport 
beteiligt; bindet an Nup88, Nup96 und Nup155; 
Besonderheit: autoproteolytische Aktivität in der Nup98-
Sequenz spaltet Vorläufermolekül p186 in Nup98 und Nup96 

Radu et al., 1995 
Vasu und Forbes 2001 
Cronshaw et al., 2002 
Lim und Fahrenkrog 2006 
Griffis et al., 2003 

Rae1/Gle2 nukleoplasmatisch und 
zytoplasmatisch 

ß-Propeller-Struktur; mit Nup98 assoziiert; bindet während 
der Mitose an Kinetochore 

Cronshaw et al., 2002 

Nup50 nukleoplasmatisch am Crm-vermittelten NES-Export, aber nicht NLS-Import 
beteiligt; FXFG-Motive; mit Nup153 assoziiert  

Guan et al., 2000 

Nup153 nukleoplasmatisch am Import von Proteinen und Export von RNA beteiligt; 
vermutlich für Bindung des Porenkomplexes an die Lamina 
verantwortlich; FXFG-Motive; vier Zinkfinger-Domänen, 
die Ran-GDP binden können; mit Nup107-160 Komplex und 
Nup50 assoziiert 

Sukegawa und Blobel 1993 
Kiselewa et al., 1998 
Nakielny et al., 1999  
Vasu und Forbes, 2001 
Smythe et al., 2000 

Tpr Nukleoplasmatische 
Filamente 

große coiled-coil-Domäne; Leucin-Reißverschluss-Domäne; 
mit Nup98 und Nup88 assoziiert 

Cronshaw et al., 2002 
Krull et al., 2004 

Nup358 zytoplasmatische 
Filamente 

FXFG-Motive; α-helikale Domäne; Bindungsstelle für Ran-
GTP und Ran-GAP;; Zinkfinger-Motiv, das Ran-GDP 
binden kann; bindet während der Mitose an die Kinetochore 
und ist dort für die Anlagerung weiterer Kinetochorproteine 
und die korrekte Anheftung der Mikrotubuli verantwortlich 

Wu et al., 1995 
 Nakielny et al., 1999 
Salina et al., 2003 
Joseph und Dasso 2008 

Nup88 zytoplasmatische 
Filamente nahe des 
zytoplasmatischen 
Annulus 

coiled-coil-Domäne; bildet Komplex mit Nup214 Bastos et al., 1997 
Fornerod et al., 1997 
Cronshaw et al., 2002 

Nup214 zytoplasmatische 
Filamente nahe des 
zytoplasmatischen 
Annulus 

FXFG-Motive; ß-Propeller-Struktur; coiled-coil-Domäne; 
bildet Komplex mit Nup88; mit p62 assoziiert; enthält 
Bindungsstelle für CRM1 

Kraemer et al., 1994   
Bastos et al., 1997  
Finlay et al., 1991 
Schwartz 2005 

hCG1 zytoplasmatische 
Filamente 

FG-Motive Vasu und Forbes 2001 

 

2.1.4.3 Annulate Lamellae 

Neben dem Zellkern gibt es noch ein anderes Organell, in dem Porenkomplexe vorkommen. 

Dabei handelt es sich um Membrancisternen bzw. -lamellen, die oft parallel gestapelt 

vorliegen, von Porenkomplexen durchsetzt sind und nicht mit Chromatin assoziiert sind. 

Dieses als Annulate Lamellae (AL) bezeichnete Organell kommt meist im Zytoplasma, 
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seltener im Zellkern bestimmter Zellen vor (Übersicht in Kessel 1992). Man findet sie 

hauptsächlich in sich schnell teilenden Zelltypen wie Tumorzellen und embryonalen Zellen 

(Kessel 1989, 1992). Darüber hinaus wurden AL auch in Oozyten vieler Spezies 

einschließlich Xenopus laevis beobachtet (Kessel 1992). Die Bildung von AL konnte auch 

durch Inkubation von Xenopus Eiextrakt mit Energie in Abwesenheit von Chromatin 

(Dabauvalle et al., 1991) oder durch Inkubation von somatischen Zellen mit Vinblastinsulfat, 

was die Hemmung der Mitose zur Folge hatte, erreicht werden (Ewald et al., 1996). In beiden 

Fällen existierte keine Kernhülle, in die das Porenmaterial integriert werden konnte. Es wird 

daher angenommen, dass in den AL Porenmaterial akkumuliert, welches von der Zelle im 

Überschuss synthetisiert wurde (Stafstrom und Staehelin 1984). Der Sinn dieser 

Überproduktion liegt wahrscheinlich darin, die Chromosomen nach der Mitose schnell und 

vollständig mit einer funktionsfähigen Kernhülle zu umgeben, was die Voraussetzung für den 

Eintritt in die G1-Phase des Zellzyklus ist (Benavente 1991). Die Porenkomplexe der AL sind 

den Porenkomplexen der Kernhülle sehr ähnlich. Sie besitzen ebenfalls einen 

nukleoplasmatischen und einen zytoplasmatischen Ring, von denen Filamente ausgehen. 

Auch der zentrale Transporter ist in AL-Poren zu finden (Übersicht in Kessel 1992). Ebenso 

sind die meisten Nukleoporine in den AL-Poren nachweisbar. Ausnahmen bilden dabei 

Porenmembranproteine gp210 und POM121 (Ewald et al., 1996), sowie Tpr, ein Bestandteil 

der nukleoplasmatischen Filamente (Cordes et al., 1997). Im Gegensatz zu den 

Porenkomplexen der Kernhülle sind die AL-Poren nicht an eine Lamina assoziiert 

(Dabauvalle et al., 1991). 

 

2.2 Kernimport und Export 

Der ständige Austausch von Molekülen zwischen dem Zytoplasma und dem Zellkern ist für 

die normale Zellfunktion unerlässlich. Alle diese Transportereignisse finden über die 

Kernporen statt. Durch einen einzelnen Kernporenkomplex können bis zu 80 Millionen 

Dalton pro Sekunde geschleust werden, das entspricht etwa 1000 Tanslokationsereignissen 

pro Sekunde pro Porenkomplex (Fried und Kutay 2003). Ionen und kleinere Proteine bis ca. 

40 kDa können frei durch den Kernporenkomplex hindurch diffundieren (Talcott und Moore 

1999). Moleküle, die größer sind benötigen ein Kernlokalisationssignal („nuclear localisation 

signal“, NLS) für den selektiven Transport durch die Porenkomplexe. Dieses NLS besteht 

meist aus einem ein- oder zweiteiligen Sequenzmotiv aus basischen Aminosäuren. 
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Der am besten untersuchte Import-Rezeptor besteht aus zwei Proteinen: Importin α und 

Importin ß (auch Karyopherin α bzw. ß genannt).  Im Zytoplasma bindet Importin α an das 

NLS (Goldfarb et al., 2004). Die Bindung zwischen Importin α und ß ist dabei wichtig für die 

Bindungsaffinität von Importin α zum NLS (Kobe 1999). Importin ß besitzt zwei 

Bindungsstellen für die hydrophoben FG-Domänen bestimmter Nukleoporine. Dadurch wird 

das Andocken des Importkomplexes an die distalen Enden der zytoplasmatischen 

Kernporenfilamente ermöglicht (Harel und Forbes 2004). Die Translokation erfordert ein 

ständiges Binden und Ablösen des Komplexes an die FG-Einheiten der Nukleoporine. Im 

Zellkern bindet Ran-GTP an Importin ß, was die Dissoziation des Importkomplexes zur Folge 

hat (Azuma und Dasso 2000).  

 

Abb. 2-6: Nukleozytoplasmatischer Transport. Der 

rezeptorvermittelte Transport erfolgt in einer 

bestimmten Reihenfolge: 

(1) Der Transportrezeptor erkennt die Signalsequenz 

des Proteins (Cargo) und bildet mit diesem einen 

Komplex. 

(2) Der Rezeptor-Cargo-Komplex bindet an periphere 

Strukturen des Porenkompexes. 

(3) Während der Translokation interagiert der 

Komplex mit den FG-Einheiten bestimmter 

Nukleoporine 

(4) Nach der Translokation dissoziiert der Komplex 

und das Protein (Cargo) wird freigesetzt. 

Im Falle des Importinß-vermittelten Imports 

dissoziiert der Komplex durch Bindung von Ran-GTP 

an den Rezeptor. Beim CRM1-vermittelten 

Proteinexport wird Ran-GTP als Bestandteil des Exportkomplexes transportiert. Im Zytoplasma führt die 

Hydrolyse des GTP durch RanGAP zur Dissoziation des Komplexes. (Abbildung aus Terry et al., 2007) 

 

Ran-GTP führt nicht nur zum Zerfall des Importkomplexes, sondern ist auch für die Bildung 

des trimeren Exportkomplexes im Zellkern entscheidend. Dieser Exportkomplex besteht aus 

dem zu exportierenden Protein, das ein Leucin reiches nukleäres Exportsignal (NES) 

aufweist, sowie dessen Rezeptor CRM1 und Ran-GTP. Hat der Exportkomplex das 

Zytoplasma erreicht, so stimuliert Ran-GAP („Ran-GTPase aktivierendes Protein“) unter 

Mitwirkung des Ran-bindenden Protein 1 (RanBP1) die intrinsische GTPase-Aktivität des 

Ran, die dann zur GTP-Hydrolyse und zum Zerfall des Komplexes führt (Görlich und Kutay, 

1999).  
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Damit der Kreislauf aus Import und Export aufrecht erhalten bleibt, muss Ran wieder zurück 

in den Zellkern transportiert werden. Dies wird durch den Ran-spezifischen Transportfaktor 

NTF2  ermöglicht. NTF2 interagiert während der Translokation ebenfalls mit den FG-

Einheiten der Nukleoporine und gewährleistet so eine Rückführung von Ran-GDP in den 

Zellkern (Smith et al., 1998).  

Ran selbst ist sowohl im Zytoplasma, als auch im Zellkern vorhanden. RanGAP dagegen, das 

für die Hydrolyse von GTP notwendig ist, ist hauptsächlich im Zytoplasma vorhanden. Der 

Nukleotidaustauschfaktor RCC1, der den Austausch von gebundenem GDP durch GTP 

katalysiert, liegt vorwiegend im Zellkern an Chromatin gebunden vor (Azuma und Dasso 

2000). Dies führt dazu, dass Ran im Zellkern meist an GTP, im Zytoplasma dagegen an GDP 

gebunden ist und ein steiler Ran-GTP/Ran-GDP Gradient über der Kernhülle existiert. Dieser 

Gradient liefert wahrscheinlich die Energie, die für die Translokation erforderlich ist. Lange 

Zeit ging man davon aus, dass der Transport durch die Kernpore durch GTP-Hydrolyse 

ermöglicht wird. Überraschenderweise konnte inzwischen aber gezeigt werden, dass die 

Hydrolyse von GTP durch Ran nicht für den eigentlichen Transportschritt notwendig ist 

(Ribbeck et al., 1999).  

Der Ran-GTP/Ran-GDP-Gradient stellt nicht nur die Energie für den Transport zur 

Verfügung, sondern gewährleistet auch einen gerichteten Transport. Während Ran-GTP zum 

Zerfall von Importkomplexen führt, ist es für die Bildung von Exportkomplexen erforderlich. 

Durch die unterschiedliche Verteilung von Ran-GTP und Ran-GDP wird also gewährleistet, 

dass sich die Komplexe im richtigen Kompartiment bilden und wieder lösen. 

 

2.3 Verhalten der Kernhülle während der Mitose 

Bei höheren Eukaryoten löst sich die Kernhülle während der Mitose auf und die 

Kompartimentierung zwischen Kern und Zytoplasma wird aufgehoben. Die Mitose beginnt 

mit der Prophase, in der die Chromosomen kondensieren und die mitotische Spindel 

aufgebaut wird. In der Prometaphase löst sich die Kernhülle auf und die Spindelmikrotubuli 

setzen an den Kinetochoren der Chromosomen an. In der Metaphase werden die Mikrotubuli 

in der Äquatorialebene angeordnet und die Schwesterchromatiden in der darauffolgenden 

Anaphase getrennt. In der Telophase erreichen die Chromosomen die Pole, die 

Kinetochorfasern werden zunehmend kürzer und depolymerisieren. Um die Chromosomen 

wird je eine  neue Kernhülle gebildet und die Chromosomen dekondensieren wieder. 
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2.3.1 Auflösen der Kernhülle 

2.3.1.1 Das Phosphorylierungsmodell 

Die Mitose wird durch die Akkumulation von MPF (M-Phase promoting Factor) im Zellkern 

eingeläutet. MPF ist ein Komplex aus Cyclin B1 und der cyclin-abhängigen Kinase 1 (Cdk1). 

Während der G2-Phase, pendelt MPF zwischen dem Zytoplasma und dem Nukleoplasma. Am 

Ende der G2-Phase, etwa zehn Minuten bevor der Abbau der Kernhülle beginnt, 

phosphoryliert Plk1 (Polo-like kinase 1) Cyclin B1 innerhalb des Kernexportsignals, was zu 

einer Hemmung des Exports  und damit zu einer Anhäufung von aktivem MPF im Zellkern 

führt (Jackman et al., 2003). Im Kern phosphoryliert Cdk1 verschiedene Kernhüllenproteine 

wie die Lamine, integrale Proteine der inneren Kernmembran und Nukleoporine. Die Lamine 

werden in der Prophase (Lamin A/C) bzw. Prometaphase (Lamin B) an Serin- oder 

Threoninresten phosphoryliert, wodurch die Lamina ihre Stabilität verliert und sich auflöst 

(Übersicht in Moir et al., 2000). Lamin B bleibt dabei über das farnesylierte CxxM-Motiv an 

Membranen assoziiert, während die A-Typ Lamine lösliche Oligomere bilden. LBR wird 

durch Proteinkinasen hyperphosphoryliert und kann somit nicht mehr mit Lamin B, 

Chromatin und HP1 interagieren (Courvalin et al., 1992). LAP2ß verliert durch die 

Phosphorylierung seine Lamin- und/oder Chromatin-Bindungseigenschaften (Foisner und 

Gerace 2003) und wird wie LBR an Membranen gebunden im Zytoplasma verteilt. Nur 

LAP2α befindet sich während der Metaphase in einem löslichen, zytoplasmatischen Pool, da 

es hyperphosphoryliert wird und damit eine höhere Löslichkeit erlangt (Dechat et al., 1998). 

Durch Cdk1 werden auch Komponenten der Kernporenkomplexe phosphoryliert (Onischenko 

et al., 2005). Der Porenkomplex zerfällt dabei in einzelne Untereinheiten oder Subkomplexe.  

 

2.3.1.2 Die Rolle der Mikrotubuli 

Neben den Phosphorylierungsereignissen spielen auch Mikrotubuli beim Abbau der Kernhülle 

eine Rolle. Nach Beginn der Prophase werden die neu duplizierten Centrosomen durch frühe 

Spindelmikrotubuli miteinander verbunden. Die Spindelmikrotubuli verursachen dadurch eine 

Furche in der Kernhülle. Die Kernhülle wird in diese Furche hineingezogen, bis die 

mechanische Spannung so groß ist, dass Löcher in ihr entstehen (Beaudouin et al., 2002; 

Salina et al., 2002; Übersicht in Aitchison und Rout, 2002). Durch die gebildeten Löcher 

strömen nun zytoplasmatische Komponenten in den Zellkern ein und führen damit zu 

weiteren Phosphorylierungen von Kernproteinen. Des Weiteren beschleunigt der Einstrom 

zytoplasmatischer Komponenten die Chromatinkondensation. Die Löcher in der Kernhülle 
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werden größer, bis die Kernhülle schließlich in einzelne Fragmente zerlegt ist. Diese 

Kernhüllenfragmente werden in Richtung der Centrosomen gezogen. Diese Beobachtung lässt 

vermuten, dass an dieser Bewegung Motorproteine beteiligt sind. Tatsächlich konnte gezeigt 

werden, dass Dynein, ein Motorprotein, das sich zu den Minusenden der Mikrotubuli hin 

bewegt, in der späten G2-Phase oder frühen Prophase an die Kernhülle von Säugerzellen 

bindet (Salina et al., 2002). In einigen Fällen wird die Bindung von Membranen an Dynein 

über den Dynactin-Komplex vermittelt. Die Arbeitsgruppe von Brian Burke exprimierte die 

p62-Untereinheit des Dynactin-Komplexes über, was die Bindung des Dynactin/Dynein-

Komplexes an Membranen blockierte. Dabei beobachteten sie eine Verzögerung der 

Kernhüllenauflösung und den Verlust der Furchen. Außerdem behandelten sie Zellen mit 

Nocodazol, einem Mikrotubuli destabilisierendem Detergenz, und machten dieselben 

Beobachtungen (Salina et al., 2002). In diesen beiden Versuchen wurde die 

Kernhüllenauflösung auch ohne Mikrotubuli oder den Motorkomplex nicht unterbunden. 

Aus diesem Ergebnis stellt sich die Frage, ob Mikrotubuli tatsächlich zum Abbau der 

Kernhülle nötig sind, da diese auch in Anwesenheit von Nocodazol vollständig abgebaut 

wird. Kürzlich konnte gezeigt werden, dass das polymerisierte Filamentnetzwerk aus Lamin 

B1 sehr stabil ist. Dieses Netzwerk weist eine hohe mechanische Belastbarkeit auf, die unter 

Spannung sogar noch verstärkt wird (Panorchan et al., 2004). Daher scheint das Lamin B1 

Netzwerk größeren Spannungen stand zu halten, als durch die Mikrotubuli erreicht werden 

können. Somit könnten die Phosphorylierungen durch Cdk1 eine Schlüsselrolle beim Abbau 

der Kernhülle zu spielen. Das Ziehen an der Kernhülle durch Mikrotubuli und das 

Motorprotein Dynein unterstützt den Abbau, ist alleine aber nicht ausreichend. Die Kernhülle 

kann nur weggezogen werden, wenn das Laminnetzwerk zuvor durch Phosphorylierungen 

geschwächt wurde. 

 

2.3.1.3 Abbau der Kernporen 

Die Auflösung der zytoplasmatischen Filamente ist der erste Prozess beim Abbau der 

Kernporen. Anschließend dissoziiert der zytoplasmatische Ring. Es entsteht zunächst eine 

noch stabilisierte Pore, die aber dann die zentralen Transporterstrukturen verliert. Dadurch 

bildet sich ein Loch in der Kernhülle, das sich schließt und zu einer porenlosen Kernhülle 

führt (Cotter et al., 2007). Erst danach kommt es zum Zerreißen der Kernhülle. Der Abbau der 

Kernporenkomplexe scheint in der umgekehrten Reihenfolge wie ihr Zusammenbau zu 

erfolgen (siehe 2.3.2.2). Einige der Nukleoporine wie Gle2, Nup133, Nup107, Nup37, Nup43, 

Seh1, Sec13 und Nup358 binden während der Mitose an die Kinetochore. Für Nup358 konnte 
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gezeigt werden, dass seine Bindung an die Kinetochore für die Anlagerung weiterer 

Kinetochorproteine und die korrekte Anheftung der Mikrotubuli verantwortlich ist. Fehlt 

Nup358, so kommt es zur Fehlverteilung der Chromatiden und zum Abbruch der Mitose 

(Salina et al., 2003; Joseph und Dasso 2008). Die Bindung bestimmter Nukleoporine an die 

Kinetochore könnte einen Kontrollpunkt beim weiteren Abbau der Kernhülle darstellen. 

Dieser beginnt mit der Auflösung der Kernporenkomplexe und erst wenn die Nukleoporine an 

die Kinetochore gebunden haben, kann sich eine korrekte Spindel aufbauen.  

 

2.3.1.4 Bildung von spezifischen Membranvesikeln oder Fusion der Kernmembran mit 

dem ER? 

Ungeklärt ist auch, ob sich die Proteine der Kernmembran und die 

Kernporenmembranproteine während der Mitose in unterschiedlichen Vesikelpopulationen 

befinden, oder ob sie in die ER-Membran integriert werden. Die Arbeitsgruppe um Martin 

Goldberg untersuchte kürzlich den Abbau der Kernhülle an in vitro Kernen mit 

Spermienchromatin in Xenopus Eiextrakt (Cotter et al., 2007). Sie beobachteten zu Beginn 

des Kernhüllenabbaus die Bildung von ER-ähnlichen Membrantubuli und Vesikeln an der 

Kernoberfläche (siehe Abb. 2-7). Es ist unklar, ob diese Membrantubuli aus der Kernhülle 

herauswachsen oder durch Fusion des ER mit der Kernhülle entstehen. Yang et al. (1997) 

konnten an somatischen Zellen durch Immunfluoreszenz zeigen, dass die inneren 

Kernmembranproteine LAP1 und LAP2 und das Kernporenmembranprotein gp210 mit 

spezifischen Proteinen des ER kolokalisierten.  

Buendia und Courvalin (1997) konnten in mitotischen, somatischen Zellen verschiedene 

Vesikelpopulationen identifizieren. Eine enthielt das Porenmembranprotein gp210 und eine 

andere Population LBR und LAP2. Diese Vesikelpopulationen unterschieden sich sowohl in 

ihrer Größe, als auch in dem Zeitpunkt, an dem sie bei der neuen Kernhüllenbildung wieder 

an Chromatin banden. In Xenopus laevis Eiextrakten konnten ebenfalls Vesikelpopulationen 

mit unterschiedlicher Zusammensetzung und unterschiedlichem Chromatinbindungsverhalten 

identifiziert werden (Collas und Courvalin, 2000).  

Beim Kernhüllenabbau im zellfreien System konnte COPI als wichtiger Faktor zur Bildung 

verschiedener Membranvesikel identifiziert werden. COPI Vesikel wurden im 

Zusammenhang mit dem Transport von Membranvesikeln innerhalb des Golgi-Apparates 

entdeckt. COPI Vesikel bestehen aus sieben COPs („coat proteinen“), die das Coatomer 

bilden und dem ADP-Ribosylierungs-Faktor (ARF). In GTP-gebundener Form kann ARF an 

Membranen binden und das Coatomer durch eine Bindung an die ß-COP-Untereinheit „en 



Einleitung 

 27

bloc“ an die Membran rekrutieren (Zhao et al. 1997). Durch die Rekrutierung weiterer ARFs 

und Coatomer-Komplexe entsteht eine Wölbung, die sich schließlich unter dem Einfluss von 

Acyl-CoA als Vesikel ablöst (Ostermann et al., 1993). COPI bindet in der frühen Prophase an 

die Zinkfinger-Domänen von Nup153 auf der zytoplasmatischen und an die von Nup358 auf 

der nukleoplasmatischen Seite der Kernporen (Prunuske et al., 2006). Die Depletion von 

COPI aus mitotischem Eiextrakt, blockierte den Abbau der Kernhülle (Liu et al., 2003). 

Durch Brefeldin A konnte ebenfalls der Abbau der Kernhülle, nicht jedoch der Abbau der 

Kernporenkomplexe inhibiert werden (Cotter et al., 2007). Brefeldin A blockiert den 

Nukleotidaustauschfaktor, der ARF in seine GTP-gebundene Form überführt. In der GDP-

gebundenen Form ist ARF nicht in der Lage, an Membranen zu binden und den Coatomer-

Komplex dorthin zu rekrutieren. Cotter et al. konnten zudem die ß-COP-Untereinheit an 

Vesikelknospen und abgeschnürten Vesikeln an der Kernhülle nachweisen.   

 

 
Abb. 2-7: Abbau der Kernhülle in Xenopus Eiextrakt. a) FEISEM (field emission in-lens scanning EM)-

Aufnahme eines in vitro Kernes in der Interphase. Ins Bild eingefügt ist die DNA-Färbung mit Hoechst (links) 

und die Färbung der Membran mit DHCC (rechts). b) Zu Beginn des Kernhüllenabbaus bilden sich 
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Membrantubuli (schwanzlose Pfeile) und Vesikelknospen (Pfeile mit Schwanz). Auch in der 

Fluoreszenzaufnahme erkennt man Membrantubuli, die von der Kernhülle ausgehen (rote Pfeile). c) Einige der 

Membrantubuli entstehen vorwiegend an einem Ende und bilden asternförmige Strukturen. d) Das Chromatin 

(CC) kondensiert und führt dazu, dass die Kernmembran (durch die gestrichelte Linie angedeutet) wie eine lose 

Hülle auf ihm liegt. e) Die Membran wird vom Chromatin entfernt und dabei vermutlich eingerissen, was die 

Fluoreszenzaufnahme der Membran andeutet. f) Die Membranfragmente sind weitgehend vom Chromatin 

entfernt und es liegt frei vor. Der Eichstrich in (e) beträgt 1,67 µm und bezieht sich auf alle Einzelabbildungen. 

(Abbildung aus Cotter et al., 2007) 

  

Eine Erklärung der verschiedenen Ergebnisse ist, dass in somatischen Zellen die 

Kernmembranproteine in die ER-Membran aufgenommen werden. Bei Eiextrakten von 

Xenopus laevis dagegen scheinen die Kernmembranproteine auf Vesikel verteilt zu werden. 

Im Eiextrakt liegen die Komponenten der Kernmembran im großen Überschuss vor, um 

genügend Material zur Bildung der Kernhüllen bis zur Midblastulatransition zu haben, da bis 

zu diesem Zeitpunkt keine Transkription stattfindet. Buendia und Courvalin (1997) 

identifizierten Membranvesikel auch in somatischen Zellen. Dieser Zellextrakt wurde jedoch 

durch Zentrifugation fraktioniert. Die Membranvesikel könnten hier das Ergebnis vom Zerfall 

des Endoplasmatischen Reticulums während der Präparation des Zellextraktes darstellen. Es 

könnten sich auch zunächst Vesikel aus der Kernmembran bilden, die im Anschluss daran mit 

dem ER fusionieren. Alle Studien zeigen jedoch, dass die Kernmembranproteine nicht 

gleichmäßig innerhalb der zytoplasmatischen Membranen verteilt werden.  

 

2.3.2 Neubildung der Kernhülle 

Alle Komponenten, die zu Beginn der Mitose in der Zelle verteilt wurden, werden benötigt, 

um in jeder Tochterzelle eine neue Kernhülle um die getrennten Chromosomen zu bilden. Die 

Neubildung der Kernhülle beginnt in der späten Anaphase, wenn die Chromosomen die 

Spindelpole erreicht haben und wird bis zum Einsetzen der Zytokinese beendet.  

Die Neubildung der Kernhülle erfolgt dabei in einer ganz bestimmten zeitlichen Reihenfolge. 

Zunächst binden Membranen an das Chromatin, die dann miteinander fusionieren und die  

Kernporenkomplexe werden in die Membran eingebaut. Der Großteil der Lamine wird durch 

die neu gebildeten Kernporen importiert, was die Ausbildung der Lamina ermöglicht. In der 

frühen G1-Phase ist das Chromatin vollständig von einer intakten Kernhülle umgeben. Der 

Kern wächst durch den Import karyophiler Proteine und das Chromatin dekondensiert 

vollständig. 
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2.3.2.1 Umhüllung des Chromatins mit Kernmembranen 

Über die Umhüllung des Chromatins mit Kernmembranen gibt es verschiedene Modelle. 

Neue Studien zeigten, dass auch bei der Neubildung der Kernhülle im zellfreien System von 

Xenopus laevis das Endoplasmatische Reticulum eine wichtige Rolle spielt. Anderson und 

Hetzer (2007) konnten im Eiextrakt zunächst intaktes ER bilden und gaben anschließend 

Spermienchromatin zum Ansatz. Sie beobachteten, wie Membrantubuli ans Chromatin 

assoziierten (siehe Abb. 2-8). In diesen Tubuli konnte Reticulon 4a nachgewiesen werden,  

ein für ER-Tubuli charakteristisches Protein. Der Kontakt der Membrantubuli zum Chromatin 

war stabil und wurde durch integrale Membranproteine der inneren Kernmembran hergestellt. 

Diese integralen Kernmembranproteine befinden sich während der Mitose innerhalb der ER-

Membran und einige von ihnen besitzen die Fähigkeit, an Chromatin zu binden. Die 

Kontaktstellen zwischen dem ER und dem Chromatin weiten sich aus und die Membran 

breitet sich dabei über der Chromatinoberfläche aus. Diese Umformung des ER kommt 

wahrscheinlich dadurch, dass weitere Proteine der inneren  Kernmembran mit dem Chromatin 

in Kontakt treten. Schließlich ist das Chromatin von einem  Membrannetzwerk umgeben. Die 

Membran enthält allerdings noch kleine Löcher, die an den Grenzen der einzelnen 

abgeflachten Tubuli  entstehen. Wie diese Löcher geschlossen werden, ist noch unklar. Eine 

Hypothese besagt, dass in diese Löcher Kenporenkomplexe eingebaut werden und es somit zu 

einer geschlossenen Kernhülle kommt. Allerdings wurde in Xenopus Extrakt in verschiedenen 

Studien die Bildung einer geschlossenen doppelten Kernmembran ohne Kernporenkomplexe 

beobachtet (u.a. Ewald et al., 1997). Daher scheint die Integration der Kernporenkomplexe 

nicht zwingend notwendig für die Bildung einer geschlossenen Kernmembran zu sein.  

 

 
Abb. 2-8: Bildung der Kernhülle aus dem Endoplasmatischen Reticulum. Membrantubuli des ER binden 

über integrale Membranproteine der inneren Kernmembran an Chromatin. Die Membrantubuli flachen ab und 

breiten sich über der Chromatinoberfläche aus. Diese Ausbreitung erfolgt vermutlich durch die Rekrutierung 

weiterer innerer Membranproteine ans Chromatin. Die Lücken, die an den Grenzen der abgeflachten Tubuli 

entstehen werden mit Präporen besetzt, die ans Chromatin assoziiert sind. Daraufhin werden die Präporen durch 

Porenmembranproteine in der Kernhülle verankert. (Abbildung aus Burke 2007) 
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Anderson und Hetzer (2007) bildeten zunächst ein ER-Netzwerk und verwendeten 

anschließend für ihre in vitro Rekonstruktionsexperimente GTPγS und ATPγS, beides 

Nukleotidtriphosphatanaloge, die nicht hydrolysiert werden können. GTPγS blockiert die 

Bildung des ER durch Hemmung der Membranfusion. ATPγS dagegen blockiert die 

Formation der ER-Tubuli, nicht aber die Vesikelfusion. Sowohl in Anwesenheit von ATPγS 

als auch von GTPγS bildeten sich in vitro Kerne, die von einer geschlossenen Kernmembran 

mit Kernporenkomplexen umgeben waren. Wurde also zuerst das ER und erst anschließend 

die Kernhülle gebildet, so war keine enzymatisch gesteuerte Membranfusion nötig. In 

früheren Untersuchungen wurde die Bildung der Kernhülle durch ATPγS und GTPγS 

blockiert (Hetzter et al., 2000; Boman et al., 1992). Bei diesen Experimenten ging die Bildung 

der in vitro Kerne jedoch von Membranvesikeln aus und es wurde zuvor kein ER-Netzwerk 

gebildet. Daher kann man annehmen, dass in den älteren Studien die Bildung des ER 

unterbunden wurde und in Folge dessen auch keine Kernhülle mehr gebildet werden konnte. 

Anderson und Hetzer konnten somit erstmals zeigen, dass die Bildung der Kernhülle auch in 

vitro vom Endoplasmatischen Reticulum ausgeht. Es kann allerdings nicht ausgeschlossen 

werden, dass im in vitro System auch Membranvesikel zur Bildung der Kernhülle beitragen. 

Kürzlich wurde die Bildung von COPI-Vesikeln beim Zerfall der Kernhülle beobachtet 

(Cotter et al., 2007). In früheren Arbeiten wurde die Bindung von Membranvesikeln an 

Chromatin und deren spätere Fusion durch FEISEM (field emission in-lens scanning EM)-

Aufnamhen  demonstriert (Wiese et al., 1997). Daher könnte die Bildung der Kernhülle im in 

vitro System von Xenopus laevis sowohl von Membranvesikeln, als auch von einem zuvor 

gebildeten ER ausgehen. Geht die Bildung von Membranvesikeln aus, so ist eine enzymatisch 

gesteuerte Membranfusion nötig, existiert bereits ein ER-Netzwerk, so kann die 

Kernhüllenbildung durch die dem ER innewohnende Fähigkeit, sich abzuflachen und über 

dem Chromatin auszubreiten erreicht werden (Anderson und Hetzer 2007). 

Es gibt allerdings eine Arbeit, die der Theorie von Anderson und Hetzer widerspricht. Die 

Arbeitsgruppe um Hemmo Meyer konnte zeigen, dass die NSF- und SNARE-vermittelte 

Membranfusion für die Bildung der Kernhülle und der Kernporekomplexe essentiell war 

(Baur et al., 2007). Bei sekretorischen Vesikeln spielen die SNARE-Proteine (SNARE: 

soluble NSF attachment receptor)  eine wichtige Rolle bei der Membranfusion. Auf der 

Vesikeloberfläche befinden sich v-SNAREs, die mit t-SNAREs an der Zielmembran einen so 

genannten trans-SNARE-Komplex bilden. Diese Komplexbildung bringt die beiden 

Membranen in so engen räumlichen Kontakt, dass sie miteinander fusionieren können. Die 

ATPase NSF (NEM-sensitive factor) bindet über das Adapterprotein α-SNAP (soluble NSF 
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attachement protein) an diesen Komplex und sorgt durch Hydrolyse von ATP für die 

Dissoziation der SNARE-Proteine, um sie für weitere Fusionsereignisse zu reaktivieren. Baur 

et al (2007) zeigten, dass auch die Membranfusion während der Kernhüllenbildung durch 

SNARE-Proteine vermittelt werden könnte. Wurden die SNARE-Proteine durch Zugabe eines 

Überschusses des Adapterproteins α-SNAP inhibiert, so blieb die Membranfusion aus. Solch 

ein Überschuss an α-SNAP blockierte auch die Bildung des ER, was die Theorie von 

Anderson und Hetzer unterstützen würde. Allerdings wurde die Kernhüllenfusion durch 

Inhibierung von NSF verhindert. NSF besitzt jedoch keinen Einfluss auf die Bildung des ER, 

da dieser Prozess ATPase unabhängig ist. Daher scheint es einen wichtigen Unterschied 

zwischen den Fusionsereignissen bei der Bildung des ER und der Kernhülle zu geben. Es ist 

zu vermuten, dass in Xenopus Eiextrakt die vorausgegangene Bildung des ER nicht 

ausreichend für die Bildung der Kernhülle ist.  

 

2.3.2.2 Neubildung der Kernporenkomplexe 

Das Auftreten der Nukleoporine an der sich bildenden Kernhülle erfolgt in einer zeitlich 

definierten Reihenfolge. Der erste Schritt bei der Bildung der Kernporenkomplexe ist in der 

frühen Anaphase die Assoziation des Nup107-160 Komplexes an Chromatin (Walther et al., 

2003). Diese Bindung wird durch die Interaktion mit MEL-28/ELYS ermöglicht (siehe 

2.3.2.4). Nup153 bindet in der späten Anaphase scheinbar unabhängig von Membranen an das 

Chromatin, etwa zur selben Zeit wie das Porenmembranprotein POM121 (Bodoor et al., 

1999). Ihnen folgen in der Telophase die Nukleoporine des Nup62-Komplexes (Nup62, 

Nup58, Nup54 und Nup45) und der Nup214/Nup88-Komplex. Am Übergang der Telophase 

zur G1-Phase binden Tpr und gp210 (Bodoor et al., 1999). Es scheint, dass die Anwesenheit 

bestimmter Nukleoporine an der Chromatinperipherie nötig für die darauf folgende 

Assoziation weiterer Kernporenproteine ist. Der Nup107-160 Komplex sowie die 

Nukleoporine POM121, NDC1, Nup155 und Nup53 sind für die Bildung der 

Kernporenkomplexe essentiell (siehe auch 2.1.4.2). 

Bevor die Kernporenkomplexe gebildet werden können, muss bereits eine Doppelmembran 

vorhanden sein (Macaulay und Forbes, 1996). Es ist allerdings unklar, ob die 

Kernporenkomplexe vor oder nach der vollständigen Membranfusion in die Kernhülle 

eingebaut werden. Es gibt zwei verschiedene Modellvorstellungen für die Integration der 

Kernporenkomplexe in die Kernhülle. Die eine besagt, dass der Nup107-160 Komplexe an 

Chromatin bindet und dort die Anlagerung weiterer Nukleoporine ermöglicht. Dies führt zur 

Bildung einer „Präpore“. Erst im Anschluss daran bildet sich die Kernhülle um diese 
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„Präporen“ (Walther et al., 2003). In den Annulate Lamellae jedoch können die Kernporen 

unabhängig von Chromatin gebildet werden (Dabauvalle et al., 1991). Deshalb scheint die 

Bindung des Nup107-160 Komplexes nicht essentiell für die Bildung der Kernporen zu sein. 

Im anderen Modell werden die Kernporenkomplexe in eine bereits geschlossene 

Doppelmembran integriert. Dazu müssen die äußere und die innere Kernmembran in Kontakt 

treten und miteinander fusionieren. Integrale Membranproteine könnten dabei mit ihren 

luminalen Domänen interagieren und somit eine Verbindung zwischen beiden Membranen 

herstellen. Lange hielt man das Porenmembranprotein gp210 für einen geeigneten 

Kandidaten, da es eine große aminoterminale Lumendomäne besitzt. Drummond und Wilson 

(2002) beobachteten, dass gp210 für die enge Aneinanderlagerung der Kernmembranen und 

die Porenerweiterung nötig war. Stavru et al. (2006) zeigten jedoch, dass ein 

Proteinknockdown von gp210 in HeLa-Zellen keinen Effekt auf die Bildung der Kernporen 

besaß. Gegen eine essentielle Funktion von gp210 spricht auch die Tatsache, dass Pilze kein 

gp210-Gen besitzen und einige Zelltypen der Maus gp210 nicht exprimieren (Eriksson et al., 

2004; Olsson et al., 2004). Außerdem konnte in Annulate Lamellae, kein gp210 nachgewiesen 

werden (Ewald et al., 1996). So scheint gp210 zumindest in einigen Fällen für die Bildung der 

Kernporen entbehrlich zu sein.  

Beobachtet man mikroskopisch die Bildung der Kernporenkomplexe, so kann man zunächst 

die Ausbildung kleiner Vertiefungen von ~5 nm im Durchmesser in der Kernhülle 

beobachten. Die wachsenden Poren werden durch Anlagerung von Proteinstrukturen 

stabilisiert und erreichen einen Durchmesser von 35-45 nm.  Innerhalb der stabilisierten Pore 

erkennt man zentrale Strukturen, die Teile des zentralen Transporters darstellen könnten. An 

die Pore lagern sich die Elemente des zytoplasmatischen Ringes an.  Zuletzt werden die 

zytoplasmatischen Filamente hinzugefügt (Goldberg et al., 1997). In welcher genauen 

Reihenfolge die nukleoplasmatischen Komponenten des Porenkomplexes angelagert werden 

ist noch nicht bekannt. 

 

2.3.2.3 Die Rolle der Lamine 

Die genaue Funktion der Lamine bei der Kernhüllenbildung ist noch nicht geklärt. A- und B-

Typ Lamine werden auf unterschiedliche Weise an die Kernhülle zurückgeführt. Kurz nach 

der Bindung von LAP2ß, binden B-Typ Lamine ans Chromatin. Da sie während der Mitose 

an Membranen assoziiert sind, könnten die B-Typ Lamine für die Rückführung der 

Membrankomponenten verantwortlich sein. Im Gegensatz dazu wird der Großteil der A-Typ 

Lamine erst in der Telophase und G1-Phase durch die neu gebildeten Kernporen ins 
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Kerninnere importiert (Dechat et al., 2004). Eine minimale Menge an Laminen ist für die 

Neubildung der Kernhülle ausreichend (Hutchison et a., 1994; Dabauvalle et al., 1991; 

Dabauvalle und Scheer, 1991). Wurde die Laminabildung durch Zugabe von 

Laminantikörpern zu Xenopus-Eiextrakt inhibiert, bildete sich keine Kernhülle mehr um die 

Chromatinoberfläche. Stattdessen entstanden Annulate Lamellae (Dabauvalle et al., 1991). 

Dabei handelt es sich um Membrancisternen bzw. -lamellen, die oft parallel gestapelt 

vorliegen und von Porenkomplexen durchsetzt sind. Daraus lässt sich schließen, dass die 

Membranfusion und der Zusammenbau der Porenkomplexe laminunabhängige Ereignisse 

sind und Lamin diese an die Chromatinoberfläche lenkt.  

Eine andere Studie zeigte, dass die Lamina für die korrekte postmitotische Reorganisation der 

Kernporenkomplexe verantwortlich war. Der Einbau von Nup153 in die Kernporenkomplexe 

erfolgt zur selben Zeit wie die Neubildung der Lamina. Wurde die Bildung der Lamina 

unterbunden, so konnte Nup153 nicht in die Kernporenkomplexe integriert werden. Auf 

andere Nukleoporine, wie z.B. Nup93, hatte die Abwesenheit von polymerisierten Laminen 

jedoch keinen Einfluss (Smythe et al., 2000). 

 

2.3.2.4 Die Rolle von integralen Membranproteinen, Chromatinbindungsproteinen und 

Zytoskelettproteinen 

Bei Säugerzellen binden verschiedenen Gruppen laminbindender Proteine an bestimmte 

Regionen an der Chromosomenoberfläche. LAP2α akkumuliert während der Anaphase an 

den Telomeren und spezifischen Regionen der Chromosomen (Dechat et al., 2004). BAF 

kolokalisiert dort mit LAP2α, was die Bildung eines LAP2α/BAF-Komplexes in frühen 

Stadien der Kernhüllenneubildung vermuten lässt. LAP2α könnte also dabei helfen, die 

Telomere während der Chromatindekondensation an definierten Regionen im sich neu 

bildenden Kern zu verankern. Möglicherweise führt die Bindung des LAP2α/BAF-Komplexes 

auch zu Veränderungen in der Chromatinstruktur, was die Akkumulation weiterer 

Kernhüllenproteine ermöglicht (Dechat et al., 2004). 

Die Rolle von LAP2ß bei der Kernhüllenbildung ist widersprüchlich. Während die Zugabe 

eines N-terminalen LAP2-Fragments zu Xenopus Eiextrakt die Bildung der Kernhülle 

verhinderte (Gant et al., 1999), hatte die Expression von ähnlichen Fragmenten in HeLa-

Zellen keinen Effekt (Vlcek et al., 2002). Für eine Beteiligung von LAP2ß bei der 

Kernhüllenbildung spricht wiederum die Tatsache, dass die Mikroinjektion von LAP2ß-

Mutanten in Säugerzellen die postmitotische Ausdehnung der Kernhülle verhinderte (Yang et 

al., 1997). 
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Der Lamin B Rezeptor (LBR) spielt eine wesentliche Rolle bei der Rückführung von 

Membranen zur Chromatinoberfläche (Ellenberg et al., 1997). Neuere Daten weisen darauf 

hin, dass LBR nicht direkt an Chromatin bindet, sondern Importin ß als Linkerprotein nutzt 

(Ma et al., 2007).  

In der Prophase wird LBR durch die cdc2 Kinase hyperphosphoryliert und kann somit nicht 

mehr mit Lamin B, Chromatin und HP1 interagieren (Courvalin et al., 1992). Am Ende der 

Mitose wird LBR durch die Proteinphosphatase 1 (PP1) dephosphoryliert (Ito et al., 2007). 

Durch die verschiedenen Phosphorylierungsstufen wird die Bindungseigenschaft zwischen 

LBR und LBR-bindenden Proteinen reguliert. Vermutlich wird auch die Bindung von 

Importin ß an LBR durch den Phosphorylierungszustand von LBR kontrolliert (Ma et al., 

2007). LBR ist während der Mitose an Kernhüllenvorläufermembranen gebunden. Durch die 

Bindung von LBR an Importin ß werden diese Membranen in der Anaphase zum Chromatin 

gesteuert. Am Chromatin scheint Importin ß an das dort vorhandene RanGTP zu binden. 

Durch die daraus resultierende Konformationsänderung von Importin ß löst sich dessen 

Bindung zu LBR und die Membranen werden am Chromatin freigesetzt. Die Hydrolyse von 

RanGTP wiederum setzt Importin ß frei, so dass es für eine neue Bindung an LBR zur 

Verfügung steht (Ma et al., 2007). Des Weiteren ist LBR am Wachstum der Kernhülle 

beteiligt. Dafür entscheidend sind die Transmembrandomänen. Die Überexpression dieser 

Transmembrandomänen in HeLa-Zellen führte zu Membraneinstülpungen der Kernhülle und 

zu zytoplasmatischen Membranaggregaten (Ma et al., 2007; Ellenberg et al., 1997), was auf 

eine vermehrte Membranbildung hindeutet.  

MEL-28/ELYS  ist für die Bildung der Kernporenkomplexe essentiell. MEL-28 (maternal 

effect lethal) wurde zunächst in C. elegans als ein Protein identifiziert, dass während der 

Interphase an der Kernhülle und während der Mitose an den Kinetochoren lokalisiert (Galy et 

al., 2006). In C. elegans führte die Mutation oder Deletion von MEL-28 zu einer abnormalen 

Verteilung von integralen Kernhüllenproteinen und der Kernporenkomplexe (Galy et al., 

2006). Das humane MEL-28 Homolog wurde bereits als ELYS (Embryonic large molecule 

derived from yolk sac) identifiziert und als Transkriptionsfaktor beschrieben (Kimura et al., 

2002). ELYS-Knockout-Mäuse starben, aus noch unklarer Ursache, in frühen Stadien der 

Entwicklung (Okita et al., 2004). Dies lässt auf eine essentielle Funktion von ELYS schließen. 

Wurde die Expression von MEL-28 in HeLa-Zellen durch siRNA herunterreguliert, nahm die 

Anzahl der Kernporenkomplexe in der Kenhülle stark ab. Stattdessen kam es zur Bildung von 

Annulate Lamellae (Franz et al., 2007). MEL-28 hat also keinen Einfluss auf die 

Porenbildung selbst. Wurde MEL-28/ELYS aus Xenopus Extrakt entfernt, so bildeten sich 
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Zellkerne, die von einer geschlossenen Doppelmembran umgeben waren. Diesen Kernen 

fehlten jedoch die Kernporenkomplexe und auch das Chromatin lag in weitgehend 

kondensierter Form vor. In diesen MEL-28/ELYS depletierten Extrakten konnte keine 

Bindung des Nup107-106 Komplexes an Chromatin nachgewiesen werden (Franz et al., 

2007). Dies führt zu dem Schluss, dass die Bindung von MEL-28/ELYS an Chromatin den 

ersten bis jetzt identifizierten Schritt bei der Bildung der Kernporenkomplexe darstellt. MEL-

28/ELYS ist essentiell für die Assoziation des Nup107-160 Komplexes an das Chromatin und 

die darauf folgenden Schritte der Kernporenkomplexbildung. Dabei ist MEL-28 nicht für die 

eigentliche Porenbildung notwendig, sondern dafür zuständig, dass sich die Kernporen in der 

Kernhülle um das Chromatin herum bilden. 

BAF ist in allen getesteten Systemen (Xenopus Extrakt, Säugerzellen, C.elegans) in die 

Bildung des Zellkerns involviert. Bei Xenopus ist die Interaktion von BAF sowohl mit der 

DNA, als auch mit LEM-Domänen-Proteinen für die Rückführung der Membranen und die 

Chromatindekondensation entscheidend (Segura-Totten und Wilson, 2004). In HeLa-Zellen, 

die ein mutiertes BAF exprimierten, konnten Emerin, LAP2ß und Lamin A nicht mehr an die 

Kernhülle binden (Haraguchi et al., 2001). In C.elegans führte der Proteinknockdown von 

BAF zu erheblichen Störungen in der Chromosomensegregation, der 

Chromatindekondensation und dem Fortschreiten der Mitose. Lamine und LEM-Domänen-

Proteine banden zwar noch ans Chromatin, verblieben dort aber in einem ungeordneten 

Zustand (Margalit et al., 2005). 

Mikrotubuli  scheinen nicht nur beim Abbau der Kernhülle, sondern auch bei deren 

Neubildung am Ende der Mitose eine wichtige Rolle zu spielen. Im Eiextrakt kann während 

der Kernhüllenbildung eine Anlagerung von Tubulinfilamenten um Spermienchromatin 

beobachtet werden. Joshi (1998) berichtete, dass die Plusenden dieser Mikrotubuli über 

Kinesin-ähnliche, multimere Proteine mit dem Chromatin verbunden werden. Fügte man zum 

Eiextrakt Colcemid oder Nocodazol, beides Substanzen, die die Polymerisation der 

Tubulinuntereinheiten verhindern, so bildeten sich Kerne mit einer teilweise unregelmäßigen 

Doppelmembran ohne Kernporen (Ewald et al., 2001). Auch nach Zugabe von AS-2, einem 

Inhibitor des Motorproteins Kinesin (Sakowicz et al., 1998), besaßen die Kerne eine 

Doppelmembran ohne Kernporen. Die Bildung der Kernporenkomplexe ist also abhängig von 

Mikrotubuli, die Bildung der Doppelmembran dagegen nicht.  
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2.3.2.5 Die Rolle von Ran und Ran-Bindungsproteinen 

Die kleine GTPase Ran ist ein hochkonserviertes Protein, das wichtige Funktionen bei der 

Kernstruktur und -funktion übernimmt. So spielt Ran neben dem Proteinimport und -export 

auch eine wichtige Rolle bei der Dekondensation des Chromatins und der Kernhüllen- bzw. 

