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Praktikumsordnung 
 

a.) Einteilung des Praktikums: Das Praktikum besteht aus drei Versuchen und einer 
mündlichen Prüfung. Die Versuche werden in den Praktikumsräumen der Biophysik, Bau 
76 durchgeführt. Das Praktikum des WS 2004 beginnt Donnerstag, den 29.01.04 und 
endet mit der Prüfung am 13.02.04. 
Die Teilnehmer werden in einer Vorbesprechung (s. Aushang) in die jeweiligen Gruppen 
eingeteilt. Einteilung und Terminplan für die einzelnen Versuche werden danach durch 
Anschlag an den Praktikumsräumen bekannt gegeben. 
 
 

b.) Versuchsdurchführung: Jeder Versuch, der in mehrere Aufgaben unterteilt ist, sollte zu 
Hause an Hand des Skriptums vorbereitet werden. Der Versuch beginnt mit einer etwa 
halbstündigen Einführung durch den Betreuer. Hier ist die Gelegenheit gegeben, 
Schwierigkeiten, die bei der Vorbereitung auftraten und nicht anhand der Anleitung, eines 
Lehrbuchs oder durch Zusammenarbeit mit anderen Praktikumsteilnehmern gelöst 
wurden, mit dem Betreuer zu besprechen. Über den Versuch ist ein ausführliches 
Protokoll anzufertigen. 
Ein  Versuch wird testiert, wenn der Praktikant 

·  an der praktischen Durchführung der Aufgaben, sowie an der Anfertigung des 
Protokolls aktiv teilgenommen hat 

·  die zum Versuch gehörigen Grundlagen der Anleitung wiedergeben kann. 
 
c.) Prüfung: Zur Prüfung wird zugelassen, wer ein Testatblatt mit drei testierten Versuchen 

vorweisen kann. Die Prüfung ist bestanden, wenn 50 % der Fragen richtig beantwortet 
wurden. 

  
d.) Scheinvergabe: Die Bescheinigung über die erfolgreiche und regelmäßige Teilnahme am 

Praktikum wird ausgestellt, wenn alle drei Versuche testiert sind und die Prüfung 
bestanden wurde. 
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1. DNA-Proteinwechselwirkungen als Antwor t auf UV- und Röntgenstrahlen 
induzier te DNA-Schädigung 

     
1.1 Einleitung  
 

Doppelstrangbrüche (DSB) chromosomaler DNA treten in normalen zellulären 
Prozessen wie der meiotischen Rekombination und dem Rearrangement der Immunoglobulin-
Gene auf als auch bei der Exponierung von Zellen mit oxidativen Agentien oder ionisierender 
Strahlung (s. 1.1). In Eukaryonten existieren zwei wesentliche Wege der Reparatur von DSB: 

 
·  die homologe Rekombination, in der intakte homologe Chromosomen oder 

Schwesterchromatiden als Schablone zur Reparatur dienen 
·  die nicht-homologe Endverknüpfung (nonhomologous end joining; NHEJ), bei dem 

die Bruchenden wieder aneinandergefügt werden. 
 
DNA-Schädigungen, verursacht durch ionisierende Strahlung, werden in Säugetieren über 
den Weg des NHEJ repariert. Ein Ensemble von Proteinen, konserviert innerhalb der 
Eukaryonten, vermittelt den NHEJ-Weg. Innerhalb der Vertebraten setzt sich dieses Ensemble 
zusammen aus:  

·  Ku-Heterodimer (Ku70 und Ku80) 
·  DNA-PKcs 
·  XRCC4/DNA-Ligase IV-Komplex 

 
 
1.2 Wechselwirkung des Ku-Proteins mit der  DNA 
 
1.2.1 Funktion und Struktur  des Ku-Proteins 

 
Das Ku-Protein wurde ursprünglich bei Patienten mit einer Autoimmunerkrankung 

beschrieben, bei denen Ku das Zielprotein körpereigener Antikörper (anti-Ku-Antikörper) 
darstellt. Die Bezeichnung „Ku“  ist die Abkürzung des Vornamens eines japanischen 
Patienten, an dem diese Erkrankung erstmalig detailliert untersucht wurde. Das Ku besteht 
aus den beiden Proteinen Ku70 und Ku80 (Molekularmassen 70 kDa bzw. 80 kDa), die somit 
ein Ku-Heterodimer. Ku ist ein häufig vorkommendes Kernprotein, das mit hoher Affinität 
(Dissoziationskonstante (Kd) von 1,5 – 4,0 x 10-10 M) an Enden doppelsträngiger DNA bindet. 
Die Ku-DNA-Bindung erfolgt unabhängig von der DNA-Sequenz und –struktur. Daher bindet 
Ku sowohl an stumpfen wie auch an überhängenden DNA-Enden. Ferner bindet Ku an 
chemisch heterogene DNA-Enden, die durch ionisierende Strahlung entstehen. Die schnelle 
und effektive Bindung zweier Ku-Heterodimere an die gebrochenen DNA-Enden bildet den 
ersten Schritt der DNA-Reparatur (Abb. 1.1). Dabei fungieren die beiden Heterodimere wie 
Ausrichtungsfaktoren, die eine korrekte Ausrichtung der DNA-Enden ermöglichen. Nach der 
DNA-Bindung rekrutiert das Ku die katalytische Domäne der DNA-abhängigen Protein 
Kinase, das DNA-PKcs, eine Serin/Threonin Protein Kinase. Ku bildet gemeinsam mit DNA-
PKcs die DNA-abhängige Protein Kinase, DNA-PK (1). 
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Abb. 1.1: Modell der  Ku-Bindung an DNA-Enden (2) 

 
 

DNA-Bindung und –Überbrückung erfordern strukturelle Eigenschaften des Ku-
Heterodimers. Abb. 1.2 zeigt die atomare Struktur des menschlichen Ku70/Ku80-
Heterodimers mit gebundener doppelsträngiger DNA. Obwohl Ku70 (rot) und Ku80 (orange) 
eine Sequenzidentität von nur 22 % besitzen, ist ihre Struktur sehr ähnlich. Beide Polypeptide 
besitzen eine  

·  N-terminale, globuläre a/b-Domäne (Abb. 1.2a, c) 
·  zentrale b-Faß Domäne, mit Säulen- und Brückenstrukturen (Abb. 1.2a, d) 
·  einen c-terminalen Arm (Abb. 1.2a, e). 

