2. Material und Methoden

2.1. Labormaterial

2.1.1. Chemikalien

Alle im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Chemikalien stammen von den Firmen Merck
(Merck, Darmstadt, Deutschland), Sigma-Alderich (Sigma-Alderich, Steinheim, Deutschland)
und Serva (Serva, Heidelberg, Deutschland). Aus anderen Quellen stammende Chemikalien
sind im Folgenden alphabetisch aufgefiihrt.

Amidosulfobetaine 14 (Calbiochem, San Diego, CA, USA)

BCA Protein Assays (Pierce, Rockford, IL, USA)

Complete® (Roche, Mannheim, Deutschland)

Kaliumpentachloroaquoruthenat (Alfa Aesar, Karlsruhe, Deutschland))

Nitrocellulose (Schleicher und Schuell, Diiren, Deutschland)

n-Octyl-B-D-Glycopyranosid (Fluka, Buchs, Schweiz)

Pharmalyte pH 4.0-6.5, 5.0-8.9, 6.5-9.0 und 3.5-10.0 (Pharmacia, Uppsala, Schweden)
Sinapinsdure (Fluka, Buchs, Schweiz)

Sypro®-Ruby (Molecular Probes, Eugene, Oregon USA)

Trypsin (Promega, Madison, WI, USA)

Trypsin (Roche, Mannheim, Deutschland)

2.1.2. Laborgerate, Roboter und Maschinen

Im Folgenden sind im Rahmen der Arbeit verwendete und im Text erwdhnte Geréte
alphabetisch aufgelistet.

96er Mikrotiterplatten (Costar Thermowell®, Cornis, NY, USA)

96er Mikrotiterplatten (AB Gene Thermo-Fast®, Surrey, England)

Anchor Chip-Probenteller (Bruker Daltonik, Bremen, Deutschland)

Automatischer Gelstlick-Ausstanzer (Bruker Daltonik, Bremen, Deutschland) basierend auf
dem Gilson Pipetierroboter, Micro 215 Liquid Handler, (Gilson, Middleton, WI, USA)
Beckman TI 50 Ultrazentrifugen-Rotor (Beckman, Fullerton, CA, USA)

Bruker Autoflex Massenspektrometer (Bruker Daltonik, Bremen, Deutschland)
Bruker Reflex III Massenspektrometer (Bruker Daltonik, Bremen, Deutschland)
Centricon T-2060 Ultrazntrifuge (Kontron, Eching, Deutschland)
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Elektrophoresekammer 1D (Wita, Berlin, Deutschland)

Elektrophoresekammer 2D (Desaphor VA300, Desaga, Wiesloch, Deutschland)
EPS 3500XL Spannungsgerit (Ammersham-Pharmacia, Freiburg, Deutschland)
Glasréhrchen 1D (Schott Glas, Mainz, Deutschland)

Manueller Gelstiick-Ausstanzer (Rosemann und Sohn, Stahnsdorf, Deutschland)
Miniroboter zum Lochen der MTP (Luigs und Neumann, Ratingen, Deutschland)
Sun Ultra Computer (Santa Clara, CA, USA)

Tischzentrifuge 4K15 (Sigma-Alderich, Steinheim, Deutschland)

Typhoon 9400 Laserscanner (Pharmacia, Uppsala, Schweden)

UMAX Mirage II DIN A 3 Durchlichtscanner (Umax, Willich, Deutschland)

2.2. Pflanzenmaterial

2.2.1. Arabidopsis thaliana

Die Arabidopsis thaliana-Pflanzen des Okotyps Columbia, die fiir alle Proteinextraktionen
eingesetzt wurden, stammen aus dem Gewichshdusern des Max Planck Instituts fiir
Pflanzenphysiologie in Golm und wurden freundlicherweise von Frau Dr. Julia Kehr zur
Verfiigung gestellt. Diese Pflanzen waren jeweils 50 Tage (nach Aussaat) alt und wurden im
Langtag gezogen. Langtagbedingungen bedeuten 16 Stunden Licht (Tag) und 8 Stunden
Dunkelheit (Nacht), bei Lichtbedingungen von 250 pmol m™ s™.
Gewdchshaus betrug im Licht 20° C und 18° C im Dunkeln. Die Luftfeuchtigkeit betrug 80 %

im Licht und 50 % im Dunkeln.

Die Temperatur im

2.2.2. Gurke und Kirbis

Die Phloemsaftpréparationen stammen ebenfalls aus dem Max Planck Institut fiir
Pflanzenphysiologie in Golm und wurden von Frau Dr. Julia Kehr und Frau Dr. Christina
Walz pripariert und zur Verfiigung gestellt. Ndhere Informationen kann man bei Walz et al.

147,14
finden 47148,

2.2.3. Praparation von 80S Ribosomen aus Arabidopsis thaliana-Blattern

Zum Zweck der Prédparation der cytosolischen 80S Ribosomen aus Arabidopsis thaliana-

149
1.

Blattern wird ein modifiziertes Protokoll nach Kamp et a verwendet.
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Hierbei werden 500 g Blattmaterial mit einem Kiichenmixer homogensiert. Hierzu werden 5
Portionen a 100 g in jeweils 300 ml Homogenisierungspuffer (100 mM Tris-HCI1 pH 7,6, 50
mM KCl, 10 mM Magnesiumacetat, 0,7 M Sorbitol und 10 mM DTT), mit 3
Zerkleinerungsschiiben a 5-10 Sekunden homogenisiert. Dieses Homogenat wird dann durch
4 Lagen Mullverbandsbinden filtriert. Das resultierende Filtrat wird anschlieBend durch eine
Lage Miracloth gefiltert. Dieses abschlieende Filtrat wird dann 15 Minuten bei 1200 g
zentrifugiert, um Organellen von Proteinkomplexen zu trennen. Das organellenhaltige
Sediment kann fiir die Préparation von Mitochondrien, Chloroplasten oder auch Zellkernen
weiterverwendet werden, wihrend der Uberstand, unter anderem die cytosolischen 80S
Ribosomen enthilt. Dieser Uberstand wird erneut fiir 20 Stunden bei 45000 g zentrifugiert,
um die Ribosomen zu sedimentieren und somit von kleineren Komplexen und freien
cytosolischen Proteinen zu trennen. Das resultierende Sediment wird in einem néchsten
Schritt in einem mdglichst kleinen Volumen Puffer B (50 mM Tris-Hcl pH 7,8, 50 mM KClI,
5 mM MgCl,, 0,5 M Saccharose, 10 mM DTT und 10 mM KCO;) aufgenommen. Diese
Losung ergibt in der vorliegenden Form die erste ribosomale 80S Fraktion (E1). Aus dieser
Fraktion wird ein Aliquot auf einem 0 %-30 % Saccharosegradienten in Puffer B
aufgereinigt. Dies erfolgt bei einer 16stiindigen Zentrifugation mit 26000 g.

Die ribosomale Fraktion, die man anhand von UV-Spektren der Wellenldnge 260 nm und 280
nm ermittelt, wird aus dem Gradienten eluiert. Diese Fraktion ergibt die im Abschnitt
verwendete zweite ribosomale 80S Fraktion. Die Proteinextraktion aus 100 pl dieses Eluats
erfolgt mittels einer 10mintitigen Inkubation in 500 pul 200 mM Ammonimacetat bei 37° C.
Nach dieser Inkubation werden 30 pl 2 M ungepuffertes Tris zugegeben. Diese Losung
inkubiert fir 20 Minuten bei 60° C. Nach Zugabe von 50 ul 1,4 M Magnesiumacetat wird
diese Losung fiir mindestens 2 Stunden bei 4° C geschiittelt, bevor sie fiir 40 Minuten bei 4°
C und 10000 g zentrifugiert wird.

Der proteinhaltige Uberstand wird durch eine Zugabe des Sfachen Volumens an Aceton fiir
mindestens 5 Stunden bei -20° C prézipitiert und mittels einer 45miniitigen Zentrifugation mit
13000 g bei 4° C sedimentiert. Das resultierende Proteinsediment wird abschlieend in 9 M
Harnstoff, 10 mM DTT und 2 % CHAPS aufgenommen und ist nach Zugabe von 10 %

Servalyte® 2—4 direkt fiir die 2-DE-Trennung einsetzbar.

2.3. Proteinextraktion

Bei den fiir die vorliegende Arbeit angewendeten Proteinextraktionsmethoden handelt es sich

zum einen um die im Rahmen dieses Forschungsprojekts speziell fiir die 2-DE-
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Proteinextraktion entwickelte fraktionierte Extraktionsmethode '*°. Zum anderen wird — als
Referenz dienend — die klassische, von zahlreichen Arbeitsgruppen fiir 2-DE eingesetzte
Trichloressigsiure/Aceton-Proteinextraktionsmethode angewandt "'

Das Prinzip der fraktionierten, sequentiellen Proteinextraktionsmethode, die auf jegliche
Féllung von Proteinen verzichtet, beruht darauf, unterschiedliche Proteinextrakte eines Organs
oder Gewebes durch den Einsatz verschiedener Extraktionspuffer in Verbindung mit
Ultrazentrifugationsschritten zu erzeugen (Abb. 1). Fiir eine detaillierte Beschreibung der fiir
die Proteinextraktion verwendeten Werkzeuge und Materialien siche Klose 2.

Im Gegensatz dazu erfolgt die Proteinextraktion bei der TCA-Methode durch eine Fillung
samtlicher Proteine mit trichloressigsaurem Aceton. Nach diesem Schritt folgt eine

Resolibilisierung der ausgefillten Proteine durch einen Puffer-Cocktail, der gleichzeitig als 2-

DE-Laufpuffer dient (Abb. 2).
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Abbildung 1: Flussdiagramm der fraktionierten Proteinextraktion.
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Abbildung 2: Flussdiagramm der prézipitationsbasierten Proteinextraktion.

