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3 Material und Methoden

3.1 Geräte

Tabelle 3.1 Die in dieser Arbeit verwendeten Geräte sind in folgender Tabelle aufgelistet

Analysenwaage   Chyo JL 180
Autoklav   Fedegari FOM/B50, Fedegari Teknomara 9191E
Brutschrank   Heraeus B5050E, Mammert Tv40b
Cleanbench   Nunc Microflow 50726
Douncer   Zinsser Analytic
Durchflusszytometer (FACScan)   FACSCalibur, Becton Dickinson
Eismaschine   Scotman AF-20
Elektromagnet   Institutswerkstatt
Elektronenmikroskop   Zeiss EM 10
Elektroporator   Gene Pulser Transfection, BioRad
Entwicklermaschine   Agfa, Curex 60
Fluoreszenzmikroskop   Zeiss Axiolab mit 50 W Hochdruck- Quecksilberlampe

  Zeiss Axiovert mit 50 W Hochdruck- Quecksilberlampe
  Zeiss Filtersets 00 und 10

Fotometer   Unicam 8625, Pharmacia
Gefrierschrank -20°C   Privileg Senator
Gefrierschrank -80°C   REVCO
Geldokumentation   Gel Doc 2000, Bio Rad
Gelelektrophorese-Apparatur   BioRad, Pharmacia GNA-100
Grobwaage   Chyo MP 3000
Hybridisierungsofen   Bachofer
Konfokales Laserscanningmikroskop  Zeiss, LSM 500 mit Axiovert 100 M Mikroskop
Magnetrührer   Sorvall RT 600
Mikrowelle   Moulinex
Netzgeräte   Consort E452, Pharmacia, Biorad Power Pac 300
Permanentmagnet   Dynal
Pipetten   Gilson, Eppendorf
pH-Meter   WTW pH 523
Rotoren für die Ultrazentrifuge   SW 40, SW 60
Schüttler   Innova TM 4300, Bühler
Thermoblock   Eppendorf Thermostat 5320
Tischzentrifuge   Eppendorf 5415 C
Ultrazentrifuge   Beckmann
Vakuumzentrifuge   Univapo 150 H Uniequipe
Vortexer   GLW
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3.2 Verwendete Bakterienstämme

Tabelle 3.2 Bakterienstämme

Stamm Medium und
Wachstumstemperatur

Referenz

E. coli K12 DH5α pBC(gfp)Pmip LB + 25µg/ml Chloramphenicol,
37°C

Köhler et al., 2000a

E. coli K12 DH5α
pUCBsr∆Bam

LB + 50 µg/µl Ampicillin Sutoh, 1993

Legionella anisa BCYE, 37°C, Fields et al., 1990

L. pneumophila Corby BCYE, 37°C Jepras et al., 1985

L. bozemanii BCYE, 37°C ATCC 33217

L. erythra BCYE, 37°C P. Fettes, Universität Ulm

L. hackeliae, Serogruppe 1 BCYE, 37°C ATCC 33250

L. longbeachae, Serogruppe 1 BCYE, 37°C ATCC33462

L. lytica BCYE, 30°C Birtles et al., 1996

L. micdadei BCYE, 37°C ATCC 33218

L. oakridgensis BCYE, 37°C P. Fettes, Universität Ulm

LLAP 10 BCYE, 30°C CDC Atlanta/USA

Klebsiella aerogenes SM, 37°C M. Schleicher, LMU München

L. pneumophila Nr. 6, Sg.1 BCYE, 37°C D. Jonas, Freiburg

L. pneumophila Corby
(pRK10(pBC(gfp)-Pmip)

BCYE, 37°C, 5µg/ml
Chloramphenicol

R. Köhler et al., 2000a

3.3 Verwendete Wirtszellen

Tabelle 3.3 Wirtszellen

Organismus Wachstumstemperatur Medium Referenz

Acanthamoeba
castellanii

RT PYG R. Michel, Koblenz

Hartmannella
vermiformis

30°C PYNFH Fields et al., 1990

Naegleria gruberi 30°C SCGYEM R. Michel, Koblenz
Tetrahymena
pyriformis

RT SCGYEM R. Michel, Koblenz

Dictyostelium
discoideum AX2

23°C HL5 M. Schleicher,
München

U937 37°C + 5%CO2 RPMI
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3.4 Verwendete AX2-Dictyostelien-Mutanten

Tabelle 3.4  Die in dieser Arbeit verwendeten Dictyostelium-Mutanten sind in der folgenden Tabelle
aufgeführt.

Stamm Wachstumsbedingungen Charakteristika Quelle, Referenz

Severin-minus Schüttelkultur
(+4 µg/ml Blasticidin S)

Severin schneidet
Aktinfilamente in
Anwesenheit von
Calcium
bindet an die Enden
von schnell
wachsenden
Filamenten

M. Schleicher,
München

Profilin I/II minus wächst nicht in
Schüttelkultur, bildet keine
Fruchtkörper,
Zellen können nur in
DMSO eingefroren werden

Profilin bindet
monomeres Aktin

M. Schleicher,
München

CNA/B OP Schüttelkultur
+100 µg/ml G418
(+5 µg/ml Blasticidin S)

Überexpression der
regulatorischen und
der katalytischen
Untereinheit von
Calcineurin

R. Mutzel, Konstanz

TrE1 Schüttelkultur
+100 µg/ml G418

Überexpression der
regulatorischen
Untereinheit des
Calcineurins

R. Mutzel, Konstanz

RB2 Schüttelkultur
(+5 µg/ml Blasticidin S)

REMI Mutante, stellt
in Profilin-minus
Hintergrund den
wildtypischen
Phänotyp wieder her,
DdLIMP minus

M. Schleicher,
München

lmpA minus Schüttelkultur
(+5 µg/ml Blasticidin S)

spezifische DdLIMP
Mutante

M. Schleicher,
München

VacA minus Schüttelkultur
(+5 µg/ml Blasticidin S)

Marker auf neutralen
Vesikeln kurz vor der
Exozytose

M. Maniak, Kassel

VacB minus Schüttelkultur
(+5 µg/ml Blasticidin S)

Marker auf neutralen
Vesikeln kurz vor der
Exozytose

M. Maniak, Kassel
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3.5 Antikörper

Die in dieser Arbeit verwendeten Antikörper sind in der folgenden Tabelle zusammengefasst.

Tabelle 3.5 Antikörper

Antikörperbezeichung Spezifität Quelle und/oder Referenz
Maus monoklonal 2125 α Hsp 60 von Legionella,

genusspezifisch
E. Lüneberg, Würzburg

Maus monoklonal 221-342-5 α common antigen 1 aus D.
discoideum

M. Maniak, Kassel

Maus monoklonal 221-35-2 α 70 kD Untereinheit der
vATPase

M. Maniak, Kassel

Maus monoklonal 70-100-1 α Voltage dependent anion
channel, mitochondriales
Porin von D. discoideum

A. Müller-Taubenberger,
München

Polyklonales Kaninchenserum α L. p. Knoxville C. Lück, Dresden
Polyklonales Kaninchenserum α L. hackeliae Sg. 1 C. Lück, Dresden
Polyklonales Kaninchenserum
3144

α DdLIMP, lysosomales Protein
von D. discoideum

M. Schleicher, München
Karakesisoglou et al., 1999

Polyklonales Kaninchenserum SK
70 3091 1A

α Klebsiella pneumoniae T. Ölschläger, Würzburg

Ziege-anti-Kaninchen, HRP
konjugiert

Zweitantikörper Dako, Dianova

Ziege-anti-Kaninchen, Texas-
Red konjugiert

Zweitantikörper Dako, Dianova

Ziege-Anti-Maus, FITC-
konjugiert

Zweitantikörper Dako, Dianova

Ziege-Anti-Maus, HRP
konjugiert

Zweitantikörper Dako, Dianova

3.6 Chemikalien

Die während dieser Arbeit benötigten Chemikalien wurden von folgenden Firmen bezogen:

Applichem, Darmstadt; Becton-Dickinson, Augsburg; Boehringer Mannheim, Mannheim;

Boehriner Ingelheim, Heidelberg; Difco, Augsburg; Fluka, Deisenhofen; Gerbu, Gaiberg;

Invitrogen, Eggenstein; Merck, Darmstadt; Oxoid, Wesel; Roth, Karlsruhe; Serva,

Heidelberg; Sigma, Deisenhofen.
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3.7 Anzucht der Bakterienstämme

Legionellen werden auf BCYE-Agar bei der jeweiligen Wachstumstemperatur in einer 5%

CO2 Atmosphäre ungefähr 3 Tage (bzw. 5 Tage bei L. lytica und LLAP 10) bis zur stationären

Phase kultiviert. E. coli und Klebsiella wachsen über Nacht bis zur gewünschten Dichte

heran. Die Bakterien werden mit sterilem Wasser abgeschwemmt, und zu je 150 µl bei minus

80°C eingefroren. Durch Ausplattieren serieller Verdünnungen auf Agarplatten und Zählen

der CFU-Werte kann die Lebendkeimzahl der Bakterien bestimmt werden.

3.7.1 Medien

•  LB- Medium für die Anzucht von E. coli

Caseinhydrolysat 10 g
Hefeextrakt   5 g
NaCl   5 g
Agar 15 g
H2O ad 1000 ml

•  SM-Agar für die Anzucht von Klebsiella aerogenes

Bacto-Pepton (Difco) 10 g
Glucose 10 g
Hefeextrakt 1 g
MgSO4 1 g
KH2PO4 2,2 g
K2HPO4 1,3 g
Kobaltchlorid 0,3 g
Agar 15 g
H2O ad 1000 ml

•  BCYE-Agar für die Anzucht von Legionella-Stämmen

ACES   5 g
Hefeextrakt 10 g
in 1000 ml H2O lösen, pH mit 10 N KOH auf 6,9 einstellen

Aktivkohle   2 g
Agar 15 g
zugeben und autoklavieren

Agar auf ungefähr 40°C abkühlen lassen
Cystein 0,4 g   in 10 ml H2O
Eisen(III)NO3 0,25 g in 10 ml H2O
sterilfiltrieren und vor dem Gießen der Platten zugeben
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3.8 Kultivierung von Dictyostelium discoideum

Da es sich bei Dictyostelium um einen haploiden Organismus handelt, bei dem relativ häufig

Spontanmutationen auftreten, dürfen die Amöben nicht kontinuierlich weiterkultviert werden.

