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1 Einleitung

1.1 Bone Morphogenetic Proteins (BMPs)

Entdeckung und Nomenk la tu r Im Jahr 1965 beschrieb Urist erstmals die Induk-

tion von Knochenneubildung durch demineralisierte Knochenmatrix in vivo, die er und van

de Putte in etwa 300 Experimenten nachweisen konnten. Bereits zuvor gab es Hinweise auf

die Bildung von Knochengewebe, hervorgerufen durch heterogene, diffundierbare Faktoren

[Goldhaber, 1961; Moss, 1960; Saxen & Taivonen, 1962]. Sechs Jahre nach Urists Veröffent-

lichung konnten er und seine Mitarbeiter die Eigenschaft demineralisierter Knochenmatrix,

endochondrale Osteogenese de novo zu induzieren, auf einen Glykoproteinkomplex zurück-

führen, den sie als bone morphogenetic protein (BMP) bezeichneten. In den folgenden Jahren

gab es zahlreiche Versuche, den BMP-Komplex zu extrahieren und anzureichern [z.B.: Sam-

path & Reddi, 1981; Urist & Mikulski, 1979; Urist et al., 1983]. Schließlich konnten –– mehr

als 20 Jahre nach Urists Pionierarbeit –– einzelne Proteinkomponenten des Komplexes isoliert

werden [Hauschka et al., 1986; Sampath et al., 1987; Urist et al., 1984]. 1988 wurden die

ersten drei von ihnen charakterisiert, die für sie kodierenden Nucleotidsequenzen mittels ei-

ner humanen cDNA-Bank identifiziert und die Proteine als BMP-1, -2A und -3 bezeichnet

[Wang et al., 1988; Wozney et al., 1988]. Inzwischen sind mehr als 30 BMP-ähnliche Protei-

ne bekannt; sie stellen eine eigene Familie von Wachstumsfaktoren innerhalb der transforming

growth factor (TGF-)β-Superfamilie dar. Zur BMP-Familie zählen die BMPs, die osteogenic

proteins (OPs), die cartilage-derived morphogenetic proteins (CDMPs), die growth and differen-

tiation factors (GDFs), BMP-Homologe aus Drosophila, wie Decapentaplegic (DPP), 60A (glass

bottom boat, gbb) und Screw, und aus Xenopus lævis, wie der vegetalizing factor 1 (Vg-1), sowie

Nodal und Lefty [Ducy & Karsenty, 2000; Balemans & van Hul, 2002]. Die Nomenklatur der

BMPs ist jedoch historisch bedingt uneinheitlich. Daher existieren für ein Protein oft mehrere

Bezeichnungen (Tab. 1.1). Die Klassifizierung der BMPs ist aufgrund der Tatsache, daß sie in

vivo sowohl Homo- als auch Heterodimere bilden, zusätzlich komplex.
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Tabelle .: Humane BMPs: Aliasse und homologe Proteine. Daten aus Horst Ibelgauft’s
COPE: Cytokines Online Pathfinder Encyclopædia (http://www.copewithcytokines.de/, Stand:
17.08.2004), „TGF-β Superfamily“ (R�D Systems, http://www.rndsystems.com/, PDF-
Dokument: 25.02.2003, Download: 17.08.2004) und Ducy & Karsenty [2000].

BMP Aliasse, (Homologe)† # Aminosäurereste der reifen Monomere; Bemerkungen

BMP-2 BMP-2A, (DPP) 114; eine Subfamilie mit BMP-4

BMP-3 Osteogenin 110; Antiosteogen!

BMP-3B GDF-10 110; Antiosteogen! (83 % Identität mit BMP-3)

BMP-4 BMP-2B, DVR-4, (DPP) 116; eine Subfamilie mit BMP-2

BMP-5 (60A) 138

BMP-6 DVR-6, Vgr-1, (60A) 139

}
eine Subfamilie

BMP-7 OP-1, (60A) 139

BMP-8 BMP-8A, OP-2 139

BMP-8B OP-3 139

BMP-9 GDF-2 110

BMP-10 – 108; Expression nur im embryonalen Herz

BMP-11 GDF-11 109

BMP-12 GDF-7, CDMP-3 104

BMP-13 GDF-6, CDMP-2 120

BMP-14 GDF-5, CDMP-1 120

BMP-15 GDF-9B, (GDF-9) 125; Gen in Säugern X-chromosomal lokalisiert; nur 6 Cy-
steine, Bildung von Homodimeren (und Heterodimeren
mit dem Homologen GDF-9) ohne intermolekulare Di-
sulfidbrücke zwischen den Monomeren [Liao et al., 2003]

BMP-16 (Nodal) 110 [Celeste & Murray, 2001]

BMP-17 (Lefty) 224 [Celeste & Murray, 2002]

BMP-18 (Lefty) 231 [Celeste & Murray, 2002]
† 60A

/
glass bottom boat (gbb, Drosophila), CDMP = cartilage-derived morphogenetic protein, DPP = Decapen-

taplegic (Drosophila), DVR = DPP-Vg-related, GDF = growth and differnetiation factor, Lefty (Xenopus lævis),
Nodal (Xenopus lævis), TGF-β = transforming growth factor β, Vg-1 = vegetalizing factor 1 (Xenopus lævis), Vgr-1
= Vg-1-related

http://www.copewithcytokines.de/
http://www.rndsystems.com/
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Bio log i s che Funkt ionen von BMPs BMPs sind auto- und parakrin wirkende Cyto-

kine und entwicklungsbiologisch von enormer Bedeutung. In Drosophila beeinflussen BMPs,

wie DPP, Screw und 60A, beispielsweise die Imaginalscheibenentwicklung und die dorsal/ven-

tral-Polarisierung im frühen Embryonalstadium [Raftery & Sutherland, 1999]. In Vertebraten

steuern BMPs neben der Ausbildung der Körperachsen unter anderem die Differenzierung

und das Wachstum von Organen und Gliedmaßen während der Embryonalentwicklung [Ho-

gan, 1996]. BMP-Nullmutationen führen in den meisten Fällen zum Tod des Embryos bezie-

hungsweise zu schweren Mißbildungen an Skelett, Gliedmaßen und inneren Organen [Ducy

& Karsenty, 2000; Wozney, 2002; Zhang & Bradley, 1996]. Außerdem konnten für einzelne

Zellinien sowohl apoptoseinduzierende als auch -hemmende Wirkungen einiger BMPs ge-

zeigt werden [Haÿ et al., 2001; Izumi et al., 2001; Song et al., 1998]. Nicht zuletzt sind die

Mitglieder dieser Proteinfamilie im adulten Organismus am Knochenumbau und der Heilung

von Schäden am Skelett beteiligt [Bostrom, 1998].

Ursprünglich sollte die Bezeichnung bone morphogenetic protein die Fähigkeit dieser Pro-

teine, ektopisch¹ die endochondrale² Osteogenese zu induzieren, hervorheben. Doch gibt

es diesbezüglich große Unterschiede innerhalb der BMP-Familie. Die durch BMPs hervoge-

rufenen Differenzierungsvorgänge, die schließlich zur Bildung von neuem Knochengewebe

führen, lassen sich auch in Zellkultur verfolgen. Durch Verwendung unterschiedlich differen-

zierter Zellinien, wie C3H10T1/2 (pluripotente mesenchymale Vorläuferzellen der Maus),

C2C12 (nicht ausdifferenzierte Maus-Myoblasten) und TE-85 (Osteosarkomzellen), konn-

ten Cheng et al. in einer vergleichenden Untersuchung zur Aktivität von 14 humanen BMPs

(BMP-2 bis BMP-15) zeigen, daß BMP-2, -6 und -9 über das größte osteoinduktive Poten-

tial von den untersuchten BMPs verfügen, sowie in etwas geringerem Maße auch BMP-4

und -7 [Cheng et al., 2003]. BMP-2, -6 und -9 bewirkten als einzige auch die Differen-

zierung von C3H10T1/2-Zellen zu Osteoblasten. Mit BMP-3 und -12 wiederum konnte

selbst in der Osteosarkomzellinie TE-85 keine alkalische Phosphatase, ein Reporterenzym

für die Knochenneubildung, induziert werden. Neben der Aktivität alkalischer Phosphatase

wurde in dieser Studie die differenzierende Wirkung der BMPs auch anhand der Osteocalcin-

synthese und der extrazellulären Ablagerung von Calciummineralien (Matrixmineralixierung)

bestimmt.

¹ ektopisch = nicht auf oder in der Nähe von bereits vorhandenen Knochen
² endochondrale Knochenbildung = nach vorheriger Bildung von Knorpelsubstanz stattfindende Umwandlung

in Knochengewebe; im Unterschied zur intramembranösen, ohne vorherige Knorpelbildung.
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Eine besondere Stellung innerhalb der BMPs nehmen die Proteine BMP-3 (Osteogenin) und

BMP-3B ein. Für beide wurde ein antiosteogener Effekt nachgewiesen; das heißt, sie können

die osteoinduktive Wirkung anderer BMPs, wie BMP-2, inhibieren [Daluiski et al., 2001; Ba-

hamonde & Lyons, 2001; Cheng et al., 2003]. Möglicherweise geschieht dies sogar durch ver-

schiedene Mechanismen. Neben der Kompetition um Rezeptoren und downstream-Elemente

der Signalkaskade wird auch die Bildung von Heterodimeren aus proBMP-3 und anderen,

reifen BMPs als Ursache diskutiert [Hino et al., 2003, 2004].

Anwendung und Her s t e l lung von BMPs Die einzigartige Fähigkeit der BMPs,

Osteogenese de novo zu induzieren, macht sie zu einer therapeutisch interessanten Wirkstoff-

klasse. In Tierversuchen konnte gezeigt werden, daß sich BMPs insbesondere für die Be-

handlung schlecht heilender Frakturen eignen. Sie beschleunigten den Heilungsprozeß er-

heblich; die oft Monate dauernde Schließung von Lücken zwischen zwei Knochensegmenten

war bei Einsatz von BMP-haltigen Trägermaterialien innerhalb weniger Wochen abgeschlos-

sen [Teixeira & Urist, 1998; Wang, 1993]. In klinischen Studien wurden diese Befunde be-

stätigt, sodaß BMP-2 inzwischen für die Behandlung von Schienbeinfrakturen zugelassen

ist (InductOs®, Dibotermin alfa®). Allerdings führte der (noch nicht zugelassene) Einsatz

von BMP-2 bei spinalen Fusionen³ mitunter zu schweren Nebenwirkungen [Pharmazeuti-

sche Zeitschrift Nr. 37/2004, 7. September 2004]. Neben der Behandlung von Frakturen

und degenerativen Erkrankungen der Wirbelsäule werden seit einigen Jahren die Anwen-

dungsmöglichkeiten von BMPs bei der Therapie von Osteoporose, sowie in der Kiefer- und

Zahnmedizin intensiv erforscht [Hofbauer et al., 1998; McKay & Sandhu, 2002; Miyazawa

et al., 1996; Siggelkow & Hufner, 1999]. Für die Studien am lebenden Organismus wird in

den meisten Fällen auf ein Trägermaterial aufgetragenes, rekombinant hergestelltes BMP ver-

wendet. Die Trägermaterialien werden in vier Gruppen unterteilt: anorganische Träger, wie

Hydroxyapatit und Tricalciumphosphat, natürliche Polymere, wie Collagen oder Fibrin, syn-

thetische Polymere, wie Poly(α-Hydroxysäuren), und Verbundmaterialien aus den anderen

drei Gruppen [Seeherman et al., 2002].

³ Operative Maßnahmen, die eine durch rheumatische Erkrankungen, Tumore, Spondylolysthesis (Wirbelver-
schiebung) oder andere degenerative Prozesse geschädigte Wirbelsäule durch Verbindung einzelner Wirbelkörper
stabilisieren, werden als spinale Fusionen bezeichnet.
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Wie bei vielen therapeutisch interessanten Proteinen ist auch die Anwendbarkeit der BMPs

aufgrund ihrer komplizierten beziehungsweise teuren Gewinnung limitiert. So ist die Isolie-

rung von BMPs aus Knochensubstanz ein extrem aufwendiger Prozeß mit Ausbeuten von

nur 1 µg Protein je Kilogramm Knochen und birgt zudem nicht unerhebliche medizinische

Risiken [Wang et al., 1988]. Daher setzte sich schnell die rekombinante Herstellung dieser

Proteine mittels eukaryontischer Zellkulturen durch [Wang et al., 1990; Israel et al., 1992].

Inzwischen kommen auch verstärkt Herstellungsverfahren zum Einsatz, die auf der rekom-

binanter Genexpression in Escherichia coli und anschließender Renaturierung der BMPs aus

inclusion bodies (IBs) basieren [Ruppert et al., 1996; Vallejo et al., 2002; Vallejo & Rinas,

2004]. Diese liefern weit höhere Ausbeuten als die auf Zellkulturen basierten Verfahren.

Biosynthe se de r BMPs BMPs werden in eukaryontischen Zellen als Präproproteine

synthetisiert. Der N-terminalen Signalsequenz schließt sich ein bis über 300 Aminosäuren

langes, cysteinfreies Propeptid bislang unbekannter Funktion an, gefolgt von der circa 100 bis

140 Aminosäurereste enthaltenden Polypeptidkette des eigentlichen Cytokins. Eine Ausnah-

me bilden die Lefty-Homologen, wie BMP-17 und -18; die reifen Proteine sind hier bis über

230 Aminosäuren lang.

Nach dem signalsequenzvermittelten Transport des Proteins in das endoplasmatische Reti-

culum (ER) bilden die sechs hochkonservierten Cysteinreste im C-terminalen Abschnitt, also

innerhalb des später freigesetzten reifen BMPs, drei Disulfidbrücken in Form eines sogenann-

ten Cystin-Knotens aus (S. 6). In den meisten Fällen wird zudem eine weitere Disulfidbrücke,

ebenfalls in der C-terminalen Region, zwischen zwei proBMP-Molekülen gebildet; gegenwär-

tig bekannte Ausnahmen sind BMP-15 und GDF-9, die nicht-kovalent dimerisieren [Liao

et al., 2003], sowie Lefty und GDF-3. Wie bereits erwähnt, besteht auch die Möglichkeit der

Heterodimerisierung von BMPs, die eine Ebene der Regulation der BMP-Aktivität darstellt

(S. 8). Im ER und im Golgi-Apparat werden die proBMPs sowohl im N-terminalen als auch

im C-terminalen Bereich N-glycosyliert.

Der letzte Schritt bei der Reifung des BMPs ist die Abspaltung des Propeptids. Im Fall von

proBMP-4 konnte bereits gezeigt werden, daß dieser Schritt während der Embryonalentwick-

lung von SPC1⁴ (Furin) beziehungsweise SPC6 katalysiert wird [Cui et al., 1998]. Es ist an-

zunehmen, das die anderen proBMPs ebenfalls von SPCs prozessiert werden. Diese Proteasen

⁴ SPCs = subtilisin-like proprotein convertases [Steiner et al., 1992].
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spalten relativ spezifisch nach einem dibasischen Sequenzmotiv (−Arg−X−Arg/Lys−Arg−).

Nach Abschluß der posttranslationalen Modifizierung werden die reifen Proteine von der Zel-

le sezerniert. Allerdings findet die Prozessierung mitunter nicht statt oder ist unvollständig.

Die Folge ist die Sezernierung der Proformen. Daß dieses Phänomen physiologisch relevant

ist und nicht nur bei der rekombinanten Überexpression in Zellkultur auftritt, zeigen die

Untersuchungen von Lories et al., bei denen in der Synovialflüssigkeit von an rheumatoider

Arthritis leidenden Patienten ausschließlich die Proformen von BMP-2 und BMP-6 nachge-

wiesen werden konnten [Lories et al., 2003]. Die Autoren vermuten hierbei eine Schutzfunk-

tion durch Induktion von Apoptose. Beck et al. [2002] haben zudem gezeigt, daß proBMPs

auch außerhalb der Zellen von SPCs prozessiert werden.

BMP-2-St r uk tu r Wie bereits erwähnt, bilden die sechs innerhalb der BMP-Familie

hochkonservierten Cysteinreste drei Disulfidbrücken in Form eines Cystin-Knotens aus. Der

Cystin-Knoten ist eine topologisch komplexe Struktur, bei der zwei Disulfidbrücken zu-

sammen mit dem Peptidrückgrat einen Ring formen, durch welchen sich eine dritte Di-

sulfidbrücke erstreckt. Dieses Strukturmotiv ist charakteristisch für die TGF-β-Superfami-

lie, findet sich jedoch auch bei einer Vielzahl anderer Proteine, wie zum Beispiel den Neu-

rotrophinen, platelet-derived growth factor (PDGF), sowie sehr kleinen Proteinen, wie den

ω-Conotoxinen und einigen Protease-Inhibitoren [Daopin et al., 1992; McDonald & Hen-

drickson, 1993; Oefner et al., 1992; Pallaghy et al., 1994; Price-Carter et al., 1996; Wentzel

et al., 1999]

Im Fall von BMP-2 wird der Cystin-Knoten durch die Disulfidbrücken Cys43–Cys111 und

Cys47–Cys113, den zwei Cystinen des Rings, sowie Cys14–Cys79 gebildet. Zudem sind die

antiparallel orientierten Untereinheiten des BMP-2-Dimers über eine Disulfidbrücke an Po-

sition 78 kovalent miteinander verknüpft (Abb. 1.1). BMP-2 verfügt über keinen hydropho-

ben Kern; stattdessen befinden sich zahlreiche hydrophobe Aminosäureseitenketten an der

Proteinoberfläche [Scheufler et al., 1999]. In der Kontaktregion zwischen den zwei Unter-

einheiten sind viele polare und geladene Seitenketten lokalisiert, woraus die gegenüber dem

BMP-2-Monomer stärkere Hydrophobizität des nativen Dimers resultiert. Das charakteristi-

sche Sekundärstrukturmerkmal von BMP-2 sind stark verdrehte, antiparallele β-Faltblätter.

Das Protein enthält außerdem eine α-Helix. Der flexible N-Terminus von BMP-2 vermittelt

die Bindung des Proteins an Heparin [Ruppert et al., 1996].
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(a)

(b)

Abbildung .: BMP-2-Dimer –– Kristallstruktur [Scheufler et al., 1999]. (a) Cartoon-Darstellung
der Sekundärstrukturelemente der zwei Untereinheiten (rot und blau), sowie der Disulfidbrücken
(gelb). Zum besseren Verständnis der Struktur ist in der Literatur der Vergleich eines BMP(-2)-Di-
mers mit zwei (linken, dreifingerigen) Händen gebräuchlich [Griffith et al., 1996, BMP-7-Struk-
tur]. Der Daumen einer Hand entspricht dem N-Terminus eines Monomers, der in dieser Abbil-
dung zum Betrachter weist und in der Kristallstruktur nur teilweise aufgelöst ist. Die zwei anderen
Finger weisen hier beide nach links bzw. rechts und entsprechen den antiparallelen, verdrehten β-
Strängen von BMP-2. An den Enden dieser zwei Finger befinden sich die Rezeptorbindestellen des
Moleküls, außen –– an den Knöcheln –– für die Typ II-Rezeptoren und innen für die Rezeptoren
vom Typ I (Abb. 1.2). Die α-Helix eines BMP-2-Monomers wird dem Handballen gleichgesetzt.
(b) van-der-Waals-Oberfläche des Moleküls. Carboxylgruppen in blau und Amino-/Guanidino-
gruppen in rot.
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Signa l t r ansdukt ion und Regu l a t ion de r BMP-Akt i v i t ä t Die dimere BMP-

Struktur führt mit je zwei Bindestellen für zwei verschiedene Rezeptortypen je Monomer zur

Bildung heterooligomerer Rezeptorkomplexe. Die bekannten BMP-Rezeptoren gehören zur

Klasse der Serin/Threonin-Kinase-Rezeptoren und werden in Typ I- und Typ II-Rezepto-

ren unterschieden [ten Dijke et al., 1994; Koenig et al., 1994]. Typ I-Rezeptoren binden an

die Innenseite und Typ II-Rezeptoren an die Außenseite der „Finger(spitzen)“ eines BMP-

Dimers (Abb. 1.1 u. 1.2). Man unterscheidet bislang vier Typ I-Rezeptoren (ALK-1, BMPR-

IA (ALK-3), BMPR-IB (ALK-6), ActR-IA (ALK-2)) und drei Typ II-Rezeptoren (BMPR-II,

ActR-II und ActR-IIB).⁵ Komplexe aus einem BMP-Liganden und jeweils einer extrazellu-

lären Domäne (ECD) eines Typ I- beziehungsweise Typ II-Rezeptors konnten inzwischen

kristallisiert und die Ligand-Rezeptor-Wechselwirkungen durch Mutagenesestudien charak-

terisiert werden [Greenwald et al., 2003; Keller et al., 2004; Kirsch et al., 2000a,b; Sebald &

Mueller, 2003]. In Abbildung 1.2 ist ein BMP-7-Dimer im Komplex mit den extrazellulären

Domänen von BMPR-IA und ActR-II dargestellt [Sebald & Mueller, 2003].

Welche der möglichen Signalkaskaden durch ein BMP-Molekül ausgelöst wird, ist abhän-

gig davon, ob es an einen vorgeformten Rezeptorkomplex bindet oder ob die Rezeptoroligo-

merisierung erst durch die Ligandenbindung ausgelöst wird. Die Bindung an bereits vorhan-

dene Typ-I-II-Rezeptorkomplexe aktiviert intrazellulär den Smad-Signalweg⁶, während die

BMP-induzierte Dimerisierung von zwei Typ I-Rezeptoren und die darauf folgende Rekrutie-

rung von Typ II-Rezeptoren in diesen Komplex den p38/MAPK⁷-Signalweg auslöst [Gilboa

et al., 2000; Nohe et al., 2002]. Der p38-Weg bewirkt die Induktion alkalischer Phosphatase,

dem Reporterenzym für die Differenzierung der Zellen zu Osteoblasten. Die dritte Variante

der BMP-Rezeptor-Komplexbildung führt über die Bindung des Liganden an zwei hochaffine

Typ II-Rezeptoren und die nachfolgende Assoziation mit zwei niedrigaffinen Typ I-Rezepto-

ren zur Aktivierung des Smad-Signalwegs [Greenwald et al., 2003; Sebald & Mueller, 2003].

Die Heterooligomerisierung der BMP-Rezeptoren ist essentiell für die Auslösung einer

Signalkaskade in der Zielzelle. Im BMP-Rezeptor(I/II)-Komplex aktiviert die intrazelluläre

Kinasedomäne eines Typ II-Rezeptors einen Typ I-Rezeptor durch Phosphorylierung dessen

⁵ BMPR = BMP-Rezeptor; ActR = Activin-Rezeptor; ALK = activin receptor-like kinase. BMPR-IA/B und II
sind spezifisch für BMPs, während ActR-IA und ActR-II(B) auch die Signaltransduktion von Activinen vermit-
teln. Activine sind TGF-β-Proteine, die die Freisetzung des Follikel-stimulierenden Hormons (FSH) aus der
Hypophyse bewirken.
⁶ Smad = sma + mothers against DPP [Savage et al., 1996; Sekelsky et al., 1995]
⁷ MAPK = mitogen activated protein kinase
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Abbildung .: BMP-7-Dimer (blau und
gelb) im Komplex mit BMPR-IA (ECD,
grün) und ActR-II (ECD, rot). (a) Die
zweizählige Symmetrieachse ist mit einer
unterbrochenen Linie senkrecht zur Cy-
toplasmamembran dargestellt. (b) Der
Komplex mit Blick auf die von der
Zelle abgewandten Seite. Es wird deut-
lich, daß die extrazellulären Domänen
der zwei Rezeptortypen nicht miteinan-
der in Kontakt stehen. Abbildung aus
Sebald & Mueller [2003] (Überlagerung
von zwei Kristallstrukturen [Greenwald
et al., 2003; Kirsch et al., 2000b]).

Glycin-Serin-reicher (GS-)Domäne. Der aktivierte Typ I-Rezeptor wiederum phosphoryliert

die initialen downstream-Elemente der entsprechenden Signalwege [Wrana et al., 1994]. Aus-

führliche Übersichtsartikel zu diesen Themen stammen von Balemans & van Hul [2002], von

Bubnoff & Cho [2001], Canalis et al. [2003] und Chen et al. [2004].