2.3.1. Fraktionierte Proteinextraktion

2.3.1.1. Fraktion 1

Fiir die fraktionierte Proteinextraktion konnen Materialmengen von ca. 25-350 mg eingesetzt
werden. Im Rahmen dieser Arbeit wird standardmifig eine Menge von ca. 300 mg
verwendet. Das Material wird hierzu in unter fliissigem Stickstoff gekiihlten
Quarzglasmorsern in Gegenwart von 0,08 Gewichtsanteilen (Gewicht Losung pro Gewicht
Pflanzenmaterial w/w, wobei fiir die Losungen von einer idealisierten Dichte von 1 g/ml
ausgegangen wird) des Proteaseinhibitor-Cocktails 1 (1 Complete™ Tablette, gelost in 2 ml
100 mM KCI, 20 % (w/v) Glyzerin und 50 mM Tris, der pH wurde auf 7,1 eingestellt) und
0,04 Gewichtsanteilen des Proteaseinhibitor-Cocktails 3 (1 mM Pepstatin A und 1,4 pM
Phenylsmethylsulfonylfluorid geldst in Ethanol), mittels eines Kunstoffpistills zu einem
feinen Pulver zerkleinert. Dieses Puder wird dann in ein 13,5 ml Ultra plus™
Zentrifugenrohrchen gefiillt, wo es langsam im Eisbad auftaut. Sodann wird die Probe bei

50000 rpm (226240 g) in einer Centricon-Ultrazentrifuge in einem Beckman TI 50 Rotor fiir
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30 Minuten bei 4° C zentrifugiert. Der Uberstand der Probe wird nach der Zentrifugation
abgenommen und in einem 1,5 ml Schraubdeckel Eppendorfgefal3 iiberfiihrt. Nachdem das
Volumen des Uberstandes bestimmt wurde, werden 9 M Harnstoff, 5 mM TBP und 4 %
CHAPS zugegeben und gelost. Dieser Extrakt wird bis zu seiner weiteren Verwendung in
fliissigem Stickstoff eingefroren

Die sedimentierte Probe aus der ersten Ultrazentrifugation wird nun ausgewogen und erneut
unter fliissigem Stickstoff eingefroren. Dann wird sie Gegenwart von 1 Gewichtsanteil Puffer
1 (100 mM KCIl, 20 % (w/v) Glyzerin und 50 mM Tris, der pH wurde auf 7,1 eingestellt),
0,125 Gewichtsanteilen des Proteaseinhibitor-Cocktails 1 und 0,05 Gewichtsanteilen des
Proteaseinhibitor-Cocktails 3 zermorsert. Das Puder wird wieder in das Zentrifugenréhrchen
gefiillt und nochmals fiir 30 Minuten bei 226240 g zentrifugiert. Der hieraus gewonnene
Uberstand wird in ein 1,5 ml EppendorfgefidB gefiillt und mit dem 5fachen Volumen an
eiskaltem Aceton/Methanol (12:1) prézipitiert.

Das Prizipitat wird, nachdem das Eppendorfgefd3 fiir mindestens 30 Minuten bei -20° C
gestanden hat, fiir 10 Minuten bei 15000 rpm in einer Eppendorfzentrifuge sedimentiert. Der
hieraus resultierende Uberstand kann entsorgt werden, wihrend das sedimentierte
Proteinprizipitat in dem erneut aufgetauten ersten Uberstand resolubilisiert wird.

Dieser angereicherte Uberstand, der die Fraktion 1 ausmacht, kann nun in Aliquots a 50 pl
abgefiillt und mit je 5 pl des Ampholinmix Servalyte® 24 versehen werden. Die erste
Fraktion ist somit bereit fiir eine 2-DE-Trennung. Falls die Probe nicht unmittelbar analysiert

werden soll, kann sie in diesem Zustand bei -80° C gelagert werden.

2.3.1.2. Fraktion 2

Das Sediment der zweiten Ultrazentrifugation von Fraktion 1 wird nun erneut ausgewogen
und mit einem Gewichtsanteil des eiskalten Probenpuffers 2 (100 mM Phosphatpuffer
[NaH,PO4 und Na,HPO4 in Verhéltnis 1 zu 2] pH auf 7,1 eingestellt, 200 mM KCI, 20 %
(w/v) Glyzerin, 2 mM MgSO, und 4 % (w/v) 3-[(3-Chloramidopropyl) dimethylammonio]-1-
propanesulfonat und 0,08 Gewichtsanteilen des Proteaseinhibitor-Cocktails 3) im gekiihlten
Zentrifugenrohrchen mittels eines Riihrstdbchens zu einer homogenen Suspension verriihrt.
Statt des CHAPS kann auch 2 % (w/v) Amidosulfobetaine 14 verwendet werden. Dieser
Suspension werden noch 0,025 Gewichtsanteile einer DNase (Benzonase) zugegeben, wonach
diese Suspension mit einem kleinen Riihrfisch fiir 45 Minuten bei 4° C geriihrt wird.
AnschlieBend werden 0,23 Gewichtsanteile einer 700 mM DTT-Lo6sung sowie 7 M Harnstoff

und 2 M Thioharnstoff zugegeben. Die Suspension wird fiir weitere 60 Minuten bei
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Raumtemperatur geriihrt. Wenn sich nach ca. 60 Minuten der Harnstoff gédnzlich gelost hat,
wird der Riihrfisch entfernt und die Probe fiir 30 Minuten bei 226240 g, 18° C fiir 30 Minuten
zentrifugiert.

Der hieraus resultierende Uberstand ergibt die Fraktion 2. Auch dieser Uberstand kann in 50
ul Aliquots pripariert werden, wobei jedem Aliquot 5ul Ampholinmix Servalyte® 2—4
beigefligt werden. Falls die Probe nicht unmittelbar analysiert werden soll, kann sie in diesem

Zustand bei -80° C gelagert werden.

2.3.1.3. Fraktion 3

Das Sediment der Ultrazentrifugation von Fraktion 2 wird nun erneut ausgewogen und mit
einem Gewichtsanteil eines SDS-Laufpuffers (62,5 mM Tris-HCL, 10 mM DTT, 10 % (v/v)
Glycerin, 2 % (w/v) SDS und einer Spur Bromphenolblau) im gekiihlten Zentrifugenréhrchen
mittels eines Riihrstdbchens zu einer feinen Suspension verriihrt. Diese Suspension wird flir
weitere 15 Minuten mit einem kleinen Riihrfisch 4° C geriihrt. AnschlieBend wird der
Riihrfisch entfernt und die Probe fiir 10 Minuten mit 20000 g bei 4° C zentrifugiert.

Der hieraus resultierende Uberstand ergibt die Fraktion 3. Auch dieser Uberstand kann in
50ul Aliquots prépariert werden, wobei bei diese Proben die Trennung der Proteine
ausschlieBlich auf SDS-PAGE-Gelen erfolgt. Falls die Proben nicht unmittelbar analysiert

werden soll, kann sie in diesem Zustand bei -80° C gelagert werden.

2.3.14. Fraktion 4

Das Sediment aus der Ultrazentrifugation von Fraktion 3 kann zum Abschluss einer
Methanol/Chloroform-Extraktion unterzogen werden. Diese Extraktion ist angelehnt an die
Methanol/Chloroform-Extraktion, wie sie bei Hippler et al. auf Membrankomplexen von
Chloroplasten durchgefiihrt wurde ',

Hierbei wird das Sediment in dem vierfachen Volumen (v/w) an Methanol suspendiert und
diese Suspension wird, je nach Volumen, in Portionen a 500 pul in 1,5 ml Eppendorfgefifle
iiberfiihrt. Das Eppendorfgefdl wird dann noch einmal gevortext und anschlieBend werden
die festen Bestandteile fiir 20 Sekunden bei 9000 g abzentrifugiert. Der Uberstand wird
abgenommen und in ein frisches 1,5 ml Eppendorfgefdl transferiert. Es werden pro
Eppendorfgefdl 200 pl wassergesattigtes Chloroform zugegeben und die Probe wird fiir 10
Sekunden gevortext. Anschlieend werden 700 pl Millipore-Wasser zugegeben und die Probe
wird erneut fiir 10 Sekunden gevortext, bevor sie fiir I Minute bei 9000 g zentrifugiert wird.

Die Proteine prizipitieren und sammeln sich in der Interphase, sodass man den Uberstand
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vorsichtig abnehmen und verwerfen kann. Auf die untere Phase und das Prizipitat werden
dann 300 pl Methanol gegeben und diese Losung wird ausgiebig gevortext, bevor sie fiir 2
Minuten bei 12000 g zentrifugiert wird. Der Uberstand wird erneut abgenommen und das
sedimentierte Proteinprézipitat zweimal mit 95 % (v/v) Methanol gewaschen. Zum Abschluss
lasst man das Proteinprizipitat 10 Minuten bei Raumtemperatur abdampfen und nimmt es in
einem moglichst kleinem Volumen Resolubilisierungspuffer (5 M Harnstoff, 2 M

Thioharnstoff, 4 % CHAPS, 5 mM TBP, 2 % Servalyte® 2—4) oder aber SDS-Laufpuffer auf,

2.3.2. TCA/Aceton-prazipitationsbasierte Proteinextraktion

Auch bei dieser Proteinextraktion starten wir mit einer Ausgangsmenge von ca. 300 mg
Pflanzenmaterial. Das Pflanzenmaterial wird ebenfalls in einem unter fliissigem Stickstoff
gekiihlten Morser pulverisiert. Dieses Pulver wird unmittelbar in einem Volumen von ca. 800
ul einer 10 % (w/v) TCA-Losung in 0,07 % (w/v) DTT-haltigem Aceton aufgenommen und
gut verriihrt. Die Probe wird dann fiir 60 Minuten bei -20° C gelagert, um die vorhandenen
Proteine prizipitieren zu lassen. Das proteinhaltige Sediment wird in einem 15miniitigen
Zentrifugationsschritt bei 35000 g und 4° C gewonnen. Dieses Sediment wird mit einer 0,07
(v/iw) % DTT-haltigen Aceton-Ldsung gewaschen und erneut bei -20°C gelagert. Die Probe
wird noch einmal fiir 10 Minuten bei 35000 g und 4° C zentrifugiert. Der Uberstand wird
entsorgt und das Sediment unter Vakuum fiir ca. 15 Minuten getrocknet. In einem letzten
Schritt wird nun das Sediment ausgewogen und in einem UKS genannten Puffer (9,5 M
Harnstoff, 5 mM K,CO; (Merck, Darmstadt, Deutschland), 1,25 % (w/v) SDS, 0,5 % (w/v)
DTT und 6 % (v/v) Triton X-100) aufgeldst. Der UKS-Puffer wird in einer Menge von 40
ul/mg Sediment zugegeben. Die entstandene Suspension wird ein wenig mit einem
Riihrstdbchen geriihrt und abschlieBend fiir 5 Minuten bei 14000 g und 18° C zentrifugiert.
Der Uberstand kann in 50 pl Aliquots pripariert werden, wobei jedem Aliquot Spl
Ampholinmix Servalyte® 2—4 beigefiigt werden. Falls die Probe nicht unmittelbar analysiert

werden soll, 1dsst sie sich in diesem Zustand bei -80° C lagern.