Das Problem der Mutantenbildung wird gemindert, indem man einen Vorrat an Sporen anlegt,

von denen nur einmal jährlich ein Aliquot für das Gewinnen eines neuen Jahresvorrats an

Sporen aufgetaut wird. Dazu werden die Sporen zunächst in eine 75 cm² Zellkulturflasche mit

10 ml HL5 Medium überführt. Dort keimen sie zu Amöben aus. Nach Bildung eines

Zellrasens werden je drei 1-Liter-Kolben mit je 300 ml Medium befüllt, jeder Kolben mit 3

ml dieser Vorkultur beimpft und bei 23°C und 150 rpm bis zu einer Zellzahl von 2-4 x106

Zellen/ml geschüttelt. Die Zellen werden geerntet (1000 rpm, 5 Minuten), zweimal in

Soerensenpuffer pH 6,0 gewaschen, in wenig Puffer resuspendiert und anschließend auf

Soerensenagarplatten ausgebracht. Auf den Platten entwickeln sich bei 23°C innerhalb von 2

bis 3 Tagen Fruchtkörper mit gelben Sporenköpfen. Die reifen Sporen werden mit

Soerensenpuffer abgeschwemmt und jeweils 1 ml in flüssigem Stickstoff eingefroren. Von

diesem Vorrat wird einmal pro Woche ein Aliquot aufgetaut und in 30 ml HL5 bis zu einer

Dichte von 2-5 x 106 Zellen/ml in einem 100 ml Kolben geschüttelt. Diese Vorkultur kann bis

zu zwei Wochen für das Animpfen der eigentlichen Kulturen verwendet werden. Sie wird bis

zum Gebrauch bei 4°C unter leichtem Schütteln aufbewahrt. Für die verschiedenen

Experimente impft man je nach benötigter Menge an Zellen 1-Liter-Kolben mit 300 ml

Medium, 100-ml-Kolben mit 30 ml Medium oder 75cm² Zellkulturflaschen mit 10 ml

Medium an.

•  HL5 Medium
Proteose Pepton 14,3g
Hefeextrakt 7,15g
Glukose 15,4g
Na2HPO4 1,28g
KH2PO4 0,49g
H2O ad 1000 ml
pH 7,5 mit 10 N KOH einstellen

•  50 x Soerensenpuffer pH 6,0
KH2PO4 99,86g
Na2HPO4 17,8g
H2O ad 1000 ml

•  Infektionsmedium
HL5 und 1x Soerensenpuffer mischen im Verhältnis 1:1
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3.9 Kultivierung von Acanthamoeba castellanii, Hartmannella vermiformis,

Tetrahymena pyriformis und Naegleria gruberi

Die Anzucht der Amöben erfolgt in 75 cm² Zellkulturflaschen. 20 ml frisches Medium

werden mit 0,25 bis 0,5 ml einer Amöbenkultur angeimpft. Acanthamoeba und Tetrahymena

werden bei RT inkubiert und können alle 7 Tage neu subkultiviert werden. Die Zellen

überleben jedoch auch längere Zeit in derselben Zellkulturflasche. Bei Hartmannella und

Naegleria ist eine regelmäßige Subkultivierung alle drei bis vier Tage unerlässlich. Die

Inkubation erfolgt bei 30°C im Brutschrank. Für die langfristige Lagerung können

Acanthamoeben in einem 1:1 Gemisch aus Glycerin und der Zellsuspension bei -80°C oder in

flüssigem Stickstoff konserviert werden. Hartmannellen benötigen dagegen den Zusatz von

DMSO. Dazu werden die Zellen in 5 ml frischem Medium aufgenommen, 5 ml FCS zugesetzt

und dann langsam 10 ml Medium mit 20% DMSO zugetropft. Die Zellen werden dabei auf

Eis gekühlt. Die Suspension wird in 1 ml Aliquots zuerst für einige Stunden bei -20°C

eingefroren, über Nacht bei -80°C gehalten und erst dann in den flüssigen Stickstoff

überführt. Das Auftauen muss nach Zusatz von DMSO relativ schnell erfolgen, indem man

das Cryo-Röhrchen in lauwarmes Wasser hält und die Zellen sofort in ein 15 ml Röhrchen mit

Medium überführt und zentrifugiert (800 rpm, 10 Minuten). Das DMSO wird dadurch

verdünnt und die zellschädigende Wirkung gemindert. Anschließend werden die Zellen

wieder in Medium aufgenommen und in einer Zellkulturflasche ausgebracht.

Für Tetrahymena und Naegleria sind keine Methoden für die längerfristige Konservierung der

Zellen vorhanden.

•  PYNFH Medium für die Kultivierung von Hartmannella

Lösung 1: Nährlösung
Proteose Pepton 10g
Hefeextrakt 10g
Hefenukleinsäure 1g
Folsäure 15mg
Hemin 1mg
H2O ad 880ml

Lösung 2: Pufferlösung
KH2PO4 18,1g
Na2HPO4 25 g
H2O ad 1000ml

20 ml der Pufferlösung zu Lösung 1 geben, pH 6,5 einstellen und
autoklavieren. Anschließend 100 ml hitzeinaktiviertes FCS zugeben



                                                                                                                 Material und Methoden

32

Lösung 3: Pucks Saline F
CaCl2     0,016g
KCL       0,258g
KH2PO4 0,083g
MgSO4 0,154g
H2O ad 1000 ml
nach dem Autoklavieren 1,1g Glukose in 10 ml H2O lösen, steril
filtrieren und zugeben

•  Assay-Medium
PYNFH ohne FCS und Pucks Saline im Verhältnis 1:1 mischen

•  Lösung 4: Hemin
0,1g Hemin in 100ml Triethanolamin bei 65°C für 30 Minuten erhitzen

•  SCGYEM- Medium (Chang-Medium) für die Kultivierung von Naeglerien

Lösung 1
Casein 10g
Na2HPO4 1,32g
H2O 800ml
1 h rühren, bis sich das Casein gelöst hat

Lösung 2
Glukose 2,5g
KH2PO4 0,8g
H2O 50ml

Beide Lösungen für 15 Minuten bei 110°C autoklavieren, anschließend 5g Hefeextrakt
in 50ml H2O lösen, steril filtrieren und zusammen mit 100 ml nicht hitzeinaktviertem
FCS zum Medium geben.

•  PYG-Medium für die Kultivierung von Acanthamöben
Trinatriumcitrat 1g
Proteose Pepton 20g
Hefeextrakt 1g
0,4 M MgSO4 10ml
0,005M (NH4)2FeII(SO4)2x6H2O 10ml
0,25M Na2HPO4 10ml
0,25M KH2PO4 10ml
0,05M CaCl2              8ml
950ml H2O zugeben und autoklavieren, anschließend 18g Glukose in 50ml
H2O lösen, steril filtrieren und zugeben

•  Amöbenpuffer
48 ml Lösungen (siehe PYG-Medium)
Trinatriumcitrat 1g
H2O 950 ml
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•  10 x PBS
NaCl    80 g
Na2HPO4 x 2 H2O 12,5 g
KCl     2 g
KH2PO4     2 g

3.10 Kultivierung und Stammhaltung der humanen Makrophagenzellinie U937

U937 Zellen werden bei 37°C mit 5% CO2 kultiviert. Als Medium dient RPMI mit zusätzlich

2 mM Glutamin und 10% hitzeinaktiviertem FCS. Die Kultivierung der Suspensionskultur

erfolgt in 75 cm² Flaschen mit 20 ml Medium. Sobald die Zellen gut gewachsen sind und das

Medium dadurch eine gelbliche Färbung erhält (in der Regel nach 3 bis 4 Tagen) werden neue

Kulturen angesetzt, indem die alte Kultur abzentrifugiert (800 rpm, 8 min), in 20 ml frischem

Medium resuspendiert und davon 2 ml in eine Flasche mit 18 ml Medium überführt werden.

Für die Stammhaltung wird eine gut gewachsene Kultur abzentrifugiert, in 5 ml Medium und

5 ml FCS resuspendiert, die Zellen auf Eis gestellt und vorsichtig eine Mischung aus 2 ml

DMSO und 8 ml Medium langsam zugetropft. 1 ml Aliquots werden in Cryoröhrchen

pipettiert und die Zellen zuerst für 2 h bei -20°C, dann über Nacht bei -80°C eingefroren,

bevor sie in flüssigem Stickstoff gelagert werden können. Das Auftauen muss rasch erfolgen,

indem die Zellen in lauwarmes Wasser gehalten und sofort mit vorgewärmtem RPMI

gewaschen werden. Auf diese Weise wird die toxische Wirkung von DMSO verringert.

3.11 Infektion von U937-Zellen

Für die Infektion müssen die Zellen differenziert werden, indem 5 x 105 Zellen/ml in die

Näpfe einer 24-well-Schale ausgebracht werden und dem Medium PMA in einer

Endkonzentration von 10-8 M zugesetzt wird. Übers Wochenende entstehen so

ausdifferenzierte, adhärente Makrophagen, die nach dreimaligem Waschen mit Medium mit

Legionellen infiziert werden können (siehe 3.9). Für die Bestimmung der CFU-Werte wird

das Medium in ein 2 ml Reaktionsgefäß überführt, die Zellen mit 1 ml eiskaltem dest. Wasser

osmotisch lysiert und mit dem abgenommenen Medium vereinigt. Für die erste

Verdünnungsstufe werden 200 µl dieser Lösung mit 800 µl H2O gemischt, die weiteren

Verdünnungsstufen erfolgen mit 100 µl Suspension und 900 µl H2O und die Bakterien

werden analog zu 3.9 kultiviert und ausgezählt.
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Lösungen:

•  RPMI
•  hitzeinaktiviertes FCS (30 min bei 60°C)
•  DMSO
•  PMA 10-5 M Stammlösung in 70% Ethanol

3.12 Quantifizierung der intrazelluläre Replikation mittels CFU-Wert-Bestimmung

5 x 105 Amöben/ml in 5 ml Gesamtvolumen werden in einer 25cm² Zellkulturfalsche (Falcon)

ausgebracht. Als Infektionsmedium für A. castellanii und T. pyriformis dient Amöbenpuffer,

N. gruberi und H. vermiformis werden in Assay-Medium gehalten und D. discoideum in einer

Mischung aus Soerensenpuffer und HL5-Medium im Verhältnis 1:1. Die Amöben werden mit

1000 Bakterien/ml infiziert. Dies entspricht einer MOI von 0,002. Bei dieser geringen

Infektionsdosis kann davon ausgegangen werden, dass alle Bakterien von den Wirtszellen

aufgenommen werden. Daher kann man auf eine Gentamycinbehandlung zum Abtöten

extrazellulärer Bakterien verzichten. Sofort nach Beginn der Infektion werden 300 µl Medium

aus der Zellkulturflasche entnommen, stark gevortext und 100 µl davon ausplattiert, um den

0h Wert zu bestimmen. Die Zellen werden dann bei 30°C mit den Bakterien koinkubiert. Eine

Ausnahme stellt D. discoideum dar. Da diese Amöben schon bei 26°C einen Hitzeschock

erleiden wurden die Zellen bei 24,5°C infiziert. Nach 24, 48, 72 und 96 h werden erneut

Aliquots entnommen. Dazu werden die Amöben in den Zellkulturflaschen durch starkes

Klopfen auf eine Tischkante von der Oberfläche abgelöst und die Zellen durch Vortexen

lysiert. T. pyriformis muss zusätzlich dreimal bei -80°C eingefroren und wieder aufgetaut

werden, bevor die Zellen sich auflösen. Die so freigesetzten intrazellulären Legionellen

werden dann auf BCYE-Agar kultivert und die CFU bestimmt.