Die komplexe Regulation der BMP-Aktivität spielt vor allem während der Embryonalent-

wicklung eine große Rolle, da hier die Ausbildung von definierten Gradienten der beteilig-

ten Morphogene entscheidend für die richtige Polarisierung des Embryos ist [Eldar et al.,

2002]. In jüngster Zeit wurden daher vor allem die regulatorischen Elemente im extrazellulä-

ren Raum intensiv erforscht. Dazu zählen lösliche BMP-Inhibitoren (Noggin, Chordin/Sog,

Chordin-ähnliche, Follistatin, DAN/Cerberus, Sclerostin), Coinhibitoren (Tsg), die Inhibi-

toren spaltenden Proteasen (BMP-1/Tolloid/Xolloid), membranständige Pseudorezeptoren

(BAMBI) und spezielle Proteoglycane (Biglycan) [Marqués et al., 1997; Oelgeschläger et al.,

2000; Onichtchouk et al., 1999; Scott et al., 2000].⁸

Das aufgrund fehlender Homologie nicht mehr zur BMP-Familie zählende BMP-1 nimmt

dabei gleich mehrfach indirekten Einfluß auf die endochondrale Ossifikation. Es ist nicht nur

⁸ Sog = Drosophila short gastrulation, DAN = differential screening-selected gene aberrant in neuroblastoma,
Tsg = twisted gastrulation, BAMBI = BMP and activin membrane-bound inhibitor
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in der Lage, die BMP
/
DPP-Antagonisten Chordin und Sog zu inaktivieren, sondern bewirkt

auch die Reifung von Collagen und Biglycan, einem Proteoglycan mit positiv-regulatorischem

Einfluß auf die Knochenbildung [Kessler et al., 1996; Li et al., 1996; Marqués et al., 1997;

Scott et al., 2000]. Die Rolle von Mucopolysacchariden und Proteoglycanen im „Netzwerk“

der BMP-Effektoren wird erst seit kurzem genauer untersucht [Fujise et al., 2003; Scott et al.,

2000]. Weitere Regulationsmechanismen sind die Bildung von BMP-Heterodimeren und, im

Cytosol, die Bindung von inhibitorischen und Co-Smads an die von den BMP-Rezeptoren

aktivierten Smads [Liao et al., 2003; Savage et al., 1996; Sekelsky et al., 1995]

Im Zusammenhang mit der Regulation der BMP-Aktivität ist auch die Prozessierung der

proBMPs besonders interessant, da das extrazelluläre Vorkommen der Proformen die Frage

aufwirft, inwieweit die nachfolgenden Elemente bis hin zur Rezeptorbindung und -oligomeri-

sierung davon beeinflußt werden. Zugleich ist diese Ebene der Regulation der BMP-Aktivität

bislang nur wenig verstanden und erforscht.

1.2 Propeptide und Proproteine

Obwohl nach Anfinsen [1973] die Tertiärstruktur einer Polypeptidkette durch ihre Ami-

nosäuresequenz determiniert ist, sind an den Faltungsprozessen in vivo oft weitere Proteine

beteiligt. Dazu zählen Proteindisulfidisomerasen (PDI, DsbA/C, DsbB/D), Peptidyl-prolyl-

cis/trans-Isomerasen (Cyclophiline, FKBPs, Parvuline), sowie molekulare Chaperone [Über-

sichtsartikel: Beissinger & Buchner, 1998; Fischer et al., 1998; Freedman et al., 1994; Gothel

& Marahiel, 1999; Creighton, 1991; Schwarz et al., 1996]. Aber auch bei der in vitro-Faltung

läßt sich durch Einsatz nicht-stöchiometrischer Mengen dieser „Faltungshelfer“ die Ausbeute

an nativem Protein erhöhen.

Bei vielen Proteinen ist die in vivo-Faltung abhängig von ihrem Propeptid, einem Abschnitt

der Polypeptidkette, der nach der Biosynthese und Faltung durch Proteasen abgespalten wird.

Werden diese Proteine ohne ihr Propeptid synthetisiert, sind sie nicht in der Lage, in ihre

native Konformation zu falten. Mitunter genügt aber die Synthese der Propeptide in trans,

also als separates Polypeptid, um die Faltung der betreffenden Proteine zu bewirken. Die-

se Propeptide werden auch als intramoleculare chaperones (IMCs) bezeichnet [Inouye, 1991].

Sie unterscheiden sich von den oben genannten molekularen Chaperonen durch eine extrem
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hohe Substratspezifität. Zwar handelt es sich bei IMCs um echte Katalysatoren, da sie die Ak-

tivierungsenergie für die Faltung durch Interaktion mit der reifen Polypeptidkette verringern

[Eder et al., 1993]. Allerdings sind sie in der Regel nur in äquimolaren Mengen wirksam, da

sie nach abgeschlossener Faltung mit dem reifen Protein nicht-kovalent verbunden bleiben.

Diese Art der propeptidabhängigen Proteinfaltung wurde erstmals für Subtilisin E gezeigt

und später bei einer Vielzahl weiterer Proteasen beobachtet [Ikemura et al., 1987; Silen &

Agard, 1989; Winther & Sørensen, 1991]. Die Propeptide fungieren in den meisten Fällen

auch als hochaffine Inhibitoren der jeweiligen Protease [Baker et al., 1992; Fox et al., 1992;

Ohta et al., 1991]. Ein anderer Mechanismus der propeptidvermittelten Proteinfaltung findet

sich beispielsweise beim bovine pancreatic trypsin inhibitor (BPTI). Hier bildet das sehr kur-

ze N-terminale Propeptid während der Faltung Disulfidintermediate mit dem reifen Protein

[Creighton et al., 1993].

Im Zusammenhang mit den in dieser Arbeit untersuchten BMP-2-Varianten sind vor al-

lem Funktionen interessant, die bislang schon für Propeptide von Cystin-Knoten-Proteinen

gezeigt werden konnten. Im Fall von β nerve growth factor (β-NGF) konnte die bereits er-

wähnte Katalyse der in vitro-Faltung des Proteins durch das Propeptid nachgewiesen werden

[Rattenholl, 2001; Rattenholl et al., 2001a,b]. Allerdings gibt es für proNGF auch einen Re-

zeptor, der eine andere Signalkaskade auslöst, als die Rezeptoren für NGF [Lee et al., 2001;

Nykjaer et al., 2004].

Das Propeptid des macrophage-inhibitory cytokine (MIC-)1, einem Mitglied der TGF-β-

Familie, fungiert als eine Art Qualitätskontrolle für die korrekte Faltung des reifen Cytokins.

Falsch gefaltete Formen werden durch den N-Terminus des Propeptids dem Abbau in Pro-

teasomen zugeführt [Bauskin et al., 2000].

Für TGF-β1 konnte gezeigt werden, daß das Protein nur bei Expression der Proform bezie-

hungsweise bei Coexpression von Propeptid und reifem Protein von eukarayontischen Zellen

sezerniert wird [Gray & Mason, 1990]. Diese Unersuchungen erlauben aber keine Rückschlüs-

se auf die Faltung des Proteins. Bislang liegen auch noch keine Daten zur in vitro-Faltung von

proTGF-β1 vor. Das reife Protein konnte jedoch –– im Unterschied zu β-NGF –– mit hohen

Ausbeuten in vitro renaturiert werden [Cerletti et al., 1997]. Daher läßt sich spekulieren, daß

in diesem Fall die Rolle des Propeptids bei der Biosynthese des reifen Proteins eher in der

Steuerung der posttranslationalen Modifizierung und Sekretion besteht. Dafür sprechen auch

die Untersuchungen von Sha et al. [1991] zu funktionellen Domänen innerhalb des TGF-β1-
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Propeptids; Deletions- und Insertionsmutanten des Propeptids hatten, abhängig davon, ob sie

in cis beziehungsweise trans mit dem reifen Cytokin exprimiert wurden, unterschiedliche Ef-

fekte auf die Maturation und Sekretion von TGF-β1. Die Untersuchungen von Brunner

et al. [1989] lassen aber vermuten, daß zumindest die Ausbildung der Disulfidbrücke zwi-

schen zwei TGF-β1-Propeptiden einen Einfluß auf die kovalente Dimerisierung des reifen

TGF-β1 haben könnte.

Neben ihren noch nicht aufgeklärten Aufgaben bei der Biosynthese fungieren die kovalent

dimerisierten Propeptide von TGF-β1, -2 und -3 auch als Inhibitoren der reifen Proteine.

Die dimeren Propeptide werden daher auch latency-associated peptides (LAPs) bezeichnet [Bo-

newald et al., 1991; Miller et al., 1992]. Latenter TGF-β besteht aus einem TGF-β- und

einem LAP-Dimer und kann durch proteolytische Spaltung oder pH-induzierte Dissoziation

des LAPs aktiviert werden [Lawrence et al., 1985; Lyons et al., 1990]. Die Wechselwirkungen

zwischen dem LAP und TGF-β sind bislang völlig unzureichend charakterisiert worden. Die

einzigen in der Literatur verfügbaren spektroskopischen Daten sind Fern-UV-CD-Spektren

von TGF-β1, β1-LAP und dem Komplex beider Proteine [McMahon et al., 1996]. Diese Da-

ten sprechen für Wechselwirkungen zwischen TGF-β1 und dem β1-LAP, die mit Änderungen

der Sekundärstruktur in einem oder in beiden Proteinen verbunden sind. Spektroskopische

Analysen zu Proproteinen der TGF-β-Familie wurden bislang jedoch nicht veröffentlicht.

Im Unterschied zu den TGF-β-LAPs ist die biologische Bedeutung der BMP-Propeptide

bislang nur wenig erforscht. Zwar werden reife BMPs nur nach Expression im Kontext mit

einem Propeptid von eukaryontischen Zellen sezerniert, gegen einen unmittelbaren, spezifi-

schen Effekt der Propeptide auf die Faltung der BMPs spricht allerdings die erfolgreiche in

vitro-Renaturierung von Mitgliedern dieser Proteinfamilie in ihrer reifen Form, wie BMP-2

und DPP [Ruppert et al., 1996; Groppe et al., 1998; Vallejo et al., 2002; Vallejo & Rinas,

2004]. Auch die in vivo-Untersuchungen zum Einfluß der Propeptide auf die biologische

Aktivität der verschiedenen BMPs lassen an einer IMC-Funktion zweifeln. Hierbei konnten

zahlreiche Fusionen von Propeptiden mit nur entfernt verwandten reifen BMPs unter Se-

zernierung der biologisch aktiven Cytokine erfolgreich exprimiert werden [z.B.: Constam &

Robertson, 1999; Dale et al., 1993; Kessler & Melton, 1995; Thomsen & Melton, 1993]. Für

proBMP-4 konnten Cui et al. [2001] zeigen, daß nach der Spaltung der primären Erken-

nungssequenz, unmittelbar N-terminal von reifem BMP-4, die Spaltung an einer zweiten, 35

Aminosäuren oberhalb befindlichen Stelle erfolgen muß, damit reifes BMP-4 von den Zellen



1 . 3 Ziele der Arbe it 

sezerniert wird. Die Autoren vermuten, daß das Propeptid mit dem reifen Wachstumsfaktor

verbunden bleibt, bis diese zweite Spaltung erfolgt ist. Diese Ergebnisse lassen auf einen Ein-

fluß der BMP-Propeptide auf die posttranslationale Modifizierung, Sekretion, Diffusion und

Aktivierung beziehungsweise den turnover der BMPs schließen. Im Unterschied zu den LAPs

der TGF-βs enthalten die BMP-Propeptide jedoch keine Cysteinreste. Mögliche Interaktio-

nen untereinander und mit reifen BMPs bis hin zu einer LAP-ähnlichen Funktion könnten

also grundsätzlich anderer Natur als im Fall von TGF-β sein.

1.3 Ziele der Arbeit

Wie in den vorangehenden Abschnitten deutlich wurde, besteht durchaus die Notwendigkeit,

die Proformen und Propeptide der BMPs näher zu charakterisieren, da sie sehr wahrschein-

lich eine bedeutende Rolle bei der Regulation der Biosynthese und Aktivität der Knochen-

wachstumsfaktoren spielen. Für die funktionelle und strukturelle Analyse werden homogene

Präparationen von proBMPs beziehungsweise den BMP-Propeptiden benötigt. Bislang exi-

siteren aber keine Herstellungsverfahren, mit denen sich die erforderlichen Proteinmengen

bereitstellen lassen.

BMP-2 ist das bislang am besten untersuchte Mitglied dieser Proteinfamilie. Zudem zählt

es zu den wirksamsten Induktoren endochondraler Knochenneubildung. Im Rahmen dieser

Arbeit sollten daher die Proform und das Propeptid von BMP-2 untersucht werden. In Abbil-

dung 1.3 ist die Sequenz von proBMP-2 und der Aufbau des Proteins schematisch dargestellt.

Die erste Aufgabe bestand darin, die für proBMP-2 und das Propeptid codierenden cDNAs

rekombinant in E. coli zu exprimieren. Danach sollten effiziente Renaturierungs- und Rei-

nigungsverfahren für die bei der Expression in Form von inclusion bodies erhaltenen Pro-

teine etabliert werden. Parallel dazu war reifes BMP-2 unter den selben Bedingungen wie

proBMP-2 zu renaturieren, um die Frage zu beantworten, inwieweit das Propeptid die Fal-

tung von BMP-2 in vitro beeinflußt.

Die Arbeiten von Constam & Robertson [1999] und Cui et al. [2001] sprechen stark für

einen Einfluß der Propetide auf die BMP-Aktivität. Daher mußte eine Methode zur proteo-

lytischen Freisetzung von BMP-2 aus der Proform entwickelt werden, um dessen Aktivität

mit der von renaturiertem, reifem BMP-2 vergleichen zu können.
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−284 MGSSHHHHHH SSGLVPRGSH MGAAGLVPEL GRRKFAAASS GRPSSQPSDE VLSEFELRLL −225
−224 SMFGLKQRPT PSRDAVVPPY MLDLYRRHSG QPGSPAPDHR LERAASRANT VRSFHHEESL −165
−164 EELPETSGKT TRRFFFNLSS IPTEEFITSA ELQVFREQMQ DALGNNSSFH HRINIYEIIK −105
−104 PATANSKFPV TRLLDTRLVN QNASRWESFD VTPAVMRWTA QGHANHGFVV EVAHLEEKQG −45
−44 VSKRHVRISR SLHQDEHSWS QIRPLLVTFG HDGKGHPLHK REKRQAKHKQ RKRLKSSCKR 16
17 HPLYVDFSDV GWNDWIVAPP GYHAFYCHGE CPFPLADHLN STNHAIVQTL VNSVNSKIPK 76
77 ACCVPTELSA ISMLYLDENE KVVLKNYQDM VVEGCGCR 114

20 264 114

6-
H

is

Propeptid BMP-2

Abbildung .: Aminosäuresequenz und schematische Darstellung des in dieser Arbeit untersuchten
proBMP-2 (blau + rot) mit N-terminalem His-Tag (schwarz). Die Numerierung der Aminosäure-
reste erfolgt jeweils relativ zur Spaltstelle zwischen Propeptid (blau) und reifem BMP-2 (rot), den
zwei anderen hier untersuchten BMP-Varianten. Die Prolinreste des Proteins sind unterstrichen.
In der schematischen Darstellung ist die Disulfidverbrückung des nativen, dimeren Proteins durch
die schwarzen Linien gekennzeichnet; die Zahlen entsprechen den Aminosäureresten in den drei
Sequenzabschnitten.

Anschließend sollten proBMP-2, BMP-2 und das Propeptid mittels spektroskopischer Me-

thoden miteinander verglichen werden. Ziel war es, Unterschiede in Struktur und Stabili-

tät zwischen Propeptid beziehungsweise BMP-2 in isolierter Form und als Bestandteil von

proBMP-2 aufzudecken. Die Ergebnisse dieser Untersuchungen sollten zu einem besseren

Verständnis der Interaktion zwischen BMPs und ihren Propeptiden, sowie möglicher Funk-

tionen der proBMPs und Propeptide beitragen.



2 Material & Methoden

2.1 Material

.. Chemikalien, Reagenzien, Enzyme, Proteine

Tabelle .: Chemikalien (Reinheit mindestens p.a., falls nicht angegeben)

Chemikalie Hersteller
Aceton Carl Roth (Karlsruhe)
Acetonitril, ROTISOLV® Carl Roth (Karlsruhe)
Acrylamid/Bisacrylamid 29:1 Carl Roth (Karlsruhe)
Agar Agar, für die Mikrobiologie Carl Roth (Karlsruhe)
Agarose, für die Molekularbiologie MP Biomedicals† (Eschwege)
Ammoniumchlorid Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Ammoniumperoxodisulfat Carl Roth (Karlsruhe)
Ampicillin, für die Mikrobiologie Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
l-Arginin / l-Arginin-HCl, 98,5 % Ajinomoto (Tokyo, Japan)
Borsäure Carl Roth (Karlsruhe)
Bromphenolblau Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Coomassie Brilliant Blue R250 Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Dimethylsulfid (DMS) Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Dimethylsulfoxid (DMSO) Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Dithiothreitol, Electrophoresis Grade MP Biomedicals† (Eschwege)
EDTA, TITRIPLEX®, p.a. Merck (Darmstadt)
Essigsäure, 96 %, p.a. Merck (Darmstadt)
Essigsäure, 99–100 %, p.a. (Eisessig) Mallinckrodt Baker (Deventer, Holland)
Ethanol, ROTISOLV® Carl Roth (Karlsruhe)
Ethidiumbromid, 1 % wässrige Lösung AppliChem (Darmstadt)
Formaldehyd, 37 % Merck (Darmstadt)
Glucose, DAB Qualität Carl Roth (Karlsruhe)
Glutathion, oxidiert (GSSG) Roche Diagnostics (Penzberg)
Glutathion, reduziert (GSH) MP Biomedicals† (Eschwege)
Glycerin, wasserfrei Merck (Darmstadt)
Glycerin, 85 % Merck (Darmstadt)
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Tabelle .: Chemikalien (Fortsetzung)

Chemikalie Hersteller
Glycin Carl Roth (Karlsruhe)
Guanidiniumchlorid, C-Grade Nigu Chemie (Waldkraiburg)
Harnstoff MP Biomedicals† (Eschwege)
Harnstoff, Ultra (99,5 %) Fluka-Chemica (Neu-Ulm)
Hefeextrakt, OHLY KAV Deutsche Hefewerke (Hamburg)
Hefeextrakt, für die Mikrobiologie DIFCO (Detroit, USA)
HEPES, Biotechnology Grade Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
HEPES, SigmaUltra Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Heptafluorobuttersäure Carl Roth (Karlsruhe)
IPTG AppliChem (Darmstadt)
Jodacetamid MP Biomedicals† (Eschwege)
Kaliumchlorid Carl Roth (Karlsruhe)
Kalium-di-hydrogenphosphat Merck (Darmstadt)
di-Kaliumhydrogenphosphat Merck (Darmstadt)
Kaliumhydroxid Merck (Darmstadt)
Kalziumchlorid Merck (Darmstadt)
Kanamycin, für die Mikrobiologie Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Kupfer-(II)-chlorid Merck (Darmstadt)
2-Mercaptoethanol Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Magnesiumchlorid Merck (Darmstadt)
Magnesiumsulfat Carl Roth (Karlsruhe)
MES, Pufferqualität Merck (Darmstadt)
Methanol, ROTISOLV® Carl Roth (Karlsruhe)
MOPS, Pufferqualität Merck (Darmstadt)
Natriumazid Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Natriumcarbonat, wasserfrei Merck (Darmstadt)
Natriumchlorid Merck (Darmstadt)
Natriumdesoxycholat Berlin-Chemie (Berlin)
di-Natriumhydrogenphosphat Merck (Darmstadt)
Natrium-di-hydrogenphosphat Merck (Darmstadt)
Natriumhydroxid Merck (Darmstadt)
Natriumthiosulfat·5H₂O Merck (Darmstadt)
Phenol Carl Roth (Karlsruhe)
Phenylmethylsulfonylfluorid AppliChem (Darmstadt)
o-Phosphorsäure, 85 %, p.a. Carl Roth (Karlsruhe)
PLURIOL® P2000 (PPG, 50 %) BASF (Ludwigshafen)
Polyethylenglykol 400, 4000 & 35000 Fluka-Chemica (Neu-Ulm)
2-Propanol, ROTISOLV® Carl Roth (Karlsruhe)
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Tabelle .: Chemikalien (Fortsetzung)

Chemikalie Hersteller
Salzsäure, 25 % & 32 % Carl Roth (Karlsruhe)
SDS Carl Roth (Karlsruhe)
Silbernitrat Carl Roth (Karlsruhe)
TEMED Carl Roth (Karlsruhe)
Thiamin Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Trichloressigsäure Carl Roth (Karlsruhe)
Trifluoressigsäure, zur (Peptid-)Synthese Carl Roth (Karlsruhe)
Tris, Ultra Pure MP Biomedicals† (Eschwege)
Triton X-100 Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Trypton-Pepton DIFCO (Detroit, USA)
Tween 20 Merck (Darmstadt)
Zitronensäure Merck (Darmstadt)

† MP Biomedicals ehem. ICN Biomedicals

Tabelle .: Enzyme & Proteine

Enzym/Protein Hersteller
BamH I, Puffer B Roche Diagnostics (Penzberg)
Benzonase Merck (Darmstadt)
DNase I Roche Diagnostics (Penzberg)
Lysozym, aus Hühnerei Roche Diagnostics (Penzberg)
Nde I, Puffer B Roche Diagnostics (Penzberg)
BSA, pH 5,2 Fraktion Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
RNase, aus Rinderpankreas Roche Diagnostics (Penzberg)
Thrombin Sigma-Aldrich (Deisenhofen)
Trypsin, aus Rinderpankreas Roche Diagnostics (Penzberg)
Trypsin-Inhibitor, aus Sojabohnen Sigma-Aldrich (Deisenhofen)

.. Lösungen, Medien, Puffer

Moleku l a rb io log i e

DNA-Probenpuffer (5×): 100 mm Tris/HCl, pH 8,0, 150 mm EDTA, 30 % (v
/
v) Glycerin, 0,25 %

(w
/

v) Bromphenolblau

DNA-Sequencer-Gel: 30 ml Sequagel XR (Biozym, Hess. Oldendorf ) Komplett-Puffer + 7,5 ml Se-

quagel XR Acrylamidlösung + 400 µl DMSO + 300 µl APS (10 % (w
/

v))

TAE-Puffer (50×): 2 m Tris (Base), 1 m Essigsäure, 100 mm EDTA (pH 8,5)

TBE-Puffer (10×): 890 mm Tris (Base), 890 mm Borsäure, 2,5 mm EDTA (pH 8,3)
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Mikrob io log i e
Mit † markierte Lösungen wurden 60 min bei 121 °C autoklaviert. Lösungen, die sterilfiltriert wurden,
sind mit ‡ markiert. Die Zugabe von nicht autoklavierten Lösungen zu autoklavierten erfolgte erst
nach deren Abkühlung unter 55 °C.

Antibiotika-Stammlösungen: 100 mg
/

ml Ampicillin, 50 mg
/

ml Kanamycin‡

LB-Medium (modifiziert): 10 g
/

l Trypton, 5 g
/

l Hefeextrakt, 5 g
/

l NaCl, 375 µl
/
l 10 m NaOH† ±

0,1 % (v
/

v) Antibiotika-Stammlösung‡

LB-Agarplatten: 1,5 % (w
/

v) Agar-Agar in LB-Medium† ± 0,1 % (v
/
v) Antibiotika-Stammlösung‡

SOB-Medium: 20 g
/
l Trypton, 5 g

/
l Hefeextrakt, 10 mm NaCl, 2,5 mm KCl†

SOC-Medium: SOB-Medium† + 1 % (v
/
v) Magnesium-Stammlösung (1 m MgSO₄, 1 m MgCl₂)

‡ +

1 % (v
/
v) 40 % (w

/
v) Glucose‡

2YT-Medium: 17 g
/

l Trypton, 10 g
/

l Hefeextrakt, 5 g
/

l NaCl, 375 µl
/

l 10 m NaOH† + 0,1 % (v
/
v)

Antibiotika-Stammlösung‡

Lösungen für die Fermentation:

• 2×10 ml 10 % (w
/

v) Ampicillin‡

• 1×10 ml 5 % (w
/

v) Kanamycin‡

• 1×10 ml 8 % (w
/

v) Thiamin‡

• 1×10 ml 1 m IPTG‡

• 0,5 l PLURIOL® P2000†

• 0.5 l 1 m K₂HPO₄
†

• 0.5 l 1 m MgSO₄
†

• 0,5 l 25 % (v
/

v) o-Phosphorsäure
• 0,5 l 10 % (w

/
v) KOH

• 2×1,5 l Feeding-Lösung†:
30 % (w

/
v) OHLY KAV

25 % (v
/
v) Glycerin

• Hauptmedium (für 7 l)†:
– 350 g OHLY KAV
– 77 g Glycerin
– 3.5 g NH₄Cl

H₂O ad 6 l

OHLY KAV ist eine durch Autolyse gewonnene Hefeextraktpaste.