2.4. Proteinkonzentrationsbestimmung

Die Proteinkonzentrationsbestimmung erfolgt mittels des BCA-Protein-Assays genau nach

den Angaben des Herstellers.
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2.5. Elektrophorese

2.5.1. Isoelektrische Fokussierung mit Carrier Ampholyten

Die isoelektrische Fokussierung wird in 4 verschiedenen Formaten durchgefiihrt. Es gibt zum
einen Gele der Linge 20 cm und Gele der Linge 40 cm. Beide Gelldngen existieren wiederum
jeweils mit einem Durchmesser von 0,9 mm bzw. 1,5 mm. Die zum GieBen dieser Gele
verwendete Losung besteht aus 3,5 % (w/v) Acrylamid, 0,3 % (w/v) Bis., 9 M Harnstoff und
2 % (v/v) einer Ampholinmischung. Letztere setzt sich zusammen aus einem Anteil
Pharmalyte-Ampholinen pH 3.5-10.0 (Pharmacia, Uppsala, Schweden), einem Anteil
Servalyt® pH 2.0-11.0, 3 Anteilen Pharmalyte pH 4.0-6.5, 2 Anteilen Pharmalyte pH 5.0-8.0
und einem Anteil Pharmalyte pH 6.5-9.0. Genaue Angaben zur Herstellung der Losung
finden sich bei Klose '**. Die Zusammensetzung der Elektrophoresepuffer, die fiir die
Fokussierung verwendet werden, lautet wie folgt: Anodenpuffer (4,25 % (v/v) Phosphorsdure,
2 M Harnstoff), Kathodenpuffer (5 % (v/v) Ehylendiamin, 9 M Harnstoff, 5 % (w/v)
Glyzerin). Alle Losungen fiir die isoelektrische Fokussierung werden mit Millipore-Wasser
mit einem elektrischen Widerstand von 18,2 mQ hergestellt. Die diinnen 0,9 mm-Gele kénnen
mit einem maximalen Volumen von 12 pl Probeldsung beladen werden, wiahrend die dicken
1,5 mm-Gele ein maximales Volumen von 60 pl Probeldsung besitzen.

Die verschiedenen elektrischen Spannungen, die wéhrend einer isoelektrischen Fokussierung
angelegt werden, sind in einem programmierbaren Spannungsgerit eingespeichert und
betragen fiir 20 cm-IEF-Gele: 100 V 1 Stunde, 200 V 1 Stunde, 400 V 17,5 Stunden, 650 V 1
Stunde, 1000 V 30 Minuten, 1500 V 10 Minuten, 2000 V 5 Minuten. Fiir 40 cm-IEF-Gele
betragen sie: 100 V 1 Stunde, 300 V 1 Stunde, 1000 V 22,5 Stunden, 1500 V 30 Minuten,
2000V 10 Minuten.

Nach Beendigung der Fokussierung werden die Gele mittels eines 0,8 mm- bzw. 1,4 mm-
dicken Angelfadens aus der Glaskapillare in eine Equilibrierungslosung (125 mM Tris HCl
pH auf 6,8 eingestellt, 40 % (w/v) Glycerin, 65 mM DTT und 3 % (w/v) SDS) ausgestof3en,
aus der sie unmittelbar auf Plastiktrdger transferiert werden. Der Transfer der Gele erfolgt
mittels Glaspipetten. 20 cm-Gele werden in einem Stiick aus der Glaskapillare ausgestof3en,
wihrend 40 cm-Gele in 2 gleich grofle Stiicke halbiert werden. Auf den Plastiktrdgern lassen
sich die Gele dann lidngere Zeit bei -80° C lagern, alternativ kann man von diesen
Plastiktragern unmittelbar die SDS-PAGE-Gele beladen. Detaillierte Beschreibungen der

Werkzeuge und Techniken konnen bei Klose nachgelesen werden '>*.
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2.5.2. Isoelektrische Fokussierung mit Immobilinen

Die zweite Methode zur isoelektrischen Fokussierung, die im Rahmen dieser Arbeit
Anwendung findet, basiert auf der Verwendung von kommerziellen Polyacrylamidgelen, in
die durch die Verwendung unterschiedlich derivatisierter Acrylamidspezies ein
immobilisierter pH-Gradient (IPG) eingegossen wird. Die Methode basiert auf der Arbeit von
Bjellqvist et al. von 1982 ' und zihlt heute zu der haufigsten verwendeten IEF-Methode.

Fiir die isoelektrische Fokussierung mittels der IPGs werden 18 cm-Gele mit einem linearen
pH-Bereich von pH 3-10 bzw. 4-7 mit ca. 160 pg Proteinprobe in 340 pul Beladungspuffer (8
M Harnstoft, 2 % (w/v) CHAPS, 0,8 % (v/v) Pharmalyte 3—10, 20 mM DTT) gemischt und
zum Rehydrieren der dehydriert gelieferten IPG-Gele verwendet. Die Rehydratation erfolgt in
speziellen Keramikelektroden, unter Verwendung des IPGphor Spannungsgerites bei einer
leichten Spannung von sowohl 30 V als auch 60 V fiir jeweils 6 Stunden. AnschlieBend wird
ein Fokussierprogramm mit 500 V fiir 1 Stunde, 1000 V fiir eine weitere Stunde, einem
30miniitigen Gradienten auf 8000 V und zum Abschluss 8000 V fiir 3,5 Stunden
durchgefiihrt.

Nach Abschluss der Fokussierung werden die Gele in Plastikréhrchen zweimal mit je 10 ml
Equilibrierungspuffer (6 M Harnstoff, 30 % (w/v) Glyzerin, 2 % (w/v) SDS, 50 mM Tris-HCI
pH 8,8) fiir 10 Minuten inkubiert. Bei der ersten Inkubation werden dem
Equilibrierungspuffer 100 mg DTT zugesetzt, wihrend bei der zweiten Inkubation 400 mg
Iodacetamid zugesetzt werden. Nach diesen beiden Schritten sind die Gele fiir die weitere
Trennung auf den SDS-PAGE-Gelen bereit und konnen sofort verwendet oder aber fiir

langere Zeit bei -80° C gelagert werden.

2.5.3. SDS-PAGE

Die Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese wird in 23,2 cm x 30 cm x 0,75
mm bzw. x 1,5 mm Acrylamidgelen durchgefiihrt. Die Acrylamid-Konzentration betrigt 15 %
(w/v), wihrend die N,N’-Methylenbisacrylamid-Konzentration 0,2 % (w/v) betrigt. Die Gel-
Losung wird mit dem Standard-Laemmli-Puffer *° gepuffert. Ebenso wird der Standard-
Laemmli-Elektrodenpuffer fiir die Elektrophorese verwendet *°.

Die Elektrophorese findet bei 15° C statt; nach einer Einlaufphase bei 65 mA fiir 15 Minuten
folgt eine Trennphase bei 85 mA fiir ca. 5-6 Stunden. Nach dem Lauf werden die Gele in den
fiir die anschlieBende Farbung geeigneten Losungen auftbewahrt. Ndhere Beschreibungen der

fiir die SDS-PAGE verwendeten Gerite finden sich bei Klose .
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2.6. Farbungen

2.6.1. Silber-Farbung

In dieser Arbeit werden 3 verschiedene Silber-Farbung angewendet. Zum einen wird eine sehr

sensitive, Massenspektrometrie untaugliche, analytische Silber-Fiarbung eingesetzt. Sie basiert

1 1
50,5 1. 56.

auf der Farbung von Heukeshoven mit einigen Modifikationen nach Jungblut et a
Bei der zweiten eingesetzten Silber-Farbung handelt es sich um eine im Rahmen dieser Arbeit
entwickelte Modifikation der bereits erwidhnten analytischen Silber-Farbung. Ziel der
Modifikationen ist es, die analytische Silber-Féarbung fiir die Massenspektrometrie tauglich
werden zu lassen. Die dritte eingesetzte Silber-Farbung ist eine Massenspektrometrie

taugliche Silber-Farbung nach einem Protokoll von Shevchenko et al. 7.

2.6.1.1.  Analytische Silber-Farbung

Die analytische Silber-Féarbung beginnt mit dem Fixieren der Proteine direkt nach der SDS-
PAGE. Hierzu werden die Gele fiir mindestens 2 Stunden in einer 10 % (v/v) Essigsdure in
einer 50 % (v/v) Ethanollosung fixiert. Die Volumen der einzelnen Losungen betragen jeweils
1 1/Gel, die einzelnen Schritte erfolgen in Kunstoffwannen auf horizontalen Schiittlern.
Anschliefend werden die Gele fiir 2 Stunden in einer Inkubationslosung (41 g/l
Natriumacetat, 200 mg/l Natriumthiosulfat, 30 % (v/v) Ethanol, 20 ml/l Gluthardialdehyd)
inkubiert. Im Anschluss daran werden die Gele zweimal in Millipore-Wasser gewaschen,
bevor sie fiir 45 Minuten in einer 0,1 % (w/v) Silbernitratlosung mit 0,01 % (v/v)
Formaldehyd inkubiert werden. Die eigentliche Entwicklung der Silbergele erfolgt nach einer
einige Sekunden dauernden Millipore-Wasser-Spiilung und einer lminiitigen 2,5 % (wW/v)
Natriumcarbonat-Spiilung der Gele in der Entwicklungslosung (2,5 % (w/v) Natriumcarbonat,
0,02 % (v/v) Formaldehyd, 200 mg/l Thimerosal). Die Entwicklung dauert ca. 3—15 Minuten,
je nach pH-Wert der Entwickler-Losung. Gestoppt wird die Entwicklung in einer Stopp-
Losung (18,5 g/l Titriplex).