 
(a) 

 

(b) 

 
(c) 

 

(d) 

 

(e) 

 

Abb. 1.2: Struktur  des Ku-DNA-Komplexes (3). (a) Aufsicht auf die DNA-Helix (grau). Das Zucker-Phosphatgerüst ist 
hellgrau, die Basen sind dunkelgrau hervorgehoben. Ku70 ist in rot und Ku80 orange dargestellt. (b) Seitenansicht des Ku-
DNA-Komplexes. (c-e) Überlagerung der drei einzelnen Domänen des Ku70 (rot) und Ku80 (orange). 

 
 
Die globuläre  a/b-Domäne von Ku 70 und Ku80 liegen jeweils an der Peripherie des 
Heterodimers und definieren die lange molekulare Achse des Dimers (Abb. 1a, b). Die b-Faß- 
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Domäne beider Proteine formen die Kontaktstellen des Dimers und die Grube, in der die 
DNA zu liegen kommt. Das DNA-Molekül wird durch eine Säulen- und Brückenstruktur 
gehalten. Die C-terminale Domäne ist eine mögliche Bindungsstelle für weitere Faktoren des 
Reparaturensembles, wie dem DNA-Pkcs (2, 3). 

 

1.2.2 Exper imenteller  Teil 

1.2.2.1 Abhängigkeit der  Ku-DNA-Bindung von der DNA-Struktur  

 Ku bindet stärker an doppel- als an einzelsträngige DNA und interagiert 
normalerweise nicht mit zirkulärer DNA. Diese Eigenschaften sollen im folgenden Versuch 
durch den sogenannten electrophoretic mobility shift assay gezeigt werden. Hierzu sollen 
folgende DNA-Proben für 5 min bei 37°C in einem Wasserbad (Memmert) mit 200 ng des 
menschlichen Ku70/Ku80-Komplexes inkubiert werden.  

a) 100 ng DNA. 
b) 100 ng hitze-denaturierte DNA; hierzu werden 100 ng DNA bei 95° C für 5 min in 

einem Thermoschüttler (HLC, TM 130-6; Mixstufe 1,4) inkubiert. 
c) 100 ng Plasmid DNA. 

Die Proben werden anschließend mit 3 µl Probenpuffer versetzt und auf ein nicht-
denaturierendes Gelsystem aufgetragen. Bei der Gelelektrophorese werden die Moleküle 
anhand ihrer Größe und Ladung unterschieden. Die Trennung erfolgt in wässrigen porösen 
Gelen aus Polyacrylamid. Polyacrylamid ist das Copolymerisat aus den Monomeren 
Acrylamid (AA) CH2=CH-CO-NH2 und N,N‘-ethylen-bis-acrylamid (BIS) CH2=CH-CO-
NH-CH2-NH-CO-CH=CH2. BIS wirkt als Quervernetzer. Durch die Porenweite des 
Trenngels (s. Abb. 2.3) ist der Molekulargewichtsbereich der Trennung festgelegt. Die Probe 
wird bei der Elektrophorese zur Erhöhung der mechanischen Dichte mit Sucroselösung und 
einem Markierungsfarbstoff (z. B. Bromphenolblau, BPB) versetzt. Der Farbstoff besitzt eine 
höhere elektrophoretische Mobilität als das am schnellsten wandernde Protein (Frontmarker). 
Das Trenngel wird mit einem Sammelgel hoher Porenweite abgedeckt. Durch die 
Vorschaltung des Sammelgels kommt es bei der Elektrophorese zur Konzentrierung der Probe 
in einer besonders dünnen Schicht. Die Gelanordnung wird nach der Probenbefüllung 
überschichtet. Die DNA-Banden werden durch einen UV-Tisch und der Proteinkomplex 
mittels Coomassie-Färbung sichtbar gemacht und mittels Digital-Kamera aufgenommen. Für 
die quantitative Auswertung des entstandenen Ku-DNA-Komplexes setzen Sie das vorliegende 
Software-Programm AIDA ein. Die Einführung hierzu erfolgt durch die betreuende Person. 

 

Abb. 1.3: Polyacrylamidgel in einer  Gelkammer  
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1.2.2.2 Einfluß der Ionenstärke auf die Ku-DNA-Bindung 

 Die ringartige Bindung des Ku um das DNA-Molekül (s. Abb. 1.2a, 1.4a) erfolgt mit 
hoher Affinität, unabhängig von der DNA-Sequenz. Zwei wesentliche Eigenschaften des Ku-
Heterodimers bedingen diesen Effekt:  

·  die Polarisation positiver Ladungen des Ringes (s. Abb. 1.4b), bestehend aus b-Faß,  
der Säulen- und Brückenstruktur 

·  und die eigentliche Struktur des Ringes 

 
 

Abb. 1.4: Oberflächendarstellung des Ku-DNA-Komplexes (3). (a) Raumfüllendes 
Strukturmodell des Ku70 (rot) / Ku80 (orange) - Dimers mit gebundener DNA (grau). (b) 
Molekulare Oberflächendarstellung des Ku70/Ku80-Heterodimers entsprechend der elektro-
statischen Potentiale. Negative Ladungen sind in roter und positve in blauer Farbe hervor-
gehoben. 

Die Ladungseigenschaften des Ringes erklären die Abhängigkeit der Ku-DNA-Bindung von 
der Ionenstärke des umgebenden Mediums. Im folgenden Versuch soll diese Abhängigkeit 
untersucht werden. Hierzu sollen folgende Ansätze pipettiert und für 5 min bei 37°C in einem 
Wasserbad (Memmert) inkubiert werden:  

a.) 100 ng DNA,  100 ng Ku70/Ku80-Komplex und 10 µl eines Tris/HCl-Puffers ohne 
NaCl.  

b.) 100 ng DNA,  100 ng Ku70/Ku80-Komplex. Geben Sie zu diesem Ansatz eine 
definierte Menge einer 3 M NaCl-Lösung, um eine NaCl-Endkonzentration von 0.1 M zu 
erreichen. 

c.) 100 ng DNA,  100 ng Ku70/Ku80-Komplex. Geben Sie zu diesem Ansatz eine 
definierte Menge einer 3 M NaCl-Lösung, um eine NaCl-Endkonzentration von 0.2 M zu 
erreichen. 

d.) 100 ng DNA,  100 ng Ku70/Ku80-Komplex. Geben Sie zu diesem Ansatz eine 
definierte Menge einer 3 M NaCl-Lösung, um eine NaCl-Endkonzentration von 0.4 M zu 
erreichen. 

e.) 100 ng DNA,  100 ng Ku70/Ku80-Komplex. Geben Sie zu diesem Ansatz eine 
definierte Menge einer 3 M NaCl-Lösung, um eine NaCl-Endkonzentration von 0.8 M zu 
erreichen. 