3.13 Quantifizierung der Invasivität von Bakterien mittels FACS-Analyse

In die Näpfe einer 24-well-Schale werden jeweils 5 x 105 Dictyostelien in 500 µl

HL5:Soerensen im Verhältnis 1:1 pipettiert. Die Zellen werden dann mit grün

fluoreszierenden GFP-markierten Legionellen infiziert, durch mehrmaliges auf- und

abpipettieren vom Schalenboden gelöst, in FACS-Röhrchen überführt und am

Durchflusszytometer die Anzahl der nun grün leuchtenden Wirtszellen bestimmt.

Um die Auswirkung verschiedener Zucker auf die Phagozytoserate zu untersuchen wurden

die Zellen für 15 Minuten in Soerensenpuffer mit den Zuckern vorinkubiert und anschließend

mit Bakterien infiziert. Danach wurde wie oben beschrieben mit den Zellen verfahren.
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3.14 Bestimmung der Fruchtkörperbildung nach Legionella-Infektion

5 x 105 Dictyostelien werden in 24 well-Schalen mit L. pneumophila Corby (MOI 10, 50) für

48 h bei 24,5°C infiziert. Anschließend werden die Zellen auf sehr trockene

Soerensenagarplatten überführt und für 2 Tage bei RT inkubiert. In dieser Zeit entwickeln

sich die Fruchtkörper, deren Anzahl unter einem Binokular gezählt werden kann.

3.15 Mikroskopische Methoden

3.15.1 Fixierung von Zellen für die Elektronenmikroskopie

5 x 105 Dictyostelien werden in 24-well-Schalen auf runden Deckgläsern ausgesät und mit L.

pneumophila Corby mit einer MOI von 50 infiziert. Nach 48 h werden die Deckgläser mit

einer Pinzette aus den Näpfen entfernt und für 2 h bei RT mit einer 0,5 x Karnovskylösung

fixiert. Die Deckgläser werden kurz in Wasser gewaschen und anschließend 25%

Glutaraldehyd aufgetropft. Nach 15 Minuten wird das Aldehyd mit 0,2 M Cacodylatpuffer

abgespült und die Deckgläser mit 2% Osmiumtetroxid überschichtet. Nach weiteren 15

Minuten werden die Zellen mit Wasser gewaschen und über Nacht in 0,2 M Cacodylatpuffer

bei 4°C gelagert. Am nächsten Tag folgt eine aufsteigende Alkoholreihe mit 70, 80, 90, 96

und je zweimal 100% Ethanol gefolgt von zweimal Propylenoxid für jeweils 10 bis 15

Minuten um die Zellen vollständig zu dehydrieren. Anschließend bleiben die Deckgläser für

mindestens zwei Stunden oder über Nacht in einer 1:1 Propylenoxid-Epon-Mischung bevor

sie für weitere 2-4 Stunden in reines Epon überführt werden. Anschließend werden

Gelatinekapseln mit Epon gefüllt und auf die Deckgläser gepresst. Das Epon polymerisiert

dann bei 40 bis 50°C im Wärmeschrank innerhalb von 2 Tagen aus. Die Deckgläser werden

dann im flüssigen Stickstoff abgesprengt und die fertigen Präparate geschnitten und

kontrastiert.

Lösungen
•  1 x Karnovsky-Fixans:

1g Paraformaldehyd in 12,5 ml H2O lösen und dabei leicht erhitzen (60-70°C)
1-3 Tropfen 1N NaOH zugeben, um die Lösung zu klären
auf RT abkühlen lassen
5 ml 25% Glutaraldehyd zugeben
mit 0,2 M Cacodylatpuffer auf 25 ml auffüllen
Diese Lösung entspricht 1 x Karnovsky und ergibt einen pH von 7,2 und eine
Endkonzentration an Formaldehyd von 4% bzw. 5% Glutaraldehyd.
Für die 0,5 x Lösung wird die Fixans mit 0,1 M Cacodylatpuffer verdünnt.

•  0,2 M Cacodylatpuffer
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•  2% Osmiumtetroxid in Wasser
•  Ethanol: 70, 80, 90, 96, 100%
•  Propylenoxid
•  Epon

3.15.2 Fixierung verschiedener Fraktionen eines Optiprepgradienten für die

Elektronenmikroskopie

Zu den Fraktionen eines Optiprepgradienten, die bei der Aufreinigung von Phagosomen

entstehen, wird so viel einer 25% Glutaraldehydlösung zugetropft, bis man eine

Endkonzentration von 2,5% erhält. Nach einer Stunde werden die Zellkompartimente solange

bei 5000 rpm in einer Tischzentrifuge abzentrifugiert, bis ein Pellet zu sehen ist (mindestens

20 bis 30 Minuten). Danach wird die Glutaraldehydlösung vorsichtig abgezogen, mit 2%

Osmiumtetroxid in Wasser überschichtet und über Nacht bei 4°C aufbewahrt. Am nächsten

Tag werden die Proben zweimal mit Wasser gewaschen. Anschließend wird mit 70, 80, 90, 96

und 2x 100% Ethanol gefolgt von 2x Propylenoxid entwässert. Zwischen den Schritten

müssen die Proben erneut abzentrifugiert werden, um den Materialverlust möglichst gering zu

halten. Über Nacht bleiben die Proben in einer Epon-Propylenoxidmischung und werden am

nächsten Tag mit frischem Epon eingebettet und im Wärmeschrank auspolymerisiert.

Lösungen:

•  25% Glutaraldehydlösung für die Elektronenmikroskopie
•  2% Osmiumtetroxid in Wasser
•  Ethanol: 70, 80, 90, 96, 100%
•  Propylenoxid
•  Epon

3.15.3 Fixierung der Zellen für die Immunfluoreszenz

Von den infizierten Dictyostelien in den 8-well Permanox Chamber Slides (Nunc) wird das

Medium vorsichtig abgezogen und die Zellen mit eiskaltem Methanol bei -20°C für 1 h

fixiert. Nach Abziehen des Methanols werden die Zellen luftgetrocknet und können dann

gefärbt werden

3.15.4 Herstellung einer 4% Paraformaldehydlösung

99 ml H2O werden auf einem heizbaren Magnetrührer auf 60 bis 65°C erwärmt. Anschließend

werden 6-9 g Paraformaldehyd (PFA) zugegeben und unter Rühren gelöst. Die Lösung wird

tropfenweise mit 1M NaOH versetzt bis sie klar ist. Nach Zugabe von 49,8 ml 3 x PBS lässt
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man die Lösung auf RT abkühlen. Der pH wird auf 7,2 bis 7,4 mit konzentrierter Salzsäure

eingestellt und geeignete Aliquots bei -20°C eingefroren.

3.15.5 Fixierung der Zellen für die In-situ-Hybridisierung

Infizierte Zellen werden entweder auf einen 6-Feld-Objektträger aufgetropft und auf einem

Heizblock bei 37°C luftgetrocknet oder direkt in Chamber-Slides fixiert. Dazu werden sie mit

einer 4% PFA-Lösung überschichtet und für 1 h in einer feuchten Kammer inkubiert. Das

Fixans wird abgezogen und die Zellen einmal mit PBS gewaschen. Die Permeabilisierung der

Zellmembran erfolgt über eine aufsteigende Ethanolreihe mit 50, 80 und 96% Ethanol für je 3

Minuten. Der luftgetrocknete Objektträger kann dann bei 4°C bis zur Hybridisierung

aufbewahrt werden.

Lösungen:

•  4% Paraformaldehyd
•  1 x PBS
•  50, 80, 96% Ethanol

3.15.6 Färbung von Zellen mittels 16S rRNA In-situ-Hybridisierung

Die fixierten Zellen werden mit dem Hybridisierungsmix für 1,5 h bei 46°C inkubiert. Dann

wird die Lösung abgezogen, die Zellen zweimal vorsichtig mit Waschpuffer gewaschen um

überschüssige Sonde zu entfernen und für weitere 20 Minuten bei 43°C in Waschpuffer

inkubiert. Danach wird einmal mit Wasser gewaschen und der Objektträger möglichst schnell

luftgetrocknet. Das Eindeckeln mit Citifluor verhindert ein schnelles Ausbleichen des an die

Sonde gekoppelten Farbstoffes.

Lösungen:

•  Hybridisierungspuffer (25% Formamid)
5 M NaCl   362 µl
1 M Tris/HCl, pH 8,0     40 µl
Formamid   500 µl
10% SDS       2 µl
H2O 1100 µl

•  Hybridisierungsmix
30 µg Sonde (LEG705, Manz et al., 1990)
Hybridierungspuffer ad 20 µl
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•  Waschpuffer
5 M NaCl     60 µl
1 M Tris/HCl, pH 8,0     40 µl
0,5 M EDTA, pH 8,0     20 µl
10% SDS       2 µl
H2O 1880 µl

3.15.7 Immunfluoreszenzfärbung zur Lokalisierung des lysosomalen Markers DdLIMP

mit Bakterien

In 8-well Permanox Chamber Slides werden je Napf 2,5 x 105 Dictyostelien in 0,5 ml einer

Mischung aus HL5 und Soerensenpuffer im Verhältnis 1:1 ausgebracht. Die Zellen werden

für 72 h bei 24°C mit L. hackeliae und GFP exprimierenden L. pneumophila Corby Bakterien

mit einer MOI von 50 infiziert. GFP markierte E. colis werden mit einer MOI von 1

zugegeben. Die fixierten Zellen werden 2 h bei RT mit dem polyklonalen Antikörper 3417

(Karakesisolou et al., 1999), der gegen den lysosomalen Marker DdLIMP gerichtet ist,

inkubiert. Für die mit L. hackeliae infizierten Zellen wird außerdem ein genusspezifischer

monoklonaler Mausantikörper, der das Hitzeschockprotein Hsp 60 erkennt (E. Lüneberg,

Würzburg), mitinkubiert. Nach einmaligem Waschen mit PBS werden die Zweitantikörper für

1 h zugegeben, anschließend dreimal mit PBS gewaschen und die Zellen am TCS NT

Laserscanning Mikroskop (Leica) untersucht.