2.6.1.2. Massenspektrometrie kompatible Silber-Firbung

Die Gele werden auch bei dieser Silber-Farbung in einer 10 % (v/v) essigsdurehaltigen 50 %
(v/v) Ethanol-Losung fiir mindestens 1 Stunde fixiert. Ein entscheidender Unterschied zur
analytischen Firbemethode ist der Verzicht auf den Sensibilisierungs-Schritt mit der
Gluthardialdehyd-Losung. Gluthardialdehyd als Dialdehyd kann Proteine im Gel iiber seine

Aldehydgruppen miteinander vernetzen, was zum einen das Extrahieren der Peptide aus dem
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Gel erschwert und zum anderen die Bestimmung und Zuordnung der Peptidmassen im
Massenspektrometer nahezu unmoglich macht. Das Auslassen dieses Sensibilisierungsschritts
hat zur Folge, dass die anschlieBenden Waschschritte nicht in dem Umfang wie bei der
analytischen Silber-Farbung durchgefiihrt werden kdnnen. Daher wird nach dem Fixieren der
Proteine ein 15miniitiger Waschschritt in einer 30 % (v/v) Ethanol-Losung durchgefiihrt. Der
néchste Schritt besteht aus einer einminiitigen Inkubation der Gele in einer 0,01 % (w/v)
Natriumthiosulfat-Losung gefolgt von 2 einminiitigen Millipore-Wasser-Spiilungen. Hiernach
erfolgt eine Inkubation des Gels fiir 45 Minuten in einer 0,15 % (w/v) Silbernitrat-Losung.
Die Entwicklung verlduft dann nach demselben Schema wie die Entwicklung bei der

analytischen Silber-Farbung.

2.6.1.3.  Silber-Firbung nach Shevchenko ¥’

Die Fixierung erfolgt fiir 20 Minuten in 10 % (v/v) Essigsdure in 50 % (v/v) Methanol-
Losung, gefolgt von einem zehnminiitigen Waschschritt in 50 % (v/v) Methanol.
AnschlieBend werden die Gele fiir 1 Minute in 0,02 % (w/v) Natriumthiosulfat geschiittelt,
um dann zweimal 1 Minute mit Millipore-Wasser gewaschen zu werden. Die
Silberimprédgnation erfolgt fiir 20 Minuten in einer 0,1 % (w/v) Silbernitrat-Losung bei 4°C.
Die Gele werden dann zweimal jeweils fiir 1 Minute mit Millipore-Wasser gewaschen, bevor
sie in 0,2 % (w/v) Natriumcarbonat mit 0,04 % (v/v) Formaldehyd entwickelt werden. Férbt
sich der Entwickler nach einigen Sekunden gelblich oder triibe, wird er durch eine frische

Charge ersetzt. Die Entwicklung wird in einer 5 % (v/v) Essigsdure-Losung gestoppt.

2.6.2. Coomassie-Farbungen

Auch bei den Coomassie-Farbungen werden 2 verschiedene Farbungen angewand. Anders als
bei der Silber-Firbung sind beide Farbungen Massenspektrometrie tauglich. Der
entscheidende Unterschied beider Farbungen liegt in ihrer Sensitivitit. Die konventionelle
Methode '® ist zwar wesentlich schneller aber auch bei weitem weniger sensitiv als die mit

mehreren Firbetagen sehr zeitaufwendige kolloidale Coomassie-Farbung >,

2.6.2.1. Konventionelle Coomassie-R250-Fiarbung

Bei dieser Farbung werden die Proteine fiir 2 Stunden in 10 % (v/v) Essigsdure in 50 % (v/v)
Ethanol fixiert. Danach erfolgt der eigentlich Farbeschritt in einer 0,05 % (w/v) Coomassie-
R250-haltigen 10 % (v/v) Essigsdure in 50 % (v/v) Ethanol. Die Farbung erfolgt iiber Nacht
und wird durch eine mehrstiindige Entfirbung in 5 % (v/v) Methanol mit 12,5 % (v/v)
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Essigsdure beendet. Die Gele werden nach der Entfarbung fiir einige Zeit in Millipore-Wasser

gewaschen.

2.6.2.2. Kolloidale Coomassie-G250-Fiarbung

Die Fixierung bei dieser Firbung nach Doherty et al. '’

erfolgt mittels 2 % (v/v)
Phosphorsdure in 50 % (v/v) Methanol-Losung fiir mindestens 2 Stunden oder aber iiber
Nacht. Anschliefend werden die Gele in der Fiarbe-Losung, die 17 % Ammoniumsulfat und 2
% Phosphorsdure in 34 % (v/v) Methanol enthilt, fiir 1 Stunde equilibriert. Nach dieser
Stunde werden 0,66 g Coomassie G250 pro Liter Fiarbe-Losung zugegeben. Die Farbung kann
dann fiir bis zu 5 Tagen durchgefiihrt werden. In der Regel ist sie beendet, wenn die blaue
Coomassie-Losung wissrig-klar zu werden beginnt. Nach der Farbung werden die Gele in

Millipore-Wasser fiir 1 Stunde gewaschen.

2.6.3. Zink/Imidazol-Farbung

Bei dieser Farbung, die nach Castellanos-Sera et al. '® durchgefithrt wird, entfillt das
Fixieren der Gele génzlich. Die Gele werden direkt nach dem SDS-PAGE-Abbruch fiir einige
Sekunden in Millipore-Wasser geschiittelt, bevor sie fiir 15 Minuten in einer 0,2 M Imidazol,
0,1 % (w/v) SDS-Losung inkubiert werden. Nach dieser Inkubation werden die Gele fiir ca. 1
Minute in einer 0,3 M Zinksulfatheptahydrat-Losung geférbt. Triibt sich der Hintergrund der
Gelmatrix milchig, konnen die Gele in einem Millipore-Wasserbad gelagert werden. Fiir die
Féarbung der Gele nach dieser Methode eignen sich insbesondere dunkle oder farbige Wannen,
da sie eine verstarkte Kontrastierung der klaren Spots gegen den milchig weiflen Hintergrund
ermoglichen.

Die Zink/Imidazol-Férbung gilt als besonders Massenspektrometrie tauglich, da sie als
Negativfarbung, d.h. als Farbung, die den Hintergrund und nicht die Proteinspots farbt, nicht

modifizierend ist '®'.

2.6.4. Fluoreszenz-Farbungen

Auch bei den Fluoreszenz-Firbungen werden im Rahmen dieser Arbeit 2 verschiedene
Féarbungsansétze durchgefiihrt. Zum einen wird eine kommerziell erhiltliche Fluoreszenz-
Farbung durchgefiihrt, die zum gegenwartigen Zeitpunkt die groBte Verbreitung bei 2-DE-
Anwendungen findet. Es handelt sich hierbei um die Sypro®-Farbstoffe von Molecular Probes

162-164  Alternativ dazu wird ein luminiszenter Rutheniumfarbstoff, basierend auf einer
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Publikation von Rabilloud et al. '®

synthetisiert, der dhnliche Qualitdt wie der kommerzielle
Sypro®-Ruby-Farbstoff aufweisen soll. Der groBe Vorteil des selbst-synthetisierten Farbstoffs

ist sein relativ geringer Preis im Vergleich zu den sehr teuren kommerziellen Farbstoffen.

2.6.4.1. Sypr0®-Ruby-Fiirbung

Bei dieser Firbung, die nach einem Protokoll von Malone et al. durchgefiihrt wird '*°, werden
die Gele nach der SDS-PAGE fiir 1 Stunde in einer 30 % (v/v) Ethanol-, 10 % (v/v)
Essigsdure-Losung gewaschen. AnschlieBend wird dieser Puffer noch dreimal gewechselt und
die Gele werden jeweils fiir eine weitere Stunde inkubiert. Die Gele werden dann in dem
zehnfachen Volumen des Gels in der Sypro®-Ruby-Losung fiir mindestens 3 Stunden im
Dunklen — und ganz wichtig — in Polycarbon-Wannen geférbt. Die Farbung kann auch {iber
Nacht oder aber tiber mehrere Tage hinweg erfolgen, da sie eine Endpunkt-Féarbung ist und
dementsprechend kein ,,Uberfirbe-Effekt* zeigt. Nach der Fiarbung werden die Gele fiir
mindestens 30 Minuten in 30 % (v/v) Ethanol, 10 % (v/v) Essigsdure gewaschen. Die
Detektion der Spots kann in einem Laserscanner mit der Anregungswellenldngen 450 nm, 473
nm, 488 nm oder aber 532 nm erfolgen. Zur Kontrolle, ob die Farbung funktioniert hat, bzw.
zum Ausstechen von gefirbten Proteinspots ldsst sich aber auch ein herkémmlicher UV-
Transilluminator, wie er fiir Ethidiumbromid gefirbte DNA-Molekiile benutzt wird,

verwenden.

2.6.4.2. Ruthenium-Farbstoff-Synthese

Das Protokoll der Farbstoff-Synthese folgt der Publikation von Rabilloud et al. '®. Hierbei
werden 0,2 g Kaliumpentachloroaquoruthenat (K,ClsRuH,0) in 20 ml kochendem Wasser
unter Riickflusskiihlung geldst. Es entsteht eine rot-braune Losung.

Zu dieser Losung werden 3 M Bathophenantholinedisulfat-Natriumsalz zugegeben und fiir
weitere 20 Minuten unter Riickflusskiihlung gekocht. Hierbei entsteht eine Farbverdnderung
zu einer griin-braunlichen Losung, die mitunter schdumt.

Parallel dazu werden 15 ml einer 500 mM Natriumascorbat-Losung hergestellt, von der 5 ml
in die kochende griin-brdunliche Losung gegeben werden. Die Losung zeigt wieder einen
Farbumschlag und zwar diesmal hin zu einer orange-braunen Losung.

Nach Abkiihlen der Losung wird der pH mit Natiumhydroxyd auf pH 7 eingestellt und das
Volumen auf 26 ml aufgefiillt.
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Die Losung, die einer Molaritdt von ca. 20 mM hat, kann mehrere Monate im Kiihlschrank in

einem getonten, geschlossenen Gefal3 gelagert werden.

2.6.4.3. Ruthenium-Firbung

Diese Férbung basiert auf einem im Rahmen dieser Arbeit verdnderten Protokoll von
Rabilloud et al. '®. Hierbei werden die Proteine in einer 30 % (v/v) Ethanol-, 10 % (v/v)
Essigsdure-Losung iiber Nacht fixiert. AnschlieBend werden die Gele dreimal 20 Minuten in
20 % (v/v) Ethanol gewaschen, bevor sie fiir 3—6 Stunden in einer Farbe-Losung, die 100 nM
des synthetisierten Farbstoffs in 20 % (v/v) Ethanol enthélt (5 pl der Stamm-Ldsung in 11 des
Féarbepuffers), gefiarbt werden.