Kernporenbildung (Zhang et al., 2002a). Ran kommt in zwei unterschiedlichen 

nukleotidgebundenen Formen vor: als Ran-GDP und Ran-GTP. Während der Mitose kommt 

Ran hauptsächlich als Ran-GDP im Zytoplasma verteilt vor. Eine kleine Population von Ran-

GDP bindet ans Chromatin. Dort wird das GDP durch den Nukleotidaustauschfaktor RCC1 

durch GTP ersetzt. Durch die Bindung von Importin ß an LBR können Membranvesikel an 

Ran-GTP binden. Ran-GAP („Ran-GTPase aktivierendes Protein“) stimuliert nun die 

intrinsische GTPase-Aktivität des Ran, was dann zur GTP-Hydrolyse führt. Diese Hydrolyse 

wird für die Fusion der Membranvesikel benötigt (Zhang et al., 2002a). Bei diesem Schritt ist 

das richtige Verhältnis zwischen Importin ß und Ran-GTP von entscheidender  Bedeutung. 

Liegt zuviel Ran-GTP vor, so kommt es zur Bildung von Annulate Lamellae oder 

blasenartigen Ausstülpungen der Kernhülle (Harel et al., 2003). Liegt dagegen zu viel 

Importin ß vor, so wird die Vesikelfusion verhindert. Ran ist nicht nur wichtig für die 

Membranfusion, sondern auch für die Bildung der Kernporenkomplexe. Dabei ist die Bildung 

von Ran-GTP durch RCC1 entscheidend (Walther et al., 2003). Ran-GTP sorgt für die 

Dissoziation der Nukleoporine Nup107, Nup153 und Nup358 von Importin ß und ermöglicht 

so die Bildung von Nukleoporinsubkomplexen am Chromatin (Walther et al., 2003). Daher 

stellt Ran-GTP auch bei der Bildung der Porenkomplexe einen wichtigen Gegenspieler von 

Importin ß dar.  

Importin ß ist an der Rückführung von Membranen ans Chromatin, an der Membranfusion 

und der Bildung der Kernporenkomplexe beteiligt. Importin ß fördert durch seine Fähigkeit, 

an chromatingebundenes Ran-GTP und an FG-Nukleoporine sowie LBR an den Membranen 

zu binden, die Assoziation von Membranvesikeln ans Chromatin (Zhang et al., 2002b; Ma et 

al., 2007). Importin ß ist ebenfalls entscheidend für die Membranfusion. Dabei ist die Menge 

an Importin ß entscheidend, denn auch ein Überschuss an Importin ß verhindert die 

Membranfusion. Dieser Effekt kann durch Zugabe von Ran-GTP aufgehoben werden. 

Importin ß reguliert darüber hinaus auch die Bildung von Kernporenkomplexen. So führt ein 

Überschuss an Importin ß zu einer  Blockade in der Kernporenbildung. Im Gegensatz zur 

Membranfusion kann dieser Effekt nicht durch Zugabe von Ran-GTP aufgehoben werden 

(Harel et al., 2003). 
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Auch Importin α ist der Bildung der Kernhülle beteiligt sind. Importin α ist als lösliches 

Adaptermolekül bekannt. In Xenopus Eiextrakt konnte gezeigt werden, dass Importin α an 

Membranvesikel gebunden ist. Der Unterschied zwischen der membrangebundenen und der 

löslichen Form liegt in einer unterschiedlich starken Phosphorylierung der Proteine. Das 

lösliche Importin α ist stärker phosphoryliert als das membrangebundene. Beide Formen des 

Importin α sind an der Bildung der Kernhülle beteiligt. Sowohl ein Überschuss, als auch ein 

Mangel an Importin α verhindern die Bildung einer geschlossenen Kernhülle (Hachet et al., 

2004). 

 

2.4 Der Vault-Komplex 

2.4.1 Die Struktur des Vault-Komplexes 

Vault-Komplexe sind hoch konservierte Ribonukleoproteinpartikel, die Mitte der achtziger 

Jahre erstmals entdeckt wurden (Kedersha und Rome 1986). Seit ihrer Entdeckung wurden sie 

in einer Vielzahl von eukaryotischen Organismen wie den Säugern, Amphibien, Vögeln, dem 

Seeigel, dem Zitterrochen und dem Schleimpilz Dictyostelium discoideum nachgewiesen 

(Kedersha et al., 1990; Herrmann et al., 1996; Hamill und Suprenant 1997). Die Morphologie 

der Vault-Komplexe ist in allen Spezies hoch konserviert (Kedersha et al., 1991), was einen 

Zusammenhang zwischen der Struktur und der Funktion vermuten lässt. Der Vault-Komplex 

besitzt eine molekulare Masse von etwa 13 MDa und Dimensionen von ~35 x 65 nm und 

stellt somit den größten bisher bekannten Ribonukleoproteinpartikel dar (Kedersha und Rome, 

1986). Vault-Komplexe besitzen eine hohle, tonnenförmige Struktur, die aus zwei 

symmetrischen Hälften aufgebaut ist. Jede dieser Hälften kann sich zu einer blütenartigen 

Struktur mit acht „Blütenblättern“ öffnen (siehe Abb. 2-9). Die einzelnen Blätter sind über 

einen zentralen Ring miteinander verbunden. Der Durchmesser solch einer geöffneten 

„Vaultblüte“ beträgt etwa 100 nm (Kedersha et al., 1991). 
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Aufgrund ihrer oktogonalen Symmetrie, der Struktur und Größe wurde spekuliert, dass der 

Vault-Komplex den zentralen Transporter der Kernporenkomplexe darstellen könnte 

(Kedersha et al., 1991), was sich allerdings nicht bestätigte.  

 

2.4.2 Die Zusammensetzung des Vault-Komplexes 

Der Vault-Komplex besteht aus drei verschiedenen Proteinen und einer RNA. Zu den 

Proteinen zählen das Major Vault Protein (MVP), die Vault-Poly-(ADP-Ribose)-Polymerase 

(VPARP) und das Telomerase-assoziierte Protein 1 (TEP1) (Van Zon et al., 2003). Jeder 

Komplex besteht aus 96 Molekülen MVP, acht Molekülen VPARP, zwei Molekülen TEP1 

und mindestens sechs Kopien der Vault-RNA (Kong et al., 1999; Scheffer et al., 2000). 

 

2.4.2.1 Das Major Vault Protein 

Das Major Vault Protein ist die Hauptkomponente des Komplexes. Es besitzt eine molekulare 

Masse von 100-110 kDa und macht über 70% der Masse des Komplexes aus (Kedersha et al., 

1991). Die Aminosäuresequenz des MVP ist hoch konserviert. Die Sequenzen zwischen 

Mensch und Ratte stimmen in 91% und die Sequenzen zwischen Mensch und dem 

Schleimpilz Dictyostelium in  57% überein.  

Das Major Vault Protein von Xenopus laevis besteht aus 849 Aminosäuren und die 

theoretische molekulare Masse beträgt 95,67 kDa. Der errechnete isoelektrische Punkt liegt 

bei 5,16. In der aminoterminalen Hälfte befinden sich acht Vaultdomänen mit unbekannter 

Funktion. Diese Domänen bestehen aus 49-61 Aminosäuren. Der carboxyterminale Bereich 

des MVP (AS 658-849) stellt eine coiled-coil Domäne dar (siehe Abb. 2-10).  

 

Abb. 2-9: Struktur des Vault-

Komplexes. Der Vault-Komplex 

besteht aus zwei symmetrischen 

Hälften, die sich zu oktogonalen 

blütenartigen Strukturen öffnen 

können. In der oberen Reihe ist 

ein geschlossener Vault-Komplex  

und in der unteren Reihe ein 

geöffneter Vault-Komplex 

dargestellt. (Abbilung aus 

Kedersha et al., 1991) 
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Abb.2-10: Domänenstruktur von Xenopus MVP. In der Aminoterminalen Hälfte befinden sich acht 

Vaultdomänen. Diese Domänen bestehen aus 49-61 Aminosäuren. Der carboxyterminale Bereich des MVP (AS 

658-849) stellt eine coiled-coil Domäne dar. 

 

Humanes MVP besteht aus 893 Aminosäuren und enthält sieben Vaultdomänen. Die 

Vaultdomänen befinden sich in den ersten 382 Aminosäuren und die coiled-coil Domäne 

erstreckt sich von den Aminosäuren 648 bis 800 (van Zon et al., 2002; Kozlov et al., 2006). 

Im Vault-Komplex ragen die C-Termini der MVPs in die Kappe, wo sie über die coiled-coil 

Domänen miteinander verbunden sind, während sich die N-Termini mit den Vault-Domänen 

zur Äquatorregion hin erstrecken (Kozlov et al., 2006). Die coiled-coil Domänen sind für die 

Bildung des Komplexes essentiell. In der Insektenzelllinie Sf9, die keine endogenen Vault-

Komplexe besitzt, führte die Expression von Ratten-MVP zur Bildung von Vault ähnlichen 

Partikeln (Stephen et al., 2001). Somit sind die Major Vault Proteine mit ihren coiled-coil 

Domänen für die Zusammenlagerung der Vault-Komplexe ausreichend und benötigen dafür 

keines der anderen beiden Vault-Proteine oder die Vault-RNA. Neben der intermolekularen 

Bindung über die coiled-coil Domänen kommt es auch noch zu einer intramolekularen 

Bindung innerhalb eines Proteins. Dabei interagiert die N-terminale Region mit dem C-

Terminus (beim Menschen mit den AS 448-651), was für die Sekundärstruktur jedes MVP 

Moleküls wichtig ist (van Zon et al., 2002). Der Aminoterminus von MVP kann mit dem C-

Terminus der Vault-ADP(Polyribose)-Polymerase interagieren und somit eine Verbindung 

zwischen den beiden Vault-Proteinen gewährleisten. Beim Menschen interagiert die vierte 

Vault-Domäne (AS 177-221) von MVP mit den Aminosäuren 1564-1724 von VPARP (van 

Zon et al., 2002; Kozlov et al., 2006).  

Van Zon et al. beschrieben die  Notwendigkeit von Calcium beim Zusammenbau der Vault-

Komplexe und postulierten die Existenz von drei putativen EF-Händen im Aminoterminus 

von humanem MVP (AS 118-167; AS 171-220; AS 224-273). EF-Hände sind Calcium-

bindende Strukturmotive, die aus einer Helix, einer Schleife und einer zweiten Helix 

bestehen. Die EF-Hände des MVP wurden durch Sequenzvergleich mit anderen EF-Händen 

bestimmt. Nach einer genaueren Strukturanalyse dieses Sequenzbereiches konnte inzwischen 

die Existenz dieser EF-Hände widerlegt werden (Kozlov et al., 2006). Möglicherweise bindet 

Calcium an eine andere MVP-Domäne oder die Calciumbindungsstelle wird zwischen zwei 

benachbarten MVP-Molekülen gebildet.  
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2.4.2.2 Die Vault-Poly-(ADP-Ribose)-Polymerase 

Die Vault-Poly-(ADP-Ribose)-Polymerase (VPARP) gehört zur Proteinfamilie der Poly-

(ADP-Ribose)-Polymerasen (PARPs). Diese Proteinfamilie nutzt das Nicotinamid-Adenin-

Dinucleotid (NAD+) als Substrat, um die Addition von mehreren ADP-Ribose Einheiten an 

eine Vielzahl von Proteinen zu katalysieren. VPARP überträgt die ADP-Ribose Einheiten  

von NAD+ auf sich selbst und auf MVP. Der Prototyp der PARP-Proteine ist PARP-1, ein 

Enzym des Zellkerns, das an der DNA-Reparatur beteiligt ist. Das humane VPARP besitzt 

eine molekulare Masse von 193 kDa und besteht aus 1724 Aminosäuren (Kickhoefer et al., 

1999). Die Primärstruktur von VPARP besitzt verschiedene Domänen: (1) Am 

Aminoterminus befindet sich eine BRCT-Domäne, die vorwiegend in Proteinen zu finden ist, 

die nach Schädigung der DNA den Zellzyklus kontrollieren (Callebaut und Mornon 1997);   

(2) eine enzymatisch aktive PARP-Domäne; (3) eine Vault-Inter-α-Trypsin-Domäne (VIT), 

innerhalb derer sich eine von Willebrand Typ A (VWA) Domäne befindet. VWA Domänen 

können in Zellkontaktproteinen, in Proteinen der extrazellulären Matrix, sowie in 

intrazellulären Proteinen, die an der Transkription, der DNA-Reparatur, dem Ribosomen- und 

Membrantransport beteiligt sind gefunden werden (Whittaker und Hynes 2002) und 

vermitteln vermutlich Protein-Protein Interaktionen; (4) ein Kernlokalisationssignal (NLS) 

und (5) eine MVP-Bindungsdomäne am C-Terminus (Kickhoefer et al., 1999).  

Im Gegensatz zu MVP, das praktisch ausschließlich in den Vault-Komplexen zu finden ist, 

gibt es bei VPARP neben den an die Vault-Komplexe assoziierten Proteinen auch eine 

Subpopulation, die sich frei im Zellkern befindet. Im Zellkern assoziiert VPARP gemeinsam 

mit TEP1 mit der Telomerase, einem weiteren Ribonukleoprotein (Liu et al., 2004). Während 

der Mitose konnte VPARP außerdem an der mitotischen Spindel beobachtet werden 

(Kickhoefer et al., 1999). VPARP scheint weder bei der Telomeraseaktivität noch bei der 

Bildung der Vault-Komplexe essentiell zu sein. VPARP-Knockout Mäuse zeigten keinen 

sichtbaren Phänotyp. Sowohl die Bildung der Vault-Komplexe, als auch die 

Telomeraseaktivität schienen nicht beeinträchtigt zu sein (Liu et al., 2004). Somit bleibt die 

Frage über die Funktion von VPARP bislang noch offen. 

 

2.4.2.3 Das Telomerase-assoziierte Protein 1 

Das dritte Protein der Vault-Komplexe ist das Telomerase-assoziierte Protein 1 (TEP1). 

Humanes TEP1 besitzt eine molekulare Masse von 240 kDa und besteht aus 2627 

Aminosäuren. In TEP1 konnten verschiedene Domänen identifiziert werden. Am 
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Carboxylende des Proteins befinden sich 16 putative WD-Domänen (Harrington et al., 1997). 

Diese Domänen sind durch Wiederholungen des Dipeptids WD (Tryptophan-Asparaginsäure) 

charakterisiert und bilden die so genannte ß-Propeller-Struktur. Solche WD-Wiederholungen 

vermitteln vermutlich die Zusammenlagerung von Multiprotein-Komplexen (Smith et al, 

1999). TEP1 beinhaltet ebenso wie VPARP eine von Willebrand Typ A (VWA) Domäne, die 

vermutlich Protein-Protein Interaktionen vermittelt. Die TROVE-Domäne ist neben TEP1 

auch in Ro60 zu finden. Diese beiden Proteine sind Bestandteile von drei verschiedenen RNP-

Komplexen, der Telomerase (TEP1), des Ro-RNP-Komplexes (Ro60) und der Vault-

Komplexe (TEP1), was dieser Domäne ihren Namen verleiht. Sie ist vermutlich für die 

Bindung der RNA verantwortlich (Bateman und Kickhoefer, 2003). Zudem ist noch eine 

NACHT-Domäne vorhanden (Koonin und Aravind, 2000). 

TEP1 bindet an die Vault-RNA (vRNA) und ist für deren Lokalisation innerhalb des Vault-

Komplexes essentiell. In TEP1-Knockout-Mäusen waren Vault-Komplexe zu finden, die 

weder TEP1 noch vRNA enthielten. TEP1 ist nicht nur für die Bindung der vRNA an die 

Vault-Komplexe, sondern auch für die Stabilität der vRNA verantwortlich (Kickhoefer et al., 

2001).  

TEP1 assoziiert nicht nur mit den Vault-Komplexen, sondern auch mit der Telomerase, was 

diesem Protein seinen Namen verleiht. Welche Funktion TEP1 innerhalb des 

Telomerasekomplexes besitzt, ist nicht klar. TEP1-Knockout-Mäuse zeigten keine 

Veränderung in der Telomeraseaktivität oder in der Länge der Telomere (Liu et al., 2000). 

 

2.4.2.4 Vault-RNA 

Die untranslatierte Vault-RNA (vRNA) macht etwa 5% der Masse eines Vault-Komplexes 

aus. Die Länge der vRNA variiert von 86 bis 142 Basen und auch die Anzahl der vRNAs ist 

speziesspezifisch. Maus und Ratte exprimieren eine vRNA mit 142 Basen, der Ochsenfrosch 

dagegen besitzt zwei vRNAs von 89 und 94 Basen. Das menschliche Genom codiert für drei 

verschiedene vRNAs: hvg1 mit 98, hvg2 und hvg3 mit je 88 Basen (Kickhoefer et al., 1993, 

1998; van Zon et al., 2001). Nur etwa 20% der exprimierten hvg-Spezies sind an die Vault-

Komplexe assoziiert, während der Großteil der humanen vRNAs löslich im Zytoplasma 

vorliegt (Kickhoefer et al., 1998).  In den Vault-Komplexen ist hauptsächlich hvg1 zu finden. 

Interessanterweise ist in Zellen, die eine Resistenz gegenüber einer Vielzahl von 

Chemotherapeutika aufweisen, vermehrt hvg3 an die Vault-Komplexe gebunden. Daraus 

könnte man ableiten, dass das Verhältnis, in dem die humanen vRNAs an die Vault-Kompexe 
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assoziiert sind, in einem direkten Zusammenhang mit der jeweiligen Vault-Funktion steht 

(van Zon et al., 2001). 

Alle vRNA Gene werden von der RNA-Polymerase III transkribiert (van Zon et al., 2001). 

Die vRNA bindet an TEP1 und die Lokalisation an der Kappe des Vault-Komplexes ist 

abhängig von der Anwesenheit von TEP1 (Kong et al., 2000). Behandelte man Vault-

Komplexe mit RNAse, so führte dies zu keiner morphologischen Veränderung. Das deutet 

darauf hin, dass die vRNA keine strukturelle, sondern eine funktionale Rolle innerhalb des 

Komplexes übernimmt (Kong et al., 2000). 

Kürzlich konnte gezeigt werden, dass das Protein La mit der vRNA interagiert (Kickhoefer et 

al., 2002). La assoziiert mit den 3´-Enden vieler neu sythetisierter kleiner RNAs und schützt 

diese vor dem Abbau durch Exonukleasen und ermöglicht den Einbau der RNAs in 

Ribonukleoproteinpartikel. Daher wird spekuliert, dass La auch beim Einbau der vRNA in die 

Vault-Komplexe eine Rolle spielt. 

 

2.4.3 Lokalisation der Vault Komplexe 

Mit bis zu 105 Kopien sind die Vault-Komplexe in vielen Zelltypen zahlreich vertreten. Der 

Großteil der Vaults ist im Zytoplasma lokalisiert, wo sie mit Elementen des Zytoskeletts 

interagieren. In Rattenfibroblasten wurden Vault-Komplexe in der Zellperipherie an den 

Enden von Aktinfilamenten beobachtet (Kedersha und Rome 1990). Auch in der neuronalen 

Zelllinie PC12 kolokalisierten die Vaults an den Enden der Axone mit Aktinfilamenten 

(Herrmann et al., 1999). Vaults interagieren nicht nur mit Aktinfilamenten, sondern auch mit 

Mikrotubuli. Verschiedene Arbeitsgruppen zeigten durch Immunfluoreszenzmikroskopie und 

Immungoldtechnik eine Kolokalisation von MVP und Mikrotubuli in unterschiedlichen  

Säugerzelllinien (Herrmann et al., 1999; Slesina et al., 2005; van Zon et al., 2006). Einen 

deutlicheren Hinweis auf die Interaktion zwischen Mikrotubuli und Vaults ergibt die 

Tatsache, dass ß-Tubulin mit MVP koimmunpräzipitiert, was auf eine direkte Bindung 

zwischen diesen Proteinen schließen lässt (van Zon et al., 2006). Durch FRAP-(fluorescence 

recovery after photobleaching)-Analysen mit einem GFP-MVP-Fusionsprotein konnten 

Slesina et al (2006) zeigen, dass die Vault-Komplexe in PC12-Zellen mit einer 

Geschwindigkeit von etwa 10µm/s zu den peripheren Enden der Axone transportiert wurden. 

Diese Geschwindigkeit entspricht etwa dem schnellen axonalen Transport, bei dem 

sekretorische Membranvesikel unter Mithilfe von Motorproteinen aktiv entlang von 

Mikrotubuli transportiert werden. Eine andere Arbeitsgruppe zeigte ebenfalls durch FRAP-

Analysen, dass sich der Transport von GFP-Vaults nach Destabilisierung der Mikrotubuli 
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deutlich verlangsamte (van Zon et al., 2006). Eine frühere Studie derselben Arbeitsgruppe 

deutete jedoch auf eine passive Diffusion der Vault-Partikel hin (van Zon et al., 2003). Die 

widersprüchlichen Ergebnisse könnten darauf hinweisen, dass der Transport von Vault-

Komplexen nur über weitere Distanzen abhängig von Mikrotubuli ist und kürzere Strecken 

durch passive Diffusion zurückgelegt werden.  

Etwa 5% der Vault-Komplexe sind im Zellkern lokalisiert (Slesina et al., 2005). Die 

nukleoplasmatischen Vault-Partikel sind zum Teil in unmittelbarer Nähe der Kernhülle zu 

finden. Vaults sind auch an die Kernporenkomplexe assoziiert. Durch 

Immungoldlokalisationen konnten sie in Rattenfibroblasten und in humanen Astrocyten 

(U373-Zellen) sowohl auf der zytoplasmatischen, der nukleoplasmatischen Seite und auch 

innerhalb der Kernporen nachgewiesen werden (Slesina et al., 2005; Chugani et al., 1993). 

Während der Seeigelentwicklung kommt es zu einer Veränderung der zellulären Lokalisation 

der Vault-Komplexe. In den frühen Furchungsstadien sind die Major Vault Proteine und 

damit auch die Vault-Komplexe innerhalb des Zytoplasmas verteilt. Die Proteinmenge bleibt 

in diesen frühen Entwicklungsstadien konstant, es kommt aber zu einer zunehmenden 

Anreicherung von MVP im perinukleären Zytoplasma. Ab dem mesenchymalen 

Blastulastadium und auch im Laufe der weiteren Entwicklung ist MVP innerhalb des 

Zellkerns zu finden (Hamill und Suprenant 1997). Welche Rolle die Vault-Komplexe 

während der Seeigelentwicklung übernehmen ist allerdings noch unklar. 

 

2.4.4 Zelluläre Funktion der Vault-Komplexe 

Die genaue zelluläre Funktion der Vault-Komplexe ist bislang noch ungeklärt. Aufgrund ihrer 

Morphologie, Struktur und Interaktionen mit anderen Proteinen auf der einen Seite und durch 

Untersuchungen von Zellkulturen, Tiermodellen und klinischen Proben auf der anderen Seite, 

werden sie mit einer Reihe von zellulären Mechanismen in Verbindung gebracht. 

So vermutet man, dass das Major Vault Protein bei der „Multiplen Drug Resistenz“ (MDR) 

eine Rolle spielt. Bei der MDR besitzen Zellen eine Resistenz gegenüber bestimmten 

Arzneistoffen. Da dieses Phänomen häufig bei Tumorzellen auftritt, stellt es besonders in der 

Krebstherapie ein großes Problem dar. In Zellen mit MDR konnte eine gesteigerte 

Expressionsrate von MVP  beobachtet werden. Diese Expressionsrate war bis zu 15-fach 

höher als in nicht resistenten Zellen. Neben einem erhöhten MVP-Level, konnten auch die 

anderen Komponenten der Vault-Komplexe (TEP1, VPARP, vRNA) vermehrt nachgewiesen 

werden (Kickhoefer et al., 1998). Doxorubicin (DOX) ist eine Substanz, die häufig in der 

Chemotherapie verwendet wird und die an die Topoisomerase IIα bindet. Dadurch werden 
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Transkription und Replikation gehemmt, was letztlich auch weitere Zellteilungen verhindert. 

In MVP-negativen Zellen konnte DOX hauptsächlich im Zellkern nachgewiesen werden, 

während es in Anwesenheit von MVP hauptsächlich im Zytoplasma lokalisiert war (Kitazono 

et al., 1999). Das legt die Vermutung nahe, dass die Vaults am nukleo-zytoplasmatischen 

Transport von Arzneimitteln beteiligt sind und somit deren Wirkungsweise im Zellkern 

hemmen.  

Es gibt aber auch noch weitere Hinweise auf eine Beteiligung der Vault-Komplexe bei 

Transportprozessen. Zum einen ist der innere Hohlraum der Vault-Partikel groß genug, um 

Proteinkomplexe mit einem Durchmesser von bis zu 33 nm  zu umschließen (Kong et al., 

1999). Zum anderen konnten etwa 5% der Vault-Komplexe im Zellkern und an bzw. in den 

Kernporenkomplexen nachgewiesen werden (Slesina et al., 2005). Das deutet darauf hin, dass 

sich die Vault-Komplexe zwischen dem Zytoplasma und dem Zellkern hin und her bewegen 

können. MVP konnte aus humanen MCF-7 Brustkrebszellen gemeinsam mit dem Östrogen-

Rezeptor (Abbondanza et al., 1998) und beim Seeigel gemeinsam mit Ribosomen aufgereinigt  

werden (Hamill und Suprenant 1997). Daher könnten die Vaults sowohl beim nukleo-

zytoplasmatischen Transport  des Östrogen-Rezeptors, als auch beim Export von Ribosomen 

eine Rolle spielen. Neben dem nukleo-zytoplasmatischen Transport gibt es Anzeichen dafür, 

dass Vaults in den Transport von synaptischen Vesikeln entlang von Mikrotubuli involviert 

sind (Herrmann et al., 1996 und 1999). 

MVP interagiert mit einigen Phosphatasen und Kinasen und könnte somit auch  

Zellsignalwege beeinflussen. MVP interagiert mit dem Tumorsuppressor PTEN, einer 

Phosphatase, die durch Inaktivierung von Phosphatidylinositol-Derivaten den 

Phosphoinositid-3-Kinase-Signalweg inhibiert und damit apoptosefördernd wirkt (Yu et al., 

2002). Wird PTEN blockiert, so entfällt diese inhibierende Wirkung auf das Zellwachstum 

und es kommt zur unkontrollierten Zellvermehrung. In welcher Weise MVP auf PTEN wirkt 

ist allerdings noch unklar. MVP ist auch in einen Signalweg involviert, der die Aktivität des 

Transkriptionsfaktors Elk-1 reguliert. Zunächst liegt MVP in einen Komplex mit der Tyrosin-

Phosphatase SHP-2 vor. Auf die Stimulation durch EGF (Epidermal Growth Factor) wird 

MVP phosphoryliert und dient dann als Substrat für SHP-2. Nach der Dephosphorylierung 

von MVP dissoziiert der Komplex und SHP-2 liegt in freier und aktiver Form vor (Kolli et al., 

2004). Aktives SHP-2 löst eine Signalkaskade aus, die letztlich zu einer Aktivierung von Elk-

1 führt. Elk-1 ist ein Transkriptionsfaktor, der für das Überleben der Zelle wichtig ist. Wurde 

die Expression von Elk-1 durch siRNA herunterreguliert, so kam es vermehrt zu Apoptose 

(Mamali et al., 2008). Die Idee, dass MVP in der Signaltransduktion von Wachstumsfaktoren 
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eine Rolle spielt, wird durch die Beobachtung unterstützt, dass es nach Zerstörung der  MVP-

Gene bei Dictyostelium unter Nährstoffstress zu defekten in Wachstum und der Morphologie 

kam (Vasu und Rome 1995). 

Außerdem könnten die Vaults bei der Zelldifferenzierung eine Rolle spielen. So kommt es 

während der Differenzierung von Monozyten zu dendritischen Zellen zu einer stark erhöhten 

Konzentration an MVP. Antikörper gegen MVP störten die Differenzierung zu dendritischen 

Zellen und beeinflussten deren stimulierende Wirkung auf T-Zellen während der spezifischen 

zellulären Immunabwehr negativ (Schroeijers et al., 2002). Es gibt auch Hinweise, dass die 

Vaults an der Embryonalentwicklung des Seeigels beteiligt sind. Mit Beginn des 

mesenchymalen Blastula-Stadiums, dem Übergang zwischen Zellteilung und 

Zelldifferenzierung, akkumuliert MVP im Zellkern (Hamill und Suprenant 1997). Damit 

könnte MVP entweder direkt oder indirekt durch Rekrutierung anderer Proteine Einfluss auf 

die Zelldifferenzierung nehmen. 

 

2.5 Zielsetzung der Arbeit 

Ziel dieser Arbeit war es, die Bildung der Kernhülle am Modellorganismus von Xenopus 

laevis genauer zu untersuchen. Das zellfreie System aus Xenopus laevis Eiextrakt ist für diese 

Studien sehr gut geeignet. Im Eiextrakt kann man durch Zugabe von Spermienchromatin und 

Energie die Bildung von in-vitro Kernen induzieren. Dieses System ist zudem leicht 

manipulierbar. Wird der Extrakt mit Energie vorinkubiert, so bilden sich Annulate Lamellae. 

Dabei handelt es sich um Membrancisternen bzw. -lamellen, die oft parallel gestapelt 

vorliegen und von Porenkomplexen durchsetzt sind. Gibt man Spermienchromatin zu diesem 

vorinkubierten Extrakt, dekondensiert das Chromatin und es bilden sich porenlose Kerne. Es 

wurde bereits in früheren Studien gezeigt, dass die Zugabe von gesamten Membranvesikel aus 

Xenopus-Eiern ausreichend war, um in zuvor porenlosen Kernen Kernporen bilden zu können. 

Nun sollten die Membranvesikel fraktioniert, isoliert und ihr unterschiedliches Verhalten bei 

der Kernhüllenbildung charakterisiert werden. Das besondere Ziel lag in der 

Charakterisierung der poreninduzierenden Membranvesikel, um Faktoren zu identifizieren, 

welche die Insertion der Kernporenkomplexe in die Kernmembran initiieren. Die an der 

Bildung der Kernporen beteiligten Membranvesikel werden mit Hilfe des Motorproteins 

Kinesin aktiv entlang von Mikrotubuli zu den porenlosen Kernen transportiert. Deshalb 

sollten auch die am Transport der poreninduziernden Membranvesikel beteiligten 

Komponenten identifiziert werden. 
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3. Material 

3.1 Biologisches Material 

3.1.1 Tiere 

Der südafrikanische Krallenfrosch Xenopus laevis wurde von einer französischen Tierfarm bezogen 

(Xenopus Express France, F-43270 Vernassal, www.xenopus.com) oder stammten aus der 

institutseigenen Nachzucht. 

 

3.1.2 Bakterienstämme 

E.coli TOP10 OneShot®   Invitrogen, Karlsruhe 

E.coli XL 1-Blue    Stratagene, Heidelberg 

E.coli RosettaTM(DE3)pLys    Novagen, Darmstadt 

 

3.1.3 Zelllinien 

XlKE-A6 : (Xenopus laevis kidney epithelium, line A6, American Type Culture Collection). Diese 

Zelllinie stammt aus Nierenepithelgewebe von Xenopus laevis. Die Zellen wurden in DMEM mit 

Earle`s Salzen und 10% FCS bei 27°C kultiviert. 

 

XTC : Die Zelllinie stammt aus embryonalem Gewebe von Xenopus laevis. Die Zellen wurden in 

RPMI mit 20% FCS, 2% L-Glutamin, 1% Penicillin/Streptamycin bei 37°C und 5% CO2 kultiviert. 

 

HeLa: Die Zelllinie stammt aus dem Epithelgewebe eines menschlichen Cervix-Karzinoms. Die 

Zellen wurden in Eagle`s MEM (Minimum Essential Medium) mit Earle`s Salzen und 10% FCS bei 

37°C und 5% CO2 in Kultur gehalten. 

 

COS-7: (Cercopithecus aethiops). Fibroblasten-ähnliche Nierenzelllinie von CV-1 Zellen der grünen 

Meerkatze abgeleitet. Diese Zellen wurden in 90% DMEM mit 10% FCS bei 37° C und 5% CO2 in 

Kultur gehalten. 
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3.1.4 Antikörper 

Tab. 3-1: Antikörper. Für die Immunfluoreszenz (IF) wurden die Antikörper in PBS, für den Westernblot (WB) 
in TBST verdünnt. 
Antigen Antikörper Herkunft Verwendung Quelle 
Nup62  monoklonal Maus IF 1:1000 Lourim et al., 1996 

Lamin LII und LIII  bei 
Xenopus 

S49H2 monoklonal Maus IF 1:100 
WB 1:5000 

Prof. Georg Krohne 

Fibrillarin 72B9 monoklonal Maus IF 1:25 Reimer et al., 1987 
gp210  Kaninchen IF 1:100 

WB 1:1000 
Wolfram Antonin 

POM121  Kaninchen IF 1:100 
WB 1:1000 

Wolfram Antonin 

LBR  Meerschwein WB 1:1000 Dreger et al., 2002 
LAP2 bei Xenopus  Meerschwein WB 1:5000 Lang et al., 1999 
Aktin 2G2 Maus WB:1:1000  
ß-Tubulin  monoklonal Maus IF 1:200 

WB 1:1000 
Sigma 

Importin α  polyklonal 
Kaninchen 

WB 1:1000 Dr. M. Moore 

Importin ß  polyklonal 
Kaninchen 

WB 1:1000 Dr. M. Moore 

p97ATPase  Maus WB 1:1000  
Ran  polyklonal 

Kaninchen 
WB 1:1000 Dr. M. Moore 

Kinesin  monoklonal  
Maus 

WB 1:1000 Sigma 

MVP  monoklonal  
Maus  

IF 1:100 
WB 1:1000 

Biotrend 

xMVP  polyklonal 
Meerschwein 

IF 1:100 
WB 1:1000 

im Laufe dieser Arbeit 
selbst hergestellt 

Histidin 
(Epitop aus 5 His) 

 polyklonal 
Maus 

WB 1:1000 Qiagen 

Myc-Epitop  monoklonal  
Maus 

IF 1:200 Invitrogen 
 

anti-Maus Peroxidase  Ziege WB 1:5000 Dianova 
anti-Meerschwein 
Peroxidase 

 Ziege WB 1: 10000 Dianova 

anti-Kaninchen 
Peroxidase 

 Ziege WB 1:10000 Promega 

anti-Maus Texas Red  Ziege IF 1:50 Dianova 
anti-Maus Cy3  Ziege IF 1:50 Dianova 
anti-Maus Cy2  Ziege IF 1:50 Dianova 
anti-Meerschwein 
Texas Red 

 Ziege IF 1:50 Dianova 

anti-Meerschwein 
DTAF 

 Ziege IF 1:25 Dianova 

anti-Maus an 12nm 
Gold gekoppelt 

 Ziege 1:20 - 1:40 Dianova 
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3.2 Molekularbiologisches Material 

3.2.1 Plasmidvektoren 

3.2.1.1 pCR®2.1-TOPO®  

 

Abb. 3-1: Vektorkarte von pCR®2.1-TOPO®, Invitrogen 

 

Dieser Vektor ist Bestandteil des „TOPO TA Cloning® Kits“ der Firma Invitrogen. Er wurde für eine 

Klonierung von PCR-Produkten durch Adenosin-Überhänge (AT-Cloning) konzipiert. Der Vektor 

enthält neben dem Lac- Operon, das eine Blau-Weiß-Selektion transformierter Bakterienklone 

ermöglicht, eine Ampicillin- und eine Kanamycin-Kassette. Dieser Vektor wurde ausschließlich zur 

„Zwischen-Klonierung“ längerer PCR-Produkte verwendet. 
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3.2.1.2 pET-21a(+) 

 

Abb. 3-2: Vektorkarte von pET-21a(+), Novagen 

 

Dieser Vektor der Firma Novagen ermöglicht die Expression eines Proteins mit einem „His-Tag“ an 

dessen C-Terminus. Das „His-Tag“ ermöglicht die Reinigung des Proteins über eine Matrix aus Ni-

NTA-Agarose. Soll ausschließlich das C-terminale „His-Tag“ angehängt werden, muss die 

entsprechende cDNA mit ihrem 5’-Ende über NdeI kloniert werden, sonst wird N-terminal zusätzlich 

ein „T7-Tag“ angehängt. Zur Selektion transformierter Bakterien trägt der Vektor eine Ampicillin-

Resistenz. 
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3.2.1.3 pEGFP-C2 

 

Abb. 3-3: Vektorkarte von pEGFP-C2, Clontech Laboratories 

 

pEGFP-C2 kodiert für das verstärkt leuchtende grün-fluoreszierende Protein (EGFP), das für die 

Expression in Säugerzellen optimiert wurde (Extinktions-Maximum = 488 nm; Emissions-Maximum 

= 507 nm). Das GFP wurde ursprünglich aus der Qualle Aequorea victoria isoliert. Hohe 

Expressionslevel werden in tierischen Zellen durch den menschlichen Cytomegalovirus (CMV)-

Promotor erreicht. Durch die SV40-Region des Vektors wird ein Polyadenylierungs-Signal an das 

entstehende Transkript angefügt. Durch das Klonieren von Genen in die MCS des pEGFP-C1 Vektors 

werden die entstehenden Proteine am N-Terminus mit dem EGFP fusioniert. Die grünleuchtenden 

Fusionsproteine können dadurch mit Hilfe der Fluoreszenz-Mikroskopie lokalisiert werden. Neben 

diesem Vektor stehen noch andere Vektoren zur Verfügung (pEGFP-C1 oder –C3), die in der MCS 

entweder einen veränderten Leseraster („reading-frame“) aufweisen oder das grün-fluoreszierende 

Protein am carboxyterminalen Ende des zu untersuchenden Proteins anhängen (pEGFP-N1, -N2 oder 

–N3). Alle EGFP-Vektoren weisen ein Kanamycin-Resistenzgen auf. 
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3.2.1.4 pCMV-Myc 

 

Abb. 3-4: Vektorkarte von pCMV-Myc, Clontech Laboratories 

 

Der pCMV-Myc Expressionsvektor hängt an Genprodukte N-terminal ein c-Myc Epitop-Tag an. Das 

sehr kleine c-Myc Epitop-Tag besteht aus 13 Aminosäuren (1,5 kDa) und ist stark immunreaktiv. 

Hohe Expressionslevel werden in tierischen Zellen durch den menschlichen Cytomegalovirus(CMV)-

Promotor erreicht. Durch die SV40-Region des Vektors wird ein Polyadenylierungs-Signal an das 

entstehende Transkript angefügt. Auch dieser Vektor enthält ein Ampicillin-Resistenzgen für die 

Selektion positiver Bakterienklone. 

 

3.2.2 Enzyme 

Phusion™ High Fidelity DNA-Polymerase   Finnzymes, Frankfurt/Main 

Taq-DNA-Polymerase      Institutseigene Herstellung 

T4-DNA-Ligase      MBI Fermentas , St. Leon-Rot 

Klenow-Fragment     MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

Shrimp Alkalische Phosphatase    MBI Fermentas, St. Leon-Rot 

Restriktionsenzyme, div.     MBI Fermentas , St. Leon-Rot;  

       New England Biolabs, Frankfurt/Main 
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3.2.3 Oligonukleotide 

Oligonukleotide für die spezifische Amplifikation von cDNA-Fragmenten oder für Sequenzierungen 

wurden bei der Firma Biomers (Ulm) bestellt.  

 

Tab. 3-2: Oligonukleotide 
Bezeichnung Sequenz Annealing-

temperatur 

Bemerkung 

M13 forward 5`-GTA AAA CGA CGG CCA G-3` 48°C  

M13 reverse 5`-CAG GAA ACA GCT ATG AC-3` 48°C  

pEGFP-C 5´ 5`-ACA TGG TCC TGC TGG AGT TCG-3` 50-60°C  

pEGFP-C 3´ 5`-CAG GGG GAG GTG GAG G-3` 50-60°C  

pCMV-Myc 5´ 5`-AGC TGC GGA ATT GTA CCC-3´ 50°C  

pCMV-Myc 3´ 5`-TGG TTT GTC CAA ACT CAT CAA-3` 50°C  

MVP_Not I 5´-GCG GCC GCA TCG GAC TCC TTC TCC 

TGG G-3` 

54°C  

(Tm 77°C) 

reverse;  mit NotI-

Schnittstelle;  

MVP_Nde I  5´-CAT ATG AGT GAG GAA TCC ATT ATC 

CG-3` 

53°C 

(Tm 57°C) 

forward; mit  

NdeI-Schnittstelle 

MVP_Seq 1 5´-ACC CAC CTT CTT AAC CAG CCA-3´ 56°C reverse 

MVP_Seq 2 5´-GGA AGA AGG ACT TCT CGC CC-3´ 54°C reverse 

MVP_Seq 3 5´-ATA ACC ACC AAC TCC CAG GAG G-3´ 56°C forward 

MVP_Seq 4 5´-CTT TCG CAG TTT TGA TGT CCC-3´ 54°C reverse 

MVP_Seq 5 5´-GGT GAG AAG GGA GGC CAT TC-3´ 55°C forward 

MVP_Seq 6 5´-GAG CTG GTG GTA CTT GGT CCT G-3´ 55°C forward 

MVP_Seq 7 5´-CGA CGA CTT CCA CAA GAA CTC C-3´ 55°C forward 

MVP_Seq 8 5´-GTC TCT CAG ATC TGT CAG CCA AAG-3´ 54°C reverse 

 

 

3.2.4 Größenstandards 

Lambda DNA/EcoRI+HindIII, Marker 3   MBI Fermentas , St. Leon-Rot 

Precision Plus Protein™ Standards, Dual Color   Bio-Rad, München 

High Range SDS-Page Standards   Bio-Rad, München 

Low Range SDS-Page Standards   Bio-Rad, München 
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3.2.5 Kits und Kitbestandteile 

ABI Prism® BigDye™ Terminator Cycle   Applied Biosystems, Darmstadt 

Sequencing Ready Reaction Kit 

Amersham ECL™ Advance Western Blotting  Amersham, Braunschweig 

Detection Kit  

E.Z.N.A.® Plasmid Miniprep Kit I    peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 

E.Z.N.A.® Gel Extraction Kit     peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 

Effectene™ Transfection Reagent    Qiagen, Hilden 

Lipofectamine™ Reagent     Invitrogen, Karlsruhe 

Ni-NTA-Agarose      Qiagen, Hilden 

TOPO® - Cloning Kit      Invitrogen, Karlsruhe 

 

3.3 Chemikalien 

Chemikalien und Lösungsmittel wurden, wenn im Text nicht anders vermerkt, von den Firmen 

Applichem (Darmstadt), Calbiochem (Darmstadt), Roth (Karlsruhe), Merck (Darmstadt), Serva 

(Heidelberg), Fluka (Berlin) oder Sigma (Deisenhofen) in Analysenqualität bezogen. 

 

3.4 Geräte  

Biophotometer      Eppendorf, Hamburg 

Brutschrank, CO2-Auto-Zero     Heraeus-Holding, Hanau 

Cytospin 2-Zentrifuge     Shandon, Frankfurt 

Drehtisch, regelbar     Heidolph, über Hartenstein, Würzburg 

Eismaschine AF10     Scotsman, über Hartenstein, Würzburg 

Elektronenmikroskop Zeiss EM10   Zeiss, Oberkochen 

Elektrophoresesystem für Minigele   BIO-RAD, München 

Feinwaage AC100     Mettler, Gießen 

Fluoreszenzmikroskop Axiophot    Zeiss, Oberkochen 

 Stereo HB 050 mit Quecksilberlampe            

Graphit-Blotkammer     LMS, über Hartenstein, Würzburg 

Heizblock      Liebisch, über Hartenstein, Würzburg 

Kippschüttler WS5      Edmund Bühler, Tübingen 

Kühlzentrifuge Minifuge RF und GL   Heraeus-Christ, Osterode 

Kühlzentrifuge RC 5B     Sorvall, Du Pont, Bad Homburg 

Laborwaage PB 3002 Delta Range   Mettler, Gießen     

Magnetrührer M 23     GLW, Würzburg 
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Mikroinjektor Femto Jet express   Eppendorf, Hamburg  

pH-Meter pH 525     WTW, über Hartenstein, Würzburg 

Pipetten       Eppendorf, Hamburg 

Proteingelkammer Mini V8    Gibco BRL 

Schüttler Certomat R und S   B. Braun Biotech international, über  

  Hartenstein, Würzburg 

Schwenktisch 3013     GLF, über Hartenstein, Würzburg 

Sequenzierer ABI PRISM™ 310 Genetic Analyser Applied Biosystems GmbH, Weiterstadt 

Sonifier B12   Branson Sonic Power Company, über Gerhard 

  Heinemann, Schwäbisch Gmünd 

Stabilisiertes Netzgerät     Fischer, Heidelberg    

Stereomikroskop Wild M8    Leica, Heidelberg 

Thermocycler       Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 

Tischzentrifuge 5415 R, kühlbar    Eppendorf, Hamburg 

Tischzentrifuge      Hettich, über Hartenstein, Würzburg 

Ultrazentrifuge L7-80   Beckmann Inc., Fullerton, USA. Deutsche 

  Vertretung, München 

Umkehrmikroskop IM 35     Zeiss, Oberkochen 

UV-Transilluminator Typ IL-350.M    Bachhofer Laboratoriumsgeräte, Reutlingen 

Vortexer L46      GLW, über Hartenstein, Würzburg 

Wasserbad WTH 500     Köttermann, über Hartenstein, Würzburg
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4.  Methoden 

4.1  Zellfreies System aus Xenopus laevis Eiern 

4.1.1 Herstellung von interphasischem Eiextraktes 

Lösungen: 

• MMR:  0,1 M NaCl 

     20 mM KCl 

     10 mM MgSO4 

     20 mM CaCl2 

     50 mM Hepes 

     1 mM EDTA 

     pH 7,8 (NaOH) 

• ¼ MMR: MMR, 1:4 verdünnt in dest. Wasser 

• Puffer 6:  250 mM Saccharose 

     50 mM KCl 

     1 mM DTT 

     2,5 mM MgCl2 

     50 µg/ml Cycloheximid 

     5 µg/ml Cytochalasin B 

• 2% (w/v) Cystein in dest. Wasser, pH 7,8 (NaOH) 

• 1% (w/v) Agarose in ¼ MMR 

• 0,1 M NaCl in Leitungswasser 

 

Um Eier zu erhalten, wurden zwei weiblichen Xenopus laevis am Tag vor Versuchsbeginn 1200 U 

Choriongonadotropin injiziert und die Frösche anschließend in ein Becken, gefüllt  mit 0,1 M NaCl in 

Leitungswasser, gesetzt. 

Am nächsten Tag wurden ca. 25-30 ml der abgelaichten Eier in ein 50 ml Greinerröhrchen überführt, 

die Natriumchloridlösung abgegossen und das Röhrchen mit 2% Cysteinlösung aufgefüllt und 

luftblasenfrei verschlossen, um eine vorzeitige Aktivierung zu verhindern. Die Eier wurden nun 

maximal zehn Minuten unter langsamem Drehen mit Cystein inkubiert, bis sich die Gallerthülle 

aufgelöst hatte. Anschließend wurden sie vier- bis sechsmal mit MMR gewaschen. Die Eier wurden 

durch Elektroschock aktiviert. Dazu wurde eine Elektroschock-Kammer mit 100 ml einer frisch 

aufgekochten 1% Agaroselösung gefüllt. Nach Erkalten der Agarose wurde sie mit 200 ml ¼ MMR 

überschichtet und die Eier in die Schockkammer überführt. Die Aktivierung erfolgte nach einer 

Methode von Karsenti et al. (1984) für zwei Sekunden bei 12 V Gleichstrom. Danach wurden die Eier 
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für 20 Minuten in ¼ MMR inkubiert und anschließend in 50 ml Puffer 6, der Cytochalasin B als 

Aktin-Depolymerisator und Cycloheximid als Proteinsyntheseinhibitor enthält, überführt. Das 

Cycloheximid verhindert, dass der Extrakt in einen mitotischen Zustand übergeht. Die Eier wurden in 

Eppendorfreaktionsgefäße gefüllt und 30 Sekunden bei 1000 rpm in einer Eppendorfzentrifuge 

zentrifugiert. Der überstehende Puffer 6 wurde vorsichtig abpipettiert und die Eier bei 12000 xg zehn 

Minuten bei 4°C in Eppendorfreaktionsgefäßen fraktioniert. Alle nun folgenden Arbeitsschritte fanden 

bei 4°C statt. 

 

 

Abb. 4-1: Herstellung von aktiviertem Eiextrakt 

 

Man enthielt drei Fraktionen, eine bestehend aus Dotter und Pigmenten, eine aus dem Zytosol und 

eine dritte, die Lipide enthielt. Mit einer Spritze wurde die mittlere, zytosolische Fraktion entnommen. 

Um Dotterreste und andere große Partikel aus dem Extrakt zu entfernen wurde die zytosolische 

Fraktion in ein frisches Eppendorfreaktionsgefäß überführt und für zehn Minuten bei 12000 xg und 

4°C zentrifugiert. Die gereinigte mittlere Fraktion wurde erneut mit einer Spritze entnommen. Der so 

hergestellte aktivierte Eiextrakt wurde entweder sofort verwendet oder in flüssigem Stickstoff 

eingefroren und bis zum Gebrauch bei –70°C gelagert. 