Die Proben werden anschließend mit 3 µl Probenpuffer versetzt und auf ein nicht-
denaturierendes Gelsystem aufgetragen (s. 1.2.3.1). Die Detektion und der DNA- und 
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Proteinbanden erfolgt wie in Abschnitt 1.2.3.1 beschrieben. Die mittels Software-Programm 
AIDA ermittelten relativen Mengen gebundener DNA tragen Sie bitte in einem ent-
sprechenden Diagramm ein.  

 

1.2.2.3 Hemmung der Ku-DNA-Bindung durch anti-Ku-Antikörper  

 Patienten mit Skleroderma, Polymyotitis und Sjogren-Syndrom besitzen ein hohes 
Niveau an anti-Ku-Antikörpern, welche an Ku binden, dabei die Bildung eines Ku-DNA-
Komplexes verhindern und somit den Initiierungsschritt des NHEJ nach DNA-Schädigung 
unterbinden (1). Im folgenden Versuch soll dieser Einfluß untersucht werden. Hierzu sollen 
folgende Ansätze pipettiert und für 5 min bei 37°C in einem Wasserbad inkubiert werden:  

a.) 100 ng Ku70/Ku80-Komplex und 10 µl eines Tris/HCl-Puffers. 
b.) 100 ng Ku70/Ku80-Komplex und 100 ng des anti-Ku-Antikörpers 
c.) 100 ng Ku70/Ku80-Komplex und 200 ng des anti-Ku-Antikörpers 
d.) 100 ng Ku70/Ku80-Komplex und 400 ng des anti-Ku-Antikörpers 
e.) 100 ng Ku70/Ku80-Komplex und 600 ng des anti-Ku-Antikörpers 

Geben Sie anschließend zu den Ansätzen a-e jeweils 100 ng DNA und inkubieren die Ansätze 
um weitere 5 min im Wasserbad bei 37° C. Die Proben werden nun mit 3 µl Probenpuffer 
versetzt und auf ein nicht-denaturierendes Gelsystem aufgetragen (s. 1.2.3.1). 

 

1.3 Interaktion der katalytischen Domäne der  DNA-abhängigen Protein K inase (DNA-
PKcs) mit DNA-Molekülen und Ku 

 
1.3.1 Die Funktion des DNA-PK’s bei der  Reparatur  von Doppelstrangbrüchen 

 Die DNA-abhängige Protein-Kinase, DNA-PK, wird nach der DNA-Bindung durch 
Ku aktiviert. Sie setzt sich zusammen aus dem oben beschriebenen Ku-Komplex und der 
katalytischen Untereinheit (DNA-PKcs). Die DNA-PKcs mit einer apparenten Molekularmasse 
von 460 kDa ist eine Serin-Threonin Kinase. Bei niedrigen Salzkonzentration ist die DNA-
PKcs in der Lage, ohne vorherige Bildung des Ku-DNA-Komplexes an DNA zu binden. Im 
Gegensatz zu Ku vermag DNA-PKcs neben Enden doppelsträngiger DNA auch 
einzelsträngige DNA zu binden (4, 5). DNA-PKcs ist ein relativ flaches Molekül mit den 
Dimensionen 39 x 75 x 135 Å (B x H x L). Das Enzym besitzt zwei große Kanäle (A und B, 
s. Abb. 1.5). Kanal A ist mit 48 x 20 Å weiter als Kanal B (31 x 19 Å) und  an einer Seite 
armartig umschlossen (Proteinmasse C in Abb. 1.5a). Diese Strukturanordnung ähnelt den 
DNA- und RNA-Bindungsstellen in DNA- und RNA-Polymerasen.  
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Abb. 1.5: Dreidimensionale Struktur  des DNA-PK cs Moleküls (4). 

Die armartige Struktur verleiht dem Kanal eine Flexibilität bei der Anlagerung und Bindung 
des DNA-Moleküls. Auf der gegenüberliegenden Seite des verlängerten Armes besitzt die 
DNA-PKcs drei weitere kleine Kanäle (D-F, s. Abb. 1.5a-c), die in einen größeren Kanal 
innerhalb des Moleküls münden (Abb. 1.6). Die Kanäle D-F sind groß genug für den Eintritt 
einzelsträngiger DNA.  

 

 

Abb. 1.6: Schnitt durch die dreidimensionale Struktur  des DNA-PK cs 
Moleküls zur  Darstellung der  Kanäle D-F und des inneren Kanals (I , 
(4)). 

Ein Modell der Wechselwirkung einzel- und doppelsträngiger DNA mit DNA-PKcs ist in 
Abb. 1.7 gezeigt. Dabei ist der erste Schritt die Bindung doppelsträngiger DNA an den Kanal 
A, gefolgt vom Auffädeln eines einzelsträngigen DNA-Endes in den Kanal D. Die Länge des 
Kanals A von 39 Å erlaubt die Bindung von 12 bp DNA. Die nun aktivierte DNA-PKcs 
beschleunigt die Prozessierung zur Verlängerung der DNA-Enden. Wenn das DNA-Ende eine 
definierte Länge erreicht hat, wird die Kinase durch das weitere Eindringen in den inneren 
Kanal gehemmt. 
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Abb. 1.7: Modell der  Wechselwirkung einzel- und 
doppelsträngiger  DNA mit DNA-PK cs (4). 

 

1.3.2 Exper imenteller  Teil 

1.3.2.1 Bindung von DNA-PK cs an DNA-Moleküle 

 DNA-PKcs bindet sowohl doppel- als auch einzelsträngige DNA, jedoch mit 
unterschiedlichen Affinitäten. Hierzu sollen folgende DNA-Proben für 5 min bei 37°C in 
einem Wasserbad mit 100 ng des menschlichen DNA-PKcs inkubiert werden.  

a) 100 ng native DNA. 
b) 100 ng hitze-denaturierte DNA; hierzu werden 100 ng DNA bei 95° C für 5 min in 

einem Thermoschüttler inkubiert (HLC, TM 130-6; Mixstufe 1,4) 

Die Proben werden anschließend mit 3 µl Probenpuffer versetzt und auf ein nicht-
denaturierendes Gelsystem aufgetragen. Die Detektion und der DNA- und Proteinbanden 
erfolgt wie oben beschrieben. Die mittels Software-Programm AIDA ermittelten relativen 
Mengen gebundener einzel- und doppelsträngiger DNA tragen Sie bitte in einem ent-
sprechenden Diagramm ein. 