IB- Iso l i e r ung , IB-So lub i l i s i e r ung & Prote in rena tur i e r ung
Zellaufschlußpuffer: 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0, 1 mm EDTA

IB-Tritonpuffer: 60 mm EDTA, 6 % (v
/

v) Triton X-100, 1,5 m NaCl

IB-Waschpuffer: 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0, 20 mm EDTA

IB-Solubilisierungspuffer: 0,1 m Tris/HCl, pH 8,5, 6 m GdmCl, 5 mm EDTA, 200 mm DTT

IB-Dialysepuffer: 5 m GdmCl, 10 mm Essigsäure

Renaturierungspuffer: 0,1 m Tris/HCl, pH 8,0, 1,0 m l-Arginin-HCl, 5 mm EDTA, 5 mm GSSG,

2 mm GSH

Renaturierung durch Dialyse:

• Solubilisierungspuffer: 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 6 m Harnstoff, 5 mm EDTA, 0,1 m

NaCl, 20 mm DTT

• Additivpuffer: 2,0 m l-Arginin-HCl, 2,0 m Tris/HCl, pH 8,0

• Dialysepuffer 1: 1,0 m Tris/HCl, pH 8,0

• Dialysepuffer 2: 25 mm K-HEPES, pH 7,0
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SDS-Po lyac r y l amidge l ek t rophore s e (PAGE)

Proteinprobenpuffer: 12,5 % (v
/
v) SDS-PAGE-Sammelgelpuffer, 2,5 % (w

/
v) SDS, 4 % (v

/
v) Gly-

cerin, 0,1 % (w
/

v) Bromphenolblau ± 5 % (v
/

v) 2-Mercaptoethanol

Laufpuffer (10×): 250 mm Tris/HCl, pH 8,3, 1 % (w
/

v) SDS, 1,87 m Glycin

Sammelgelpuffer (4×): 500 mm Tris/HCl, pH 6,8, 0,4 % (w
/

v) SDS

Trenngelpuffer (4×): 3 m Tris/HCl, pH 8,85, 0,4 % (w
/

v) SDS

Trenngel (12 %): 6 ml AA/BAA (29:1) + 3,75 ml Trenngelpuffer + 5,25 ml H₂O + 50 µl TEMED +

120 µl APS (10 % (w
/

v)); 130×80×1 mm

Trenngel (14 %): 7 ml AA/BAA (29:1) + 3,75 ml Trenngelpuffer + 4,25 ml H₂O + 50 µl TEMED +

120 µl APS (10 % (w
/

v)); 130×80×1 mm

Sammelgel (6 %): 1 ml AA/BAA (29:1) + 1,25 ml Sammelgelpuffer + 2,75 ml H₂O + 40 µl TEMED

+ 80 µl APS (10 % (w
/

v)); 130×30×1 mm

Färbelösung: 40 % EtOH od. MeOH, 10 % Essigsäure, 1 g
/

l Coomassie Brilliant Blue R250

Entfärber: 40 % EtOH, 10 % Essigsäure

Trocknungslösung: 40 % EtOH, 5 % Glycerin

Western Blot Puffer: 50 mm H₃BO ₃/NaOH, pH 9,0, 20 % (v
/

v) MeOH

Lösungen für die Silberfärbung nach Nesterenko et al. [1995]:

• 1 % Essigsäure

• 50 % (v
/
v) Aceton

• 37 % (w
/

v) HCHO

• 50 % (w
/

v) TCA

• 10 % (w
/

v) Na₂S₂O₃·5H₂O

• 20 % (w
/

v) AgNO₃

Chromatograph i e –– Laufmi t t e l & Puffe r
Der pH der Puffer wurde bei 20 °C eingestellt. Die Puffer wurden, mit Ausnahme der RP-
Laufmittel, filtriert und entgast.

Immobilisierte Metallchelat Affinitätschromatographie

Puffer A: 20 mm KH₂PO₄, pH 7,5, 4 m GdmCl

Puffer B: 20 mm KH₂PO₄, pH 6,3, 4 m GdmCl

Puffer C: 20 mm KH₂PO₄, pH 4,5, 4 m GdmCl

Reversed Phase-High Performace Liquid Chromatography

Laufmittel A: H₂O

Laufmittel B: ACN oder 2-Propanol

mit jeweils 0,05–0,5 % TFA oder HFBA
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Heparin Affinitätschromatographie

Dialysepuffer: 0,1 m Tris, 75 mm Essigsäure, 0,2 m KH₂PO₄, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff

Puffer A: 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff

Puffer B: 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff, 1 m NaCl

Hydroxyapatit Chromatographie

Puffer A: 0,1 m K-HEPES, pH 7,0

Puffer B: 0,1 m K-HEPES, pH 7,0, 1 m KH₂PO₄

Hydrophobe Chromatographie

Puffer A: 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0

Puffer B: 50 mm Na-Acetat, pH 5,0

Puffer C: 50 mm Na-Acetat, pH 5,0, 4 m Harnstoff

Puffer D: 50 mm Na-Acetat, pH 5,0, 1 m l-Arg-HCl

Puffer E: 0,2 m Essigsäure, 6 m GdmCl

Gelpermeationschromatographie

Puffer: 0,1 m K-HEPES, pH 7,0, 350 mm KH₂PO₄

.. Primer

Alle in dieser Arbeit verwendeten PCR- und Sequenzierprimer wurden von MWG Biotech

(Ebersberg) in HPSF™-Qualität¹ hergestellt. Die Primer für die Amplifikation von bmp-2 und

bmp-2-propeptide mittels PCR (Abschnitt 2.2.1.3) sind im folgenden in 5´→3´-Richtung

aufgeführt. Zum besseren Verständnis sind außerdem die komplementären DNA-Stränge,

3´→5´, und die sich daraus ableitenden Aminosäuresequenzen angegeben. Die Primer für

die DNA-Sequenzierung waren mit dem Fluoreszenzfarbstoff IRD 800 5´-markiert.

bmp-2-propeptide-5´-PCR-Primer
Met Gly Ala Ala Gly Leu Val −→

5’-CG GAA TTC CA↓T A TG GGT GCG GCT GGC CTC GTT CC-3’
3’-GC CTT AAG GT A T↑AC CCA CGC CGA CCG GAG CAA GG-5’

NdeI

bmp-2-propeptide-3´-PCR-Primer
BamHI

5’-C G↓GA TC C TTA ACG TTT TTC TCT TTT GTG G-3’
3’-G C CT AG↑G AAT TGC AAA AAG AGA AAA CAC C-5’

Stp Arg Lys Glu Arg Lys His ←−

¹ High Purity Salt Free
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bmp-2-5´-PCR-Primer
Met Gln Ala Lys His Lys Gln −→

5’-CG GAA TTC CA↓T A TG CAA GCC AAA CAC AAA CAG CG-3’
3’-GC CTT AAG GT A T↑AC GTT CGG TTT GTG TTT GTC GC-5’

NdeI

bmp-2-3´-PCR-Primer
BamHI

5’-CC G↓GA TC C TTA CTA GCG ACA CCC ACA ACC-3’
3’-GG C CT AG↑G AAT GAT CGC TGT GGG TGT TGG-5’

Stp Stp Arg Cys Gly Cys Gly←−

5´-Sequenzierprimer (T7-Promotor, p TLT7 nach Lisse [2001])
5’-CGA AAT TAA TAC GAC TCA C-3’

3´-Sequenzierprimer (T7-Terminator, t T7 nach Schäffner [2000])
5’-GCT AGT TAT TGC TCA GCG GTG G-3’

.. Plasmide

Matrizen-DNA pcDNA3-preprobmp-2 (Invitrogen, Carlsbad, USA / Roche Diagnostics, Penz-

berg; Abbildung 2.1): ampr, neor (pSV40/pA), preprobmp-2 (cDNA, EcoRI XbaI), pT7,

pSp6, pCMV, BGHpA,SV40 ori, ColE1 ori, f1 ori

Klonierungsvektoren pET-11a, pET-15b (Novagen, Bad Soden): ColE1 ori, pT7/lac, ampr,

lacI –– pET-15b unterscheidet sich von pET-11a durch einen zusätzlichen, 60 bp langen

Bereich zwischen T7-Promotor und multipler Klonierungsregion, der für einen Hexa-

Histidin-Tag (His-Tag®) und eine Thrombinspaltstelle codiert.

pET-15-probmp-2 (Abbildung 2.1 [Hillger, 1999])

Hilfsplasmid pUBS520 [Brinkmann et al., 1989]: dnaY, p15A ori, lacIq, kanr

.. Bakterienstämme

E. coli BL21(DE3) (Novagen, Bad Soden)

E. coli B F− dcm ompT hsdSB(rB
−mB

−) gal λ(DE3)

E. coli XL1-Blue (Stratagene, La Jolla, USA)

E. coli recA1 endA1 gyrA96 thi-1 hsdR17 supE44 relA1 lac [F´ proAB lacIq ∆M15(lacZ)

Tn10 (tet r)]
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pcDNA3-preprobmp-2
6602 bp

preprobmp-2

EcoRI propeptide-5´ primer

propeptide-3´ primer

BMP-5´ primer

BMP-3´ primer

BGH pA

pSp6

f1 ori (R)

pSV40

SV40 ori

neor

SV40 pA

ColE1 ori

NdeI

ampr

pCMV

pT7

BamHI

pET-15b-probmp-2
6840 bp

probmp-2

His-Tag®

NdeI

BamHI

tT7

ampr

ColE1 ori

EcoRI

lacI

lac operator

pT7 rbs

Abbildung .: Plasmide pcDNA3-preprobmp-2 & pET-15b-probmp-2.
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.. Geräte, Kits, Standards & Zubehör

Tabelle .: Geräte, Kits, Standards & Zubehör
Produkt Hersteller

Mikrobiologie & Zellaufschluß
Dampfsterilisator Varioklav®500E H+P Labortechnik (Oberschleißheim)

Gene Pulser II Elektroporator Bio-Rad (München)

Gene Pulser Elektroporations-Küvetten 0,2cm Bio-Rad (München)

Laminar-Flow-Box HeraSafe Heraeus Instruments (Hanau)

Schüttelinkubator Multitron Infors (Bottmingen, Schweiz)

Schüttelinkubator Certomat BS-T B. Braun Biotech (Melsungen)

Bioreaktor Biostat ED (10 l, DCU/MCFSwin) B. Braun Biotech (Melsungen)

Ultra-Turrax® T25 & T50DPX IKA Labortechnik (Staufen)

Hochdruckhomogenisatoren Gaulin Micron Lab
40 & Lab 60

APV (Lübeck)

Zentrifugation
Tischzentrifugen pico & fresco Heraeus Instruments (Hanau)

Zentrifugen Avanti J-20, J-25 & J-30I Beckman (München)

analytische Ultrazentrifuge Optima XL-A Beckman (München)

Ultrazentrifuge Optima TLX Beckman (München)

Rotoren: TLA-100.3, TLA-100.4, JS-4.3, JA-
25.50, JA-30.50, JLA-16.250, JLA-10.500, JLA-
8.1000

Beckman (München)

Elektrophorese
Spannungsquelle EPS 300 & 600 Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Kammern, Rahmen & Glasplatten (Werkstattanfertigung)

SemiPhore TE-70 Elektroblotter Hoefer Scientific Instr. (San Francisco, USA)

BioTrace™ 0,45 µm PVDF-Membran Pall-Gelman (Dreieich)

Li-Cor 4000 DNA-Sequencer MWG Biotech (Ebersberg)

Dialyse & Filtration
Dialyseschläuche Spectrapor MWCO 6000–8000 Spectrum Lab (Rancho Dominguez, USA)

Cross-Flow-Filtrationsanlage Minisette & Maxi-
mate

Pall-Gelman (Dreieich)

Cross-Flow-Ultrafiltrationsmembranen Omega (8,
10, 30 & 50 kDa open channel)

Pall-Gelman (Dreieich)

Rapid Vakuumfilter 250 ml PES 0,2 µm Techno Plastic Products (Trasadingen, Schweiz)

Rundfilter 0,4 µm Millipore (Bedford, USA)
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Tabelle .: Geräte, Kits, Standards & Zubehör (Fortsetzung)
Produkt Hersteller

Spritzenvorsatzfilter Minisart RC15 (0,2 µm) Sartorius (Göttingen)

Spritzenvorsatzfilter CA & PES (0,2/0,4 µm) Schubert Laborfachhandel (Leipzig)

Zentrifugenkonzentratoren:

Macrosep 10000 MWCO Pall-Gelman (Dreieich)

Vivaspin 15R HY (10000 & 30000 MWCO) Vivascience (Hannover)

Chromatographieeinheiten
ÄKTAFPLC & Explorer100 Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Gynkotek HPLC (DG 1310, P 480 / 580, Gina
50, UVD 170S / 340S, Chromeleon v4.32)

Dionex (Idstein)

Chromatographie –– gepackte Säulen
Butyl-Sepharose FF HiTrap™ 1 & 5 ml Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Heparin-Sepharose HP HiTrap™ 1 & 5 ml Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Superdex™ 75 prep grade Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Nucleosil 500-5 C3 PPN
(125×4 & 250×10 mm)

Macherey-Nagel (Düren)

Vydac 214MS54 (250×4,6 mm) MZ-Analysentechnik (Mainz)

Protein-RP (150×3 mm) YMC (Schermbeck)

Chromatographie –– Säulenmaterial
Fractogel®EMD Phenyl (S) Merck (Darmstadt)

Heparin-Sepharose6 FF Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

SP-Sepharose HP Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Ni-NTA His•bind Superflow™ Novagen (Bad Soden)

Macro-Prep CHT-I (40 µm) Bio-Rad (München)

HA Ultrogel Biosepra (Cergy-Saint-Christophe, Frankreich)

Source 15 RPC Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Chromatographie –– Leersäulen
XK 16/240 & 26/240 Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Spektroskopie/-metrie
Ultrospec 3000 Photometer Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

DU 7400 Diodenarray-Spektrophotometer Beckman (München)

Uvikon 941 Spektrophotometer Bio-Tek Kontron Instruments (Neufahrn)

Fluoreszenzspektrometer FluoroMax-2 & -3 ISA-Spex Instruments (Edison, USA)

CD-Spektrometer 62A DS AVIV (Lakewood, USA)
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Tabelle .: Geräte, Kits, Standards & Zubehör (Fortsetzung)
Produkt Hersteller

CD-Spektrometer J710 Jasco (Gross-Umstadt)

Stopped-flow-Instrument SX.18MV Applied Photophysics (Leatherhead, UK)

Quarzglasküvetten Suprasil®

UV/CD: 104-QS (10 mm), 106-QS (0,1, 0,2 &
0,5 mm)
Flureszenz: 101F-QS (1×1 cm; Sternrührer),
108F-QS (0,4×1 cm)

Hellma (Müllheim)

Proteinkristallisation
Proteinkristallisationskits (Anzahl der Puffer)

JBScreen 1–10 (je 24) JenaBioscience (Jena)

Cristallization Basic Kit for Proteins (50), Cristal-
lization Basic Kit for Membrane Proteins (50)

Sigma-Aldrich (Deisenhofen)

Factorial Solutions (96) Abt. Huber MPI (Martinsried); (hergestellt von AG
Stubbs, Inst. f. Biotechnologie, Halle (Saale))

Crystal Screen™ (50), Crystal Screen™ II (48),
MembFac™ (48), Detergent Screen 1/2/3 (je 24),
Additive Screen 1/2/3 (je 24)

Hampton Research (Laguna Niguel, USA)

Proteinkristallisation –– Zubehör

Linbro® Zellkulturplatten MP Biomedicals(Eschwege)

CombiClover™ Platten Emerald Biostructures (Bainbridge Island, USA)

Cryschem™ Platten Hampton Research (Laguna Niguel, USA)

Crystalquick Platten Greiner BIO-ONE (Frickenhausen)

Crystal Clear Klarsichtklebefolie Manco (Avon, Taiwan)

MZ16 Mikroskop Leica Microsystems (Wetzlar)

DC150 Digitalkamera Leica Microsystems (Wetzlar)

Diverses
Feinwaage Analytical Standard 60 Ohaus (Florham Park, USA)

Waage BP4100S Sartorius (Göttingen)

pH-Meter pH526 (Elektrode SenTix61) WTW (Weilheim)

Peltier-Thermostat LFI3751 Wavelength Electronics (Bozeman, USA)

Schlauchpumpe P-1 Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

Personal Cycler Biometra (Göttingen)

Trio-Thermoblock Biometra (Göttingen)

Hybaid Omn-E Thermocycler MWG Biotech (Ebersberg)

Thermomixer Comfort Eppendorf (Hamburg)

Vertikalschüttler 3025 GFL (Burgwedel)
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Tabelle .: Geräte, Kits, Standards & Zubehör (Fortsetzung)
Produkt Hersteller

Vortex-Genie 2 Scientific Industries (Bohemia, USA)

H₂O-Deionisationsanlage Pure Lab Plus USF Seral (Ransbach-Baumbach)

Potter S Homogenisator
mit 2 ml Glasröhrchen und gekerbten PTFE-
Aufsatz

B. Braun Biotech (Melsungen)

Membranvakuumpumpe CVC2 Vaccuubrand (Wertheim)

Lyophilisationsanlage Beta 1-16 / LMC-1 Christ (Osterode)

Präzisionspritzen 1001 RNR & 1725 RNR Hamilton (Reno, USA)

Kolbenhubpipetten
Research: 0,5–10, 2–20, 20–200 & 500–5000 µl
Reference: 0,1–2,5 & 100–1000 µl

Eppendorf (Hamburg)

Polypropylen Mikroreaktionsgefäße
(0,5, 1,5 & 2,0 ml)

Eppendorf (Hamburg)

Polypropylengefäße mit Schraubdeckel
(15 & 50 ml)

Techno Plastic Products (Trasadingen, Schweiz)

Glasflaschen mit Schraubdeckel
50, 100, 250, 500, 1000, 2000 & 5000 ml

Schott (Jena)

Kits & Standards
Wizard PCR Prep, DNA Purification System Promega (Mannheim)

QIAprep Spin Miniprep Kit (250) Qiagen (Hilden)

QIAquick Gel Extraction Kit Qiagen (Hilden)

Pfu-DNA-Polymerase-Kit Promega (Mannheim)

dNTPs Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

T4-DNA-Ligase-Kit Gibco-BRL (Paisley, UK)

Sequi Therm Excel II Long-Read DNA Sequen-
cing Kit-LC

Epicentre Technologies (Madison, USA)

DNA-Standard: 100bp/1kb-Leiter Gibco-BRL (Paisley, UK)

LMW Electrophoresis Calibration Kit
(Phosphorylase B (94 kDa), Albumin (67 kDa),
Ovalbumin (43 kDa), Carboanhydrase (30 kDa),
Trypsin-Inhibitor (20 kDa), α-Lactalbumin
(14 kDa))

Amersham Pharmacia Biotech (Freiburg)

AP Test-Kit Ecoline 25 Merck (Darmstadt)

Complete™ Proteaseinhibitortabletten Roche Diagnostics (Mannheim)
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2.2 Methoden

.. Molekular- und mikrobiologische Methoden

... Transformation von E. coli-Zellen

Für die Tranformation von E. coli-Zellen mit Plasmid-DNA wurde die Methode der Elek-

troporation [Dower, 1990] angewendet. Zur Vervielfältigung wurde Plasmid-DNA in E. coli

XL1-Blue transformiert. Für die Überexpression rekombinanter Gene wurden E. coli-Zellen

des Stammes BL21(DE3) eingesetzt, die bereits zuvor mit dem Plasmid pUBS520 [Brink-

mann et al., 1989] transformiert worden waren.

40 µl der elektrokompetenten Zellen wurden auf Eis mit 100–500 ng Plasmid-DNA oder

1–4 µl eines Ligationsansatzes gemischt und in eine vorgekühlte Elektroporationsküvette mit

0,2 cm Elektrodenabstand pipettiert. Der Stromstoß wurde mit folgenden Einstellungen aus-

gelöst: U = 2,5 kV, R = 200 Ω, C = 25 µF. Unmittelbar danach wurden die Zellen in 1 ml SOC-

Medium resuspendiert und 30–45 min bei 37 °C geschüttelt. Die Selektion transformierter

Zellen erfolgte durch Ausstreichen auf ampicillinhaltigen LB-Agarplatten. Zellen, die neben

pET-Plasmiden auch pUBS520 enthielten, wurden auf LB-Agarplatten mit Ampicillin und

Kanamycin ausgestrichen. Die Platten wurden über Nacht bei 37 °C inkubiert.

Zur Kultivierung von E. coli für die Isolierung von Plasmid-DNA wurde LB-Medium mit

einer Einzelkolonie von einer LB-Agarplatte angeimpft und mindestens 10 h bei 37 °C im

Kolben geschüttelt. Das Medium enthielt das zur Selektion von plasmidenthaltenden Zellen

nötige Antibiotikum. Das Kulturvolumen betrug je 2 ml für sogenannte Quickpreps bezie-

hungsweise je 10 ml für Minipreps (Abschnitt 2.2.1.2).

... DNA-Isolierung

Für die schnelle Suche nach E. coli-Klonen, deren Plasmide das gewünschte Gen enthielten,

wurden je 100 µl Übernachtkultur mit 50 µl Phenol und 20 µl DNA-Probenpuffer gemischt

und 3 min bei 9500× g zentrifugiert (Quickprep). 25 µl des Überstands wurden durch Gel-

elektrophorese unter Verwendung eines geeigneten Standards analysiert.

Plasmid-DNA als Matrize für die PCR, für die Spaltung mit Restriktionsenzymen und

die DNA-Sequenzierung wurde nach dem QIAprep-Spin-Protokoll isoliert (Miniprep). Mit

Restriktionsenzymen behandelte DNA wurde zunächst gelelektrophoretisch gereinigt und
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nach dem QIAquick-Gel-Extraction-Protokoll isoliert. Durch PCR synthetisierte DNA wur-

de ebenfalls nach diesem Protokoll gereinigt.

Die Bestimmung der Konzentration der isolierten DNA erfolgte spektroskopisch durch

Messung der Lichtabsorption bei 260 nm. A260 = 1 entspricht dabei 50 µg
/

ml dsDNA. Für

die Berechnung molarer DNA-Konzentrationen wurde die durchschnittliche Masse eines Ba-

senpaares im DNA-Doppelstrang von 600 Da zugrundegelegt [Ausubel et al., 1987; Maniatis

et al., 1989].

... Polymerasekettenreaktion (PCR) & DNA-Sequenzierung

Zur Vervielfältigung von DNA wurde die Polymerasekettenreaktion nach Mullis et al. [1986]

und Saiki et al. [1988] angewendet. Als Matrizen-DNA für die Amplifizierung der für BMP-2

und das BMP-2-Propeptid codierenden Sequenzen diente das Plasmid pcDNA3-preprobmp-2

(Abb. 2.1 auf Seite 22). Details zu den verwendeten Primern finden sich in den Abschnitten

2.1.3 & 2.2.1.4.

Zur Synthese wurde die Pfu-DNA-Polymerase verwendet, die über eine Korrekturlese-

funktion (3´-5´-Exonukleaseaktivität) verfügt. Um eine Amplifizierung der gewünschten Se-

quenzen zu erreichen, wurden DMSO-Konzentration, MgCl₂-Konzentration und Hybridi-

sierungstemperatur variiert. Für beide DNA-Sequenzen wurden unter folgenden Bedingun-

gen PCR-Produkte erhalten:

50 µl PCR-Ansatz:
• 0,07 nm Matrizen-DNA
• je 600 nm Primer
• je 0.4 mm dATP, dCTP, dGTP und

dTTP
• ¹⁄₁₀ Volumen 10× cloned Pfu Puffer
• ¹⁄₁₀₀ Volumen DMSO
• 3 mm MgCl₂
• 0,03 U

/
µl cloned Pfu DNA-Polymerase

Reaktionszeiten und -temperaturen:
• 60 s, 95 °C
• 30 Zyklen:

– 45 s, 95 °C (Denaturierung)
– 45 s, 45 °C (Hybridisierung)
– 120 s, 72 °C (Synthese)

• 300 s, 72 °C
• 4 °C

Die Bestimmung der Basensequenz von DNA-Molekülen erfolgte nach der Kettenabbruch-

methode im Cycle-Sequencing-Verfahren mit Taq-DNA-Polymerase nach Vorschrift des Her-

stellers unter Verwendung von fluoreszenzmarkierten Primern [Krishnan et al., 1991; Sanger

et al., 1977].
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Die Sequenzierungsreaktion wurde mit einem Li-Cor 4000 DNA-Sequencer, der semiau-

tomatischen Analysesoftware ImageAnalysis 4200 und durch computergestütztes Alignment

mit dem Programm MACAW (NCBI, Bethesda, USA) ausgewertet.

... Herstellung der Expressionsplasmide

Die Länge der Signalsequenz von präproBMP-2 war zu Beginn der Arbeit noch nicht ex-

perimentell bestimmt. Sie wurde daher theoretisch, mit Hilfe des PSORT WWW-Servers

(http://psort.nibb.ac.jp) ermittelt. Die von diesem Rechner verwendeten Algorithmen zur

Ermittlung potentieller Erkennungsmotive für Signalpeptidasen ergaben für die Sequenz von

präproBMP-2 mit hoher Wahrscheinlichkeit eine Schnittstelle zwischen den Aminosäuren²

Gly−264 und Gly−263 [von Heijne, 1986; McGeoch, 1985; Nakai & Kanehisa, 1991, 1992].

Für die Klonierung der probmp-2-, bmp-2- und bmp-2-propeptide-cDNA-Fragmente wurden

die auf Seite 20 aufgeführten Primer abgeleitet. Die Primer für das 5´- Ende der Propeptid-

cDNA-Sequenz beziehungsweise für das 3´-Ende der BMP-2-cDNA-Sequenz waren bereits

zur Amplifikation von probmp-2 erfolgreich eingesetzt worden [Hillger, 1999].

Die für BMP-2 beziehungsweise für das Propeptid codierende cDNA-Sequenz wurde, wie

unter Abschnitt 2.2.1.3 beschrieben, amplifiziert. Die PCR-Produkte wurden über die NdeI-

und BamHI-Spaltstellen zunächst in das Plasmid pET-11a kloniert. Der enzymatische Verdau

der DNA erfolgte dabei nach Vorschrift des Herstellers gleichzeitig mit NdeI- und BamHI.

Die gereinigten DNA-Fragmente wurden mit T4-DNA-Ligase ligiert. Ein Ligationsansatz

enthielt linearisiertes Plasmid und PCR-Fragment im Verhältnis von circa 30:90 fmol in ei-

nem Gesamtvolumen von 20 µl. Nach 16-stündiger Inkubation bei 13 °C wurden 1–4 µl des

Ansatzes direkt zur Transformation von E. coli XL1-Blue-Zellen eingesetzt. Die Selektion plas-

midenthaltender Zellen erfolgte auf ampicillinhaltigen LB-Agarplatten. Die Plasmid-DNA

einzelner Klone wurde durch enzymatische Spaltung mit NdeI- und BamHI auf das Vorhan-

densein der rekombinanten DNA hin überprüft und anschließend sequenziert.