 

4.1.2 Herstellung von Membran- und löslicher Fraktion aus interphasischem Eiextrakt 

Lösungen: 

Puffer 6:  (siehe  4.1.1) 

 

Um die Membranfraktion und die lösliche Fraktion des aktivierten Eiextraktes zu trennen, wurde der 

Extrakt in einer Ultrazentrifuge (Beckmann, Rotor SW50.TI) zunächst bei 100.000 xg für 60 Minuten 

(4°C) zentrifugiert (Newmeyer & Wilson, 1991). Dadurch entstand ein Sediment aus Glykogen und 

ein milchiger Überstand, der lösliche Proteine und Membranvesikel enthielt. Der milchige Überstand 

wurde mit einer Spritze entnommen und für zwei Stunden bei 200.000 xg in der Ultrazentrifuge bei 

4°C zentrifugiert. Dadurch gelangte das restliche Glykogen ins Pellet. Darüber befand sich eine weiße 

Schicht aus Membranvesikeln und der klare Überstand enthielt die löslichen Proteine. Die 

Membranfraktion (P200) wurde mit einer Spritze abgenommen, mit etwas Puffer 6 verdünnt und gut 

resuspendiert, um Aggregate von Membranvesikeln zu vermeiden. Der lösliche Überstand (S200) 

wurde abgenommen und für Rekonstitutionsexperimente unverdünnt verwendet.  
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4.1.3 Herstellung von mitotischem Eiextrakt (nach Newmeyer und Wilson, 1991) 

Lösungen: 

• MMR (siehe 4.1.1) 

• M-Lysispuffer: 80mM ß-Glycerophosphat (pH 7,4) 

      20mM EGTA (pH 8,0) 

      15mM MgCl2 

      1mM DTT 

 

Weibliche Frösche wurden wie unter 4.1.1 beschrieben zur Eiablage stimuliert und die Gallerthülle der 

Eier mit Cystein entfernt. Das Cystein wurde durch viermaliges Waschen mit MMR entfernt und 

anschließend dreimal mit M-Lysispuffer gewaschen. Die Eier von Xenopus laevis sind in der 

Metaphase der zweiten meiotischen Teilung arretiert, das heißt die vorrätigen Komponenten wie 

Lamine, Nukleoporine und die Kernmembran liegen in disassemblierter Form vor. Um diesen Zustand 

aufrechtzuerhalten und um eine vorzeitige Fusion der Membranvesikel zu verhindern, wurde der 

Extrakt in Anwesenheit von ß-Glycerophosphat, einem Phosphataseinhibitor, und EGTA, einem 

Calciumchelator, präpariert. Die Eier wurden in Eppendorfreaktionsgefäße überführt, überschüssiger 

Puffer entfernt und die Proteaseinhibitoren Aprotinin und Leupeptin in einer Endkonzentration von     

3 µg/ml hinzu gegeben. Die Eier wurden bei 12.000 xg für zehn Minuten bei 4°C fraktioniert. Die 

zytoplasmatische Phase wurde entnommen und zur Reinigung erneut für zehn Minuten bei 12.000 xg 

und 4°C zentrifugiert. Der so hergestellte mitotische Eiextrakt wurde gleich im Anschluss für die 

Aufreinigung der Membranvesikel verwendet. 

 

4.1.4 Auftrennung der Membranfraktionen über einem diskontinuierlichem 

Zuckergradienten 

Lösungen: 

• Puffer 6:  (siehe 4.1.1)    

• 30% Saccharose: 0,214 g Saccharose in 1 ml Puffer 6 

• 40% Saccharose: 0,314 g Saccharose in 1 ml Puffer 6 

• 50% Saccharose: 0,414 g Saccharose in 1 ml Puffer 6 

 

Zur Aufreinigung der Membranfraktionen wurde mitotischer Eiextrakt (siehe 4.1.3) verwendet. Der 

Extrakt wurde zunächst in die Membran- und lösliche Fraktion getrennt (siehe 4.1.2). Die 

Gesamtmembranfraktion (P200) wurde entnommen und in 20-fachem Volumen eiskaltem Puffer 6 

resuspendiert. Die resuspendierten Membranvesikel wurden nun auf ein 60%iges Saccharosekissen 

pipettiert und für 20 Minuten bei 40.000 xg pelletiert. Die Membranvesikel wurden vorsichtig vom 

Saccharosekisssen mit möglichst wenig Puffer abgenommen und gut in Puffer 6 resuspendiert. In 
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Zentrifugenröhrchen (Beckman, Ultra-ClearTM Tubes, 5x41 mm) wurde ein diskontinuierlicher 

Zuckergradient erstellt, indem man die unterschiedlich konzentrierten Saccharoselösungen beginnend 

mit der 50%igen Lösung vorsichtig überschichtete. Die gewaschene Membranfraktion wurde auf den 

30%igen Zucker pipettiert. Um die Membranvesikel aufzutrennen wurde 60 Minuten bei 30.000 rpm 

und 4°C in einer Ultrazentrifuge (Beckmann, Rotor SW50.TI) zentrifugiert. Dadurch entstanden drei 

verschiedene Membranfraktionen: eine innerhalb der 30%igen Zuckerlösung, eine innerhalb der 

40%igem Zuckerlösung, und eine an der Grenze zwischen 40 und 50%igem Zucker. Diese Fraktionen 

wurden getrennt voneinander mit einer Pipette abgenommen, aliquotiert und entweder sofort 

verwendet oder in flüssigem Stickstoff eingefroren und bei –70°C gelagert. 

 

 
Abb. 4-2: Isolation der Membranfraktionen 

 

4.1.5 Gewinnung von Spermienchromatin aus Xenopus laevis Hoden 

Lösungen: 

• MS 222 (3-Aminobenzoesäure-ethylester-methansulfonat): 0,2% in Leitungswasser   

• SuNaSp:      250 mM Saccharose 

         75 mM NaCl 

         0,5 mM Spermidin  

         0,15 mM Spermin  

• Lysolecithin-Lösung:  1 mg/ml  Lysolecithin (Fluka, Neu-Ulm) in 75 mM NaCl 

• Stopplösung:     3% (w/v) BSA in SuNaSp 

 

In MS 222 anästhesierten männlichen Fröschen wurde die Bauchdecke geöffnet und beide Hoden 

entnommen, die jeweils in 1 ml gekühlten SuNaSp-Puffer überführt wurden. Die folgenden 

Präparationsschritte fanden bei 4°C statt. Mit einer Schere wurden die Hoden in kleine Stücke 

geschnitten und anschließend mit einem Eppendorf Handhomogenisator homogenisiert. Das 

Eppendorfreaktionsgefäß wurde mit SuNaSp aufgefüllt und für drei Minuten auf Eis gestellt, damit 

größere Gewebestücke sedimentieren konnten. Der Überstand wurde in ein neues 

Eppendorfreaktionsgefäß überführt und fünf Minuten bei 4°C und 3000 xg zentrifugiert. Zur 
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enzymatischen Entfernung der Zellmembran und Kernhülle wurde das Sediment in 600 µl 

Lysolecithinlösung resuspendiert und 35 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Die Reaktion wurde 

durch Zugabe von 1 ml 3% BSA in SuNaSp bei 4°C gestoppt. Nach zwei Minuten wurde das 

Spermienchromatin bei 4000 xg und 4°C für zehn Minuten sedimentiert und anschließend dreimal mit 

SuNaSp gewaschen, wobei nach jedem Waschschritt eine fünfminütige Zentrifugation bei 3000 xg 

und 4°C erfolgte. Zur Lagerung wurde die Suspension mit 30% Glycerin versetzt, in flüssigem 

Stickstoff schockgefroren und bis zum Gebrauch bei –70°C aufbewahrt. 

Nach dem Auftauen wurde das Spermienchromatin zunächst fünf Minuten bei 3000 xg und 4°C 

zentrifugiert und anschließend zweimal mit SuNaSp gewaschen, wobei nach jedem Waschschritt eine 

Zentrifugation von fünf Minuten bei 3000 xg und 4°C erfolgte. Das Pellet wurde in 50-100 µl SuNaSp 

aufgenommen und die Spermienchromatinsuspension bis zur weiteren Verwendung auf Eis gestellt. 

 

4.1.6 Bildung von in vitro-Kernen und Annulate Lamellae 

Lösungen: 

• Puffer 6:  (siehe 4.1.1)      

• ATP regenerierendes System:  0,1 M ATP in Puffer 6 

            1 M Kreatinphosphat in Puffer 6  

            5 mg/ml Kreatinkinase in Puffer 6 

• SuNaSp: (siehe 4.1.5)  

 

4.1.6.1 Bestimmung der Spermienkonzentration in einer Neubauer-Zählkammer 

Für die Bestimmung der Spermienzahl wurde das gewaschene Spermienchromatin (siehe 4.1.5) 1:100 

in SuNaSp verdünnt. Die Auszählung erfolgte mikroskopisch mit einer Neubauer-Zählkammer. Im 

Mittelsteg dieser Kammer sind Zählnetze eingraviert. Diese bestehen aus vier Großquadraten, die 

jeweils in 16 Kleinquadrate unterteilt sind. Der Abstand zwischen dem gravierten Glassteg und dem 

aufgelegten eingeschliffenen Deckglas beträgt 0,1 mm. Die Fläche eines Großquadrates beträgt           

1 mm2, somit beträgt das Volumen eines Großquadrates 0,1 µl. Es wurden stets 16 Kleinquadrate 

ausgezählt. Aus der Anzahl der gezählten Spermien konnte die Spermienzahl im Gesamtvolumen mit 

folgender Gleichung ermittelt werden. 

 

 

 

 

 

Spermienzahl eines Großquadrates x 104 x Verdünnungsfaktor = Spermienzahl/ml 
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4.1.6.2 Bildung von in vitro Kernen in Kontrollextrakt 

Zur Bildung von in vitro Kernen wurde interphasischer Eiextrakt (siehe 4.1.1) verwendet. Pro Ansatz 

wurden 50 µl Eiextrakt mit Spermienchromatin in einer Endkonzentration von 1 x 106 Spermien/ml 

und 1 µl ATP regenerierendem System, bestehend aus ATP, Kreatinphosphat und Kreatinkinase, 

versetzt. Der Ansatz wurde vorsichtig durchmischt und dieser Vorgang nach zehn bzw. 20 Minuten 

wiederholt. Nach ein bis zwei Stunden Inkubation bei Raumtemperatur bildeten sich in diesem Extrakt 

in vitro Kerne, die in Größe und Form den in vivo gebildeten Zellkernen ähneln. 

 

 
Abb. 4-3: Bildung von in vitro Kernen  

 

4.1.6.3 Bildung von Annulate Lamellae und porenlosen Kernen 

Zum Eiextrakt wurde zur Energieregenerierung je 1 µl/50µl der Komponenten des ATP 

regenerierenden Systems gegeben. Der Ansatz wurde vorsichtig gemischt und für vier Stunden bei 

Raumtemperatur inkubiert, wobei er nach zehn bzw. 20 Minuten noch mal durchmischt wurde.  

Nach der Vorinkubation wurde der Eiextrakt, in dem sich inzwischen Annulate Lamellae gebildet 

hatten, mit Spermienchromatin in einer Endkonzentration von 1 x 106 Spermien/ml versetzt. 

Außerdem wurde erneut 1 µl/50µl ATP regenerierendes System hinzu gegeben. Der Ansatz wurde 

vorsichtig durchmischt. Das Mischen wurde nach zehn bzw. 20 Minuten wiederholt. In den folgenden 

90 Minuten bildeten sich in diesem Extrakt porenlose in vitro Kerne. 

 

 

Abb. 4-4: Bildung von Annulate Lamellae und porenlosen Kernen 
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4.1.6.4 Zugabe der verschiedenen Membranfraktionen zu porenlosen in vitro-Kernen 

Zur Regeneration von Kernporen in den porenlosen Kernen wurden 1,5 Stunden nach Zugabe des 

Spermienchromatins die verschiedenen Membranfraktionen zum Eiextrakt gegeben. Dabei wurden pro 

Ansatz 10-15 µl der Membranfraktionen eingesetzt. Diese Membranfraktionen wurden zuvor eine 

Stunde gegen Puffer 6 dialysiert. Da Cycloheximid und Cytochalasin B giftig sind, wurden diese 

beiden Komponenten bei der Dialyse weggelassen.  Die Ansätze wurden für eine weitere Stunde bei 

Raumtemperatur inkubiert. 

 

 
Abb.4-5: Regeneration der Kernporen 

 

Die im Eiextrakt enthaltenen in vitro Kerne wurden auf Objektträger zentrifugiert (siehe 4.5.1.1) und 

anschließend Immunfluoreszenzen durchgeführt. Alternativ konnten die in vitro Kerne auch für die 

Elektronenmikroskopie (siehe 4.5.2) eingebettet werden. 

 

4.1.7 Bildung von in vitro Kernen in Anwesenheit von Mikrotubuli-beeinflussenden 

Drogen 

Um die Rolle der Mikrotubuli bei der Bildung der Kernhülle und der Kernporen zu untersuchen, 

wurde aktivierter Eiextrakt zunächst vier Stunden bei Raumtemperatur mit ATP regenerierendem 

System inkubiert (siehe 4.1.6.3). Anschließend wurde der Extrakt für 60 Minuten bei Raumtemperatur 

entweder mit Colcemid (Calbiochem) in einer Konzentration von 0,1 µg/ml Extrakt oder mit 

Vinblastin (Sigma) in einer Konzentration von 1 µg/50µl Extrakt versetzt. Darauf folgte die Zugabe 

von Spermienchromatin und 90 Minuten später die Zugabe der Membranfraktionen (siehe 4.1.6.3 und 

4.6.1.4).  

Colcemid ist ein künstlich synthetisiertes Colchicin-Derivat, das die Verlängerung der Mikrotubuli 

blockiert, während es gleichzeitig die Depolymerisation der Mikrotubuli beschleunigt. Dies führt zu 

einem Verlust an Mikrotubuli durch Störung des Fließgleichgewichts. Vinblastin ist ein Alkaloid, das 

aus dem Madagaskar-Immergrün gewonnen wird. In höheren Konzentrationen führt Vinblastin zu 

einer Depolymerisation der Mikrotubuli. Bei niedrigen Konzentrationen, zwischen drei und 64 nM, 

verhindert Vinblastin nur die Dynamik der Mikrotubuli, d.h. die Polymerisation und Depolymerisation 
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werden inhibiert (Dhamodharan et al., 1995). Da die Vinblastinkonzentration bei diesem Versuch bei 

60 nM lag, wurden die Mikrotubuli nur in ihrer Dynamik gehemmt. 

 

4.1.8 Extraktion der Membranfraktion mit NaCl und Empigen  

Lösungen: 

• Puffer 6 (siehe 4.1.1) 

• 1 M NaCl in Puffer 6  

• 30 % Empigen 

 

Um zu klären, ob MVP für die Bildung der Kernporen notwendig ist, musste das MVP von den 

Membranvesikeln extrahiert werden. Da eine vollständige Extraktion von MVP durch Salz alleine 

nicht möglich war, wurde die 30% Membranfraktion mit einer Kombination aus Empigen (Lowthert 

et al., 1995) und Salz extrahiert. Für die Extraktion wurden pro Ansatz 150 µl der 30% 

Membranfraktion mit 525 µl 1 M NaCl, 50 µl einer 30%igen Empigen-Stammlösung und 25 µl 

Puffer 6 gemischt. Das entspricht einer Salzkonzentration von 750 mM und einer 

Empigenkonzentration von 2%. Der Ansatz wurde für 30 Minuten auf Eis inkubiert und anschließend 

20 Minuten bei 16.000 xg zentrifugiert. Im Pellet befanden sich die Membranvesikel mit den immer 

noch gebundenen Proteinen und im Überstand die extrahierten Proteine. Der Überstand wurde 

abgenommen und das Pellet in 5 µl Puffer 6 resuspendiert. Die so partiell extrahierten 

Membranvesikel wurden zu porenlosen Kernen gegeben (siehe 4.1.6.4). 

 

4.1.9 Bildung von in vitro Kernen aus Zytosol und Membranen 

Um die Funktion der unterschiedlichen Membranfraktionen bei der Kernhüllenbildung genauer zu 

untersuchen, wurden die in vitro Kerne in einem vereinfachten System gebildet. Dazu wurden 50 µl 

der löslichen, zytosolischen Fraktion (S200) (siehe 4.1.2) mit Spermienchromatin, ATP-

regenerierendem System, 2 mM GTP und 20 µl der aufgereinigten Membranfraktionen versetzt. Es 

wurden entweder nur die 30% Membranfraktion, nur die 40% Membranfraktion oder beide 

Membranfraktionen zusammen zum Ansatz gegeben. Nach zwei Stunden Inkubation bei 

Raumtemperatur wurden die in vitro Kerne am Elektronenmikroskop oder durch 

Immunfluoreszenzmikroskopie analysiert. 
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4.1.10 Aufreinigung von Vault-Komplexen 

Die Aufreinigung erfolgte in Anlehnung an die Methode von Kedersha und Rome (1986). 

Lösungen: 

• MES-Puffer: 0,09 M MES (2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure) 

      0,01 M Natriumphosphat 

      1 mM MgCl2 

      0,5 mM EGTA 

      pH 6,5 

• MES-Saccharose-Puffer: MES-Puffer mit 0,25 M Saccharose 

• MS 222 (siehe 4.1.5) 

       

Als Ausgangsmaterial für die Aufreinigung dienten die Leber von vier männlichen Fröschen bzw.       

6 ml interphasischer Eiextrakt. Die Frösche wurden mit MS 222 betäubt, die Leber entnommen und 

sofort in MES-Saccharose-Puffer auf Eis überführt. Alle nachfolgenden Arbeits- und 

Zentrifugationsschritte erfolgten bei 4°C. Die Leber wurde in MES-Saccharose-Puffer gewaschen, mit 

einer Schere in kleine Stücke geschnitten und in einem Volumen MES-Saccharose-Puffer durch vier 

Stöße mit einem Teflon-Glas Homogenisator homogenisiert. Das Homogenisat wurde durch eine 

Mullbinde filtriert, um größere Gewebestücke zu entfernen. Das Filtrat wurde zehn Minuten bei 650 

xg zentrifugiert und der Überstand (1) erneut durch eine Mullbinde filtriert und wieder auf Eis gestellt. 

Das Pellet wurde in zweifachem Volumen MES-Saccharose-Puffer resuspendiert und erneut 

homogenisiert. Nach einer Zentrifugation von zehn Minuten bei 650 xg wurde der Überstand 

entnommen und mit dem ersten Überstand vereinigt. Ab dem nun folgenden Arbeitsschritt wurde der 

aktivierte Eiextrakt parallel zum Leberextrakt für die Aufreinigung der Vault-Komplexe verwendet. 

Der Leber- bzw. Eiextrakt wurde für 30 Minuten bei 20.000 xg (Beckman Rotor Ti50, 15.000 rpm) 

zentrifugiert, der Überstand entnommen und bei 40.000 xg (Beckman Rotor Ti50, 20.000 rpm) erneut 

zentrifugiert. Das Pellet wurde in  5 ml MES-Puffer durch Verwendung eines Homogenisators 

resuspendiert und anschließend mit MES-Puffer (mit 14% Ficoll und 14% Saccharose) im Verhältnis 

von 1:1 verdünnt. Das resuspendierte Pellet wurde für 40 Minuten bei 40.000 xg (Beckman Rotor 

SW55.1, 20.000 rpm) zentrifugiert, der daraus resultierende Überstand in vierfachem Volumen MES-

Puffer verdünnt und erneut für zwei Stunden bei 40.000 xg (Beckman Rotor Ti50, 20.000 xg) 

zentrifugiert. Das klare, leicht rötliche Pellet wurde in MES-Puffer resuspendiert und auf einen 

diskontinuierlichen Zuckergradienten pipettiert. Der Zuckergradient bestand aus 5/10/20/30/40% 

Saccharose in MES-Puffer und war in Volumina zu 2/1/1/1/1 ml übereinander geschichtet. Es folgte 

eine Zentrifugation für 60 Minuten bei 100.000 xg (Beckman Rotor SW41, 28.500 rpm). Die Schicht 

im 5%igen Zucker (leicht rötlich) wurde abgenommen, im Verhältnis von 1:1 mit MES-Puffer 

verdünnt und auf einen weiteren Zuckergradienten gegeben, bestehend aus je 1 ml 

30/40/45/50/55/60%  Saccharose in MES-Puffer. Die Zentrifugation erfolgte für 16 Stunden bei 
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100.000 xg (Beckman Rotor SW41, 28.500 rpm). Die angereicherten Vault-Komplexe befanden sich 

nach der Zentrifugation kurz unterhalb der ursprünglichen Grenze zwischen der 45 und 50%igen 

Saccharose und waren bei der Aufreinigung aus der Leber durch eine rötliche Bande gut zu erkennen. 

Die Vault-Komplexe wurden mit einer Nadel abgesaugt, mit vierfachem Volumen MES-Puffer 

verdünnt und für 90 Minuten bei 100.000 xg (Beckman Rotor SW55.1, 35.000rpm) zentrifugiert. Das 

Pellet der Aufreinigung aus der Leber wurde in 200 µl Puffer 6, die Vault-Komplexe aus dem 

Eiextrakt in 40 µl Puffer 6 resuspendiert und in Aliquots zu je 5 µl bei -70°C gelagert. 

 

 

4.2 Mikrobiologische Methoden 

4.2.1 Flüssigkultur von Bakterien 

Lösungen: 

• LB-Medium: 10 g Bacto-Trypton (Gibco) 

      5 g Hefeextrakt (Gibco) 

      10 g NaCl 

 pH 7,4 (NaOH) 

      → autoklavieren 

• Antibiotika-Stammlösungen:  Ampicillin 100 mg/ml in H2O bidest 

           Kanamycin 50 mg/ml in H2O bidest 

           Tetracyclin 15mg/ml in EtOH 

 

Für eine Übernachtkultur (ÜNK) wurden 10 ml LB-Medium in einem Greinerröhrchen vorgelegt und 

je nach verwendetem Bakterienstamm zur Selektion ein Antibiotikum zugesetzt. Ampicillin wurde in 

einer Endkonzentration von 100 µg/ml, Kanamycin in Endkonzentrationen von 50 µg/ml und 

Kanamycin in einer Endkonzentration von 15 µg/ml eingesetzt. Zum Animpfen wurde etwas 

Bakterienmaterial aus einer Glycerinkultur oder eine Bakterienkolonie von einer Agarplatte mit einer 

sterilen Pipettenspitze in das Medium überführt. Die Kultur wurde bei 37°C über Nacht geschüttelt. 

Für Flüssigkulturen zur in-vivo-Expression wurde zunächst, wie beschrieben, eine ÜNK angesetzt, 

jedoch mit bis zu 30 ml LB-Medium. Mit dieser ÜNK wurde am nächsten Tag die Kultur für die 

Proteinexpression angeimpft. Die Kulturen wurden in einem Volumen von 600 ml angesetzt, damit 

das Protein nach der Aufreinigung in ausreichender Menge zur Verfügung stand. 
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4.2.2 Photometrische Bestimmung der Bakteriendichte in einer Flüssigkultur 

Zur Bestimmung der Bakteriendichte in einer Flüssigkultur wurde die Extinktion bei einer 

Wellenlänge von 600 nm photometrisch ermittelt. Eine optische Dichte (OD) von 1 entspricht bei 

einer Schichtdicke von 1 cm 8 x 108 Zellen pro Milliliter. Als Referenzwert wird nicht angeimpftes 

Kulturmedium verwendet. 

 

4.2.3 Glycerinkultur 

Um Bakterien längere Zeit aufzubewahren, wurden Glycerinkulturen angesetzt. Zur Herstellung 

wurden 100 µl steriles Glycerin mit 900 µl einer ÜNK vermischt und bei -70°C  in einem 

Eppendorfreaktionsgefäß gelagert. Um aus einer Glycerinkultur eine Flüssigkultur zu machen, wurde 

mit einer sterilen Pipettenspitze über die Glycerinkultur gestrichen und die anhaftenden Bakterien in 

ein mit LB-Medium gefülltes Greinerröhrchen überführt. 

 

4.2.4 Bakterienkultur auf Agarplatten 

Für die Herstellung von Agarplatten wurden 1,5% Agar (Select Agar, Gibco) in LB-Medium 

eingewogen und das Gemisch autoklaviert. Nachdem sich die Lösung nach dem Autoklavieren auf 

etwa 50°C abgekühlt hatte, wurde für Selektionsplatten ein Antibiotikum zugegeben. Ampicillin 

wurde in einer Endkonzentration von 100 µg/ml und Kanamycin in einer Endkonzentration von        

50 µg/ml verwendet. Der flüssige Agar wurde anschließend so in sterile Petrischalen gegossen, dass 

der Boden einer Schale gerade bedeckt war. Nach Erstarren des Agars wurden die Schalen umgedreht, 

um ein Auftropfen von Kondenswasser auf den Nährboden zu verhindern. So wurden die Platten über 

Nacht bei Raumtemperatur zum Trocknen aufbewahrt. Die kurzfristige Lagerung (3-4 Wochen) 

erfolgte bei 4°C.  

Um aus einer Flüssig- eine Plattenkultur herzustellen, wurden etwa 100 µl der Kultur auf die Platte 

pipettiert und anschließend mit einem sterilen Drygalski-Spatel ausgestrichen.  

 

4.2.5 Herstellung kompetenter Bakterien 

Um Bakterien mit Plasmiden transformieren zu können, benötigt man kompetente Bakterien, d. h. 

Bakterien, die DNA aus ihrer Umgebung in sich aufnehmen können. Es gibt zahlreiche 

Bakterienarten, die eine natürliche Kompetenz besitzen, man kann aber auch andere Arten durch die 

Modifikation der Lipiddoppelschicht, die sie umgibt, chemisch kompetent machen (Chung et al., 

1989). 
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Lösungen:  

• LB-Medium (siehe 4.2.1) 

• TSS (Transformation and Storage Solution):  LB-Medium 

 + 10% (w/v) PEG 3350 oder 8000  

  + 5% (v/v) DMSO 

                + 60 mM Mg2+ (MgSO4 oder MgCl2) 

                pH 6,5 

                → sterilfiltrieren und bei -20 °C aufbewahren 

 

Zunächst wurde eine ÜNK (mit 15 µg/ml Tetracyclin) mit einer Einzelkolonie oder einer 

Glycerinkultur des Bakterienstammes XL1-blue angeimpft und bei 37°C unter Schütteln (200 rpm) 

inkubiert. Am nächsten Morgen wurden 200 ml LB-Medium (ohne Antibiotikum) mit 2 ml der ÜNK 

angeimpft. Dieser Ansatz wurde bei 37°C unter Schütteln bis zu einer OD600 von 0,3-0,4 inkubiert. Die 

Kultur wurde auf vier 50 ml-Röhrchen verteilt und bei 1000 xg und 4°C zehn Minuten zentrifugiert. 

Der Überstand wurde verworfen, das Pellet in 1/40 des Ausgangsvolumen (5 ml) eiskaltem TSS 

aufgenommen und resuspendiert. Die Suspension wurde in Aliquots zu 100 µl auf vorgekühlte 

Eppendorf-Reaktionsgefäße verteilt (Bakterien und Gefäße immer auf Eis lassen) und dann in 

flüssigem Stickstoff eingefroren. Die anschließende Lagerung erfolgte bei -70°C.  

 

Testen der Kompetenz 

Die erzielte Kompetenz der Bakterienzellen kann mit folgender mathematischen Gleichung berechnet 

werden: Anzahl der nach der Transformation Kolonie bildenden Bakterieneinheiten („colony forming 

units“ = cfu) dividiert durch die eingesetzte Menge an Plasmid-DNA in Mikrogramm. Wünschenswert 

ist ein Wert von 107-109 cfu/µg Plasmid-DNA, bezogen auf den pUC18-Vektor. 

Zur Ermittlung der Kompetenz, wurden 10, 100 und 1000 pg der pUC18-Vektor-DNA in die 

Bakterien transformiert (Transformation von Bakterien siehe 4.2.6), die auf den Selektionsplatten 

gewachsenen Kolonien ausgezählt und daraus die Transformationsrate für 1 µg DNA des pUC18-

Vektors extrapoliert. 

 

4.2.6 Transformation von Plasmid-DNA in Bakterien 

Lösungen: 

• LB-Medium (siehe 4.2.1) 

 

Ein Aliquot (100 µl) kompetenter Bakterien des Stammes XL1-blue wurde auf Eis aufgetaut,  mit 50-

200 ng Plasmid-DNA vermischt und 60 Minuten auf Eis inkubiert. Der Ansatz wurde anschließend für 

30 Sekunden einem Hitzeschock bei 42°C ausgesetzt und sofort wieder für zwei Minuten auf Eis 

gestellt. Im Anschluss wurden 900 µl LB-Medium zugegeben und die Gefäße eine Stunde bei 37°C 
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geschüttelt. Nach dieser Zeit wurden zwei Verdünnungen auf entsprechenden Selektionsplatten 

ausgestrichen (abhängig von der Antibiotikaresistenz, die das transformierte Plasmid trägt). Zunächst 

wurden 100 µl entnommen und ausgestrichen (1/10), der Rest wurde bei 1000 xg für 30 Sekunden in 

einer Tischzentrifuge abzentrifugiert. Der Überstand wurde bis auf ca. 100 µl abgenommen, in denen 

das Pellet resuspendiert wurde. Anschließend wurde alles auf einer zweiten Platte ausgestrichen (9/10). 

 

 

4.3 Molekularbiologische Methoden 

4.3.1 Gewinnung von Plasmid DNA 

4.3.1.1 GTE-System (alkalische Lyse) 

Diese Methode (Li et al., 1997) wurde immer dann eingesetzt, wenn ein Testen der Klone nach einer 

Ligation und Transformation mit der Kolonie-PCR (siehe 4.3.4) nicht möglich war. Die isolierte 

Plasmid-DNA kann aber auch für Klonierungen, Transfektionen oder PCR in Abhängigkeit von ihrem 

Reinheitsgrad (siehe 4.3.2) eingesetzt werden.   

Lösungen: 

• Lösung 1 (GTE-Puffer):    50 mM Glucose 

            10 mM EDTA 

            25 mM Tris/HCl, pH 8,0 

            + 1 Spatelspitze RNase A 

            → Lagerung bei 4°C            

• Lösung 2 (Lysispuffer):    0,2 M NaOH 

            1% (w/v) SDS     

• Lösung 3 (Kaliumacetatlösung):  60 ml Kaliumacetatlösung (SL 5 M) 

            11,5 ml Eisessig 

            28,5 ml H2O bidest.  

• 100% Ethanol (p.A., auf Eis vorgekühlt) 

 

Das zu isolierende Plasmid wurde in einer Bakterien-ÜNK vermehrt. Am nächsten Morgen wurden 

1,5 ml dieser ÜNK in ein frisches Eppendorf-Gefäß überführt und 30 Sekunden bei 10.000 xg in einer 

Tischzentrifuge abzentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet in 100 µl GTE-Puffer 

resuspendiert. Danach wurden 200 µl Lysispuffer zugegeben und durch mehrmaliges Invertieren des 

Gefäßes gemischt. Dabei sollte die Lösung klar werden. Anschließend wurden 150 µl 

Kaliumacetatlösung hinzugegeben und der Ansatz erneut mehrmals invertiert. Bei diesem Schritt 

entstand ein weißes Präzipitat, das durch Zentrifugation für eine Minute bei 10.000 xg pelletiert 
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wurde. 400 µl des Überstandes wurden  in ein frisches Gefäß überführt und 400 µl eiskalter Ethanol 

(100%, p.A.) zugegeben. Beim Abnehmen des Überstandes war darauf zu achten, dass kein 

ausgefallenes SDS mit verschleppt wurde, weil dies nachfolgende Reaktionen stören könnte. Der 

Ansatz wurde kurz gemischt und fünf Minuten bei 10.000 xg zentrifugiert. Der Überstand wurde 

sorgfältig abgenommen, das Pellet für 15 Minuten luftgetrocknet und in 30 µl H2O bidest. 

aufgenommen. Von der GTE-Plasmid-Präparation wurden 1-2 µg der DNA in einem 

Restriktionsverdau (siehe 4.3.7) eingesetzt, nachdem die Konzentration photometrisch bestimmt 

worden war (siehe 4.3.2). 

 

4.3.1.2 Qiagen Plasmid Mini-Präp 

Diese Methode ist eine Kombination aus alkalischer Lyse und Adsorption der DNA an ein Silika-Gel 

unter Hochsalz-Bedingungen. Die DNA wird dabei nicht gefällt, sondern an das Gel gebunden und 

anschließend mit einem Niedrigsalz-Puffer (z. B. H2O bidest.) bei pH 7,0-8,5 eluiert. Die durch diese 

Methode gewonnene Plasmid-DNA besitzt eine sehr hohe Reinheit und ist somit auch für 

empfindlichere Reaktionen wie Sequenzierungen einsetzbar. 

Die Präparation wurde mit dem E.Z.N.A.® Plasmid MiniPrep Kit I der Firma peqlab Biotechnologie 

GmbH nach Herstellerprotokoll ausgehend von 10 ml Übernachtkultur durchgeführt. Eluiert wurde 

mit 50 µl H2O bidest., was Ausbeuten von 200 bis 500 ng/µl erbrachte. 

 

4.3.2 Bestimmung der DNA-Konzentration 

Die Konzentration der gewonnenen DNA wurde photometrisch (Biophotometer, Eppendorf) über die 

Absorption bei einer Wellenlänge von 260 nm gemessen (Nukleinsäuren besitzen dort ihr 

Absorptionsmaximum). Gemessen wurde eine 1:50-Verdünnung gegen einen entsprechenden 

Leerwert. Dabei gilt, dass eine OD260 von 1 etwa 50 µg/ml dsDNA entspricht. Aus den Quotienten 

OD260/OD280 und OD260/OD230 konnten Aussagen über die Reinheit der Probe getroffen werden. Die 

Absorption bei 280 nm spiegelt die Verunreinigungen durch Proteine wider, während Peptide, 

aromatische Verbindungen und Kohlenhydrate bei 230 nm ihr Absorptionsmaximum haben. In 

Tabelle 4-4 ist zusammengefasst, wie von der OD auf die Konzentration geschlossen werden kann und 

wie die Quotienten 260/280 und 260/230 bei reinen Proben aussehen sollten. 

 

Tabelle 4-4: Photometrische Bestimmung der Konzentration und Reinheit von Nukleinsäuren 

 OD260 = 1 
entspricht OD260/OD280 ≥≥≥≥ OD260/OD230 ≥≥≥≥ 

dsDNA 50 µg/ml 1,8 2,2 

ssDNA 37 µg/ml 1,8 2,2 

RNA 40 µg/ml 2,0 2,2 

Oligonukleotide 30 µg/ml 1,8 2,2 
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4.3.3 Vermehrung von DNA-Abschnitten durch die PCR (Polymerase Kettenreaktion) 

Mit Hilfe der Polymerase Kettenreaktion (PCR) ist es möglich, bestimmte DNA-Abschnitte 

millionenfach in vitro zu vervielfältigen. Die Grenzen der zu kopierenden Nukleinsäurebereiche 

werden durch kurze, künstlich hergestellte DNA-Stücke, so genannte Oligonukleotid-Primer, 

eingefasst. Die Arbeitstechnik basiert auf einer sich zyklisch wiederholenden Einzelstrang-DNA-

Synthese durch thermostabile DNA-Polymerasen, die aus thermophilen Archaebakterien (wie z. B. 

Thermus aquaticus) isoliert wurden. Neben den Primern benötigt die Polymerase 

Desoxyribonukleosid-Triphosphate (dATP, dCTP, dGTP, dTTP), die Grundbausteine eines DNA-

Moleküls. Ein PCR-Zyklus gliedert sich in drei charakteristische Schritte: 

1)  Denaturierung: Zunächst wird die doppelsträngige DNA auf 94-96°C erhitzt, um die Stränge zu 

trennen. Die Wasserstoffbrückenbindungen, die die beiden DNA-Stränge zusammenhalten, 

werden aufgebrochen. 

2) Annealing: Nach der Trennung der Stränge wird die Temperatur gesenkt, so dass die Primer sich 

an die einzelnen DNA-Stränge anlagern können. Die Temperatur während dieser Phase hängt von 

den Primern ab und liegt normalerweise zwischen 50°C und 65°C. 

3) Elongation: Schließlich füllt die DNA-Polymerase die fehlenden Stränge mit freien Nukleotiden 

auf. Sie beginnt am 3'-Ende des angelagerten Primers und folgt dann dem DNA-Strang. Die 

Temperatur hängt nun von der verwendeten DNA-Polymerase ab (zwischen 68°C und 72°C); die 

Zeit, die dieser Schritt benötigt, hängt ebenfalls von der verwendeten DNA-Polymerase und der 

Länge des DNA-Fragments, das vervielfältigt werden soll ab. 

 

Nach wiederholtem Denaturierungsschritt (1) bilden nun die beiden neu gebildeten DNA-Abschnitte 

ihrerseits eine Matrize aus. Durch die Verdopplung der DNA nach jedem Zyklusdurchlauf kommt es 

zu einer exponentiellen Anreicherung des gewünschten DNA-Fragmentes (2n), wobei „n“ die Anzahl 

der Zyklusdurchläufe widerspiegelt. Im Normalfall wird ein PCR-Zyklus 25-35 Mal wiederholt. 

 

4.3.3.1 Primer und Primerdesign 

Der Erfolg einer PCR hängt sehr stark von den verwendeten Primern ab, die bestimmte Eigenschaften 

besitzen sollten. Sie sollten nicht mit sich selbst oder dem anderen Primer hybridisieren können, sie 

sollten keine Schleifen bilden können und wenn möglich, sollte ihre komplementäre Sequenz nur 

einmal auf der eingesetzten DNA vorkommen. Außerdem sollten die Schmelztemperaturen der beiden 

verwendeten Primer etwa gleich hoch sein und der G/C-Gehalt ihrer Sequenzen zwischen 40 und 60 % 

liegen. Die Schmelztemperatur gibt an, bei wie viel Grad Celsius die Hälfte dieser komplementären 

Sequenzen in der Lösung als Doppelstrang vorliegen. Diese Temperatur kann mit folgender Formel 

berechnet werden: 
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Tm = 2°C · (A + T) + (G + C) 

 

Zur Insertion eines PCR-Produkts in einen Klonierungsvektor, wurden bei manchen Primern an die 5´-

Enden geeignete Schnittstellen für spezifische Restriktionsenzyme angehängt. Die in dieser Arbeit 

verwendeten Primer wurden mit der Software „OLIGO“ designt und von der Firma biomers.net 

GmbH (Ulm) in Kartuschen-gereinigter Qualität bezogen. 

 

4.3.3.2 Durchführung der PCR 

Für die Amplifikation von DNA-Fragmenten wurde die Taq-Polymerase verwendet. Das Enzym 

wurde entweder von der Firma Promega (Mannheim) bezogen oder am Institut selbst hergestellt. Die 

Taq-Polymerase besitzt die Fähigkeit, am 3’-Ende des PCR-Produkts Adenosin-Überhänge anzufügen. 

Sie arbeitet mit einer Syntheseleistung von ca. 1000 Basen pro Minute und besitzt keine 3’-5’-

Exonuklease-Aktivität (Fehlerkorrektur). 

Für die Klonierung in Expressionsvektoren mussten amplifizierte DNA-Bereiche ein hohes Maß an 

Genauigkeit bezüglich des Ausgangstemplates aufweisen. Zu diesem Zweck wurde die High Fidelity 

Polymerase Phusion™ (Finnzymes) verwendet, eine DNA-Polymerase mit einer Korrekturlese 

(Proofreading)-Funktion. Diese DNA-Polymerase ist in der Lage, 1000 Basen in nur 15 Sekunden zu 

synthetisieren. Die jeweiligen Syntheseleistungen der verschiedenen DNA-Polymerasen mussten bei 

der Bestimmung der Elongationszeiten einer PCR berücksichtigt werden. 

 

Pipettierschema für Taq-Polymerase (50µl-Ansatz) 

   Template-DNA         (5-100 ng Plasmid-DNA) 
4 µl   MgCl2            (25 mM) 
5 µl   Taq-DNA-Polmerase 10-fach Puffer   (Promega, eigene Herstellung) 
1 µl   dNTP-Mix           (10 mM SL je Nukleotid, MBI) 
1 µl   5’-Primer           (10 pmol/µl SL, biomers.net GmbH) 
1 µl   3’-Primer           (10 pmol/µl SL, biomers.net GmbH) 
1 µl   Taq-DNA-Polymerase       (5 U/µl, Promega, eigene Herstellung) 
 
→ auf 50 µl mit H2O bidest. auffüllen 
 

 

Pipettierschema für Phusion High-Fidelity DNA-Polymerase 

   Template-DNA         (2 ng Plasmid-DNA) 
5 µl   5 x Phusion HF Puffer        (Finnzymes) 
1 µl   dNTP-Mix           (10 mM SL je Nukleotid, MBI) 
1 µl   5’-Primer           (10 pmol/µl SL, biomers.net GmbH) 
1 µl   3’-Primer           (10 pmol/µl SL, biomers.net GmbH) 
1 µl   Phusion-DNA-Polymerase      (2 U/µl, Finnzymes) 
 
→ auf 50 µl mit H2O bidest. auffüllen 
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Der Ansatz wurde in ein 0,5-ml-PCR-Reaktionsgefäß auf Eis pipettiert, wobei die Polymerase zum 

Schluss zugegeben wurde. Das Ganze wurde gut vermischt und im Thermocycler mit folgendem 

Programm inkubiert: 

 

PCR-Programm für Taq-Polymerase 

    Initiale Denaturierung  2 min        96°C    
       
    Denaturierung    30 sek       96°C          
    Primer-Annealing   30 sek      (Temperatur je nach Primer) 
    Elongation     1 min pro 1000 Basen  72°C 
 

    Finale Elongation    10 min      72°C 
    Kühlung       ∞        4°C 
 

 

PCR-Programm für Phusion-DNA-Polymerase 

    Initiale Denaturierung  2 min        98°C    
       
    Denaturierung    20 sek       98°C          
    Primer-Annealing   30 sek      (Temperatur je nach Primer) 
    Elongation     15 sek  pro 1000 Basen 72°C 
 
    Finale Elongation    7 min       72°C 
    Kühlung       ∞        4°C 
 

Die Auswertung der PCR-Produkte erfolgte in einem 1% Agarosegel (siehe 4.3.5). 

 

4.3.4 Kolonie-PCR 

Nach der Klonierung von DNA-Fragmenten in Klonierungsvektoren wurden selektierte 

Bakterienkolonien mit einer Kolonie-PCR auf eine erfolgreiche Ligation hin überprüft. Außerdem ist 

es mit dieser Methode möglich, die Orientierung des einklonierten DNA-Fragments festzustellen. In 

der PCR-Reaktion wurde statt isolierter DNA gepickte Bakterienzellen als „Template“ eingesetzt und 

mit geeigneten Primern überprüft, ob das DNA-Fragment in den Vektor inseriert war (5’- und 3’-

Primer binden innerhalb der inseriereten Sequenz oder an Sequenzbereiche des Vektors, die vor und 

hinter dem Insert liegen) und welche Orientierung das DNA-Insert hatte (5’-Primer bindet im Vektor, 

3’-Primer im Insert, oder umgekehrt). Für diese Ansätze wurde im Allgemeinen die Instituts-eigene 

Taq-Polymerase eingesetzt. 

 

 

 

 

 
 

25-30 
Zyklen 

35 
Zyklen 
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Pipettierschema für eine Kolonie-PCR (25 µl-Ansatz) 

1,5 µl  MgCl2            (25 mM) 
2,5 µl   Taq-DNA-Polmerase 10-fach Puffer  (eigene Herstellung) 
0,5 µl   dNTP-Mix           (10 mM SL je Nukleotid, MBI) 
1 µl   5’-Primer           (10 pmol/µl SL, biomers.net GmbH) 
1 µl   3’-Primer           (10 pmol/µl SL, biomers.net GmbH) 
0,5 µl   Taq-DNA-Polymerase       (5 U/µl, eigene Herstellung) 
 
→ auf 25 µl mit H2O bidest. auffüllen 
 

Zunächst wurde je nach Anzahl der zu überprüfenden Bakterienklone ein „Master-Mix“ des 25 µl-

Ansatzes angesetzt, der auf PCR-Reaktionsgefäße verteilt wurde. Die zu testende Bakterienkolonie 

wurde von einer LB-Agar-Selektionsplatte mit einer sterilen Pipettenspitze gepickt. Mit der 

Pipettenspitze wurde ein Teil des Bakterienmaterials auf eine Replika-Agarplatte übertragen, die bei 

37°C inkubiert wurde, um später eine ÜNK animpfen zu können. Das restliche Bakterienmaterial in 

der Pipettenspitze wurde mit dem PCR-Ansatz vermischt. Die Programmierung der PCR-Maschine 

erfolgte wie unter 4.3.3.2 beschrieben. 

 

4.3.5 Auftrennung von DNA-Fragmenten durch Agarose-Gelelektrophorese 

 

 

 

 

Lösungen: 

• 20x SB-Puffer (pH 8,5)   200 mM NaOH 

 (Brody and Kern, 2004):  650 mM Borsäure    

 

 

 

       

Nukleinsäuren besitzen wegen der vielen Phosphatgruppen 

eine negative Nettoladung. Bringt man Nukleinsäuren in ein 

elektrisches Feld, dann wandern sie zur positiv geladenen 

Anode. Als Matrix für diese Wanderung wird im 

Allgemeinen ein Agarosegel verwendet, durch das die 

Nukleinsäuren ihrer Größe nach aufgetrennt werden. Durch 

die Agarose können kleinere Nukleinsäure-Fragmente 

schneller wandern als größere. Die Trennschärfe hängt von 

der Agarose-Konzentration im Gel ab (vgl. Tabelle 4-5). 

Diese sollte dem Größenbereich der erwarteten Fragmente 

angepasst werden. 

Tabelle 4-5: Abhängigkeit des Trenn-

Bereichs von der Agarosekonzentration 

Agarose-
Konzentration 

Optimaler 
Trennbereich 

0,3 % 5-60 kb 
0,6 % 1-20 kb 
0,7 % 0,8-10 kb 
0,9 % 0,5-7 kb 
1,2 % 0,4-6 kb 
1,5 % 0,2-3 kb 
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Abb. 4-4: DNA-

Marker III im 1%igen 

Agarose-Gel. Größen-

angaben in bp. 

• 6x DNA-Beladungspuffer: 10 mM Tris-HCl (pH 7,6) 

          60 mM EDTA 

          60% Glycerin 

          0,03% Bromphenolblau (läuft im 1%igen Gel bei ~ 300 bp mit) 

          0,03% Xylencyanol (läuft im 1%igen Gel bei ~ 4000 bp mit) 

• Laufpuffer (1x SB) 

• Ethidiumbromid-Stammlösung (10 mg/ml) 

 

Durchführung: 

Für ein 1%iges Gel wurden 0,5 g Universal-Agarose (PEQLAB, Erlangen) in 

50 ml 1x SB-Puffer gelöst und aufgekocht. Nachdem die Lösung auf etwa 

50°C abgekühlt war, wurde 1 µl der Ethidiumbromid-Stammlösung 

zugegeben. Die Lösung wurde gut gemischt und in einen Gelschlitten mit 

eingestecktem Kamm gegossen. Nach ca. 30 Minuten war das Gel komplett 

polymerisiert und konnte verwendet werden. Das Gel wurde mit dem 

Gelschlitten in eine Elektrophoresekammer gesetzt und mit Laufpuffer 

überschichtet. Anschließend wurden die zu analysierenden Proben mit 1/6 

Volumen 6x Probenpuffer versetzt und in die Geltaschen pipettiert. Um die 

Größen der aufgetrennten DNA-Fragmente bestimmen zu können, wurde in 

einer Spur ein Gemisch aus Fragmenten definierter Größe als Marker mit 

aufgetragen. Es wurde der Marker III (MBI) verwendet, mit EcoRI und Hind 

III verdaute λ-DNA (vgl. Abbildung 4-4), von dem 10 µl aufgetragen wurden. 

Die Elektrophorese wurde bei einer konstanten Spannung von 200 V durchgeführt und wurde beendet, 

wenn das Bromphenolblau aus dem Probenpuffer etwa 2/3 des Gels durchlaufen hatte. Die durch das 

Ethidiumbromid gefärbten DNA-Banden wurden mit einem UV-Transilluminator sichtbar gemacht 

und über eine Videokamera mit angeschlossenem Printer dokumentiert. 

 

4.3.6 Gelextraktion von DNA-Fragmenten 

Die Extraktion von DNA-Fragmenten aus Agarose-Gelen wurde mit dem E.Z.N.A. Gel Extraction Kit 

(peqlab Biotechnologie GmbH) durchgeführt. Die gewünschten Banden wurden mit einem sauberen 

Skalpell aus dem Gel herausgetrennt und die DNA anschließend aus dem Gel extrahiert. Es wurde 

nach der Arbeitsanleitung des Herstellers verfahren, die finale Elution der DNA erfolgte je nach 

Verwendung in 40 – 50 µl H2O bidest. Nach der Elution konnte die DNA unmittelbar ohne weitere 

Bearbeitungsschritte für nachfolgende Versuche verwendet werden. 
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4.3.7 Restriktionsverdau 

Restriktionsverdaus wurden durchgeführt zur Umklonierung von DNA-Fragmenten, zur 

Linearisierung von Vektoren und zur Analyse von Klonen, um festzustellen, ob ein Insert in den 

Vektor ligiert hatte und eventuell, um die Orientierung des Inserts im Vektor herauszufinden. Die in 

der Molekularbiologie verwendeten Restriktionsenzyme sind fast ausschließlich Endonukleasen, die 

jeweils eine spezifische Nukleotidsequenz erkennen und darin schneiden. Dabei können je nach 

verwendeter Restriktionsendonuklease glatte (blunt) oder kohäsive (sticky) Enden entstehen. 