Lösungen:

•  PBS
•  polyklonaler Kaninchen-Antikörper 3417 anti DdLIMP 1:750 verdünnt in PBS
•  monoklonaler Maus-Antikörper 2125 anti Hsp 60 1:100 verdünnt in PBS
•  FITC-konjugierter Antikörper Ziege anti Maus (Dianova) 1:100 verdünnt
•  Texas-Red konjugierter Antikörper Ziege anti Kannichen (Dianova) 1:100 verdünnt

3.16 Annexinfärbung infizierter Dictyostelien zur Detektion apoptotischer Zellen

5 x 105 Dictyostelien werden in die Näpfe von 24-well-Schalen ausgebracht, infiziert und

nach der Infektion durch auf- und abpipettieren vom Schalenboden gelöst und in ein 1,5 ml

Eppendorf-Reaktionsgefäß überführt. Nach dem schonenden Abzentrifugieren in einer

Tischzentrifuge werden die Zellen einmal mit PBS gewaschen, in einer Lösung aus 195 µl

Bindungspuffer und 5 µl Annexin-Stammlösung für 10 Minuten im Dunkeln inkubiert.

Überschüssiger Farbstoff wird durch einen Waschschritt mit 200 µl Bindungspuffer entfernt.
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Anschließend erfolgt die Färbung nekrotischer Zellen mit einer Lösung aus 190 µl

Bindungspuffer und 10 µl Propidiumiodid. Die Suspension wird in FACS-Röhrchen überführt

und dann sofort am Durchflusszytometer analysiert.

Lösungen:

•  Bindungspuffer
10 mM Hepes/NaOH, pH 7,4
140 mM NaCl
2,5 mM CaCl2

•  Annexin V-FITC-Stammlösung (Bender MedSystems)
•  Propidiumiodid 20µg/µl

3.17 Bestimmung des intraphagosomalen pH-Wertes mittels FACS-Analyse

(modifiziert nach Kuehnel et al.)

Zur Quantifizierung des intraphagosomalen pH-Wertes macht man sich die pH-Wert-

abhängige Fluoreszenzintensität des FITC Farbstoffes zunutze. Mit Hilfe einer Eichgeraden

kann man dann die gemessene Fluoreszenzintensität einem pH-Wert zuordnen.

Labeling der Bakterien (modifiziert nach Oh und Straubinger)

Die eingefrorenen Bakterien werden bei RT aufgetaut, einmal in PBS gewaschen und in 1ml

PBS resuspendiert (ca. 109 Bakterien). 0,2 mg des Farbstoffes NHS-CF (Molecular Probes)

werden in 20µl DMSO gelöst, zu den Bakterien gegeben und 20 Minuten im Dunkeln auf

einem Schüttler bei RT inkubiert. Der Succinimidylester ist die an den Farbstoff gebundene

reaktive Gruppe und geht mit primären Aminen eine kovalente Bindung ein. Überschüssiger

Farbstoff wird daher mit aminhaltigem 50 mM Trispuffer pH 7,5 gebunden. Insgesamt

werden die Bakterien dreimal mit Tris und einmal mit PBS gewaschen, anschließend in 1ml

PBS resuspendiert. Die Opsonisierung der Bakterien mit 10 µl polyklonalem AK gegen L.

pneumophila Knoxville (Lück, Dresden) erfolgt bei 30°C für 30 Minuten und verbessert die

Phagozytoserate der Dictyostelien.

FACS-Analyse zur Bestimmung des pH-Wertes

Dictyostelien werden geerntet, in Soerensenpuffer mit 20% HL5-Medium resuspendiert und

die Zellzahl auf 1 x 106 pro ml eingestellt. Jeweils 0,5 ml dieser Suspension werden in die

Näpfe einer 24-well-Schale ausgebracht, die Zellen für 2 h mit den gefärbten Bakterien bei

25°C infiziert und anschließend zweimal mit Soerensenpuffer gewaschen. Für die Eichgerade
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werden die Zellen in 0,5 ml Soerensenpuffer mit den pH-Werten 4,0; 4,5; 5,0; 5,5; 6,0 und 6,5

resuspendiert. Die Zugabe von 10µl 0,5 mM Nigericin in Chloroform (Endkonz. 10µM)

zerstört das Membranpotential und bewirkt durch den Ioneneinstrom ins Zellinnere eine

Angleichung des intraphagosomalen pHs an den pH des Puffers. Die Zellen für die

eigentliche Messung des pH-Wertes werden in Soerensenpuffer pH 6 resuspendiert. Alle

Proben werden in FACS-Röhrchen überführt, auf Eis gestellt und sofort am

Durchflusszytometer analysiert. Es werden dabei 10000 Ereignisse gezählt. Noch vorhandene

extrazelluläre Bakterien unterscheiden sich deutlich in der Vorwärtsstreuung des Laserstrahles

und können über das Setzen eines Gates von der Messung ausgeschlossen werden. Als

Messwert dient die durchschnittliche Fluoreszenzintensität von grün leuchtenden

Dictyostelien. Die Intensität nimmt dabei mit steigendem pH-Wert zu. Nach dem Erstellen

einer Eichkurve mit Hilfe des Softwareprogrammes Excel errechnet sich der

intraphagosomale pH-Wert der gemessenen Proben durch Einsetzen der Fluoreszenzintensität

in die Geradengleichung.

Lösungen:

•  0,2 mg NHS-CF in 20µl DMSO (Molecular Probes)
•  1 x PBS
•  50 mM Tris pH 7,5
•  1 x Soerensenpuffer Puffer pH 4,0; 4,5; 5,0; 5,5; 6,0, 6,5
•  Nigericin 0,5mM gelöst in Chloroform

3.18 REMI (Restriction enzyme mediated integration)-Mutagenese von Dictyostelien

300 ml einer D. discoideum Kultur werden bis zu einer Dichte von 2-3 x 106 inkubiert,

geerntet und einmal in eiskaltem Soerensenpuffer, sowie zweimal in eiskaltem

Elektroporationspuffer gewaschen (1000 rpm, 5-8 min). Die Zellen werden dann in einer

Dichte von 1 x 108 Zellen/ml in Elektroporationspuffer resuspendiert. Je 500 µl dieser

Zellsuspension werden in eine Elektroporationsküvette mit einem Elektrodenabstand von 4

mm überführt. Nach Zugabe von 4 Units des Restriktionsenzymes DpnII und 15-30µg des

linearisierten Vektors pUCBsr∆Bam werden die Zellen in einem Gene-Pulser (Biorad) ohne

externen Widerstand einer Kondensator Kapazität von 3 µF und einer Spannung von 1,2 kV

ausgesetzt. Die Zellen werden danach sofort in die Näpfe einer 12-well-Schale überführt und

10 min bei RT inkubiert. Dann werden CaCl2 und MgCl2 in einer Endkonzentration von 1

mM zugegeben und die Zellen auf einem Schüttler für weitere 15 min bei 23°C inkubiert,

bevor sie mit 50 ml HL5 Medium auf eine Dichte von 1 x106 Zellen eingestellt werden. Diese

Zellsuspension wird auf zwei 75cm² Zellkulturflaschen verteilt und die Zellen zur
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Regeneration zunächst für 24 h bei 21°C aufbewahrt. Dann erfolgt durch Zugabe von 4 µg/µl

Blasticidin S die Ausübung des Selektionsdruckes, bis sich die Zellzahl ungefähr 5 x 105

Zellen/ml annähert (10 Tage bis 4 Wochen).

Lösungen:

•  Elektroporationspuffer
50 mM Saccharose 3,4g
10mM KH2PO4 0,68 g
pH mit KOH auf 6,1 einstellen
mit H2O auf 500 ml auffüllen

•  Soerensenpuffer
•  50 mM CaCl2

•  50 mM MgCl2

3.19 Screening der REMI-Mutanten nach Legionella-resistenten Klonen

Die Dictyostelien Klone in den Zellkulturflaschen werden mindestens dreimal mit

Soerensenpuffer gewaschen, um das Blasticidin S zu entfernen. Anschließend werden

Legionellen mit einer MOI von 10 zugegeben und so lange inkubiert, bis bei einer

mikroskopischen Kontrolle nur noch wenige intakte Wirtszellen zu sehen sind und die Anzahl

extrazellulärer Bakterien deutlich zugenommen hat. Die Flaschen werden dann dreimal mit

Soerensenpuffer gewaschen. Nach Zugabe von 10 ml frischem HL5-Medium lässt man die

Dictyostelien regenerieren und wiederholt die Infektion ein- bis zweimal. Nach erneuter

Regeneration der Klone werden die Zellen geerntet, gewaschen, in wenig Soerensenpuffer

aufgenommen und auf einer dick mit K. aerogenes bestrichenen SM-Platte ausplattiert. Der

Spatel wird abgeflammt, abgekühlt und nochmals auf derselben Platte herumgeführt und ohne

weiteres Abflammen eine zweite Platte ausplattiert. Mit dieser Methode werden noch weitere

Platten angefertigt und die Dictyostelien damit verdünnt und vereinzelt. Nach Inkubation bei

RT für mehrere Tage bis Wochen beginnen die Dictyostelien auf den Klebsiellen zu wachsen

und man kann die Klone anhand der Plaques im Bakterienrasen erkennen. Diese werden mit

einem sterilen Zahnstocher gepickt und auf eine neue Klebsiella-Platte überstrichen. Sind sie

weit genug gewachsen werden die einzelnen Klone mit HL5-Medium +100 µg/µl Penicillin

und 200 µg/µl Streptomycin in 24-well-Schalen angeimpft. Um die Klebsiellen zu entfernen

müssen die Amöben mindestens 2 Wochen lang häufig gewaschen und in frisches,

antibiotikahaltiges Medium überführt werden. Dann werden die Klone dreimal mit

Soerensenpuffer gewaschen, in Penicillin/Streptomycin freiem Medium aufgenommen und

die nun gewonnenen Einzelklone in einer nochmaligen Infektion auf eine tatsächliche