Zum Abschluss werden die Gele fiir mindestens 2 Stunden (je ldnger desto besser) in einer 30
% (v/v) Ethanol 10 % (v/v) Essigsdure-Losung inkubiert, bevor in einem Laserscanner mit der
Anregungswellenldnge 488 nm oder 532 nm Aufnahmen der Proteinspots gemacht werden
konnen. Dieser letzte Schritt, der im Originalprotokoll durch ein Waschen in Millipore-
Wasser ersetzt wird, ist von entscheidender Wichtigkeit, da der Farbstoff ohne den
Waschschritt im essigsauren Alkohol keine Fluoresszenz zeigt. Dariiber hinaus ist es bei der
Verwendung der Farbstoffstamm-Losung wichtig, nicht zuviel dieser Losung zu verwenden.
Andernfalls tritt eine sehr starke Hintergrundfiarbung auf, welche die Sensitivitdt stark
beeintrachtigt. In diesem Fall stimmt das Prinzip ,,viel hilft viel* nicht. Zur Kontrolle, ob die
Féarbung funktioniert hat, oder aber zum Ausstechen von gefarbten Proteinspots ldsst sich

auch ein herkdmmlicher UV-Transilluminator mit einer Wellenldnge von 506 nm verwenden.

2.7. Bildauswertung

Die Bildauswertung der 2-DE-Gele ist nach wie vor ein kritischer Punkt bei der
Proteomanalyse. Nach dem Ausprobieren mehrerer verschiedener Programme, fiel die Wahl
auf das Programm Z3 von Compugen (Tel Aviv, Israel). Dieses Programm, wie alle anderen
verwendeten Programme auch, erfiillt 2 grundlegende Funktionen, die fiir Proteomprojekte
von Bedeutung sind. Zum einen dient es der Proteinspoterkennung, inklusive Flachen- und
Farbungsintensitits-Berechnung (Quantifizierung des Spots). Zum anderen ist es in der Lage,
sowohl verschiedene 2-DE-Gele gegeneinander zu vergleichen und somit differentielle, d. h.
neu hinzukommende und verschwindende, als auch quantitav variierende Spots zu erkennen.
Beide Funktionen laufen bis zu einem gewissen Grad automatisiert ab, wobei man in den

meisten Fillen auf ein manuelles Nacheditieren nicht verzichten kann. Das bei diesem
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Programm verwendete Datenformat ist das Tif-Format. Zu diesem Zweck werden die Gele
auf einem Umax Mirage DIN A3-Scanner mit einer Auflosung von 150 dpi in Graustufen
gescannt.

Weiterfilhrende Informationen zur Funktionsweise des Programms und seines

Detektionsalgorithmus findet man bei Smilansky '’.

2.7.1. Spotdetektion

Die Spotdetektion mit Z3 erfolgt im automatischen Modus unter Verwendung der
automatischen Entfernfunktion von untypisch geformten oder untypisch gefiarbten Spots.
Dariiber hinaus werden die Werte fiir die minimal notwendige Spotfliche des Spots mit 20
Pixel angegeben, der minimal notwendige Kontrast des Spots betrdgt 9 und die
Wabhrscheinlichkeit der Richtigkeit der Bestimmung eines Spots wird mit 98 % festgesetzt.
Ein manuelles Nacheditieren, d. h. Entfernen falsch erkannter Spot, bzw. Hinzufligen nicht
erkannter Spots erfolgt unter Verwendung der Entfernen-, bzw. Hinzufiigen-Werkzeuge aus
dem Bearbeitungsmenu. Der Zeitaufwand fiir die akkurate Spoterkennung einer gut
getrennten und Silber geféarbten 2-DE-Probe auf einem 20 cm-Gel kann trotz der verwendeten
Software mit nach wie vor mindestens 3 Stunden veranschlagt werden und ist selbst dann
nicht 100 % vollstindig.

Die Ergebnisse der Spoterkennung konnen in einer Tabelle gespeichert werden und beinhalten
Parameter wie Spotnummer (ID), X- und Y-Koordinaten des Spots auf dem Gel, einen
quantitativen Wert fiir die Proteinmenge des Spots, die Spotfliche, den Spotkontrast und
fakultativ den pI Wert, das Molekulargewicht und Kommentare zum Protein. Ein detektiertes

und editiertes Gel und die korrespondierende Tabelle sind in Abb. 3 dargestellt.
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Abbildung 3: Darstellung der Spotdetektion und deren tabellarischer Verwaltung.

2.7.2. Vergleich von 2-DE-Gelen

Der qualitative Vergleich verschiedener 2-DE-Gele ist mit dem hier verwendeten Programm
Z3 relativ gut moglich. Das Prinzip der Visualisierung des Gelvergleichs beruht auf einer
Pseudofalschfarbeniiberlagerung. Hierbei werden die Proteinspots des einen Gels griin
eingefarbt, wiahrend die Proteinspots des anderen Gels in Violett eingefdrbt werden. Die
Abbildungen dieser beiden gefdrbten Bilder werden dann in einer neu generierten Abbildung
libereinander gelagert, wobei die Gele bei der ersten Ubereinanderlagerung nicht gleich zur
Deckung gelangen. Im folgenden Schritt werden ca. 3—-10 Referenzpunkte manuell
ausgewdhlt: Einander entsprechende Proteinspots werden also durch Ziehen des violetten
Proteinspots auf die Position des korrespondierenden griinen Proteinspots zur Deckung
gebracht. Nachdem ein Minimum an Deckung der beiden 2-DE-Proteinspotmuster erreicht
wurde, erfolgt ein automatisches Ausrichten der beiden Gele zueinander. Diese Ausrichtung
ist, ebenso wie die in 2.7.1. beschriebene Proteinspoterkennung, nicht perfekt und erfordert in
der Regel ein manuelles Nacheditieren.

Die Parameter, die bei dieser Art der Bildvergleiche angewendet werden, variieren von

Experiment zu Experiment und werden je nach Qualitit der Gele speziell angepasst.
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Die Ergebnisse des Gelvergleichs konnen in einer Tabelle gespeichert werden und beinhalten
Werte wie Spotnummer (ID), X- und Y-Koordinaten des Spots auf dem jeweiligen Gel, einen
quantitativen Wert fiir die Proteinmenge des einzelnen Spots und einen

Verhiltniskoeffizienten der verglichenen Spots zueinander.

2.8. Praparation der Mikrotiterplatten fiir den tryptischen Verdau

Die Boden der Reaktionsgefdfle von 96er Mikrotiterplatten werden entweder manuell mittels
Kaniilen oder aber automatisiert mithilfe eines im Max Planck Institut fiir molekulare Genetik
umgebauten Miniroboters zweimal durchlochert (Abb. 4). Diese Préparation der MTPs
ermoglicht im Folgenden den tryptischen Verdau der Proteine in den ausgestanzten

Gelstiicken mittels einer Durchflusszentrifugation in hochparalleler Weise.

Abbildung 4: Roboter fiir die Praparation der gelochten ,,Durchfluss*“-MTPs fiir den In-Gel-Verdau.

2.9. Ausstanzen von Proteinspots

Das Ausstanzen der gefirbten Proteinspots erfolgt auf 2 verschiedene Arten. Bei der ersten
Methode werden die Proteinspots, sofern es sich um eine geringe Anzahl handelt, manuell
mittels eines Ausstanzwerkzeugs (vgl. 2.9.1) ausgestanzt. Handelt es sich hingegen um eine
groBere Anzahl von Proteinspots, so werden diese mittels eines umgebauten

Dispensierroboters ausgestanzt (vgl. 2.9.2).

2.9.1. Manuelles Ausstanzen von Proteinspots

Das manuelle Ausstanzen der Proteinspots aus 2-DE-Gelen erfolgt mit einem Spotausstanzer,
der in etwa das Format eines Kugelschreibers besitzt und auf der Basis einer Eppendorfpipette
arbeitet (Abb. 5a). Bei dem Gelstanzer konnen durch das Heben und Senken des

Pumpenkolbens Luft oder aber Fliissigkeiten durch die zylindrische Ausstanzspitze
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eingesogen bzw. ausgestolen werden. Das Werkzeug besitzt 2 verschiedene Ausstanzspitzen
mit einem Innendurchmesser von 1 mm bzw. 2 mm (Abb. 5a). Diese Spitzen kénnen je nach

Grofe des Proteinspots variabel eingesetzt werden.

a

Abbildung 5: Manueller Spotausstanzer. (a) Gesamtansicht, (b) und (c) Ansicht beim Ausstanzen eines

Proteinspots.

Zum Ausstanzen der Proteinspots wird das Gel auf einem Plexiglastrager unter Wasser
gelagert (Abb. 5b, c), sodass beim Ansaugen der Gelstlicke zuerst ein wenig Fliissigkeit,
sodann das Gelstiick und schlieBlich erneut ein wenig Fliissigkeit angesaugt wird. Die

ausgestanzten Gelstiicke werden dann in die zweifach gelochten MTPs (vgl. 2.8.) gegeben.

2.9.2. Automatisiertes Ausstanzen von Proteinspots

Das automatisierte Ausstanzen der Proteinspots aus dem 2-DE-Gel erfolgt im Prinzip dhnlich
wie die manuelle Prozedur. Bei dem hierfiir eingesetzten Roboter handelt es sich um einen
Gilson Pipetierroboter, der von der Firma Bruker Daltonik so umgebaut wurde, dass er
anstelle des urspriinglichen Pipetierkopfes eine Ausstanzspitze besitzt. Mittels einer 50 pl
Hammiltonspritze wird Fliissigkeit bzw. Luft iiber die Ausstanzspitze, die einen

Innendurchmesser von 2,0 mm besitzt, angesaugt bzw. ausgesto3en.
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Abbildung 6: Ubersicht des automatischen Spotausstanzers. Der Scanner ist mit A gekennzeichnet. Der

Ausstanzkopf ist mit B und die MTP-Auflage mit C gekennzeichnet.

Wie in Abbildung 6 ersichtlich, wird das 2-DE-Gel, das vor Beginn des automatisierten
Ausstanzens fiir mindestens 1,5 Stunden in Wasser gequollen wird, auf einen umgebauten
A4-Flachbettscanner gelegt. Das 2-DE-Gel wird hierbei erneut unter Wasser gelagert und
dartiiber hinaus mit einem Metallrahmen iiber mindestens 2 Seitenkanten fixiert. Das Quellen
des Gels im Vorfeld des Scannens und das Lagern des mittels des Metallrahmen fixierten
Gels auf dem Scanner unter Wasser soll eine Grdéflenverdnderung des Gels durch
Austrocknung (Schrumpfen des Gels) oder aber fortgesetztes Quellen (Vergroferung des
Gels) vermeiden. Dies ist liberaus wichtig, da sich mit jeder GroBenveranderung des Gels
auch die Positionen (Koordinaten) der Proteinspots verdndern und der Ausstanzer im
Folgenden fehlerhaft ausstanzen wiirde.