 

1.3.2.2 Einfluß der DNA-Länge auf die K inaseaktivität der  DNA-PK cs  

Eine effiziente Kinaseaktivität der DNA-PKcs benötigt eine DNA-Sequenz von mehr 
als 20 bp. Im folgenden soll die Kinaseaktivität in Abhängigkeit von der DNA-Länge 
untersucht werden. Hierzu sollen folgende DNA-Proben mit 100 ng des menschlichen DNA-
PKcs inkubiert werden. 

a) 100 ng an 10 bp langer DNA 
b) 100 ng an 15 bp langer DNA 
c) 100 ng an 20 bp langer DNA 
d) 100 ng an 25 bp langer DNA 

Die enzymatische Aktivität wird photometrisch durch Bestimmung des gebildeten ATP’s  
mittels eines kontinuierlichen Systems gemessen. Dabei werden die Ansätze a-d mit jeweils 2 
mM ADP gemischt. Der Phosphatrest aus der Kinase-Reaktion wird über ein gekoppeltes 
Enzymsystem zu ATP synthetisiert. 
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1.4 DNA-Reparatur  von UV-Schäden 

1.4.1 DNA-Schäden durch ultraviolettes L icht 

 Ultaviolette Strahlen erzeugen eine Reihe von chemischen Veränderungen in den 
Nukleotidbasen der DNA. Die häufigste Reaktion führt zur Ausbildung eines Cyklobutan-
Ringes zwischen benachbart liegenden Pyrimidinen, bevorzugt zwischen benachbarten 
Thymin-Resten. Diese Reaktion erfolgt an den jeweiligen 5,6-Bindungen neben-
einanderliegender Pyrimidine (s. Abb 1.8a). Die Bildung eines solchen Pyrimidin-Dimers hat 
drastische Verzerrungen der DNA-Struktur zur Folge ((6, 7), s. Abb. 1.8b). 

(a) 

 

(b)   

 

Abb. 1.8: Entstehung von Pyr imidin-Dimeren (a) und die Lage eines Pyr imidin-Dimers in der  DNA (b) (6). 

Ein seltenes, aber möglicherweise für die mutagene Wirkung von UV-Strahlen wichtiges 
Photoprodukt ist das TC(6-4)-Produkt, bei dem es zu einer Bindung zwischen der Position 6 
eines Thymins und der Position 4 eines benachbarten Cytosins gekommen ist (Abb. 1.9). Das 
TC(6-4)-Produkt führt ebenso zu einer Verzerrung der DNA-Struktur (7). 

 
Abb. 1.9: Ein durch UV-Schädigung entstandenes TC(6-4)-Produkt (6). 

Für Bakterienzellen sind drei verschiedene Wege zur Reparatur nach UV-Schädigung 
beschrieben worden 

(a) die Photoreaktivierung 
(b) Exzisionsreparatur 
(c) Postreplikative Reparatur 

Bei der Exzisionsreparatur spielt die uvr-Endonuclease  (uvr: uv-repair) eine wichtige Rolle. 
Sie erkennt in der UV-geschädigten DNA die Pyrimidin-Dimere oder das TC(6,4)-Photo-
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produkt und schneidet (unter Verbrauch von ATP) am 8. Nukleotid auf der 5©-Seite und am 4. 
oder 5. Nukleotide auf der 3©-Seite des Pyrimidin-Dimers (Abb. 2.10). Der geschnittene 
Strangabschnitt wird dann durch die Aktivität die DNA-Helikase II entfernt und vom 
komplementären Patrnerstrang abgelöst. Beim Herausschneiden des beschädigten DNA-
Abschnitts werden gleichzeitige einige Nukleotide beiderseits der Schadstelle herausge-
schnitten. Diese Lücke wird dann durch die DNA-Polymerase I geschlossen und durch eine 
Ligase versiegelt. 

 
Abb. 1.10: Exzisionsreparatur  von UV-Schäden (6). 

 

1.4.2 Exper imenteller  Teil 

1.4.2.1 Exzisionsreparatur  von UV-Schäden 

Alternativ zum oben beschriebenen Exzisionsreparaturweg der uvr-Endonuclease 
vermag die „Ultraviolett DNA-Endonuklease“  (UVDE) die DNA unmittelbar an der 5©-Seite 
des  Cyklobutan-Pyrimidin-Dimers oder des TC(6,4)-Photoprodukts zu schneiden. Im 
folgenden Versuch soll die Wirksamkeit dieses Enzyms untersucht werden. Hierzu sollen 
folgende DNA-Plasmid-Proben mit UV (Wellenlänge 254 nm) bestrahlt werden.  

a) 100 ng DNA bei 0 J/m2 
b) 100 ng DNA bei 0 J/m2 
c) 100 ng DNA bei 100 J/m2 
d) 100 ng DNA bei 100 J/m2 
e) 100 ng DNA bei 1000 J/m2 
f) 100 ng DNA bei 1000 J/m2 

Anschließend werden die Proben in Anwesenheit (b, d, f) oder Abwesenheit (a, c, e) von 250 
ng UVDE für 45 min bei 30°C in einem Wasserbad inkubiert. Tragen Sie dann die Proben auf 
ein 0,8 %-iges Agarosegel auf. Detektion und Auswertung erfolgt wie oben beschrieben. 
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2. Elektronenmikroskopie und Einzelbildanalyse 
 