Resistenz gegenüber Legionellen geprüft.
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3.20 Plasmidisolierung für die REMI-Mutagenese

3 ml einer Übernachtkultur werden in einem 1,5 ml Eppendorf-Reaktionsgefäß

abzentrifugiert, das Pellet in 100 µl der Lösung I aufgenommen, 5 min bei RT inkubiert und

anschließend auf Eis abgekühlt. Nach Zugabe von 200 µl frisch angesetzter Lösung II wird

dreimal stark geschüttelt und für weitere 5 min auf Eis inkubiert. Anschließend werden 150 µl

Lösung III zupipettiert. Das Reaktionsgefäß wird dreimal leicht umgedreht und für 5 min in

der Tischzentrifuge abzentrifugiert. Der Überstand wird in ein frisches Reaktionsgefäß

überführt, in dem 200 µl einer Phenol/Chloroform-Mischung vorpipettiert sind. Nach 2

Minuten Inkubation auf dem Schüttler wird für 2 min abzentrifugiert, der Überstand in ein

frisches Cap mit 1 ml 100% Ethanol überführt, das Gefäß zwei- bis dreimal invertiert und

erneut für 5-10 min zentrifugiert. Der Überstand wird vorsichtig abgezogen und das Pellet mit

70% eiskaltem Ethanol gewaschen und nochmals zentrifugiert. Nach dem Trocknen der

gefällten DNA in der Vakuumzentrifuge wird sie in 40-50µl destilliertem Wasser gelöst und

die RNA mit 1 µl RNase für 30 min bei 37°C verdaut.

Lösungen:

•  Lösung I
1M Glukose 2,5 ml
250 mM EDTA pH 8,0 2 ml
1M Tris/HCl pH 8,0 1,25 ml
mit dest. H2O auf 50 ml auffüllen

•  Lösung II
dest. H2O  2,64 ml
10 N NaOH     60 µl
10% SDS    300µl

Die Reihenfolge muss beim pipettieren beachtet werden.

•  Lösung III
3 M Natriumacetat, pH 4,8

•  70 und 100% Ethanol

3.21 Bestimmung der DNA-Konzentration und des Reinheitsgehaltes

DNA besitzt ein Absorptionsmaximum bei 260 nm. Zur Bestimmung des DNA-Gehalts einer

Probe wird diese in einem Spektralphotometer gegen einen Nullwert (H2O bidest.) gemessen.

Die Messung erfolgt in 1 ml Quarzküvetten und die Extinktion wird bei 260 nm bestimmt.

Eine OD von 1 entspricht ca. 50 µg/ml doppelsträngiger DNA. Zur Bestimmung des
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Reinheitsgehalts einer Probe wird zusätzlich die Extinktion bei 280 nm bestimmt, was dem

Absorptionsmaximum von Proteinen entspricht. Der Quotient der beiden Werte OD260/280 gibt

Auskunft  über die Reinheit der DNA-Probe. Werte für eine reine Präparation liegen zwischen

1,8-2,0.

3.22 Behandlung von DNA mit Restriktionsendonukleasen

Restriktionsendonukleasen schneiden DNA an spezifischen Nukleotidsequenzen. Bei dem in

dieser Arbeit verwendeten Enzym BamH1 und dessen Isoschizomer DpnII entsteht dabei eine

Schnittstelle mit überhängenden Enden (sticky ends). Der Verdau wird bei 37°C über Nacht

durchgeführt. Mit 5 µl dieses Ansatzes wird eine horizontale Agarose-Gelelektophorese

durchgeführt, um die Linearisierung der gespaltenen Plasmid-DNA zu kontrollieren.

Zusammensetzung des Spaltansatzes:

Plasmid-DNA 20 µl
One-Phor-All-Buffer   5 µl
BamH1   2 µl
H2O 23 µl

3.23 Agarose-Gelelektrophorese

Aufgrund der negativen Ladung des Zucker-Phosphat-Rückgrats von DNA-Molekülen

wandern diese in einem elektrischen Feld zur Anode. Die Mobilität von linearen DNA-

Fragmenten ist innerhalb bestimmter Größenbereiche dem Logarithmus ihres

Molekulargewichts proportional (Sambrook et al., 1989). Zur Größenbestimmung von DNA-

Fragmenten können diese in einem Agarosegel elektrophoretisch aufgetrennt werden. Dazu

werden 1,5% Agarose in 1 x TAE-Puffer aufgekocht und somit gelöst. Nach Abkühlen auf ca.

50°C wird die Agarose in eine Plexiglaswanne gegossen, in die vorher ein Probenkamm

eingesetzt wurde. Nach Erstarren der Agarose wird das Gel in eine Elektrophorese-Apparatur

eingesetzt und mit 1 x TAE-Puffer überschichtet. Die mit Farbmarker (1 Vol%) versetzten

Proben können nun in die ausgesparten Geltaschen pipettiert werden. Die Elektrophorese

erfolgt bei 80-100 V für ungefähr eine Stunde. Anschließend werden die Gele für 10 bis 15

Minuten im Ethidiumbromidbad (0,5 µg/ml) gefärbt und die DNA auf einem Transilluminator

durch Bestrahlung mit einer Wellenlänge von 312 nm sichtbar gemacht.
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Lösungen:

•  TAE-Puffer 50 x konz.
Tris         242 g
Eisessig      57,1 ml
0,5 M EDTA pH 8       100 ml
H2O ad 1000 ml

•  Agarosegel: 1,5% Agarose (w/v) in 1 x TAE-Puffer

•  Farbmarker (Loading buffer)
Bromphenolblau 0,25% (w/v)
Xylencyanol 0,25% (w/v)
Ficoll 400 1,5% (w/v)
lösen in H2O

•  Ethidiumbromidstammlösung: 10 mg/ml

3.24 Auftrennung von Proteinen mittels SDS-PAGE (Polyacrylamid-

Gelelektorphorese)

Proteine können mit einer diskontinuierlichen vertikalen SDS-PAGE aufgrund ihrer Größe

aufgetrennt werden (Laemmli, 1970). Die Zugabe von SDS dient einerseits der Denaturierung

der Proteine, andererseits bindet ca. je 1 SDS-Molekül an je 2 Aminosäurereste der

Hauptkette des Proteins. Durch die negative Ladung des SDS wird die Nettoladung des

nativen Proteins damit weit überlagert. Die Proteine wandern daher im Gel ausschließlich

aufgrund ihrer Größe in Richtung der Anode.

Die Glasplatten für die Gele werden zuvor gründlich mit 100% EtOH gereinigt und

zusammengebaut. Die Trenngellösung wird dann bis ca. 2 cm unterhalb des oberen Randes

gegossen und mit Isopropanol überschichtet. Nach Ende der Polymerisierung wird das

Isopropanol mit Whatmanpapier abgesaugt. Nun wird die Sammelgellösung bis kurz unter

den Rand der Glasplatten gegossen und die Kämme werden luftblasenfrei eingesetzt. Nach ca.

30 Minuten ist das Sammelgel fest und die Gele können in die Elektrophoresekammer

überführt werden. Oberer und unterer Puffertank werden mit 1 x Laufpuffer gefüllt und die

Probentaschen der Gele mit einer Spritze ausgespült, um Polyacrylamidreste zu entfernen.

Die vorbereiteten Proben (mit 5 x Laemmlipuffer versetzen und 5 min bei 100°C aufkochen)

werden nun in die Taschen gefüllt und die Proteine bei 25 mA pro Gel für ca. 1 h aufgetrennt,

bis die Bromphenolbande anfängt aus dem Acrylamid in den Puffer zu laufen. Die Proteine

werden anschließend in einem Western Blot auf eine Membran transferiert.
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Lösungen:

•  Acrylamid-Stammlösung (30% w/v)
Acrylamid 30%
N,N-Methylen-bis-Acrylamid,   8%

•  10 x SDS-Laufpuffer
0,5 M Tris/HCl      30 g
3,84 M Glycin 144,4 g
SDS      10 g
auf 1000 ml mit H2O auffüllen

•  Trenngellösung für ein 12% Acrylamidtrenngel
Acrylamid-Stammlösung 4,0 ml
1,5 M Tris/HCl, pH 8,8 1,9 ml
H2O 3,9 ml
10% SDS 0,1 ml
10% APS   50 µl
TEMED     5 µl

•  Sammelgellösung für ein 5% Sammelgel
Acrylamid-Stammlösung 0,65 ml
1 M Tris/HCl, pH 6,8 0,62 ml
H2O 3,74 ml
10% SDS     50 µl
10% APS     25 µl
TEMED       5 µl

•  5 x Laemmlipuffer

1) SDS 1,1g
EDTA 0,41 g
NaH2PO4 x 2H2O 0,17 g
β-Mercaptoethanol 1,1 ml
mit NaOH pH auf 7,2 einstellen, mit H2O auf 10 ml auffüllen

2) 0,2% Bromphenolblau in 50% Glycerin

1) und 2) zu gleichen Teilen mischen und geeignete Aliquots einfrieren

•  100% Isopropanol
•  TEMED
•  APS 10% (w/v) in H2O
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3.24.1 Proteintransfer auf eine Nitrozellulosemembran mittels Westernblot und ECL-

Entwicklung

In einem Westernblot werden Proteine aus einem Polyacrylamidgel auf eine Membran

transferiert. Die Proteine werden dadurch immobilisiert und gleichzeitig für die nachfolgende

Detektion mit Antikörpern besser zugänglich gemacht. Vom Polyacrylamidgel wird dazu das

Sammelgel mit einem Skalpell abgeschnitten und zwölf Whatmanpapiere sowie die

Nitrozellulosemembran auf die Größe des Geles zugeschnitten. Die Graphitplatte des Semi-

Dry-Blotters wird mit Wasser angefeuchtet, dann folgt eine Lage aus sechs in Anodenpuffer I

getränkten Whatmanpapieren, sowie eine weitere Lage aus drei Papieren mit Anodenpuffer II.