Schnittstellen mit überhängenden Enden können effizient mit komplementären Enden ligiert werden, 

die mit demselben Enzym geschnitten wurden, was man sich auch bei der Umklonierung von DNA-

Fragmenten zu Nutze machen kann. 

 
Standardansatz für einen Restriktionsverdau (20 µl) 

1-2 µg   Plasmid-DNA 
1 µl   10x Puffer (MBI, passend zum verwendeten Enzym) 
1 µl   Restriktionsenzym (MBI) 
 
→ mit H2O bidest. auf 20 µl auffüllen 

 

Der Ansatz wurde gemischt und ein bis zwei Stunden bei der für das Enzym entsprechenden 

Temperatur (meist 37°C) inkubiert. Anschließend wurde 1/6 Volumen 6x DNA-Probenpuffer 

zugegeben und der Verdau im 1 %igen Agarosegel analysiert (siehe 4.3.5). 

Wurde die verdaute DNA für Folgeversuche benötigt, erfolgte vor der Gelelektrophorese je nach 

Enzym ein Inaktivierungsschritt bei 65-85°C für 15 min. 

 

4.3.8 AT-Klonierung von PCR-Fragmenten  

Das Prinzip des TOPO TA Cloning® Kits (Invitrogen, Karlsruhe) basiert auf der Eigenschaft von Taq- 

und Tfl-Polymerasen, die durch ihre terminale Transferase-Aktivität stets einen 3’-Überhang aus 

Desoxyadenosinen an PCR-Produkte anfügen. Der Klonierungsvektor pCR2.1TOPO besitzt in der 

Klonierungs-Site einen 3’-Überhang aus Thymidinen und liegt linearisiert vor. Darüber hinaus ist das 

Enzym Topoisomerase I kovalent an den 3’-Enden gebunden. PCR-Produkte mit 3’-Adenosin-

Überhängen werden durch die Ligationseigenschaften der Topoisomerase schnell und effizient in den 

Vektor integriert, wobei das Enzym dissoziiert. Nach der Transformation des zirkulären Vektors in 

kompetente E.coli (TOP10 bzw. XL 1-Blue) ermöglicht der Aufbau des Vektors eine 

Vorselektionierung der hochgewachsenen Kolonien durch Blau/Weiß-Selektion. Bakterienklone, die 

einen Vektor ohne integriertes PCR-Insert aufgenommen haben, nehmen eine blaue Färbung an, 

wohingegen Klone mit integriertem Insert weiß bleiben. Der Farbstoff wird von den Bakterien selbst 

produziert: Ohne Insert wird das lacZ-Gen exprimiert und X-Gal als Substrat der β-Galaktosidase 

gespalten, wodurch der blaue Farbstoff entsteht. Das PCR-Produkt wird zwischen Promotor und lacZ-
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Gen in den Vektor inseriert, wodurch die Expression dieses Gens nicht mehr möglich ist. Nach der 

Ligation wurden die transformierten Bakterienzellen auf LB-Ampicillin (100 µg/ml) + Kanamycin (50 

µg/ml)-Platten ausplattiert, die eine Stunde zuvor mit X-Gal bestrichen wurden. 

 

Polyadenylierung des PCR-Produktes (25µl-Ansatz) 

 15 µl   PCR-Produkt 
 5 µl   H2O 
 2,5 µl  10x Taq-Puffer    (eigene Herstellung) 
 1,5 µl  MgCl2     (25mM) 
 0,5 µl  dNTPs     (10 mM SL je Nukleotid, MBI) 
 0,5 µl  Taq-Polymerase  (5U/µl, eigene Herstellung) 
  
Der Ansatz wurde gemischt und für zehn Minuten bei 72°C im Heizblock inkubiert. 

 

Ligationsansatz (6 µl) 

 4 µl DNA (polyadenyliertes Insert) 
 1 µl Salt Solution (Invitrogen) 
 1 µl pCR2.1TOPO®-Vektor 

 
Der Ansatz wurde gründlich gemischt und 10 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend 

wurde der Ansatz zu einem Aliquot chemisch kompetenter E.coli (TOP10) gegeben und für 30 

Minuten auf Eis stehen gelassen. Danach folgte für 30 Sekunden ein Hitzeschock bei 42°C, wonach 

die Bakterienzellen sofort für zwei Minuten auf Eis gestellt wurden. Der Ansatz wurde mit 250 µl 

SOC-Medium (Invitrogen) aufgefüllt und 1 Stunde bei 37°C und 200 rpm geschüttelt. Die 

Bakterienzellen wurden danach auf LB-Ampicillin (100 µg/ml) + Kanamycin (50 µg/ml)-Platten 

ausplattiert, welche eine Stunde zuvor mit X-Gal bestrichen worden waren. Es folgte eine Inkubation 

bei 37°C für 12 Stunden. 

 

 

4.3.9 Klonierung von DNA-Fragmenten 

4.3.9.1 Gewinnung des Inserts 

Für eine Umklonierung von cDNA-Sequenzen aus dem Vektor pCR2.1®-TOPO® in prokaryontische 

(pET21a) oder eukaryontische Expressionsvektoren (pEGFP, pCMV-Myc) wurde zunächst das Insert 

aus den pCR2.1®-TOPO®-Klonen durch einen Restriktionsverdau (siehe 4.3.7) mit geeigneten 

Enzymen ausgeschnitten. Um genügend Insert zu erhalten, wurden 2-4 Ansätze mit jeweils 2 µg DNA 

verdaut, auf ein 1%iges Agarose-Gel aufgetragen und aufgetrennt. Anschließend wurden die 

gewünschten Banden unter UV-Licht mit einem Skalpell ausgeschnitten und mit dem  E.Z.N.A. Gel 

Extraction Kit (peqlab Biotechnologie GmbH) aus dem Gel eluiert (siehe 4.3.6). Bis zur weiteren 

Verwendung wurden die DNA-Fragmente auf Eis gestellt, zur längeren Lagerung wurden sie bei         

-20°C aufbewahrt. 
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4.3.9.2 Auffüllen von Insert und Vektor durch das Klenow-Enzym 

Das große Fragment der E. coli-DNA-Polymerase I (Klenow-Fragment) besitzt die Fähigkeit, den zum 

5`-Ende komplementären DNA-Strang aufzufüllen. Diese Eigenschaft macht man sich zunutze, wenn 

Vektor und zugehöriges Fragment, die ligiert werden sollen, mit unterschiedlichen 

Restriktionsenzymen geschnitten wurden. Mit Hilfe der Klenow-Reaktion wurden die kohäsiven 

(sticky) Restriktonsstellen zu glatten (blunt) Enden aufgefüllt und konnten im Anschluss durch eine so 

genannte „blunt-end-Ligation“ verbunden werden. 

 

Pipettierschema eines Standardansatzes (30 µl): 

  1-2 µg  DNA (maximal mögliche Menge nach der Gelextraktion) 
  3 µl   10x Klenow-Puffer  (MBI) 
  1 µl   dNTPs      (10 mM SL je Nukleotid, MBI)    
  1 µl  Klenow-Enzym    (1U/µl, MBI) 
 
  → mit H2O auf 30 µl auffüllen 

 
Nach einer Inkubationszeit von 30 Minuten bei 37°C wurde das Enzym zehn Minuten bei 70°C 

inaktiviert. 

 

4.3.9.3 Dephosphorylierung des Vektors 

Die Dephosphorylierung eines geschnittenen Klonierungsvektors wurde immer dann durchgeführt, 

wenn nur ein Restriktionsenzym verwendet wurde oder die köhäsiven Restriktionsschnittstellen mit 

dem Klenow-Fragment aufgefüllt worden sind, um die Autoligationsrate des Vektors zu verringern. 

Eine DNA-Ligase benötigt phosphorylierte Enden, um zwei DNA-Moleküle miteinander verbinden zu 

können. Durch das Entfernen der Phosphatgruppe am 5’-Ende der geschnittenen DNA-Stränge kann 

der linearisierte Vektor nicht mehr von der Ligase geschlossen werden, wodurch die Anzahl der 

falschpositiven Bakterienklone nach der Transformation signifikant verringert werden kann. 

Autoligation kann bei der Verwendung von zwei unterschiedlichen Restriktionsenzymen prinzipiell 

ausgeschlossen werden, da nichtkomplementäre Enden nicht verbunden werden können. 

 

Pipettierschema eines Standardansatzes (5 µl): 

  150 ng  linearisierter Vektor 
  0,5 µl  10x SAP-Puffer      (MBI) 
  1 µl   Shrimp alkalische Phosphatase  (1 U/µl, MBI)  
 
  → mit H2O auf 5 µl auffüllen 
 

Der Ansatz wurde gemischt und 90 Minuten bei 37°C inkubiert. Anschließend wurde das Enzym für 

20 Minuten bei 80°C inaktiviert. Der dephosphorylierte Vektor wurde entweder für zehn Minuten bei 

4°C abgekühlt oder bis zur weiteren Verwendung bei -20°C gelagert. 
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4.3.9.4 Ligation 

Durch die Ligation können DNA-Fragmente kovalent miteinander verbunden werden, wenn die zu 

verbindenden DNA-Stränge entweder überlappende Enden mit jeweils komplementären Sequenzen 

besitzen oder glatte phosphorylierte 5’-Enden in räumlich engen Kontakt treten. Diese Reaktion wird 

durch die T4-DNA-Ligase katalysiert. Dadurch lässt sich ein bestimmter DNA-Abschnitt in einen 

Klonierungsvektor dauerhaft integrieren. Bei der Ligation sollte das molekulare Verhältnis zwischen 

Insert und linearisierten Vektor wenigstens 3:1 betragen. 

 

Pipettierschema eines Ligations-Ansatzes (20 µl):  

 1 Dephosphorylierungsansatz (5 µl, 100-150 ng Vektor) 
 300 ng  Insert 
 2 µl   10x T4-DNA Ligase Puffer (MBI Fermentas GmbH) 
 1 µl   T4-DNA Ligase (5 U/µl, MBI Fermentas GmbH) 
 
 → mit H2O bidest. auf 20 µl auffüllen 
 

Die Ligation erfolgte für eine Stunde bei 12°C. Bei der „blunt-end-Ligation“ dauerte die 

Inkubationszeit 90 Minuten, wobei nach 45 Minuten erneut 1 µl T4-DNA-Ligase zugegeben wurde. 

Anschließend wurde der Gesamtansatz für eine chemische Transformation in E.coli-Bakterien 

eingesetzt (siehe 4.2.6). 

 

Kurzprotokoll einer Transformation: 

Der Ligationsansatz wurde mit einem Aliquot (100 µl) chemisch kompetenter Bakterien gemischt und 

auf Eis für 45 Minuten inkubiert. Anschließend erfolgte für 60 Sekunden ein Hitzeschock bei 42°C, 

woraufhin die Bakterien sofort wieder für zwei Minuten auf Eis gestellt wurden. Der Ansatz wurde 

mit 900 µl LB-Medium (ohne Antibiotika) aufgefüllt und eine Stunde bei 37°C und 200 rpm 

geschüttelt. Die Bakterienzellen wurden danach auf Selektionsplatten ausplattiert und bei 37°C für 12 

Stunden inkubiert. 

 

Test der erhaltenen Klone: 

Mit einer Kolonie-PCR (siehe 4.3.4) wurde überprüft, ob die selektierten Bakterienklone den 

Klonierungsvektor mit dem inserierten DNA-Abschnitt aufgenommen haben. Bei ungerichteten 

Klonierungen wurde darüber hinaus die Orientierung des Inserts analysiert. Konnten mit der PCR 

keine eindeutigen Ergebnisse erzielt werden, wurden die Klone mit einem Restriktionsverdau (siehe 

4.3.7) überprüft. Im Allgemeinen wurden bei Expressionsvektoren die inserierten DNA-Fragmente 

vollständig sequenziert, um Fehler während der Klonierung auszuschließen. 
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4.3.10 Fällung von Nukleinsäuren 

DNA wurde stets mit Natriumacetat und Ethanol ausgefällt. Dazu wurde der gelösten DNA zuerst 1/10 

Volumen 3 M Na-Acetat (pH 5.2) und anschließend 2,5 Volumina 100 % Ethanol (p.A.) zugegeben. 

Im Allgemeinen wurden Nukleinsäuren in 100 µl-Ansätzen gefällt, kleinere Mengen von Verdaus oder 

Sequenzierungen wurden auf 100 µl aufgefüllt. Der Ansatz wurde gemischt und anschließend 30 

Minuten bei 16.000 xg zentrifugiert. Nach der Sedimentation der DNA wurde der Überstand 

verworfen und die DNA zweimal mit 70 % Ethanol gewaschen und jeweils für zehn Minuten bei 

16.000 xg zentrifugiert. Der Überstand wurde erneut entfernt, das Sediment für 15 Minuten bei 

Raumtemperatur getrocknet und anschließend in einem geeigneten Volumen H2O bidest. oder 

entsprechendem Puffer aufgenommen. 

 

4.3.11 Sequenzierung von Nukleinsäuren 

Die in dieser Arbeit sequenzierte DNA wurde nach der Didesoxymethode des zweifachen 

Nobelpreisträgers Frederick Sanger (Sanger et al., 1977) durchgeführt. Das Prinzip beruht auf einer 

enzymatischen Kettenabbruch-Synthese: Mit Hilfe einer DNA-Polymerase wird wie bei einer 

Polymerase-Kettenreaktion (siehe 4.3.3) von einem Primer ausgehend ein bestimmter Einzelstrang-

Abschnitt verlängert. In den PCR-Ansatz werden allerdings zusätzlich modifizierte DNA-Bausteine in 

niedriger Konzentration zugegeben. Diesen so genannten Didesoxynukleotiden (ddNTPs) fehlt die 3’-

Hydroxylgruppe an der Desoxyribose. Werden sie in den neusynthetisierten Strang eingebaut, stoppt 

die Verlängerung durch die DNA-Polymerase. Durch das Fehlen des 3’-Hydroxylendes kann keine 

weitere Phosphodiesterbindung geknüpft und somit keine weiteren Desoxyribonukleotide (dNTPs) 

eingebaut werden. Der Einbau erfolgt zufällig, so dass mit statistischer Wahrscheinlichkeit DNA-

Fragmente unterschiedlicher Länge entstehen, die an ihrem 3’-Ende mit einem ddNTP (ddATP, 

ddCTP, ddGTP oder ddTTP) enden. 

Bei dem in dieser Arbeit verwendeten Arbeitssystem (ABI PRISM® BigDye™ Terminator Cycle 

Sequencing Ready Reaction Kit, Applied Biosystems, Weiterstadt) sind die ddNTPs mit 

unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen gekoppelt, wodurch die synthetisierten DNA-Fragmente 

unterschiedlichster Länge mit einer spezifischen Farbe markiert sind. Dabei tragen Fragmente gleicher 

Länge den gleichen Farbstoff. Die Mischung dieser DNA-Moleküle wird in einem Kapillar-Gelsystem 

elektrophoretisch aufgetrennt. Ein Laser bringt an einem Messfenster die Fluoreszenz-Farbstoffe zum 

Leuchten wobei ein angeschlossenes Fotoelement die Wellenlänge des emittierten Lichts aufnimmt. 

Die registrierten Messdaten werden an einen Computer weitergeleitet, der die einzelnen Fluoreszenz-

Signale über eine geeignete Software schließlich zu einer Sequenz zusammensetzt. 
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Standardansatz einer Sequenzierungs-Reaktion (20 µl) 

 300 ng  Plasmid-DNA 
 5 µl  Premix (BigDye™, Applied Biosystems) 
 10 pmol  Sequenzierungsprimer (Forward oder Reverse) 
 
 → mit HPLC-H2O auf ein Endvolumen von 20 µl auffüllen 

 

Der Ansatz wurde gründlich vermischt und in einer PCR-Maschine mit folgendem Programm 

inkubiert: 

    initiale Denaturierung   2 min     94°C 
  
    Denaturierung      30 sec    94°C 
    Primer Annealing     30 sec    (Temperatur je nach Primer)  
    Elongation       3 min     60°C 
 
    Kühlung        ∞      4°C 
 

Nach Beendigung des Cycle-Programms wurde die sequenzierte DNA mit Natriumacetat und Ethanol 

gefällt (siehe 4.3.10). Anschließend wurde das Sediment 30 Minuten bei Raumtemperatur 

luftgetrocknet und in 25 µl HiDi Formamid (Applied Biosystems) gründlich für eine Minute 

resuspendiert. Um das Resuspendieren zu umgehen, konnte das Sediment eine Stunde bei 

Raumtemperatur oder über Nacht bei 4°C in HiDi inkubiert werden. Die in Lösung gebrachte DNA 

wurde anschließend in ein Sequenzierungs-Gefäß mit aufgesetztem Septum überführt. Die erhaltenen 

Sequenzen wurden mit der Software Bioedit geöffnet und durch Sequenzvergleich mit einem frei 

zugänglichem Internetprogramm (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/blast/bl2seq/wblast2.cgi) ausgewertet. 

 

 

4.4 Proteinbiochemische Methoden 

4.4.1 Eindimensionale SDS-Polyacrylamid Gelelektrophorese (SDS-PAGE) nach 

Thomas und Kornberg (1975) 

Proteingemische können durch die SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) aufgetrennt 

werden. Im Allgemeinen hängt die Wanderungsgeschwindigkeit von Molekülen in einem elektrischen 

Feld von drei Faktoren ab: Ihrer Größe, der Form und ihrer elektrischen Ladung. In der SDS-PAGE 

spielt bei der Wanderungsgeschwindigkeit ausschließlich die Masse eine grundlegende Rolle. Dies 

wird durch die Zugabe von Sodium-Dodecyl-Sulfat (SDS) erreicht. SDS ist ein starkes anionisches 

Detergenz und besitzt die Fähigkeit, die Eigenladungen von Proteinen zu überdecken, oligomere 

Proteine in ihre Untereinheiten zu unterteilen und dadurch zu denaturieren. Pro Gramm Protein binden 

etwa 1,4 g SDS, wodurch Proteine eine negative Gesamtladung erhalten. Bei der Probenvorbereitung 

wird SDS im Überschuss hinzu gegeben und die Proteine auf 95°C erhitzt, wodurch Sekundär- und 

25 
Zyklen 
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Tertiärstrukturen zerstört werden. Durch Zugabe von Thiolen (β-Mercaptoethanol) werden 

Disulfidbrücken der Proteine durch Reduktion gespalten und liegen dadurch vollständig gestreckt vor. 

Die denaturierten Proteingemische wurden in einem diskontinuierlichen Gelsystem aufgetrennt, wobei 

sich das SDS-Polyacrylamidgel aus dem Sammel- und dem Trenngel zusammensetzt. Die beiden 

Systeme unterschieden sich in ihrer Acrylamidkonzentration, sowie ihrem pH-Wert. Das 

Durchwandern des Sammelgels durch das angelegte elektrische Feld bewirkt eine lokale und starke 

Fokussierung der Polypeptide, wohingegen sie im sich anschließenden Trenngel aufgrund ihrer 

molekularen Masse aufgetrennt werden. Zur Auftrennung der Proteinproben wurde das Gel- und 

Puffersystem nach Thomas und Kornberg (Thomas and Kornberg, 1975) verwendet. 

 

Lösungen: 

• Lösung A:   30% Acrylamid-Bis-Lösung für das Trenngel: 

      30 g Acrylamid + 0,15 g Bis (N,N’-Methylendiacrylamid) auf 100 ml  H2O bidest. 

• Lösung A’:   30% Acrylamid-Bis-Lösung für das Sammelgel (nach Laemmli, 1970): 

      30 g Acrylamid + 0,8 g Bis (N,N’-Methylendiacrylamid) auf 100 ml H2O bidest. 

• Lösung B:   Trenngelpuffer (pH 8.8): 

      3 M Tris-HCl; pH 8.8 

      0,4% SDS 

• Lösung C:   Sammelgelpuffer (pH 6.8): 

      0,75 M Tris-HCl; pH 6.8 

      0,4% SDS 

• 10% (w/v) APS (Ammoniumpersulfat) in H2O bidest. 

• TEMED 

• 0,5%ige Agarose-Lösung 

• Elektrophoresepuffer (pH 8.8):  50 mM Tris-HCl; pH 8,8 

            380 mM Glycin 

            0,1% (w/v) SDS  

• 1-facher SDS-Probenpuffer nach Laemmli (1970), pH 6.8: 

    100 mM Tris-HCl; pH 6.8 

    10% (v/v) Glycerin 

    1% (w/v) SDS 

    10% (v/v) β-Mercaptoethanol 

  

Es wurden entweder Groß- oder Minigele mit Gelapparaturen der Firma Gibco Life Technologies 

(München) verwendet. Zunächst wurden zwei Glasplatten, die Abstandshalter (Spacer) sowie der 

Kamm mit 70%igem Ethanol gründlich gereinigt, um Fett- und Proteinreste zu entfernen. 

Anschließend wurden die Glasplatten mit seitlich eingesetzten Spacern mit zwei Klammern 
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zusammengesetzt und unten und seitlich mit Tesafilm abgeklebt. Der Kamm wurde eingesetzt, um die 

Gießhöhe für das Trenngel zu markieren. Das Trenngel wurde so weit gegossen, dass zwischen 

Trenngel und unteren Ende des Kamms bei einem Großgel 1,5 cm und bei einem Minigel 1,0 cm 

Abstand eingehalten wurde. Anschließend wurde der Kamm entfernt und die Unterseite und die 

Flanken mit 0,5%iger Agarose abgedichtet. Dazu wurde die flüssige Agaroselösung an den Seiten in 

den Aufbau pipettiert und der Boden etwa 5 mm hoch ausgegossen. Während die Agarose 

auspolymerisierte, wurde die Trenngel-Lösung nach angegeben Pipettierschema (siehe Tabelle 4-5 

und 4-6) zusammengemischt. APS und das zum Schluss zugegebene TEMED lösten die 

Polymerisation der Gelmatrix aus. Die Lösung wurde gründlich vermischt und bis knapp über die 

Markierung in den Gelplatten-Aufbau gegossen. Das frisch gegossene Trenngel wurde vorsichtig mit 

destilliertem Wasser überschichtet, um zum einen die Polymerisation unter Luftausschluss zu 

beschleunigen und um zum andern eine gleichmäßige Polymerisationsgrenze zu erreichen. Nach etwa 

einer halben Stunde war die Gellösung vollständig auspolymerisiert. 

 

Tabelle 4-5: Pipettierschema für Minigele (Mengenangaben für ein Gel) 

Trenngel Sammelgel 
  8% 10% 12% 15% 18%   
A 1,35 ml 1,7 ml 2 ml 2,5 ml 3 ml A´ 325 µl 
B 1,25 ml 1,25 ml 1,25 ml 1,25 ml 1,25 ml C 625 µl 
H2O 2,35 ml 2 ml 1,7 ml 1,2 ml 0,7 ml H2O 1,55 ml 
TEMED 1,66 µl 1,66 µl 1,66 µl 1,66 µl 1,66 µl TEMED 2,5 µl 
APS 50µl 50µl 50µl 50µl 50µl APS 75 µl 

 

Tabelle 4-6: Pipettierschema für große Gele (Mengenangaben für ein Gel) 

Trenngel Sammelgel 
  12% 15% 18%   
A 8 ml 10 ml 12 ml A´ 1,3 ml 
B 5 ml 5 ml 5 ml C 2,5 ml 
H2O 6,85 ml 4,85 ml 2,85 ml H2O 6,2 ml 
TEMED  6,7 µl 6,7 µl 6,7 µl TEMED  10 µl 
APS 200 µl 200 µl 200 µl APS 300 µl 

 

Nachdem die Polymerisation des Trenngels abgeschlossen war, konnte das Sammelgel gegossen 

werden. Zunächst wurde das überschichtete Wasser abgegossen und anschließend die Sammelgel-

Lösung (siehe Tabelle 4-5 und 4-6) zusammenpipettiert auf das Trenngel gegossen. Nach dem Gießen 

wurde sofort der Kamm eingesetzt, wobei darauf geachtet wurde, dass sich keine Luftblasen bildeten. 

Nach etwa 20 Minuten war das Sammelgel ausgehärtet und der untere Spacer oder der Tesafilm 

konnte entfernt werden. In die untere Kammer der Elektrophorese-Apparatur wurde 

Elektrophoresepuffer eingefüllt und das Gel in die Kammer eingespannt, so dass die Unterseite des 

Gels im Laufpuffer eingetaucht war. Eventuell vorhandene Luftblasen wurden anschließend mit Hilfe 

einer Spritze mit gebogener Kanüle entfernt. Dann wurde der Kamm vorsichtig aus dem Sammelgel 

gezogen und der obere Tank befüllt. Die aufzutrennenden Proteinproben wurden in Probenpuffer 
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aufgenommen und kurz vor dem Beladen bei 95°C für fünf Minuten aufgekocht und anschließend für 

1 Minute bei 10.000 xg abzentrifugiert. Eine Geltasche eines Minigels konnte mit einem maximalen 

Probevolumen von 30 µl und bei Großgelen mit 60 µl beladen werden. Zur 

Molekulargewichtsbestimmung der aufgetrennten Proteinproben wurden Referenzproteine („High- 

und Low-Range“ oder „Broad-Range Dual Color“-Marker) der Firma Bio-Rad Laboratories GmbH 

(München) verwendet (siehe Abbildung 4-8). Vom High- bzw. Low-Range Marker wurden je 1 µl (in 

10 µl Probenpuffer) und vom Broad-Range Dual Color-Marker 3 µl aufgetragen. 

 

 

Abbildung 4-8: Verwendete Protein-Größenmarker für die SDS-PAGE. Links: High und Low-Range-Marker; 

Rechts: Broad-Range Dual Color-Marker (alle Bio-Rad Laboratories GmbH). 

 

Zur Markierung der Lauffront wurde in die leeren Geltaschen 5 µl Bromphenolblau in Probenpuffer 

aufgetragen. Die Elektrophorese erfolgte bei einem Minigel bei 40 mA für etwa einer Stunde; 

Großgele wurden über Nacht bei 12 mA gefahren. Die Elektrophorese wurde gestoppt, als die 

Bromphenolblaufront etwa 0,5 cm von der unteren Gelkante entfernt war. Das Gel wurde aus den 

Platten genommen, das Sammelgel entfernt und das Trenngel entweder gefärbt (siehe 4.4.3) oder für 

den Immunblot (siehe 4.4.6) verwendet.  

 

4.4.2 Zweidimensionale Gelelektrophorese 

4.4.2.1 NEPHGE 

Die zweidimensionale elektrophoretische Auftrennung von Proteinen erfolgte nach der Methode von 

O’Farrell und Ivarie (O'Farrell and Ivarie, 1979). Dabei werden die Polypeptide zuerst nach ihrer 

Netto-Eigenladung in einem pH-Gradienten separiert und in der zweiten Dimension unter 

denaturierenden Bedingungen nach ihrer molekularen Masse aufgetrennt. 

Die Nichtgleichgewichts-pH Gradienten-Gelelektrophorese (NEPHGE) wird hauptsächlich zur 

Auftrennung basischer Proteine eingesetzt. Die Polypeptide wandern bei dieser Technik nicht bis zu 

ihrem isoelektrischen Punkt (IEP), da der pH-Gradient bei längeren Laufzeiten im alkalischen Bereich 

instabil wird und die Elektrophorese deswegen vor dem Erreichen des Gleichgewichtszustands 
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beendet werden muss. Die Polypeptide wandern von der Anode (+) zur Kathode (-), wobei der 

Kathodenpuffer alkalisch ist. Die Dauer der Elektrophorese richtet sich nach der Ladung der 

aufzutrennenden Polypeptide.  

 

Erste Dimension: NEPHGE 

Lösungen: 

• Lysispuffer 1:   9,5 M Harnstoff 

       0,5% SDS 

       5% β-Mercaptoethanol 

       2% Ampholine; pH 2 – 11 

• Lysispuffer 2:   9,5 M Harnstoff 

       5% (w/w) Nonidet P40 

       5% β-Mercaptoethanol 

       2% Ampholine; pH 2 – 11 

• Überschichtungslösung:  6 M Harnstoff 

         5% (w/w) Nonidet P40 

         1% Ampholine; pH 2 – 11 

• 30% Acrylamid-Bis-:  28,38 g Acrylamid 

 Lösung      1,62 g Bis (N,N’-Methylendiacrylamid) auf 100 ml H2O bidest. 

• 10% Nonidet P40    10 g Nonidet P40 auf 100 ml H2O bidest. 

• Anoden-Puffer:    10 mM H3PO4 

• Kathoden-Puffer:    20 mM NaOH 

• SDS-Probenpuffer   60 mM Tris-HCl, pH 6,8 

 (für 2. Dimension):  10 % Glycerin 

         5% β-Mercaptoethanol 

         2% SDS 

 

Die Lysispuffer 1 und 2 sowie die Überschichtungslösung wurden aliquotiert und bei -20°C gelagert. 

Alle übrigen Lösungen wurden vor Gebrauch frisch angesetzt.  

 

Silikonisieren der Glasröhrchen 

Die Glasröhrchen mit einer Länge von 13 cm und einem Innendurchmesser von 2 mm wurden in einen 

Messzylinder mit Silikonisierungslösung (Serva, Heidelberg) überschichtet. Nach einer 5-minütigen 

Einwirkzeit wurde die Lösung wieder entfernt und die Röhrchen in einem Heizschrank für eine Stunde 

bei 80°C getrocknet. Nach dem Abkühlen der silikonisierten Glasröhrchen wurden die Rundgele der 

ersten Dimension gegossen. Vor dem Einfüllen der Gelmischung wurden die Röhrchen am unteren 

Ende mit mehreren Lagen Parafilm dicht verschlossen. 
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Zusammensetzung der Rundgele (10 ml Lösung - ausreichend für etwa 12 Rundgele): 

 5,5 g    Harnstoff 
 1,33 ml   30%ige Acrylamid-Bis - Lösung 
 2 ml    10%ige Nonidet NP 40 - Lösung 
 2 ml    H2O bidest. 
 0,5 ml   Ampholine pH 2 – 11 
 15 µl    10 % APS 
 10 µl    TEMED 
 

Nachdem der Harnstoff durch Erwärmen vollständig gelöst war, wurden Ampholine, APS und 

TEMED zugegeben. In die silikonisierten Glasröhrchen wurde die Gellösung mit einer langen Pasteur-

Pipette luftblasenfrei bis zu einer Höhe von etwa 11 Zentimetern eingefüllt. Anschließend wurde die 

Gellösung mit 100 µl H2O bidest. vorsichtig überschichtet. Die Polymerisation der Rundgele erfolgte 

entweder über Nacht bei 4°C oder für drei Stunden bei Raumtemperatur. Nach vollständiger 

Polymerisation wurde die Geloberfläche gründlich mit H2O bidest. gespült, der Parafilm entfernt und 

das untere Ende der Röhrchen mit Gaze-Stoff überzogen, um ein Herausgleiten der Gele während der 

Elektrophorese zu verhindern. Die Röhrchen wurden in die Elektrophoresekammer für Rundgele 

eingesetzt und die untere Kammer mit Kathodenpuffer (20 mM NaOH) aufgefüllt.  

 

Vorbereitung der Proben 

Die aufzutrennende Proteinprobe wurde in Probenpuffer nach Laemmli (siehe 4.4.1) aufgenommen 

und durch 5-minütiges Erhitzen auf 95°C gelöst. Nachdem die Lösung abgekühlt war, wurden die 

Proteine durch Zugabe von neunVolumenanteilen Aceton bei -20°C für mindestens 3 Stunden oder 

über Nacht ausgefällt. Die präzipitierten Proteine wurden für zehn Minuten bei 10.000 xg 

abzentrifugiert. Das getrocknete Sediment wurde in 30 µl Lysispuffer 1 gelöst. Nach Zugabe von 30 µl 

Lysispuffer 2 wurden unlösliche Bestandteile abzentrifugiert und die Probe auf das Rundgel 

aufgetragen. Die aufgetragene Probe wurde mit 20 µl Überschichtungslösung überschichtet und das 

Röhrchen bis zum oberen Rand mit Anodenpuffer (10 mM H3PO4) aufgefüllt. 

Als Farbmarker für stark basische Proteine wurde Cytochrom C (IEP > 11) auf ein separates Rundgel 

geladen. 

 

Elektrophoresebedingungen:   Obere Kammer: Anode (+) 
           Untere Kammer: Kathode (-) 

Bei konstanter Spannung:   15 min   200 V 
           30 min  300 V 
           90 min   400 V 
 

Die Elektrophorese wurde gestoppt, wenn das Cytochrom C noch etwa 2 cm vom Gel-Ende entfernt 

war. Die Rundgele wurden mit einer Wasser-gefüllten Spritze mit einem aufgesteckten 

Silikonschlauch vorsichtig aus dem Glasröhrchen herausgedrückt. Anschließend wurden die Gele für 

20 Minuten in SDS-Probenpuffer (für die zweite Dimension) äquilibriert. Danach wurde der SDS-
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Probenpuffer abgesaugt und die Rundgele entweder sofort auf die Flachgele der 2. Dimension 

aufgetragen oder bei -20°C für mehrere Wochen aufbewahrt. 

 

Zweite Dimension: SDS-Polyacrylamid-Flachgele 

Die Flachgele wurden wie unter 4.4.1 beschrieben gegossen, ohne jedoch Kämme zum Formen von 

Geltaschen einzusetzen. Die äquilibrierten Rundgele der ersten Dimension wurden gleichmäßig 

gestreckt auf die Oberfläche der Sammelgele gelegt und mit flüssiger 1% Agarose-Lösung in SDS-

Probenpuffer für die zweite Dimension eingegossen, so dass eine durchgehende Verbindung zwischen 

Rund- und Sammelgel hergestellt wurde. Nach Auspolymerisation der Agarose wurde zur Markierung 

der Lauffront an einer Seite des Gels Bromphenolblau (in Wasser und Glyzerin gelöst) aufgetragen. 

Außerdem wurde in einen flüssigen Agarosetropfen (1% Agarose in SDS-Probenpuffer) 5 µl eines 

Protein Größenstandards pipettiert und nach dem Festwerden ebenfalls an eine Seite des Gels 

angefügt. Die Elektrophorese erfolgte für 16-18 Stunden bei einer konstanten Spannung zwischen 11 

und 20 mA. Nach abgeschlossener Elektrophorese wurden die Gele gefärbt (siehe 4.4.3) oder geblottet 

(siehe 4.4.6). 

 

Bestimmung des pH Gradienten im Rundgel 

Zur Bestimmung des pH-Gradienten in einem Rundgel wurde ein separat aufgetrenntes Gel der ersten 

Dimension in 5 mm lange Stücke unterteilt. Diese wurden einzeln in mit 3 ml H2O bidest. gefüllte 15 

ml-Röhrchen überführt und über Nacht bei 4°C gelagert. Am nächsten Tag wurden die Röhrchen 

gründlich geschüttelt und der pH-Wert jeder Probe bestimmt. 

 

4.4.2.2 16-BAC/SDS-PAGE 

Die 16-BAC (Benzyldimethyl-n-Hexadecylammonium-Chlorid)/SDS-Page wurde nach einer Methode 

von Hartinger et al. (1996) durchgeführt. Integrale Membranproteine, insbesondere solche mit mehr 

als einer Transmembrandomäne, sind in zweidimensionalen Gelsystemen nur schwer aufzutrennen. 

Das liegt zum einen daran, dass sich diese Proteine in nichtionischen Detergenzien nur schwer lösen 

lassen und zum anderen präzipitieren integrale Membranproteine in der ersten Dimension häufig bei 

pH-Werten nahe ihrem Isoelektrischen  Punkt. Außerdem führen die verschiedenartigen Ladungen, 

wie sie häufig bei glykosilierten Membranproteinen vorkommen, zu weiteren Problemen in der ersten 

Dimension. Die erste Dimension der 16-BAC/SDS-PAGE besteht aus einer Elektrophorese in einem 

sauren Puffersystem unter Verwendung des kationischen Detergenz Benzyldimethyl-n-

Hexadecylammonium-Chlorid (16-BAC). Daran schließt sich eine SDS-PAGE an. Mit dieser Methode 

können Membranproteingemische mit einer fünffach höheren Auflösung als mit der herkömmlichen 

SDS-PAGE aufgetrennt werden. 
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Erste Dimension: 16-BAC-PAGE 

Lösungen: 

• 300 mM Kaliumphosphatpuffer (aus KH2PO4), pH 2,1 

• 75 mM Kaliumphosphatpuffer, pH 2,1 

• 0,5 M Kaliumphosphatpuffer, pH 4,1 

• 1,7% (w/v) N, N´-Methylenbisacrylamid 

• 5 mM FeSO4 (frisch angesetzt) 

• 80 mM Ascorbinsäure (frisch angesetzt) 

• 250 mM BAC (zum Lösen kurz erwärmen, aber nicht kochen!) 

• 100 mM Tris-HCl, pH 6,8 

• 10-fach Elektrophoresepuffer: 25 mM BAC 

           1,5 M Glycin 

           0,5 M Phosphorsäure 

           → auf 1 Liter mit H2O bidest. auffüllen 

• Acrylamid/       30% (w/v) Acrylamid 

 N,N`-Methylenbisacrylamid: 0,8% (w/v) N,N`-Methylenbisacrylamid 

• 1 M DTT 

• Fixiergemisch:    35% (v/v) Isopropanol 

         10% (v/v) Essigsäure       

• 2-fach Probenpuffer  0,9 g Harnstoff 

 (frisch angesetzt):   0,2 g BAC 

         200 µl Glycerin 

         800 µl H2O 

         → mischen und bis zum vollständigen Lösen auf 60°C erwärmen 

         + 150 µl 1 M DTT 

         + 20 µl 5% (w/v) Pyronine Y (in H2O bidest.) 

         → auf 2 ml mit H2O bidest auffüllen und bis zur Verwendung bei   

         60°C lagern 

 

Die Vorbereitung der Gelplatten erfolgte wie unter 4.4.1 beschrieben. Die Trenngel-Lösung wurde 

nach angegeben Pipettierschema (siehe Tabelle 4-7) zusammengemischt und anschließend mit 75 

mM Phosphatpuffer (pH 2,1) überschichtet. Nach etwa 30 Minuten war das Trenngel vollständig  

auspolymerisiert und das Sammelgel (siehe Tabelle 4-8) konnte gegossen werden. 
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Tabelle 4-7: Pipettierschema Trenngel 

 Minigel (10%) Großgel (10%) 
Harnstoff 1,8 g 3,6 g 
Acrylamid/        
N,N`-Methylenbisacrylamid 

3,333 ml 6,667 ml 

300 mM Kaliumphosphatpuffer, pH 2,1 2,5 ml 5 ml 
H2O 1,666 ml 3,333 ml 
1,7% N, N´-Methylenbisacrylamid 350 µl 700 µl 
80 mM Ascorbinsäure 500 µl 1 ml 
5 mM FeSO4 16 µl 32 µl 
250 mM BAC 100 µl 200 µl 
0,03 % H2O2  400 µl 800 µl 

 

Tabelle 4-8: Pipettierschema 4% Sammelgel 

 Minigel  Großes Gel  
Harnstoff 0,5 g 1 g 
Acrylamid/        
N,N`-Methylenbisacrylamid 

665 µl 1,33 ml 

500 mM Kaliumphosphatpuffer, pH 4,1 1,25 ml 2,5 ml 
H2O 1,5 ml 3 ml 
1,7% N, N´-Methylenbisacrylamid 690 µl 1,38 ml 
80 mM Ascorbinsäure 250 µl 500 µl 
5 mM FeSO4 4,25 µl 8,5 µl 
250 mM BAC 35 µl 70 µl 
0,03 % H2O2  250 µl 500 µl 

 

Nachdem das Sammelgel auspolymerisiert war, wurden die aufzutrennenden Proteine in Probenpuffer 

aufgenommen und mindestens fünf Minuten bei 60°C inkubiert. Dabei war darauf zu achten, dass die 

Proben bis zur Beladung des Gels bei 60°C gelagert wurden, da ansonsten der Probenpuffer fest wurde 

und die Probe nicht mehr pipettiert werden konnte. 

Die Elektrophorese erfolgte bei einem Minigel zunächst bei 10 mA, bis die Lauffront das Trenngel 

erreicht hatte, anschließend wurde die Stromstärke auf 20 mA erhöht. Die Laufzeit des Gels betrug 

etwa eine Stunde. Bei großen Gelen betrug die Stromstärke im Sammelgel 25 mA und im Trenngel    

80 mA. Die Elektrophorese dauerte etwa drei Stunden. Da die Proteine durch das BAC positiv geladen 

wurden, stellte die obere Kammer der Elektrophoresekammer die Anode (+) und die untere Kammer 

die Kathode (-) dar. Die Elektrophorese wurde gestoppt, als die Lauffront das untere Gelende erreicht 

hatte. 

Das Gel wurde aus den Platten genommen, das Sammelgel entfernt und das Trenngel eine Stunde in 

Fixiergemisch geschüttelt, wobei die Lösung mehrmals gewechselt wurde. Nach dem Fixieren wurde 

das Gel für mindestens zwei Stunden in 0,15% Coomassie blue (in Fixiergemisch) gefärbt und 

anschließend mit Fixiergemisch wieder entfärbt. Da das Gel durch das Fixiergemisch stark entwässert 

wurde, musste es vor Verwendung für die zweite Dimension dreimal zehn Minuten mit 100 mM Tris-

HCl (pH 6,8) reäquilibriert werden.  
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Die einzelnen Spuren mit den Proteinproben wurden aus dem Trenngel durch Drücken mit einer 

Glasplatte ausgeschnitten. Bei Minigelen wurden etwa 0,3 cm breite Streifen und bei großen Gelen 

etwa 0,6 cm breite Streifen ausgeschnitten. 

 

Zweite Dimension: SDS-Polyacrylamid-Flachgele 

Das Trenngel wurde wie unter 4.4.1 beschrieben gegossen und mit Wasser überschichtet. Vor dem 

Gießen des Sammelgels wurde die Höhe des Gels der ersten Dimension, d.h. die Länge der 

Gelstreifen, nach dem Reäquilibrieren ausgemessen. Der Kamm wurde mit Tesafilm abgeklebt, so 

dass eine große Geltasche entstand, die der Länge des Gelstreifens entsprach. Anschließend wurde das 

Sammelgel (siehe 4.4.1) gegossen und der abgeklebte Kamm eingesteckt. 

Die Gelstreifen der ersten Dimension wurden fünf Minuten in zweifachem Probenpuffer für die SDS-

PAGE äquilibriert und anschließend in die große Geltasche des Sammelgels geschoben. Dabei war 

darauf zu achten, dass sich zwischen dem Gelstreifen und dem Sammelgel keine Luftblasen befanden. 

Je eine kleine Geltasche wurde mit High- bzw. Low-Range Marker beladen (siehe 4.4.1) und die 

Elektrophorese wurde gestartet. Die Stromstärke betrug bei Minigelen 5 mA im Sammelgel und 40 

mA im Trenngel, bei großen Gelen 12 mA im Sammelgel und 80 mA im Trenngel. Nach erfolgter 

Elektrophorese wurden die Gele entweder gefärbt (siehe 4.4.3) oder für den Immunblot (siehe 4.4.6) 

verwendet. 

 

4.4.3 Färbung von SDS-Gelen 

4.4.3.1 Coomassie-Färbung 

Lösungen: 

• Färbelösung:  0,1% (w/v) Serva Blau R 250  

       20% (v/v) Methanol  

       7,5 % (v/v) Essigsäure  

• Entfärbelösung : 20% (v/v) Methanol  

       7,5% (v/v) Essigsäure  

 

Nach Beendigung der Elektrophorese wurde das Sammelgel vom Trenngel abgetrennt und verworfen. 

Das Trenngel wurde über Nacht unter Schütteln in der Färbelösung inkubiert. Anschließend wurde es 

in Entfärbelösung gelegt, bis die Proteinbanden gut sichtbar waren. Der Coomassie-Farbstoff lagert 

sich an basische und aromatische Seitenketten von Aminosäuren an und weist damit Proteine 

unspezifisch nach. Um die Hintergrundfärbung zu reduzieren, wurde die Entfärbelösung mehrfach 

erneuert. 
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4.4.3.2 Kolloidale Coomassie-Färbung 

Lösungen: 

• Färbelösung: 34%   (v/v) Methanol     340 ml 

      2%   (v/v) Phosphorsäure (2%) 22,5 ml 

      17%    (w/v) Ammoniumsulfat  170 g 

      0,066%  Coomassie G-250    0,66 g 

      →  mit H2O auf 1 l auffüllen 

      → zuerst Methanol, Phosphorsäure und Coomassie mischen und mit  H2O auf 700 

      ml auffüllen. Ammoniumsulfat nach und nach in 300 ml H2O lösen und erst dann 

      langsam zur ersten Lösung geben, da ansonsten das Ammoniumsulfat samt Coo-

      massie ausfällt. 

 

Nach Beendigung der Elektrophorese wurde das Sammelgel vom Trenngel abgetrennt und verworfen. 

Das Trenngel wurde über Nacht unter Schütteln in der Färbelösung inkubiert. Anschließend wurde es 

mit H2O entfärbt, bis die Proteinbanden gut sichtbar waren. 

 

4.4.3.3 Silberfärbung 

Bei der Silberfärbung können Proteine auch bei geringer Konzentration noch im Gel nachgewiesen 

werden. Die Nachweisgrenze liegt bei etwa 20 ng je Bande im Vergleich zu etwa 100 ng bei der 

Coomassie-Färbung. 

 

Lösungen: 

• 10% Trichloressigsäure 

• 50% Methanol / 12% Essigsäure (in H2O bidest.) 

• Fixierlösung: 4,75 g Na2B4O7 in 240 ml H2O 

      10 ml 25% Glutaraldehyd 

• Färbelösung: 230 ml H2O 

      4,6 ml 1 M NaOH 

      4,9 ml NH4OH 

      → langsam unter Schütteln 20% AgNO3 (1,94 g auf 10 ml H2O) zugeben 

• Reduzierer:  20 ml 100% Ethanol p.A. 

      1,2 ml 1% Zitronensäure 

      40 µl 37% Formaldehyd 

      → auf 200 ml mit H2O bidest. auffüllen 
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Das Gel wurde zunächst zweimal für 30 Minuten in 10% Trichloressigsäure fixiert und anschließend 

zweimal 30 Minuten in Methanol-Essigsäuregemisch inkubiert. Falls das Gel bereits mit Coomassie 

gefärbt war, wurden diese beiden Schritte ausgelassen. Es folgten zwei Waschschritte in H2O für 

jeweils 20 Minuten. Danach erfolgte eine 15-minütige Inkubation in Fixierungslösung unter leichter 

Bewegung. Anschließend wurde das fixierte Gel erneut für 20 Minuten mit entionisiertem Wasser 

gewaschen. Darauf folgte eine 20-minütige Inkubation mit der Färbelösung. Überschüssige 

Silberionen wurden durch anschließendes Waschen in entionisiertem Wasser für 15 Minuten entfernt. 

Nach dem Waschen erfolgte die Entwicklung. Nach Zugabe von 200 ml Reduktionslösung und 

kurzem Schwenken entsteht ein rotbrauner Niederschlag aus Silbercarbonat, der aus reduziertem 

Silber besteht. Nach etwa 30 Sekunden färbten sich die Proteinbanden hellbraun. Nach etwa 3-5 

Minuten wurde die Reaktion gestoppt und die Reduktionslösung durch entionisiertes Wasser ersetzt. 

Dieser Waschvorgang wurde mehrmals wiederholt. Um die Reaktion endgültig zu stoppen, wurde das 

Gel für eine Minute in 5 % Essigsäure geschwenkt und anschließend wieder in entionisiertes Wasser 

überführt. 

 

4.4.3.4 Trocknen von SDS-Gelen 

Die Gele wurden zur längeren Aufbewahrung getrocknet. Dazu wurde das Gel zwischen zwei Lagen 

feuchter Einmachfolie gelegt, die Falten glatt gezogen und in einen Plastikrahmen eingespannt. Nach 

etwa zwölf Stunden war das Gel getrocknet und konnte aus dem Rahmen genommen werden. 

 

4.4.4 Bestimmung der Proteinkonzentration 

4.4.4.1 Durch eine BSA-Konzentrationsreihe 

Mit einer standardisierten Konzentrationsreihe bovinen Serumalbumins (BSA), die auf ein 

Polyacrylamid-Gel aufgetragen und durch eine SDS-PAGE aufgetrennt wird, kann die Menge eines 

aufgereinigten Polypeptids in einer Lösung abgeschätzt werden, da die Intensität der Coomassie-

Färbung proportional zur Proteinmenge ist. 

 

4.4.4.2 Durch Extinktionsmessung (E280) 

Die Konzentration von Proteinen kann näherungsweise auch durch die Extinktionswerte der Lösung 

bei einer Wellenlänge von 280 nm ermittelt werden. Es wurde dabei empirisch ermittelt, dass eine 

Extinktionseinheit (E280 = 1) einer Proteinkonzentration von 500 µg/ml entspricht. 
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4.4.5 Fällung von Proteinen 

4.4.5.1 Methanol-Chloroform-Fällung 

Eine wässrige Proteinlösung wurde mit vierfachem Volumen eisgekühltem Methanol (100%, p.A.), 

dem einfachen Volumen Chloroform (100%, p.A.) und dem dreifachen Volumen eisgekühltem H2O 

versetzt und gevortext. Der Ansatz wurde für zehn Minuten auf Eis gestellt und anschließend  fünf 

Minuten bei 13.000 xg zentrifugiert. Es bildeten sich drei Phasen, wobei sich die Proteine in der 

weißlichen Interphase befanden. Der Überstand wurde vorsichtig abgenommen und dem 

verbleibenden Rest wurde das vierfache Volumen Methanol (100%, p.A.), bezogen auf das 

Ausgangsvolumen, hinzugefügt. Es folgte eine weitere Zentrifugation für eine Minute bei 13.000 xg. 