2.1 Einführung 
 
Mit der Entwicklung des Transmissions-
Elektronenmikroskops (TEM) war es erstmals 
möglich geworden, einzelne Proteinmoleküle 
abzubilden (Abb. 2.1). Das Auflösungs-
vermögen des Elektronenmikroskops (EM) 
beträgt etwa 0,1 nm. Die EM-Abbildung 
kommt von allen physikalischen Methoden der 
Strukturbestimmung biologischer Moleküle 
dem menschlichen Vorstellungsvermögen am 
meisten entgegen, da wie auf einer 
Photographie abgebildete Objekte direkt inter-
pretierbar sind. Wie beim Lichtmikroskop 
kann auch beim EM die Abbildung auf zwei 
verschiedene Arten erfolgen: durch 
Amplituden- und durch Phasenkontrast. Am-
plitudenkontrast liegt vor, wenn verschiedene 
Objektbereiche Elektronen verschieden stark 
von der Abbildungsebene fernhalten. Bei der 
Elektronenmikroskopie geschieht dies durch 
elastische Streuung der Elektronen am positiv 
geladenen Atomkern (Abb. 2.2). Phasen-
kontrast liegt vor, wenn sich die 
Elektronenstrahlen, die verschiedene Bereiche 
des Objekts „gesehen“ haben, nur in der Phase 

 

   

                 Abb. 2.1: Schematischer  Schnitt durch ein TM  

nicht jedoch in der Amplitude, unterscheiden. Abbildungsprinzip beim Phasenkontrast ist also 
konstruktive- oder destruktive Interferenz. Maximale Auslöschung tritt auf, wenn der 
Phasenunterschied l /2 (oder ganzzahlige Vielfache davon) beträgt. Bei der Durchstrahlung 
von schwach streuenden Objekten beträgt die Phasenverschiebung für Elektronenwellen nur 
l /4, daher sorgen beim EM Defokus und sphärische Aberration der Objektivlinse für die 
zusätzliche Phasenverschiebung von l /4. Die Wellennatur der Elektronen führt dazu, dass bei 
der Abbildung durch Phasenkontrast nicht alle in der Probe vorkommenden 
„Raumfrequenzen“  (= inverse Abstände) gleichmäßig übertragen werden. Die Amplitude, mit 
der bestimmte „Raumfrequenzen“  auf die Abbildung übertragen werden, lässt sich anhand der 
sog. „Phasenkontrast-Übertragungsfunktion“  abschätzen. In die Phasenkontrast-
Übertragungsfunktion gehen der Defokuswert, die sphärische Aberration der Objektivlinse, 
sowie die Elektronenwellenlänge ein. Wird der Defokuswert vergrößert, so vergrößert sich 
auch der Kontrast der Aufnahme, gleichzeitig verringert sich jedoch der Bereich, in dem 
bestimmte Raumfrequenzen mit derselben Phase übertragen werden. 
Für die Abbildungen mit dem TEM müssen die biologischen Makromoleküle auf oder in 
einer dünnen Trägerfolie oder –schicht fixiert werden. Die Methode der Fixierung soll dabei 
die Struktur des biologischen Objekts natürlich möglichst nicht verändern. 
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Abb. 2.2: Wechselwirkung von Strahlelektronen im EM mit den Kernen (links) oder  der  
Elektronenhülle (rechts) der  Objektatome (Lottspeicher , F. and Zorbas, H., 1998).  

 
 
2.1.1 Negativkontrastierung 
 
           Die Streufähigkeit der Atomkerne nimmt mit 
zunehmender Kernladungszahl zu, was man sich bei der Methode 
der Negativkontrastierung von Biomolekülen zu Nutze macht. 
Hierbei wird das zu untersuchende Objekt in einer dünnen 
Schicht eines Schwermetallsalzes (z. B. Uranylacetat) ein-
gebettet, die abgebildeten Objekte erscheinen hell auf dunklem 
Hintergrund. Vorteil der Methode ist der gute Kontrast, die 
erzielbare Auflösung ist jedoch durch die Korngröße des 
Schwermetalls auf etwa 2 nm begrenzt. Während der 
Eintrocknung kommt es evt. zur Schrumpfung der biologischen  

 
 
 

 
 
Abb. 2.3: Von negative stain 
umgebene Proteinprobe auf 
einem Netzchen. Die Pfeile geben 
die Streuung des Elektronenstrahls 
wieder. 

Struktur. Die Abbildung 2.3 verdeutlicht, dass statistisch betrachtet jedes Molekül auf dem 
Netzchen verschiedene Orientierungen einnehmen kann, sofern Protein-Netzchen- oder 
Protein-Stain-Wechselwirkungen diese nicht beeinflussen. 

 

 
 
2.1.2 Eiseinbettung 
 

Der wesentliche Schritt der Eiseinbettung liegt darin eine wässrige Suspension mit 
Proteinen in einer dünnen Schicht so rasch abzukühlen, dass das Wasser amorph erstarrt und 
dass es darüber hinaus möglich ist, die in dieser dünnen, amorphen Wasserschicht eingebetten 
Proteinmoleküle mit dem EM abzubilden. Der große Vorteil der Eiseinbettung ist, dass die 
empfindlichen biologischen Objekte in ihrer nahezu natürlichen Umgebung fixiert werden 
und somit ihre native Gestalt behalten. 

 
 

2.2 Digitale Bildanalyse 
 
EM-Aufnahmen von biologischen Makromolekülen sind kontrastarm und verrauscht. 

So kann bei Aufnahmen eiseingebetteter Proteine das Signal-Rausch-Verhältnis unter den 
Wert 1 fallen. Hauptursachen für das Rauschen sind inelastisch gestreute Elektronen, 
Abbildungsfehler (Strom- und Spannungsschwankungen) sowie der „Strahlenschaden“, den 
die energiereichen Elektronen beim Durchstrahlen der Probe bewirken. Lokale Aufladung 
führt besonders bei Eispräparaten oft zu einer erheblichen Beeinträchtigung der Bildqualität. 
Eine Interpretation von einzelnen Molekülprojektionen ist daher aufgrund der geringen 
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„statistischen Wahrheit“  im allgemeinen nicht sinnvoll. Bei unempfindlichen Proben lässt 
sich das Signal-Rausch-Verhältnis durch Erhöhen der Elektronendosis verbessern, da das 
Signal linear, das Rauschen dagegen nur proportional zur Quadratwurzel der Dosis zunimmt. 
Eine hohe Elektronendosis kommt bei den äußerst strahlenempfindlichen, eiseingebetteten 
Biomolekülen nicht in Frage, eine Verbesserung des Signal-Rausch-Verhältnisses kann aber 
durch die Mittelung über eine große Anzahl von Einzelbildern (Einzelmessungen) erreicht 
werden. Die Mittelung geschieht im Rahmen der digitalen Bildanalyse.  