Mit dem Scanner wird dann ein digitalisiertes Bild (Tif-Format) des 2-DE-Gels
aufgenommen, das aufgrund der kalibrierten Position des Scanners im Koordinatensystem des
Roboters ebenfalls in das kalibrierte System eingefiihrt wird. Das bedeutet, dass man jetzt
mittels eines Spoterkennungsprogramms die Koordinaten der einzelnen Proteinspots auf dem
im Koordinatensystem des Roboters gescannten 2-DE-Gels bestimmen kann. Anhand dieser
Koordinaten fahrt der Ausstanzkopf des Ausstanzers jeweils die einzelnen Proteinspots an
und stanzt sie dhnlich wie bereits fiir das manuelle Werkzeug beschrieben (vgl. 2.9.1) aus. Die
ausgestanzten Gelstiicke werden abschlieend in den doppelt gelocherten MTPs deponiert
(vgl. 2.8).

Die Koordinaten, eine Spotnummer, eine MTP-Nummer und eine MTP-Position werden
automatisch in einer Tabelle gesammelt, wodurch sich direkt eine Dokumentation des
Ausstanzvorgangs samt aller Informationen zu Herkunft und Verbleib des Gelstiicks anlegen

lasst. Diese Dokumentation ist insofern wichtig, als sie ermdglicht, im Folgenden erfasste
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Massenspektrometriedaten einer bestimmten MTP einem Satz bestimmter Proteinspots auf

dem 2-DE-Gel zuzuordnen.

2.10. Herstellung und SDS-PAGE von Proteinstandards

Fiir die systematische Evaluierung des tryptischen In-Gel-Verdaus wird eine 10 uM Protein-
Mischung aus 4 Dbekannten Proteinen hergestellt. Diese Mischung besteht aus
Rinderserumalbumin (66 kDa), carbonischer Anhydrase (29 kDa), Myoglobin (17,8 kDa) und
Lysozym (14,3 kDa). Zum Zweck des In-Gel-Verdaus werden jeweils SDS-PAGE-Gele
hergestellt, welche dieselbe Zusammensetzung wie die SDS-PAGE Gele der zweiten
Dimension bei der 2-DE-Prozedur aufweisen. Die Gele werden mit 10 pl Protein-Losung in
10 pl eines SDS-Laufpufters (62,5 mM Tris-HCI, 2 % (w/v) SDS, 20 mM DTT und eine Spur
Bromphenolblau) beladen, d.h. einer Menge von 6,7 pg Rinderserumalbumin, 2,9 pg
carbonischer Anhydrase, 1,78 pg Myoglobin und 1,43 pg Lysozym pro Protein-Bande. Aus
den jeweiligen Protein-Banden, die mit unterschiedlichen Férbungen visualisiert werden
konnen, werden dann unter Verwendung des manuellen Spotausstanzers (vgl. 2.9.1)
Gelstiicke ausgeschnitten die sich fiir die experimentelle Evaluierung neuer In-Gel-Verdau-

Protokolle verwenden lassen.

2.11. Tryptischer In-Gel-Proteinverdau

Das Ziel der Prozedur des tryptischen In-Gel-Verdaus ist zum einen, das Protein im Gelstiick
von storenden Chemikalien, die wihrend der 2-DE und der Farbung gebunden haben und die
nachfolgende Peptidmassen-Fingerabdruck-Analyse stéren wiirden, durch verschiedene
Waschschritte zu entfernen. Die zweite wichtige Aufgabe besteht darin, das intakte Protein,
das mittels 2-DE getrennt wurde, in definierte Peptide zu zerschneiden und diese dann einer
Peptidmassen-Fingerabdruck-Analyse zuzufithren. Das Zerschneiden der Proteine erfolgt
unter Verwendung einer Protease, die N-terminal oder C-terminal von bestimmten
Aminosduren die Spaltung von Peptidbindungen von Proteinen durch eine Hydrolyse
katalysiert. In den meisten Féllen wird hierzu die Protease Trypsin verwendet, welche die
Peptidbindung C-terminal der Aminoséuren Lysin und Argenin trennt, insofern die folgende
Aminoséure nicht Prolin ist. Beide Ziele lassen sich dadurch erreichen, dass die ausgestanzten
Gelstiicke mit verschiedenen Puffern und Lésungen gewaschen und inkubiert werden. Die
Applikation und das Entfernen dieser Fliissigkeiten sollte moglichst in automatisierter bzw.

hochparalleler Form durchgefiihrt werden. Dies macht es einerseits notwendig, Roboter zur
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Verfiigung zu haben, die in der Lage sind, Fliissigkeiten kontakt- und kontaminationsfrei zu
applizieren. Andererseits ist es unerlésslich, die Fliissigkeiten wieder moglichst kontakt- und
kontaminationsfrei zu entfernen. Fiir die Fliissigkeitsapplikation steht ein im Max Planck
Institut fiir molekulare Genetik konzipierter und gebauter Mini-Dispensierer zur Verfiigung.
Dieser Mini-Dispensierer ist in der Lage, kleinste Volumina iiber 8 unterschiedliche Diisen
mit regulierbarem Druck kontaktfrei in MTP verschiedenster Formate zu befiillen.

Fiir das Entfernen der Fliissigkeiten wurde ein MTP-Durchflusssystem in Sandwichbauweise
entwickelt, das erlaubt, die Fliissigkeiten aus den einzelnen Reaktionsgefdllen durch einfache
Zentrifugation zu entfernen. Der Aufbau dieses Sandwiches ermoglicht, dass man unter die
doppelt gelocherte MTP (vgl. 2.8) eine geldcherte Trennplatte legt, die einen Abstand
zwischen dem Boden der zweifach gelocherten, Gelstiick tragenden und der folgenden, die
Fliissigkeit auffangenden MTP gewihrleistet. Diese 3 Teile werden in eine stabilere MTP
gestellt, die der Stabilisierung des Sandwiches fiir die Abzentrifugation der verschiedenen
Fliissigkeiten dient. AbschlieBend wird ein Deckel auf die oberste durchlocherte MTP gelegt,

der vor Staub und anderen Kontaminationen schiitzt.

2111, Protokoll des tryptischen In-Gel-Verdaus

Das Protokoll fiir den tryptischen Verdau verschieden gefiarbter Proteinspots stimmt im
Grunde genommen fiir die unterschiedlich gefarbten 2-DE-Gelspots iiberein. Es unterscheidet
sich lediglich in den ersten Schritten, d. h. im Entfernen der verschiedenen Farbstoffe aus dem
Gelstiick und in dem anschlieBenden Waschschritt des Gelstlicks. Die folgenden Schritte, bei
denen die Schwefelwasserstoffgruppen von Cysteinen reduziert und anschlieend alkyliert
werden, und der abschlieBende tryptische Verdau sind fiir alle unterschiedlich gefarbten
Gelspots identisch.

Der Zentrifugationsschritt, der zum Entfernen der Fliissigkeit und Puffer durchgefiihrt wird,
dauert 2 Minuten und wird mit 700 g durchgefiihrt. Er erfolgt, wenn auch nicht explizit in

jedem Schritt erwdhnt, jedes Mal, bevor eine neue Losung auf das Gelstiick appliziert wird.

2.11.1.1. Entfirbung von Silber gefirbten Proteinspots

Zum Entfarben der Silber gefarbten Gelspots wird das reduzierte (schwarz-braune) Silber der
Gelspots mittels einer 5 % (v/v) Wasserstoffperoxyd-Losung reoxydiert, wodurch der Gelspot

wieder klar und durchsichtig wird.
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Zu diesem Zweck werden 75 pl einer 5 % (v/v) Wasserstoffperoxyd-Losung mit dem
Minidispenser pro Gelstiick appliziert. Die zehnminiitige Inkubation wird abgebrochen,
sobald der letzte Gelspot keine brdunliche Farbe mehr zeigt. Der Abbruch der Inkubation
erfolgt durch Abzentrifugation der Losung. AnschlieBend wird das Gelstlick zweimal mit je
75 ul HPLC Wasser gewaschen, bevor das Gelstiick noch einmal in 75 pl 50 % (v/v) Ethanol,
50 mM Ammoniumhydrogencarbonat fiir 15 Minuten gewaschen wird. Zum Abschluss wird

das Gelstiick in 75 pl 100 % (v/v) Ethanol fiir 10 Minuten dehydriert.

2.11.1.2. Waschen von Silber gefirbten Proteinspots ohne Entfirbung

Silber gefdrbte Proteinspots, die vor dem tryptischen Verdau nicht entfarbt werden, werden
zweimal fir 20 Minuten in 75 pl 50 % (v/v) Ethanol, 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat
gewaschen. Zwischen den beiden Ethanol-Waschschritten werden die Gelspots einmal fiir 10
Minuten in 75 pl HPLC-Wasser gewaschen. Zum Abschluss werden die Gelstiicke erneut fiir
10 Minuten in 75 pl 100 % (v/v) Ethanol dehydriert.

2.11.1.3. Entfarbung von Coomassie gefiarbten Proteinspots

Coomassie gefarbte Proteinspots werden zweimal fiir 30 Minuten in 75 pul 50 % (v/v) Ethanol,
50 mM Ammoniumhydrogencarbonat entfarbt, bevor sie fiir 10 Minuten in 75 pl 100 % (v/v)
Ethanol dehydriert werden.

2.11.1.4. Waschen von Zink/Imidazol und Fluoreszenz gefirbten Proteinspots

Zink/Imidazol als Negativfarbung, muss ebenso wie die schwach modifizierten Fluoreszenz
gefdarbten Proteinspots in erster Linie gewaschen und nicht entfiarbt werden. Zu diesem Zweck
werden die Gelstiicke jeweils fiir 10 Minuten in 75 ul 50 % (v/v) Ethanol, 50 mM
Ammoniumhydrogencarbonat gewaschen. Sodann folgt ein 20miniitiger Waschschritt in 75 pl
HPLC-Wasser. Danach werden die Spots noch einmal fiir 10 Minuten in 75 ul 50 % (v/v)
Ethanol, 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat gewaschen, bevor sie in 75 pl 100 % (v/v)
Ethanol fiir 10 Minuten dehydriert werden.
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2.11.1.5. Reduktion der Disulfidbriicken

Nachdem die Farbstoffe weitestgehend entfirbt und andere stdrende Reagenzien
ausgewaschen wurden, erfolgen diejenigen Schritte, die fiir alle unterschiedlich gefirbten
Gelspots iibereinstimmen.