Der Überstand wurde verworfen, das Proteinsediment für 15 Minuten bei Raumtemperatur 

luftgetrocknet und anschließend in SDS-Probenpuffer (siehe 4.4.1) aufgenommen und fünf Minuten 

bei 95°C erhitzt. Nun konnten die gefällten Proteine für die Proteingelelektrophorese verwendet oder 

bei -20°C gelagert werden. 

 

4.4.5.2 Aceton-Fällung 

Proteine, die sich in wässriger Lösung befinden, können durch Zugabe von acht Volumina Aceton 

(100%, p.A., -20°C) gefällt werden. Der Präzipitationsvorgang erfolgte durch eine zweistündige 

Inkubation bei -70°C (oder über Nacht bei -20°C). Nach der Inkubationszeit wurden die gefällten 

Proteine für zehn Minuten bei 5.000 xg (4°C) zentrifugiert. Das Sediment wurde nach Abnahme des 

Überstands für 15 Minuten bei Raumtemperatur luftgetrocknet und schließlich SDS-Probenpuffer 

gelöst. Die Lagerung erfolgte bei -20°C. 

 

4.4.5.3 Proteinfällung mit Trichloressigsäure 

Falls die Proteinlösung Zucker enthält, ist eine Fällung mit Aceton nicht möglich, da durch das Aceton 

auch der Zucker ausfällt. In diesem Fall wurde die Fällung mit Trichloressigsäure (TCA) angewandt. 

Dazu wurde die Proteinlösung mit TCA versetzt, so dass die Konzentration an TCA in der Lösung 

10% betrug. Die Fällung erfolgte über Nacht bei 4°C. Anschließend wurden die ausgefallenen 

Proteine für zehn Minuten bei 16.000 xg pelletiert. Das Proteinpellet wurde mit wenigen Mirkrolitern 

1 M NaOH vorgelöst, dann in SDS-Probenpuffer (siehe 4.4.1) aufgenommen.  
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4.4.6 Immunblot 

Beim Immunblot kann man einzelne Antigene in einem Proteingemisch identifizieren. Die Proteine 

werden zunächst durch SDS-PAGE aufgetrennt und auf einen Nitrocellulosefilter übertragen. Nach 

dem Transfer werden die unspezifischen Bindungsstellen der Nitrozellulose in 10 % Magermilch 

abgesättigt und mit einem Primärantikörper inkubiert. Der zweite Antikörper richtet sich gegen den 

ersten Antikörper und ist an Peroxidase gekoppelt. Aufgrund dieser Kopplung kann der Antikörper mit 

der ECL-Methode (Enhanced Chemical Luminescence – detectionsystem) durch Inkubation in 

Luminol sichtbar gemacht werden. Bei der ECL-Reaktion kommt es unter alkalischen Bedingungen 

zur Peroxidase-katalysierten Oxidation des zyklischen Diacylhydrazids Luminol. Dabei befindet sich 

Luminol kurzzeitig in einem angeregten Zustand. Im Beisein von chemischen Verstärkern wird unter 

Emission von Lichtquanten dieser Zustand wieder verlassen. Durch Auflegen eines Röntgenfilms auf 

den mit ECL-Kit behandelten Blot kommt es zur Schwärzung. Diese Schwärzung ist proportional zur 

Proteinmenge. Somit ermöglicht diese Technik das hohe Auflösungsvermögen der Gelelektrophorese 

mit der Selektivität einer Antigen/Antikörper-Reaktion zu kombinieren.  

 

4.4.6.1 Transfer der Proteine auf Nitrocellulose 

Der Transfer der Proteine auf die Nitrocellulose wurde im semi-dry-Verfahren nach Kyhse- Anderson 

(1984) basierend auf einer Methode von Towbin et al. (1979) durchgeführt. 

Lösungen: 

• TBST:     140 mM NaCl 

        10 mM Tris-HCl, pH 7,4 

        0,05% (v/v) Tween-20 (Sigma Chemie GmbH, Deisenhofen)  

• Graphitblotpuffer 1:  25 mM Tris 

        20% (v/v) Methanol  

        pH 10,4 

• Graphitblotpuffer 2: 300 mM Tris 

        20% (v/v) Methanol 

        pH 10,4 

• Graphitblotpuffer 3: 25 mM Tris 

        40 mM DL-Norleucin (Sigma Chemie GmbH, Deisenhofen) 

        20% (v/v) Methanol 

        pH 9,4 

 

Das Gel wurde nach Beendigung der Elektrophorese aus der Kammer genommen und das Sammelgel 

entfernt. Anschließend wurde das Gel etwa zehn Minuten in Graphitblotpuffer 3 inkubiert. 

Währenddessen wurden die Nitrocellulose (Costar, Camebridge, USA) und die Whatman-Filter 
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(Whatman-Filterpapier, Schleicher & Schuell, Dassel) auf Gelgröße zugeschnitten. Die Whatman-

Filter und die Nitrocellulose wurden, wie in Abbildung 4-9 ersichtlich mit den unterschiedlichen 

Puffern getränkt, bevor sie in der Graphitblot-Kammer übereinander geschichtet wurden. Um 

eventuell vorhandene Luftblasen aus dem System zu entfernen, wurde ein Greinerröhrchen mit 

sanftem Druck darüber gerollt. Der Proteintransfer erfolgte für 1,5 Stunden mit einer konstanten 

Stromstärke von 0,8 mA/cm2 bei Raumtemperatur. Die Spannung sollte dabei 20 V nicht übersteigen.  

 

                 Graphitplatte  
                

                9 Lagen Whatman in Puffer 3 
                     
                Gel in Puffer 3 
                Nitrocellulose in Puffer 1 
                 
                3 Lagen Whatman in Puffer 1 
                 
                6 Lagen Whatman in Puffer 2 
                 

                
                 Graphitplatte  

  

 Abb. 4-9: Schematische Darstellung einer Immunblotapparatur.            

                  

4.4.6.2 Anfärben der transferierten Proteine 

Nach 1,5 Stunden wurde der Blot abgebaut und der Transfer durch eine Färbung mit Ponceau S 

überprüft. Dazu wurde die Nitrocellulose in einer Schale mit Ponceau-S-Lösung (0,2% Ponceau S in 

3% TCA, Serva, Heidelberg) bedeckt und kurz unter Schütteln inkubiert (1-5 Minuten). 

Ungebundenes Ponceau S wurde mit deionisiertem Wasser abgespült. Die Markerbanden wurden 

abgeschnitten und zwischen Whatman-Papier getrocknet.  

 

4.4.6.3 Immunreaktion 

Nach dem Färben wurde die Nitrocellulose entweder für zwei Stunden bei Raumtemperatur oder über 

Nacht in 10% Magermilchpulver in TBST (pH 7,4) abgesättigt. Anschließend wurde die 

Nitrocellulose für eine Stunde mit dem primären Antikörper (Verdünnungen siehe Tabelle 4-9) bei 

Raumtemperatur inkubiert. Nach der Antikörperinkubation wurde die Nitrocellulose dreimal für zehn 

Minuten in TBST gewaschen und anschließend eine Stunde lang mit dem entsprechenden, Peroxidase-

gekoppelten Sekundärantikörper (siehe Tabelle 4-9) inkubiert. Danach wurde die Membran erneut 

dreimal für zehn Minuten mit TBST gewaschen. Die gebundenen Antikörper konnten jetzt mittels des 

enhanced chemical luminescence-Detektionssystemes (ECL, Amersham Buchler, Braunschweig) nach 

Herstellerangaben detektiert werden. 

 

 

Kathode (-) 

Anode (+) 
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Tabelle 4-9: Antikörper für Immunblot 

Primärantikörper Verdünnung des 
Primärantikörpers 

(in TBST) 

Sekundärantikörper 
(an Peroxidase 

gekoppelt) 

Verdünnung des 
Sekundärantikörpers 

(in 10% Milch) 
gp210 1:1000 Kaninchen 1:5000 
pom 121 1:1000 Kaninchen 1:5000 
LBR 1:1000 Meerschwein 1:10.000 
LAP 2 1:2000 Meerschwein 1:10.000 
Lamin (S49H2) 1:1000 Maus 1:5000 
Aktin (2G2) 1:1000 Maus 1:5000 
ß-Tubulin 1:1000 Maus 1:5000 
Karyopherin αααα 1:1000 (in 10% Milch) Kaninchen 1:5000 
Karyopherin ß 1:1000 (in 10% Milch) Kaninchen 1:5000 
p97ATPase 1:1000 Maus 1:5000 
Ran 1:1000 Kaninchen 1:5000 
Kinesin 1:1000 Maus 1:5000 
MVP 1:500 Meerschwein 1:10.000 
 

4.4.6.4 Entfernung der gebundenen Antikörper 

Nach Entfernung der gebundenen Antikörper kann eine erneute Detektion spezifischer Proteine durch 

weitere Antikörper durchgeführt werden. 

 

Lösungen: 

• Strip-Puffer:  62,5 mM Tris-HCl, pH 6,7 

      100 mM ß-Mercaptoethanol 

      2% (w/v) SDS  

• TBST:   siehe 4.4.6.1  

 

Die Nitrocellulose wurde zunächst kurz in TBST gewaschen. Anschließend wurde sie für 30 Minuten 

bei 50°C im Strip-Puffer unter leichter Bewegung inkubiert. Die Nitrocellulose wurde danach viermal 

für je zehn Minuten in TBST gewaschen. Vor erneuter Inkubation mit einem Primärantikörper musste 

die Nitrocellulose nochmals für eine Stunde in 5% Milch in TBST (pH 7,4) abgesättigt werden. 

 

4.4.6.5 Overlay Blot Assay 

Dieser Bindungsassay wurde in Anlehnung an Lounsbury et al. (1994) durchgeführt. Hierbei wird 

zunächst ein Proteingemisch durch Gelelektrophorese aufgetrennt und die Proteine auf Nitrocellulose 

transferiert. Anschließend erfolgt eine Inkubation dieser auf der Nitrocellulose befindlichen Proteine 

mit einem aufgereinigten Protein. Durch eine anschließende Immunreaktion kann das aufgereinigte 

Protein an bestimmten Stellen auf der Nitrocellulose nachgewiesen werden. Somit ist es möglich, 

Bindungspartner dieses Proteins im Proteingemisch zu identifizieren. 
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Lösungen: 

• Renaturierungspuffer:  20 mM MOPS 

         100 mM Na-Acetat 

         5 mM  Mg-Acetat 

         0,25% (w/v) Tween-20 

         10% (w/v) Magermilchpulver 

         5 mM DTT 

         pH 7,1 

• Bindungspuffer:    20 mM MOPS 

         100 mM K-Acetat 

         5 mM Mg-Acetat 

         1% (w/v) Tween-20 

         5 mM DTT 

         pH 7,1 

• TBST (siehe 4.4.6.1) 

 

Die Proteine der beiden Membranfraktionen wurden durch die BAC-Gelelektrophorese (siehe 4.4.2.2) 

aufgetrennt und auf Nitrocellulose transferiert (siehe 4.4.6.1). Anschließend wurde die Nitrocellulose 

über Nacht bei 4°C in Renaturierungspuffer inkubiert. Dadurch sollten die Proteine auf der Membran 

eine möglichst native Form annehmen. Um den Renaturierungspuffer zu entfernen, wurden die 

Nitrocellulose zweimal für 15 Minuten in Bindungspuffer gewaschen. Nun erfolgte die Bindung des 

isolierten Tubulins (erhalten von Prof. Thomas Mayer, Universität Konstanz) an die Proteine der 

Membranfraktionen. Dafür wurde die Nitrocellulose mit 2 µg/ml Tubulin und 100 µM GTP in 

Bindungspuffer für eine Stunde inkubiert. Nach fünfmaligem Waschen in Bindungspuffer und 

zweimaligem Waschen in TBST für je zehn Minuten, wurde die Nitrocellulose für eine Stunde mit 10 

% Magermilch (in TBST) abgesättigt. Nach dreimaligem Waschen mit TBST für je zehn Minuten 

erfolgte die Inkubation der Antikörper (siehe 4.4.6.3). 

 

4.4.7 Expression und Aufreinigung von Fusionsproteinen 

Um Histidin-Fusionsproteine herstellen zu können, wurde zunächst der entsprechende kodierende 

DNA-Abschnitt unter Berücksichtigung des Leserasters in den Expressionsvektor  pET21a der Firma 

Novagen einkloniert und in Bakterien transformiert. Bei der Expression dieses Konstrukts entsteht ein 

Protein, das am Carboxyterminus sechs Histidinreste trägt. Durch diese spezifische 

Aminosäurenabfolge ist es möglich, das Fusionsprotein über Ni-NTA-Agarosekügelchen 

aufzureinigen. Die Histidine bilden dabei mit den immobilisierten Nickelatomen eine starke Affinität 

aus, wodurch das Fusionsprotein an die Trägermatrix bindet. Proteine, die keine Abfolge von 
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Histidinen besitzen, bleiben mobil und werden durch Waschschritte aus der Säulenmatrix entfernt. 

Durch stufenweise Absenkung des pH-Wertes wird die Affinität zwischen Histidinresten und 

Nickelatomen sukzessive geschwächt, so dass sich das Protein bei einem bestimmten Säuregrad von 

den Agarosekügelchen eluieren lässt. 

 

4.4.7.1 Expression von C-terminalen Hexa-Histidin-Fusionsproteinen in Bakterien 

Für die Expression eines Proteins mit Histidin-Anhang („Tag“) wurde der Bakterienstamm E.coli 

Rosetta verwendet. 

Lösungen: 

• LB-Medium (siehe 4.2.1) 

• IPTG (Isopropyl-β-D-Thiogalactopyranosid; SL: 1 M in H2O bidest.) 

 

Es wurde, wie unter 4.2.1 beschrieben, eine Flüssigkultur hergestellt, die bei Erreichen einer OD600 

von 0,4-0,9 durch Zugabe von IPTG in einer Endkonzentration von 1 mM induziert wurde. Vor der 

Induktion wurde eine Probe abgenommen, die parallel zur induzierten Kultur weitere 3-4 h bei 37°C 

inkubiert wurde, bevor die Bakterien durch eine zehnminütige Zentrifugation bei 3000 xg pelletiert 

und geerntet wurden. Diese Probe (nicht induzierte Kontrolle) diente später, zusammen mit einer vor 

dem Ernten der Bakterien entnommenen Probe (induzierte Kontrolle), als Probe zur Analyse der 

Expression des Fusionsproteins in der SDS-PAGE (siehe 4.4.1). Die Bakterienpellets konnten 

entweder direkt für die Aufreinigung verwendet werden oder bei -20°C gelagert werden. 

 

4.4.7.2 Aufreinigung des Fusionsproteins unter denaturierenden Bedingungen 

Lösungen: 

• 8 M Harnstoffpuffer (pH 8,0)    100 mM NaH2PO4 

              10 mM Tris-HCl 

              8 M Harnstoff 

• 8 M Harnstoffpuffer (pH 6,3) 

• 8 M Harnstoffpuffer (pH 5,9) 

• 8 M Harnstoffpuffer (pH 4,5) 

• Neutralisierungspuffer (pH 9,5)   1 M Tris-HCl pH 9,5 
 

Aufschluss der Bakterien 

Die Bakterienpellets wurden in 1/20 Ausgangsvolumen 8 M Harnstoffpuffer pH 8,0 aufgenommen und 

dreimal für zehn Sekunden auf Eis sonifiziert. Anschließend erfolgte die Lyse für eine Stunde bei 

Raumtemperatur auf einem Rollinkubator. Von den lysierten Bakterien wurden durch eine 
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Zentrifugation von 15 min bei 10.000 xg in 30 ml Corex-Röhrchen unlösliche Proteine und 

Bakterienbestandteile abgetrennt. 

 

Säulenvorbereitung 

Für die Aufreinigung eines Proteins aus einer 600-ml-Kultur wurden 2 ml Ni-NTA-Agarose-

Suspension (Qiagen) auf eine entsprechende Säule (BD Biosciences) pipettiert, was einem 

Säulenvolumen von 1 ml entsprach. Nachdem die überschüssige Lagerungsflüssigkeit durch die Säule 

geflossen war, wurde die Agarosematrix mit 20 ml Harnstoffpuffer (pH 8,0) äquilibriert. Nach diesem 

Vorgang war die Säule gebrauchsfertig und konnte beladen werden.  

 

Beladung der Säule und Reinigung des His-Tag-Fusionsproteins 

Der Überstand des zentrifugierten Sonifikats wurde vorsichtig auf die äquilibrierte Säule gegeben. Ein 

Teil des Durchlaufs wurde gesammelt, um die Bindung des Proteins an die Säule überprüfen zu 

können, der Rest wurde verworfen. Anschließend folgte die Reinigung des Proteins über einen 

diskontinuierlichen pH-Gradienten nach folgendem Protokoll. 

 

• 10-30 ml Überstand Lysat   → einen Teil auffangen, den Rest verwerfen 

• 20 ml Harnstoffpuffer (pH 8,0)  → Waschfraktionen in Aliquots zu 1,5 ml auffangen 

• 12 ml Harnstoffpuffer (pH 6,3)  → Waschfraktionen in Aliquots zu 1,5 ml auffangen 

• 12 ml Harnstoffpuffer (pH 5,9)  → Eluat in Aliquots zu 1 ml auffangen 

• 10 ml Harnstoffpuffer (pH 4,5)  → Eluat in Aliquots zu 1 ml auffangen 

 

Zu jeder Fraktion ab pH 6,3 wurde zur Neutralisierung 1/10 Volumen Neutralisierungspuffer (pH 9,5) 

vorgelegt. Um die Säule (für das gleiche Protein) wieder verwenden zu können, wurde sie nach der 

Elution mit 20-fachem Säulenvolumen 8 M Harnstoffpuffer pH 8,0 gewaschen. Die Säule wurde im 

Kühlschrank im selben Puffer gelagert und konnte innerhalb eines Monats mehrfach wieder verwendet 

werden. 

 

Vorbereitung der Proben für die SDS-PAGE 

Von allen Fraktionen einschließlich des Sonifikats, Sediment des Sonifikats sowie dem Durchfluss 

wurde soviel abgenommen, dass es einem Volumen von 500 µl der ursprünglichen 

Bakterienexpressionskultur entsprach. Bei einer 600-ml-Kultur errechnet sich das abgenommene 

Volumen wie folgt: 

  600.000 µl       1 
       =  1200  →     einer jeden Fraktion musste eingesetzt werden 
  500µl          1200 
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Die entsprechenden Volumina wurden abgenommen und für die SDS-PAGE vorbereitet. Je nach 

Volumen wurden sie entweder direkt im 2-fachen SDS-Probenpuffer (siehe 4.4.1) aufgenommen oder 

vorher mit Methanol/Chloroform gefällt (siehe 4.4.5.1) und dann im 1-fachen SDS-Probenpuffer 

(siehe 4.4.1) aufgenommen. 

 

Bestimmung der Proteinausbeute 

Die Konzentration der in den Fraktionen enthaltenen Proteine wurde entweder näherungsweise über 

die Extinktionsmessung bei einer Wellenlänge von 280 nm (E280) (siehe auch 4.4.4.2) oder über eine 

BSA-Standardreihe im SDS-Polyacrylamidgel mit anschließender Coomassie-Färbung abgeschätzt 

(siehe 4.4.4.1) und anschließend mit den Volumina der Elutionsfraktionen verrechnet. 

 

4.4.8 Produktion von Antikörpern 

Da der käuflich zu erwerbende MVP-Antikörper (Biotrend) nicht für alle Methoden geeignet war, 

musste selbst ein polyklonaler MVP-Antikörper hergestellt werden.  

Für die Herstellung von Antikörpern muss das Antigen in ein Säugetier injiziert werden. Das Antigen 

wird von Makrophagen des Immunsystems aufgenommen, intrazellulär proteolytisch in kleine Peptide 

zerlegt und durch MHC-Proteine auf der Zelloberfläche präsentiert. T-Helferzellen binden an diese 

Proteine, erkennen die Peptidstruktur und bilden spezifische Antikörper gegen das präsentierte 

Antigen. Da Proteine für die Antikörperherstellung in einem Organismus proteolytisch gespalten 

werden, spielt ihre Sekundär- und Tertiärstruktur keine Rolle. Deshalb kann ein Protein für die 

Antikörpererstellung auch trunktiert exprimiert, denaturierend aufgereinigt und zur Aufkonzentrierung 

denaturierend präzipitiert werden. 

 

4.4.8.1 Immunisierung 

Lösungen: 

• PBS: 140 mM NaCl 

   6,4 mM Na2HPO4 

   2,6 mM KCl 

   1,4 mM KH2PO4 

 

Es wurden zwei weibliche Meerschweinchen immunisiert. Vier Wochen nach der Immunisierung 

erfolgte der 1. Boost, nach weiteren zwei Wochen der 2. Boost und  50 Tage nach der Immunisierung 

das Ausbluten.  

Vor der Immunisierung wurde das aufgereinigte Fusionsprotein (siehe 4.4.7.2) über  Nacht gegen PBS 

dialysiert, um den Harnstoff zu entfernen. Das dialysierte Fusionsprotein wurde anschließend in 

Centriplus-Zentrifugen-Filtern YM-50 (Millipore GmbH, Schwalbach) eingeengt, damit eine 
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ausreichende Proteinkonzentration für die Immunisierung zur Verfügung stand. Für die 

Immunisierung, den ersten und zweiten Boost wurden pro Meerschwein 600 µl PBS mit 100-150 µg 

gelöstem Antigen  benötigt. Diese Lösung wurde für die Immunisierung 1:1 mit komplettem 

Freud`schem Adjuvans, einem Mineralöl mit abgetöteten Streptokokken, das zur langsamen 

Freisetzung des Antigens in den Organismus und zur Anregung der Immunantwort dient, vermischt. 

Dazu wurde die zunächst noch zweiphasige Lösung unter intensivem Resuspendieren auf Eis (mit 

einer Spritze durch eine Kanüle) in eine stabile, weißliche Emulsion gebracht und darauf geachtet, 

dass sich die Phasen nicht wieder trennten. Die finale Harnstoffkonzentration in der zu injizierenden 

Emulsion sollte unter 1 M liegen.  Vor der Immunisierung wurde die Emulsion auf Raumtemperatur 

erwärmt. Die Meerschweinchen waren während der Injektion mit Diethylether leicht betäubt. Die 

Injektion erfolgte subkutan in den Nacken der Meerschweinchen, wobei die Emulsion großflächig und 

weit entfernt von der Einstichstelle verteilt wurde.  

Der erste und zweite Boost wurde analog durchgeführt. Allerdings wurde statt komplettem, ein 

inkomplettes Freud`sches Adjuvans (Sigma-Aldrich) verwendet, in dem die abgetöteten 

Streptokokken zum Anregen der Immunantwort fehlten. 

 

4.4.8.2 Serumaufbereitung 

An Tag 50 erfolgte das Ausbluten der Meerschweinchen. Dazu wurden die Meerschweinchen mit 

Diethylether betäubt, die Haut am Hals entfernt, die Hauptschlagadern zum Kopf angeschnitten und 

die Tiere in je ein 50 ml PVC Gefäß ausgeblutet. Pro Tier wurden so etwa 15 - 17 ml Blut gewonnen. 

Das Blut wurde zwei Stunden bei RT inkubiert, bis das Blut geronnen war. Mit einer 

zugeschmolzenen Pasteurpipette wurde anschließend der Blutkuchen vom Gefäßrand gelöst. Dieser 

Blutkuchen wurde zur Kontraktion vier Stunden auf Eis gelagert. Danach wurde das Blutserum so 

weit wie möglich abgenommen, der Blutkuchen bei 3000 xg und 4°C, für zehn Minuten 

abzentrifugiert und das Serum erneut abgenommen. Das gesamte Serum eines Tieres wurde gepoolt 

und nochmals für zehn Minuten bei 3000 xg und 4°C zentrifugiert um letzte Blutzellen zu 

sedimentieren. Das zellfreie Serum wurde zu 500 µl aliquotiert und bei -70°C langzeitgelagert. 

Gebrauchsaliquots wurden zu 50 µl bzw. 100 µl aliquotiert und bei -20°C gelagert. 

 

4.4.8.3 Affinitätsreinigung des Antiserums 

Lösungen: 

• TBST (siehe 4.4.6.1) 

• 2 M KSCN 

• PBS (siehe 4.4.8.1) 
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Zunächst wurde durch eine SDS-PAGE das Protein aufgetrennt, gegen das der Antikörper aufgereinigt 

werden sollte. Dabei wurden in alle Taschen 500 ng des Fusionsproteins geladen und in die beiden 

äußeren Taschen der Protein-Größenstandard aufgetragen. Die Proteine wurden wie unter 4.4.6 

beschrieben geblottet und durch Ponceau S Färbung auf der Membran sichtbar gemacht. Anschließend 

wurden die Banden des Fusionsproteins ausgeschnitten und die Membranstücke über Nacht bei 4°C in 

10 % Magermilch (in TBST) abgesättigt. Am nächsten Tag wurde dreimal für zehn Minuten mit 

TBST gewaschen. Es folgte die Inkubation mit den Antiseren für drei Sunden bei Raumtemperatur, 

wobei je 20 µl der Seren mit 2 ml TBST verdünnt wurden. Anschließend wurden die Membranstücke 

erneut dreimal für zehn Minuten mit TBST gewaschen. Die Membranstücke wurden in ein 15 ml 

Falconröhrchen überführt und 2 ml 2 M KSCN zugegeben, gevortext und für fünf Minuten bei 

Raumtemperatur inkubiert. Durch diesen Schritt wurden die Antikörperbindungen gelöst und die 

Antikörper befanden sich im Überstand. Dieser wurde sofort mit 4 ml PBS versetzt. Der 

Elutionsschritt wurde insgesamt drei Mal durchgeführt. Anschließend wurden die neutralisierten 

Überstände mit Centriplus-Zentrifugen-Filtern YM-50 (Millipore GmbH, Schwalbach) eingeengt, um 

die Antikörperkonzentration zu erhöhen. Die eingeengten Antikörper wurden in Aliquots zu je 20 µl 

bei -20°C gelagert. 

 

4.5 Mikroskopie 

4.5.1 Indirekte Immunfluoreszenz 

Bei der indirekten Immunfluoreszenz erkennt ein spezifischer Primärantikörper das zu analysierende 

Protein. Danach wird ein universeller Sekundärantikörper eingesetzt, der kovalent mit einem 

Fluoreszenzfarbstoff gekoppelt ist und der an den Primärantikörper bindet. Dies hat zum einen den 

Vorteil, dass das Fluoreszenzsignal verstärkt wird – ein Primärantikörper wird in der Regel von 

mehreren Sekundärantikörpern markiert – zum anderen können die Sekundärantikörper mit 

unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen gekoppelt sein, so dass zwei oder mehrere verschiedene 

Proteine in einer Zelle sichtbar gemacht werden können. Die Farbstoffe erzeugen bei Anregung durch 

Licht mit einer bestimmten Wellenlänge eine spezifische Fluoreszenz. Das Fluoreszenzmuster, das 

unter dem Mikroskop beobachtet werden kann entspricht dem Verteilungsmuster des untersuchten 

Proteins in den Zellen oder Geweben. 

 

4.5.1.1 Immunfluoreszenz auf in vitro rekonstituierten Kernen und Annulate Lamellae 

Für die Immunfluoreszenz auf  in vitro-Kernen oder Annulate Lamellae wurden Aliquots des 

vorbehandelten Eiextraktes (siehe 4.1.6) in vier Volumina 2% Formaldehyd (frisch hergestellt aus 

Paraformaldehyd in PBS) vorsichtig resuspendiert und bei Raumtemperatur für zehn Minuten fixiert. 
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Anschließend wurden die Suspensionen in die Trichter einer Cytospin-Zentrifuge gefüllt und die darin 

vorhandenen Strukturen für zehn Minuten bei 1000 rpm (4°C) auf Objektträger zentrifugiert. 

 

Fixierung und Vorbehandlung der Präparate 

Die auf Objektträger zentrifugierten in vitro-Strukturen wurden sofort nach der Zentrifugation in 

Aceton bei –20°C für zehn Minuten fixiert und anschließend bei Raumtemperatur luftgetrocknet. 

Bei Verwendung der Proben zur Darstellung von Fibrillarin wurden die Objektträger nach der 

Zentrifugation für zehn Minuten in Methanol bei –20°C und anschließend für zwei Minuten in Aceton 

bei -20°C fixiert und bei Raumtemperatur luftgetrocknet. 

 

Inkubation mit den Antikörpern  

Alle folgenden Inkubationen fanden in einer Feuchtkammer statt, um eine Austrocknung der Präparate 

zu verhindern. 

Die Präparate wurden mit verschiedenen Primärantikörpern für 30 Minuten bei Raumtemperatur 

inkubiert. Dazu wurden 50 µl der Antikörperlösung aufgetragen (S49H2 1:200 in PBS, Nup62 1:1000 

in PBS, 72B9 1:25 in PBS, xMVP (Serum2) 1:20 in PBS, MVP von Biotrend 1:100 in PBS). Nach der 

Inkubation wurden ungebundene Antikörper durch zweimal fünfminütiges Waschen in PBS entfernt. 

Anschließend wurden die Präparate 20 Minuten mit 50 µl der entsprechenden Sekundärantikörper, die 

mit Fluoreszenzfarbstoffen wie Texas-Red, Cy2 oder Cy3 gekoppelt sind, inkubiert. Zur Anfärbung 

der DNA wurden je 10 µl DNA-Fluorochrom Hoechst 33258 (Hoechst, Frankfurt; Stammlösung         

5 µg/ml) für zehn Minuten dazugegeben. Die Objektträger wurden erneut zweimal fünf Minuten in 

PBS gewaschen, eine Minute in 100% Ethanol inkubiert und anschließend bei Raumtemperatur 

luftgetrocknet. Auf die getrocknete Probe wurde ein Tropfen Mowiol 4-88 (Hoechst, Frankfurt) 

gegeben und ein Deckglas aufgelegt. 

 

4.5.1.2 Immunfluoreszenz auf Zellen 

Bevor die Zellverteilung bestimmter Proteine durch indirekte Immunfluoreszenz sichtbar gemacht 

werden kann, müssen die Zellen zuerst fixiert und in einem nachfolgenden Schritt permeabilisiert 

werden, um die Zugänglichkeit der Antikörper ins Innere der Zellen zu gewährleisten. Generell wurde 

mit zwei verschiedenen Methoden gearbeitet: der Formaldehyd−Triton- bzw. der Methanol−Aceton-

Fixierung. 

 

Fixierung mit Formaldehyd−Triton  

Durch die Behandlung mit Formaldehyd werden lösliche und freie funktionelle Gruppen zellulärer 

Proteine chemisch vernetzt und dadurch immobilisiert. Das Detergenz Triton sorgt dafür, dass die 

Lipidmembranen der Zellen partiell durchlässig werden. 

 



Methoden 

 102 

Lösungen: 

• Paraformaldehyd-Lösung: 2% (w/v) Paraformaldehyd in PBS 

           → zum Lösen auf maximal 60°C erhitzen 

• Triton-Lösung:     0,1% (v/v) TritonTM X-100 in PBS 

• PBS (siehe 4.4.8.1) 

 

Auf Deckgläschen gewachsene Kulturzellen wurden kurz in PBS gewaschen und dann für zehn 

Minuten bei Raumtemperatur in Paraformaldehyd-Lösung inkubiert. Anschließend wurden die 

Deckgläschen kurz in PBS gewaschen und für fünf Minuten in der Triton-Lösung bei Raumtemperatur 

permeabilisiert. Nach der Permeabilisierung wurden die Zellen dreimal für fünf Minuten in PBS 

gewaschen und konnten für die indirekte Immunfluoreszenz verwendet werden. 

 

Fixierung mit Methanol−Aceton 

Die Arbeitsschritte dieser Methode werden bei -20°C durchgeführt, wodurch empfindliche 

Zellstrukturen besonders schonend fixiert werden. Durch die Behandlung mit Methanol wird den 

Zellen das Wasser entzogen und dadurch die Proteinstrukturen fixiert. Das Lösungsmittel Aceton sorgt 

für die notwendige Permeabilisierung der Zellwände und Lipidmembranen. 

Auf Deckgläschen gewachsene Kulturzellen wurden kurz in PBS gewaschen und anschließend für 

zehn Minuten bei -20°C in Methanol (technisch) entwässert. Daraufhin wurden die Deckgläschen für 

fünf Minuten in technisches Aceton  bei -20°C gestellt. Danach wurden die Zellen für 30 Minuten 

luftgetrocknet und konnten im Anschluss daran für die indirekte Immunfluoreszenz verwendet 

werden. 

 

Inkubation mit Antikörpern  

Die Inkubation mit den Antikörpern erfolgte wie unter 4.5.1.1 beschrieben. 

 

4.5.2 EM-Darstellung von in vitro-Kernen 

Das Elektronenmikroskop (EM) erreicht eine bessere optische Auflösung als das Lichtmikroskop. 

Dadurch können auch noch sehr kleine Strukturen dargestellt werden. Die Auflösungsgrenze liegt bei 

biologischen Präparaten bei etwa 1-3 nm, im Vergleich zu 0,2 µm beim Lichtmikroskop. Im 

Elektronenmikroskop werden Elektronen von einem Glühdraht (Kathode) durch ein elektrisches Feld 

Richtung Anode hin beschleunigt. Damit die Elektronen auf diesem Weg nicht abgelenkt werden, 

muss in der Säule Vakuum herrschen. Der Elektronenstrahl tritt durch ein zentrales Loch in der Anode 

und wird durch ein Kondensatorsystem auf das Präparat fokussiert. Da der Elektronenstrahl nur eine 

sehr dünne Schicht durchdringen kann, müssen von den Präparaten Ultradünnschnitte mit einer Dicke 

von 25-80 nm hergestellt werden.  
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4.5.2.1 Fixierung der Proben 

Lösungen: 

• Cacodylatpuffer:      0,05 M Cacodylsäure Na-Salz Trihydrat 

• 2,5% Glutaraldehyd mit Ionen:  5 ml 25% Glutaraldehyd 

            2,5 ml 1 M KCl 

            1,25 ml 0,1 M MgCl2 

            41,25 ml 0,05 M Cacodylatpuffer 

            pH 7,2 

• Osmiumtetroxid:      2% (w/v) OsO4 in dest. H2O 

• Uranylacetat:       0,5% Uranylacetat in dest. H2O 

 

Von den unter 4.1.6 beschriebenen Proben wurden je 50 µl im Elektronenmikroskop analysiert. Die 

Aliquots wurden jeweils in vier Volumina 2,5% Glutaraldehyd mit Ionen für 30 Minuten bei 4°C 

fixiert. Glutaraldehyd dient zur Vernetzung der Proteine und somit zur Strukturerhaltung. Nach dieser 

Inkubation wurde die Probe auf zwei Eppendorfreaktionsgefäße verteilt und zehn Minuten bei 4000 

rpm (Haereus–Zenrtifuge) bei 4°C ohne Bremse zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen, das 

Sediment viermal drei Minuten in kaltem Cacodylatpuffer gewaschen, ohne das Pellet dabei zu 

resuspendieren, und mit 2% Osmiumtetroxid bei 4°C postfixiert. Osmiumtetroxid oxidiert vor allem 

Doppelbindungen und wird dabei selbst zu Osmiumdioxid reduziert, das wasserunlöslich ist und 

kontrastgebend ausfällt. Nach zwei Stunden wurden die Proben viermal für drei Minuten in 

Cacodylatpuffer und danach viermal für drei Minuten in destilliertem Wasser gewaschen. Die 

Präparate wurden über Nacht bei 4°C  in 0,5% Uranylacetat, einem kontrastgebendem Salz, inkubiert. 

Am nächsten Tag wurden die Proben viermal drei Minuten mit destilliertem Wasser gewaschen und 

über eine aufsteigende Alkoholreihe entwässert. 

 

4.5.2.2 Entwässerung und Einbettung der Proben in Epon 

Da das Elektronenmikroskop mit Hochvakuum arbeitet, ist es erforderlich wasserfreie Präparate zu 

verwenden. Die Präparate wurden deshalb über eine Alkoholreihe entwässert und anschließend in 

Kunstharz eingebettet. 

Lösungen: 

• Epon-Lösung A: (1 ml = 1,077 g) 

       50 ml DDSA 

       31 ml Epon 812  

• Epon-Lösung B: (1 ml = 1,212 g) 

       44,5 ml MNA 

       50 ml Epon 812 
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• Epon-Gemisch:  24,6 g Lösung A 

       20,8 g Lösung B 

       0,8 ml DMP-30 

 

Die Präparate wurden über eine aufsteigende Alkoholreihe bestehend aus je zweimal 15 Minuten 50%, 

70% und 96% Ethanol p.A. bei 4°C dehydriert. Anschließend wurden die Proben zur vollständigen 

Entwässerung dreimal 20 Minuten in 100% Ethanol p.A. bei RT inkubiert. Danach wurden sie für 

dreimal 20 Minuten unter dem Abzug mit Propylenoxid bei offenen Eppendorfreaktionsgefäßen und 

Raumtemperatur inkubiert. Die Sedimente wurden mit einer Mischung aus Propylenoxid und Epon-

Gemisch (Mischungsverhältnis 1:1) eingebettet. Nach ein bis zwei Stunden wurde das Gemisch durch 

Propylenoxid / Epon-Gemisch (Mischungsverhältnis 1:3) ausgetauscht und über Nacht mit offenen 

Eppendorfreaktionsgefäßen inkubiert. Am nächsten Tag wurde Epon auf die Proben gegeben, das in 

Intervallen von zwei Stunden drei bis viermal ausgewechselt wurde. Die Präparate wurden zur 

Aushärtung des Epons für mindestens 48 Stunden in einem Wärmeschrank bei 60°C inkubiert. 

Nach Aushärtung wurde das Eppendorfreaktionsgefäß entfernt, die Probe in einen Schneideblock 

eingespannt und geschnitten. 

 

4.5.2.3 Anfertigung der Ultradünnschnitte 

Die Ultradünnschnitte wurden mit einem Diamanten (DIATOME, Swiss Diamond knife, 

Messerwinkel 5°C, Reichert-Jung, Nußloch) am Ultramikrotom (RMC, Tuson, USA) hergestellt. Die 

Schnittdicke betrug 60-80 nm. Aus dem hinter dem Messer angebrachten Wassertrog wurden die 

Schnitte mit einem vorher mit Pioloform F (Wacker-Chemie GmbH, München) beschichteten EM-

Kupfernetzchen (Typ 75, 3 mm Durchmesser, VECO Industrieprodukte GmbH, Solingen-Höhscheid) 

abgefischt und eine halbe Stunde luftgetrocknet.  

 

4.5.2.4 Kontrastierung der Ultradünnschnitte 

Lösungen: 

• Uranylacetat:       20% Uranylacetat in Ethanol 

• Bleicitrat nach Reynolds (1963): 1,33 g Bleinitrat 

            1,76 g Natriumcitrat 

            8 ml 1 N NaOH 

            → auf 50 ml mit abgekochten dest. H2O auffüllen 

 

Auf ein Stück Parafilm wurde ein Tropfen 20% Uranylacetat pipettiert und das Kupfernetzchen mit 

der glänzenden Seite nach unten auf den Tropfen gelegt. Eine Glaspetrischale wurde darüber gestülpt 

und 20 Minuten inkubiert. In dieser Zeit wurde eine zweite Glaspetrischale umgedreht auf den 
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Parafilm gelegt, unter der sich NaOH-Plätzchen befanden. Die NaOH-Plätzchen reagieren mit dem 

CO2, sodass es zu keiner Reaktion mehr mit dem Bleicitrat kommt. Nach der Inkubation mit 

Uranylacetat wurde das Netzchen zunächst in 100% Ethanol p.A., dann in 50% Ethanol (mit 

abgekochtem Wasser verdünnt) und noch zweimal in abgekochtem Wasser gewaschen. Dabei wurde 

das Netzchen mit einer Pinzette gehalten und in der entsprechenden Lösung etwa 40 Mal auf- und 

abgetaucht. Anschließend wurde das Netzchen acht Minuten auf einem Tropfen Bleicitrat inkubiert. 

Diese Inkubation erfolgte unter der Petrischale mit NaOH-Plätzchen. Zuletzt wurde das Netzchen 

viermal mit abgekochtem Wasser gewaschen und konnte nach einer halben Stunde Lufttrocknen im 

Elektronenmikroskop bei 80 kV angeschaut werden. 

 

4.5.3 Immungoldlokalisation auf handisolierten Oocytenkernhüllen 

4.5.3.1 Isolation der Kernhüllen 

Lösungen: 

• MS222 (siehe 4.1.5) 

• Barth-Medium:  90 mM  NaCl 

       10 mM HEPES 

       2 mM NaHCO3 

       1 mM KCl 

       0,8 mM MgSO4 

       0,4 mM CaCl2 

       0,3 mM Ca(NO3)2 

       → Zugabe von einer Spatelspitze Phenolrot 

        pH 7.6 mit NaOH einstellen 

• 3:1-Medium:  3 mM Tris-HCl (pH 7,4) 

       4 mM NaCl 

       12 mM KCl 

       pH 7,4 

• 3:1 Medium mit 7 mM MgCl2 

 

Für die Präparation von Oozyten wurden Xenopus laevis Weibchen für 20 Minuten in das 

Anästhesierungsmedium MS222 gegeben. Nachdem sicher gestellt war, dass die Tiere vollständig 

narkotisiert waren, wurden sie mit dem Rücken auf Eis gelegt, um ein zu frühes Aufwachen zu 

vermeiden. Mit einem Einschnitt von einem Zentimeter wurde die Bauchhöhle geöffnet. Durch diese 

Öffnung wurden Teile des wieder nachwachsenden Ovars entnommen und in Barth-Medium gelegt. 

Die Wunde wurde zugenäht und die Frösche konnten nach dem Aufwachen zurück in ein Zuchtbecken 
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gegeben werden. Die Oozyten konnten bis zur weiteren Verwendung höchstens 48 Stunden bei 16 °C 

in Barth-Medium aufbewahrt werden. 

Die Oozyten wurden in Barth-Medium defollikuliert und in 3:1-Medium überführt. Mit 

Uhrmacherpinzetten wurden diese behutsam aufgerissen und die Kerne freigelegt. Die Zellkerne 

wurden in 3:1-Medium mit MgCl2 gegeben. Mit einer speziellen Glaspasteurpipette, deren 

Durchmesser an der Saugöffnung kleiner als ein Kern ist, wurden die Kerne aufgebrochen und 

Kerninhalt und Kernhüllen getrennt. 

 

4.5.3.2 Immunlokalisation 

Lösungen: 

• 3:1-Medium (siehe 4.5.3.1) 

• PBS (siehe 4.4.8.1) 

• 2,5% Glutaraldehyd mit Ionen (siehe 4.5.2.1) 

• 0,05 M Cacodylatpuffer (siehe 4.5.2.1) 

• 2% OsO4 (siehe 4.5.2.1) 

• Epongemisch (siehe 4.5.2.2) 

 

Für die Immunlokalisation wurden 6-10 Kernhüllen oder fünf Zellkerne in eine Chromosomenkammer 

auf Eis überführt und überständig mit 3:1-Medium gefüllt. Ein Deckglas mit 18 mm Durchmesser 

wurde aufgelegt und leicht angedrückt. Nach Absaugen von überschüssigem Puffer wurde die 

Chromosomenkammer mit Fixogum verschlossen. Um die Kernhüllen auf dem unteren Deckglas zum 

Haften zu bringen, wurde die Chromosomenkammer für zehn Minuten bei 1000 rpm (4°C) (auf 

Titerträgerplatten, (Heraeus Omnifuge 2.ORS, Beschleunigung 4, Bremse 4) zentrifugiert. 

Anschließend wurde das Fixogum vorsichtig entfernt und das obere Deckglas vorsichtig durch 

Schieben abgelöst. Der Puffer wurde weitgehend abgesaugt und 100 µl des Primärantikörpers (in PBS 

verdünnt) in die Kammer pipettiert. Es folgte eine Inkubation von einer Stunde bei Raumtemperatur in 

einer Feuchtkammer. Die Antikörperlösung wurde vorsichtig abgesaugt und zweimal für fünf Minuten 

mit PBS gewaschen, indem PBS in die Chromosomenkammer pipettiert wurde. An den 

Sekundärantikörper waren 12nm-Goldpartikel gekoppelt, um das zu untersuchende Protein im 

Elektronenmikroskop indirekt über die Goldkörnchen nachweisen zu können. Die Inkubation mit 40 

µl des Sekundärantikörpers erfolgte für eine Stunde bei Raumtemperatur. Im Anschluss daran wurde 

erneut für zweimal fünf Minuten mit PBS gewaschen. Zur Strukturerhaltung der Kernhüllen wurde die 

Chromosomenkammer mit 2,5% Glutaraldehyd mit Ionen gefüllt und für 30 Minuten inkubiert. Um 

das Glutaraldehyd wieder auszuwaschen, wurden die Chromosomenkammern zweimal für fünf 

Minuten in Petrischalen mit    0,05 M Cacodylatpuffer überführt. Zur Postfixierung wurde die 

Kammer mit 2% Osmiumtetroxid für 30 Minuten gefüllt und anschließend in einer Petrischale mit 
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entionisiertem Wasser gewaschen. Nun wurde das untere Deckglas mit den daran haftenden 

Kernhüllen vorsichtig mit einer Rasierklinge von der Chromosomenkammer gelöst. Es folgte die 

Entwässerung der Proben in Petrischalen auf Eis. Entwässert wurde mit einer aufsteigenden 

Alkoholreihe (50/70/90/96/100% EtOH p.A.) für je fünf Minuten. Die finale Entwässerung erfolgte in 

zwei fünfminütigen Schritten in 100% EtOH bei Raumtemperatur. Anschließend wurden die 

Deckgläschen in einer Mischung aus Propylenoxid und Epon-Gemisch (Mischungsverhältnis 1:1) für 

drei Stunden und über Nacht in reinem Epongemisch inkubiert. Am nächsten Tag wurde eine 

Gelatinekapsel mit Epongemisch gefüllt, auf das Deckgläschen gestürzt und die Probe für 48 Stunden 

bei 60°C ausgehärtet. Im Anschluss daran folgte die Anfertigung der Ultradünnschnitte (siehe 4.5.2.3) 

und die Kontrastierung der Proben (siehe 4.5.2.4) 

 

4.5.4 EM-Darstellung von Zellen 

Lösungen: 

• 0,05 M Cacodylatpuffer (siehe 4.5.2.1)    

• 2,5% Glutaraldehyd mit Ionen (siehe 4.5.2.1)        

• 2% Osmiumtetroxid       

• 0,5% Uranylacetat    

• Epongemisch (siehe 4.5.2.2)  

 

Die auf Deckgläschen gewachsenen Zellen wurden für 30 Minuten bei Raumtemperatur in 2,5% 

Glutaraldehyd fixiert und anschließend durch Eintauchen der Deckgläschen in 0,05 M Cacodylatpuffer 

gewaschen. Es folgte die Postfixierung mit 2% Osmiumtetroxid für 45 Minuten bei Raumtemperatur. 

Nach drei Waschschritten mit destilliertem Wasser für je fünf Minuten wurden die Zellen über Nacht 

in 0,5% Uranylacetat bei 4°C inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Proben dreimal fünf Minuten 

mit destilliertem Wasser gewaschen und über eine aufsteigende Alkoholreihe entwässert. Dafür 

wurden die Deckgläschen für je fünf Minuten auf Eis in Petrischalen mit 50%, 70%, 90% und 

96%igem Ethanol (p.A) gelegt. Die finale Entwässerung erfolgte in zwei fünfminütigen Schritten in 

100% Ethanol bei Raumtemperatur. Nach zwei fünfminütigen Inkubationszeiten in Propylenoxid, 

wurden die Deckgläschen in einer Mischung aus Propylenoxid und Epon-Gemisch 

(Mischungsverhältnis 1:1) für drei Stunden und über Nacht in reinem Epongemisch inkubiert. Am 

nächsten Tag wurde eine Gelatinekapsel mit Epongemisch gefüllt, auf das Deckgläschen gestürzt und 

die Probe für 48 Stunden bei 60°C ausgehärtet. Im Anschluss folgte die Anfertigung der 

Ultradünnschnitte (siehe 4.5.2.3) und die Kontrastierung der Proben (siehe 4.5.2.4) 
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5. Ergebnisse 

5.1 Bildung von in vitro Kernen 

Die molekularen Mechanismen, die zum Abbau und Wiederaufbau der Kernhülle führen, sind 

trotz vieler Untersuchungen nur ansatzweise bekannt. In dieser Arbeit sollte deshalb die 

Bildung der Kernhülle und der Kernporenkomplexe genauer charakterisiert werden. Als 

Modellsystem diente ein zellfreies System aus interphasischem Xenopus laevis Eiextrakt. 

Durch Zugabe von Chromatin oder DNA und einem Energie-regenerierendem System bilden 

sich in diesem Extrakt Kerne (Newport, 1987), die in Größe und Form den somatischen 

Zellkernen ähneln. Wie diese besitzen sie eine äußere und innere Kernmembran, Kernporen 

und eine Kernlamina und sind fähig, karyophile Proteine zu importieren.  