Der Ablauf der Einzelbildanalyse lässt sich in die Teilschritte Digitalisieren, 
Auswählen der Einzelbilder, Bandpassfiltern, Ausrichten durch Summenbildung unterteilen. 
Bei der Mittelung von n zueinander ausgerichteten Einzelbildern wird im Idealfall der 
Rauschanteil um den Faktor 1/n verringert. 

 
 

2.2.1 Digitalisieren und Auswählen der  Einzelmoleküle 
 

Zuerst werden die ausgewählten Negative auf einem optischen Densitometer 
„digitalisiert“ , d.h., die abgebildeten Objekte werden in einer rechteckigen Anordnung von 
Bildelementen (pixel, von picture elements) mit 256 Graustufen für den Rechner verständlich 
gemacht. Die pixel-Größe bestimmt hierbei die maximal erzielbare Auflösung zweier 
Bildpunkte. Das digitalisierte Negativ kann anschließend auf einem Rechnerbildschirm 
abgebildet werden (s. Abb. 2.4). Mit der Maustaste werden dann interaktiv, d.h. von Hand, die 
Koordinaten der Einzelteilchen ausgewählt (gepickt), die mit in die Analyse einbezogen 
werden sollen. Das Auswahlkriterium für die Auswahl der Partikel ist ausreichender Abstand 
zu benachbarten Partikeln, damit sich keine Überschneidungen ergeben. Die Einzelmoleküle 
werden dann vom Rechner aus dem digitalisierten Negativ als kleine quadratische 
Einzelbilder herausgeschnitten und bilden den Rohdatensatz (Abb. 2.4). Partikel, die sich 
dabei zu nahe am Bildrand befinden, wie dies in Abb. 2.4 gezeigt ist, werden manuell aus der 
Auswahl herausgenommen. 

Die Rohdaten werden anschließend Bandpaß gefiltert, um besonders hohe und niedere 
Ortsfrequenzen zu entfernen. Diese Bereiche des Spektrums reziproker Abstände enthalten 
keinerlei Strukturinformationen und stören daher bei allen folgenden Schritten der Analyse. 

 
 

 

 
 
 
 

 

 

Abb. 2.4: Auswahl von Par tikeln der  V1-ATPase auf dem digitalisier ten Negativ (links). Die quadratischen 
Einzelbilder  (rechts) bilden den Rohdatensatz für  die Bildanalyse. Partikel, die sich zu nahe am Bildrand 
befinden, werden verworfen (eingekreist) (Rizzo, 2004)). 
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Im folgenden werden partikelfreie Bildbereiche 
unterschiedlicher Helligkeit zur Bestimmung eines 
Standardhintergrunds ausgewählt. Dieses Rauschen 
wird vom Signal abgezogen und die Bilder so 
normalisiert (s. Abb. 2.5). 
 

 
Abb.  2.5: Auswahl von par tikelfreien Berei-
chen zur  Normalisierung des Hintergrunds 
(Rizzo, 2004). 

 

 
 
2.2.2 Ausr ichtung und Erstellen von Projektionsklassen durch Mittelung 
 
            Die Einzelbilder sind jetzt noch 
willkürlich in der Ebene orientiert und 
müssen vor der Mittelung in die 
Bildmitte verschoben werden (Zen-
trierung). Der Prozess der Zentrierung 
verbessert das Signal zu Rauschver- 

 

 

 

 

 

 

hältnis bei der späteren Summierung der 
Einzelbilder in Klassen gleicher Orien-
tierung  (Abb. 2.6). 

Abb. 2.6: Summenbilder , die das schr ittweise Zentr ieren einiger 
Ringpar tikel zeigen (links, mitte). Rechts, Maskenradius um das 
Zentrum des Partikels. 

 Die Zentrierung der Bilder erfolgt durch das Hinzunehmen eines künstlichen 
Referenzbildes, das den Umriss eines Einzelpartikels mit einer weißen Fläche darstellt (Abb. 
2.6, rechts). Bei der Orientierung der Einzelmoleküle unterscheidet man vom Zentrum 
verschobene Bilder mit gleicher Ausrichtung wie das Referenzbild (shift) und Partikel die 
verschoben und gleichzeitig eine unterschiedliche Ausrichtung aufzeigen (rotational shift) 
(Abb 2.7, Mitte). Nach Zentrierung aller Partikel erfolgt die Ausrichtung der Moleküle in die 
gleiche Richtung (rotational alignment). Das erste Ausrichten der Partikel erfolgt ohne ein 
Referenzbild. Die Software analysiert Unterschiede und Gemeinsamkeiten im Kontrast. 
Dieser Prozess wird im englischen reference free alignment genannt. Die Geschwindigkeit 
und Effizienz des Ausrichtens kann beschleunigt und verbessert werden, indem die Größe der 
Partikel gemessen und eine Maske um die Partikel gelegt wird. Somit werden nur 
Informationen innerhalb der Maske verwertet (Abb. 2.6).     
 

 

 

 
 
 

 
 

 

 
 
 

 

Abb. 2.7: Drehen und Verschieben der  Moleküle (links). Die Einzelbilder werden so gedreht, dass alle Moleküle die gleiche 
Ausrichtung zeigen. Die Pfeile zeigen die ursprüngliche Ausrichtung ausgewählter Einzelmoleküle. (Mitte) Zentriertes-, (Oben), 
verschobenes (shift; Mitte) und verschobenes Molekül mit unterschiedlicher Ausrichtung (rotational shift; Unten). (Rechts) 
Vergleich der  Durchschnittsbilder  vor  (I ) und nach (I I ) der  ersten Ausr ichtung (rechts). (Rizzo, 2004). 
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Nachdem die Moleküle nun alle im Zentrum des Bildes ausgerichtet sind und im Groben die 
gleiche Ausrichtung besitzen, wird ein Summenbild, also ein Durchschnittsbild des gesamten 
Datensatzes, erstellt. Das Summenbild enthält mehr Detailinformationen als ein künstlich 
erzeugtes Referenzbild (Abb. 2.7, Rechts), das in der Regel nur eine weiß gefüllte Fläche 
besitzt. Daher kann das neue Summenbild für ein verfeinertes Ausrichten des ganzen 
Datensatzes verwendet werden.  