Darauf wird die ebenfalls in Anodenpuffer II angefeuchtete Nitrozellulosemembran

luftblasenfrei aufgelegt. Im Falle einer PVDF-Membran muss diese zuerst für 30 sec in 100%

Methanol inkubiert und dann für 5 min in Anodenpuffer II äquilibriert werden. Auf die

Membran wird das Gel aufgebracht. Den Abschluss bilden drei mit Kathodenpuffer getränkte

Whatmanpapiere. Um Luftblasen zu entfernen wird eine Glaspipette mehrmals über den Blot

gerollt. Dann folgt die obere Graphitplatte und die Proteine werden stromkonstant bei 0,8 mA

pro Quadratzentimeter Gelfläche für 1 h auf die Membran übertragen.

Zur Entwicklung des Blots mit spezifischen Antikörpern werden zuerst alle unspezifischen

Bindungsstellen abgesättigt. Das Blockieren kann entweder mit 1,5 -3% Milchpulver in TBST

oder mit 1% BSA in TBST für 1 h bei RT oder bei 4°C über Nacht erfolgen. Der primäre

Antikörper wird je nach Herkunft in einer Verdünnung zwischen 1:5 bzw. 1:10 (Kultur-

überstände von Maushybridomazellen) und 1:100 (polyklonlale Kaninchenseren) eingesetzt

und entweder für 1-2 h bei RT oder bei 4°C über Nacht inkubiert. Der primäre Antikörper

wird abgenommen und eingefroren und kann erneut verwendet werden. Die Membran wird

anschließend für dreimal 10 Minuten mit TBST gewaschen und mit einem Peroxidase-

gekoppelten Zweitantikörper inkubiert (Verdünnung 1:1000). Nach 1 h bei RT wird dieser

Antikörper verworfen und die Membran für dreimal 10 min mit TBST gewaschen, um nicht

gebundene Antikörper zu entfernen. Bei allen Schritten wird die Membran unter leichtem

Schütteln inkubiert.

Die Entwicklung des Blots erfolgt mit dem ECL-Kit (enhanced chemilumineszence). Dazu

werden zunächst gleiche Teile der Lösung 1 (enthält H2O2) mit Lösung 2 (Luminol) gemischt

und die Membran für 1 min damit überschichtet, in Frischhaltefolie eingewickelt und in eine

Exponierkassette gelegt. Die an den Antikörper gekoppelte Peroxidase setzt dabei das

Wasserstoffperoxid zu Wasser und O2
- um. Letzteres oxidiert das Luminol und es kommt zur
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Entstehung von blauem Licht. Der in der Dunkelkammer auf die Membran aufgelegte Film

wird dadurch geschwärzt und kann in der Entwicklermaschine entwickelt werden.

Lösungen:

•  Anodenpuffer I
0,3 M Tris-Base 36,3 g
20% Methanol 200 ml
mit H2O auf 1000 ml auffüllen

•  Anodenpuffer II
25 mM Tris-Base 3,02 g
20% Methanol 200 ml
mit H2O auf 1000 ml auffüllen

•  Kathodenpuffer
25 mM Tris-Base 3,02 g
40 mM ε-Amino-n-Capronsäure 5,25 g
20% Methanol 200 ml
mit H2O auf 1000 ml auffüllen

•  TBST
50 mM Tris/HCl pH 7,5 6,55 g
150mM NaCl 8,77 g
0,05% Tween 80 0,5 ml
mit H2O auf 1000 ml auffüllen

•  ECL-Kit mit Lösung 1 und 2

3.25 Strippen von Westernblots

Die Nitrozellulosemembran und insbesondere die PVDF-Membran können mehrmals mit

verschiedenen Antikörpern entwickelt werden. Dazu müssen die bereits gebundenen Anti-

körper mit Strip-Puffer für 30 min bei 60°C entfernt werden. Anschließend wird mindestens

dreimal mit TBST gewaschen, bis das β-Mercaptoethanol gut verdünnt ist. Dann kann der

Blot erneut blockiert und mit neuen Antikörpern entwickelt werden

•  Strip-Puffer
62,5 mM Tris-HCl, pH 7,6 3,63 g
2% SDS    10 g
auf 500 ml mit H2O auffüllen
vor Gebrauch zu 100 ml Puffer 700 µl β-Mercaptoethanol (Endkonz. 100 mM)
zugeben
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3.26 Die zweidimensionale Gelelektrophorese

Die zweidimensionale Gelelektrophorese (O’Farell, 1975) dient der Auftrennung von

Proteinen sowohl aufgrund des isoelektrischen Punktes als auch des molekularen Gewichts.

Die Auflösung dieser Methode übersteigt die einer eindimensionalen Gelelektrophorese bei

weitem und kann daher auch zur Analyse komplexer Proteingemische eingesetzt werden. Bei

der herkömmlichen SDS-PAGE ist dagegen auch unter optimalen Bedingungen bei 50 bis 100

Proteinen das maximale Auflösungsvermögen erreicht ist.

3.26.1 Rehydratisierung der IPG-Streifen

Die getrockneten IPG-Streifen müssen vor Beginn der Fokussierung rehydratisiert werden.

Dies fördert die Aufnahme der Proteine in die Streifen. Je nach pH-Gradient werden zwischen

15 und 60 µg Protein in der Vakuumzentrifuge eingedampft und das Pellet in 350 µl

Rehydratisierungspuffer gelöst. Diese Lösung wird dann in eine Kammer des DryStrip

Reswelling Tray pipettiert und ein Streifen luftblasenfrei mit der Gelseite nach unten darauf

aufgebracht. Das Überschichten mit Mineralöl verhindert das Auskristallisieren des

Harnstoffs. Die Rehydratisierung erfolgt nun über Nacht bei Raumtemperatur.

Lösungen:

•  Rehydratisierungspuffer
8M Harnstoff   4,8 g
1,5 M Thioharnstoff 1,52 g
2% Chaps   0,2 g
2% IPG-Puffer 200 µl
Bromphenolblau 1 Körnchen
mit H2O auf 10 ml auffüllen und 1 ml Aliquots einfrieren
12,9 mM DTT (2,8 mg/ml Puffer) vor dem Verwenden immer frisch zusetzen.

•  Mineralöl

3.26.2 Die isoelektrische Fokussierung: erste Dimension

Für die isoelektrische Fokussierung (IEF) wird die Multiphor II Kammer zunächst mit ca. 10

ml Mineralöl überschichtet und dann die DryStrip-Tray-Streifenwanne luftblasenfrei

aufgesetzt. Dies gewährleistet eine gute Wärmeleitung von der Kühlplatte zu den Streifen.

Anschließend werden Whatman-Elektrodenstreifen zurecht geschnitten und mit Wasser

angefeuchtet, die Streifen sollten aber nicht zu nass sein. Inzwischen werden die

rehydratisierten Streifen kurz mit Wasser abgewaschen um überschüssigen Puffer und

Harnstoff zu entfernen. Das Wasser wird von der Folienseite her abgestreift, ohne das Gel zu
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berühren und der Streifen in die Probenwanne mit der positiven, sauren pH Seite in Richtung

Anode gelegt. Alle IPG-Streifen werden nun parallel zueinander ausgerichtet und am

positiven und negativen Ende die Elektrodenstreifen quer über das Ende der Gele gelegt, so

dass sie noch zur Hälfte auf dem Gel und zur anderen Hälfte auf der Folie liegen. Darauf

werden nun die Elektroden angebracht und alles mit Mineralöl überschichtet. Die Kammer

wird geschlossen und auf 20°C gekühlt. Die Laufbedingungen für 18 cm lange Streifen sind

wie folgt:

Schritt              V                     mA                  W                     Zeit/h pH 4-7       Zeit/h pH 3-10

1 500 2 5 0:01 0:01

2 3500 2 5 1:30 1:30

3 3500 2 5 5.40-7:40 4:50-6:20

Der Anstieg der Spannung von Schritt 1 auf 2 erfolgt dabei als Gradient und nicht

stufenförmig. Nach Ende der isoelektrischen Fokussierung können die Streifen entweder

direkt äquilibriert werden oder sie werden bei -80°C bis zur weiteren Verwendung in Alufolie

gewickelt und gelagert.

3.26.3 Äquilibrierung von IPG-Streifen

Die Äquilibrierung ist notwendig, um einen optimalen Proteintransfer vom immobilisierten

pH Gradienten (IPG) auf die zweite Dimension zu erzielen. Die Proteine werden dabei

vollständig mit DTT reduziert, denaturiert und mit SDS beladen, so dass sie sich in der

zweiten Dimension nur noch aufgrund ihrer Größe und nicht mehr, wie während der IEF,

aufgrund ihrer Ladung auftrennen. Harnstoff und 30% Glycerin verringern zusätzlich elektro-

endoosomotische Effekte. Diese entstehen in einem elektrischen Feld durch die fixierten

Ladungen auf den IPG-Streifen. Die zusätzliche Verwendung von Iodacetamid führt zur

Alkylierung von Thiolgruppen und verhindert eine Reoxidation während der Elektrophorese.

Für die Äquilibrierung werden die Streifen zuerst auf ein saugfähiges Tuch gelegt, um

überschüssiges Mineralöl zu entfernen und in Reagenzgläser mit je 10 ml Lösung überführt.

Der erste Schritt enthält 1% (w/v) DTT. Die Streifen werden darin 15-20 min unter leichtem

Schütteln inkubiert, kurz mit Wasser abgespült und in ein zweites Röhrchen mit zusätzlich

260 mM Iodacetamid inkubiert. Nach weiteren 15-20 min können die Streifen auf die 2.

Dimension aufgetragen werden.
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Lösungen:

•  Äquilibrierungslösung:

6 M Harnstoff 36 g
30% Glycerin 34,8 ml
4% SDS 4 g
50 mM Tris/HCl pH 6,8 10 ml
auf 100 ml mit H2O auffüllen und 50 ml Aliquots einfrieren

1. Schritt 0,1 g DTT auf 10 ml Lösung zugeben
2. Schritt 0,25 g Iodacetamid auf 10 ml Lösung zugeben

3.26.4 Diskontinuierliche SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese: zweite Dimension

Das Gel wird wie unter 3.24 beschrieben zusammengebaut und gegossen. Allerdings wird in

das Sammelgel kein Kamm eingesetzt. Stattdessen wird es bis ca. 0,4 cm unter den oberen

Rand gegossen und wie das Trenngel mit Isopropanol überschichtet. Nach dem

Auspolymerisieren werden die Glasplatten vertikal in der Elektrophoresekammer befestigt,

der äquilibrierte IPG-Streifen auf das Sammelgel gelegt, und mit heißer Agarose

überschichtet. Die Puffertanks werden mit 1 x SDS-Laufpuffer gefüllt. Die Auftrennung

erfolgt bei 16 mA über Nacht. Am nächsten Tag können die Gele einer Silberfärbung

unterzogen und die Proteine sichtbar gemacht werden.