 

 
Abb. 5-1: In vitro Kerne, die im zellfreien System aus Xenopus laevis Eiextrakt gebildet wurden. Das 

dekondensierte Chromatin war von einer Kernhülle (NE) umgeben, die aus einer äußeren (ONM) und einer 

inneren Kernmembran (INM) besteht (a). Diese Kernmembran war von zahlreichen Kernporenkomplexen (NPC)  
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durchzogen (a), die auch durch Fluoreszenz mit einem Antikörper gegen das Nukleoporin Nup62 (b´´) 

nachweisbar waren. Die Kerne bildeten eine Lamina aus (c´´) und waren aktiv in Kernimportprozessen, wie die 

Fluoreszenz von Fibrillarin (d´´) zeigt. 

 

Die im zellfreien System gebildeten in vitro Kerne, besaßen eine Kernhülle (nuclear envelope, 

NE), die von zahlreichen Kernporenkomplexen (NPC) durchzogen war. Die 

Auflösungsgrenze des Elektronenmikroskops liegt bei etwa 1-3 nm. Dadurch können die 

Kernporenkomplexe mit einem Durchmesser von ungefähr 120 nm  direkt dargestellt werden 

(Abb. 5-1 a). Bei höherer Vergrößerung konnte man die innere (inner nuclear membrane, 

INM) und die äußere Kernmembran (outer nuclear membrane, ONM) deutlich voneinander 

unterscheiden. 

Die Kernporenkomplexe konnten auch durch die Immunfluoreszenz mit Antikörpern gegen 

das Nukleoporin Nup62 nachgewiesen werden (Abb. 5-1 b´´). Die in vitro Kerne besaßen 

ebenfalls eine Kernlamina, wie die Fluoreszenz von Lamin (Abb. 5-1 c´´) zeigt. 

Die Fähigkeit in vitro gebildeter Kerne, karyophile Proteine zu importieren, ließ sich anhand 

einer Immunfluoreszenz mit Antikörpern gegen Fibrillarin nachprüfen. Das nukleoläre 

Protein Fibrillarin wandert in die in-vitro-Kerne und akkumuliert dort in den pränukleolären 

Körperchen (Bell et al., 1992). Da dieses Protein aktiv über die Kernporenkomplexe in den 

Kern transportiert wird, kann man es als Marker für die Importfähigkeit eines Kernes 

verwenden. Das typisch punktförmige Verteilungsmuster von Fibrillarin ist in Abb. 5-1 d´´ 

deutlich zu erkennen und dient als Nachweis für aktive Kernimportprozesse. 

 

5.2 Isolation zweier Membranvesikelfraktionen 

Inkubierte man den Eiextrakt zunächst mit Energie-regenerierendem System in Abwesenheit 

von Chromatin oder DNA, so bildeten sich Annulate Lamellae (Dabauvalle et al., 1991). Gab 

man zu diesem vorinkubierten Eiextrakt Chromatin, so bildete sich darum zwar noch eine 

Doppelmembran, die Bildung der Kernporen blieb allerdings aus. Diese Kerne waren nicht 

fähig, karyophile Proteine zu importieren. Erst nach Zugabe aller im Eiextrakt enthaltenen 

Membranvesikel konnten die Kernporen wieder gebildet werden und Proteinimport war 

wieder nachweisbar (Ewald et al., 1997). 

In dieser Arbeit sollten die porenbildende Membranvesikel und die Membranvesikel, die für 

die Bildung der Doppelmembran erforderlich sind, isoliert und anschließend charakterisiert 

werden. Die beste Methode zur Auftrennung der verschiedenen Membranvesikelpopulationen 

ist die Zentrifugation über einem Zuckergradienten. Dafür wurde aus frisch abgelaichten 
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Eiern des südafrikanischen Krallenfrosches Xenopus laevis ein mitotischer Eiextrakt 

hergestellt. Die Eier von Xenopus laevis sind in der Metaphase der zweiten meiotischen 

Teilung arretiert, das heißt die vorrätigen Komponenten wie Lamine, Nukleoporine und die 

Kernmembran liegen in disassemblierter Form vor. Um diesen Zustand aufrechtzuerhalten 

und um eine vorzeitige Fusion der Membranvesikel zu verhindern, wurde der Extrakt in 

Anwesenheit von ß-Glycerophosphat, einem Phosphataseinhibitor, und EGTA, einem 

Calciumchelator, präpariert. Dieser mitotische Extrakt wurde in der Ultrazentrifuge bei 

200.000 xg in ein Membranpellet und eine darüber liegende lösliche Fraktion fraktioniert. Das 

Membranpellet wurde resuspendiert und über einem diskontinuierlichen Zuckergradienten, 

bestehend aus 50, 40 und 30%iger  Saccharoselösung bei 78.000 xg aufgetrennt. Dadurch 

erhielt man drei unterschiedliche Fraktionen: eine innerhalb der 30%igen Zuckerlösung, eine 

innerhalb der 40%igem Zuckerlösung, und eine an der Grenze zwischen 40 und 50%igem 

Zucker. 

 
Abb. 5-2: Isolation zweier unterschiedlicher Membranvesikelfraktionen 

 

Die verschiedenen Fraktionen wurden gesammelt, fixiert und am Elektronenmikroskop 

genauer betrachtet. Bei der Fraktion an der Grenze zwischen 40 und 50%igem Zucker 

handelte es sich um angereicherte Mitochondrien (nicht gezeigt). Die beiden übrigen 

Fraktionen waren mit Membranvesikeln angereichert. Sie werden im Weiteren als 30% und 

40% Membranfraktion bezeichnet. Rein morphologisch unterschieden sie sich nur leicht 

durch die Größe der Membranvesikel (Abb. 5-3), wobei die 30% Membranfraktion mehr 

kleine Membranvesikel enthielt als die 40% Membranfraktion. 
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Abb. 5-3: EM-Darstellung der isolierten 30% und 40% Membranvesikelfraktionen 

 

5.3 Charakterisierung der beiden Membranvesikelfraktionen 

Da durch die elektronenmikroskopischen Untersuchungen keine deutlichen morphologischen 

Unterschiede zwischen den beiden Membranfraktionen beobachtet werden konnten, sollte nun 

geklärt werden, ob sie unterschiedliche Funktionen bei der Bildung der Kernhülle erfüllen. 

 

5.3.1 Die 30% Membranfraktion ist verantwortlich für die Kernporenbildung 

5.3.1.1 Bildung von porenlosen Kernen in vorinkubiertem Eiextrakt 

Ein großer Vorteil des zellfreien Systems aus Xenopus Eiextrakt liegt darin, dass man dieses 

System sehr leicht manipulieren kann. Inkubierte man den Extrakt zunächst mit Energie-

regenerierendem System in Abwesenheit von Chromatin oder DNA, so bildeten sich aus dem 

Vorrat an Material, das zur Bildung der Kernhülle während der Embryogenese nötig ist, 

Annulate Lamellae (Dabauvalle et al., 1991). Annulate Lamellae sind Membrancisternen bzw. 

-lamellen, die oft parallel gestapelt vorliegen und von Porenkomplexen durchsetzt sind. Gab 

man zu diesem vorinkubierten Eiextrakt Chromatin, so bildete sich darum zwar noch eine 

Doppelmembran, aber die Bildung der Kernporen bleibt aus. Diese Kerne waren nicht fähig, 

karyophile Proteine zu importieren. Erst nach Zugabe aller im Eiextrakt enthaltenen 

Membranvesikel konnten die Kernporen wieder gebildet werden und Proteinimport war 

wieder nachweisbar (Ewald et al., 1997). Es ist also möglich, das gesamte zur Porenbildung 

nötige Material über die Bildung von Annulate Lamellae  aus dem Extrakt zu depletieren. 

Der aktivierte Eiextrakt wurde zunächst für vier Stunden bei Raumtemperatur mit einem 

Energie-regenerierendem System vorinkubiert. In dieser Zeit bildeten sich im Extrakt 
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Annulate Lamellae. In den elektronenmikroskopischen Aufnahmen (Abb. 5-4) erkennt man 

deutlich die Membranstapel, die von zahlreichen Kernporenkomplexen durchzogen sind. In 

der linken Abbildung sind die Porenkomplexe im Längsschnitt und rechts im Flachschnitt 

dargestellt, bei denen die oktogonale Radiärsymmetrie und das Zentralgranulum gut zu 

erkennen sind. 

 

 
Abb. 5-4: Elektronenmikroskopische Aufnahmen von Annulate Lamellae. 

 

Nach vier Stunden Vorinkubation wurde DNA in Form von Spermienchromatin zum Extrakt 

gegeben und die Kerne nach weiteren zwei Stunden für die Elektronenmikroskopie 

eingebettet bzw. durch Immunfluoreszenzmikroskopie untersucht. 

Bei in vitro Kernen, die in vorinkubiertem Extrakt gebildet wurden, war das Chromatin nur 

leicht dekondensiert und von einer kontinuierlichen Doppelmembran umgeben (Abb. 5-5 a). 

Diese Kerne besaßen keine Kernporenkomplexe, wie in der elektronenmikroskopischen 

Aufnahme zu sehen ist. Auch war das Nukleoporin Nup62, das als Marker für die Kernporen 

dient, nicht nachweisbar (Abb. 5-5 b´´). Solch porenlose Kerne bildeten keine Lamina aus, 

wodurch die Fluoreszenz gegen Lamin negativ blieb (Abb. 5-5 c´´). Des Weiteren waren diese 

Kerne nicht in der Lage, Proteine aktiv zu importieren, weshalb kein Fibrillarin im Zellkern 

nachgewiesen werden konnte (Abb. 5-5 d´´). Somit konnte gezeigt werden, dass es möglich 

war, durch Vorinkubation mit einem Energie-regenerierendem System porenlose in vitro 

Kerne zu bilden und durch diese Vorinkubation einen oder mehrere Faktoren aus dem Extrakt 

zu depletieren, die für die Bildung der Kernporenkomplexe essentiell sind. 
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Abb.5-5: Porenlose in vitro Kerne, die in vorinkubiertem Extrakt gebildet wurden. Die 

elektronenmikroskopische Aufnahme zeigt, dass das Chromatin ist von einer kontinuierlichen Doppelmembran 

umgeben ist (a). Den Kernen fehlten Kernporenkomplexe, was in der EM-Aufnahme (a) und auch bei der 

Immunfluoreszenz durch die Abwesenheit des Kernporenmarkers Nup62 (b´´) gezeigt ist. Diese Kerne besaßen 

keine Lamina (b´´) und waren nicht in der Lage, karyophile Proteine wie Fibrillarin zu importieren (c´´). 

 

 

5.3.1.2 Zugabe der isolierten Membranfraktionen zu porenlosen Kernen 

Da bereits gezeigt werden konnte, dass nach Zugabe aller im Eiextrakt enthaltenen 

Membranvesikel wieder Kernporen in solch porenlosen Kernen gebildet wurden (Ewald et al., 

1997), sollte nun untersucht  werden, welche der beiden Membranfraktionen für die Bildung 

der Kernporen verantwortlich war. Dazu wurden zunächst porenlose Kerne gebildet. Zu 

diesen wurden die 30% bzw. 40% Membranfraktion gegeben und nach einer weiteren Stunde 

wurden die Kerne mittels Elektronenmikroskopie und Immunfluoreszenzmikroskopie 

untersucht. 
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Abb. 5-6: Die Zugabe der 30% Membranfraktion zu porenlosen Kernen führt zur Regeneration der 

Kernporen. Nach Zugabe der 30% Membranfraktion, wurden Kernporen in die zuvor vorhandene 

Doppelmembran eingebaut (a, b´´). Ebenso wurde eine Lamina ausgebildet (c´´) und die Kerne wiesen 

Kernimport (d´´) auf. 

 

Nach Zugabe der 30% Membranfraktion wurden in die zuvor kontinuierliche 

Doppelmembran Kernporen eingebaut. Diese waren zum einen direkt unter dem 

Elektronenmikroskop (Abb. 5-6 a), zum anderen über den Nachweis des Nukleoporins Nup62 

(Abb. 5-6 b´´) zu erkennen. In diesen Kernen bildete sich auch eine Kernlamina aus, wie 

durch die Fluoreszenz von Lamin gezeigt ist (Abb. 5-6 c´´). Außerdem waren diese Kerne in 

der Lage aktiv Proteine zu importieren, was die deutliche Markierung der pränukleolären 

Körperchen durch den Fibrillarinantikörper beweist (Abb. 5-6 d´´). 

Im Gegensatz dazu, war die 40% Membranfraktion nicht in der Lage, in zuvor porenlosen 

Kernen Kernporen zu bilden. Nach Zugabe der 40% Membranfraktion waren keine 

Kernporen nachweisbar (Abb. 5-7 a, b´´), die Kerne besaßen nach wie vor keine Lamina 

(Abb.5-7 c´´) und waren nicht in der Lage Proteine zu importieren (Abb. 5-7 d´´). 
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Abb. 5-7: Keine Regeneration der Kernporen durch Zugabe der 40% Membranfraktion. Nach Zugabe der 

40% Membranfraktion zu porenlosen Kernen, waren nach wie vor keine Kernporen nachweisbar (a, b´´). Die 

Kerne besaßen keine Lamina  (c´´) und waren nicht aktiv in Proteinimportprozessen (d´´). 

 

Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass nur die 30% Membranfraktion einen oder mehrere 

Faktoren enthält, die für die Kernporenbildung nötig sind. 
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5.4 Biochemische Analyse der Membranfraktionen 

Da nur die 30% Membranfraktion in der Lage war, in zuvor porenlosen Kernen  Kernporen zu 

bilden, wurden die beiden Membranfraktionen hinsichtlich ihrer Proteinzusammensetzung 

untersucht und verglichen, um auf diesem Wege einen oder mehrere Faktoren der 

Kernporenbildung zu identifizieren. 

5.4.1 Die Nukleoporine gp210 und Pom121 

Pom121 und gp210 sind neben NDC1 die einzigen transmembranen Nukleoporine und damit 

die einzigen Kandidaten für die Verankerung der Kernporenkomplexe in der Kernhülle. 

Gp210 ist ein Typ1 Transmembranprotein mit einer membran-durchspannenden Domäne 

nahe des C-Terminus. Es besitzt eine kleine zytoplasmatische Domäne und eine große 

luminale Domäne (Wozniak et al., 1989). Seine Funktion bei der Bildung der 

Kernporenkomplexe ist nach wie vor strittig. In den Annulate Lamellae war gp210 nicht 

nachweisbar (Ewald et al., 1996). Daher scheint es dort bei der Bildung der Porenkomplexe  

keine Rolle zu spielen. Drummond und Wilson (2002) beobachteten, dass gp210 für die enge 

Aneinanderlagerung der Kernmembranen und die Porenerweiterung nötig war und dass diese 

Vorgänge durch kurze, gegen den C-Terminus gerichtete Peptide blockiert wurden. Stavru et 

al. (2006) dagegen zeigten, dass ein Proteinknockdown von gp210 in HeLa-Zellen keinen 

Effekt auf die Bildung der Kernporen besaß. Eine andere Arbeitsgruppe (Antonin et al., 2005) 

beobachtete, dass die Depletion von gp210 im zellfreien System von Xenopus laevis keinen 

Einfluss auf die Kernporenbildung hatte. 

Pom121 besitzt ebenfalls eine Transmembrandomäne, die sich am Aminoterminus des 

Proteins befindet. Das Carboxylende des Proteins ragt in den Kanal der Kernpore und besitzt 

mehrere Phenylalanin-Glycin-Wiederholungen (Vasu und Forbes 2001). Mit diesen FG-

Einheiten ist Pom121 vermutlich beim Transport von Karyopherinen durch die 

Kernporenkomplexe beteiligt. Auch über die Rolle von Pom121 bei der Bildung der 

Kernporen ist man sich nicht einig. So beobachtete eine Arbeitsgruppe, dass nach Depletion 

von Pom121 die Bildung der Kernporen blockiert wurde (Antonin et al., 2005), eine andere 

Arbeitsgruppe dagegen konnte nach Proteinknockdown mit siRNA in HeLa-Zellen keine 

Beteiligung von Pom121 an der Kernporenbildung beobachten (Stavru et al., 2006). 
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In dieser Arbeit wurde die Verteilung der beiden Transmembranproteine auf die beiden 

unterschiedlichen Membranfraktionen untersucht. Dazu wurden die Proteine der 

verschiedenen Membranvesikelfraktionen in einem 10%igen Polyacrylamidgel aufgetrennt 

und auf Nitrocellulose übertragen. Nach Inkubation der Nitrocellulosen mit den 

entsprechenden Antikörpern, erkennt man, dass sowohl gp210, als auch Pom121 in beiden 

Membranfraktionen enthalten war (Pfeile in Abb. 5-8). Somit stellen diese beiden Proteine 

nicht den entscheidenden Unterschied zwischen den beiden Membranfraktionen dar. 

 

5.4.2 Die integralen Membranproteine LBR und LAP2 

Der Lamin B Rezeptor (LBR) ist ein Protein der inneren Kernmembran mit einem 

Molekulargewicht von 58 kDa, das mit Lamin B, Chromatin und HP1 interagiert (Lin et al., 

1996; Ye und Worman, 1996). LBR besitzt eine hydrophile N-Terminale Domäne, eine kurze  

hydrophobe C-terminale Domäne und acht Transmembrandomänen. Beide Enden des 

Proteins ragen ins Nukleoplasma (Worman et al., 1990). LBR bleibt während der Mitose an 

Membranvesikel assoziiert und akkumuliert am Ende der Mitose an den Chromosomen, 

wodurch es an der Assoziation von Membranen an der Chromatinoberfläche beteiligt ist 

(Ellenberg et al., 1997). Neuere Daten weisen darauf hin, dass LBR nicht direkt an Chromatin 

bindet, sondern Importin ß als Linkerprotein nutzt (Ma et al., 2007). Da LBR über den Linker 

an Chromatin binden kann, könnte er in den Membranfraktionen, die zur Bildung der 

Doppelmembran nötig sind, angereichert sein und in der porenbildenden Membranfraktion 

fehlen. 

Die Lamina-assoziierten Polypeptide 2 (LAP2) sind polymorphe Proteine, die bei 

Säugerzellen aus mindestens sechs Isoformen  (LAP2α, ß, γ, δ, ε und ξ) bestehen. In 

Amphibien sind bisher drei LAP2 Isoformen bekannt. Alle drei Isoformen sind Typ II-

integrale Membranproteine der inneren Kernmembran und entstehen durch differenziertes 

Spleißen. Während in somatischen Zellen wie auch in der männlichen Keimbahn die 

Abb. 5-8: Die Membranproteine Pom121 

und gp210 sind in beiden 

Membranfraktionen enthalten. Nach 

einer 10% SDS-PAGE und anschließendem 

Immunblot konnten Pom121 und gp210 in 

beiden Membranfraktionen nachgewiesen 

werden. Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 
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kleineren Isoformen LAP2ß und LAP2γ exprimiert werden, wird in der frühen 

Embryonalentwicklung sowie in der weiblichen Keimbahn das größere LAP2ω exprimiert 

(Lang et al., 1999). Diese Expression wird während der Gastrulation in allen untersuchten 

Spezies herunter reguliert und mehr und mehr durch die somatischen Isoformen LAP2ß und 

LAP2γ ersetzt. In Säugerzellen akkumuliert LAP2α während der Anaphase an den Telomeren 

und spezifischen Regionen der Chromosomen. LAP2α  bindet mit der N-terminalen LEM-

Domäne an BAF und es kommt zur Bildung von LAP2α-BAF-Komplexen. Diese Komplexe 

scheinen eine wichtige Rolle bei der Reorganisation des Chromatins und bei der Bildung der 

Kernhülle zu spielen (Dechat et al., 2004). Auch LAP2ß spielt bei der Neubildung der 

Kernhülle und deren Ausdehnung nach der Mitose eine Rolle. So verhinderte zum Beispiel 

die Mikroinjektion von LAP2ß-Mutanten in Säugerzellen die postmitotische Ausdehnung der 

Kernhülle (Yang et al., 1997) und die Zugabe von rekombinaten LAP2-Mutanten zu Xenopus 

Eiextrakt störte die Bildung des Laminanetzwerkes (Gant et al., 1999). 

 

 

 

Für den Nachweis von LBR in den beiden Membranfraktionen wurden diese über die 16-

BAC/SDS-PAGE aufgetrennt. Die Auftrennung  der Proteine zum Nachweis von LAP2 

erfolgte in einem 12%igen SDS-Polyacrylamidgel. Die Proteine wurden anschließend auf 

Nitrocellulose übertragen und LBR und LAP2 durch Immunreaktionen mit den 

entsprechenden Antikörpern nachgewiesen. 

In beiden Membranvesikelfraktion war ein deutliches Signal bei 58 kDa vorhanden (Abb.5-9, 

links), was der Laufhöhe des Lamin B Rezeptors entspricht. In Abbildung 5-9 auf der rechten 

Seite sind LAP2ω mit einer Laufhöhe von 84 kDa und LAP2ß mit 66 kDa deutlich zu 

erkennen. Auch diese Proteine waren in beiden Membranfraktionen enthalten. 

 

Abb. 5-9: Die integralen Membranproteine 

LBR und LAP2 sind in beiden 

Membranfraktionen vertreten.  Nach einer 12% 

SDS-PAGE und anschließendem Immunblot 

konnten LBR und XLAP2 in beiden 

Membranfraktionen nachgewiesen werden. 

Größenstandards sind in kDa angegeben. 
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5.4.3 Lamin B 

Die Lamine gehören zu den Typ V Intermediärfilamenten und besitzen eine zentrale coiled-

coil Struktur, eine kurze, nichthelikale aminoterminale Domäne und eine lange 

carboxyterminale Domäne (Mc Keon et al., 1986). Die Lamine sind in die zwei Isoformen  

unterteilt. Während der Mitose bildet Lamin A lösliche Oligomere, während Lamin B an 

Membranen gebunden ist. Alle Vertebratenzellen exprimieren zumindest ein B-Typ Lamin, 

wohingegen die A-Typ Lamine entwicklungsspezifisch reguliert und erst in differenzierten 

Zellen exprimiert werden (Rober et al., 1989; Machiels et al., 1996). Die Zentrale 

Stäbchendomäne ist für die Polymerisation der Lamine verantwortlich (Mc Keon et al., 1987). 

Der Carboxyterminus enthält unter anderem ein Kernlokalisationssignal, eine 

Chromatinbindungsstelle und Domänen, die für die Interaktionen mit anderen Proteinen nötig 

sind (Moir et al., 1995; Ellis et al., 1997; Gant und Wilson, 1997; Spann et al., 1997). Die 

vorangegangene Bildung einer normalen peripheren Kernlamina ist für die Bildung der 

Kernhülle nicht notwendig. Trotzdem scheint die Bindung von Laminen ans Chromatin 

entscheidend für die weitere Bildung der Kernhülle zu sein. Das liegt vermutlich daran, dass 

die Lamine mit einer Vielzahl von Proteinen der inneren Kernmembran interagieren können 

und somit für deren direkte oder indirekte Bindung ans Chromatin verantwortlich sind. Auch 

die Polymerisation der Lamine scheint für die Bindung oder Stabilisierung von 

Membranvesikeln an die Chromatinoberfläche nötig zu sein (Lopez-Soler et al., 2001). Für 

die Membranfusion selbst und die Bildung der Kernporenkomplexe ist Lamin nicht essentiell, 

da auch in Anwesenheit von Lamin-Antikörpern Annulate Lamellae gebildet werden kann 

(Dabauvalle et al., 1991). 

 

 

Die Proteine der 30 und 40% Membranfraktion wurden in zwei 16-BAC/SDS-Gelen 

voneinander getrennt, anschließend auf Nitrocellulose übertragen und Lamin mit Hilfe von 

Antikörpern (S49H2) nachgewiesen. Lamin B war in beiden Membranfraktionen enthalten, 

wie aus Abblidung 5-10 ersichtlich wird.  

Abb. 5-10: Lamin B ist in beiden 

Membranfraktionen vertreten. Nach einer 

zweidimensionalen 16-BAC/SDS-PAGE und 

anschließendem Immunblot konnte Lamin B in 

beiden Membranfraktionen nachgewiesen 

werden. Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 
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5.4.4 Die Zytoskelettproteine Tubulin und Aktin 

Mikrotubuli, bestehend aus α- und ß-Tubulin, übernehmen eine Vielzahl von Funktionen in 

der Zelle. So dienen sie zum einen als Bestandteil des Zytoskeletts der Stabilisierung. Entlang 

der Mikrotubuli werden Vesikel und Granulae durch die Zellen transportiert. Während der 

Zellteilung bilden sie den Spindelapparat aus, über welchen die Chromatiden zu den Polen der 

Zelle gezogen werden. Bei der Bildung der Kernhülle spielen Mikrotubuli ebenfalls eine 

wichtige Rolle. So werden Membranvesikel, die für die Bildung der Kernhülle nötig sind, 

entlang der Mikrotubuli zur Chromatinoberfläche transportiert (Ewald et al., 2001). 

Auch Aktin ist am Transport innerhalb der Zelle beteiligt. Entlang des Aktinnetzes erfolgt der 

Kurzstreckentransport von Vesikeln zur Membran durch Myosine, eine Klasse von 

Motorproteinen (während der Langstreckentransport von Mikrotubuli mit deren 

Motorproteinen Dynein und Kinesin übernommen wird). Dabei übernehmen die Myosine zum 

Teil die von Dynein/Kinesin herangebrachten Ladungen. Aktin ist nicht nur Bestandteil des 

Zytoskeletts, sondern kommt auch innerhalb des Zellkerns vor. Dieses Kernaktin spielt eine 

Rolle bei der Transkription (Scheer et al., 1984; Hu et al., 2004) und der 

Chromatinorganisation (Olave et al., 2002). Außerdem bildet Kernaktin zusammen mit dem 

Protein 4.1 „poren-gekoppelte Filamente“ („pore-linked filaments“. PLFs), die sich von den 

Porenkomplexen ins innere des Zellkerns erstrecken (Kiseleva et al., 2004).  Ob Aktin auch 

eine Funktion bei der Bildung der Kernhülle übernimmt, ist bislang nicht bekannt. 

 

 

 

Die Proteine der Membranfraktionen wurden mittels SDS- oder 16-BAC/SDS-PAGE 

voneinander getrennt, auf Nitrozellulose übertragen und mit Antikörpern gegen Aktin (2G2) 

oder Tubulin (anti-ß-Tubulin) inkubiert. In beiden Fraktionen erkennt man ein deutliches 

Signal auf Höhe von 42 kDa, was der Laufhöhe von Aktin entspricht (Abb. 5-11 links). Auch 

Tubulin, mit einem Molekulargewicht von 55kDa (Abb. 5-11 rechts) war in beiden 

Abb. 5-11: Die Zytoskelettproteine Aktin und 

Tubulin sind an beide Membranfraktionen 

assoziiert. Nach einer zweidimensionalen 16-

BAC/SDS-PAGE (Aktin) oder einer 

eindimensionalen 12% SDS-PAGE (Tubulin) und 

anschließendem Immunblot konnten diese Proteine 

in beiden Membranfraktionen nachgewiesen werden. 

Größenstandards sind in kDa angegeben. 
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Membranfraktionen enthalten. Somit stellen auch diese Zytoskelettproteine nicht den 

entscheidenden Unterschied zwischen den beiden Membranfraktionen dar. 

 

5.4.5 Importin α und ß 

Importin α und ß sind ursprünglich bekannt als Faktoren, die beim Transport von Proteinen in 

den Zellkern eine wesentliche Rolle spielen. Der am besten untersuchte Import-Rezeptor 

besteht aus zwei Untereinheiten: Importin α und Importin ß (auch Karyopherin α bzw. ß 

genannt).  Im Zytoplasma bindet zunächst Importin α an das Kernlokalisationssignal (NLS) 

der zu importierenden Proteine und fungiert als Adapter für Importin ß (Görlich et al., 1994). 

Durch die Wechselwirkung von Importin ß mit einigen Nukleoporinen des Porenkomplexes 

wird der Proteinkomplex, bestehend aus Importin α, Importin ß und dem karyophilen Protein, 

zusammen mit Ran-GDP in den Zellkern transportiert. Im Zellkern wird das an Ran 

gebundene GDP durch RCC1 gegen GTP ausgetauscht, was zur Dissoziation des Komplexes 

führt.  

Inzwischen weiß man aber auch, dass Importin α und ß an der Bildung der Kernhülle beteiligt 

sind. Importin α ist als lösliches Adaptermolekül bekannt. In Xenopus Eiextrakt konnte 

gezeigt werden, dass Importin α an Membranvesikel gebunden ist. Der Unterschied zwischen 

der membrangebundenen und der lösliche Form liegt in einer unterschiedlich starken 

Phosphorylierung der Proteine. So ist das zytosolisch vorliegende Importin α stärker 

phosphoryliert als das membrangebundene. Beide Formen des Importin α sind an der Bildung 

der Kernhülle beteiligt. Sowohl ein Überschuss, als auch ein Mangel an Importin α verhindern 

die Bildung einer geschlossenen Kernhülle (Hachet et al., 2004). 

Auch Importin ß spielt eine wesentliche Rolle bei der Bildung der Kernhülle. Es ist an der 

Membranfusion und der Bildung der Kernporenkomplexe beteiligt. Importin ß fördert durch 

seine Fähigkeit, an Ran-GTP am Chromatin und FG-Nukleoporine und LBR an den 

Membranen zu binden, die Assoziation von Membranvesikeln ans Chromatin (Zhang et al., 

2002b; Ma et al., 2007). Im Gegensatz dazu, verhindert ein Überschuss an Importin ß die 

Membranfusion. Dieser Effekt konnte durch Zugabe von Ran-GTP aufgehoben werden. 

Importin ß reguliert aber auch die Bildung von Kernporenkomplexen. So führte ein 

Überschuss an Importin ß zu einer  Blockade in der Kernporenbildung. Im Gegensatz zur 

Membranfusion konnte dieser Effekt durch Zugabe von Ran-GTP nicht aufgehoben werden 

(Harel et al., 2003). 

Da sowohl Importin α als auch ß eine wesentliche Rolle bei der Bildung der Kernhülle und 

der Kernporenkomplexe übernehmen, sollte geklärt werden, ob das unterschiedliche 
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Verhalten der beiden isolierten Membranfraktionen auf ein unterschiedliches 

Verteilungsmuster dieser beiden Proteine zurückzuführen ist. 

 

 

 

Zum Nachweis von Importin α und ß wurden die Proteine der Membranfraktionen durch eine 

12% ige SDS-PAGE aufgetrennt, auf Nitrocellulose übertragen und mit den entsprechenden 

Antikörpern inkubiert. In beiden Membranfraktionen erkennt man ein deutliches Signal bei 

~60kDa (Pfeile in Abb. 5-12 links), was der Laufhöhe von Importin α entspricht. Auch 

Importin ß mit 97kDa wart in beiden Membranfraktionen nachweisbar (Pfeile in Abb. 5-12 

rechts). 

 

5.4.6 p97ATPase und Ran 

P97 ist eine ATPase der AAA-Familie. P97 spielt bei der Fusion der Golgi-Membranen, bei 

der Bildung des ER-Netzwerkes und bei der Kernhüllenbildung eine Rolle. Dabei kommt p97 

als Bestandteil zweier unterschiedlicher Komplexe vor. Es kann als p97-Ufd1-Np14-Komplex 

und als p97-p47-Komlex vorliegen. Für die Fusion der Golgi- und ER-Membranen ist der 

p97-p47-Komplex notwendig (Kondo et al., 1997). Für die Bildung einer geschlossenen 

Kernhülle wird der p97-Ufd-Np14-Komplex benötigt und ist somit zu einem frühen Zeitpunkt 

an der Kernhüllenbildung beteiligt. Der p97-p47-Komplex ist wichtig für die Ausdehnung der 

Kernhülle, die sich an die Membranfusion anschließt. Somit ist p97 an zwei unterschiedlichen 

Ereignissen der Kernhüllenbildung in Verbindung mit unterschiedlichen Adapterproteinen 

beteiligt (Hetzer et al., 2001). 

Die kleine GTPase Ran ist ein hochkonserviertes Protein, das wichtige Funktionen bei der 

Kernstruktur und -funktion übernimmt. So spielt Ran neben dem Proteinimport und -export 

auch eine wichtige Rolle bei der Dekondensation des Chromatins und der Kernhüllen- bzw. 

Kernporenbildung (Zhang et al., 2002a). Ran kommt in zwei unterschiedlichen 

nukleotidgebundenen Formen vor: als Ran-GDP und Ran-GTP. Während der Mitose kommt 

Abb. 5-12: Importin α und Importin ß sind 

in beiden Membranfraktionen vertreten. 

Nach einer 12% SDS-PAGE und 

anschließendem Immunblot konnten Importin 

α und Importin ß in beiden 

Membranfraktionen nachgewiesen werden. 

Größenstandards sind in kDa angegeben.  
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Ran hauptsächlich als Ran-GDP im Zytoplasma verteilt vor. Eine kleine Population von Ran-

GDP bindet ans Chromatin. Dort wird das GDP durch den Nukleotidaustauschfaktor RCC1 

durch GTP ersetzt. Mit Hilfe von Importin ß können Membranvesikel an Ran-GTP binden. 

Ran-GAP („Ran-GTPase aktivierendes Protein“) stimuliert nun die intrinsische GTPase-

Aktivität des Ran, was dann zur GTP-Hydrolyse führt. Diese Hydrolyse wird für die Fusion 

der Membranvesikel benötigt (Zhang et al., 2002a). Bei diesem Schritt ist das richtige 

Verhältnis zwischen Importin ß und Ran-GTP von entscheidender  Bedeutung. Liegt zuviel 

Ran-GTP vor, so kommt es zur Bildung von Annulate Lamellae oder blasenartigen 

Ausstülpungen der Kernhülle (Harel et al., 2003). Liegt dagegen zu viel Importin ß vor, so 

wird die Vesikelfusion verhindert. Ran ist nicht nur wichtig für die Membranfusion, sondern 

auch für die Bildung der Kernporenkomplexe. Dabei ist die Bildung von Ran-GTP durch 

RCC1 entscheidend (Walther et al., 2003). Ran-GTP sorgt für die Dissoziation der 

Nukleoporine Nup107, Nup153 und Nup358 von Importin ß und ermöglicht so die Bildung 

von Nukleoporinsubkomplexen am Chromatin (Walther et al., 2003). Somit stellt Ran-GTP 

auch bei der Bildung der Porenkomplexe einen wichtigen Gegenspieler von Importin ß dar.  

 

 

 

Nach der Auftrennung der Proteine durch SDS-Page und anschließendem Immunblot war die 

p97ATPase in beiden Membranfraktionen nachweisbar, was das deutliche Signal auf Höhe 

von 97kDa beweist (Abb. 5-13 links). Ran dagegen war nur in der 40% Membranfraktion 

enthalten (Abb. 5-13 rechts). Ran war als einziges der getesteten Proteine nicht in beiden 

Membranfraktionen vorhanden. Da aber die 30% Membranfraktion für die Bildung der 

Kernporenkomplexe verantwortlich ist, stellt auch Ran nicht den entscheidenden Unterschied 

dar, nach dem gesucht wurde.  

 

 

 

Abb. 5-13: Die p97ATPase ist in beiden 

Membranfraktionen enthalten. Ran dagegen ist 

nur in der 40% Membranfraktion vorhanden . 

Nach einer 12% SDS-PAGE und anschließendem 

Immunblot konnten Importin α und Importin ß in 

beiden Membranfraktionen nachgewiesen werden. 

Größenstandards sind in kDa angegeben. 
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5.5 Transport der poreninduzierenden Membranfraktion 

Da durch die biochemische Analyse der Membranfraktionen kein Protein gefunden wurde, 

das spezifisch für die porenbildende Membranfraktion ist, sollten die beiden 

Membranfraktionen nun hinsichtlich ihres Transportes und ihrer Interaktionen mit 

Mikrotubuli untersucht werden. 

 

5.5.1 Abhängigkeit des Transportes von Mikrotubuli 

Mikrotubuli übernehmen eine wesentliche Funktion bei der Bildung der Kernporenkomplexe. 

Membranvesikel für die Bildung der Kernporen können entlang der Mikrotubuli unter 

Mithilfe des Motorproteins Kinesin transportiert werden (Ewald et al., 2001). Im Eiextrakt 

bilden sich um das Chromatin Mikrotubuli, die mit ihren Plusenden über Kinesin-ähnliche, 

multimere Proteine mit dem Chromatin verbunden werden (Joshi, 1998).  

Um die Rolle der Mikrotubuli bei der Bildung der Kernhülle und der Kernporen zu 

untersuchen, wurde interphasischer Eiextrakt zunächst vier Stunden bei Raumtemperatur mit 

ATP regenerierendem System inkubiert. Anschließend wurde der Extrakt für 60 Minuten bei 

Raumtemperatur entweder mit Colcemid (Calbiochem) in einer Konzentration von 0,1µg/ml 

Extrakt oder mit Vinblastin (Sigma) in einer Konzentration von 1µg/50µl Extrakt versetzt. 

Darauf folgte die Zugabe von Spermienchromatin und 90 Minuten später die Zugabe der 30% 

Membranfraktionen.  

Colcemid ist ein künstlich synthetisiertes Colchicin-Derivat, das die Verlängerung der 

Mikrotubuli blockiert, während es gleichzeitig die Depolymerisation der Mikrotubuli 

beschleunigt. Dies führt zu einem Verlust an Mikrotubuli durch Störung des 

Fließgleichgewichts. Vinblastin ist ein Alkaloid, das aus dem Madagaskar-Immergrün 

gewonnen wird. In höheren Konzentrationen führt Vinblastin zu einer Depolymerisation der 

Mikrotubuli. Bei niedrigen Konzentrationen, zwischen drei und 64 nM, verhindert Vinblastin 

nur die Dynamik der Mikrotubuli, ohne zu deren Depolymerisation zu führen (Dhamodharan 

et al., 1995). Da die Vinblastinkonzentration bei diesem Versuch bei 60 nM lag, wurden die 

Mikrotubuli nur in ihrer Dynamik gehemmt. 
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Abb. 5-14: Die porenbildende Membranfraktion benötigt Mikrotub uli, um an die Kernhülle zu gelangen. 

Die im Eiextrakt gebildeten porenlosen Kerne wurden für eine Stunde mit Colcemid oder Vinblastinsulfat 

inkubiert, gefolgt von der Zugabe der 30% Membranfraktion. Diese Kerne wurden anschließend durch 

Immunfluoreszenzmikroskopie analysiert. Die Bildung von Kernporen ist durch die Fluoreszenz des 

Kernporenproteins Nup62 dargestellt. Nach Inkubation mit der  mikrotubuli-destabilisierenden Substanz 

Colcemid konnte keine Fluoreszenz von Nup62 nachgewiesen werden (d´´). Vinblastinsulfat, eine Substanz, die 

die Mikrotubulidynamik hemmt, hatte dagegen keinen Einfluss auf die Porenbildung, was die Fluoreszenz von 

Nup62 anzeigt (e´´). 

 

Nach Inkubation von porenlosen Kernen mit Colcemid, war die 30% Membranfraktion nicht 

mehr in der Lage, Kernporen zu bilden. Nach der Immunfluoreszenz  mit Antikörpern gegen 

Nup62 war kein Signal zu erkennen (Abb. 5-14 d´´). Im Gegensatz dazu hatte Vinblastinsulfat 

bei einer Konzentration von 60nM keinen Einfluss auf die Regeneration der Kernporen (e´´). 

Diese Daten weisen darauf hin, dass die 30% Membranfraktion polymerisierte Mikrotubuli 

benötigt, um an die bereits vorhandene Doppelmembran zu gelangen und dort die Bildung 

von Kernporen zu induzieren. 

 

5.5.2 Die porenbildende Membranfraktion besitzt spezifische Tubulin-

Interaktionspartner 

Da die 30% Membranfraktion entlang von Mikrotubuli transportiert wird, sollten nun die 

Komponenten identifiziert werden, die an der Bindung der 30% Membranfraktion an die 

Mikrotubuli beteiligt sind. Dazu wurde ein overlay assay mit gereinigtem Tubulin 
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durchgeführt. Hierbei wurden zunächst die Proteine der beiden Membranfraktionen durch die 

16-BAC/SDS-PAGE aufgetrennt und auf Nitrocellulose transferiert. Anschließend erfolgte 

eine Inkubation dieser auf der Nitrocellulose befindlichen Proteine mit 2 µg/ml Tubulin in 

Anwesenheit von 100 µM GTP. Durch eine anschließende Immunreaktion mit 

Tubulinantikörpern konnte  das gereinigte Tubulin an bestimmten Stellen auf der 

Nitrocellulose nachgewiesen werden.  

 
Abb. 5-15: Die 30% Membranfraktion besitzt spezifische Tubulinbindungspartner. Die Proteine der beiden 

Membranfraktionen wurden durch 16-BAC/SDS-PAGE getrennt, auf Nitrocellulose übertragen und mit Tubulin 

inkubiert. Gebundenes Tubulin wurde durch Tubulinantikörper detektiert (a´, b´). Die für die 30% 

Membranfraktion spezifischen Bindungspartner sind durch Pfeile markiert. Der Stern deutet Tubulin-Tubulin 

Interaktionen an. Die Größenstandards sind in kDa angegeben. 

 

Tubulin interagierte mit einigen Proteinen beider Membranfraktionen. Die 30% 

Membranfraktion besaß jedoch einige spezifische Tubulinbindungspartner (Pfeile in Abb. 5-

15 a´). Um welche Bindungspartner es sich dabei handelt, ist bislang noch unklar. Sie sollen 

mit Hilfe der Massenspektrometrie identifiziert werden. Ob diese beiden spezifischen 

Tubulinbindungspartner entscheidend für den Transport der 30% Membranfraktion zur 

Kernhülle sind, muss ebenfalls noch geklärt werden.  
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5.5.3 Der Kinesinantikörper erkennt ein für die porenbildende Membranfraktion 

spezifisches Protein 

Wie bereits gezeigt werden konnte, spielt das Motorprotein Kinesin eine wichtige Rolle beim 

Transport von Membranvesikeln zur Kernhülle. Gab man AS-2, einen Inhibitor des 

Motorproteins Kinesin (Sakowicz et al., 1998), zum Eiextrakt so besaßen die Kerne eine 

Doppelmembran ohne Kernporen (Ewald et al., 2001). Um zu überprüfen, ob Kinesin in der 

porenbildenden Membranfraktion vorhanden ist, wurden die beiden Membranfraktionen 

durch SDS-PAGE aufgetrennt und ein Immunblot mit Antikörpern gegen Kinesin 

durchgeführt. 

 

 

 

Der Antikörper erkannte etliche Proteine in beiden Membranfraktionen. Eine Proteinbande 

bei etwa 104 kDa war jedoch spezifisch für die porenbildende 30% Membranfraktion (siehe 

Pfeil in Abb. 5-16). Da dieses Protein aufgrund seiner molekularen Masse zu keinem bisher 

bekannten Kinesin passt, sollte dieses Protein durch Massenspektrometrie charakterisiert 

werden.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 5-16: Immunblot der 30% und 

40% Membranfraktion mit 

Antikörpern gegen Kinesin. Der 

Antikörper erkannte etliche Proteine in 

beiden Membranfraktionen. Eine 

Proteinbande, mit einer molekularen 

Masse von 104 kDa war spezifisch für 

die 30% Membranfraktion (siehe Pfeil). 

Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 
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5.6 Identifikation des für die porenbildende Membranfraktion 

spezifischen Proteins 

Um das Protein, das vom Kinesinantikörper nur in der 30% Membranfraktion nachgewiesen 

werden konnte, genauer zu charakterisieren wurden die beiden Membranfraktionen zunächst 

durch 2D-Gelelektrophorese aufgetrennt. Im Anschluss daran folgte ein Immunblot mit 

Antikörpern gegen Kinesin. Die Spotmuster der beiden Membranfraktionen nach Detektion 

der Antikörper durch die ECL-Reaktion wurden miteinander verglichen. So konnte das für die 

porenbildende 30% Membranfraktion spezifische Protein als einzelner Spot im 2D-Gel 

identifiziert werden (siehe Pfeil in Abb. 5-17).  

 
Abb. 5-17: Isolation des für die porenbildende Membranfraktion spezifischen Proteins durch 2D-

Gelelektrophorese und anschließenden Immunblot mit Kinesin-Antikörpern.  Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 

 

Das Protein wurde zunächst aus dem Gel ausgeschnitten und durch Proteasen in 

Peptidfragmente gespalten. Die Fragmentmassen wurden über MALDI-TOF 

Massenspektrometrie bestimmt. Dabei ist MALDI (Matrix Assisted Laser 

Desorption/Ionization) ein Verfahren zur Ionisierung von Molekülen. In Kombination mit der 

MALDI Ionisierung wird eine Flugzeitmassenanalyse (TOF = time of flight) eingesetzt. 

Hierbei werden die Analytionen in einem elektrischen Feld beschleunigt und im feldfreien 

Raum geschieht die Separation nach der Geschwindigkeit der Teilchen. Erfolgt nun eine 

Messung der Flugzeit, so kann die Masse berechnet werden. Die erhaltenen Fragmentmassen 

(Massenfingerabdruck, engl. mass finger print), werden mit theoretischen Spaltungen von 

Proteinen in Datenbanken abgeglichen und führen dadurch zur Identifizierung des 

untersuchten Proteins. Dabei erhält man aber kein eindeutiges Ergebnis, sondern lediglich 

Proteinkandidaten, die diese Peptidfragmente enthalten. Nach der Massenspektrometrie war 

das Major Vault Protein eines dieser möglichen Proteine. 
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5.7 Charakterisierung des Major Vault Proteins 

Vaults sind Ribonukleoproteinpartikel, die aus mehrfachen Kopien dreier Proteine bestehen. 

Den Hauptbestandteil dieses Komplexes macht das 104 kDa große Major Vault Protein 

(MVP) aus. Daneben sind auch noch die Vault-ADP(Polyribose)-Polymerase (VPARP) mit 

193 kDa und das Telomerase-assoziierte Protein (TEP1) mit 240 kDa Bestandteile des 

Komplexes (Van Zon et al., 2003). Jeder Komplex besteht aus 96 Molekülen MVP, acht 

Molekülen VPARP, zwei Molekülen TEP1 und mindestens sechs Kopien der Vault-RNA 

(Kong et al., 1999; Scheffer et al., 2000). Die Vault-RNA besteht je nach Spezies aus 86-142 

Basen. Das Major Vault Protein von Xenopus laevis besteht aus 849 Aminosäuren und besitzt 

in der aminoterminalen Region acht Vaultdomänen mit unbekannter Funktion.  

 

5.7.1 MVP ist für die porenbildende, 30% Membranfraktion spezifisch  

Da die Massenspektrometrie das Major Vault Protein lediglich als einen möglichen 

Proteinkandidaten lieferte, musste überprüft werden, ob MVP tatsächlich für die 

porenbildende Membranfraktion spezifisch ist. 

Dafür wurden die Proteine der beiden Membranfraktionen durch eine 12% SDS-PAGE 

aufgetrennt und auf Nitrocellulose transferiert. Zusätzlich wurde die Anwesenheit von MVP 

auch in der löslichen Fraktion (S200), der Gesamtmembranfraktion (P200) und im Eiextrakt 

untersucht. Die Proteine auf der Nitrocellulose wurden mit dem selbst hergestellten xMVP 

Antikörper inkubiert und dieser MVP-Antikörper durch einen an Peroxidase gekoppelten 

Zweitantikörper mit der ECL-Reaktion nachgewiesen. 

 
Abb. 5-18: MVP ist spezifisch für die 30% Membranfraktion. Nach dem Immunblot mit xMVP-Antikörpern 

konnte MVP mit einer molekularen Masse von 104 kDa in der 30% Membranfraktion, der 

Gesamtmembranfraktion und im Eiextrakt nachweisen werden. In der 40% Membranfraktion und der löslichen 

Fraktion des Eiextraktes war kein MVP vorhanden. Zum Vergleich der aufgetragenen Proteinmenge ist auf der 

linken Seite das dazugehörige Proteingel nach Coomassiefärbung gezeigt. Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 
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Das Major Vault Protein konnte durch den Immunblot in der 30% Membranfraktion 

nachgewiesen werden. In der 40% Membranfraktion war es nicht vorhanden. Nach 

Auftrennung des Eiextraktes in eine lösliche und eine Membranfraktion, konnte MVP nur in 

der Membranfraktion detektiert werden (Immunblot in Abb. 5-18). Obwohl in der 

Gesamtmembranfraktion im Vergleich zur 30% Membranfraktion eine höhere 

Proteinkonzentration aufs Gel aufgetragen wurde (siehe Commassiegel in Abb. 5-19), ist das 

Signal in der 30% Membranfraktion stärker. Somit kann man sagen, dass das MVP in der 

30% Membranfraktion angereichert ist. Sequenzanalysen zeigten, dass MVP keine 

Transmembrandomäne besitzt und deshalb kein integrales Membranprotein darstellt. 

Infolgedessen handelt es sich um ein peripheres Membranprotein oder um ein 

membranassoziiertes Protein, das für die 30% Membranfraktion spezifisch ist. 

 

5.7.2 Die Aminosäuresequenz  des Major Vault Proteins ist hoch konserviert 

Vault-Komplexe und somit auch das Major Vault Protein konnten bislang in diversen 

eukaryotischen Organismen nachgewiesen werden. Dazu gehören Säuger, Amphibien, Vögel, 

Zitterrochen, Seeigel und der Schleimpilz Dictyostelium (Kedersha et al., 1990; Herrmann et 

al., 1996; Hamill und Suprenant 1997).  