Die Reduktion der Disulfidbriicken zwischen den verschiedenen Cysteinen wird durch eine
Inkubation des dehydrierten Gelstiicks in 10 pl eines 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat-
Puffers (pH 8) mit 10 mM DTT fiir 60 Minuten bei 37° C durchgefiihrt. Zu diesem Zweck
werden die MTPs in eine Plastikbox gestellt, die mit feuchten Papiertiichern ausgelegt ist.
Diese Feuchtkammer sorgt dafiir, dass die Verdunstung von Puffer aus den MTPs vermindert
wird. Nach 60 Minuten wird die DTT-Losung abzentrifugiert und die Gelstiicke werden
erneut in 75 ul 100 % (v/v) Ethanol fiir 10 Minuten dehydriert.

2.11.1.6. Alkylierung der Cystein tragenden Peptide

Die freien Schwefelwasserstoff-Gruppen der Cysteine werden im néchsten Schritt mittels 10
ul einer 50 mM lodacetamid-Losung, die mit 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat auf pH 8
gepuffert wird, durchgefiihrt. Das rehydrierte Gelstiick wird in dieser Losung fiir 30 Minuten
bei Raumtemperatur im Dunkeln inkubiert. Anschlieend werden die Gelstiicke in 75 pl einer
50 mM Ammoniumhydrogencarbonat gepuffertem 50 % (v/v) Ethanol-Losung fiir 10
Minuten gewaschen, bevor die Gelstiicke mit 75 pl 100 % (v/v) Ethanol fiir 15 Minuten
dehydriert werden. Das iiberschiissige Ethanol wird zweimal fiir 2 Minuten abzentrifugiert.
Die MTPs werden abschlieBend zum Abdampfen des restlichen Ethanols fiir 10 Minuten mit

geoffnetem Deckel in eine Vakuum-Zentrifuge gestellt.

2.11.1.7. Tryptischer Verdau der Proteine

Bevor der Verdaupuffer aufdispensiert wird, werden die MTPs, die sich unter den Gelstiick
tragenden MTPs befinden, durch saubere MTPs ersetzt. Der eigentliche tryptische Verdau
erfolgt in 8 pl eines 50 mM Ammoniumhydrogencarbonat-Puffers (pH 8), in dem 15 ng/ul
Trypsin gelost sind. Als Néchstes werden die MTPs mit den rehydrierten Gelstiicken erneut in
die Feuchtkammerbox gestellt und fiir mindestens 4 Stunden oder aber iiber Nacht bei 37° C

inkubiert.
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2.11.1.8. Extraktion der tryptischen Peptide

Der tryptische Verdau wird durch Zugabe von 8 pl einer 0,5 % (v/v) Trifluoressigsdure-
Losung, die 2 mM des Detergens n-Octylglycopyranosid enthilt, abgestoppt. Die Gelstlicke
inkubieren noch weitere 60 Minuten in der Stopp-Losung und werden dann in die saubere
MTP abzentrifugiert.

Diese Losung beinhaltet jetzt die Peptide und kann sofort auf den MALDI-Probenteller

prépariert oder aber bei -20°C gelagert werden.

2.12. Matrixpéparation fiir die MALDI-MS

Die Wahl der Matrix und die dazu passende Probenpréparation bestimmen den Erfolg der
anschlieBenden Analyse mittels MALDI-MS. MALDI-Matrices sind in der Regel, mit
wenigen Ausnahmen, bei Raumtemperatur feste organische Sduren mit einem aromatischen
Ringsystem. Zu den Aufgaben einer Matrix zdhlt einerseits, Analytmolekiile in ein
wachsendes Matrixkristallgitter einzubetten. Zu diesem Zweck betridgt das quantitative
Verhiltnis von Matrix zu Analyt bei einer MALDI-Préparation ca. 1000 bis 10.000 zu 1. Der
hohe molare Uberschuss sorgt dafiir, dass die einzelnen Analytmolekiile weitestgehend
isoliert im Kristallgitter vorliegen.

Andererseits soll die Matrix ermdglichen, dass ein Grofiteil der Laserenergie des UV-Lasers
(in der Regel ein Stickstoff Laser mit einer Wellenldnge von 337 nm) absorbiert wird. Diese
Energieaufnahme resultiert in einer explosionsartigen Expansion der festen Matrix und der
darin eingebetteten Analytmolekiile in die Gasphase. Diese hochenergetische Expansion der
Matrix wird als Grundlage fiir die folgende lonisation der Analytmolekiile durch die Matrix
gehalten .

Im Folgenden werden einige der géngigen Préparationsmethoden aufgezihlt, die im Rahmen

dieser Arbeit zum Einsatz kamen.

2121. ,Dried-droplet“-Praparationsmethoden fiir MALDI-Matrices

Die urspriingliche MALDI-Matrix-Priparation ist die 1988 von Hillenkamp und Karas als
,getrockneter Tropfen (,.dried-droplet) eingefiihrte Methode ®°. Hierbei wird die Peptid-
Probe mit der Matrix-Ldsung gemischt und auf dem Probenteller aufgetragen. Im Folgenden
lasst man die Fliissigkeit vollstindig verdampfen, sodass die Matrix zusammen mit den

Peptidmolekiilen auf dem Probenteller auskristallisiert. Die so gewonnenen Kristalle zeigen
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leider hdufig ein inhomogenes Erscheinungsbild, das die massenspektrometrische Analyse

schwierig gestaltet.

2.12.2. Matrixpraparation auf dem Anchor Chip-Probenteller

Die zweite in der vorliegenden Arbeit zur Matrixpriaparation verwendete Methode basiert auf
der , fast-evaporation“-Methode von Vorm et al. '®®. Bei dieser Methode wird die Matrix in
einem schnell verdampfenden Losungsmittel (in der Regel Aceton) gelost. Im Unterschied zur
»dried-droplet”-Methode, wo Peptidprobe und Matrix in fliissiger Form gemischt werden,
wird bei der ,fast-evaporation“-Methode die Matrix zundchst auf den Probenteller
aufgetragen und auskristallisiert. Erst dann erfolgt die Probenapplikation auf die bereits feste,
kristalline Matrix. Das Ergebnis dieser Praparationsmethode ist eine schnelle und dariiber
hinaus sehr homogene Kristallisation der Matrix. Ein weiterer Vorteil der ,.fast-evaporation*-
Methode gegeniiber der ,,dried-droplet“-Methode besteht darin, dass die applizierte Probe bei
dieser Methode lediglich auf der Matrix-Oberflache konzentriert aufgetragen wird. Man findet
also den Haupanteil der Peptide innerhalb einiger weniger nm an der Matrixoberfldche,
wihrend die Peptide bei der ,.dried-droplet“-Methode iiber den gesamten Matrixbereich
verteilt sind. Dementsprechend erreicht man mit der ,fast-evaporation“-Methode eine
wesentlich hohere Nachweisempfindlichkeit, die bis in den attomolaren Bereich reicht ',
Basierend auf diesem Prinzip wurde am Max Planck Institut fiir molekulare Genetik, in
Kooperation mit der Firma Bruker Daltonik ein neuer Probenteller entwickelt, der den Vorteil
der sehr homogenen Matrixpriparation mit einer extrem hohen Ortsgenauigkeit der Proben
tragenden Matrix verbindet'®.

Dieser spezielle Probenteller besteht aus einer Edelstahlplatte im MTP-Format, die mit einer
hydrophoben Schicht versehen ist. In diese hydrophobe Oberfliche werden im 384er MTP-
Raster Positionen der hydrophoben Oberfliche entfernt, sodass hydrophile Metallanker
entstehen. Appliziert man eine Matrix-Losung auf einen solchen Anker, verdunstet das
Losungsmittel nach und nach, wobei eine Konzentration der Losung auf den 200, 400 oder
600 um groBen hydrophilen Anker stattfindet .

Bei dieser Matrixpraparation werden 200 pl einer gesattigten a-Cyano-4-hydroxyzimtséure-
Losung in 90 % (v/v) Aceton und 10 % (v/v) einer 0,5 % (v/v) TFA-Losung mittels eines

Teflonstabchens mit 2 kleinen Abstandhaltern auf dem Probenteller verteilt. Diese Prozedur

ermoglicht die schnelle und gleichmiBige Préparation von bis zu 384 Analyt-Proben ',
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2.123. a-Cyano-4-hydroxyzimtsaure

. . . . 171
Diese Matrix, die erstmals von Beavis '

vorgestellt wurde, gehdrt heute zu den am
haufigsten flir Peptid-Massen-Fingerabdriicke eingesetzten MALDI-Matrices. Wie in
Abschnitt 2.12.2. bereits beschrieben, wird die Diinnschicht mit einer geséttigten HCCA-
Losung in 90 % (v/v) Aceton 10 % (v/v) einer 0,5 % (v/v) TFA-Losung hergestellt. Fiir die
»dried-droplet“-Praparation wird eine 20 mg/ml HCCA-L6sung in 90 % (v/v) Aceton 10 %
(v/v) einer 0,5 % (v/v) TFA-Losung hergestellt.

Als Alternative zu der HCCA-Diinnschichtpraparation wurde im Rahmen dieser Arbeit eine
HCCA-Matrix Priparation mit Nitrocellulose (NC) als Additiv verwendet. NC ist dafiir
bekannt, dass sie Kontaminationen in der Probe unterdriickt und somit ,,sauberere
Massenspektren erzeugt 2. Zu diesem Zweck wird eine 90 % (v/v) Aceton 10 % (v/v) einer
0,5 % (v/v) TFA-Losung hergestellt, die 4 zu 1 mit einer 50 % (v/v) Aceton 50 % (v/v)
Isopropanol-Losung gemischt wird, in der 15 mg/ml NC geldst werden. In dieser 4 zu 1
gemischten Losung wird HCCA zur Sittigung im Ultraschallbad gelost. Die ungeloste HCCA
wird abzentrifugiert und von dem Uberstand werden 200 pl auf dem Anchor Chip-
Probenteller (vgl. 2.12.2) verteilt.

212.4. 2,5-Dihydroxybenzoesaure (DHB oder Gentinsaure)

DHB, erstmals eingefiihrt von Strupat, Karas und Hillenkamp '7, gilt als eine gut geeignete
Matrix fiir Peptid-Fingerabdriicke. Sie wurde in einer Konzentration von 10 mg/ml bzw. 20

mg/ml in 50 % (v/v) Acetonitril 50 % (v/v) einer 0,1 % (v/v) TFA hergestellt.