Wie schon für pET-11a-probmp-2 [Hillger, 1999] konnte auch für das Konstrukt pET-11a-

bmp-2-propeptide keine Expression des rekombinanten Gens im coomassiegefärbten SDS-Po-

lyacrylamidgel nachgewiesen werden. Es wurde daher über die Schnittstellen für NdeI und

² Als Referenz für die Numerierung von Aminosäuren dient die erste Aminosäure des reifen Wachstumsfaktors
BMP-2, Gln1. Die letzte Aminosäure des Propeptids ist demzufolge Arg−1. Siehe auch Abbildung 1.3 auf Seite
14.

ftp://ftp.ncbi.nih.gov/pub/schuler/macaw/
http://psort.nibb.ac.jp
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BamHI in pET-15b umkloniert. Im weiteren Verlauf der Arbeit wurden die so gewonne-

nen Plasmide pET-11a-bmp-2 und pET-15b-bmp-2-propeptide (Abb. 2.2), sowie das bereits

vorhandene Plasmid pET-15b-probmp-2 ([Hillger, 1999], Abb. 2.1) verwendet.

pET-11a-bmp-2
5992 bp

bmp-2
NdeI

BamHI

tT7

ampr

ColE1 ori

EcoRIlacI

lac operator
pT7

rbs

pET-15b-bmp-2-propeptide
6495 bp

bmp-2-propeptide

His-Tag®

NdeI

BamHI

tT7

ampr

ColE1 ori

EcoRI

lacI

lac operator

pT7 rbs

Abbildung .: Plasmide pET-11a-bmp-2 & pET-15b-bmp-2-propeptide.

... Überexpression rekombinanter Gene in E. coli

Das in dieser Arbeit genutzte System zur Überexpresion rekombinanter Gene in E. coli basiert

auf deren Transkriptionskontrolle durch den Promotor der RNA-Polymerase des Bakterio-

phagen T7 [Rosenberg et al., 1987; Studier & Moffatt, 1986]. Der Promotor befindet sich

im 5´-Bereich der multiplen Klonierungsregionen der verwendeten pET-Plasmide 11a und

15b. Das T7-RNA-Polymerase-Gen ist in dem verwendeten Expressionsstamm BL21(DE3)

Bestandteil des Bakterienchromosoms. Es wird durch Promotor und Operator des lac-Ope-

rons reguliert. Der lac-Repressor (LacI) ist –– zusätzlich zum chromosomalen Gen –– auf den

pET-Plasmiden codiert und wird konstitutiv exprimiert. Durch Zugabe von IPTG oder Lac-

tose zum Kulturmedium wird die Affinität von LacI zum lac-Operator reduziert und infolge

dessen T7-RNA-Polymerase synthetisiert. Die sehr hohe Aktivität dieser Polymerase bewirkt

eine starke Transkription der unter Kontrolle des T7-Promotors stehenden Gene.

15 der insgesamt 30 Argininreste³ in der Sequenz von proBMP-2 sind durch die Tripletts

AGA und AGG codiert. Die verwendeten E. coli BL21(DE3)-Zellen wurden daher mit dem

Plasmid pUBS520 transformiert, welches das Gen dnaY für die tRNA dieser Codons enthält.

³ In pET-15b ist ein weiteres Arginin im His-Tag® codiert.
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Die Verfügbarkeit von dnaY ist bei der heterologen Genexpression in E. coli oft limitierend

[Brinkmann et al., 1989].

Vorkulturen Zum Animpfen der Vorkulturen wurden Einzelkolonien von Transformationen

verwendet, die nicht älter als 24 h waren. Für die Kultivierung im Schüttelkolben wurden

10–20 ml LB-Medium mit einer Einzelkolonie angeimpft und über Nacht bei 37 °C und

130 rpm geschüttelt. Das Volumen der Vorkulturen für die Anzucht im Bioreaktor betrug

1,5 l. Die Medien enthielten 100 µg
/
l Ampicillin und 50 µg

/
l Kanamycin.

Kultivierung im Schüttelkolben Für die Anzucht im Maßstab von 20 ml bis 1,5 l wurde am-

picillin- und kanamycinhaltiges 2YT-Medium mit 1–2 % (v
/
v) einer Vorkultur ange-

impft und bei 37 °C und 160 rpm bis zum Erreichen einer OD₆₀₀ von 0,8–1,3 geschüt-

telt. Die Induktion der Genexpression erfolgte mit 1 mm IPTG.

Kultivierung im Bioreaktor (Fermentation) Die Fermentationen wurden in einem Biostat

ED Reaktor mit 10 l Arbeitsvolumen und digitalem Meß- und Regelsystem (DCU) unter

Verwendung des Prozeßleitsystems MCFSwin durchgeführt. Die Kultivierung erfolgte

im fed-batch-Verfahren mit Hefextrakt und Glycerin als Kohlenstoffquelle. Im Gegensatz

zu dem von Kopetzki et al. [1989] beschriebenen Verfahren wurden hier die Parameter

so gewählt, daß das jeweilige rekombinante Protein in großen Mengen, in unlöslicher,

nicht-nativer Form gewonnen werden konnte.

350 g OHLY KAV (Hefeextrakt), 3,5 g NH₄Cl und 77 g Glycerin wurden in 6 l deioni-

siertem Wasser gelöst, für 60 min bei 121 °C im Bioreaktor autoklaviert, anschließend

steril mit 1 m K₂HPO₄ auf pH 7,0–7,4 eingestellt und mit Wasser auf 6,5 l aufgefüllt.

Die Zugabe von 2,8 mm MgSO₄, 0,01 % (w
/
v) Thiamin, sowie 0,1 % (w

/
v) Ampicil-

lin und 0,05 % (w
/
v) Kanamycin erfolgte durch einen 20 µm Sterilfilter. Es wurde mit

500 ml einer 7–8 h alten Vorkultur in 2YT-Medium angeimpft und bei 36 °C kultiviert.

Der Sollwert der Sauerstoffsättigung, pO₂, betrug 20 % und wurde über die Kaskade:

{(1) Rührung, (2) Belüftung, (3) O₂} konstant gehalten. Die pH-Regulation erfolgte über

Zufuhr von H₃PO₄/KOH. Das Feeding wurde nach Erreichen einer OD₆₀₀ von 16–20

gestartet. 3 l Feeding-Lösung wurden dem Reaktor mittels einer Schlauchpumpe inner-

halb von 3–4 h kontinuierlich zugeführt und bei Anstieg der OD₆₀₀ um 10 Einheiten

jeweils 1 mmol MgSO₄ zugesetzt. Bei einer OD₆₀₀ von 40–60 wurde durch Zugabe von

1 mm IPTG die Genexpression induziert. Nach 2,5–3 h Induktion wurde die Fermenta-

tion beendet.
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Zellernte Nach Ende der Kultivierung wurden die Zellen durch Zentrifugation bei 4500× g

für 15 min sedimentiert. Das Medium wurde anschließend dekantiert, die Zellen in flüs-

sigem Stickstoff schockgefroren und bei –80 °C gelagert.

.. Renaturierung von Proteinen aus inclusion bodies (IBs)

IB-Isolierung Als Grundlage für die Isolierung von IBs aus E. coli diente die Vorschrift von

Rudolph et al. [1997, Protokoll 3, S. 66]. Zum enzymatischen Verdau von DNA wurde

Benzonase verwendet. Der Aufschluß kleinerer Volumina (≤500 ml) erfolgte im Micron-

Lab 40-Gaulin-Homogenisator mit 80–120 MPa in 3–4 Passagen. Größere Volumina an

Zellsuspension wurden im semikontinuierlichen Betrieb mit dem Hochdruckhomoge-

nisator Lab 60 bei einem Druck von 60 MPa in drei Passagen aufgeschlossen. Die IBs

wurden mindestens fünf Mal gewaschen.

IB-Solubilisierung Die Solubilisierung von BMP-2- und proBMP-2-IBs erfolgte nach Ru-

dolph et al. [1997, Protokoll 4, S. 67]. Dazu wurden 10 g IBs und eine Complete™

Proteaseinhibitortablette in 50 ml Solubilisierungspuffer (0,1 m Tris/HCl, pH 8,5, 6 m

GdmCl, 5 mm EDTA) für mindestens 4 h bei Raumtemperatur gelöst. Nach Zugabe

von 200 mm DTT wurde die Lösung in einem luftdicht verschlossenen Gefäß für wei-

tere 2–3 h bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde der pH mit Essigsäure auf

3–4 eingestellt und die Lösung zweimal gegen das 10-fache Volumen 5 m GdmCl, 10 mm

Essigsäure für 6 und 16 h bei Raumtemperatur dialysiert. Unlösliche Bestandteile wurden

durch Zentrifugation bei 48000× g für 30 min abgetrennt.

Im Falle des cysteinfreien BMP-2-Propeptids wurden, für die Reinigung des denaturier-

ten Proteins über Heparin-Sepharose, 3,5 g IBs und eine Complete™ Tablette in 50 ml

0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff und 0,1 m NaCl solubili-

siert und unlösliche Bestandteile, wie oben beschrieben, entfernt. Um möglichen Mo-

difikationen des Proteins durch Cyanat vorzubeugen, wurde zur Herstellung des Puffers

ausschließlich Harnstoff in der Qualität „ultra pure“ der Firma MP Biomedicals (Esch-

wege) verwendet und erst nach Zugabe der Essigsäure aufgelöst. Für die Reinigung

über IMAC wurden 1,5 g Propeptid-IBs in 50 ml 20 mm Kaliumphosphat, pH 7,5, 4 m

GdmCl solubilisiert und zweimal gegen 1 l dieses Puffers dialysiert.
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Präparative Proteinrenaturierung Die Renaturierung von BMP-2 und proBMP-2 aus IBs

erfolgte unter für proBMP-2 optimierten Bedingungen [Hillger, 1999]. Der Renaturie-

rungspuffer setzte sich wie folgt zusammen:

• 0,1 m Tris/HCl, pH 8,0

• 1,0 m l-Arginin-HCl

• 5 mm EDTA

• 5 mm GSSG, 2 mm GSH.

Der Puffer wurde vor Zugabe von GSH mit Stickstoff entgast und anschließend auf

10 °C gekühlt. Die Zugabe des IB-Solubilisats erfolgte im Verhältnis 1:100 (v
/
v) un-

ter schnellem Verdünnen durch Einsatz eines Rührers. Renaturiert wurde bei 10 °C für

fünf bis zehn Tage. Die Proteinkonzentration im Renaturierungspuffer betrug 3–3,5 µm,

bezogen auf die monomere Spezies, und die Restkonzentration an GdmCl 50–60 mm.

Volumina bis zu 5 l wurden in Glasflaschen und 25 l-Ansätze in Kunststoffbehältern rena-

turiert. Anschließend wurden die Ansätze konzentriert, dialysiert und chromatographisch

gereinigt (Abschnitte 2.2.3.5 und 2.2.4).

Die Renaturierung des Propeptids erfolgte durch Dialyse im Anschluß an die chromato-

graphische Reinigung des IB-Solubilisats (Abschnitte 2.2.2 und 2.2.4.2). Dazu wurde das

Eluat der Heparin-Chromatographie 1:2 in 2 m l-Arginin-HCl, 2 m Tris/HCl, pH 8,0

verdünnt und zunächst gegen 1 m Tris/HCl, pH 8,0, sowie anschließend gegen 25 mm

Kalium-HEPES, pH 7,0 dialysiert. Das renaturierte Protein wurde durch Hydroxyapatit-

Chromatographie gereinigt (Abschnitt 2.2.4.3).

.. Allgemeine proteinchemische Methoden

... Proteinfällung für die SDS-PAGE

Ähnlich wie SDS bindet Desoxycholat –– die deprotonierte, wasserlösliche Form der Desoxy-

cholsäure –– an Proteinmoleküle. Durch Zugabe von TCA wird Desoxycholat protoniert und

somit wasserunlöslich. Gebundenes Protein kopräzipitiert dabei mit der sich bildenden Des-

oxycholsäure. Die hier zur Entsalzung von Proben für die SDS-PAGE verwendete Variante der

Proteinfällung mittels Natriumdesoxycholat (NaDoc) erlaubt die nahezu quantitative Präzipi-

tation von Protein auch aus GdmCl-haltigen Lösungen [Arnold & Ulbrich-Hofmann, 1999].

Proben mit niedrigem pH wurden dazu zunächst neutralisiert. Nach Zugabe von 10 % (v
/

v)

einer wässrigen Natriumdesoxycholatlösung (NaDoc, 1 %, w
/
v) wurden die Proben durch
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schnelles Mischen mit 20 % (v
/
v) einer TCA-Lösung (10 %, w

/
v) angesäuert. Das sich bil-

dende Präzipitat wurde durch Zentrifugation bei 16000× g sedimentiert und anschließend

mit Aceton gewaschen.

... SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE)

SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese nach Laemmli [1970] wurde zur Analyse von IB- und

Proteinpräpartionen, sowie von Zellextrakten eingesetzt.

E. coli-Zellen und IBs wurden dazu in β-ME-haltigem Probenpuffer (5 %, v
/

v) aufgenom-

men, homogenisiert und 3–5 min bei 95 °C inkubiert, um eine vollständige Denaturierung,

Reduktion und Solubilisierung der Proteine zu erreichen. In gleicher Weise wurden disul-

fidhaltige Proteinproben behandelt, die in reduzierter Form analysiert werden sollten. Für die

Analyse disulfidverbrückter Proteine unter nicht reduzierenden Bedingungen wurde Proben-

puffer ohne reduzierendes Agens verwendet und die Probe nicht erhitzt. Proteinproben, die

sowohl freie Cysteine, als auch Cystine enthielten, wurden zuvor mit 10 % (v
/
v) 0,4 m Jod-

acetamid in 0,1 m Tris/HCl, 2 mm EDTA, pH 7,5 für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert.

Dadurch wurden alle freien SH-Gruppen blockiert und eine Neukombination, reshuffling, der

Disulfidbrücken unmöglich.

Die Proben wurden durch Elektrophorese bei konstant 35 mA in 1 mm starken, diskon-

tinuierlichen SDS-Polyacrylamidgelen aufgetrennt. Das 6 %ige Sammel- und das 12 %ige

Trenngel hatten eine Länge von 1,5 cm beziehungsweise 8 cm. Als Referenz diente ein Mole-

kulargewichtsmarker.⁴.

Die SDS-Gele wurden im Anschluß an die Elektrophorese mit ethanolischer Coomassielö-

sung gefärbt und nach Entfärbung des Hintergrunds getrocknet [Fairbanks et al., 1971]. Die

Nachweisgrenze für coomassiegefärbte Proteinbanden betrug etwa 0,5 µg
/
mm2 Gel. Bis zu

0,05 µg
/
mm2 Gel ließen sich durch Silberfärbung nach Nesterenko et al. [1995] nachweisen.

Diese Methode ist zur besseren Übersicht in Tabelle 2.4 wiedergegeben. SDS-PAGE wurde

auch eingesetzt um Proteinproben für die N-terminale Sequenzierung durch Western Blot zu

präparieren (Abschnitt 2.2.3.3).

⁴ Low Molecular Weight Electrophoresis Calibration Kit (Amersham Pharmacia Biotech, Freiburg): α-Lactal-
bumin aus Kuhmilch (14,4 kDa), Trypsin-Inhibitor aus Sojabohnen (20,1 kDa), Carboanhydrase aus Rinder-
Erythrozyten (20 kDa), Ovalbumin aus Hühnereiweiß (43 kDa), Albumin aus Rinderserum (67 kDa) und
Phosphorylase B aus Kaninchen-Muskel (94 kDa)
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Tabelle .: Silberfärbung von SDS-Polyacrylamidgelen [Nesterenko et al., 1995]

Aktion Lösung Zeit

Fixieren 60 ml 50 % (v
/
v) Aceton + 1,5 ml 50 % (w

/
v) TCA + 25 µl

37 % (v
/

v) HCHO
5 min

Waschen H₂O 5 min

Vorbehandeln (1) 60 ml 50 % (v
/
v) Aceton 5 min

Vorbehandeln (2) 60 ml H₂O + 0,1 ml 10 % (w
/

v) Na₂S₂O₃·5H₂O 1 min

Waschen H₂O 3×5 s

Imprägnieren 60 ml H₂O + 0,8 ml 20 % (w
/

v) AgNO₃ + 0,6 ml 37 % (v
/

v)
HCHO

8 min

Waschen H₂O 2×5 s

Entwickeln 60 ml H₂O + 1,2 g Na₂CO₃ + 25 µl 37 % (v
/
v) HCHO +

25 µl 10 % (w
/

v) Na₂S₂O₃·5H₂O
10–60 s

Stoppen 1 % (v
/

v) Essigsäure 30 s

Waschen H₂O 3×5 s

... Western Blot für N-terminale Sequenzierung

Die Proben wurden durch SDS-PAGE aufgetrennt und elektrophoretisch auf eine PVDF-

Membran übertragen [Towbin et al., 1979/1992], die zuvor für 3×5 s in reinem Methanol

aktiviert worden war. Der Transfer erfolgte semi dry, nach der Methode von Kyhse-Andersen

[1984], bei konstant 1 mA
/
cm2 über 5 h. Anschließend wurde die Membran für maximal 5 s

in 0,1 %iger, methanolischer Coomassielösung gefärbt [Fairbanks et al., 1971], der Hinter-

grund entfärbt und die Membran getrocknet.

... N-terminale Sequenzierung & Massenspektrometrie

Für die N-terminale Sequenzierung von Proteinen wurden die betreffenden Proben zuvor,

wie in Abschnitt 2.2.3.3 beschrieben, präpariert. Die Sequenzierung erfolgte nach Edman

& Begg [1967] und wurde freundlicherweise von Herrn Dr. Peter Rücknagel (Max-Planck

Forschungsstelle für Enzymologie der Proteinfaltung, Halle (Saale)) auf einem Gasphasense-

quenzierautomat 476 A (Applied Biosystems, Foster City, USA) durchgeführt.

Frau Dr. Angelika Schierhorn (ebenfalls Max-Planck Forschungsstelle für Enzymologie der

Proteinfaltung, Halle (Saale)) führte freundlicherweise die Molekularmassenbestimmung von
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Proteinen mittels MALDI-TOF- und ESI-Massenspektrometrie auf einem REFLEX Spek-

trometer beziehungsweise einem Esquire-LC Ionenfallen-Massenspektrometer (beide Bruker-

Franzen Analytik, Bremen) durch. Die Proben wurden zuvor mittels RP-HPLC entsalzt.

Gegebenenfalls wurden zur Reduktion von Sulfoxiden des Methionins 50 µl Probe mit

40 µl 37 % HCl und 10 µl Dimethylsulfid (DMS) versetzt und nach 2 h bei Raumtemperatur

im Stickstoffstrom eingeengt [Shechter, 1986]. Der HCl- und DMS-freie Rückstand wurde

mittels NaDoc gefällt, in 8 m Harnstoff aufgenommen und durch RP-HPLC entsalzt.

... Konzentrierung von Proteinlösungen

Für Konzentrierung von Proteinlösungen wurden, abhängig vom Volumen, der Ausgangs-

konzentration und dem Puffersystem, verschiedene Methoden verwendet:

Polyethylenglykol Proben mit einem Volumen zwischen 20 und 250 ml wurden in einem

Dialyseschlauch bei 4 bis 7 °C in Polyethylenglykol, PEG, mit einem mittleren Mole-

kulargewicht von 35000 Da gelagert. Abhängig vom Puffersystem und dem Salzgehalt

der Probe waren zum Teil mehr als 24 h nötig, um die gewünschte Proteinkonzentrati-

on zu erreichen. Die Proteinmoleküle werden bei dieser osmosebasierten Methode durch

die Dialysemembran an der Diffusion gehindert. Allerdings werden auch Pufferbestand-

teile konzentriert, obwohl sie mit ihrer geringen Größe die Membran passieren könn-

ten. Der Grund dafür ist ihre zum Teil schlechte Löslichkeit in der außen befindlichen,

hoch konzentrierten PEG-Lösung. Deshalb wurde insbesondere die Konzentrierung von

phosphathaltigen Proben in mehreren Schritten mit zwischengeschalteter Dialyse durch-

geführt. Umgekehrt war es zudem möglich, daß –– aufgrund der statistischen Verteilung

der Molekularmasse –– entsprechend kleine PEG-Moleküle in die Probe gelangen konn-

ten.

Ultrafiltration Proben mit einem Volumen bis 50 ml wurden mit Hilfe von Zentrifugenkon-

zentratoren bei 4 °C nach Vorschrift des Herstellers eingeengt. Die bei der präparativen

Renaturierung von Proteinen (Abschnitt 2.2.2) anfallenden Probenvolumina von 0,5

bis 25 l wurden durch Ultrafiltration im cross-flow-Verfahren maximal 25-fach konzen-

triert. Die Ausschlußgrenzen der verwendeten Membranen betrugen für BMP-2 und das

Propeptid 8 beziehungsweise 10 kDa (screen channel), sowie 30 beziehungsweise 50 kDa

(open channel) für proBMP-2.
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... Lyophilisation von Proteinen

Für die Lyophilisation wurden die Proteine bei einer Konzentration von 1–2 mg
/
ml gegen

10 mm Ammoniumacetat/Essigsäure, pH 4,8 dialysiert und bei −80 °C eingefroren. Der Pro-

zeß wurde bei 25 °C für 24–48 h in einer Gefriertrocknungsanlage Beta 1-16/LMC-1 geführt.

Das Lyophilisat wurde anschließend bei −20 °C gelagert und bei Bedarf in dem entsprechen-

den Puffer rekonstituiert.

... Limitierte Proteolyse

Die limitierte Proteolyse von renaturiertem BMP-2 und proBMP-2 zur Gewinnung von

BMP-2 ohne N-terminale Heparinbindestelle, auch als digit removed BMP-2 (drBMP-2) be-

zeichnet, wurde ähnlich dem von Koenig et al. [1994] beschriebenen Verfahren durchgeführt.

Die Renaturierungsansätze wurden zunächst konzentriert und in zwei Schritten gegen:

1. 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff

2. 1 m Tris/HCl, pH 7,5, 4 m Harnstoff, 1 mm EDTA

dialysiert. Bei Proteinkonzentrationen zwischen 0,5 und 3 mg
/
ml wurde anschließend mit

Trypsin im Verhältnis 1:100 (w
/
w) 12 h auf Eis verdaut. Die Reaktion wurde durch Zuga-

be eines mindestens 8-fach molaren Überschusses SBTI abgestoppt und das Protein, wie in

Abschnitt 2.2.4.5 beschrieben, gereinigt [Rudolph et al., 2002].

.. Chromatographische Methoden

... Immobilisierte Metallchelat-Affinitätschromatographie (IMAC)

Diese Reinigung wurde für BMP-2-Propeptid-IBs angewendet, die mittels GdmCl solubi-

lisiert worden waren. Es wurde eine mit 100 ml (190×26 mm, l × d ) Ni-NTA His•bind

Superflow™ gepackte Säule eingesetzt. Das Puffersystem bestand aus 20 mm Kaliumphosphat,

4 m GdmCl, pH 7,5 (A), pH 6,3 (B) und pH 4,5 (C) [Kolodziej & Young, 1991]. Die Säule

wurde mit Puffer A äquilibriert, mit 50 ml IB-Solubilisat bei 0,1 ml
/
min beladen und an-

schließend mit Puffer B über 5 SV gewaschen. Die Elution erfolgte in einem Gradienten von

0 % bis 100 % Puffer C über 5,5 SV bei 3 ml
/

min.
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... Heparin-Affinitätschromatographie

Heparin-Affinitätschromatographie wurde in dieser Arbeit zur Reinigung der Propeptid-IBs

sowie zur Präparation der dimeren Formen von BMP-2 und proBMP-2 nach der Renatu-

rierung eingesetzt. Das Puffersystem bestand aus 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA

und 6 m Harnstoff (A) mit 1 m NaCl im Eluenten (B). Aus der Pufferzusammensetzung resul-

tiert ein pH von 5,9. Um möglichen Modifikationen des Proteins durch Cyanat vorzubeugen,

wurde zur Herstellung des Puffers ausschließlich Harnstoff in der Qualität „ultra pure“ der

Firma MP Biomedicals (Eschwege) verwendet und erst nach Zugabe der Essigsäure aufgelöst.

Die Reinigung wurde für BMP-2 und proBMP-2 bei 5–7 °C auf ÄKTA-Chromatographie-

systemen vom Typ Explorer oder FPLC durchgeführt. Die im folgenden spezifizierten Bedin-

gungen beziehen sich auf die Verwendung von 5 ml HiTrap™ Heparin-Sepharose Säulen:

BMP-2-Propeptid: Die Reinigung des Propeptids wurde bei 20 °C durchgeführt. Die mit

Puffer A äquilibrierte Säule wurde mit 25 ml IB-Solubilisat (40–45 mg Propeptid) bei

3 ml
/
min beladen und mit 75 SV 20 % Puffer B gewaschen. Die Elution erfolgte bei

4 ml
/
min in einem Gradienten von 20 % bis 70 % Puffer B über 20 SV.

proBMP-2: Nach der Faltung des Proteins in vitro (Abschnitt 2.2.2) wurde der Renaturie-

rungsansatz, wie in Abschnitt 2.2.3.5 beschrieben, konzentriert und der pH mit Essig-

säure auf 5–6 eingestellt. Die konzentrierte Lösung wurde gegen 0,1 m Tris, 75 mm Essig-

säure, 0,2 m KH₂PO₄, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff dialysiert und danach filtriert (Rapid

Vakuumfilter 250 ml PES 0,2 µm). Aus der Pufferzusammensetzung resultiert ein pH von

6,1. Anschließend wurde die mit 30 % Puffer B äquilibrierte Säule bei einem Fluß von

4 ml
/
min mit 50 ml (150 mg) des renaturierten Proteins beladen und mit mindestens

20 SV bei einer Konzentration von 58 % Puffer B gewaschen, wobei die Leitfähigkeit, κ,

des Puffergemischs kontrolliert wurde. Die an die Säule gebundenen monomeren Spezi-

es konnten bei κ = 39–40 mS
/

cm quantitativ abgetrennt werden. Dimeres proBMP-2

wurde anschließend in einem Gradienten von 58 % bis 78 % Puffer B über 5 SV eluiert.