Die Aminosäuresequenzen von MVP verschiedener Spezies wurden mit Hilfe von Multalin 

(http://bioinfo.genopole-toulouse.prd.fr/multalin) miteinander verglichen. Es war deutlich zu 

erkennen, dass die Aminosäuresequenz hoch konserviert ist. Es wurden die MVP-Sequenzen 

des Menschen, der Maus, des Xenopus, des Zebrafisches und des Schleimpilzes Dictyostelium 

miteinander verglichen. Über die gesamte Länge des Proteins gibt es sehr hohe 

Übereinstimmungen in der Aminosäuresequenz, dargestellt durch die rot markierten 

Aminosäuren in Abbildung 5-19. Da die Sequenz des Major Vault Proteins so hoch 

konserviert ist, liegt die Vermutung nahe, dass es eine wesentliche Funktion in der Zelle 

übernimmt.  
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Abb. 5-19: Sequenzvergleich des MVP. Die Aminosäuresequenz von MVP ist unter Eukaryoten hoch 
konserviert. Farbcode: rot→ mehr als 90% Übereinstimmung, blau→ zwischen 50% und 90% Übereinstimmung 
und schwarz→ weniger als 50% Übereinstimmung in der Aminosäuresequenz. 
 
 

5.7.3 Aufreinigung von Vault-Komplexen 

Um die Funktion des Major Vault Proteins und des Vault-Komplexes  näher untersuchen zu 

können, wurden zunächst Vault-Komplexe aufgereinigt. Als Ausgangsmaterial diente 

Froschleber oder intephasischer Eiextrakt. Nach mehrfachen Zentrifugationsschritten (siehe 

4.1.10) konnten die Vault-Komplexe aus einem Zuckergradienten isoliert werden. Die im 

Zuckergradient angereicherten Vault-Komplexe wurden auf ein 12%iges Polyacrylamidgel 

aufgetragen, und anschließend das Major Vault Protein über einen Immunblot mit xMVP-

Antikörpern nachgewiesen. 
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Nach Auftrennung der Proteine der isolierten Vault-Komplexe waren im Silbergel (Abb. 5-20 

a) zusätzliche Proteinbanden zu erkennen, die keine der drei im Komplex enthaltenen Proteine 

darstellen. Diese Proteine sind vermutlich auf eine nicht komplett saubere Aufreinigung 

zurückzuführen oder stellen an Vault-Komplexe assoziierte Proteine dar. Durch die 

Zentrifugation war keine reine Aufreinigung, sondern eher eine Anreicherung der Vault-

Komplexe möglich. Das Major Vault Protein als Bestandteil der Vault-Komplexe war nach 

dem Immunblot mit xMVP-Antikörpern eindeutig nachweisbar (Abb. 5-20 b). 

 

5.7.4 Klonierung von His-MVP 

5.7.4.1 Herstellung des His-MVP-Vektors 

Neben den Vault-Komplexen war für die Funktionsstudien des Major Vault Proteins auch ein 

isoliertes und aufgereinigtes Protein nötig. Dafür wurde ein rekombinantes Polypeptid 

konstruiert, das C-terminal mit sechs Histidinen fusioniert war. Durch diese spezifische 

Aminosäurenabfolge war es möglich, das Fusionsprotein über Ni-NTA-Agarosekügelchen 

aufzureinigen.  

Zur Klonierung von His-MVP wurde der EST-Klon IRBHp990E0413D über das RZPD 

(Deutsches Ressourcenzentrum für Genomforschung GmbH, Heidelberg) bezogen. Die 

cDNA stammte aus Xenopus laevis Embryonen der Stadien 31-32 und war in den 

Expressionsvektor pCMV-SPORT6 der Firma Invitrogen inseriert. Da der EST-Klon noch 

nicht auf mögliche Fehler innerhalb der Sequenz getestet war, musste diese zunächst 

überprüft werden. Mit Hilfe der PCR wurde die cDNA des MVP mit einer Länge von 2550 

Basen aus dem  pCMV-SPORT6 Vektor amplifiziert und N-terminal eine NdeI-Schnittstelle, 

sowie C-terminal eine NotI-Schnittstelle angehängt. Die Sequenz wurde in den 

 Abb. 5-20: Aufgereinigte Vault-Komplexe. In (a) sind die Proteine 

der aufgereinigten Vault-Komplexe aus der Froschleber nach 

Silberfärbung zu erkennen. Nach der Silberfärbung sind zusätzliche 

Proteinbanden zu erkennen, die keine der drei im Komplex 

enthaltenen Proteine darstellen. Diese Proteine sind vermutlich auf 

eine nicht komplett saubere Aufreinigung zurückzuführen oder stellen 

an Vault-Komplexe assoziierte Proteine dar. In (b) ist MVP nach dem 

Immunblot dargestellt. Man erkennt ein deutliches Signal des xMVP-

Antikörpers auf Höhe von 104 kDa. Größenstandards sind in kDa 

angegeben.  
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Klonierungsvektor pCR2.1TOPO integriert (siehe 4.3.8) und dort vollständig sequenziert 

(siehe 4.3.11). 

Nachdem Mutationen innerhalb der Sequenz ausgeschlossen werden konnten, wurde die 

Sequenz des Major Vault Proteins über die NdeI- und NotI- Schnittstellen in den bakteriellen 

Expressionsvektor pET21a der Firma Novagen einkloniert (siehe 4.3.9) und in Bakterien 

transformiert. 

 

5.7.4.2 Expression und Aufreinigung des Fusionsproteins 

Durch Zugabe von IPTG wurde die Expression des Fusionsproteins in E.coli Rosetta Zellen 

induziert (siehe 4.4.7.1). Die Bakterien wurden 4 Stunden nach dem Induktionszeitpunkt 

geerntet und die exprimierten Proteine durch Zellaufschluss aus den Bakterien lysiert (siehe 

4.4.7.2). Die Aufreinigung des Peptids erfolgte über das Hexahistidin-Tag unter 

denaturierenden Bedingungen mit einer Nickel-NTA-Agarosesäule (siehe 4.4.7.2). 

Das His-MVP wurde bei  pH-Werten des Harnstoffpuffers von 5,9 und 4,5 von der Säule 

eluiert und in Fraktionen zu je 1 ml gesammelt. Von diesen Elutionsfraktionen wurden je      

7,5 µl auf ein 12% SDS-Gel aufgetragen und das Gel anschließend mit Coomassie gefärbt. 

 

 
Abb. 5-21: Aufreinigung von His-MVP. Bereits bei einem pH-Wert von 5,9 wurde His-MVP von der Säule 

eluiert, was an den deutlichen Banden auf Höhe von etwa 100 kDa zu erkennen ist. Ab Fraktion 4 des 

Waschpuffers mit pH 4,5 waren keine Verunreinigungen oder Degradationsprodukte des Proteins mehr zu 

erkennen. Größenstandards sind in kDa angegeben. 

 

Das His-MVP-Fusionsprotein konnte erfolgreich exprimiert und aufgereinigt werden. Es 

wurde schon bei einem pH-Wert von 5.9 von der Nickel-NTA-Agarosesäule eluiert, was an 

den deutlichen Proteinbanden auf Höhe von 100 kDa zu erkennen ist (Abb. 5-21). In den 

ersten Elutionsfraktionen waren noch zusätzliche schwache Proteinbanden vorhanden, was 

vermutlich auf bakterielle Verunreinigungen zurückzuführen ist. Ab der vierten Fraktion bei 

einem pH-Wert von 4,5 lag das Fusionsprotein in sauberer Form vor. Die Fraktionen 4-10 mit 

den pH-Werten von 4,5 wurden vereinigt und über Nacht bei 4°C gegen PBS dialysiert. Das 



Ergebnisse 

 134 

dialysierte Fusionsprotein wurde anschließend in Centriplus-Zentrifugen-Filtern YM-50 

(Millipore GmbH, Schwalbach) eingeengt und die annähernde Konzentration über die 

Extinktionsmessung bei einer Wellenlänge von 280 nm bestimmt. 

 

5.7.4.3 Herstellung von MVP-Antikörpern 

Das aufgereinigte und dialysierte His-MVP-Fusionsprotein wurde unter anderem für die 

Immunisierung zweier Meerschweinchen zur Produktion von MVP-Antikörpern verwendet 

(siehe 4.4.8). Nach der Immunisierung, Aufbereitung des Serums und Affinitätsreinigung des 

Antikörpers wurde dieser im Immunblot getestet. Der Antikörper wird im Folgenden als 

xMVP-Antikörper bezeichnet. 

 

 

 

In Abbildung 5-22 erkennt man deutlich, dass der selbst hergestellte Antikörper das 

Fusionsprotein erkannte. Im Immunblot (Abb.5-22 b) war ein deutliches Signal des xMVP-

Antikörpers auf Höhe des Fusionsproteins zu erkennen. Der Antikörper erkannte nicht nur das 

gereinigte Fusionsprotein, sondern auch das Major Vault Protein in Xenopus-Eiextrakt 

(Abb.5-22 d). Der xMVP-Antikörper ist sehr spezifisch, da nur ein Protein aus dem Extrakt 

erkannt wurde.  Der käufliche, monoklonale MVP-Antikörper der Firma Biotrend lieferte 

dasselbe Ergebnis (nicht gezeigt). 

 

5.7.5 Extraktion von MVP von der porenbildenden Membranfraktion 

Im folgenden Versuch sollte untersucht werden, ob das Major Vault Protein den 

entscheidenden Unterschied zwischen der 30% und 40% Membranfraktion bei der Bildung 

der Kernporen darstellt. Dafür musste das MVP von den Membranvesikeln extrahiert werden. 

Da eine vollständige Extraktion von MVP durch Salz alleine nicht möglich war, wurde die 

30% Membranfraktion mit einer Kombination aus Empigen (Lowthert et al., 1995) und Salz 

extrahiert. Für die Extraktion wurde die 30% Membranfraktion mit Empigen in einer 

Abb. 5-22: Die Meerschweinchen bildeten Antikörper gegen His-

MVP. Mit dem aufgereinigten Antikörper erhielt man ein deutliches 

Signal auf Höhe von 104 kDa, was der Laufhöhe des Fusionsproteins 

entspricht (b). Auch im Eiextrakt erkannte der Antikörper das MVP 

(d). In a) und c) sind die Coomassiegele und in b) und d) die 

dazugehörigen Immunblots gezeigt. Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 
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Endkonzentration von 2% und mit NaCl in Endkonzentrationen von 100 mM, 250 mM, 500 

mM bzw. 750 mM versetzt. Die Ansätze wurden für 30 Minuten auf Eis inkubiert und 

anschließend 20 Minuten bei 16.000xg zentrifugiert. Im Pellet befanden sich die 

Membranvesikel mit den immer noch gebundenen Proteinen und im Überstand die 

extrahierten Proteine. Sowohl Pellet als auch Überstand wurden auf ein 12% SDS-

Polyacrylamidgel aufgetragen und durch nachfolgenden Immunblot auf die Anwesenheit von 

MVP hin untersucht. 

 

 

 

Nach dem Immunblot mit xMVP-Antikörpern erkennt man, dass sich MVP bereits bei einer 

Salzkonzentration von 100 mM begann von den Membranen zu lösen. Mit zunehmender 

Salzkonzentration wurde das Signal von MVP im Überstand mit den gelösten Proteinen 

stärker, wogegen das Signal im Pellet mit den gebundenen Proteinen schwächer wurde. Bei 

einer Salzkonzentration von 750 mM in Kombination mit 2 % Empigen, war nahezu das 

gesamte MVP von den Membranen dissoziiert und befand sich im Überstand (Abb. 5-23). 

Somit war es möglich, MVP unter diesen Bedingungen von der 30% Membranfraktion zu 

extrahieren. 

Nun wurde die 30% Membranfraktion erneut mit 750 mM Salz und 2% Empigen extrahiert. 

Die Membranpellets mit den restlichen gebundenen Proteinen wurden in Puffer 6 

resuspendiert. Anschließend wurde diese extrahierte Membranfraktion zu porenlosen Kernen 

gegeben und diese eine Stunde später durch Immunfluoreszenzmikroskopie analysiert (Abb. 

5-24). 

 

Abb. 5-23: Extraktion der 30% 

Membranfraktion. Bereits mit        

100 mM NaCl begann sich MVP von 

den Membranvesikeln zu lösen. Bei 

einer Salzkonzentration  von 750 

mM hatte sich nahezu das gesamte 

MVP von den Membranvesikeln 

gelöst und war nur noch im 

Überstand (S) und nicht mehr im 

Pellet (P) nachzuweisen. 

Größenstandards sind in kDa 

angegeben. 
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Abb. 5-24: Nach Extraktion des MVP von der 30% Membranfraktion verliert diese ihre porenbildende 

Eigenschaft. In a) sind „normale“ in vitro Kerne zu sehen. B) zeigt porenlose Kerne, bei denen die Kernporen 

durch vorausgegangene Bildung von AL depletiert wurden. Zu den porenlosen Kernen in c) wurde unbehandelte 

30% Membranfraktion gegeben. Nach Extraktion der 30% Membranfraktion mit 750 mM NaCl und 2 % 

Empigen war die 30% Membranfraktion nicht mehr in der Lage, Kernporen in zuvor porenlosen Kernen zu 

bilden (d´´). Wurden die extrahierten Membranvesikel zusammen mit His-MVP zu porenlosen Kernen gegeben, 

so entstanden Kernporen (e´´) und auch Proteinimport war nachweisbar (e´´´). Das gleiche Ergebnis erhielt man, 

wenn man aufgereinigte Vault-Komplexe zusammen mit den extrahierten Membranen zu porenlosen Kernen  

gab (f´´ und f´´´). 

 

In Abb. 5-24 a sind „normale“ in vitro Kerne, in Abb. 5-24 c porenlose Kerne nach der 

Zugabe von unbehandelter 30% Membranfraktion gezeigt. In beiden Fällen war eine deutliche 

Fluoreszenz von Nup62 (a´´ und c´´) zu erkennen. Auch Fibrillarin war bei diesen Kernen im 

Inneren nachweisbar (a´´´, c´´´). Um zu zeigen, dass die Kerne vor Zugabe der 
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Membranfraktion tatsächlich porenlos waren, diente der Ansatz b, in dem die Kernporen 

durch vorausgegangene Bildung von Annulate Lamellae depletiert wurden. Extrahierte man 

das Major Vault Protein von der 30% Membranfraktion und gab diese anschließend zu 

porenlosen Kernen, so war sie nicht mehr in der Lage, Kernporen zu bilden. Bei den so 

gebildeten Kernen war weder das Nukleoporin Nup62 (Abb. 5-24 d´´) noch Fibrillarin (Abb. 

5-24 d´´´) nachweisbar. Da man durch die Extraktion mit Salz und Empigen nicht nur das 

Major Vault Protein, sondern auch eine Vielzahl anderer Proteine von den Membranen gelöst 

hatte, musste geklärt werden, ob der Verlust der porenbildenden Funktion an der Abwesenheit 

von MVP lag. Deshalb wurden nach der Extraktion bakteriell exprimiertes und aufgereinigtes 

His-MVP oder isolierte Vault-Komplexe zusammen mit der extrahierten 30% 

Membranfraktion zu den porenlosen Kernen gegeben. In beiden Fällen konnte nun eine 

Bildung von Kernporen (Abb. 5-24 e´´, f´´) und erneuter Proteinimport (Abb. 5-24 e´´´, f´´´) 

nachgewiesen werden. Somit konnte gezeigt werden, dass die Extraktion von MVP in 

direktem Zusammenhang mit dem Verlust der porenbildenden Eigenschaften der 30% 

Membranfraktion stand. 

 

5.7.6 Nach Zugabe von His-MVP zu porenlosen Kernen bilden sich Kernporen 

Die 30% Membranfraktion war nach der Extraktion von MVP nicht mehr in der Lage, 

Kernporen zu bilden. Dies konnte durch Zugabe des MVP-Fusionsproteins zu den 

extrahierten Membranen ausgeglichen werden. Deshalb stellte sich die Frage, ob MVP den 

einzig entscheidenden Faktor der 30% Membranfraktion, der für die Porenbildung nötig ist, 

darstellt und ob die Membranvesikel selbst dazu notwendig sind. Um dies zu klären, wurden 

erneut durch vorausgegangene Bildung von AL porenlose Kerne gebildet, zu diesen das 

Fusionsprotein His-MVP (2µg/Ansatz) oder aufgereinigte Vault-Komplexe gegeben und die 

Kerne eine Stunde später mittels Immunfluoreszenzmikroskopie untersucht. 
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Abb. 5-25: Die Zugabe von His-MVP und Vault-Komplexen zu porenlosen Kernen führt zur Bildung von 

Kernporenkomplexen. Nach Zugabe von His-MVP konnten in zuvor porenlosen Kernen (b´´) Kernporen 

nachgewiesen werden (c´´). Diese Kerne waren aktiv in Importprozessen, was die Fluoreszenz von Fibrillarin 

(c´´´) zeigt. Den gleichen Effekt erhielt man durch Zugabe von Vault-Komplexen zu porenlosen Kernen (d´´, 

d´´´). 

 

Durch die Zugabe des bakteriell exprimierten His-MVP zu porenlosen Kernen, konnten in 

diesen wieder Kernporen gebildet werden. Das Nukleoporin Nup62 markierte die neu 

gebildeten Kernporen (Abb. 5-25 c´´) und die Fluoreszenz des Fibrillarins (Abb. 5-25 c´´´) 

zeugte von aktivem Kernimport bei diesen Kernen. Eine Bildung der Kernporen konnte man 

auch durch Zugabe von aufgereinigten Vault-Komplexen zu porenlosen Kernen erreichen. 

Auch hier waren die Kernporen durch Nup62 markiert (Abb. 5-25 d´´) und Fibrillarin war im 

Kerninneren nachweisbar (Abb. 5-25 d´´´). 

Somit ist der für die Porenbildung entscheidende Faktor der 30% Membranfraktion das Major 

Vault Protein. Die Membran selbst scheint nicht entscheidend zu sein, sondern stellt 

vermutlich nur eine Möglichkeit dar, das Major Vault Protein an die bereits vorhandene 

Doppelmembran zu bringen. 
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5.7.7 Analyse der unterschiedlichen Funktionen der beiden Membranvesikelfraktionen 

Um die unterschiedlichen Funktionen der beiden Membranvesikelfraktionen genauer zu 

charakterisieren, wurde ein vereinfachtes System, bestehend aus der löslichen Fraktion (S200) 

des Eiextraktes, Spermienchromatin, Energie und den beiden Membranfraktionen verwendet. 

Durch die Verwendung von porenlosen Kernen konnte nur geklärt werden, dass die 30% 

Membranfraktion an der Bildung der Kernporen beteiligt ist. Über die Funktion der 40% 

Membranfraktion konnte mit diesem Versuchsansatz keine Aussage getroffen werden. In den 

folgenden Versuchen wurden S200, Spermienchromatin und Energie entweder mit den 

einzelnen Membranfraktionen oder mit einer Kombination aus beiden Membranfraktionen 

zusammen inkubiert und die in vitro Kerne anschließend mittels Elektronenmikroskopie und 

Immunfluoreszenzmikroskopie untersucht. 

 

5.7.7.1 Die unterschiedlichen Funktionen der Membranfraktionen untersucht durch 

Elektronenmikroskopie 

Für den vereinfachten Ansatz der in vitro Kern Bildung wurden 50µl der löslichen, 

zytosolischen Fraktion (S200) mit Spermienchromatin, ATP-regenerierendem System, 2 mM 

GTP und 20 µl der aufgereinigten Membranfraktionen versetzt. Es wurde entweder nur die 

30% Membranfraktion, nur die 40% Membranfraktion oder beide Membranfraktionen 

zusammen zum Ansatz gegeben. Nach zwei Stunden Inkubation bei Raumtemperatur wurden 

die in vitro Kerne für die Elektronenmikroskopie eingebettet und anschließend analysiert. 

Die 40% Membranfraktion band zunächst an Chromatin (Abb. 5-26 a). Anschließend 

fusionierten diese Membranvesikel miteinander und bildeten abgeflachte Fusionsintermediate 

(Abb. 5-26 b). Nach vollständiger Fusion der 40% Membranvesikel, war das Chromatin von 

einer kontinuierlichen Doppelmembran ohne Kernporen umschlossen. (Abb.5-26 c). Im 

Gegensatz dazu besaß die 30% Membranfraktion nicht die Fähigkeit, an Chromatin zu 

binden, was in Abbildung 5-26 d) deutlich wird. Hier waren keine Membranvesikel am 

Chromatin zu erkennen. Inkubierte man die zytosolische Fraktion (S200) des Eiextraktes und 

Spermienchromatin mit der 30% und der 40% Membranfraktion zusammen, so bildeten sich 

in vitro Kerne, die eine geschlossene Doppelmembran mit zahlreichen Kernporen besaßen 

(Abb. 5-26 e). Diese Kerne waren morphologisch nicht von Kernen zu unterscheiden, die im 

Kontrollextrakt gebildet wurden (Abb. 5-26 f). 
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Abb. 5-26: Die 40% Membranfraktion ist für die Bildung der Doppelmembran nötig, die 30% 

Membranfraktion für die Bildung der Kernporen. Die 40% Membranfraktion band zunächst an Chromatin 

(a). Nach der Bindung ans Chromatin fusionierten die Vesikel (b) und bildeten schließlich eine kontinuierliche 

Doppelmembran ohne Kernporen (c). Die 30% Membranfraktion dagegen konnte alleine auch nach einer Stunde 

nicht an Chromatin binden (d). Gab man beide Membranfraktionen zusammen zur zytosolischen Fraktion und 

Spermienchromatin, so bildete sich um das Chromatin eine Doppelmembran, die zahlreiche Kernporen enthielt 

(e). Diese Kerne sahen aus wie Kerne, die in Kontrollextrakt gebildet wurden (f). Eichstriche: 1µm, im 

Ausschnitt 0,1µm 

 

Somit waren die zytosolische Fraktion des Eiextraktes, Spermienchromatin, die 30% und 40% 

Membranfraktion -unter Zugabe von Energie- ausreichend, um in vitro Kerne mit Kernporen 

zu bilden. Die 40% Membranfraktion band an Chromatin und war für die Bildung der 

Doppelmembran verantwortlich. Die 30% Membranfraktion war für die Bildung der 

Kernporenkomplexe in dieser Doppelmembran zuständig. 
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5.7.7.2 Nachweis von Nup62 

Obwohl bereits durch die Elektronenmikroskopie gezeigt werden konnte, welche Funktion die 

beiden Membranfraktionen bei der Kernhüllenbildung übernehmen, wurden die in vitro 

Kerne, die im vereinfachten System gebildet wurden, durch Immunfluoreszenz auf die 

Anwesenheit von Nup62 hin untersucht. Dazu wurden die gleichen Versuchsansätze wie für 

die Elektronenmikroskopie verwendet. 

 
Abb. 5-27: Nach Inkubation von S200 mit Spermienchromatin, der 30% und der 40% Membranfraktion 

bilden sich in vitro Kerne mit Kenporen. Inkubierte man S200 und Spermienchromatin nur mit einer der 

beiden Membranfraktionen, so bildete sich keine intakte Kernhülle und es waren keine Kernporen nachweisbar 

(a´´, b´´). Nur nach Zugabe beider Membranfraktionen zusammen, bildeten sich Kernporen aus (c´´). 

 

Kernporen konnten nur gebildet werden, wenn man die zytosolische Fraktion und 

Spermienchromatin mit der 30% und der 40% Membranfraktion gemeinsam inkubierte (Abb. 

5-27 c´´). Keine der beiden Membranfraktionen alleine war ausreichend, um in vitro Kerne 

mit Kernporenkomplexen zu bilden (Abb. 5-27 a´´, b´´). Diese Ergebnisse stimmen mit den 

Ergebnissen aus der elektronenmikroskopischen Analyse der Kerne überein. 
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5.7.7.3 Nachweis des Proteinimports durch Fibrillarin 

Nachdem die Kernporen sowohl durch Nachweis des Nukleoporins Nup62 bei der 

Immunfluoreszenz, als auch direkt durch elektronenmikroskopische Aufnahmen gezeigt 

werden konnten, stellte sich nun noch die Frage, ob diese Kernporen auch aktiv sind. 

Um dies zu klären, wurden die gleichen Versuchsansätze wie in den beiden vorangegangenen 

Experimenten verwendet und der Proteinimport durch Immunfluoreszenz mit 

Fibrillarinantikörpern nachgewiesen. 

 
Abb. 5-28: Nach Inkubation von S200 mit Spermienchromatin, der 30% und der 40% Membranfraktion 

ist Proteinimport nachweisbar. Nur nach Zugabe beider Membranfraktionen zu S200 und Spermienchromatin, 

war ein Import von Fibrillarin ins Kerninnere nachzuweisen (c´´). 

 

Nach Zugabe beider Membranfraktionen zur zytosolischen Fraktion (S200) und 

Spermienchromatin, bildeten sich Kernporen, die aktiv in Kernimportprozessen waren. Nur 

bei aktivem Import ist Fibrillarin im Inneren des Zellkerns nachzuweisen (Abb. 5-28 c´´). 

Nach dieser Versuchsreihe kann man über die Funktion der beiden Membranfraktionen 

folgendes aussagen: Die 40% Membranfraktion ist für die Bildung einer kontinuierlichen 

Doppelmembran um das Chromatin zuständig. Die 30% Membranfraktion ist für den Einbau 

von Kernporenkomplexen in diese Doppelmembran zuständig. Die so gebildeten 

Kernporenkomplexe sind aktiv im Kernimport.  
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5.7.8 MVP alleine kann nicht an Chromatin binden 

Nachdem bereits gezeigt werden konnte, dass das Major Vault Protein eine Rolle bei der 

Kernporenbildung spielt, wurde nun eine mögliche Interaktion von MVP mit Chromatin 

untersucht. Dazu wurde Spermienchromatin für eine Stunde mit His-MVP in An- und 

Abwesenheit der 40% Membranfraktion inkubiert und die Lokalisation des Major Vault 

Proteins anschließend durch Immunfluoreszenzmikroskopie untersucht. 

 

 
Abb. 5-29: MVP benötigt die 40% Membranfraktion, um an Chromatin zu binden. MVP alleine war nicht 

in der Lage, an Chromatin zu binden (a´). Gab man His-MVP zusammen mit der 40% Membranfraktion zu 

Spermienchromatin, so war MVP am Chromatin nachweisbar (b´, b´´). 

 

Inkubierte man Spermienchromatin mit His-MVP, so konnte man MVP anschließend nicht 

am Chromatin nachweisen (Abb. 5-29 a´). Gab man dagegen His-MVP in Anwesenheit der 

40% Membranfraktion zum Spermienchromatin, so war MVP um das Chromatin herum 

nachweisbar (Abb. 5-29 b´). Somit waren neben der 40% Membranfraktion keine weiteren 

Faktoren nötig, damit MVP am Chromatin lokalisieren kann.  

 

5.7.9 Die 40% Membranfraktion und His-MVP sind ausreichend, um eine Kernhülle 

mit Kernporen zu bilden 

Unter 5.7.6 konnte gezeigt werden, dass die Zugabe von His-MVP ausreichend war, um in 

zunächst porenlosen Kernen Kernporen zu bilden. Diese porenbildenden Fähigkeiten von 

MVP wurden nun auch im vereinfachten System überprüft. Dazu wurde Spermienchromatin 

mit der zytosolischen Fraktion des Eiextraktes (S200), der 40% Membranfraktion und His-

MVP inkubiert. Die so gebildeten in vitro Kerne wurden nach zweistündiger Inkubation in 
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Anwesenheit von ATP-regenerierendem System und 2 mM GTP mittels 

Immunfluoreszenzmikroskopie und Elektronenmikroskopie untersucht. 

 

 
Abb. 5-30: S200, His-MVP und die 40% Membranfraktion sind ausreichend, um aktive Kernporen zu 

bilden. Inkubierte man Spermienchromatin in S200 mit der 40% Membranfraktion und His-MVP, so bildete sich 

eine Kernhülle mit Kernporenkomplexen und Nup62 war nachweisbar (a´´). Diese Kernporen waren aktiv beim 

Proteinimport, was die Fluoreszenz von Fibrillarin (b``) zeigt. 

 

Nach Inkubation von Spermienchromatin in S200 mit der 40% Membranfraktion und His-

MVP bildeten sich in der Kernhülle Kernporen aus. Dies ist durch den Nachweis des 

Nukleoporins Nup62 gezeigt (Abb. 5-30 a´´). Die so gebildeten Kernporen waren in der Lage, 

Proteine wie Fibrillarin in den Zellkern zu importieren (Abb. 5-30 b´´). 

Neben der Immunfluoreszenz wurden die Kernporen auch direkt durch 

Elektronenmikroskopie nachgewiesen. 

 

 

Abb. 5-31: S200, His-MVP und die 

40% Membranfraktion sind 

ausreichend, um Kernporen zu bilden. 

In der elektronenmikroskopischen 

Aufnahme erkennt man das Chromatin, 

das von einer Doppelmembran umgeben 

ist. In diese Doppelmembran sind 

zahlreiche Kernporenkomplexe (siehe 

Pfeile) eingelagert. Eichstrich: 1 µm, im 

Ausschnitt 0,1 µm. 
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In der Elektronenmikroskopischen Aufnahme (Abb. 5-31) erkennt man das Chromatin, das 

von einer Doppelmembran umgeben ist. In diese Doppelmembran sind zahlreiche 

Kernporenkomplexe (siehe Pfeile) eingelagert. 

So konnte gezeigt werden, dass S200, Spermienchromatin, die 40% Membranfraktion und 

MVP ausreichend sind, um eine Kernhülle mit funktionsfähigen Kernporen zu bilden. Nach 

den Versuchen in diesem vereinfachten System kann man sagen, dass von der 30% 

Membranfraktion nur das MVP zur Bildung der Kernporen benötigt wird. Alle weiteren 

Faktoren, sind auch in der 40% Membranfraktion vorhanden. Die Membranbestandteile der 

30% Membranfraktion spielen also für die Porenbildung selbst keine Rolle. Diese Ergebnisse 

sind konform mit der Tatsache, dass die Zugabe von MVP zu porenlosen Kernen ausreichend 

war, um Kernporen auszubilden (vgl 5.7.6). 

 

5.7.10 Lokalisation des Major Vault Proteins 

Mit bis zu 105 Partikeln pro Zelle, sind die Vault-Komplexe zahlreich in vielen Zelltypen 

vertreten. Vaults liegen vorwiegend zytoplasmatisch vor und assoziieren dort mit 

Zytoskelettelementen wie Aktinfilamenten (Kedersha and Rome 1990) und Mikrotubuli 

(Herrmann et al., 1999). Im Gegensatz zu anderen Spezies liegt bei Seeigeln das Major Vault 

Protein in den Eiern und Embryonen zytoplasmatisch vor, während es bei adulten Tieren 

vorwiegend im Kern vorkommt (Hamill und Suprenant 1999). Einige Arbeitsgruppen konnten 

zeigen, dass etwa 5% der Vault-Partikel an der Kernhülle, den Kernporenkomplexen und im 

Nukleoplasma lokalisieren (van Zon et al., 2006; Slesina et al., 2005). 

Da die bisher veröffentlichten Daten zur MVP-Lokalisation teilweise widersprüchlich sind, 

wurde im folgenden Teil der Arbeit die Lokalisation des MVP durch unterschiedliche 

Methoden untersucht. Da das Major Vault Protein in die Bildung der Kernporen involviert ist, 

sollte es an der Kernhülle nachweisbar sein.  

 

5.7.10.1 Lokalisation an der Kernhülle von in vitro Kernen 

Zunächst wurde die Lokalisation von MVP an in vitro Kernen im zellfreien System von 

Xenopus laevis getestet. Dafür wurde interphasischer Eiextrakt mit Spermienchromatin und 

ATP-regenerierendem System für zwei Stunden bei Raumtemperatur inkubiert und die Kerne 

anschließend fixiert und auf Objektträger zentrifugiert. Es wurde eine 

Doppelimmunfluoreszenz durchgeführt mit Antikörpern gegen das Nukleoporin Nup62 und 

selbst hergestellten xMVP-Antikörpern. 
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Abb. 5-32: Lokalisation von MVP an der Kernhülle von in vitro Kernen. Das Major Vault Protein 

lokalisierte an der Kernhülle der in vitro Kerne, wie die Fluoreszenz von MVP (a´´) zeigt. Als Marker für die 

Kernporen diente das Nukleoporin Nup62 (a´´´), das ebenfalls eine deutliche Färbung der Kernhülle aufwies. 

 

Nach der Immunfluoreszenz mit MVP-Antikörpern, war MVP eindeutig an der Kernhülle der 

in vitro Kerne nachzuweisen (Abb. 5-32 a´´). Als Vergleich für die Markierung der Kernhülle 

diente das Nukleoporin Nup62, das ebenfalls eine deutliche Fluoreszenz im Bereich der 

Kernhülle aufwies (Abb. 5-32 a´´´). Vergleicht man die Fluoreszenzen von MVP und Nup62, 

so erkennt man, dass sie teilweise kolokalisieren, das Signal von MVP aber etwas schwächer 

ist und nicht gleichmäßig über den ganzen Kern verteil ist. 

 

5.7.10.2 Nachweis von MVP an Oocytenkernhüllen durch Immungoldlokalisation 

Da durch die Immunfluoreszenz nur gezeigt werden konnte, dass MVP an der Kernhülle 

lokalisiert, aber nicht wo genau an der Kernhülle, wurde eine Immungoldlokalisation an 

Oocytenkernhüllen durchgeführt. Dazu wurde einem weiblichen Frosch der Gattung Xenopus 

laevis ein Stück des Ovars entnommen. Von den Oocyten wurden manuell die Zellkerne, und 

im Anschluss daran die Kernhüllen isoliert. Die Kernhüllen wurden mit einem Antikörper 

gegen MVP (Biotrend) inkubiert. Dieser MVP-Antikörper wurde verwendet, da für den 

xMVP-Antikörper kein entsprechender goldgekoppelter Sekundärantikörper zur Verfügung 

stand. Als Zweitantikörper diente ein an 12 nm-Goldpartikel gekoppelter anti-Maus 

Antikörper. Somit konnte das Major Vault Protein indirekt über die Goldpartikel am 

Elektronenmikroskop nachgewiesen werden. 
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Abb. 5-33: MVP lokalisiert an der Kernhülle und an den Kernporenkomplexen von Xenopus-Oocyten. 

MVP, markiert durch die Goldpartikel, lokalisierte an der Kernhülle. Dabei war es sowohl auf der 

nukleoplasmatischen Seite der Kernhülle (a), als auch auf der zytoplasmatischen Seite der Kernhülle (c) 

nachzuweisen. In Abbildung b und d war außerdem eine Lokalisation an den Kernporenkomplexen zu erkennen. 

Eichstriche: 0,1 µm. 

 

Durch die Immungoldlokalisation ließ sich eindeutig zeigen, dass MVP an der Kernhülle von 

Xenopus-Oocyten lokalisiert. Die Goldpartikel und damit das Major Vault Protein waren 

sowohl auf der nukleoplasmatischen Seite der Kernhülle (Abb. 5-33 a), als auch auf der 

zytoplasmatischen Seite der Kernhülle zu finden (Abb. 5-33 c). Das Major Vault Protein 

assoziierte nicht nur an die Kernhülle, sondern auch an Kernporenkomplexe, wie in 

Abbildung 5-33 b und d deutlich wird. 

Nach der Immungoldlokalisation konnte die Aussage der Immunfluoreszenz über eine 

Lokalisation von MVP an der Kernhülle bestätigt werden und zudem noch eine Lokalisation 

an den Kernporenkomplexen nachgewiesen werden.  
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5.7.10.3 Lokalisation von MVP in somatischen Zellen 

Die Lokalisation von MVP wurden bereits in menschlichen U373-Zellen durch Slesina et al. 

(2005) untersucht. MVP konnte in diesen Zellen vorwiegend im Zytoplasma, ein kleiner Teil 

des MVP aber auch im Zellkern detektiert werden. Eine Lokalisation an der Kernhülle konnte 

jedoch nicht beobachtet werden. In dieser Arbeit wurde das Verteilungsmuster von MVP in 

menschlichen HeLa-Zellen und Xenopus XTC-Zellen untersucht. Dabei wurde die Zellen mit 

Paraformaldehyd/Triton-X-100 fixiert und permeabilisiert und eine Immunfluoreszenz mit 

den selbst hergestellten xMVP-Antikörpern durchgeführt. 

 
Abb. 5-34: MVP lokalisiert an der Kernhülle und im Zytoplasma. Bei der Immunfluoreszenz mit xMVP-

Antikörpern erkannte man in HeLa-Zellen (a) sowohl eine zytoplasmatische Verteilung von MVP, als auch eine 

deutliche Markierung der Kernhülle mit der typischen Ringfärbung (a´´).In den XTC-Zellen waren ebenfalls das 

Zytoplasma und die Kernhülle markiert (b´´).Eichstriche: 10µm. 

 

In der Immunfluoreszenz mit Antikörpern gegen MVP konnte MVP sowohl im Zytoplasma, 

als auch an der Kernhülle nachgewiesen werden. Da MVP bei Eukaryoten stark konserviert 

ist, erkennt der gegen Xenopus-MVP gerichtete Antikörper auch das menschliche  MVP in 

HeLa-Zellen. Bei den HeLa-Zellen war eine deutliche, ringförmige Fluoreszenz an der 

Kernhülle zu erkennen (Abb. 5-34 a´´). In den XTC-Zellen war ebenfalls der Zellkern 

markiert, auch wenn hier nicht die typisch ringförmige Fluoreszenz zu erkennen war (Abb. 5-

34 b´´). Neben der Kernhülle wurde durch den Antikörper bei beiden Zelllinien auch das 

gesamte Zytoplasma markiert. 

Da MVP bei der Kernporenbildung eine Rolle spielt, wurde neben der Lokalisation in der 

Interphase auch die Verteilung von MVP während der Mitose untersucht. 
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Abb. 5-35: MVP bindet während der Mitose nicht an die Chromosomen. Die Phasen der Mitose bei HeLa-

Zellen: a → Prophase, b → Metaphase, c → Anaphase, d → Telophase. Durch die Immunfluoreszenz mit MVP-

Antikörpern erkennt man, dass MVP zu keinem Zeitpunkt der Mitose an die Chromosomen bindet (a´-d´). 

 

Während der Mitose lag MVP gleichmäßig in der Zelle verteilt vor. Die Bereiche der 

Chromosomen (Abb. 5-35 a-d) waren dabei von MVP ausgespart (Abb. 5-35 a´-d´). Somit 

bindet das Major Vault Protein während der Mitose nicht an die Chromosomen. Dieses 

Ergebnis deckt sich mit weiteren Daten in dieser Arbeit. Unter 5.7.8 konnte bereits gezeigt 

werden, dass MVP nicht in der Lage war, ohne die 40% Membranfraktion an 

Spermienchromatin zu binden.  

 

5.7.10.4 Lokalisation von EGFP-MVP 

Um die Verteilung von MVP in lebenden Zellen beobachten zu können, wurde ein 

fluoreszierendes MVP-Fusionsprotein hergestellt. Dazu wurde die cDNA von MVP in ihrer 

gesamten Länge über zwei EcoRI- Schnittstellen aus dem TOPO-Vektor (siehe 5.7.4.1) 

ausgeschnitten und in den eukaryotischen Expressionsvektor pEGFP-C2 in die multiple 
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Klonierungsstelle kloniert. Der Vektor wurde zuvor durch das Enzym EcoRI geöffnet, 

wodurch eine einfache Integration der MVP-cDNA möglich war. Vor der multiplen 

Klonierungsstelle ist auf dem pEGFP-C2 Vektor die genetische Information für das verstärkt 

grün fluoreszierende Protein (GFP), das ursprünglich aus der Salzwasserqualle Aequorea 

victoria isoliert wurde, codiert. Nach der Transfektion des Expressionsvektors in HeLa-Zellen 

wurde das GFP bei der Translation an den Aminoterminus des Major Vault Proteins 

angehängt. Die zelluläre Lokalisation von EGFP-MVP konnte 24 Stunden nach der 

Transfektion durch direkte Fluoreszenzmikroskopie untersucht werden, da die exprimierten 

Proteine nach Anregung mit UV-Licht grünes Licht emittierten. 

 

 
Abb. 5-36: EGFP-MVP lokalisiert im Zytoplasma. Nach Transfektion von HeLa-Zellen mit EGFP-MVP war 

das Fusionsprotein vorwiegend im Zytoplasma lokalisiert (a´, c´). In einigen Zellen konnte auch eine leichte 

Fluoreszenz des EGFP-MVPs im Kerninneren erkannt werden (b´, e´, f´). In seltenen Fällen konnte eine 

Anreicherung des Fusionsproteins um den Zellkern (d´) beobachtet werden. In a-f sind die jeweiligen 

Phasenkontrastaufnahmen dargestellt. 

 

Vierundzwanzig Stunden nach der Transfektion des Expressionsvektor in HeLa-Zellen konnte 

das fluoreszierende Fusionsprotein hauptsächlich im Zytoplasma der Zellen beobachtet 

werden (Abb. 5-36 a´, c´). In einigen Zellen konnte zusätzlich eine leichte Fluoreszenz des 

EGFP-MVP im Kerninneren beobachtet werden (Abb. 5-38 b´, e´, f´). In seltenen Fällen lag 
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das Fusionsprotein um die Kernhülle herum angereichert vor (Abb. 5-36 d´). Die 

Proteinaggregate im Zytoplasma deuten auf eine starke Überexpression der Proteine hin. 

 

5.7.10.5 Lokalisation von Myc-MVP 

Da das grün fluoreszierende Protein eine relativ hohe molekulare Masse von 26.650 Da 

aufweist, kann nicht ausgeschlossen werden, dass dieser große Anhang von 237 Aminosäuren 

einen Einfluss auf die Lokalisation der Fusionsproteine ausübt. Deshalb wurde dem MVP ein  

stark immunreaktives cMyc-Epitop angehängt. Der Vorteil dieses Systems ist, dass die 

chimären c-Myc-Fusionsproteine von kommerziell erhältlichen anti-c-Myc-Antikörpern 

spezifisch erkannt und durch indirekte Immunfluoreszenz-Techniken nachzuweisen sind.  

Eine direkte Umklonierung der MVP-cDNA aus dem TOPO- oder pET21a-Vektor in den 

eukaryotischen Expressionsvektors pCMV-Myc war aufgrund unterschiedlicher 

Restriktionsschnittstellen nicht möglich. Deshalb musste eine „blunt-end-Ligation“ 

durchgeführt werden. Dafür wurde der pCMV-Myc-Vektor mit SalI geöffnet und die MVP-

cDNA durch EcoRI aus dem TOPO-Vektor ausgeschnitten. Mit Hilfe des großen Fragments 

der E. coli-DNA-Polymerase I (Klenow-Fragment), das die Fähigkeit besitzt, den zum 5`-

Ende komplementären DNA-Strang aufzufüllen, wurden sowohl beim Vektor, als auch bei 

der MVP-cDNA die kohäsiven (sticky) Restriktonsstellen zu glatten (blunt) Enden aufgefüllt. 

Um die Autoligationsrate des Vektors zu verringern, wurden die Phosphatgruppe am 5’-Ende 

durch die Shrimp-alkalische-Phosphatase entfernt. Anschließend wurden der Vektor und die 

MVP-cDNA miteinander ligiert. Dieses Plasmidkonstrukt enthält die kodierende Sequenz des 

13 Aminosäuren umfassenden (Molekularmasse = 1.495 Da) und stark immunreaktiven c-

Myc-Epitops, das – nach Transfektion in eukaryontische Kulturzellen – aminoterminal 

angehängt wird. 

Vierundzwanzig Stunden nach der Transfektion wurden die HeLa-Zellen mit 

Paraformaldehyd/Triton-X-100 fixiert und permeabilisiert und mit anti-c-Myc-Antikörpern, 

die spezifisch an die Fusionsproteine binden, inkubiert. Durch Zugabe von sekundären 

Antikörpern, die kovalent an den roten Fluoreszenzfarbstoff Carbocyanin 3 (Cy3) gekoppelt 

sind und ihrerseits die aus der Maus stammenden anti-c-Myc-Antikörpern erkennen, konnten 

die Bereiche einer Zelle, an denen sich das Fusionsprotein befindet, spezifisch sichtbar 

gemacht werden.  
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Abb. 5-37: Myc-MVP lokalisiert im Zytoplasma. Nach Transfektion von HeLa-Zellen mit Myc-MVP war das 

Fusionsprotein vorwiegend im Zytoplasma lokalisiert (a´´-c´´). In einigen Zellen konnte eine leichte Fluoreszenz 

des Myc-MVPs im Kerninneren erkannt werden (a´´, b´´). In seltenen Fällen konnte eine Anreicherung des 

Fusionsproteins um den Zellkern (b´´, c´´) beobachtet werden.  

 

Diese indirekte Immunfluoreszenz zeigte im Vergleich zu der direkten Fluoreszenz der 

EGFP-Fusionsproteine das gleiche Verteilungsmuster. Das Myc-MVP-Fusionsprotein konnte 

hauptsächlich im Zytoplasma der Zellen beobachtet werden (Abb. 5-37 a´´- c´´). In einigen 

Zellen konnte zusätzlich eine leichte Fluoreszenz des Myc-MVP im Kerninneren beobachtet 

werden (Abb. 5-37 a´´, b´´). In seltenen Fällen lag das Fusionsprotein um die Kernhülle 

herum angereichert vor (Abb. 5-37 b´´, c´´). 

 

5.7.11 Mikroinjektion von MVP-Antikörpern 

Um Aussagen über die Funktion des Major Vault Proteins innerhalb von somatischen Zellen 

treffen zu können, wurden MVP-Antikörper in die Zellen injiziert. Die Antikörper binden in 

der Zelle an MVP und hemmen somit die Funktion dieses Proteins. Es wurden Antikörper (α-

MVP, Biotrend) in einer Konzentration von 3mg/ml ins Zytoplasma von PTK2-Zellen 

injiziert. Vierundzwanzig Stunden nach der Mikroinjektion wurden die Zellen mit 

Methanol/Aceton fixiert. Der injizierte Antikörper wurde über einen an Cy3-gekoppelten anti-
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Maus-Antikörper nachgewiesen. Zusätzlich wurde die Verteilung der Kernporenkomplexe 

über Antikörper gegen das Nukleoporin Nup62 untersucht. 

 

 
Abb. 5-38: Mikroinjektion von α-MVP in PTK2-Zellen. Der Injizierte Antikörper konnte über den 

Sekundärantikörper eindeutig nachgewiesen werden (a´´-e´´). Der MVP-Antikörper war an der Kernhülle 

angereichert. Auffallend war, dass die Zellkerne nach der Mikroinjektion eine gelappte Struktur der Kernhülle 

aufwiesen (b, d, e). In einigen Fällen war zudem eine Bildung von Mikrokernen zu beobachten (c). Die 

Mikroinjektion hatte keinen Einfluss auf die Lokalisation  des Nukleoporins Nup62 (a´´´-e´´´). 
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Nach der Mikroinjektion der MVP-Antikörper wiesen die Zellkerne eine anormale Struktur 

auf. Die Kerne besaßen eine unregelmäßige Kernhülle, die stark gelappt war (Abb. 5-38 

b,d,e). In manchen Zellen kam es zudem zu einer Bildung von Mikrokernen (Abb. 5-38 c). 

Der injizierte Antikörper konnte eindeutig über den Sekundärantikörper an der Kernhülle 

nachgewiesen werden (Abb. 5-38 a´´-e´´). Die pünktchenförmige Färbung in Abbildung 5-38 

c´´ deutet auf eine Aggregation der Antikörper hin. Dies kann durch eine zu große Menge an 

injizierten Antikörpermolekülen erklärt werden. Betrachtet man die Fluoreszenz des 

Nukleoporins Nup62 (Abb. 5-38 a´´´-e´´´), so scheint die Mikroinjektion der MVP-Antikörper 

keinen Einfluss auf die Verteilung der Nukleoporine zu haben. 

Da die Mikroinjektion von MVP-Antikörpern zu einer deutlichen Veränderung der 

Kernhüllenstruktur führte, wurden diese auch auf elektronenmikroskopischer Ebene 

untersucht. PTK2-Zellen wurden ebenfalls mit 3 mg/ml MVP-Antikörpern (Biotrend) injiziert 

und nach 24 für die Elektronenmikroskopie eingebettet (siehe 4.5.4). 

 
Abb. 5-39: EM-Aufnahmen von PTK2-Zellen nach Mikroinjektion der MVP-Antikörper. Die Zellkerne 

wiesen nach der Miroinjektion der MVP-Antikörper eine unregelmäßig gelappte Struktur der Kernhülle auf. In 

einigen Fällen kam es zur Bildung von Mikrokernen (c). Eichstriche: in a,b und c → 1µm; in a´, a´´, b´und c→́ 

0,1 µm. 

 

Am Elektronenmikroskop konnten nach der Mikroinjektion der MVP-Antikörper dieselben 

morphologischen Veränderungen der Zellkerne beobachtet werden, wie schon bei der 

Immunfluoreszenz. Die gelappte Form der Kernhülle war deutlich zu erkennen (Abb. 5-39). 
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Auch die Bildung von Mikrokernen konnte beobachtet werden (Abb. 5-39 c). Auffällig ist 

zudem eine Konzentration von Heterochromatin, der transkriptionell inaktiven Form des 

Chromatins, unterhalb der Kernhülle (Abb. 5-39 a). 