Lösungen:

•  Trenngellösung siehe 3.24
•  Sammelgellösung siehe 3.24
•  1 x SDS-Laufpuffer siehe 3.24
•  Agarose zum Einbetten der IGP-Streifen ins 2D-Gel

Agarose     0,5 g
SDS     2,3 g
0,5 M Tris/HCl pH 6,8 12,5 ml
H2O         ad 100 ml

3.27 Silberfärbung von 2D-Gelen

Die Silberfärbung dient zum Nachweis selbst von geringen Mengen Protein im Gel. Im

Vergleich zur Coomassie-Färbung ist diese Methode fünfzigmal sensitiver, allerdings bindet

Coomassie streng stöchiometrisch an Proteine, es ist damit eine bessere quantitative Aussage

über die Proteinmengen möglich, während Silber zum Teil unterschiedlich stark an

verschiedene Proteine binden kann.

Die Gele werden aus den Glasplatten genommen und in gut gereinigte Blotschalen gelegt. Sie

werden mit Fixierlösung überschichtet und für mindestens 1 h unter leichtem Schwenken bei
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RT inkubiert. Nach dreimaligem Waschen mit 30% Ethanol für je 20 sec wird für 1 min mit

Natriumthiosulfat imprägniert, wieder dreimal 20 sec mit 30% Ethanol gewaschen und dann

für 20 min in Silbernitratlösung inkubiert. In zwei weiteren Waschschritten für je 20 sec wird

das überschüssige Silber entfernt um Schlierenbildung zu verhindern. Die Reduktion erfolgt

mit Natriumcarbonat unter ständigem Schütteln, damit die Oberfläche des hydrophoben Geles

gut benetzt wird. Sobald keine Veränderung in der Färbung mehr sichtbar ist (nach 15-30

min), wird mit eiskaltem Wasser gewaschen und für 10 min mit Methanol und Eisessig

abgestoppt. Anschließend wird mindestens 20 min mit 50% Methanol gewaschen und mit

einer 3% Glycerinlösung für ca. 1 h konserviert.

Lösungen

•  Fixierlösung
50% (v/v) Methanol 150 ml
12% (v/v) Eisessig 36 ml
37% Formaldehyd 200 µl
H2O 114 ml

•  Imprägnierlösung
Na2S2O3   0,11 g
ad 1000 ml 30% Ethanol

•  Waschlösung
30% Ethanol

•  Silbernitratlösung
0,2% Silbernitrat                    2 g
0,075% (v/v) Formaldehyd (37%ig) 0,75 ml
ad 1000 ml 30% Ethanol

•  Reduzierlösung
6% (w/v) Na2CO3 (wasserfrei)      60 g
0,05% (v/v) Formaldehyd (37%ig)   0,5 ml
ad 1000 ml H2O

•  Stopplösung
50% (v/v) Methanol 500 ml
12% (v/v) Eisessig 120 ml
ad 1000 ml H2O

•  Konservierung
3% Glycerin in Wasser
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3.28 Isolierung bakterienhaltiger Phagosomen aus Dictyostelium

3.28.1 Aufschluss infizierter Zellen

Die mit Bakterien (MOI 30, 24,5°C, 2 h) oder mit Bakterien-konjugierten Beads (MOI 3)

infizierten Zellen werden durch starkes Klopfen auf eine Tischkante vom Boden der 75 cm²

Zellkulturflaschen gelöst, in 50 ml Röhrchen überführt und zweimal mit Soerensenpuffer

sowie einmal mit Homogenisierungspuffer (HP) gewaschen, in 2 ml HP mit

Proteaseinhibitormix (Complete EDTA free, Boehringer Mannheim) aufgenommen und im

Douncer mit 13 Stößen aufgeschlossen. Das Homogenat wird in 2 ml Reaktionsgefäße

überführt und die DNA mit 50 U/ml Benzonase (Sigma) bei 37°C für 7 min verdaut. Werden

die Zellen mit Beads infiziert, so wird diese Suspension direkt eingesetzt, um die Phagosomen

über den Magneten zu reinigen. Werden die Amöben mit Bakterien alleine infiziert, so wird

daran anschließend ein postnukleärer Überstand (PNS) hergestellt, indem die Suspension in

ein 15 ml Röhrchen pipettiert wird und die Kerne für 3 min bei 1000 g in einer

Kühlzentrifuge pelletiert werden. Der Überstand wird vorsichtig abgenommen und das Pellet

in 400 µl HP vorsichtig aufgeschüttelt und für weitere 3 min zentrifugiert. Dieser PNS wird

nun für die Reinigung der Phagosomen eingesetzt. Alle Schritte während des Aufschlusses

werden auf Eis durchgeführt und die Suspension nur mit abgeschnittenen Pipettenspitzen

gehandhabt.

Lösungen:

•  Soerensenpuffer siehe 3.8

•  Homogenisierungspuffer
250mm Saccharose
0,5 mM EGTA pH 8,0
20 mM Hepes pH 7,2

Stammlösungen
50 mM EGTA
200 mM Hepes

•  Homogenisierungspuffer (HP) mit Proteaseinhibitoren (1 Tablette auf 20 ml HP)
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3.28.2 Isolierung von Phagosomen mit Hilfe magnetischer Beads

3.28.2.1 Protein G-beschichtete Beads

Die Bakterien werden einmal in PBS pH 7,4 gewaschen, und für 1 h bei RT mit polyklonalem

Serum (1:10 verdünnt) unter leichtem Schwenken inkubiert. Anschließend wird dreimal mit

PBS gewaschen, um nicht gebundene Antikörper zu entfernen. In der Zwischenzeit werden

die 2,8 µm großen Protein G Dynabeads (Dynal, Hamburg) zweimal mit 0,1 M Na-

Phosphatpuffer pH 7,0 und einmal mit PBS auf einem Dynal-Permanentmagneten gewaschen

und dann für 1 bis 2 h mit den Bakterien im Verhältnis 1:50 koinkubiert. Die Beads werden

auf dem Magneten gesammelt und der Überstand abgezogen. Auf diese Weise werden durch

mehrmaliges Waschen mit PBS überschüssige Bakterien entfernt. Die Infektion von

Dictyostelien mit den Bakterien-konjugierten Beads findet in 75 cm² Zellkulturflaschen statt.

Es werden pro Amöbe ca. 3 Beads zugegeben. Die Zellen werden dann aufgeschlossen wie

unter 3.28.1 beschrieben und das Homogenat mit HP auf 6 ml aufgefüllt und das 15 ml

Röhrchen in den Dynal-Permanentmagneten gestellt. Die Bead-haltigen Phagosomen

sammeln sich auf dem Magneten, der Überstand wird verworfen. Die Beads werden in 1 ml

HP resuspendiert und in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt. Mit dem kleinen

Permanentmagneten werden die Phagosomen dann noch zweimal in je 1 ml HP gewaschen.

Alternativ dazu wäscht man noch zweimal mit je 6 ml HP und überführt die Suspension nach

jedem Schritt in ein frisches 15 ml Röhrchen. Zum Schluss wird in ca. 0,5 ml HP

resuspendiert und die Suspension für die Elektronenmikroskopie fixiert bzw. der

Proteinbestimmung und den Enzymassays zugeführt.

3.28.2.2 Streptavidin-beschichtete Beads

Die Bakterien werden zweimal mit PBS pH 7,6, das zusätzlich CaCl2 und MgCl2 enthält,

gewaschen und vorsichtig in 1 ml PBS resuspendiert. Dann wird 1 mg Biotin-NHS in 20 µl

DMSO zugegeben und 2 h bei RT unter leichtem Schwenken inkubiert. Der

Succinimidylester ist die an das Biotin gekoppelte reaktive Gruppe und geht im leicht

basischen pH Bereich kovalente Bindungen mit primären Aminen ein. Ein Linker aus 14 C-

Atomen soll die Zugänglichkeit des Biotins für Streptavidin erhöhen. Die Bakterien werden

dann intensiv mit PBS gewaschen (zweimal mit PBS pH 7,6; 1 x mit PBS pH 7,4) und im

fünfzigfachen Überschuss zu den gewaschenen 2,8 µm großen Streptavidinbeads gegeben.

Nach mindestens 1 h auf dem Schüttler werden überschüssige Bakterien durch Waschen

entfernt. Die Dictyostelien können dann infiziert werden und es wird weiter verfahren wie

bereits oben beschrieben.
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Lösungen:

•  PBS + 0,1 M CaCl2 und 0,1 M MgCl2

•  1 mg Biotin-NHS mit 14-C-Linker (Molecular Probes) in 20 µl DMSO

3.28.2.3 Tosylierte Beads

Um tosylierte Dynabeads mit Bakterien zu koppeln, müssen die Bakterien nicht vorbehandelt

werden. Die Beads werden in 0,1 M Natriumphosphatpuffer gewaschen, mit den Bakterien

resuspendiert und für 1,5 h bei RT unter leichtem Schwenken koinkubiert. Dann wird

zweimal mit Puffer gewaschen und in Puffer mit 15 mg/ml BSA erneut für 1,5 h geschüttelt,

um nicht spezifische Bindungsstellen abzusättigen. Nach nochmaligem Waschen können die

Amöben mit den Bakterien-konjugierten Magnetbeads infiziert werden. Dann wird weiter

verfahren wie unter 3.29.2.1 beschrieben.

3.28.3 Isolierung von Phagosomen mittels Dichtegradientenzentrifugation

Die infizierten Zellen werden wie in 3.25.1 beschrieben aufgeschlossen und ein PNS

hergestellt. Der PNS wird zunächst über einen Saccharosegradienten zentrifugiert, indem man

in einem Zentrifugenröhrchen für SW60 Rotoren zunächst 0,5 ml 65% Saccharose und 1,5 ml

15% Saccharoselösung übereinander pipettiert und das ganze mit PNS überschichtet (ca.

8,5% Saccharose). Dieser Gradient wird bei 100000 g (27300 rpm) für 1 h bei 4°C

zentrifugiert. Dadurch werden die löslichen Cytoplasmabestandteile von der Suspension

abgetrennt und alle Vesikel kommen auf dem 65% Saccharosekissen (Fraktion 5) zu liegen.