BMP-2: Die Probenvorbereitung erfolgte wie für proBMP-2 beschrieben. Dialysiert wurde

jedoch gegen Puffer A. Die Säule wurde bei 4 ml
/
min mit 30 ml (30 mg) des renaturier-

ten Proteins beladen. Die Abtrennung der BMP-2-Monomere erfolgte durch Waschen

mit 10 SV 30 % Puffer B. BMP-2-Di- und Oligomere wurden mit bis zu 10 SV 55 %

B (κ = 36–37 mS
/

cm) eluiert. Fast ausschließlich BMP-2-Dimere wurden in einem

Stufengradienten von 55 auf 70 % Puffer B erhalten.



2 . 2 Methoden 

Proben des Eluats wurden mit SDS-PAGE analysiert, homogene Fraktionen vereinigt und im

Falle von BMP-2 und proBMP-2, wie in Abschnitt 2.2.3.6 berschrieben, lyophilisiert. Das

BMP-2-Propeptid wurde unmittelbar im Anschluß an die Reinigung renaturiert (Abschnitt

2.2.2).

... Hydroxyapatit-Chromatographie

Das BMP-2-Propeptid und proBMP-2 wurden abschließend durch Hydroxyapatit-Chroma-

tographie gereinigt. Als Säulenmaterialien wurden HA-Ultrogel und Macro-Prep CHT-I ver-

wendet, wobei sich das keramikbasierte Macro-Prep CHT-I als geeigneter erwies. Die nach-

folgend spezifizierten Bedingungen sind daher für letzteres optimiert worden und beziehen

sich auf eine mit 15 g (30 ml) Material selbst gepackte Säule. Es sind volumetrische Flüsse

angegeben. Aus den Dimensionen des gepackten Säulenbetts, 57× 26 mm (l × d ), lassen sich

die linearen Flußraten errechnen. Als Puffersystem diente 0.1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 (A)

mit 1 m Kaliumphosphat im Eluenten (B). Die Chromatographien wurde bei 5–7 °C durch-

geführt und die Säule vor dem Beladen mit Puffer A äquilibriert.

BMP-2-Propeptid: Die mit 100 % Puffer A äquilibrierte Säule wurde bei 7,5 ml
/
min mit

75 mg des wie in Abschnitt 2.2.2 beschrieben renaturierten Proteins (0,5 mg
/
ml 25 mm

Kalium-HEPES, pH 7,0, 1 mm CaCl₂) beladen und bei 5 ml
/
min mit 1,5 SV 100 %

Puffer A und 3 SV 7 % Puffer B gewaschen. Die Elution erfolgte mit 25 % Puffer B

(κ = 31 mS
/

cm) über 3–4 SV im Anschluß an einen Gradienten von 7 % bis 25 %

Puffer B über 2 SV bei 5 ml
/

min. Die Analyse des Eluats erfolgte durch SDS-PAGE.

Homogene Fraktionen wurden vereinigt, in PEG 35000 auf 50 % des ursprünglichen

Volumens konzentriert und gegen 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 dialysiert.

proBMP-2: 50 mg des über Heparin-Sepharose gereinigten und lyophilisierten proBMP-2

wurden in 25 ml 10 mm Kaliumacetat, pH 4,5 rekonstituiert, mit 25 ml Puffer A ge-

mischt und für mindestens 12 h auf Eis inkubiert. Die Lösung wurde anschließend bei

7,5 ml
/
min vollständig auf die mit 100 % Puffer A äquilibrierten Säule aufgetragen. Da-

nach wurde bei 5 ml
/

min über jeweils 4 SV mit 10 % beziehungsweise 20 % Puffer B

gewaschen. Die Elution wurde mit einem Gradienten von 20 % bis 40 % Puffer B über

2 SV gestartet und die Hauptfraktion bei konstant 40 % Puffer B über weitere 2 SV er-

halten. Nach Analyse mittels SDS-PAGE wurden die homogenen Fraktionen vereinigt

und gegen 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 dialysiert.



40 2 Mater ial & Methoden

... Reversed Phase-High Performace Liquid Chromatography (RP-HPLC)

Für analytische Zwecke wurde eine Nucleosil 500-5 C3 PPN Säule mit 125×4 mm (l × d )

und für präparative Zwecke mit 250×10 mm eingesetzt. Ebenfalls zur Proteinpräparation,

aber auch zum Entsalzen von Proben für die Massenspektrometrie (Abschnitt 2.2.3.4) wurde

eine selbstgepackte 50×3 mm Source 15RPC Säule verwendet. Alle Säulen wurden in einem

Gynkotek HPLC-System betrieben.

Als Laufmittelsysteme dienten H₂O/Acetonitril (ACN) beziehungsweise H₂O/2-Propanol,

mit 0,05–0,5 % Trifluoressigsäure (TFA) oder Heptafluorobuttersäure (HFBA) als Ionen-

paarreagenz. Es wurde mit Gradienten zwischen 0,1 % und 2 % Laufmittel B
/
min eluiert.

Der Fluß betrug für die Analytik 0,5–1 ml
/

min, für die Präparation und das Entsalzen 2–

3,5 ml
/
min. Die Temperatur des Säulenofens wurde zwischen 20 °C und 40 °C variiert. Die

Beladung der Säulen entsprach den Empfehlungen der Hersteller.

... Hydrophobe Chromatographie

Die Reinigung von drBMP-2 erfolgte unmittelbar im Anschluß an den tryptischen Verdau

(Abschnitt 2.2.3.7) mittels hydrophober Chromatographie. Dazu wurde der Ansatz mit 20–

25 % (v
/

v) Fractogel®EMD Phenyl (S) versetzt und zweimal gegen das 10-fache Volumen

0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 dialysiert. Um sicherzustellen, daß das unter diesen Pufferbedingun-

gen unlösliche drBMP-2 an das Säulenmaterial bindet, anstatt auszufallen, wurde die Dia-

lyse in einem Zentrifugenbecher durchgeführt. Der Dialyseschlauch wurde dabei durch den

Schraubverschluß des Bechers fixiert. Durch Verwendung eines Schüttlers gelang es, das Säu-

lenmaterial dabei gleichbleibend homogen zu verteilen. Nach Abschluß der Dialyse wurde das

so beladenene Säulenmaterial in eine Leersäule überführt. Der Durchlauf wurde gesammelt

und die Säule wie folgt gewaschen:

1. 5 SV Dialysepuffer

2. 5 SV 50 mm Natriumacetat, pH 5,0

3. 2 SV 50 mm Natriumacetat, pH 5,0, 4 m Harnstoff

4. 2 SV 50 mm Natriumacetat, pH 5,0, 1 m l-Arginin-HCl

Die Elution erfolgte mit 6 m GdmCl, 0,2 m Essigsäure. Die drBMP-2-enthaltenden Fraktio-

nen wurden vereinigt, gegen 0,1 % TFA dialysiert und abschließend sterilfiltriert [Rudolph

et al., 2002].
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.. Spektroskopische Methoden

... UV-Absorptionsspektroskopie

Da sowohl das BMP-2-Propeptid, als auch BMP-2 Tyrosin- und Tryptophanreste enthalten,

wurde zur Bestimmung der Proteinkonzentration die Lichtabsorption bei λ = 280 nm ver-

wendet, die dem in Gleichung 2.1 wiedergegebenen Lambert-Beerschen Gesetz gehorcht.

Dabei sind ε der molare Absorptionskoeffizient in m−1cm−1, c die molare Konzentration in m

und l die Länge des Lichtwegs in der Meßzelle in cm.

A = log
I0

I = ε × c × l (2.1)

Der molare Absorptionskoeffizient eines Proteins bei λ = 280 nm, ε280, resultiert aus seinem

Tryptophan-, Tyrosin- und Cystingehalt und läßt sich nach Gleichung 2.2 berechnen (nTrp,

nTyr und nS−S entsprechen Mol Tryptophan, Tyrosin beziehungsweise Cystin je Mol Prote-

in und die Faktoren den molaren Absorptionskoeffizienten für N-Acetyl-l-Tryptophanamid,

Gly-l-Tyr-Gly beziehungsweise Cystin bei λ = 280 nm [Edelhoch, 1967; Gill & von Hippel,

1989; Wetlaufer, 1962]). Die für die verwendeten BMP-Varianten berechneten Werte sind

in Tabelle 2.5 aufgeführt. Sie gelten für 6 m GdmCl, 20 mm Natriumphosphat, pH 6,5 bei

Raumtemperatur.

ε280 =
(

5690 nTrp + 1280 nTyr + 120 nS−S

)
m−1cm−1 (2.2)

Für die Berechnung der UV-Differenzspektren wurden gleiche Verdünnungen des untersuch-

ten Proteins in den jeweiligen Puffer und in 6 m GdmCl 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 hergestellt

und die UV-Absorptionsspektren aufgenommen. Die Proteinkonzentration wurde aus der

Absorption der Verdünnung in 6 m GdmCl nach Tabelle 2.5 berechnet und aus der Prote-

inkonzentration wiederum die molaren Absorptionsspektren beziehungsweise -koeffizienten

unter den anderen Pufferbedingungen.

Um Artefakte durch unvollständige Dialyse beziehungsweise Aggregate ausschließen zu

können, wurden stets Spektren von 240 nm bis 340 nm aufgenommen. Der entsprechende

Dialysepuffer diente dabei als Referenz. Die Proben wurden gegebenenfalls auf eine Absorp-

tion zwischen 0,05 und 1,00 verdünnt, was einer Transmission von 90 % beziehungsweise

10 % des eingestrahlten Lichts entspricht. Die Messungen erfolgten bei 20 °C in 1 cm-Küvet-

ten aus Quarzglas.
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Tabelle .: Mit Hilfe von Gleichung 2.2 berechnete molare Absorptionskoeffizienten, ε280, der unter-
suchten BMP-2-Varianten in 6 m GdmCl, 20 mm Natriumphosphat, pH 6,5. Für proBMP-2 und
BMP-2 ergaben sich jeweils zwei Werte unter der Annahme vollständig reduzierter beziehungs-
weise vollständig oxidierter Cysteinreste, für das Cystein-freie BMP-2-Propeptid dagegen nur ein
Wert. Die Angaben beziehen sich auf die monomeren Spezies.

BMP-2-Variante ε280
(
m−1cm−1)

reduziert nicht reduziert

proBMP-2 38690 39110

BMP-2 17780 18200

BMP-2-Propeptid 20910 20910

Die Proteinkonzentrationsbestimmung in IB-Solubilisaten wurde nach der Methode von War-

burg & Christian [1941] durchgeführt. Die Absorptionen bei λ = 260 nm beziehungsweise

280 nm wurden dazu in Gleichung 2.3 eingesetzt. Aufgrund der unterschiedlichen Absorpti-

onskoeffizienten der Proteine dienten die so ermittelten Werte lediglich zur Abschätzung der

tatsächlichen Proteinkonzentrationen.

[
Protein

]
=
(
1,552 A280 − 0,757 A260

)
mg ml−1 (2.3)

... Fluoreszenzspektroskopie

Die spektralen Eigenschaften der aromatische Aminosäurereste werden stark durch ihre Flexi-

bilität und die Polarität ihrer Umgebung beeinflußt, die beide von der Proteinstruktur abhän-

gig sind. Das betrifft Wechselwirkungen der Chromophore mit anderen Aminosäureresten

und dem umgebenden Lösungmittel, sowie ihre Beweglichkeit. Änderungen in den Absorpti-

onseigenschaften, also der Verschiebung des Absorptionsmaximums oder von ε des Proteins,

können deshalb zur Untersuchung von Strukturänderungen herangezogen werden. Weitaus

stärker als ihre Absorptionseigenschaften, änderen sich jedoch die Fluoreszenzeigenschaften

der aromatischen Aminosäurereste, insbesondere die des Tryptophans, bei der Faltung bezie-

hungsweise Entfaltung eines Proteins [Cantor & Schimmel, 1980; Demchenko, 1986; Eftink,

1994]. Spektren von tryptophanhaltigen Proteinen lassen sich –– abhängig von der Umge-

bung der Tryptophanreste –– in drei Hauptklassen einteilen. Die Einteilung erfolgt nach der

Lage des Emissionsmaximums (λF
max) und der Bandbreite, also der Breite des Spektrums bei

der Hälfte der maximalen Intensität, auch Halbwertsbreite (∆λF
max/2) genannt. Proteinspektren
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der Klasse I sind auf Tryptophanreste in unpolarer Umgebung zurückzuführen (λmax = 330–

332 nm, ∆λF
max/2 = 48–50 nm), Proteinspektren der Klasse II dagegen auf Tryptophanreste

an der Proteinoberfläche, die von nur wenig beweglichen Wassermolekülen umgeben sind

(λmax = 340–342 nm, ∆λF
max/2 = 53–55 nm). Proteine mit Spektren der Klasse III enthalten

Tryptophanreste an der Proteinoberfläche, die von frei beweglichen Wassermolekülen umge-

ben sind (λmax = 350–353 nm, ∆λF
max/2 = 59–61 nm) [Burstein et al., 1973, 1977; Demchen-

ko, 1986]. Da bei den hier durchgeführten Messungen die spektrale Korrekturfunktion des

Fluoreszenzdetektors des verwendeten Spektrometers nicht berücksichtigt wurde, ließen sich

die in Abschnitt 3 dargestellten Spektren bezüglich der Lage Emissionsmaximums nicht direkt

den genannten Klassen zuordnen. Allerdings wurde eine Beurteilung anhand der Bandbreite

der Spektren versucht. Auch die relative Verschiebung von λF
max zwischen den Proteinspektren

unter verschiedenen Bedingungen sowie die relativen Unterschiede zwischen den Spektren

der untersuchten Proteine wurde berücksichtigt.

Die Aufnahme von Emissionsspektren wurde mit einem FluoroMax-3-Fluoreszenzspek-

trometer durchgeführt. Die Spaltbreiten für Anregungs- und Emissionsstrahlengang betru-

gen 2 nm beziehungweise 5 nm. Bei konstanter Anregungswellenlänge wurde die Emission in

0,5 nm Schritten mit jeweils 0,1 s Integrationszeit im S
/

R-Modus (Signal
/

Referenz-Modus)

gemessen. Dazu wurde eine reduzierte Halbmikroküvette (0,4×1 cm) vom Typ 108F-QS ver-

wendet. Die Emissionsspektren der entsprechenden Puffer dienten als Referenz.

Die zeitliche Änderung der Fluoreszenzintensität bei chemisch induzierter Faltung und

Entfaltung wurden mit einem FluoroMax-3-Fluoreszenzspektrometer bestimmt. Hierfür wur-

de eine Küvette vom Typ 101F-QS mit Magnetrührer verwendet. Die Totzeit nach dem Re-

aktionsstart betrug dabei circa 3 s. Die Emission wurde im S/R-Modus bei konstanter An-

regungs- und Emissionswellenlänge im Abstand von 0,5 s mit 0,37 s Integrationszeit gemes-

sen. Die Spaltbreiten betrugen 2 nm für den Anregungs- und 5 nm für den Emissionsstrah-

lengang. Zur Bestimmung der Faltungs- und Entfaltungsgeschwindigkeiten von 0–3 s nach

Reaktionsstart wurde zudem ein SX.18MV stopped-flow-Instrument mit Doppelmonochro-

mator für den Anregungsstrahlengang (Bandbreite je 5 nm) und Fluoreszenzdetektor einge-

setzt. Die Totzeit betrug hierbei lediglich 1 ms. Die Fluoreszenzintensität wurde mittels eines

Ausschlußfilters gemessen, das heißt, über das gesamte Spektrum oberhalb einer bestimmten

Wellenlänge, dem sogenannten cut-off. Es wurden jeweils 1000 Meßpunkte mit einer Integra-

tionszeit von 370 µs aufgenommen, die, entsprechend dem Meßmodus, über den gesamten
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Akkumulationszeitraum (single time base) oder zu jeweils 500 über zwei unterschiedlich lan-

ge Zeiträume (split time base) gleichverteilt waren. Die stopped-flow-Messungen wurden mit

freundlicher Unterstützung durch Dr. Ralph Golbik vom Institut für Biochemie der Martin-

Luther-Universität Halle-Wittenberg durchgeführt.

Angaben zu Temperatur, Puffer, Proteinkonzentration, Verdünnung, Akkumulationszeit,

sowie zur Anregungs-, Emissions- und cut-off-Wellenlänge finden sich in Abschnitt 2.2.6 be-

ziehungsweise in den Abbildungslegenden im Ergebnisteil (Abschnitt 3).

... CD-Spektroskopie

Die Messungen der Absorptionsdifferenz zwischen links und rechts zirkular polarisiertem

Licht, des Circulardichroismus (CD), von Proteinproben wurden mit den CD-Spektrome-

tern AVIV 62A DS beziehungsweise Jasco J710 bei 20 °C durchgeführt. Es wurden Quarz-

glasküvetten mit Schichtdicken von 0,01 cm, 0,02 cm beziehungsweise 0,05 cm verwendet.

Die Aufnahme der Spektren erfolgte mit einer Bandbreite von 1 nm, einer Auflösung von 0,5

beziehungsweise 1 nm und einer Zeitkonstante von 2 s. Von der betreffenden Probe wurden je

zehn Spektren gemittelt und mit dem Spektrum des entsprechenden Dialysepuffers korrigiert.

Messungen der Elliptizität bei einzelnen Wellenlängen wurden mit identischen Einstellungen

durchgeführt und die Daten über einen Zeitraum von je 30 s gemittelt.

[Θ]MRW =
Θ × Mr × 100
c × l × NAA

(2.4)

[Θ] =
Θ × Mr × 100

c × l
(2.5)

[Θ] = 32982 × (εL − εR) (2.6)

Die gemessene Elliptizität, Θ, wurde nach Gleichung 2.4 oder 2.5 in die residuelle Ellip-

tizität, [Θ]MRW, beziehungsweise die molare Elliptizität, [Θ], umgerechnet [Schmid, 1997].

Dabei ist Mr die molare Masse des Proteins in Dalton, c die Proteinkonzentration in mg
/
ml,

l die Länge des Lichtwegs in der Meßzelle in cm und NAA die Anzahl der Aminosäurereste

je Proteinmolekül. Die molare Elliptizität ergibt sich aus den unterschiedlichen molaren Ab-

sorptionskoeffizienten für links und rechts zirkular polarisiertes Licht, εL beziehungsweise εR

(Gleichung 2.6).
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.. Chemisch induzierte Proteinentfaltung und -rückfaltung

Die Seitenketten der verschiedenen Aminosäuren unterscheiden sich stark in ihrer Hydro-

philie. Im gefalteten Protein befinden sich die hydrophoben Seitenketten überwiegend im

Inneren, während die hydrophilen lösungsmittelexponiert sind. Bei einer entfalteten Poly-

peptidkette zwingen die nun ebenfalls lösungsmittelexponierten hydrophoben Seitenketten

die umgebenden Wassermoleküle in eine eisähnliche Struktur. Der Entropiegewinn durch

das Freiwerden der so gebundenen Wassermoleküle wird als treibende Kraft bei der Faltung

von Proteinen angesehen. Der mit der Faltung verbundene und durch Einschränkung der

Freiheitsgrade der Polypeptidkette hervorgerufene Entropieverlust wird so überkompensiert.

In wäßrigen Lösungen von Denaturierungsmitteln, wie Harnstoff und GdmCl, lassen sich

Proteine entfalten. Das beruht im wesentlichen auf deren Eigenschaft, Wechselwirkungen

zwischen den Wassermolekülen zu stören und auch die hydrophoben Teile einer Polypep-

tidkette, besonders Aromaten, sowie das Peptidrückgrat zu solubilisieren [Schellman, 1994].

Die thermodynamische Stabilität der Strukturen von BMP-2, proBMP-2 und dem BMP-2-

Propeptid, sowie die Kinetik der Entfaltung und Rückfaltung des BMP-2-Propeptids und

der Propeptiddomäne von proBMP-2 wurden durch Messung der Fluoreszenz bei chemisch

induzierter Denaturierung mittels Harnstoff beziehungsweise GdmCl untersucht.

... Thermodynamische Analyse

Bei einem Zweizustandsmodell der Proteinfaltung im Gleichgewicht aus denaturiertem (d)

und nativem Protein (n), d � n, ist die Änderung der freien Enthalpie bei der Entfaltung,

∆Gn→d, durch Gleichung 2.7 definiert, wobei [n] und [d] die Konzentration der nativen be-

ziehungsweise denaturierten Spezies im Gleichgewicht, R die universelle Gaskonstante und

T die absolute Temperatur sind. Nach Tanford [1968, 1970] ist die freie Enthalpie der

Überführung von Aminosäureseitenketten und dem Peptidrückgrat von Wasser in wäßrige

Lösungen eines Denaturierungsmittels in erster Näherung linear abhängig von dessen Kon-

zentration. Daher läßt sich bei einer gegebenen Temperatur ∆Gn→d in Abhängigkeit von der

Denaturierungsmittelkonzentration, [D], mit Gleichung 2.8 beschreiben. Dabei sind ∆GH₂O
n→d

die Änderung der freien Enthalpie bei der Proteindenaturierung in Abwesenheit des Dena-

turierungsmittels und mn→d der Proportionalitätsfaktor, definiert durch Gleichung 2.9 [Pace,

1986]. Die Konzentration an Denaturierungsmittel, bei der denaturierte und native Spezies
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zu gleichen Anteilen vorliegen, D¹⁄₂, ergibt sich aus Gleichung 2.8 zu Gleichung 2.10, da hier

∆Gn→d = 0.

∆Gn→d = −RT ln
(

[d]
[n]

)
(2.7)

∆Gn→d = ∆GH₂O
n→d − mn→d × [D] (2.8)

mn→d = −
∂(∆Gn→d)

∂([D])
(2.9)

[D¹⁄₂] =
∆GH₂O

n→d
mn→d

(2.10)

Für die Bestimmung der freien Enthalpie der Proteindenaturierung im Gleichgewicht wurden

native beziehungsweise denaturierte Proben des jeweiligen Proteins in unterschiedliche Kon-

zentrationen des Denaturierungsmittels im Verhältnis 1:10 verdünnt. Dazu wurden Präzisi-

onsspritzen vom Typ Hamilton 1001 RNR und 1725 RNR verwendet. Das Gesamtvolumen

der einzelnen Proben betrug jeweils 800 µl. Nach Inkubation bei 20 °C für 24 h wurden die

Fluoreszenzemissionsspektren der Proben, wie in Abschnitt 2.2.5.2 beschrieben, aufgenom-

men und die effektive Konzentration des jeweiligen Denaturierungsmittels nach Gleichung

2.11 für Harnstoff beziehungsweise 2.12 für GdmCl refraktometrisch (∆N ) bestimmt [No-

zaki, 1972; Pace, 1986; Warren & Gordon, 1966].

[
Harnstoff

]
=

(
117, 66(∆N ) + 29, 753(∆N )2 + 185, 56(∆N )3)m (2.11)

[
GdmCl

]
=

(
57, 147(∆N ) + 38, 68(∆N )2 − 91, 60(∆N )3)m (2.12)

Die Auswertung erfolgte jeweils bei einer bestimmten Wellenlänge des Emissionsspektrums,

unter Annahme eines Zweizustandsmodells nach Pace [1986]. Dazu wurden zunächst die

Fluoreszenzänderungen der nativen und der denaturierten Spezies des jeweiligen Proteins in

Abhängigkeit von der Denaturierungsmittelkonzentration linear extrapoliert und der Anteil

der nativen Spezies in jeder Probe, α, nach Gleichung 2.13 berechnet. Dabei sind F die ge-

messene Fluoreszenz, Fd die extrapolierte Fluoreszenz der denaturierten Spezies und Fn die der

nativen Spezies. Die Bestimmung der thermodynamischen Parameter erfolgte nach Gleichung
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2.14 mit Hilfe des Computerprogramms Mathematica (v4.1) durch nicht-lineare Regression

nach der Levenberg-Marquardt-Methode.

α =
F − Fd

Fn − Fd
für Fn > Fd bzw. (2.13)

=
F − Fn

Fd − Fn
für Fn < Fd

α =
exp

(
∆GH₂O

n→d−mn→d×[D]
RT

)

1 + exp
(

∆GH₂O
n→d−mn→d×[D]

RT

) (2.14)

Um Artefakte durch Proteinaggregation auszuschließen, wurden Streulichtmessungen durch-

geführt (λexc = λem = 360 nm).

... Kinetische Analyse

Für die Bestimmmung kinetischer Parameter der Faltung und Entfaltung wurde jeweils un-

mittelbar nach Verdünnung des nativen beziehungsweise denaturierten Proteins in unter-

schiedlich konzentrierte Lösungen des Denaturierungsmittels die Änderung der Fluoreszenz-

intensität in Abhängigkeit von der Zeit gemessen (Abschnitt 2.2.5.2).