Da man vermuten könnte, dass die morphologischen Veränderungen in der 

Kernhüllenstruktur aufgrund des mechanischen Stresses während der Mikroinjektion 

entstanden sind, wurde in einem Parallelansatz ein unspezifischer IgG-Antikörper, ebenfalls 

in einer Konzentration von 3 mg/ml, in PTK2-Zellen injiziert und die Zellen 24 Stunden 

später für die Elektronenmikroskopie eingebettet.  

 
Abb. 5-40: Die Mikroinjektion eines unspezifischen IgGs führt zu keiner Veränderung der Kernhülle. 

Auch 24 Stunden nach der Mikroinjektion von unspezifischen IgG-Molekülen, zeigten die Zellkerne eine 

unveränderte Morphologie. Die Zellkerne waren rund (a) oder oval (b) und besaßen keine blasenartigen 

Ausstülpungen, wie aus den EM-Aufnahmen  ersichtlich ist. 

 

Die Mikroinjektion von unspezifischen Antikörpermolekülen führte zu keiner Veränderung 

der Kernhüllenstruktur. Die Zellkerne besaßen nach wie vor eine runde bis ovale Gestalt 

(Abb. 5-40). In diesen Zellen war auch kein vermehrtes Auftreten von Heterochromatin zu 

beobachten, wie nach der Mikroinjektion von MVP-Antikörpern. 

Deshalb kann der mechanische Stress während der Mikroinjektion als Ursache für die 

veränderte Struktur der Kernhülle ausgeschlossen werden. Die Bildung von Mikrokernen und 

gelappten Kernhüllen steht also in direktem Zusammenhang mit der Injektion der MVP-

Antikörper. 
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6. Diskussion 

Die Kernhülle ist das Kennzeichen einer eukaryotischen Zelle und trennt das genetische 

Material innerhalb des Zellkerns vom Rest der Zelle. Die Kernhülle besteht aus drei 

morphologisch und biochemisch unterschiedlichen Komponenten, die kontinuierlich 

ineinander übergehen. Dabei handelt es sich um die äußere Kernmembran, die innere 

Kernmembran, die mit der Lamina assoziiert ist, und die Porenmembran, in der die 

Kernporenkomplexe verankert sind. Die Kernporenkomplexe sind Multiproteinkomplexe, die 

den Austausch von Makromolekülen zwischen dem Zellkern und dem Zytoplasma 

ermöglichen. 

Bei höheren Eukaryoten wird die Kernhülle während der Mitose aufgelöst und die 

Kompartimentierung zwischen Kern und Zytoplasma aufgehoben. Dabei dissoziieren die 

Kernporenkomplexe, es entstehen Löcher in der Kernhülle und die Kernmembran zerfällt in 

Membranvesikel oder verschmilzt mit der ER-Membran. Am Ende der Mitose wird um die 

Schwesterchromosomen je eine neue Kernhülle gebildet. Ob die Neubildung der Kernhülle 

am Ende der Mitose in der umgekehrten Reihenfolge abläuft ist nicht klar. Auch die 

molekularen Mechanismen, die zum Abbau und Wiederaufbau der Kernhülle führen, sind nur 

ansatzweise aufgeklärt und liegen im Fokus vieler Forschungsprojekte. Das zellfreie System, 

basierend auf Xenopus laevis Eiextrakt und Spermienchromatin, ist ein ideales Modellsystem, 

um die Bildung der Kernhülle und der Kernporenkomplexe zu untersuchen. Durch Zugabe 

von Spermienchromatin zu Interphase-Eiextrakt bilden sich in vitro Kerne, die eine doppelte 

Kernmembran besitzen, eine Lamina aufweisen und fähig sind, karyophile Proteine zu 

importieren (Lohka 1998). Aufgrund von Daten aus diesem in vitro System lässt sich die 

Bildung der Kernhülle in eine Serie von aufeinander folgenden Ereignissen einteilen:             

1) Kernhüllenvorläufer-Membranvesikel binden an die Chromatinoberfläche, 2) die 

Membranvesikel fusionieren miteinander und bilden eine Doppelmembran um das Chromatin, 

3) Kernporenkomplexe werden in die Doppelmembran integriert und 4) karyophile Proteine 

werden importiert und die Kernhülle dehnt sich aus (Übersicht in Hetzer et al., 2005). 

Während mittlerweile einige Faktoren bekannt sind, die für die Bindung der Membranvesikel 

ans Chromatin und deren Fusion notwendig sind, ist der Mechanismus der zur Integration der 

Kernporenkomplexe führt noch weitgehend unklar. Ungeklärt ist, wann und wie die 

Kernporen in die Doppelmembran eingebaut werden. Eine stark diskutierte Frage ist auch, ob 

die Kernporenkomplexe vor oder nach der vollständigen Fusion der Membran eingefügt 

werden (Walther et al., 2003; Harel et al., 2003). 
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In mehrzelligen Eukaryoten werden die Kernporenkomplexe zu zwei verschiedenen Phasen 

des Zellzyklus gebildet. Am Ende der Mitose werden die Kernporen in die sich neu bildende 

Kernhülle integriert. Darüber hinaus werden beim Kernwachstum während der S-Phase die 

neu synthetisierten Nukleoporine in die intakte Kernhülle eingebaut, was zu einer 

Verdopplung der Kernporenanzahl vor der nächsten Zellteilung führt (Maul et al., 1972). 

Hefen und niedere Eukaryoten durchlaufen eine geschlossene Mitose, das heißt die Kernhülle 

wird während der Mitose nicht aufgelöst und die neuen Kernporen müssen in die 

geschlossene Kernhülle integriert werden.  In S. cerevisiae erfolgt die Bildung der Kernporen 

während des gesamten Zellzyklus, wobei die höchste Bildungsrate am Übergang der G1- zur 

S-Phase und am Übergang der G2- zur M-Phase zu beobachten war (Winey et al., 1997). Die 

meisten Informationen über die Kernporenbildung stammen aus Analysen der 

Kernporenkomplexbildung am Ende der Mitose. Es ist nicht klar, ob der Kernporenbildung 

während der Interphase die gleichen Mechanismen zu Grunde liegen. 

Ziel dieser Arbeit war es, den Einbau der Kernporenkomplexe in die Kernhülle im zellfreien 

System von Xenopus laevis genauer zu untersuchen. Inkubiert man den Extrakt zunächst mit 

Energie-regenerierendem System in Abwesenheit von Chromatin oder DNA, so bilden sich 

aus dem Vorrat an Material, das zur Bildung der Kernhülle während der Embryogenese nötig 

ist, Annulate Lamellae (Dabauvalle et al., 1991). Annulate Lamellae sind Membrancisternen 

bzw. -lamellen, die oft parallel gestapelt vorliegen und von Porenkomplexen durchsetzt sind. 

Gibt man zu diesem vorinkubierten Eiextrakt Spermienchromatin, so bildet sich darum zwar 

noch eine Doppelmembran, die Bildung der Kernporen bleibt allerdings aus. Diese Kerne sind 

nicht fähig, karyophile Proteine zu importieren. Es ist also möglich, das gesamte zur 

Porenbildung nötige Material über die Bildung von Annulate Lamellae  aus dem Extrakt zu 

depletieren. Erst nach Zugabe aller im Eiextrakt enthaltenen Membranvesikel können die 

Kernporen wieder gebildet werden und Proteinimport ist wieder nachweisbar (Ewald et al., 

1997). In dieser Arbeit sollten die Membranvesikel fraktioniert, isoliert und ihr 

unterschiedliches Verhalten bei der Kernhüllenbildung charakterisiert werden. Das besondere 

Ziel lag in der Charakterisierung der poreninduzierenden Membranvesikel, um Faktoren zu 

identifizieren, welche die Insertion der Kernporenkomplexe in die Kernhülle initiieren. 
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6.1 Unterschiedliche Membranvesikel für die Bildung der 

Doppelmembran und der Kernporenkomplexe 

In dieser Arbeit wurden die Membranvesikel über einem diskontinuierlichen 

Zuckergradienten (30%, 40% und 50%) aufgetrennt. Durch elektronenmikroskopische 

Analysen konnte gezeigt werden, dass sich die Mitochondrien nach der Zentrifugation 

innerhalb des 50%igen Zuckers befanden, während die 30% und 40% Zuckerfraktion 

Membranvesikel enthielt. Die beiden verschiedenen Membranfraktionen (30% und 40% 

Membranfraktion) wurden zu porenlosen Kernen gegeben und die Kerne anschließend auf 

Kernporen hin untersucht. Nach Zugabe der 30% Membranfraktion konnten in 

elektronenmikroskopischen Aufnahmen neue Kernporen beobachtet werden. Außerdem 

konnte das Nukleoporin Nup62 detektiert werden, Fibrillarin akkumulierte in den 

pränukleolären Körperchen und eine Lamina war nachweisbar (siehe Abb. 5-6). Es bildeten 

sich also Kernporen, die in der Lage waren, karyophile Proteine zu importieren. Im Gegensatz 

dazu konnte die 40% Membranfraktion keine Kernporenbildung induzieren (siehe Abb. 5-7). 

Es war möglich die Kernporen in eine kontinuierliche Doppelmembran zu integrieren. 

Deshalb scheint die Bindung des Nup107-160 Komplexes an Chromatin nicht für die 

Anlagerung weiterer Nukleoporine essentiell zu sein. Dies widerspricht der 

Modellvorstellung, dass sich zunächst eine „Präpore“ am Chromatin bildet und erst im 

Anschluss daran die Kernmembranen fusionieren (Walther et al., 2003). Gegen die Theorie 

der „Präporen“ spricht auch, dass sich in den Annulate Lamellae die Kernporen unabhängig 

von Chromatin bilden können (Dabauvalle et al., 1991). Außerdem war es möglich, eine 

intakte Kernhülle mit Kernporenkomplexen um Sepharosebeads, die mit Ran beschichtet 

waren, zu bilden (Zhang und Clarke 2000). Auch hier erfolgte die Kernporenbildung in 

Abwesenheit von Chromatin. 

Durch die Verwendung von porenlosen Kernen, die in vorinkubiertem Extrakt gebildet 

wurden, konnte nur geklärt werden, dass die 30% Membranfraktion an der Bildung der 

Kernporen beteiligt ist. Über die Funktion der 40% Membranfraktion konnte mit diesem 

Versuchsansatz keine Aussage getroffen werden. Deshalb wurde zur genaueren 

Charakterisierung der Funktionen ein vereinfachtes System verwendet. Es bestand aus der 

löslichen Fraktion (S200) des Eiextraktes mit den löslichen Nukleoporinen und 

Nukleoplasmin, Spermienchromatin, Energie und den beiden getrennten Membranfraktionen. 

Dadurch konnte gezeigt werden, dass die 40% Membranfraktion an Chromatin bindet und 

ausreichend ist, eine kontinuierliche, jedoch porenlose Doppelmembran auszubilden. Die 30% 

Membranfraktion besaß nicht die Fähigkeit, an Chromatin zu binden, war aber für die Bildung 
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der Porenkomplexe nötig (siehe Abb. 5-26). Für die Bildung einer vollständigen Kernhülle 

mit Kernporenkomplexen waren S200, Spermienchromatin, Energie und beide 

Membranfraktionen nötig. Die so gebildeten Kernporen waren voll funktionsfähig, was durch 

Immunfluoreszenz mit Fibrillarin dargestellt werden konnte (siehe Abb. 5-27). 

Es gibt bis jetzt schon mehrere Arbeiten, in denen Membranvesikel aus Xenopus Eiextrakt 

fraktioniert wurden, um die Bildung der Kernhülle zu analysieren. In allen Arbeiten waren es 

mindestens zwei Membranfraktionen, die bei der Kernhüllenbildung eine Rolle spielten. 

Vigers und Lohka (1991) isolierten zwei Membranfraktionen, NEP-A und NEP-B. Wie die 

40% Membranfraktion besaß auch NEP-B die Fähigkeit an Chromatin zu binden. NEP-B war 

jedoch nicht in der Lage, alleine eine kontinuierliche Doppelmembran zu bilden, sondern 

benötigte dafür die Membranfraktion NEP-A, die vermutlich die Membranlipide zur 

Verfügung stellte. NEP-A war darüber hinaus auch für die Bildung der Kernporenkomplexe 

notwendig. Eine neuere Studie zeigte, dass nicht nur NEP-A, sondern auch NEP-B für die 

Bildung der Kernporenkomplexe erforderlich waren (Salpingidou et al., 2008). Die 

Membranfraktionen NEP-A und NEP-B wurden aus interphasischem, und nicht wie in dieser 

Arbeit aus mitotischem Eiextrakt isoliert und auch die Art der Zentrifugation bei der 

Fraktionierung war unterschiedlich. 

Sasagawa et al. (1999) isolierten aus interphasischem Eiextrakt ebenfalls zwei 

Membranvesikelpopulationen, PV1 und PV2. Die Membranvesikelpopulationen wurden 

durch eine Chromatinbindungsmethode und anschließender Zentrifugation fraktioniert. 

Membranvesikel der Fraktion PV1 banden an Chromatin, fusionierten dort und bildeten eine 

Doppelmembran ohne Kernporen. PV2 war für die Bildung der Kernporenkomplexe nötig. 

Daher könnte man PV1 mit der 40% Membranfraktion und PV2 mit der 30% 

Membranfraktion aus dieser Arbeit vergleichen. Im Gegensatz zur 30% Membranfraktion 

besitzt PV2 jedoch Chromatinbindungseigenschaften.  

Die beiden Membranfraktionen, die in dieser Arbeit isoliert wurden, unterscheiden sich von 

allen anderen bisher untersuchten Membranvesikelfraktionen. In dieser Arbeit war es erstmals 

möglich, zwei wichtige Prozesse während der Kernhüllenbildung experimentell zu trennen, 

zum einen die Bildung einer kontinuierlichen Doppelmembran und zum anderen die 

Integration von Porenkomplexen in diese bereits existierende Doppelmembran.  
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6.2 Biochemische Analyse der Membranfraktionen 

Da sich die beiden isolierten Membranfraktionen in Ihrer Fähigkeit Kernporen zu bilden 

unterscheiden, wurde vermutet, dass dies mit einem Unterschied in der 

Proteinzusammensetzung in Verbindung steht. In der Literatur werden einige Proteine 

beschrieben, die für die Bildung der Kernhülle und der Kernporenkomplexe essentiell sind. 

Dazu gehören die Porenmembranproteine POM121 (Antonin et al., 2005; Funokoshi et al. 

2007) und NDC1 (Mansfeld et al., 2006). Weitere Faktoren, die mit der Kernhüllenbildung in 

Zusammenhang gebracht werden sind LAP2α (Dechat et al., 2004), LAP2ß (Gant et al., 1999; 

Yang et al., 1997), der Lamin B Rezeptor (Ma et al., 2007), die AAA-ATPase p97 (Hetzer et 

al., 2001), die kleine GTPase Ran (Zhang et al., 2002a) und Importin α und ß (Hachet et al., 

2004; Harel und Forbes 2004). Durch gelelektrophoretische Auftrennung der 

Membranfraktionen und anschließenden Immunblot wurde die Verteilung dieser Proteine 

innerhalb der beiden Membranfraktionen  untersucht. (Nur die Verteilung von NDC1 wurde 

nicht getestet, da kein entsprechender Antikörper zur Verfügung stand.) Doch keines dieser 

Proteine war für die 30%ige, poreninduzierende Membranfraktion spezifisch.   

 

 

6.3 Transport der Membranvesikel 

Kürzlich konnte die Rolle der Mikrotubuli beim Auflösen der Kernhülle geklärt werden. Von 

den neu duplizierten Zentrosomen gehen Mikrotubuli aus, die vermutlich über Dynein und 

den Dynactin-Komplex an die Kernhülle binden. Das Motorprotein Dynein zieht die 

Kernmembran in Richtung der Zentrosomen, was zu einer enormen Spannung und bald zu 

Rissen in der Kernhülle führt. Die Fragmente der Kenhülle werden durch den dynein-

abhängigen Transport entlang der Mikrotubuli von den Chromosomen entfernt, bis diese 

schließlich frei vorliegen und für den Spindelapparat zugänglich sind (Beaudouin et al., 2002; 

Salina et al., 2002; Übersicht in Aitchison und Rout, 2002). 

Über die Rolle der Mikrotubuli beim Aufbau der Kernhülle ist dagegen noch wenig bekannt. 

Im Eiextrakt kann um Spermienchromatin eine Anlagerung von Tubulinfilamenten beobachtet 

werden. Joshi (1998) berichtete, dass die Plusenden dieser Mikrotubuli über Kinesin-ähnliche, 

multimere Proteine mit dem Chromatin verbunden werden. In unserer Arbeitsgruppe wurde 

die Bildung der Kernhülle in Abhängigkeit der Mikrotubuli und Mikrotubuli-abhängiger 

Motorproteine bereits früher untersucht. Fügte man zum Eiextrakt Colcemid oder Nocodazol, 

beides Substanzen, die die Polymerisation der Tubulinuntereinheiten verhindern, so bildeten 
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sich Kerne mit einer teilweise unregelmäßigen Doppelmembran ohne Kernporen (Ewald et 

al., 2001). Die Kernporenbildung war abhängig von polymerisierten Mikrotubuli. 

Nun sollte untersucht werden, ob die 30% Membranfraktion tatsächlich entlang von 

Mikrotubuli transportiert wird. Dazu wurden zunächst über die Bildung von Annulate 

Lamellae porenlose Kerne gebildet. Vor der Zugabe der 30% Membranfraktion wurde der 

Ansatz entweder mit der Tubulin-stabilisierenden Droge Vinblastinsulfat oder mit der 

Tubulin-destabilisierenden Droge Colcemid inkubiert. Nach Inkubation von porenlosen 

Kernen mit Colcemid, war die 30% Membranfraktion nicht mehr in der Lage, Kernporen zu 

bilden (siehe Abb. 5-14 d´´). Im Gegensatz dazu hatte Vinblastinsulfat keinen Einfluss auf die 

Regeneration der Kernporen (siehe Abb. 5-14 e´´). Diese Daten bestätigten die Vermutung, 

dass die 30% Membranfraktion polymerisierte Mikrotubuli benötigt, um an die bereits 

vorhandene Doppelmembran zu gelangen. Neue Ergebnisse aus unserem Labor zeigen 

außerdem, dass nur die 30%, nicht jedoch die 40% Membranfraktion an Mikrotubuli bindet. 

Um Komponenten zu identifizieren, die an der Bindung der 30% Membranfraktion an 

Mikrotubuli beteiligt sind, wurde ein Overlay Assay mit gereinigtem Tubulin durchgeführt. 

Es zeigte sich, dass Tubulin mit einigen Proteinen der poreninduzierenden Membranfraktion 

interagierte, die sich von den Interaktionspartnern innerhalb der 40% Membranfraktion 

unterschieden (siehe Abb. 5-15). Bislang konnte allerdings noch nicht geklärt werden, um 

welche Proteine es sich dabei handelte. Es ist geplant, diese Proteine durch 

Massenspektrometrie analysieren zu lassen.  

Wie bereits gezeigt werden konnte, spielt das Motorprotein Kinesin eine wichtige Rolle beim 

Transport der Membranvesikel zur Kernhülle. Kinesin wandert zu den Plusenden der 

Mikrotubuli, die im Eiextrakt am Spermienchromatin lokalisiert sind (Joshi 1998). Gab man 

AS-2, einen Inhibitor des Motorproteins Kinesin (Sakowicz et al., 1998), zum Eiextrakt so 

besaßen die Kerne eine Doppelmembran ohne Kernporen (Ewald et al., 2001). Beim 

Immunblot mit Antikörpern gegen Kinesin erkannte der Antikörper etliche Proteine in beiden 

Membranfraktionen. Eine Proteinbande bei etwa 104 kDa war spezifisch für die 

porenbildende 30% Membranfraktion (siehe Abb. 5-16). Da dieses Protein aufgrund seiner 

molekularen Masse zu keinem bisher bekannten Kinesin passt, wurde dieses Protein durch 

Massenspektrometrie charakterisiert.  
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6.4 Das Major Vault Protein ist spezifisch für die porenbildende 

Membranfraktion 

Überraschenderweise wurde das für die porenbildende Membranfraktion spezifische 104 kDa 

Protein durch Massenspektrometrie als das Major Vault Protein (MVP) identifiziert. 

Scheinbar wurde MVP durch eine Kreuzreaktion vom Kinesinantikörper erkannt, da es keine 

homologen Bereiche in der Aminosäuresequenz von MVP und Kinesin gibt. MVP macht den 

Hauptbestandteil der Vault-Komplexe aus. Diese sind Ribonukleoproteinpartikel, die aus 

mehrfachen Kopien dreier Proteine bestehen. Neben MVP sind auch noch die Vault-

ADP(Polyribose)-Polymerase (VPARP) mit 193 kDa und das Telomerase-assoziierte Protein 

(TEP1) mit 240 kDa Bestandteile des Komplexes (Van Zon et al., 2003). Jeder Komplex 

besteht aus 96 Molekülen MVP, acht Molekülen VPARP, zwei Molekülen TEP1 und 

mindestens sechs Kopien der Vault-RNA (Kong et al., 1999; Scheffer et al., 2000). Die Vault-

RNA besteht je nach Spezies aus 86-142 Basen. Das Major Vault Protein von Xenopus laevis 

besteht aus 849 Aminosäuren und besitzt in der aminoterminalen Region acht Vaultdomänen 

mit unbekannter Funktion. Trotz der ubiquitären Expression und dem Vorkommen in fast 

allen eukaryotischen Zellen, ist die Rolle der Vault-Komplexe nach wie vor nicht geklärt. In 

der Literatur werden einige Funktionen der Vault-Komplexe diskutiert. So wird MVP mit der 

„Multiplen Drug Resistenz“ (MDR), einem Phänomen, bei dem die Zellen eine Resistenz 

gegenüber einer Vielzahl von Arzneistoffen aufweisen, in Zusammenhang gebracht 

(Kickhoefer et al., 1998; Kitazono et al., 1999). Es gibt aber auch Vermutungen über eine 

Beteiligung der Vault-Komplexe an zellulären Transportprozessen, wie dem nukleo-

zytoplasmatischen Transport  des Östrogen-Rezeptors (Abbondanza et al., 1998) oder dem 

Export von Ribosomen (Hamill und Suprenant 1997). Neben dem nukleo-zytoplasmatischen 

Transport gibt es auch Anzeichen dafür, dass Vaults in den Transport von synaptischen 

Vesikeln entlang von Mikrotubuli involviert sind (Herrmann et al., 1996 und 1999). 

Außerdem könnten die Vault-Komplexe eine regulatorische Funktion bei einigen 

Zellsignalwegen (Yu et al., 2002; Kolli et al., 2004) und der Zelldifferenzierung (Schroeijers 

et al., 2002) übernehmen. Doch all diese Funktionen sind bislang nur spekulativ und konnten 

noch nicht endgültig belegt werden. Da sowohl die Aminosäuresequenz von MVP (siehe Abb. 

5-19), als auch die Struktur der Vault-Komplexe innerhalb der Eukaryoten hoch konserviert 

ist, geht man davon aus, dass die Vault-Komplexe eine essentielle Funktion innerhalb der 

Zelle übernehmen. 

Um die Funktion und zelluläre Lokalisation von MVP/Vaults genauer untersuchen zu können, 

wurde ein rekombinantes Xenopus MVP-Fusionsprotein hergestellt und dieses zur 
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Immunisierung zweier Meerschweinchen verwendet. Mit den gewonnenen MVP-Antikörpern 

(„xMVP-Antikörper“) wurde die Verteilung von MVP innerhalb der verschiedenen 

Fraktionen aus Xenopus Eiextrakt untersucht. In Übereinstimmung mit vorherigen 

Experimenten zeigte sich, dass MVP nur in der 30% Membranfraktion und der 

Gesamtmembranfraktion zu detektieren war. In der 40% Membranfraktion und der löslichen, 

zytosolischen Fraktion wurde kein MVP gefunden (siehe Abb. 5-18). Obwohl Vault-

Komplexe normalerweise im Zytoplasma lokalisiert sind, gibt es in der Literatur Hinweise 

darauf, dass die Vaults auch an Membranen assoziiert sein können. Kowalski et al. (2007) 

beschrieben eine Interaktion von MVP mit Lipid  Rafts, Cholesterin-reichen Mikrodomänen 

in Zellmembranen. Durch Kristallisationsstudien konnte die Struktur der Vault-Komplexe auf 

atomarer Ebene untersucht werden und die lineare Anordnung mehrerer 

Tryptophanseitenketten auf der Vaultoberfläche könnten als Membrananker dienen (Anderson 

et al., 2007). Tatsächlich verhielt sich MVP in unserem System aus Xenopus Eiextrakt wie ein 

peripheres Membranprotein, da es unter Verwendung von 750 mM NaCl und 2% Empigen, 

einem zwitterionischen Detergenz, von der 30% Membranfraktion extrahiert werden konnte 

(siehe Abb. 5-23). 

 

6.5 Vault-Komplexe und das Major Vault Protein besitzen 

poreninduzierende Eigenschaften 

Der nächste logische Schritt bestand darin, herauszufinden, ob die Anwesenheit von MVP in 

der 30% Membranfraktion im Zusammenhang mit ihrer poreninduzierenden Eigenschaft 

steht. Dafür wurde MVP zunächst in Anwesenheit von 750 mM NaCl und 2% Empigen von 

der 30% Membranfraktion extrahiert und diese Membranvesikel zu porenlosen Kernen 

gegeben. Parallel dazu wurden die extrahierten Membranen zusammen mit rekombinantem 

MVP oder aufgereinigten Vault-Komplexen mit den porenlosen Kernen inkubiert. Es zeigte 

sich, dass die 30% Membranfraktion nach der Extraktion ihre poreninduzierende Wirkung 

verloren hatte. Nach Zugabe von rekombinantem MVP oder Vault-Komplexen zu den 

extrahierten Membranen waren diese wieder in der Lage, funktionsfähige Kernporen zu 

bilden (siehe Abb. 5-24). Nun stellte sich die Frage, ob Vaults oder das Major Vault Protein 

alleine die Bildung von Porenkomplexen bewirken können. Um dies zu beantworten wurden 

erneut porenlose Kerne gebildet und rekombinantes MVP oder Vault-Komplexe hinzugefügt. 

Auch in diesem Fall konnten nach Zugabe von MVP/Vaults funktionsfähige Kernporen 

nachgewiesen werden (siehe Abb. 5-25). Daher scheinen weder die Membranen an sich, noch 
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assoziierte Membranproteine der 30% Membranfraktion für die Porenbildung entscheidend zu 

sein. Diese Vermutung konnte weiter gefestigt werden, da auch im vereinfachten System, 

bestehend aus S200, Spermienchromatin und der 40% Membranfraktion die Zugabe von 

MVP ausreichend war, um importaktive Kernporen zu bilden (siehe Abb. 5-30 und 5-31). 

Neuere Ergebnisse deuten darauf hin, dass aus der zytosolischen Fraktion (S200) lediglich die 

löslichen Nukleoporine benötigt werden, um aktive Kernporen zu bilden. 

Diese Daten lassen vermuten, dass die Abwesenheit von Porenkomplexen in den Kernen, die 

in vorinkubiertem Extrakt gebildet werden, eine Folge des Einbaus der 30% Membranfraktion 

in Annulate Lamellae ist. Wir glauben, dass die Bildung von Annulate Lamellae mit ihrer 

extrem hohen Dichte an Porenkomplexen die MVP-assoziierten Membranvesikel aus dem 

Extrakt depletiert und diese deshalb nicht mehr für die Bildung der Kernhülle zur Verfügung 

stehen. Tatsächlich konnten wir zeigen, dass nach Vorinkubation des Extraktes, weder MVP 

noch das Nukleoporin Nup62 an der Kernhülle nachweisbar war. Stattdessen waren MVP und 

Nup62 in den Annulate Lamellae angereichert. Wurden die Kerne unter Kontrollbedingungen 

gebildet, war die Kernhülle mit Antikörpern gegen MVP und Nup62 markiert.  

All diese Daten geben einen deutlichen Hinweis darauf, dass MVP zumindest im zellfreien 

System von Xenopus laevis in die Bildung der Kernporenkomplexe involviert ist. Dies sind 

die ersten Daten, in denen MVP mit dieser Funktion in Verbindung gebracht wird. Nun bleibt 

noch zu klären, ob MVP auch in vivo eine Rolle bei der Kernhüllenbildung übernimmt. 

 

6.6 Zelluläre Lokalisation von MVP 

Mit bis zu 105 Partikeln pro Zelle, sind die Vault-Komplexe zahlreich in vielen Zelltypen 

vertreten. Vaults liegen vorwiegend zytoplasmatisch vor und assoziieren dort mit 

Zytoskelettelementen wie Aktinfilamenten (Kedersha and Rome 1990) und Mikrotubuli 

(Herrmann et al., 1999). Im Gegensatz zu anderen Spezies liegt bei Seeigeln das Major Vault 

Protein in den Eiern und Embryonen zytoplasmatisch vor, während es bei adulten Tieren 

vorwiegend im Kern vorkommt (Hamill und Suprenant 1999). Einige Arbeitsgruppen konnten 

zeigen, dass etwa 5% der Vault-Partikel an der Kernhülle, den Kernporenkomplexen und im 

Nukleoplasma lokalisieren (van Zon et al., 2006; Slesina et al., 2005). Diese bisher 

veröffentlichten Daten zur MVP-Lokalisation sind teilweise widersprüchlich. Deshalb wurde 

die Lokalisation in der vorliegenden Arbeit durch unterschiedliche Methoden untersucht. Da 

es Hinweise auf eine Beteiligung von MVP bei der Kernporenbildung gibt, sollte MVP an der 

Kernhülle lokalisiert sein. Sowohl bei in vitro Kernen, als auch an isolierten Xenopus 
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Oozytenkernhüllen, konnte MVP eindeutig an der Kernhülle nachgewiesen werden. Dabei 

lokalisierte MVP teilweise an den Kernporenkomplexen. Bei der Doppelimmunfluoreszenz 

von MVP und Nup62 zeigte sich ein sehr ähnliches Verteilungsmuster dieser beiden Proteine 

(siehe Abb. 5-32). Deutlicher wurde die Lokalisation von MVP an den Kernporenkomplexen 

durch die Immungoldtechnik, bei der die Goldpartikel zweifelsfrei auch an den Kernporen zu 

finden waren (siehe Abb. 5-33). Auch Chugani et al. (1993) und Slesina et al. (2005) konnten 

Goldpartikel an den Kernporen beobachten. Durch Immunfluoreszenzmikroskopie auf HeLa- 

und XTC-Zellen mit xMVP-Antikörpern  konnte in dieser Arbeit ebenfalls eine Färbung der 

Kernhülle gezeigt werden. Das Signal erschien zwar auch im Zytoplasma, jedoch war eine 

deutliche Anreicherung von MVP an der Kernhülle zu erkennen (siehe Abb. 5-34). Da MVP 

scheinbar eine Rolle bei der Kernporenbildung übernimmt, wurde ebenfalls das 

Verteilungsmuster von MVP während der Mitose untersucht. Es zeigte sich, dass MVP 

während der Mitose gleichmäßig in der Zelle verteilt vorlag und nicht an die Chromosomen 

assoziiert war (siehe Abb. 5-35). Auch im zellfreien System konnte gezeigt werden, dass 

MVP alleine nicht in der Lage war, an Chromatin zu binden. Eine Lokalisation von MVP am 

Chromatin war nur in Anwesenheit der 40% Membranfraktion möglich (siehe Abb. 5-29). 

Diese Beobachtungen sind im Einklang mit unserer Vermutung: Es bildet sich zunächst eine 

Doppelmembran um das Chromatin, an die MVP bindet um dort die Bildung von 

Kernporenkomplexen zu initiieren. 

Unter Verwendung der Fusionsproteine EGFP-MVP und Myc-MVP zeigte sich ein 

abweichendes Ergebnis. Beide Fusionsproteine waren nach der Transfektion und Expression 

gleichmäßig im Zytoplasma verteilt. Eine Anreicherung an der Kernhülle konnte nicht 

beobachtet werden. Auch Slesina et al. (2005) konnten keine Anreicherung von GFP-MVP an 

der Kernhülle zeigen. Dies lässt sich zum einen durch die starke Überexpression der 

Fusionsproteine erklären. Durch die erhöhte Anzahl an MVP-Molekülen wird das Signal an 

der Kernhülle vom starken Signal im Zytoplasma überdeckt und ist somit nicht mehr zu 

erkennen. Außerdem könnten sowohl das GFP, als auch der Myc-Tag die Lokalisation 

beeinflussen. 
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6.7 Welche Rolle übernimmt MVP bei der Kernporenbildung?  

Die Daten dieser Arbeit geben deutliche Hinweise, dass MVP/Vaults in die Bildung der 

Kernporenkomplexe involviert sind. Der molekulare Mechanismus, der dahinter steckt ist 

allerdings noch völlig unklar. Die folgende Modellvorstellung über die Rolle der Vault-

Komplexe bei der Kernhüllenbildung wäre denkbar. In unserem zellfreien System bildet sich 

zunächst aus der 40% Membranfraktion eine Doppelmembran um das Chromatin. Die 30% 

Membranfraktion, die mit den Vault-Komplexen assoziiert ist, wird entlang der Mikrotubuli 

zur wachsenden Kernhülle transportiert. Die Funktion der 30% Membranfraktion besteht 

darin, die Vault-Komplexe dorthin zu bringen. An der Kernhülle angelangt, binden 

MVP/Vaults an Proteine der Doppelmembran. Die Bindung von MVP an die 40% 

Membranfraktion konnte auch in dieser Arbeit gezeigt werden (siehe Abb. 5-29). Nach der 

Bindung initiiert der Vault-Komplex eine lokale Fusion der äußeren und inneren Kernhülle. 

Diese Fusion könnte mit der Rekrutierung von Nup35/53 zusammenhängen. In aktuellen 

Untersuchungen aus unserem Labor konnte eine Interaktion von MVP mit löslichen 

Nukleoporinen gezeigt werden. Wir  vermuten, dass es sich bei diesen Nukleoporinen um 

Nup45 und Nup35/53 handelt. Interessanterweise konnten Hawryluk-Gara et al. (2008) 

zeigen, das Nup35/53 sowohl für die Porenbildung als auch für die Membranfusion essentiell 

waren. 

Es gibt auch noch weitere Anzeichen, die für eine Interaktion von MVP mit Nup35/53 

sprechen. Nach Nup35/53-Knockdown durch siRNA wiesen die Zellkerne eine unregelmäßig 

gelappte Kernhülle auf, ähnlich wie bei Zellen, denen Lamin A fehlt (Hawryluk-Gara et al., 

2005). Derselbe Phänotyp konnte auch nach Mikroinjektion von MVP-Antikörpern in 

somatische Zellen beobachtet werden (siehe Abb. 5-39). Deshalb könnte dieser Effekt darauf 

zurückzuführen sein, dass die Interaktion zwischen MVP/Vaults und Nup35/53 durch die 

MVP-Antikörper inhibiert wurde. Daher liegt die Vermutung nahe, dass Nup35/53 nach der 

Bindung an MVP/Vaults mit weiteren Nukleoporinen wie z.B. Nup155 und NDC1, die 

ebenfalls essentiell für die Bildung der Kernporenkomplexe sind, interagiert. Die 

Verankerung bestimmter Nup-Subkomplexe an der Kernhülle erfolgt vermutlich über 

integrale Porenmembranproteine. Bei Hefe konnte gezeigt werden, dass die 

Porenmembranproteine Ndc1 und POM152 entscheidend für die korrekte Lokalisation 

weiterer Nukleoporine waren (Madrid et al., 2006). Der Vault-Komplex könnte die Bindung 

zwischen Nup35/53 und NDC1 ermöglichen.  Dabei könnte der Vault-Komplex entweder die 

Funktion eines Adapters übernehmen, oder durch das Auslösen einer lokalen Membranfusion 

das NDC1 zugänglich für Nup35/53 machen. Somit könnte die Bindung von MVP/Vaults an 
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die Doppelmembran den Auslöser für die Rekrutierung von Nukleoporinen und damit die 

Bildung der Kernporenkomplexe darstellen.  

Da es sich bei den Vault-Komplexen um hohle Strukturen handelt, wäre es auch möglich, 

dass in diesem Hohlraum Faktoren transportiert werden, die für die lokale Fusion zwischen 

beiden Kernmembranen nötig sind. 

Eine weitere Modellvorstellung wäre, dass der Vault-Komplex nach der Fusion der beiden 

Membranen zur Stabilisierung der Kernpore dient. Der geöffnete Vault-Komplex besitzt einen 

Durchmesser von etwa 100 nm (Kedersha et al., 1991), der äußere Durchmesser einer 

Kernpore beträgt etwa 120 nm (Reichelt et al., 1990). Durch eine Öffnung des Vault-

Komplexes könnte die Dimension und die oktogonale Symmetrie der Kernpore festgelegt 

werden. Nach dem Einbau der Nukleoporine in den Porenkomplex könnte sich der Vault-

Komplex wieder schließen und die Kernpore verlassen. Der geschlossene Vault-Komplex 

besitzt einen Durchmesser von etwa 35 nm (Kedersha und Rome 1986). Pante und Kann 

(2002) zeigten, dass durch aktiven Transport Makromoleküle mit einem Durchmesser bis zu 

39 nm durch die Kernporen transportiert werden können. Deshalb könnte der Vault-Komplex 

auch nach Fertigstellung der Kernpore diese noch passieren. In einigen Kernporen kann eine 

zentrale Masse beobachtet werden, von der spekuliert wird, dass es sich um Vault-Komplexe 

handelt. Durch FRET-(Fluorescence resonance energy transfer)-Analysen konnten Dickenson 

et al. (2007) eine enge Assoziation zwischen Kernporenkomplexen und MVP nachweisen. 

Darüber hinaus zeigten sie durch die Immungoldtechnik eine Lokalisation der Vault-

Komplexe im Zentrum der Kernporen, ebenso wie Slesina et al. (2005). Diese Lokalisation 

der Vault-Komplexe wurde als Hinweis gesehen, dass die Vaults am nukleo-

zytoplasmatischen Transport beteiligt sind. Kehrt man zu unserem Modell zurück, wäre es 

aber auch denkbar, dass die Anwesenheit der Vaults im Zentrum Kernporen markieren, die 

sich gerade im Aufbau befinden. 

Es gibt allerdings auch Gründe, die gegen eine essentielle Rolle der Vaults bei der 

Kernporenbildung sprechen. Zum einen konnten bei der Hefe bis jetzt keine Vault-Komplexe  

identifiziert werden. Zum anderen sind MVP-Knockout-Mäuse lebensfähig und besitzen 

keinen offensichtlichen Phänotyp (Mossink et al., 2002). Es scheint also auch MVP-

unabhängige Mechanismen zur Bildung der Kernporenkomplexe zu geben. Man könnte sich 

vorstellen, dass die MVP-abhängige Kernporenbildung bei sich schnell teilenden Zellen zum 

Einsatz kommt. Solch schnell aufeinander folgende Zellteilung gibt es beispielsweise in der 

frühen Embryogenese. Deshalb ist der MVP-abhängige Mechanismus auch im zellfreien 

System aus Xenopus-Eiern zu finden. In vielen Tumorzellen ist die Expression von MVP 
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stark erhöht (Kickhoefer et al., 1998). Da sich auch Tumorzellen schnell teilen, könnte die 

erhöhte Expression von MVP mit einer erhöhten Bildungsrate der Kernporenkomplexe 

zusammenhängen. 

 

6.8 Ausblick 

In dieser Arbeit wurde erstmals ein Zusammenhang zwischen Vault-Komplexen und der 

Kernporenbildung hergestellt. Der molekulare Mechanismus bleibt aber noch zu klären. 

Wichtig ist, die Bindungspartner von MVP zu charakterisieren. Dabei gilt es zum einen 

herauszufinden, mit welchen Proteinen der an Chromatin gebundenen Doppelmembran MVP 

interagiert. Das könnte durch Pull-Down Experimente oder Overlay Assays unter 

Verwendung von rekombinantem MVP und der 40% Membranfraktion untersucht werden. 

Zum anderen ist auch die Interaktion von MVP mit Nukleoporinen aufzuklären. Bisher 

handelt es sich nur um eine Vermutung, dass MVP mit Nup35/53 interagiert. Daher müssen 

die Nukleoporine, die beim Pull-Down an das rekombinante MVP binden durch Immunblots 

mit spezifischen Antikörpern und Massenspektrometrie eindeutig bestimmt werden.  

Da es sich bei den Vault-Komplexen um hochkonservierte Strukturen handelt, nimmt man an, 

dass sie eine essentielle Funktion in der Zelle übernehmen. Beim Seeigel vermutet man eine 

Rolle von MVP während der Embryogenese. Durch Injektion von MVP-Antikörpern in ein 

Blastomer eines Zwei-Zell-Stadiums von Xenopus-Embryonen, könnte man untersuchen, ob 

MVP bei der Embryogenese eine Rolle spielt. Alternativ könnte man auch Morpholino-

Oligonukleotide (MO) in die Blastomeren injizieren. Beim MO-Knockout wird die 

Genaktivität posttranslational inhibiert, indem stabilisierte RNA-Oligonukleotide 

sequenzspezifisch im Bereich des Startcodons oder im 5’-UTR binden. Durch diese 

Assoziation wird in der Regel die Translation der entsprechenden mRNA inhibiert.  

Bereits in dieser Arbeit gibt es Hinweise, dass die Hemmung von MVP Auswirkungen auf die 

Struktur der Zellkerne hat. Nach Injektion von MVP-Antikörpern in somatische Zellen in der 

Interphase wiesen die Kerne eine unregelmäßig gelappte Kernhülle auf. Durch Mikroinjektion 

von Antikörpern in Zellen, die sich gerade in der Prometaphase oder Metaphase befinden, 

könnte man die Neubildung der Kernhülle am Ende der Mitose untersuchen. Ist MVP für die 

Bildung der Kernhülle und der Kernporen essentiell, so sollten die somatischen Zellen in der 

Anaphase arretiert bleiben.  

Es konnte gezeigt werden, dass der Transport der 30% Membranfraktion zur wachsenden 

Kernhülle abhängig von polymerisierten Mikrotubuli ist. Daraus ergibt sich die Frage, welche 
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Komponente(n) der Membranfraktion für diese Interaktion verantwortlich sind und ob es sich 

dabei um MVP handelt. Durch Koimmunpräzipitation und Lokalisationsstudien konnten 

einige Autoren bereits eine Interaktion von MVP mit Tubulin nachweisen (van Zon et al., 

2006; Slesina et al., 2006). Unter normalen Umständen ist MVP and die 30% 

Membranfraktion assoziiert. Falls MVP den Transport entlang der Mikrotubuli vermittelt, 

sollten die Membranen nach Extraktion des MVP durch Empigen und NaCl nicht mehr in  

Lage sein, an Mikrotubuli zu binden. Eine erneute Bindung an Mikrotubuli sollte durch 

Zugabe von rekombinantem MVP zu den extrahierten Membranen wieder möglich sein. Die 

Bindung der 30% Membranfraktion vor und nach der Extraktion könnte durch Markierung 

der Membranen mit fluoreszierenden Farbstoffen und Fluoreszenzmikroskopie untersucht 

werden. 

Die Ergebnisse dieser Arbeit zeigen, dass MVP ausreichend ist, um in unserem zellfreien 

System die Bildung der Kernporenkomplexe zu induzieren. Xenopus-MVP enthält am 

Aminoterminus acht Vault-Domänen, über deren Funktion noch nichts bekannt ist und nahe 

des Carboxyterminus eine coiled-coil-Domäne. Darüber hinaus besitzt die MVP-Sequenz 

einige putative Phosphorylierungsstellen und Calciumbindungsstellen. Es konnte bereits 

gezeigt werden, dass die Major Vault Proteine über ihre coiled-coil-Domänen miteinander 

interagieren. Daher könnten die Interaktionen von MVP mit andern zellulären Proteinen 

ebenfalls durch die coiled-coil-Domäne vermittelt werden. Die verschiedenen Domänen im 

MVP-Fusionsprotein könnten systematisch mutiert und deletiert werden. Nach der 

Aufreinigung dieser Mutanten könnte man ihre Wirksamkeit bei der Kernporenbildung und 

ihr Bindungsverhalten gegenüber anderen Proteinen untersuchen, um die Funktionen der 

verschiedenen Domänen aufzuklären.   

Dies ist nur ein Teil der Experimente, die durchgeführt werden müssen, um die Rolle der 

Vault-Komplexe bei der Kernhüllenbildung zu klären. Da die Vault-Komplexe vor über 20 

Jahren entdeckt wurden und es bis jetzt lediglich Spekulationen zu ihrer Funktion gibt, könnte 

diese Arbeit die Grundlage bilden, dem Rätsel über diese Strukturen auf die Spur zu kommen. 
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8. Abkürzungen 

%    Prozent 

®    registriertes Warenzeichen 

°C    Grad Celsius 

µ    mikro (10-6) 

µg    Mikrogramm 

µl    Mikroliter 

µm    Mikrometer 

2D    zweidimensional 

A    Ampere/Adenin 

Abb.    Abbildung 

AL    Annulate Lamellae 

APS    Ammoniumperoxodisulfat 

ATP    Adenosin-triphosphat 

bidest.    Bidestilliert  

Bis    N, N´-Methylendiacrylamid 

bp    Basenpaare 

BSA    Bovines (Rinder-) Serum-Albumin 

C    Cytosin 

C-(-terminal,-Terminus) Carboxy-(terminal,-Terminus) 

cDNA    complementary DNA 

cfu     colony forming unit 

cm    Zentimeter 

Cy    Cyanin 

Da    Dalton 

dATP    Desoxy-Adenosin-Triphosphat 

dCTP     Desoxy-Cytosin-Triphosphat 

ddNTP     Didesoxy-Nukleosid-Triphosphat 

dH2O    deionisiertes Wasser 

DMSO    Dimethylsulfoxid 

DNA    Desoxyribonukleinsäure (Desoxyribonucleic acid) 

DNase    Desoxyribonuklease 

dNTP    Deoxy-Nukleosid-Triphosphat    

dNTP    Desoxyribonukleosidtriphosphat    

ds    doppelsträngig (double stranded) 

DTT    Dithiotreitol 
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dTTP     Desoxy-Thmindin-Triphosphat 

E. coli     Escherichia coli 

ECL    Enhanced Chemiluminescence 

EDTA    Ethyldiamintetraessigsäure 

EGFP    Enhanced green fluorescent protein 

EGTA    Ethylenglycol-bis-N,N,N`,N`-Tetrasessigsäure 

EM    Elektronenmikroskop 

ER    Endoplasmatisches Reticulum 

et al.     et altera (und andere) 

EtBr    Ethidiumbromid 

EtOH    Ethanol 

FCS     Fetales Kälberserum 

g    Gramm 

GDP    Guanosin-Diphosphat 

GTP    Guanosin-Triphosphat 

h    Stunde 

HEPES    Hydroxyethyl-Piperazin-1-Ethansulfonsäure 

HRP     Meerrettich-Peroxidase [= „horse radish peroxidase“] 

IF    Immunfluoreszenz 

Ig    Immunglobulin  

INM    innere Kernmembran (inner nuclear membrane) 

IPTG    Isopropyl-ß-D-thiogalactosid 

Kan    Kanamycin 

kb    Kilobasen 

kDa    Kilodalton 

LAP    Lamina assoziiertes Polypetid 

LBR    Lamin B-Rezeptor 

m    Meter oder milli (10-3) 

M    Molar 

mA    Milliampere 

mAK (mAb)   monoklonaler Antikörper 

MDa    Megadalton  

MetOH    Methanol 

MF    Membranfraktion 

min    Minute 

ml    Milliliter 

MMR     Marc’s modified Ringer Lösung 



Abkürzungen 

 183 

MVP    Major Vault Protein 

N-(-terminal,-Terminus)  Amino-(-terminal, -Terminus) 

NES    Kernexportsignal (nuclear export signal) 

NLS    Kernlokalisationssignal (nuclear lokalisation signal) 

nm    Nanometer (10-9) 

NPC    Kernporenkomplex (nuclear pore complex) 

Nup    Nukleoporin 

OD    optische Dichte 

ONM     äußere Kernmembran (outer nuclear membrane) 

p.A.    für die Analyse (per analysis) 

PAGE    Polyacrylamid-Gelelektrophorese     

PBS    Phosphat-gepufferte Kochsalzlösung 

PCR     Polymerase-Kettenreaktion 

PMSF    Phenylmethylsulfonylfluorid 

RNA    Ribonukleinsäure (ribonucleic acid) 

RNase    Ribonuklease 

rpm    Umdrehungen pro Minute (rounds per minute) 

RT    Raumtemperatur 

SAP    Shrimp alkalische Phosphatase 

SDS    Natriumdodecylsulfat (sodium dodecyl sulfate) 

sec    Sekunde 

SL    Stammlösung 

Sp    Spermienchromatin 

ss    einzelsträngig (single stranded)  

Tab.     Tabelle 

TBST    Tris-gepufferte Kochsalzlösung mit Tween-20 

TEMED   N,N,N´,N´-Tetramethylethyldiamin 

TEP1    Telomerase-assoziertes Protein 1 

Tris    Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan 

Tween-20   Polyoxyethylen-Sorbitan Monolaurat 

™    Trademark 

U    Einheit (unit) 

ÜNK    Übernachtkultur 

UV    Ultraviolett 

V    Volt 

v/v    Volumen pro Volumen (volume per volume) 

VPARP   Vault-ADP(polyribose)-Polymerase 
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w/v    Gewicht pro Volumen (weight per volume) 

w/w    Gewicht pro Gewicht (weight per weight) 

WB    Westernblot 

xg    x fache Erdbeschleunigung 

X-Gal     Brom-4-Chlor-3-Indol-β-D-Galaktopyranosid 
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