Nun ist es möglich, mit einer speziellen Software (Xmipp, Marabani et al, 1996) eine 
„Selbstorganisierende Mappe“  (SOM) des ganzen Datensatzes zu erstellen. Xmipp (X-
Windows-based Microscopy Image Processing Package) vergleicht alle Einzelmoleküle 
gegeneinander und erstellt Summen- bzw. Durchschnittsbilder aller Moleküle, die eine 
gleiche 2D-Projektion bilden. Die resultierende Mappe repräsentiert alle möglichen Klassen 
mit unterschiedlicher Orientierung des gesamten Datensatzes.  

 
 

 
 
Abb. 2.8: Selbstorganisierende Mappe eines Datensatzes (A1 ATPase) mit insgesamt 8000 Einzelpar tikeln. Die 
Nummern geben die Anzahl der Einzelpartikel pro Klasse wieder. Die Buchstaben ermöglichen dass Unterscheiden  
der Klassen mit gleicher Anzahl von Einzelpartikeln (Coskun, 2004). 

 
Die aus Xmipp resultierenden Klassen können wieder als Referenzbilder für eine erneute 
Ausrichtung des gesamten Datensatzes benutzt werden. Der Prozess des Ausrichtens mit 
vielen Referenzbildern wird als Multi Reference Alignment bezeichnet. Je mehr 
Referenzbilder mit unterschiedlichen Projektionen und je öfter das Ausrichten der Partikel 
wiederholt wird, desto besser wird die Auflösung der anschliessenden 2D-Bilder (siehe Abb 
2.9) nach dem letzten  Multi Reference Alignment. Durch die Summierung von ähnlichen 2D 
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Bildern können Strukturinformationen, die in der einen Klasse nicht vorhanden oder nicht 
stark ausgeprägt sind, ergänzt werden. 

 

 
Abb. 2.9: Zwei repräsentative 2D-Projektionen der  

A1 ATPase aus M. mazei Gö1 (Coskun, 2004). 
 

Ausrichtungen in der EM erfolgen durch eine mathematische Funktion, die es erlaubt, 
z. B. jede Bildinformation in eine Wellenfunktion zu wandeln. Diese Funktion ist die Fourier-
Transformation. Das heißt, es werden nicht die Bilder direkt miteinander verglichen, sondern 
deren Fouriertransformationen. Ein Algorithmus zur Analyse von Strukturen im 2D- und 3D-
Raum ist die Radontransformation (Radon, 1917; Radermacher, 1988), die z. B. Anwendung 
in der Computertomographie findet. Das folgende Schema (Abb. 2.10) zeigt, wie die Fourier- 
und deren Radontranformationen bei unterschiedlichen Bildern aussehen:  

 

 
 

Abb. 2.10: Visualisierung der  Four ier-Radon-Transformation am Beispiel der  V1-ATPase. Jedes Einzelbild wird nach 
dem Fourier-Radon-Verfahren analysiert. Erst wirde das Bild Radon-transformiert, das Ergebnis Fourier-analysiert. Anhand 
dieses Ergebnisses wird dann die Ausrichtung des Partikels bestimmt. Zur Verdeutlichung wird in A ein leerer Hintergrund, 
in B ein Kreis mit 28 Pixel Durchmesser und in C eine Figur mit 6 Kreisen und einem weiteren von der Mitte versetzten 
Kreis der gleichen Prozedur unterzogen. D zeigt ein Einzelpartikel, E ein Durchschnittsbild aus mehreren schon 
ausgerichteten und klassifizierten Partikeln (Rizzo, 2004). 
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2.3 Berechnung einer 3D-Rekonstruktion 
 
2.3.1 Aufnahme gekippter  EM-Bilder   
 
 Zur Bestimmung einer 3D-Rekonstruktion werden nicht nur Aufnahmen in der 
Aufsicht der Partikel, sondern auch Aufnahmen, in denen die Objekte um einen Winkel 
zwischen 50° und 57° gekippt sind, erstellt (Abb. 2.11). Somit können zu jeder 2D-Aufnahme 
weitere Bildinformationen im gekippten Zustand hinzugefügt werden. Anhand der 
geometrischen Beziehungen kann man mit Hilfe von Bildbearbeitungsprogrammen alle 
Winkelbeziehungen der Bildpaare berechnen, wie z. B. den exakten Kippwinkel und 
Rotationswinkel senkrecht zum Neigungswinkel. Nachdem die Winkel zwischen den 
Bildpaaren im gekippten und ungekippten Zustand bekannt sind,  können am Rechner 
interaktiv, d. h. von Hand, einzelne Partikel in der Aufsicht ausgewählt werden. Die Software 
ermittelt durch die Winkelbeziehungen der Bildpaare das entsprechende gekippte 
Einzelpartikel, welches wiederum manuell ausgewählt wird. Das Kriterium für die Auswahl 
der Partikel ist wieder ausreichender Abstand zu benachbarten Partikeln, damit sich keine 
Überschneidungen ergeben. 
 
 

 
 

Abb. 2.11: EM-Aufnahme von Einzelpar tikeln in der  Aufsicht (Links) und in der  Seitenansicht bei einem K ippwinkel 
von 53° (Rechts). Die Kreise kennzeichnen Bildpaare und die Gerade im rechten Bild markiert den Kippwinkel von 53° 
 

 Grundsätzlich sei erwähnt, das alle Orientierungen bzw. Positionen in einem Raum, 
durch die sogenannten „Euler Winkel“  beschrieben werden (Abb. 2.12). Sie sind 
Richtungswinkel, die verwendet werden, um eine Position und eine Lagebestimmung im 
Raum mit einem gemeinsamen Zentrum anzuzeigen. Ihre Definitionen sind wie folgt: 

 
 

�  (Theta) : Definiert die Höhe über oder unterhalb des  
                   Äquators. 

 
�  (phi): Definiert die Rotation (Azimut) um den Äquator. 

 
�  (Psi): Definiert die Rotation um das Zentrum, die durch  
               �  und �  definiert wird 
 

  
 Abb. 2.12: Schema einer  Euler  

Kugel,  in dem durch die Verwen-
dung von �  und � , jede Position auf 
einer  Kugelober fläche bestimmt 
werden kann. 
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Um eine Bildrekonstruktion zu erstellen, muss für jedes Partikel die Orientierung bzw. 
Position durch die Winkel �  und �  bestimmt werden. Das Zentrum der Eulerkugel 
repräsentiert den Ort, an dem das 3D-Modell ist, so dass jedes 2D-Partikel eine mögliche 
Projektion der 3D-Struktur darstellt. 
 