Die Daten wurden bei einem monophasischem Verlauf mit Hilfe einfach exponentieller

Funktionen 1. Ordnung ausgewertet (Gleichungen 2.15 (Signalabnahme) und 2.16 (Signal-

zunahme)) und bei einem biphasischem Verlauf mit Hilfe doppelt exponentieller Funktio-

nen 1. Ordnung (Gleichungen 2.17 (Signalabnahme) und 2.18 (Signalzunahme)). Dabei ist

A0 die Intensität im Gleichgewicht, also nach Abschluß der Reaktion. A1 und A2 sind die

Amplituden der ersten und zweiten Phase, sowie kobs1 und kobs2 die beobachteten Geschwin-

digkeitskonstanten der ersten und zweiten Phase.

F = A0 + A1 × e−kobs1×t (2.15)

F = A0 + A1 × (1 − e−kobs1×t ) (2.16)

F = A0 + A1 × e−kobs1×t + A2 × e−kobs2×t (2.17)

F = A0 + A1 × (1 − e−kobs1×t ) + A2 × (1 − e−kobs2×t ) (2.18)
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Multiphasische Faltungs- und Entfaltungkinetiken werden oft beobachtet, wenn das unter-

suchte Protein ein oder mehrere Reste der Iminosäure Prolin enthält. Die trans-Konformation

der N-terminalen Peptidbindung eines Prolylrestes ist, im Gegensatz zu einem Aminosäure-

rest, gegenüber der cis-Konformation nur geringfügig stabiler. In kurzen Peptiden liegen bis zu

35 % der Prolylpeptidbindungen als cis-Isomere vor [Brandts et al., 1975; Schwarzinger et al.,

2001]. Die cis-Konformation ist aber auch oft Bestandteil nativer Proteinstrukturen. In ei-

nem vollständig denaturierten Protein ist das Verhältnis von cis- zu trans-Isomeren mit durch-

schnittlich etwa 15:85 ähnlich dem von synthetischen Peptiden. Da die Aktvierungsenergie

für die Isomerisierung mit ungefähr 80 kJ
/
mol sehr hoch ist, sind die Geschwindigkeitskon-

stanten mit etwa 0.015 s−1 und 0.003 s−1 für die cis→trans- beziehungsweise trans→cis-Iso-

merisierung bei Raumtemperatur entsprechend gering [Goto & Hamaguchi, 1982; Kiefhaber

et al., 1990; Nall et al., 1978].

Die Geschwindigkeitskonstanten von Peptidyl-prolyl-cis/trans-Isomerisierungen sind in der

Regel von der Konzentration des Denaturierungsmittels unabhängig [Schmid & Baldwin,

1979]. Dagegen sind intrinsischen Geschwindigkeitskonstanten der eigentlichen Faltung be-

ziehungsweise Entfaltung von der Konzentration des Denaturierungsmittels abhängig. Der

Idealfall ist in den Gleichungen 2.19 (Faltung) und 2.20 (Entfaltung) wiedergegeben, wobei

md→n und mn→d die entsprechenden Proportionalitätsfaktoren sind [Tanford, 1968, 1970].

ln kd→n = ln kH₂O
d→n − md→n × [D], für [D] < [D¹⁄₂] (2.19)

ln kn→d = ln kH₂O
n→d + mn→d × [D], für [D] > [D¹⁄₂] (2.20)

Für ein Zweiszustandsmodell, d � n, gilt: kobs = kn→d + kn→d. Daraus resultiert Gleichung

2.21 für die Abhängigkeit der beoachteten Geschwindigkeitskonstante von der Konzentrati-

on des Denaturierungsmittels. Gleichung 2.22 läßt sich unter Verwendung der Arrhenius-

Gleichung herleiten und berücksichtigt die Temperaturabhängigkeit der freien Aktivierungs-

enthalpien für die Faltung und für die Entfaltung.

ln kobs = ln
(

kH₂O
d→n × e−md→n[D] + kH₂O

n→d × emn→d[D]
)

(2.21)

= ln
(

kH₂O
d→n × e(−md→‡/RT )[D] + kH₂O

n→d × e(mn→‡/RT )[D]
)

(2.22)
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Dabei sind md→‡ und mn→‡ die Proportionalitätsfaktoren für die Änderung der freien En-

thalpie beim Übergang vom denaturierten beziehungsweise nativen Zustand zum Übergangs-

zustand (‡) analog zu Gleichung 2.9. Die Auftragung von ln kobs gegen die Konzentration

des Denaturierungsmittels wird auch als Chevron-Plot bezeichnet. Dieser ergibt meist ei-

ne V-förmige Kurve. Insbesondere für die Faltung weist der Chevron-Plot vieler Proteine

jedoch eine Abweichung von der Linearität auf. Die für proBMP-2 und das BMP-2-Propep-

tid durchgeführten kinetischen Messungen wurden mit Hilfe von Chevron-Plots und bei

biphasischem Verlauf auch durch Auftragung der relativen Amplituden der beiden Phasen,

α1 = A1
A1+A2

und α2 = A2
A1+A2

, gegen die Konzentration des Denaturierungsmittels ausge-

wertet. Im Falle des Propeptids ergab sich im Chevron-Plot ein nicht-linearer Verlauf des

„Faltungsarmes“ der dritten, sehr schnellen Phase. Die Auswertung wurde hier auch für ein

Dreizustandsmodell, d � i � n, also die Faltung des Proteins über ein Intermediat (i) vor-

genommen. Unter der Annahme, daß das Intermediat eine Voraussetzung für die Bildung

der nativen Spezies ist, und daß die Gleichgewichtseinstellung zwischen denaturiertem Pro-

tein und Intermediat viel schneller erfolgt als der geschwindigkeitsbestimmende Schritt beim

Übergang vom Intermediat zum nativen Protein, gilt Gleichung 2.23.

kf = fi × ki→n =
Kd�i

1 + Kd�i
× ki→n (2.23)

Aus diesem Zusammenhang resultiert für die beobachtete Geschwindigkeitskonstante Glei-

chung 2.24 [Khorasanizadeh et al., 1996].

ln kobs = ln

(
Kd�i × e(−md→i/RT )[D]

1 + Kd�i × e(−md→i/RT )[D] × kH₂O
i→n × e(−mi→‡/RT )[D] + kH₂O

n→i × e(mn→‡/RT )[D]

)

(2.24)

Durch Einsetzen der mit Hilfe der Gleichungen 2.22 und 2.24 ermittelten Geschwindig-

keitskonstanten läßt sich die freie Enthalpie der Denaturierung nach Gleichung 2.25 für ein

Zweizustandsmodell beziehungsweise Gleichung 2.26 für ein Dreizustandsmodell berechnen.

∆GH₂O
n→d = −RT ln

(
kH₂O

n→d

kH₂O
d→n

)
(2.25)

∆GH₂O
n→d = −RT ln

(
1

Kd�i
× kH₂O

n→i

kH₂O
i→n

)
(2.26)
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Alle Parameteranpassungen erfolgten durch nicht-lineare Regression nach der Levenberg-

Marquardt-Methode mit Hilfe des Computerprogramms Mathematica (v4.1).

.. Analytische Ultrazentrifugation

Die analytische Ultrazentrifugation wurde eingesetzt, um Informationen über die apparenten

Molekularmassen, die hydrodynamischen Eigenschaften und den Assoziationsgrad der betref-

fenden Proteine zu erhalten. Die Analysen wurden freundlicherweise von PD Dr. Hauke Li-

lie vom Institut für Biotechnologie der Martin-Luther-Universität Halle-Wittenberg mit einer

Optima XL-A Zentrifuge durchgeführt. Der Einsatz eines AN60Ti-Rotors mit Zwei- bezie-

hungsweise Sechskanalzellen ermöglichte die gleichzeitige Messung von 7 beziehungsweise

21 verschiedenen Konzentrationen des jeweiligen Proteins. Dabei wurde die Sedimentati-

onsgeschwindigkeit und die Konzentrationsverteilung innerhalb der jeweiligen Meßzelle im

Gleichgewicht absorptionsspektroskopisch bestimmt. Für die Berechnungen wurde das par-

tielle spezifische Volumen der Proteinmoleküle mit ν̄ = 0.73 ml
/
g angenommen [Harding,

1997]. Weitere Details sind in den entsprechenden Abbildungslegenden im Ergebnisteil (Ab-

schnitt 3) angegeben.

Die nicht-kovalente Assoziation des Propeptids beziehungsweise von proBMP-2 wurde

durch Bestimmung sowohl der apparenten Sedimentationskonstanten, sapp, als auch der ap-

parenten Molekularmassen im Sedimentationsgleichgewicht, Mrapp
, untersucht. Bei Homodi-

merisierung des Analyten, 2 Monomere (M) � Dimer (D), gilt für die apparente Sedimen-

tationskonstante Gleichung 2.27 und für die apparente Molekularmasse im Gleichgewicht

Gleichung 2.28.

sapp = sM
[M]

[M] + [D]
+ sD

[D]
[M] + [D]

(2.27)

Mrapp
=

MrM
[M] + MrD

[D]
[M] + [D]

(2.28)

Dabei sind MrM
und MrD

die Molekularmassen, sM und sD die Sedimentationskonstanten, so-

wie [M] und [D] die in Lösung vorhandenen Konzentrationen der monomeren beziehungs-

weise dimeren Spezies. Da für die Gesamtmonomerkonzentration, [Mtotal], Gleichung 2.29

und für die Dimerkonzentration in Lösung Gleichung 2.30 gilt, folgt für die Monomerkon-

zentration in Lösung Gleichung 2.31. Durch Kombination der Gleichungen 2.30 und 2.31
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mit Gleichung 2.27 beziehungsweise 2.28 läßt sich aus der Abhängigkeit des apparenten s-

Werts beziehungsweise der apparenten Molekularmasse von der Gesamtmonomerkonzentra-

tion die Dissoziationskonsante, KD, berechnen. Die Berechnung der Dissoziationskonstante

des proBMP-2-Tetramers aus der relativen Amplitude im Sedimentationslauf erfolgte mit

Hilfe der Gleichungen 2.31 und 2.32.

[Mtotal] = [M] + 2[D] (2.29)

[D] =
[M]2

KD
(2.30)

[M] = −1
4

KD +

√
1

16
KD

2 + 1
2KD[Mtotal] (2.31)

relative Amplitude =
[D]

[Mtotal]
=

[M]
[M] + KD

(2.32)

.. Bestimmung der biologischen Aktivität

Tie rmode l l Die Fähigkeit von drBMP-2 und proBMP-2 zur Induktion ektopischer Kno-

chenneubildung wurde in einem Tiermodell an Ratten überprüft. Mit Ausnahme der Bestim-

mung der Aktivität alkalischer Phosphatase (AP) in den Explantaten, wurden die Experimente

von Dr. Gerhard Herr (Advanced Tissue Regeneration GmbH, Wetzlar) durchgeführt. Die Pro-

teine wurden zuvor gegen ein 50 %iges ACN-Wasser-Gemisch (v
/
v) dialysiert und, durch

Trocknung unter einem sterilen Luftstrom, auf würfelförmigen Keramikkörpern folgenden

Typs fixiert⁵:

• Hersteller –– Fa. Mathys (Bettlach, Schweiz)

• Handelsname –– chronOs

• Phasenreinheit –– >95 % β-TCP

• Porenvolumenanteil –– 72±6 %

• Porengröße –– 80–650 µm

• Porenstruktur –– interkonnektierend

• Festigkeit –– 7,7±1,2 MPa

Anschließend wurden acht ausgewachsenen, circa 400 g schweren, männlichen Ratten je vier

dieser Keramikkörper implantiert. Zwei der Implantate waren mit circa 200 µg proBMP-2

⁵ Die Effizienz der Methode wurde nach Beschichtung einzelner Keramikkörper mit Cytochrom C durch vi-
suelle und mikroskopische Kontrolle der inneren und äußeren Oberflächen der Matrix auf homogene Färbung
nachgewiesen.
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und eins mit circa 40 µg drBMP-2 beschichtet. Das vierte Implantat diente als Negativkon-

trolle und war lediglich mit dem Dialysepuffer (ACN/H₂O) behandelt worden. Die Einbrin-

gung erfolgte ektopisch, zwischen zwei schrägen Lagen der Bauchmuskulatur. Nach 30 Tagen

Liegedauer wurden die Tiere getötet, die Implantate mit dem umgebendem Gewebe entnom-

men und makroskopisch und histologisch auf Knochenneubildung untersucht. Unmittelbar

nach Explantation wurde eine Hälfte jedes Implantats einschließlich des anhaftenden Gewe-

bes zur späteren Bestimmung der AP-Aktivität bei −80 °C eingefroren und die andere für

die histologischen Untersuchungen in 70 % Ethanol fixiert. Die fixierten Implantate wurden

mit Ethanol dehydratisiert, in Methylmethacrylat eingeschlossen und in Scheiben von 100–

150 µm Dicke geschnitten. Nach dem Abschleifen auf eine Stärke von circa 50 µm wurden

die Präparate mit Toluidin O gefärbt.

Zur Bestimmung der AP-Aktivität wurden die Implantate –– jeweils unmittelbar vor der

Präparation –– separat aufgetaut. Alle anschließenden Schritte wurden auf Eis ausgeführt.

Die Implantate wurden mit einem Skalpell zerkleinert und zusammen mit 1 ml Homogeni-

sierungspuffer (0.1 m Tris/HCl, 1 % Triton X-100, pH 7.4) in ein vorgekühltes Homogenisi-

erröhrchen gegeben. Die Proben wurden mit einem Potter S-Homogenisator bei 1200 rpm

durch 5 × 4 vollständige Auf- und Abbewegungen des gekerbten PTFE-Aufsatzes –– mit

je 45 s Abkühlpause –– aufgeschlossen. Das Homogenat wurde in ein Zentrifugenröhrchen

(15 ml) gegeben und mit Homogenisierungspuffer auf 4 ml aufgefüllt. Nach Zentrifugation

bei 4200×g für 20 min wurde aufgetriebenes Fett entfernt und ein 1 ml Aliquot des klaren

Überstandes zur Bestimmung der Enzymaktivität verwendet. Diese wurde am Tag der Präpa-

ration mit Hilfe eines Merck Ecoline 25 Test-Kits durchgeführt. Dazu wurde die Probe 1:2,

1:3 beziehungsweise 1:5 in Homogenisierungspuffer verdünnt und 25 µl der Verdünnung, ge-

mäß Vorschrift des Herstellers, in 1 ml frisch präparierten Testpuffer pipettiert. Die Zunahme

der Absorption bei λ = 405 nm wurde photometrisch gemessen. Es wurden Doppelbestim-

mungen durchgeführt.

V = 41000 ∆A
ε × l × t

(2.33)

Die Enzymaktivität, V (in µmol min−1ml−1), wurde nach Gleichung 2.33 berechnet, wobei

der molare Absorptionskoeffizient von 4-Nitrophenol mit ε = 18518 m−1cm−1 eingesetzt

wurde. ∆A/ t ist die Änderung der Absorption pro Minute und l die Schichtdicke der Küvette

in cm. Der Faktor 41000 resultiert aus der Verdünnung der Probe.
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Die Enzymaktivitäten wurden blockweise (1 Versuchstier = 1 Block) miteinander vergli-

chen. Dazu wurden Rangvarianzanalysen für verbundene Stichproben durchgeführt (Fried-

man-Test und paarweise Vergleiche nach Wilcoxon & Wilcox [Sachs, 1992]). Die Prüfgrö-

ße, χ̂2
R, wurde nach Gleichung 2.34 berechnet. Dabei sind n die Anzahl der Blöcke, k die

Anzahl der untersuchten Faktoren und Ri die Rangsummen der Faktoren. χ̂2
R wurde mit den

5 %-Irrtumswahrscheinlichkeiten für den jeweiligen Test verglichen (Tabellen 280 und 287

in Sachs [1992]).

χ̂
2
R =

[
12

n k (k + 1)

k∑
i=1

R2
i

]
− 3 n (k + 1) (2.34)

Ze l lku l tu r Die Induktion alkalischer Phosphatase in C2C12-Zellen ist ein von Kirsch

et al. [2000a] etablierter Test zur Quantifizierung der biologischen Aktivität von BMP-2. Die-

se nicht ausdifferenzierte Myoblasten-Zellinie exprimiert die Rezeptoren BMPR-IA, BMPR-

II und in nur geringem Mengen BMPR-IB. Die biologische Relevanz der Bindung von

BMP-2 an BMPR-IA für den osteoinduktiven Effekt auf C2C12-Zellen ist von Chalaux et al.

[1998] und Namiki et al. [1997] gezeigt worden. Die Analysen zur Aktivität von BMP-2 und

drBMP-2 wurden von Krause [2003] im Rahmen seiner Diplomarbeit am Institut für Bio-

technologie der Martin-Luther-Universität Halle-Wittenberg durchgeführt.



3 Ergebnisse & Diskussion

Die drei in dieser Arbeit untersuchten Proteine, BMP-2, proBMP-2 und das BMP-2-Propep-

tid, wurden durch heterologe Expression der jeweiligen humanen cDNA in E. coli in Form

von inclusion bodies (IBs) gewonnen (Abschnitt 3.1). Die IB-Proteine wurden solubilisiert, re-

naturiert und gereinigt (Abschnitt 3.2) und anschließend charakterisiert (Abschnitt 3.3). Die

Stabilitäten der BMP-2-Varianten wurden mittels chemisch induzierter Faltung und Entfal-

tung untersucht (Abschnitt 3.4).

Nachfolgend bezeichnet der Begriff „Propeptiddomäne“ das Propeptid als Bestandteil von

proBMP-2. Die Begriffe „BMP-Domäne“ und „Cystin-Knoten-Domäne“ werden für BMP-2

als Bestandteil von proBMP-2 verwendet. Hierbei sind n i ch t Proteindomänen im Sinne der

Proteinfaltung gemeint. Zudem wurde auf den Zusatz „rh“ (rekombinant, human) bei den

Proteinbezeichnungen verzichtet.

3.1 Heterologe Genexpression in E. coli

Experimente zur heterologen Expression von probmp-2 in E. coli hatten gezeigt, daß durch

Verwendung eines Fusionskonstruktes mit N-terminalem His-Tag® die Ausbeute an rekom-

binantem Protein erheblich gesteigert werden konnte [Hillger, 1999]. Vermutlich wird die

Translationsinitiation, die oftmals limitierend für die Expressionrate ist, durch die für E. coli

optimierte DNA-Sequenz des Tags erleichtert. Zur rekombinanten Herstellung von proBMP-2

wurde daher der Vektor pET-15b-probmp-2 eingesetzt. Die Vermutung, daß auch die bmp-

2-propeptide-cDNA, die identisch mit der 5´-Sequenz von probmp-2 ist, ohne Tag nur mit

schlechten Ausbeuten zu exprimieren sein würde, konnte experimentell bestätigt werden. Sie

wurde daher ebenfalls in den Vektor pET-15b kloniert (Abb. 2.2, S. 30). Die bmp-2-cDNA

ließ sich jedoch auch ohne His-Tag® (Vektor: pET-11a) in ausreichenden Mengen exprimie-

ren. Da 14 Argininreste innerhalb des Propeptids durch die in E. coli seltenen Tripletts AGA

und AGG codiert sind, wurden die zur Expression verwendeten E. coli-BL21(DE3)-Zellen zu-

sätzlich mit dem Plasmid pUBS520 transformiert, welches das Gen dnaY für die tRNA dieser

Codons enthält [Brinkmann et al., 1989].
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Durch Kultivierung der transformierten Zellen auf Hefeextraktmedium und Glycerin im

10 l-Bioreaktor konnten für BMP-2 circa 1 kg, für proBMP-2 und das Propeptid je circa

1,5 kg Biomasse (Feuchtgewicht) gewonnen werden (siehe Methoden, S. 30ff ). Alle drei Pro-

teine wurden dabei in unlöslicher Form als IBs im Cytosol der Zellen abgelagert. Nach dem

Zellaufschluß durch Hochdruckdispersion wurden die IBs mit dem jeweils hoch angerei-

cherten, rekombinanten Protein isoliert. Aus je 1 g Biomasse konnten 70 mg BMP-2-, 90 mg

Propeptid- beziehungsweise 100 mg proBMP-2-IBs präpariert werden. Die Analyse der IB-

Proteine in der reduzierenden SDS-PAGE ergab lediglich im Fall von proBMP-2 eine Ab-

weichung von circa −2 kDa (43 statt 45 kDa) von der berechneten Molekularmasse für die

monomere Spezies (Tabelle 3.1).

Tabelle .: Ausbeuten an BMP-2, proBMP-2 und BMP-2-Propeptid nach heterologer Expression der
cDNAs in E. coli BL21(DE3)·pUBS520. Die Angaben beziehen sich auf die Kultivierung der
Zellen in einem 10 l-Bioreaktor im fed-batch-Verfahren auf Hefextraktmedium und Glycerin als
Kohlenstoffquelle.

Plasmid Biomasse
(kg)†

IBs / Protein
(mg

/
g Zellen†)

Mr (Da)
ESI-MS / theoretisch‡

N-terminales
Methionin

pET-15b-probmp-2 1,5 100 / 25 44902.0 / 44901.7 −

pET-11a-bmp-2 1,0 70 / 35 13036.1 / 13036.0 +

pET-15b-bmp-2-propeptide 1,5 90 / 22,5 32014.1 / 32014.9 −

† Die Angaben beziehen sich auf nicht-getrocknete Biomasse nach Zentrifugation und Dekantieren des Mediums (Feuchtgewicht).
‡ Die theoretischen Molekularmassen für die monomeren Spezies, Mr, wurden mit Hilfe des im Internet verfügbaren Programms Protparam
(http://www.expasy.org/tools/protparam.html) berechnet.

Die N-terminalen Sequenzierungen der IB-Präparationen ergaben, daß –– im Unterschied

zum Propeptid und zu proBMP-2 –– der Startmethioninrest von BMP-2 noch vorhanden

war. Bei der Überprüfung der Molekularmassen durch ESI-Massenspektrometrie wurde im

Fall von proBMP-2 eine Massendifferenz von +16 Da festgestellt, welche durch die reversible

Oxidation eines Methionins zum Sulfoxid erklärt werden konnte. In der Tat ergab die N-

terminale Sequenzierung einer späteren Präparation des His-Tag®-Propeptids nach Throm-

binspaltung, daß Met−264, zu circa ²⁄₃ als Sulfoxid vorlag. Der Anteil des Sulfoxids ließ sich

mit Hilfe von Dimethylsulfid deutlich senken (Abschnitt 2.2.3.4, [Shechter, 1986]). Mögli-

cherweise wird die Methioninoxidation durch Peroxide hervorgerufen, die von Triton X-100,

einer Komponente des Zellaufschlußpuffers B, gebildet werden können.

http://www.expasy.org/tools/protparam.html
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Durch SDS-PAGE konnte nachgewiesen werden, daß die jeweiligen IB-Präparationen nur

gering mit E. coli-Proteinen verunreinigt waren (jeweils Bahn 3 in Abb. 3.2, S. 59, Abb. 3.3,

S. 63, und Abb. 3.4, S. 66). Der DNA-Gehalt der IBs, insbesondere der des Propeptids, war

relativ hoch, obwohl Benzonase beim Zellaufschluß eingesetzt wurde. Der hohe DNA-Gehalt

war sehr wahrscheinlich durch die Art der Kultivierung bedingt, denn IB-Präparationen aus

Schüttelkolbenkulturen wiesen einen deutlich geringeren Nukleinsäureanteil auf. Die starke

Verunreinigung der Propeptid-IBs mit DNA ist vermutlich auf den hohen isoelektrischen

Punkt des Proteins von 9,9 zurückzuführen, der Wechselwirkungen mit dem Phosphatrück-

grat von Nukleinsäuren begünstigen könnte.

Alle drei IB-Proteine konnten in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA, pH 8,5 und

200 mm DTT vollständig solubilisiert werden. Die Proteinkonzentrationen in den dialysier-

ten IB-Solubilisaten wurden nach Bestimmung der UV-Absorption mit Hilfe von Gleichung

2.3 berechnet. Der Proteingehalt der Propeptid- beziehungsweise der proBMP-2-IBs betrug

circa 250 mg
/
g, der der BMP-2-IBs circa 500 mg

/
g. Damit ergaben sich Ausbeuten von

22,5 mg, 25 mg und 35 mg Protein je Gramm Zellen (Feuchtgewicht), entsprechend 3,4 g,

3,8 g und 3,5 g Protein je Liter Kulturvolumen, für Propeptid, proBMP-2 beziehungsweise

BMP-2. Die Ergbnisse der heterologen Genexpression in E. coli sind in Tabelle 3.1 zusam-

mengefaßt.