Die Fraktionen werden von oben her abgenommen, die relevante Fraktion in ein 1,5 ml

Reaktionsgefäß überführt und an der Feinwaage die Dichte grob bestimmt. Anschließend wird

mit HP und HP ohne Saccharose die Dichte auf 8,5% Saccharose und ein Volumen von 4 ml

eingestellt. Dies dient dann als Ladefraktion für einen kontinuierlichen Optiprep-Gradienten,

der mit Hilfe eines Gradientenmischers hergestellt wird. In die erste der kommunizierenden

Röhren werden dazu 4 ml einer 30% Optipreplösung gefüllt, in die zweite eine 5% Lösung.

Der fertige Gradient wird dann mit der Ladefraktion überschichtet und mit einem SW40

Rotor bei 100000 g (28400 rpm) für 1 h bei 4°C zentrifugiert. Das Polyallomer-Röhrchen

wird dann in ein Stativ eingespannt, der Boden mit Pflaster verstärkt und mit einer Kanüle (20

G x 2¾; 0,9 x 70 mm) durchstoßen. Der Gradient wird nun geerntet mit jeweils 5 Tropfen pro

Fraktion. Dabei werden die Fraktionen in umgekehrter Reihenfolge des Austropfens

durchnummeriert (leichteste Fraktion = 1). Eventuell wird dann mit einer Pipette das

Volumen jeder Fraktion bestimmt. Anschließend folgt die Tritonbehandlung für die

Proteinbestimmung oder die Fraktionen werden direkt für die Elektronenmikroskopie fixiert.
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Lösungen:

•  Homogenisierungspuffer siehe 3.28.1
•  Homogenisierungspuffer ohne Saccharose
•  65% und 15% Saccharose in HP ohne Saccharose
•  30% und 5% Optipreplösungen (Nycomed) werden mit HP aus einer 50% Optiprep-

Stammlösung hergestellt

3.28.4 Isolierung von Phagosomen mittels Zentrifugation und magnetischer

Entfernung von verunreinigenden Lysosomen

Durch eine Dichtegradientenzentrifugation können die Phagosomen nicht von Lysosomen

und Mitochondrien getrennt werden, da all diese Organellen ähnliche Dichten besitzen. Daher

werden die Lysosomen mit selbst hergestellten magnetischen Partikeln beladen und dann über

eine magnetische Säule aus dem PNS entfernt.

3.28.4.1 Herstellung kolloidaler Eisenpartikel (nach Rodriguez-Paris et al., 1993)

Jeweils 10 ml 1,2 M FeCl2 und 1,8 M FeCl3 werden gemischt und durch Zugabe von 10 ml

konzentrierter Ammoniaklösung (25% NH4OH) präzipitiert. Die Lösung wird auf sechs 15 ml

Greinerröhrchen verteilt und die Partikel auf einem Dynal Permanentmagneten gesammelt.

Das Präzipitat wird einmal mit 5% NH4OH und zweimal mit destiliertem Wasser gewaschen,

in 80 ml 0,3 M HCl resuspendiert und 30 Minuten bei RT gerührt. Nach Zugabe von 4 g

Dextran (Sigma) wird nochmals für mindestens 30 Minuten gerührt und die nun beschichteten

Partikel für 2 Tage bei 4°C gegen Wasser dialysiert. Größere Partikel können durch

Zentrifugation abgetrennt werden. Diese Lösung bleibt für mindestens 2 Monate stabil und

hat eine ungefähre Eisenkonzentration von 10 mg/ml.

3.28.4.2 Herstellung eines Elektromagneten für die magnetische Eliminierung von

Lysosomen

Eine Spule mit einer Leistung von 10,5 Watt (Asco) wird mit einem Eisenkern von 46,10 mm

Länge und einem Durchmesser von 13,89 mm versehen. In der Mitte des Eisenkernes

befindet sich ein 4,31 mm großes Loch, in das MiniMACS Magnetsäulen (Miltenyi Biotech)

passgenau eingefügt werden können. Der Magnet wird mit 12 Volt Spannung bei einer

Leistung von 100 W betrieben und vor der Verwendung auf minus 20°C gekühlt. Dies wirkt

einerseits der hohen Wärmeentwicklung entgegen und vermindert andererseits den

Widerstand der Spule, wodurch die magnetische Kraft steigt.



                                                                                                                 Material und Methoden

56

3.28.4.3 Reinigung der Phagosomen unter gleichzeitiger Eliminierung der Lysosomen

1 x 108 Dictyostelien werden mit Bakterien infiziert wie unter 3.29.1 beschrieben. Nach

Inkubation für 1,5 h werden die Eisenpartikel (Endkonz.: 1 mg/ml) für weitere 30 min

zugegeben. Sie werden nun pinozytotisch aufgenommen und gelangen so über den

endosomalen Pathway in die Lysosomen. Inkubiert man länger, so sind die gesamten

endosomalen Vesikel mit Eisenpartikeln beladen. Die Zellen werden geerntet und

aufgeschlossen (siehe 3.29.1). Der PNS wird dann über eine magnetische Säule gereinigt, in

dem von einer Miltenyi Biotech MiniMACS-Säule die Plastikverstrebungen mit einem

Skalpell entfernt werden und die Säule in das Bohrloch des Elektromagneten eingefügt wird.

Die Säule wird nach unten mit einem Silikonschlauch verlängert und der Durchlauf in einem

auf Eis stehenden 15 ml Röhrchen aufgefangen. Danach wird er entweder auf einen

diskontinuierlichen Saccharosegradienten oder, falls eine Behandlung mit INT erfolgt, direkt

auf einen Optiprepgradienten aufgetragen und verfahren wie unter 3.24.3 beschrieben.

Lösungen:

•  Benzonase 25 U/µl
•  Eisenpartikel siehe 3.25.3.
•  HP siehe 3.29.1
•  65% und 15% Saccharose in HP ohne Saccharose
•  30% und 5% Optipreplösungen (vergleiche 3.29.3)

3.28.5 Reinigung von Phagosomen nach vorheriger Behandlung mit INT

W. Parish beschrieb 1975 ein Verfahren, mit dem er Mitochondrien von Peroxisomen mittels

einer Zentrifugation trennen konnte (Parish, 1975). Die spezifische Dichte der Mitochondrien

wird erhöht, indem ein Tetrazoliumfarbstoff (INT, Iodonitrotetrazoliumviolet) von dem

mitochondrialen Enzym Succinatdehydrogenase umgesetzt wird und sich das Produkt dieser

Reaktion (Formazan) in der Mitochondrienmembran einlagert. Man spricht hier vom

sogenannten „heavy labelling“ der Mitochondrien was dazu führt, dass die Organellen in

einem Gradienten in höheren Dichten sedimentieren.

Zu 1 x 108 infizierten Zellen werden nach 1,5 h die Eisenpartikel zugegeben und die Zellen

geerntet und gewaschen (siehe 3.29.1). Die Zellen werden in 700 µl HP + 5 mg/ml INT

resuspendiert und das Volumen mit HP auf 2 ml eingestellt. Nach Aufschluss der Zellen und

während der Benzonasebehandlug (siehe3.25.1) färbt sich die Suspension dunkelrot. Nach der

Reinigung des PNS über die Magnetsäule wird das Homogenat mit HP auf 4 ml aufgefüllt

und direkt auf einen 5% - 30% Optiprepgradienten geladen. Die Reinigung über den
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Saccharosegradienten muss entfallen, da die Vesikel aufgrund ihrer hohen Dichte nicht mehr

auf dem 65% Saccharosekissen liegen bleiben sondern durch die Saccharose hindurch auf

dem Röhrchenboden aufschlagen. Die Organellen sind daher nicht mehr intakt und können

somit nicht weiter gereinigt werden. Das Ernten des Gradienten erfolgt durch Austropfen wie

unter 3.25.3 beschrieben.

Lösungen:

•  Benzonase 25 U/µl
•  Eisenpartikel siehe 3.29.4.1
•  HP siehe 3.29.1
•  30% und 5% Optipreplösungen 3.29.3
•  5 mg/ml INT in HP, (gesättigte Lösung, muss zum vollständigen Lösen von INT

erhitzt werden)

3.29 Tritonbehandlung gereinigter Phagosomen

Um die Proteine aus der phagosomalen Membran zu lösen werden die einzelnen Fraktionen

einer Tritonbehandlung unterzogen. Dazu wird 1/10 des Fraktionsvolumens 2% Triton

zugegeben (Endkonz. 0,2%) und die Proben 25 min auf Eis inkubiert. Anschließend werden

sie in einer Kühlzentrifuge bei 12000 rpm für 5 min zentrifugiert und der Überstand in ein

neues Reaktionsgefäß überführt. Die Triton-behandelte Fraktion kann nun für die

Proteinbestimmung und den sauren Phosphataseassay benutzt werden.

Lösungen:

•  2% Triton in H2O

3.30 Proteinbestimmung nach Bradford

Zur Proteinbestimmung nach Bradford wird der entsprechende Kit von Biorad benutzt. Dazu

wird die Lösung 1:5 mit Wasser verdünnt und 1000 µl davon zu den Proben in den Küvetten

pipettiert. Für die Messung wurden 10 bis 30 µl der Fraktionen verwendet und auf 60 µl mit

destilliertem Wasser aufgefüllt. Die Messung der Absorption bei 595 nm erfolgt 10 min nach

Zugabe des Reagenz. Mit Hilfe einer Eichgeraden kann die Proteinmenge in den Küvetten

bestimmt werden. Eine Proteinbestimmung nach Lawry ist nicht möglich, da das Iodixanol

des Optiprep mit der Lösung reagiert.
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3.31 Bestimmung der sauren Phosphataseaktivität

In die Vertiefungen einer 96-well-Schale werden 10 µl der Triton-behandelten Fraktion, 90 µl

Natriumacetat und 10 µl des Substrates p-Nitrophenylphosphat pipettiert. Nach Inkubation für

2 h bei RT wird die Reaktion mit 200 µl Natriumcarbonat abgestoppt. Die Extinktion wird bei

405 nm in einem ELISA-Reader gemessen. Alle Proben werden doppelt bestimmt und aus

den Messwerten der Mittelwert gebildet.

Lösungen:

•  150 mM Natriumacetat pH 4,6
•  10 mM p-Nitrophenylphosphat 3 mg/ml in H2O, immer frisch ansetzen
•  0,5 M Na2CO3