 
2.3.2 Erstellen eines 3D-Modells 
 

Zur Berechnung der 3D-
Rekonstruktion werden nun alle Rotations-
winkel und Shiftwinkel von jedem 
Einzelpartikel und deren Einzelsummen durch 
das Wiederholen der Ausrichtungsprozesse 
auf den Datensatz der gekippten Einzel-
partikel angewendet. So können mit einem 
einzigen Prozess alle gekippten Bilder 
zentriert, ausgerichtet und klassifiziert 
werden. Die Projektionen der gekippten 
Partikel  bilden einen zentralen Konus mit 
einem festen Winkel (Kippwinkel) und 
zufälliger Rotation (Azimut) um das Zentrum 
des 3D-Modells herum. In anderen Worten, 
jedes gekippte 2D-Molekül innerhalb einer  

 

Klasse stellt eine Projektion des 3D-Modells 
dar, wie es für das Prinzip des random conical 
tilting gezeigt wird (Abb. 2.13). Durch die 
Addition der unterschiedlich gekippten 
Projektionen einer Klasse kann nun eine 3D-
Rekonstruktion des Moleküls berechnet 
werden. 

Abb. 2.13: Das Pr inzip des random conical tilting. Das Bild 
zeigt, wieviele rotierte Bilder innerhalb eines Kegels zu-
sammenkommen, um eine Oberfläche zu bilden, bzw. 
wieviele 2D Projektionen mit unterschiedlichen Rotations-
winkeln nötig sind, um  eine 3-D Struktur zu berechnen 
(Frank 1996). 

 
 

 
Abb. 2.14: 3D-Rekonstruktion der  archealen A1 ATPase in der  Seitenansicht (A1), Aufsicht (A2) und 
von der  Membranseite (A3) (Coskun et al., 2004) 
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Appendix  
 
(A) V1-ATPase aus Manduca sexta als Model zur  Auswer tung aus EM-Bildern  
 

V-ATPasen sind heteromultimer, in allen Organismenreichen vertretene Ionentrans-
portproteine. Sie bestehen aus einem peripheren, katalytischen V1-Komplex und einem 
membranständigen, ionentranslozierenden VO-Kopmplex. Bei Eukaryoten kommen sie 
ubiquitär in den Membranen “saurer“  Organellen sowie in den Plasmamembranen vieler 
tierischer Zellen vor. Ihre Transportaktivität führt, kontrolliert durch eine Reihe von 
Regulationsmechanismen und bedingt durch die Natur parallel geschalteter Transportproteine 
sowie durch diese transportierten Ionen, zur Änderung der Ionenzusammensetzung; die Folge 
kann z. B., wie in vielen Organellen, eine Ansäuerung um mehrere pH-Einheiten, aber auch, 
wie im Darmlumen bestimmter Insekten eine Alkanisierung bis zu einem pH von mehr als 11 
sein. Die V1-ATPase besteht aus acht Arten von Protein-Untereinheiten, die mit A-H 
bezeichnet werden. Bei der Plasmamembran V1-ATPase des Mitteldarms der 
Tabakschwärmer-Raupe (Manduca sexta) besitzen diese Untereinheiten eine Molekularmasse 
von 67 (A), 56 (B), 54 (H), 40 (C), 32 (D), 28 (E), 16 (G) und 14 (F) kDa (Abb. 1). Die 
Untereinheitenstöchiometrie beträgt vermutlich A3B3HCDEG2F. Die beiden großen Unter-
einheiten A und B bilden jeweils an den Grenzflächen der A-B-Paare die drei katalytischen 
Zentren. Zusätzlich existieren weitere drei nukleotidbindende Zentren, denen regulatorische 
Funktionen zugeschrieben werden.  
 
            (A) 

 

         (B) 
 
 

 

Abb. 1: Entwicklungsstadien der  Tabakschwärmer-Raupe, Manduca sexta (A). 3D-Rekonstruktion der  V1-ATPase (B) 
aus M. sexta (Radermacher  et al., 2001) 
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(B) Exper imenteller  Teil 

1.1.1 Isolierung der V1-ATPase 
1.1.1.1 Vorreinigung des ATPase-Rohextraktes 

Eine Vorreinigung des ATPase-Rohextraktes erfolgt durch Ammoniumsulfatfällung. 
Dabei wird Ammoniumsulfat langsam unter Rühren bei ca. 4°C zur Proteinlösung gegeben. 
Salz und Protein konkurrieren um das Hydratwasser. Dadurch fallen wenig hydrophile 
Proteine mit geringer Hydratisierung zuerst aus. Durch anschließende Zentrifugation werden 
die Proteine getrennt. Der ATPase-Niederschlag wird in wässrigem  Puffer gelöst und einer 
weiteren Vorreinigung durch einen Sucrosegradienten unterworfen.  

 

1.1.1.2 Chromatographische Trennung 

Die ATPase-Fraktionen des Sucrosegradienten werden in einem weiteren Schritt einer 
Ionenaustauscherchromtographie mit „Mono-Q“  unterzogen. Das Mono-Q-Material enthält 
quartäre Ammonium-Gruppen auf dem Trägermaterial, das mit den sauren Gruppen der V1-
ATPase in Wechselwirkung tritt. Die Elution erfolgt durch einen Salzgradienten (NaCl) im 
Elutionspuffer. Dabei werden die geladenen  Gruppen des Proteins durch elektrisch 
gleichnamige Ionen des Salzes vom Trennmaterial verdrängt. Daher erscheinen die Proteine 
am Säulenende in der Reihenfolge steigender Oberflächenladungsdichte. In einem zweiten 
chromatographischen Schritt werden die ATPase-haltigen Fraktionen der Mono-Q-Säule einer 
Gelpermeationschromatographie (Sephacryl 300-Material) unterzogen. Dabei permeieren die 
Proteine durch ein poröses Trennmaterial, dessen Hohlräume vergleichbare Größe wie die 
Proteinmoleküle besitzen. Große Proteine dringen nur in wenige Hohlräume ein und wandern 
daher auf kurzem Weg zurück (Labyrinth-Effekt). Sie werden daher vom Trennmaterial 
längere Zeit zurückgehalten als große Moleküle. Die Proteine erscheinen am Säulenende in 
der Reihenfolge fallender Partikelgrößen (Molekulargewichte). Die Reinheit und die 
Untereinheitenzusammensetzung des isolierten Proteins wird mittels Gelelektro-phorese 
anaylsiert (s. 1.2.3.1).  
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