Die Bioreaktorkultivierung der rekombinanten E. coli-Zellen auf Basis eines Hefeextrakt-

Glycerin-Medium erwies sich als ein relativ unkompliziertes und vor allem schnelles Verfahren

zur Gewinnung großer Mengen der drei BMP-Varianten in Form von IBs. Durch die Tran-

formation der Zellen mit dem Plasmids pUBS520 konnten dabei Fehler während der RNA-

Tranlation erfolgreich verhindert werden, wie die hohen Ausbeuten und die korrekten Mole-

kularmassen der IB-Proteine belegen. Allerdings war die Reinheit der IBs, sowohl bezogen auf

Kontaminationen durch Wirtszellproteine als auch durch Nucleinsäuren, bei Kultivierungen

im Schüttelkolben höher als bei den hefeextraktbasierten Fermentationen. Demgegenüber

sind Bioreaktorkultivierungen auf einem definierten Medium sowohl bezogen auf die Rein-

heit der IBs als bezogen auf die Ausbeute an rekombinantem Protein von Vorteil, erfordern

allerdings eine oft langwierige Optimierung der Fermentationsbedingungen. So konnten Val-

lejo et al. [2002] mittels einer optimierten Fermentation rekombinanter E. coli TG1-Zellen

auf definiertem Medium 8,6 g BMP-2 je Liter Kulturvolumen erhalten.
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3.2 Renaturierung & Reinigung der BMP-Varianten

.. Renaturierung & Reinigung von proBMP-

... Renaturierung von proBMP-

Das zur in vitro-Renaturierung von proBMP-2 verwendete Protokoll war von mir in meiner

Diplomarbeit etabliert worden und ist im Methodenteil beschrieben (Abschnitt 2.2.2, [Hill-

ger, 1999]). Die IBs wurden zunächst in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA, pH 8,5

und 200 mm DTT solubilisiert. Die Renaturierung des Proteins erfolgte durch schnelle Ver-

dünnung des IB-Solubilisats in Renaturierungspuffer (1,0 m l-Arginin-HCl, 0,1 m Tris/HCl,

5 mm EDTA, 5 mm GSSG, 2 mm GSH, pH 8,0). Da in ersten Renaturierungsversuchen häu-

fig ein proteolytischer Abbau von proBMP-2 beobachtet werden konnte, wurde später dem

IB-Solubilisierungspuffer und dem Renaturierungspuffer ein Proteaseinhibitorgemisch zuge-

setzt (Complete™-Tabletten). Renaturiert wurde bei Proteinkonzentrationen von 3–3,5 µm

über einen Zeitraum von fünf bis zehn Tagen bei 10 °C. Da diese Bedingungen für die Fal-

tung der BMP-Domäne von proBMP-2 ausgelegt waren, wurde zunächst nur die Bildung

der disulfidverbrückten, dimeren Spezies zur Beurteilung der Ausbeute herangezogen. Die

Struktur der Propeptiddomäne blieb dabei unberücksichtigt.

Abbildung .: Oxidative Dimerisierung von
proBMP-2 in Abhängigkeit von der Stöchio-
metrie des Redox-Systems. SDS-PAGE un-
ter nicht-reduzierenden Bedingungen. Anga-
ben von GSH:GSSG in mm. Bahn 1: LMW-
Marker, Bahn 2: Probe bei Renaturierungsstart,

1 2 3 4 5 6

kDa
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94––

Bahn 3 und 4: GSH:GSSG=5:1 nach 3 d und 6 d, Bahn 5 und 6: GSH:GSSG=1:5 nach 3 d und
6 d. Die Renaturierung erfolgte in 1 m l-Arginin, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA, pH 8,0 bei 10 °C.
Die Proteinkonzentration betrug 3 µm.

Bei Einsatz eines GSH-GSSG-Redox-Systems lassen sich disulfidhaltige Proteine meist mit

einem Überschuß an GSH optimal renaturieren, so auch im Fall der Cystin-Knoten-Proteine

platelet-derived growth factor (PDGF) und β-nerve growth factor (β-NGF) [Müller & Rinas,

1999; Rattenholl et al., 2001b; Rudolph et al., 1997]. Das war bei proBMP-2 jedoch nicht

der Fall. In Abbildung 3.1 ist ein Vergleich der kovalenten Dimerisierung von proBMP-2 bei

unterschiedlichen GSH-GSSG-Verhältnissen in 1 m l-Arginin, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA,

pH 8,0 bei 10 °C nach drei und sechs Tagen dargestellt. Bei GSSG-Überschuß (1 mm GSH
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und 5 mm GSSG) lagen nach sechs Tagen circa 40 % des zur Renaturierung eingesetzten de-

naturierten, monomeren proBMP-2 als Dimer vor, bei GSH-Überschuß (5 mm GSH und

1 mm GSSG) dagegen nur circa 20 %. Im Unterschied zu dem ursprünglichen Protokoll wur-

de proBMP-2 daher bei GSSG-Überschuß renaturiert. Nach sieben bis zehn Tagen lagen so

mehr als 50 % des zur Renaturierung eingesetzten IB-Proteins in disulfidverbrückter, dimerer

Form vor.

Wurde 24 Stunden nach Beginn der Renaturierung die GSSG-Konzentration von 5 mm

auf 50 mm erhöht, betrug die kovalente Dimerisierung des Proteins bereits nach 48 Stun-

den 50 %. Die Faltung der Monomere ist also vermutlich innerhalb von 24 Stunden bereits

abgeschlossen. Die Ausbildung der intermolekularen Disulfidbrücke jedoch erfordert offen-

sichtlich stärker oxidierende Bedingungen als die des Cystin-Knotens.

... Reinigung von proBMP-

Hepar in -Af f in i t ä t s ch romatograph i e Im Anschluß an die oxidative Renaturie-

rung von proBMP-2 wurde die dimere Form des Proteins durch Heparin-Affinitätschroma-

tographie gereinigt. Die Renaturierungsansätze wurden dazu vorher durch cross-flow-Ultrafil-

tration auf 4–5 % des Ausgangsvolumens konzentriert. Dabei konnte in den zunächst klaren

Lösungen in geringem Ausmaß Proteinaggregation beobachtet werden. Der pH wurde an-

schließend mit Essigsäure auf 5–6 eingestellt, wodurch ein weiteres oxido-shuffling und damit

eine Entfaltung bereits nativ disulfidverbrückter Moleküle weitgehend unterbunden wurde.

Die Konzentrate wurden gegen 0,1 m Tris, 75 mm Essigsäure, 0,2 m KH₂PO₄, 5 mm EDTA,

6 m Harnstoff, pH 6,1 dialysiert. Durch den hohen Harnstoffgehalt des Dialysepuffers lösten

sich die Aggregate vollständig auf.

Die etablierten Verfahren zur Reinigung von BMPs durch Heparin-Affinitätschromatogra-

phie beinhalten die Verwendung von harnstoffhaltigen Puffersystemen bei pH 7–8 [Groppe

et al., 1998; Hauschka et al., 1986; Vallejo et al., 2002; Wang et al., 1988, 1990]. Bei einem

pH über 7,0 bildet sich jedoch aus Harnstoff verstärkt Cyanat; damit besteht die Gefahr der

chemische Modifikation des Proteins [Hagel et al., 1971; Stark, 1965]. Daher wurde zur Rei-

nigung von proBMP-2 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA und 6 m Harnstoff, pH

5,9 mit 1 m NaCl im Eluenten als Puffersystem eingesetzt. Zur Herstellung des Puffers wur-

de ausschließlich Harnstoff in der höchsten verfügbaren Reinheit verwendet und erst nach

Zugabe der Essigsäure gelöst.
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Die Reinigung wurde bei 5–7 °C auf einer 5 ml-HiTrap™Heparin-Sepharose HP-Säule durch-

geführt (siehe auch Abschnitt 2.2.4.2). Durch die relativ hohe Leitfähigkeit des zum Pro-

benauftrag verwendeten Puffers (κ = 18–19 mS
/

cm) konnte der größte Teil des mono-

meren proBMP-2, zusammen mit der DNA und den Proteinverunreinigungen, bereits im

Durchlauf erhalten werden. An die Säule gebundene Monomere wurden mit 580 mm NaCl

quantitativ abgetrennt. Dimeres proBMP-2 eluierte in einem linearen NaCl-Gradienten von

580 mm bis 780 mm über fünf Säulenvolumina in einem einzelnen, symmetrischen Peak. Die

SDS-PAGE-Analyse des Eluats ergab keine Hinweise auf Verunreinigungen durch monome-

res proBMP-2 oder andere Proteine (Abb. 3.2, 59, Bahn 5).

Abbildung .: Rekombinante Herstellung von proBMP-2.
Heterologe Expression in E. coli, IB-Präparation, Rena-
turierung und Reinigung. Analyse durch SDS-PAGE und
Coomassie-Färbung. Bahn 1: LMW-Marker, Bahn 2: Ge-
samtzellprotein nach Induktion (reduziert mit β-ME),
Bahn 3: IB-Präparation (reduziert mit β-ME), Bahn 4:
Probe nach sieben Tagen Renaturierung (nicht reduziert),
Bahn 5: proBMP-2-Dimer nach Heparin-Affinitätschro-
matographie (nicht reduziert), Bahn 6: proBMP-2-Dimer
nach Hydroxyapatit-Chromatographie (nicht reduziert).

1 2 3 4 5 6
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Die Dialyse des gereinigten proBMP-2-Dimers gegen 0,1 m Tris-, Phosphat- beziehungsweise

HEPES-Puffer, pH 7,0 führte zur Aggregation des Proteins. Zunächst wurde daher, analog zu

den für BMP-2 beschriebenen Reinigungsverfahren, gegen einen sauren Puffer, 10 mm Kali-

um- oder Ammoniumacetat, pH 4–5, dialysiert [Ruppert et al., 1996; Vallejo et al., 2002;

Vallejo & Rinas, 2004]. Eine Aggregation des Proteins konnte dadurch verhindert werden.

Anschließend wurde die Proteinkonzentration photometrisch bestimmt. Die Ausbeute an

proBMP-2 betrug nach diesem Schritt 40–50 %, bezogen auf das zur Renaturierung ein-

gesetzte IB-Protein.

RP-HPLC RP-HPLC wurde als Alternative zur Heparin-Affinitätschromatographie für

die Trennung von proBMP-2-Mono- und Dimeren nach der Renaturierung eingesetzt. Je-

doch wirkte die Propeptiddomäne störend bei der Reinigung. Bedingt durch die hohen ACN-

Konzentrationen und die hohe Temperatur lag sie wahrscheinlich denaturiert vor, so daß die

Unterschiede in der Hydrophobizität zwischen monomerer und dimerer Spezies im Fall von

proBMP-2 geringer als bei BMP-2 waren. Aufgrund des hohen isoelektrischen Punktes des
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Propeptids wurde erst durch Verwendung von Perfluorbuttersäure (HFBA) als Ionenpaar-

Reagenz eine optimale Trennung erreicht. Das proBMP-2-Dimer eluierte bei höheren ACN-

Konzentrationen (42,4 %, 31,5 min) als das Monomer (41,2 %, 28,0 min; Säule: 150×4 mm

YMC Protein-RP; Laufmittel: 100 % H2O (A), 100 % ACN (B) mit je 0,1 % HFBA; Fluß:

0,5 ml
/
min; Gradient: 38–48 % ACN in 30 min; Temperatur: 40 °C). Die, verglichen mit

dem Monomer, höhere Hydrophobizität des nativen Dimers ist auch charakteristisch für

BMP-2, weil sich viele polare Aminosäurereste des Proteins im Kontaktbereich zwischen

den Monomeren befinden. Dagegen sind zahlreiche hydrophobe Gruppen, wie beispielswei-

se Trp28, Trp31, Ile62, Leu66, Tyr103 und Met106, zumindest partiell lösungsmittelexponiert

[Scheufler et al., 1999].

Hydroxyapa t i t -Chromatograph i e Die unterschiedlichen spektralen Eigenschaften

des isolierten Propeptids bei pH 4,7 und pH 7,0 ließen vermuten, daß auch die Propeptiddo-

mäne von proBMP-2 –– nach Renaturierung und Reinigung mittels Heparin-Affinitätschro-

matographie –– unter pH 5 nicht in nativer Form vorlag (Abschnitt 3.3.3.3). Daher wurde

ein zweiter, im folgenden beschriebener Reinigungsschritt etabliert, der die Gewinnung von

nativem proBMP-2 bei pH 7,0 ermöglichte (siehe auch Abschnitt 2.2.4.3).

Zunächst wurde in 10 mm Kaliumacetat pH 4,5 gelöstes proBMP-2 im Verhältnis 1:2

mit 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 gemischt und für etwa zwölf Stunden auf Eis inkubiert;

die Proteinkonzentration betrug dabei 1 mg
/
ml. Das Protein wurde danach auf eine mit

0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 äquilibrierte Macro-Prep-CHT-I-Säule aufgetragen (3–3,5 mg

Protein je Gramm Säulenmaterial). Nach dem Waschen der Säule mit 0,1 m beziehungsweise

0,2 m Kaliumphosphat in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 über jeweils vier Säulenvolumina,

eluierte das Protein in einem Gradienten von 0,2 m bis 0,4 m Kaliumphosphat über zwei

Säulenvolumina und zwei weiteren Säulenvolumina mit konstant 0,4 m Kaliumphosphat. Das

Eluat wurde gegen 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 dialysiert und auf 1–5 mg
/
ml konzentriert.

Die Ausbeute betrug bei diesem Reinigungsschritt 25 % und somit die Gesamtausbeute nach

Renaturierung und Reinigung 8–12 %. Dies entspricht durchschnittlich 25 mg proBMP-2 je

Gramm IBs beziehungsweise 2,5 mg je Gramm induzierter Zellen.

Der kritische Schritt bei dieser Reinigung war das Umpuffern des unter sauren Bedin-

gungen solubilisierten proBMP-2 auf pH 7,0 durch Verdünnung in HEPES-Puffer. Hier
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nicht gezeigte Vorversuche (SDS-PAGE, Streulichtmessungen) hatten ergeben, daß bei Ver-

dünnung in 0,1–1 m Tris-, Phosphat-, MES- beziehungsweise Arginin-HCl-Puffer der größte

Teil des Proteins aggregierte. Dagegen lagen die Verluste durch Aggregation bei Verwendung

von 50 mm bis 1,0 m Kalium- beziehungsweise Natrium-HEPES, pH 7,0 unter 20 %. Le-

diglich 0,1 m Kalium-MOPS, pH 7,0 zeigte ein ähnlich hohes Potential, proBMP-2 in Lö-

sung zu halten. Entscheidend für die Ausbeuten bei der Reinigung mittels Hydroxyapatit-

Chromatographie war auch die mehrstündige Inkubationszeit nach dem Umpuffern auf pH

7,0. Bei kürzeren Inkubationszeiten (<1 h) konnten nur geringe Mengen des Proteins erhal-

ten werden. Der größte Teil (�90 %) eluierte erst unter denaturierenden Bedingungen (1 m

KOH). Die Ausbeuten ließen sich durch längere Inkubationszeiten (<12 h) nicht weiter erhö-

hen. Die Kinetik wurde hierfür jedoch nicht untersucht. Hervorzuheben ist, daß proBMP-2

bei der Hydroxyapatit-Chromatographie mit einer Puffersubstanz eluiert wurde, die zuvor

noch zur nahezu quantitativen Aggregation des Proteins bei pH 7,0 geführt hatte. Kristallisa-

tionsversuche hatten zudem gezeigt, daß proBMP-2 nach dieser Reinigung auch in Tris- und

Phosphatpuffern (0,1 m bis 1 m) und selbst bei Konzentrationen von bis zu 2 m (NH₄)₂SO₄

löslich war. Die stark veränderten Löslichkeitseigenschaften des Proteins nach der Reiningung

und die in Abschnitt 3.3.3.1 beschriebene spektroskopische Charakterisierung ließen auf eine

relativ langsame, pH-induzierte Strukturänderung der Propeptiddomäne schließen.

Daß speziell HEPES und MOPS¹ die Löslichkeit von proBMP-2 bei pH 7,0 vermitteln,

läßt vermutlich auf die Struktur dieser Puffersubstanzen zurückführen. Beide enthalten einen

heterocyclischen Grundkörper mit aliphatischen Substituenten und Sulfonsäure als funktio-

neller Gruppe. Diese Strukturen sind den Grundbausteinen von Mucopolysacchariden, spe-

ziell den sulfatierten Pyranosen ähnlich, wie sie auch in Heparin zu finden sind
(

(d-Gluco-

ronat-2-sulfat-α(1→4)-N -Sulfo-d-glucosamin-6-sulfat)n

)
. Von BMP-2 ist bekannt, daß sich

die Löslichkeit des Proteins durch Heparin erhöhen läßt [Ruppert et al., 1996]. Zudem konn-

te gezeigt werden, daß sich BMP-2 mit Hilfe von derivatisierten Heterocyclen, wie Nicotin-

säure, PPS, PSS und besonders CHES¹, effektiv renaturieren läßt [Vallejo et al., 2002; Vallejo

& Rinas, 2004].

¹ CHES = 2-(Cyclohexylamino)-ethansulfonsäure, HEPES = 2-[4-(2-Hydroxyethyl)1-piperazinyl]-ethansul-
fonsäure, MOPS = 3-Morpholinopropansulfonsäure, PPS = 3-(1-Pyridino)-1-propansulfonat, PSS = Pyridin-
3-sulfonsäure
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.. Renaturierung & Reinigung von BMP-

... Renaturierung von BMP-

BMP-2 wurde nach dem Protokoll für die Rückfaltung von proBMP-2 renaturiert (Abschnitt

2.2.2). Dazu wurden die IBs in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA, pH 8,5 und

200 mm DTT solubilisiert, und das IB-Solubilisat unter Rühren in Renaturierungspuffer

(1,0 m l-Arginin-HCl, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA, 5 mm GSSG, 2 mm GSH, pH 8,0)

verdünnt. Die Proteinkonzentration betrug 3–3,5 µm. Renaturiert wurde bei 10 °C für fünf

bis zehn Tage. Wie auch für proBMP-2 konnten unter diesen Bedingungen etwa 50 % disul-

fidverbrücktes BMP-2-Dimer erhalten werden (Abb. 3.3, Bahn 4). Die Versuche zur limitier-

ten Proteolyse von proBMP-2 und BMP-2 ließen den Schluß zu, daß es sich bei der dimeren

Spezies um nativ gefaltetes BMP-2 handelte (Abschnitt 3.2.4).

... Reinigung von BMP-

Hepar in -Af f in i t ä t s ch romatograph i e Vor der Reinigung von BMP-2 wurde der

entsprechende Renaturierungsansatz mittels cross-flow-Ultrafiltration auf circa 5 % des Aus-

gangsvolumens konzentriert. Wie auch im Fall von proBMP-2 konnte dabei in geringem

Ausmaß Proteinaggregation beobachtet werden. Anschließend wurde mit Essigsäure ein pH

von 5–6 eingestellt, um weiteres oxido-shuffling und damit eine Entfaltung bereits nativ di-

sulfidverbrückter Moleküle zu unterbinden. Das Konzentrat wurde gegen 0,1 m Tris, 125 mm

Essigsäure, 5 mm EDTA, 6 m Harnstoff, pH 5,9 dialysiert. Der hohe Harnstoffgehalt des Dia-

lysepuffers bewirkte die vollständige Auflösung der Proteinaggregate.

Die Reinigung wurde bei 5–7 °C auf einer 5 ml-HiTrap™ Heparin-Sepharose HP-Säule

durchgeführt (Abschnitt 2.2.4.2). Im Unterschied zu proBMP-2 bestand das Hauptproblem

bei der Reinigung von BMP-2 nicht in der Abtrennung der monomeren, sondern der di-

sulfidverbrückten, oligomeren Spezies, obwohl diese nur gering populiert waren. Mit einem

zweistufigen NaCl-Gradienten (350 mm und 500 mm) in 4 m Harnstoff , 20 mm Tris/HCl,

pH 8,0 konnten zwar die BMP-2-Monomere abgetrennt werden [Vallejo et al., 2002], die

Trennung von BMP-2-Dimeren und -Oligomeren gelang so jedoch nicht. Eine bessere Ab-

trennung der Oligomere wurden mit dem Puffersystem 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm

EDTA und 6 m Harnstoff, pH 5,9 mit 1 m NaCl im Eluenten erzielt. BMP-2-Monome-

re eluierten hier bei 300 mm NaCl und die oligomeren Spezies bei 550 mm NaCl. Jedoch
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eluierte bei 550 mm NaCl bereits auch circa die Hälfte der Dimere. Fast ausschließlich dime-

res BMP-2 wurde in einem sich anschließenden Stufengradienten von 550 mm auf 700 mm

NaCl erhalten. Aufgrund der Verluste bei der Abtrennung der Oligomere betrug die Ausbeu-

te an dimeren BMP-2 nach Renaturierung und Heparin-Affinitätschromatographie maximal

25 % (Abb. 3.3, Bahn 5). Das entspricht 125 mg Protein je Gramm IBs beziehungsweise 9 mg

je Gramm induzierter Zellen. Die Reinheit des Proteins lag bei etwa 95 %. Da die Herstellung

von BMP-2 lediglich für Referenzzwecke nötig war, wurde die Reinigung des Proteins mittels

Heparin-Affinitätschromatographie nicht weiter optimiert. Stattdessen wurde RP-HPLC zur

Nachreinigung eingesetzt.

Abbildung .: Rekombinante Herstellung von BMP-2. Heterologe
Expression in E. coli, IB-Präparation, Renaturierung und Rei-
nigung. Analyse durch SDS-PAGE und Coomassie-Färbung.
Bahn 1: LMW-Marker, Bahn 2: Gesamtzellprotein nach Induk-
tion (reduziert mit β-ME), Bahn 3: IB-Präparation (reduziert
mit β-ME), Bahn 4: Probe nach sieben Tagen Renaturierung
(nicht reduziert), Bahn 5: BMP-2-Dimer nach Heparin-Affini-
tätschromatographie (nicht reduziert), Bahn 6: BMP-2-Dimer
nach RP-HPLC (nicht reduziert).
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RP-HPLC Die Nachreinigung von BMP-2-Fraktionen der Heparin-Affinitätschromato-

graphie erfolgte mittels RP-HPLC (Säule: 250×10 mm Nucleosil 500-5 C3 PPN; Laufmittel:

100 % H2O (A), 100 % ACN (B) mit je 0,05 % TFA; Fluß: 2,5 ml
/
min; Temperatur: 20 °C).

BMP-2-Dimere eluierten in einem Gradienten von 29 % bis 45 % ACN in 40 min bei 34,5 %

ACN (39,77 min) in einem einzelnen, symmetrischen Peak, die oligomeren Spezies erst bei

höheren ACN-Konzentrationen. BMP-2 konnte so in einer Reinheit von 99 % gewonnen

werden (Abb. 3.3, Bahn 6). Die Verluste betrugen bei dieser Methode weniger als 10 %.

.. Renaturierung & Reinigung des Propeptids

... Renaturierung des Propeptids

Zunächst wurde versucht, das Propeptid unter den gleichen Bedingungen wie proBMP-2 und

BMP-2 zu renaturieren. Dazu wurden die IBs in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA,

pH 8,5 ohne DTT solubilisiert und in 1,0 m l-Arginin, 0,1 m Tris/HCl, 5 mm EDTA, pH 8,0
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auf 3–4 µm Protein verdünnt und nach sieben Tagen Renaturierung bei 10 °C mittels cross-

flow-Ultrafiltration auf 4–5 % des Ausgangsvolumens konzentriert. Nach der anschließende

Dialyse gegen 50 mm Natriumphosphat, pH 7,0 konnten nur circa 20 % des Proteins in lös-

licher Form erhalten werden. Wurde Tris- anstelle des Phosphatpuffers verwendet, betrug die

Ausbeute 30 %. Bei der Dialyse des Renaturierungsansatzes gegen 50 mm Natriumacetat, pH

5,0 blieben sogar 45 % des Proteins in Lösung. Die im Anschluß durchgeführte spektro-

skopische Charakterisierung ergab jedoch, daß das Propeptid bei pH 5,0 nicht in „nativer“

Form vorlag (Abschnitt 3.3.3.3). Es wurde daher eine Methode etabliert, bei der ein höherer

Anteil des Proteins in löslicher, „nativer“ Form bei pH 7,0 erhalten werden konnte. Diese

beinhaltete eine andere Solublisierung der IBs, eine Vorreinigung des IB-Solubilisats und eine

Renaturierung durch Dialyse.

Für die Solubilisierung der Propeptid-IBs wurde Harnstoff anstelle von GdmCl eingesetzt.

Durch den verwendeten Puffer, 6 m Harnstoff, 0,1 m Tris, 0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA,

pH 5,9, wurden zwar nur circa 10 % des Proteins aus den IBs extrahiert (25 mg
/
g), aller-

dings blieb der Großteil der zellulären Proteinverunreinigungen in der unlöslichen Fraktion

zurück. Um die stark mit dem basischem Protein wechselwirkende DNA- und die gelösten

Proteinverunreinigungen zu entfernen, wurde das IB-Solubilisat über Heparin-Affinitätschro-

matographie gereinigt. Die Reinigung wurde bei 20 °C auf einer 5 ml-HiTrap™ Heparin-Se-

pharose HP-Säule durchgeführt (Abschnitt 2.2.4.2). Das Puffersystem bestand aus 0,1 m Tris,

0,125 m Essigsäure, 5 mm EDTA und 6 m Harnstoff, pH 5,9 mit 1 m NaCl im Eluenten.

Die Säule wurde mit 40–45 mg solubilisiertem IB-Protein beladen und bei 200 mm NaCl

gewaschen. Das Propeptid eluierte in einem linearen Gradienten von 200 mm bis 700 mm

NaCl über 20 Säulenvolumina in einem einzelnen symmetrischen Peak (Maximum bei 400–

450 mm NaCl, κ = 27 mS
/

cm). Proteinverunreinigungen und DNA konnten dadurch sehr

effizient abgetrennt werden (Abb. 3.4, Bahn 4).