2.12.5. Trans-3,5-dimethoxy-4-hydroxybenzoesaure (SA oder
Sinapinsaure)

174, wird in einer

SA, die erstmals als Matrix von Beavis und Chait vorgestellt wurde
Konzentration von 20 mg/ml in 70 % (v/v) Acetonitril 30 % (v/v) einer 0,1 % (v/v) TFA-
Losung hergestellt. SA ist sowohl fiir die Analyse von Peptiden als auch fiir die Messung von

intakten Proteinen geeignet.
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2.13. Probenpréparation fiir die MALDI-Massenspektrometrie

2.13.1. Praparation von Peptiden auf dem Anchor Chip-Probentellern

Fir diese Priparation, die auf den 384er Anchor Chip-Probenteller mit einem
Ankerdurchmesser von 400 pm durchgefithrt wird, wird ein 96-Spitzen-Pipetierroboter
verwendet. Diese Methode orientiert sich an der bereits publizierten Methode von Nordhoff et
al. ', Der verwendete Roboter ist in der Lage, Fliissigkeiten mit Volumina von 0,5 pl bis 10
ul zu pipetieren. Da er iliber keine automatische Pipetierspitzen-Wechselfunktion verfiigt,
muss dies zwischen den einzelnen Pipetierschritten, sofern nétig, manuell durchgefiihrt

werden.

Abbildung 7: (a) Pipetierroboter beim Beladen eines Anchor Chip-Probentellers. (b) Beladener Anchor Chip-

Probenteller.

Nachdem die Anker des Probentellers wie in 2.12.2 beschrieben mit der Matrix beschichtet
wurden, werden jeweils 96mal 1,2 ul Peptid-Losung pro MTP aufgesogen, wovon 1 pul
jeweils auf einen Anker transferiert wird (Abb. 7a). Diese Prozedur kann pro Anchor Chip-
Probenteller bis zu viermal wiederholt werden, wobei die Probenapplikation hierbei auf 4
ineinander verschachtelte Quadranten a 96 Anker vollzogen wird. Diese quadrantenweise
Beladung des Probentellers resultiert aus dem halbierten Abstand der Positionen des 384er
MTP-Formats im Vergleich zu den Abstdnden der Positionen im 96er MTP-Format. Nachdem
die Probe aufgetragen wurde (Abb. 7b), wartet man ca. 30 Minuten, bis die Fliissigkeit
vollstidndig verdampft ist. Als Néchstes folgen 2 Waschschritte mit 0,1 % (v/v) TFA. Hierbei
werden aus einer MTP 5 ul der Waschlosung pro Probe aufgesaugt, wovon jeweils 3,5 ul pro
Anker dreimal auf- und abpipetiert werden. Nach dem Waschen der Anker wird der

Probenteller mit Druckluft abgeblasen und ist bereit fiir die Messung im Massenspektrometer.

2.13.2. Praparation von intakten Proteinen

Intakte Proteine werden in einer gesittigten SA-Ldsung in 70 % (v/v) Acetonitill und 30 %

(v/v) einer 0,1 % (v/v) TFA-Losung prépariert. Die Priparation erfolgt nach der ,dried-
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droplet“-Methode, wobei 0,8 ul Protein-Losung mit 0,6 pl der Matrix-Losung auf dem
Probenteller gemischt werden. Nachdem das Losungsmittel verdampft ist, kann die Probe im

Massenspektrometer bevorzugt im linearen Modus gemessen werden.

2.14. MALDI-TOF-MS

2141. Messung von Peptiden und Proteinen

Zur Analyse und Identifikation tryptischer Peptide und intakter Proteine werden im Rahmen
dieser Arbeit 2 unterschiedliche MALDI-Massenspektrometer eingesetzt. Zum einen ein
Bruker Reflex III Massenspektrometer, in welchem eine SCOUT 384-Ionenquelle verwendet
wird. Zum anderen wird ein Bruker Autoflex Massenspektrometer verwendet, das ebenfalls
eine SCOUT 384 Ionenquelle besitzt. Zur Aufnahme von Peptidmassen-Fingerabdruck-
Massenspektren wird sowohl das Reflex III- als auch das Autoflex-Massenspektrometer
jeweils im Reflektor-Modus verwendet. Fiir die Aufnahme von Massenspektren intakter
Proteine hingegen wird ausschlieBlich das Autoflex-Massenspektrometer im linearen Modus

verwendet. Die verwendeten Messparameter und Spannungen sind in der folgenden Tabelle 1

aufgelistet.
Relex Il Reflektor - Autoflex Reflektor- Autoflex linearer
Modus Modus Modus
Beschleunigungsspannung
gesamt 25 kV 19 kV 20 kV
Beschleunigungsspannung 1 20.1 kV 16.4 kV 17.3 kV
lonenlinsenspannung 12.3 kV 8 kV 8.3 kV
Reflektorspannung 28.7 kV 20 kV 0 kv
Reflektor-Detektorspannung 1.76 kV 1.695 kV 0 kV
Lineare Detektorspannung 0 kV 0 kV 1.56 kV
Laserfrequenz 10 Hz 20 Hz 20 Hz
Attenuator Einstellung 88 % 22 % 31%
Deflektorspannung 2 kV 2 kv 0 kv
Cut off Masse 400 m/z 650 m/z 5000 m/z
Delayed Extraction Zeit 75ns 140 ns 0ns

Tabelle 1: Ubersicht der verwendeten Messparameter der MALDI-Massenspektrometer.

Die Datenaufnahme erfolgt mit einem Sun Ultra Computer unter Zuhilfenahme der XACQ

Software von Bruker in der Version 4.0.
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2.15. Kalibrierung und Auswertung der Massenspektren

2.15.1. Herstellung der PPG-Losung

Die PPG-Polymer-Standards, die fiir die Kalibrierung der Massenspektren verwendet werden,
setzen sich aus einer Mischung von 3 unterschiedlichen Polymer-Losungen zusammen. Diese
beinhalten die Polypropylenpolymere mit Massen von 53 u bis zu 1000 u (PPG 1000), von
1000 bis 2000 u (PPG 2000) und von 1000 u bis zu 2700 u (PPG 2700). Diese Polymer-
Losungen werden in 99 % (v/v) Aceton 1 % (v/v) 0,1 % TFA 1 zu 1000 verdiinnt. Diese
Verdiinnungen werden dann im Verhéltnis 1:2:3 (PPG 1000: PPG 2000: PPG 2700) gemischt
und in 10 pl Portionen aliquotiert. Zu jedem Aliquot werden einige Kristalle Natriumchlorid
zugegeben um bevorzugt Natrium Kationionisation der PPG-Molekiilionen zu erhalten. Die

Aliquots konnen in dieser Form bei -20° C fiir mehrere Monate gelagert werden.

2.15.2. Kalibrierung der Massenspektren

Die Kalibrierung der Massenspektren der tryptisch verdauten Proteine erfolgt unter

Zuhilfenahme der extern gemessenen PPG-Spektren (Abb. 8).
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Abbildung 8: Massenspektrum eines externen PPG-Kalibranten.
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Hierzu werden je nach Massenspektrometer bis zu 58 monoisotoptische Massensignale des
PPG-Kalibranten im Bereich zwischen 737.50 Da und 4045.89 Da markiert und dann anhand
einer Zweipunkteichung kalibriert.

Die automatische Ermittlung und Markierung der monoisotopischen Peaks erfolgt mittels des
SNAP-Algorithmus in dem Programm XMASS Version 5.1.2 der Firma Bruker Daltoniks.
Die Messwerte der PPG-Zweipunkteichung werden sodann als Messwerte flir eine externe
Kalibrierung der ebenfalls durch den SNAP-Algorithmus ermittelten und markierten
monoisotopischen Peaks der tryptischen Peptidspektren verwendet.

In einem folgenden Schritt werden fiir das PPG-Spektrum in einem speziellen Programm
Differenzen zwischen den gemessenen und den theoretisch erwarteten Flugzeiten berechnet,
anhand derer eine Korrekturfunktion fiir die Massenflugzeiten im Massenspektrometer
berechnet wird. Diese Korrekturfunktion spiegelt massenspektrometerimmanente,
systematische Ungenauigkeiten der Messung wider und wird daher in einem folgenden Schritt
auf alle Peptidmassenspektren angewandt.

In einem letzten Schritt wird unter Verwendung des gleichen Programms anhand
autoproteolytischer Peptidmassen des Trypsins, die bei einem tryptischen Verdau mit diesem
Enzym stets vorhanden sind, eine interne Zweipunktkalibrierung der Spektren durchgefiihrt.
Die so kalibrierten Daten werden in einer neuen Datei gespeichert und konnen somit einer
Datenbanksuchmaschine zuginglich gemacht werden. Detailliertere Informationen zur
Funktionsweise der PPG-Kalibrierung und des Kalkulationsprogramms kann man bei Gobom

et al. finden "%

2.16. Identifikation der Proteine

Die Identifikation der Proteine anhand der kalibrierten Peptidmassen aus den
Peptidfingerabdruck-Massenspektren erfolgt unter Verwendung des
Datenbanksuchprogrammes Mascot (Version 1.8) '”’. Hierzu werden die Massen aus den
kalibrierten Massenspektren gegen die Massen der virtuell im Computer verdauten
Peptidmassen verglichen. Dabei werden verschiedene Proteindatenbanken wie die
Arabidopsis thaliana-Proteindatenbank von TAIR (http://www.arabidopsis.org/), die NCBI nr
Datenbank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/entrez/query.fcgi?db=Protein), wie auch die
Arabidopsis thaliana-Proteindatenbank vom MIPS (http://mips.gsf.de/proj/thal/db/)
verwendet. Die Ergebnisse des Vergleichs werden auf einer HTML-basierten Ergebnisseite
dargestellt, die sich als Datei speichern lasst. Der Wert, der die Identifikation eines Proteins

festlegt, ist der so genannter Scorewert. Dieser Scorewert setzt sich aus verschiedenen
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Parametern wie Anzahl, Intensitdt und Massenabweichung der iibereinstimmenden
Peptidmassen, Anzahl der zur Datenbanksuche zugelassenen Peptidmassen und Anzahl der
zugelassenen Massenmodifikationsmdglichkeiten zusammen. Letztlich ist dieser Score also
ein Indikator fiir die Wahrscheinlichkeit der Richtigkeit der Identifikation des Proteins. Bei
der Mascot Suchmaschine gilt ein Protein ab einem Scorewert von 59 als moglich
identifiziert. Je hoher dieser Wert jedoch ist, desto hoher ist die Wahrscheinlichkeit seiner

Richtigkeit.
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