Die homogenen Fraktionen wurden vereinigt und mit dem gleichen Volumen eines Puffers

aus 2 m l-Arginin, 2 m Tris/HCl, pH 8,0 gemischt. Die hochmolar vorliegenden Pufferbe-

standteile wurden durch Dialysen gegen 1 m Tris/HCl, pH 8,0 und 25 mm Kalium-HEPES,

pH 7,0 entfernt. Während Harnstoff relativ schnell durch die Dialysemembran diffundiert,

haben Dialyseexperimente mit l-Arginin gezeigt, daß diese Aminosäure nur sehr langsam dia-

lysiert. Dadurch waren bei der Dialyse des Propeptids vorübergehend Bedingungen gegeben,

unter denen das Protein falten konnte, ohne zu aggregieren. Zwar stellte die Mischung mit
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dem Arginin/Tris-Puffer auch eine Verdünnung dar, jedoch ließen die im Anschluß durchge-

führten Untersuchungen zur Stabilität des Proteins den Schluß zu, daß das Propeptid unter

diesen Bedingungen noch immer denaturiert vorlag (Abschnitt 3.4). Die Renaturierung muß

also während der nachfolgenden Dialyse stattgefunden haben, bei der weniger als 35 % des

Proteins aggregierten. Somit konnten mehr als 65 % Protein durch Dialyse in eine lösliche

Form überführt werden. Die Reinigung des renaturierten Propeptids erfolgte über Hydroxy-

apatit-Chromatographie (Abschnitt 3.2.3.2).

Die hohe Tris-Konzentration in dem zur Mischung mit dem gereinigten IB-Solubilisat ver-

wendeten Puffer wurde vor allem deshalb gewählt, weil dadurch die Carbamoylierung der

Aminogruppen von Proteinen durch Isocyanat effektiv unterbunden werden kann [Imoto &

Yamada, 1997]. Diese Gefahr besteht vor allem bei längerer Inkubation in alkalischen Harn-

stofflösungen [Hagel et al., 1971]. Zudem wird Tris auch als Additiv bei der Renaturierung

von Proteinen eingesetzt [Müller et al., 2003]. Neben den in Abschnitt 2.2.2 erwähnten Maß-

nahmen bei der Pufferherstellung wurde sichergestellt, daß die Verweilzeit des Propeptids in

den Harnstofflösungen bis zur Zugabe des Arginin/Tris-Puffers weniger als 24 h betrug. Die

im Anschluß durchgeführte Überprüfung durch ESI-Massenspektrometrie ergab daher auch

keine Hinweise auf chemische Modifikationen des Proteins.

... Reinigung des Propeptids

Analog zu proBMP-2 wurde auch das Propeptid nach der Renaturierung mittels Hydroxy-

apatit-Chromatographie gereinigt. Das Protein wurde auf eine mit 0,1 m Kalium-HEPES,

pH 7,0 äquilibrierte Macro-Prep-CHT-I-Säule aufgetragen (5 mg Protein je Gramm Säulen-

material). Als Eluent diente 0,1 m Kalium-HEPES, 1 m Kaliumphosphat, pH 7,0. Die Säule

wurde mit zwei beziehungsweise drei Säulenvolumina ohne und mit 70 mm Kaliumphosphat

gewaschen. Im Anschluß an einen Gradienten von 70 mm bis 250 mm Kaliumphosphat über

zwei Säulenvolumina erfolgte die Elution über drei bis vier Säulenvolumina mit 250 mm Kali-

umphosphat (κ = 31 mS
/

cm). Die homogenen Fraktionen wurden vereinigt, in PEG 35000

auf 50 % des ursprünglichen Volumens konzentriert und gegen 0,1 m Kalium-HEPES, pH

7,0 dialysiert.

Das Propeptid konnte so in hoher Reinheit gewonnen werden (Abb. 3.4, Bahn 5). Die

Ausbeute betrug etwa 80 %. Die verbleibenden 20 % des Proteins, bei denen es sich wahr-

scheinlich um falsch gefaltete, aggregierte Spezies handelte, konnten nur mit 1 m KOH von
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der Säule desorbiert werden. Bezogen auf das zur Renaturierung eingesetzte IB-Protein wurde

insgesamt eine Ausbeute von 52 % erzielt. Das entspricht 130 mg Propeptid je Gramm IBs

beziehungsweise 12 mg je Gramm Zellen.

Abbildung .: Rekombinante Herstellung des BMP-2-Propep-
tids. Heterologe Expression in E. coli, IB-Präparation, Renatu-
rierung und Reinigung. Analyse durch SDS-PAGE und Coo-
massie-Färbung. Bahn 1: LMW-Marker, Bahn 2: Gesamtzell-
protein nach Induktion, Bahn 3: IB-Präparation, Bahn 4: über
Heparin-Sepharose gereinigtes IB-Protein, Bahn 5: BMP-2-
Propeptid nach Renaturierung und Reinigung mittels Hydro-
xyapatit-Chromatographie.
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.. Gewinnung von drBMP-

Um die biologische Aktivität und damit die native Struktur der BMP-Domäne von renaturier-

tem proBMP-2 zweifelsfrei nachzuweisen, war es notwendig, das Propeptid durch limitierte

Proteolyse abzuspalten. ProBMPs werden in eukaryontischen Organismen im Golgi-Appa-

rat durch eine oder mehrere Subtilisin-ähnliche Proprotein-Konvertasen (SPCs), wie Furin

(SPC1) prozessiert, welche relativ spezifisch Peptidbindungen nach einem dibasischen Se-

quenzmotiv (−Arg−X−Arg/Lys−Arg−) spalten [Cui et al., 1998; Steiner et al., 1992].

Zwar wurde Furin im analytischen Maßstab auch schon für die in-vitro-Prozessierung von

proBMP4 eingesetzt [Cui et al., 1998, 2001], für die präparative Prozessierung von in vi-

tro renaturiertem proBMP-2 wurde jedoch Trypsin verwendet, welches ebenfalls, allerdings

erheblich unspezifischer, Peptidbindungen nach basischen Aminosäureresten spaltet. Dafür

wurde das Protein –– unmittelbar nach der Konzentrierung des Renaturierungsansatzes –– in

zwei Dialyseschritten auf 4 m Harnstoff , 1 m Tris/HCl, 1 mm EDTA, pH 7,5 umgepuffert

(Abschnitt 2.2.3.7). Die Verluste durch Aggregation betrugen dabei weniger als 10 %. Bei

Proteinkonzentrationen zwischen 0,5 mg
/
ml und 3 mg

/
ml wurde anschließend mit Trypsin

im Verhältnis 1:100 (w
/
w) zwölf Stunden auf Eis verdaut. Die Proteolyse wurde durch Zu-

gabe eines mindestens achtfachen molaren Überschusses Trypsin-Inhibitor gestoppt.
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Abbildung .: Prozessierung von
proBMP-2 und BMP-2 zu
drBMP-2 mittels Trypsin.
Analyse durch nicht-reduzie-
rende SDS-PAGE und Silber-
(proBMP-2, links) bzw. Coomas-
sie-Färbung (BMP-2, rechts).
Jeweils linke Bahn vor und
rechte Bahn nach Proteolyse.
(Versuchsbedingungen im Text.)

proBMP-2 BMP-2

drBMP-2

Bei der Analyse durch SDS-PAGE

wurde festgestellt, daß die Pro-

peptiddomäne vollständig von der

BMP-Domäne durch Trypsin ab-

gespalten worden war. Der Kon-

trollversuch mit BMP-2 ergab zu-

dem, daß neben den falsch gefalte-

ten monomeren auch die oligome-

ren BMP-Spezies vollständig abgebaut wurden, während die native, dimere Spezies resistent

gegen die Proteolyse mit Trypsin war (Abb. 3.5). Die Trypsin-Resistenz von BMPs ist be-

kannt und wurde daher als Hinweis auf die native Struktur von renaturiertem proBMP-2

beziehungsweise BMP-2 gewertet [Groppe et al., 1998; Koenig et al., 1994]. Erwartungsge-

mäß ergab die N-terminale Sequenzierung die Abpaltung der Heparinbindestelle der BMP-

Domäne, wobei ein Verhältnis der Proteolyseprodukte von etwa 3:2:1, bezogen auf die Spal-

tung nach den Aminosäureresten Arg9, Arg7 beziehungsweise Lys8, ermittelt wurde. Diese

Werte ergaben sich aus der chromatographischen Analyse des Edman-Abbaus. BMP-2 oh-

ne Heparinbindestelle wird als digit removed BMP-2 (drBMP-2) bezeichnet [Koenig et al.,

1994].

Die Reinigung von drBMP-2 erfolgte durch HIC und ist in Abschnitt 2.2.4.5 detailliert

beschrieben (siehe auch Rudolph et al. [2002]). Trypsin und Trypsin-Inhibitor wurden dabei

im Durchlauf aufgefangen beziehungsweise durch Waschen der Säule mit Dialysepuffer und

4 m Harnstoff, pH 5 erhalten (Abb. 3.6, Bahn 2–4). Mittels einer hier nicht dargestellten

Analyse durch SDS-PAGE unter reduzierenden Bedingungen konnte nachgewiesen werden,

daß es sich bei der Bande im Bereich von 25 kDa in den Bahnen 2 und 3 in Abbildung

3.6 n i ch t um drBMP-2 handelte, sondern um Trypsin (Mr = 23,3 kDa), welches in der

drBMP-2-Elutionsfraktion nicht mehr nachweisbar war. Beim Waschen mit Harnstoff und

mit l-Arginin-HCl wurden die Abbaufragmente und ein geringer Teil drBMP-2 eluiert (Abb.

3.6, Bahn 4 und 5). Die Hauptfraktion drBMP-2 wurde durch Elution mit 6 m GdmCl,

0,2 m Essigsäure erhalten (Abb. 3.6, Bahn 6). Bezogen auf die theoretisch mögliche Menge

betrug die Ausbeute an drBMP-2 nach Prozessierung und Reinigung etwa 90 %. Damit ließen

sich –– bezogen auf eine Renaturierungsausbeute von 50 % –– 30 mg drBMP-2 je Gramm IBs
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beziehungsweise 3 mg je Gramm induzierter Zellen aus proBMP-2 gewinnen und aus BMP-2

sogar 205 mg je Gramm IBs beziehungsweise 14 mg je Gramm induzierter Zellen.

Abbildung .: Reinigung von drBMP-2 durch HIC
(Fractogel®EMD Phenyl (S)). Analyse durch nicht-redu-
zierende SDS-PAGE und Silberfärbung. Bahn 1: LMW-
Marker, Bahn 2: Durchlauf, Bahn 3–5: Waschfraktionen
(50 mm Tris, pH 7,5; 4 m Harnstoff, pH 5; 1 m l-Ar-
ginin-HCl, pH 5), Bahn 6: drBMP-2-Elutionsfraktion
(6 m GdmCl, 0,2 m Essigsäure). Die breite drBMP-2-
Bande in Bahn 6 ist das Resultat des inhomogenen
NH₂-Terminus des Proteins.

1 2 3 4 5 6

kDa
14––

20––

30––

43––
67––
94––

.. Die Herstellung der BMP--Varianten im Vergleich

In Tabelle 3.2 sind die Ausbeuten für die drei BMP-Varianten nach Renaturierung und Rei-

nigung noch einmal zusammengefaßt.

Tabelle .: Ausbeuten an BMP-2, proBMP-2 und BMP-2-Propeptid nach Renaturierung und Rei-
nigung (im Fall von drBMP-2 einschließlich Prozessierung). Die prozentualen Angaben beziehen
sich auf die zur Renaturierung eingesetzte Proteinmenge, die anderen auf die in Abschnitt 3.1
beschriebene Expression der cDNAs in E. coli (siehe auch Tab. 3.1).

Variante % mg
/
g

IBs
mg
/
g

Zellen
mg
/
l

Kulturvolumen

proBMP-2 10 25 2,5 375

BMP-2 25 125 9 900

Propeptid 52 130 12 1800

drBMP-2 aus proBMP-2 45 30 3 450

drBMP-2 aus BMP-2 45 205 14 1400

Die Renaturierung von BMP-2 und proBMP-2 unter identischen Bedingungen hatte keinen

signifikanten Einfluß der Propeptiddomäne auf die Faltung der BMP-Domäne gezeigt. In

beiden Fällen konnten circa 50 % natives BMP-2 beziehungsweise proBMP-2 erhalten wer-

den. Daß die dimeren Formen die nativen, biologischen aktiven sind, zeigen die in Abschnitt

3.3.1 vorgestellten Ergebnisse. Im Unterschied dazu konnte Rattenholl für proNGF eine Er-

höhung der Faltungsausbeute um den Faktor 70 gegenüber NGF unter Bedingungen, die fast
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identisch mit den für proBMP-2 gewählten waren, zeigen [Rattenholl, 2001; Rattenholl et al.,

2001a,b]. Außerdem faltete proNGF deutlich schneller als NGF. Während also das NGF-Pro-

peptid auf die Faltung des Cystin-Knoten-Proteins NGF in vitro einen katalytischen Einfluß

hat, scheint das bei BMP-2 nicht der Fall zu sein. Rückschlüsse auf die in vivo-Faltung des

Proteins erlauben die Ergebnisse jedoch nicht. Daß das Propeptid für die in vitro-Faltung

von BMP-2 nicht erforderlich ist, konnte auch von Vallejo et al. gezeigt werden. Die Autoren

hatten eine Methode zur Herstellung von BMP-2 entwickelt, die ebenfalls Faltungsausbeuten

von über 50 % ermöglicht und auf der Renaturierung des Proteins in hochkonzentrierten

CHES-Puffern basiert [Vallejo et al., 2002; Vallejo & Rinas, 2004].²

Besonders hohe Ausbeuten lieferte das Verfahren zur Gewinnung von drBMP-2. Das lag

vor allem daran, daß die falsch gefalteten (pro)BMP-2-Spezies proteolytisch abgebaut wur-

den, was die Reinigung des nativen, dimeren drBMP-2 erleichterte. Die dabei zur Elution des

Proteins von dem hydrophoben Säulenmaterial verwendeten denaturierenden Bedingungen

hatten offenbar keinen Einfluß auf dessen biologische Aktivität (Abschnitt 3.3.1). Ähnlich

drastische Bedingungen fanden bereits bei der BMP-Gewinnung aus Knochen erfolgreichen

Einsatz [z.B.: Sampath et al., 1987; Urist et al., 1973, 1982; Wang et al., 1988]. Diese Ver-

fahren hatten gezeigt, daß BMPs auch nach Extraktion mit Salzsäure und mehrwöchiger Be-

handlung mit hohen Konzentrationen GdmCl und Harnstoff noch immer biologisch aktiv

waren [Wozney, 2002].

Die hier vorgestellten Experimente sind zum gegenwärtigen Zeitpunkt die einzigen ver-

öffentlichten zur in vitro-Renaturierung eines Propeptids der BMP-Familie beziehungsweise

eines BMP-Proproteins [Rudolph et al., 2002]. Zwar konnten proBMPs schon aus Zellkultur-

überständen isoliert werden [z.B.: Cui et al., 1998], für die biophysikalische Charakterisierung

sind die auf diese Weise erhältlichen Proteinmengen jedoch nicht ausreichend und die Prote-

ine selbst zu heterogen. Die verglichen mit BMP-2 geringeren Ausbeuten an proBMP-2 nach

der Reinigung sind darauf zurückzuführen, daß die beiden „Domänen“ des Proteins in zwei

separaten Schritten renaturiert wurden. Das Verfahren kann daher als nicht ideal betrachtet

werden. Die Ausbeuten und die Reinheit des Proteins waren allerdings hoch genug, um die

in den folgenden Abschnitten präsentierten Untersuchungen zu ermöglichen.

² Siehe auch Anmerkungen auf S. 60.
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3.3 Charakterisierung der BMP-Varianten

.. Biologische Aktivität von BMP-, drBMP- & proBMP-

... Aktivität von drBMP- und proBMP- im Tiermodell

Die biologische Aktivität von drBMP-2 wurde zunächst im Tiermodell nachgewiesen. Der

Tierversuch und die histologische Untersuchung wurde von Dr. Gerhard Herr (Advanced

Tissue Regeneration GmbH, Wetzlar) durchgeführt und ist im Methodenteil beschrieben (Ab-

schnitt 2.2.8). Es wurde sowohl drBMP-2 als auch proBMP-2 auf die Induktion ektopischer

Knochenneubildung in vivo untersucht. Die Proteine wurden unter denaturierenden Bedin-

gungen (50 % ACN in H₂O (v
/

v)) in äquimolaren Mengen auf Trägermaterial aus poröser

Keramik eingetrocknet und die so behandelten Keramikwürfel in die Bauchmuskulatur acht

ausgewachsener Ratten implantiert. Jedes Tier erhielt vier Implantate; zwei davon waren mit

proBMP-2, eines mit drBMP-2 und das vierte lediglich mit dem Lösungsmittel behandelt

worden. Nach 30 Tagen Liegedauer wurden die Implantate mit dem umgebendem Gewebe

entnommen und makroskopisch und histologisch auf Knochenneubildung untersucht.

A1 B1 C1

A2 B2 C2

Abbildung .: Aktivität von drBMP-2 und proBMP-2 im Tiermodell. Beschichtete und unbeschich-
tete Keramikimplantate nach 30 Tagen Liegedauer in der Bauchmuskulatur von Ratten (Fär-
bung mit Toluidin O). (1) Übersichtsaufnahmen. (2) Detailaufnahmen. (A) drBMP-Implantat.
(B) proBMP-Implantat. (C) Kontroll-Implantat ohne Protein. (Tierversuch, Präparate und Auf-
nahmen: Dr. Gerhard Herr (Advanced Tissue Regeneration GmbH, Wetzlar).)
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Die Abbildungen 3.7 A/B zeigen deutlich Knochensubstanz, erkennbar an der violetten An-

färbung, und das für Knochenmark charakteristische hæmatopoietische Gewebe mit weißen

Fettzellen in den Poren der grauen bis schwarzen Keramikmatrix. Die in den Abbildun-

gen 3.7 A2/B2 im Übergang vom Knochenmark zur Knochensubstanz sichtbaren länglichen,

blau angefärbten Zellen sind Osteoblasten. Bei a l l en drBMP- (8
/
8) und proBMP-Implan-

taten (16
/
16) konnte histologisch eindeutig Knochenneubildung nachgewiesen werden. Die

osteoinduktive Aktivität betrug also für beide BMP-Varianten 100 %. Dagegen waren die

Kontrollimplantate ohne Protein ausschließlich bindegewebig eingescheidet. Hier ließ sich in

keinem Fall (0
/
8) Knochenbildung nachweisen (Abb. 3.7 C1/2).

Die histologischen Ergebnisse konnten im Anschluß durch Quantifizierung der Aktivität

der alkalischen Phosphatase in den Implantaten bestätigt werden. In Abbildung 3.8 sind die

ermittelten Enzymaktivitäten für die Implantate der acht Versuchstiere in einem Säulendia-

gramm veranschaulicht.

Abbildung .: Aktivität von
drBMP-2 und proBMP-2 im
Tiermodell. Alkalische Phospha-
tase-Aktivität in den Implantaten
der acht Versuchstiere.
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Dem Blockdesign des Tierversuchs entsprechend wurden die AP-Aktivitäten in den einzel-

nen Implantaten mittels Rangvarianzanalyse für mehrere verbundene Stichproben ausgewer-

tet [Sachs, 1992]. Für den Friedman-Test wurden mittlere Ränge für die zwei proBMP-2-

Implantate je Versuchstier vergeben. In diesem Fall war χ̂2
R = 0,75 und damit kleiner als

χ2
R2;7;0,05

= 6,25. Deshalb konnte die Hypothese, daß sich drBMP-2 und proBMP-2 in ih-

ren Aktivitäten nicht unterschieden, auf dem 5 %-Niveau n i ch t abgelehnt werden. Für den

paarweisen Vergleich nach Wilcoxon & Wilcox wurden keine mittleren Ränge vergeben.

Die Differenz zwischen der drBMP-2-Rangsumme und jeweils einer proBMP-2-Rangsumme
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betrug maximal 7 und war damit kleiner als der kritische Wert für α = 0,05 von 9,4. Die

beobachteten Differenzen waren damit als zufällig einzustufen.

Der Nachweis der Induktion ektopischer Knochenneubildung durch drBMP-2 ist gleich-

zeitig ein Beweis für die korrekte Faltung des Proteins. Die bei der Renaturierung gebildeten

proBMP-2-Dimere enthalten also sehr wahrscheinlich die BMP-Domäne in der nativen, bio-

logisch aktiven Struktur. Ein andere Erklärung wäre, daß die disulfidverbrückte und trypsin-

resistente BMP-Domäne erst nach Abspaltung der Propeptiddomäne und unter physiologi-

schen Bedingungen spontan in die biologisch aktive Konformation falten kann.

ProBMPs sind jedoch –– bezogen auf die durch Bindung an die BMP-Rezeptoren ausgelö-

sten Effekte –– als biologisch inaktiv beschrieben worden; allerdings wird eine regulatorische

Funktion der BMP-Propeptide seit einigen Jahren intensiv erforscht [zum Beispiel: Beck et al.,

2002; Constam & Robertson, 1999; Cui et al., 1998, 2001; Kessler & Melton, 1995]. Daß

auch proBMP-2 in diesem Versuch biologische Aktivität zeigt, läßt sich durch proteolytischen

Abbau des Propeptids in vivo erklären. Wirksam ist also auch hier sehr wahrscheinlich nur die

BMP-Domäne. Die Möglichkeit der extrazellulären Prozessierung von proBMPs durch Furin

ist bereits nachgewiesen worden [Beck et al., 2002]. Da zudem operative Eingriffe, wie der

hier durchgeführte, auch entzündungsähnliche Reaktionen hervorrufen, ist die Anwesenheit

von anderen Proteasen im Bereich des Implantats sehr wahrscheinlich. Die Empfindlichkeit

des Propeptids gegenüber Proteolyse konnte auch bei der Renaturierung und Reinigung von

proBMP-2 und dem Propeptid beobachtet werden (Abschnitte 3.2.1.1 & 3.2.3.1).

Es kann aber auch nicht ausgeschlossen werden, daß proBMP-2 –– möglicherweise ver-

mittelt über eine andere Signalkaskade –– ebenfalls biologisch aktiv ist und einen Einfluß

auf die Knochenneubildung hat. Für eine biologische Relevanz von proBMP-2 (und auch

proBMP-6) sprechen die Untersuchungen von Lories et al. zur Expression von bmp-2
/
6 in

von rheumatoider Arthritis befallenen Geweben [Lories et al., 2003].

... Aktivität von drBMP- und BMP- in Zellkultur

Der Nachweis der biologischen Aktivität von drBMP-2 und BMP-2 in Zellkultur wurde im

Rahmen einer Diplomarbeit am Institut für Biotechnologie der Martin-Luther-Universität Hal-

le-Wittenberg erbracht [Krause, 2003]. Die von Krause ermittelte Abhängigkeit der induzier-

ten alkalischen Phosphatase-Aktivität von der drBMP-2-Konzentration im Kulturüberstand

von C2C12-Zellen ist in Abbildung 3.9 A dargestellt; Abbildung 3.9 B zeigt die Auswertung
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der Vergleichsmessung mit BMP-2. Krause berechnete die halbsättigenden Konzentrationen

für drBMP-2 zu EC50 = 18,8±3,1 nm und für BMP-2 zu EC50 = 18,3±3,5 nm. Dieser Wert

stimmt sehr gut mit dem von Kirsch et al. [2000a] publizierten EC50-Wert von 20 ± 10 nm

überein. In diesem Test konnte keine biologische Aktivität von proBMP-2 nachgewiesen wer-

den. Diese Tatsache wurde als Hinweis auf die native Struktur des renaturierten proBMP-2

gewertet. Die Latenz von Proproteinen der TGF-β-Familie ist außer für TGF-β1, -β2 und

-β3 beispielsweise auch für Nodal, Vg1 und BMP-4 gezeigt worden [Beck et al., 2002; Brown

et al., 1990; Cui et al., 1998; Kessler & Melton, 1995; Lioubin et al., 1991].

A

0

10

∆
A
( A

U
×

m
in

−
1
×

m
g−

1)

20

30

40

0,1 1 10 100 1000
. [drBMP-2] (nm) B

0

10

∆
A
( A

U
×

m
in

−
1
×

m
g−

1)
20

30

40

0,1 1 10 100 1000
. [BMP-2] (nm)

Abbildung .: Abbildung nach Krause [2003]. Induktion der alkalischen Phosphatase in C2C12-
Zellen durch drBMP-2 (A, EC50 = 18,8 ± 3,1 nm) bzw. BMP-2 (B, EC50 = 18,3 ± 3,5 nm).
Mittelwerte von Vierfachbestimmungen ± Standardabweichung. Die unterschiedlichen Aktivitä-
ten resultierten aus unterschiedlichen Inkubationszeiten.

Die biologische Aktivität von drBMP-2 war also im Zellkulturtest mit der von BMP-2 ver-

gleichbar. Unter Zellkulturbedingungen waren große Unterschiede in der biologischen Ak-

tivität zwischen diesen beiden BMP-Varianten auch nicht zu erwarten, da die bei drBMP-2

fehlende Heparin-Bindestelle nicht an der Wechselwirkung von BMP-2 mit dem Rezeptor IA

beteiligt ist [Kirsch et al., 2000b]. Dagegen hat die Fähigkeit zur Heparinbindung, also zur

Interaktion mit der extrazellulären Matrix, in vivo Einfluß auf die lokale Konzentration und

Verfügbarkeit, sowie die Diffusion des Proteins. Die Modifizierung der biologischen Aktivität

von BMP-2 durch Entfernung beziehungsweise Veränderung der Heparinbindestelle konnte

durch Koenig et al. [1994] und Ruppert et al. [1996] gezeigt werden. Die biologische Bedeu-

tung der Wechselwirkung von Mucopolysacchariden (als Bestandteil von Proteoglycanen) mit

BMPs beziehungsweise mit BMP-Antagonisten wird erst seit kurzem untersucht [Fujise et al.,

2003; Paine-Saunders et al., 2002; Viviano et al., 2004] (siehe auch Einleitung, S. 8ff ).
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.. Oligomerisierung von proBMP- & des Propeptids
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Abbildung .: Analytische Ultrazentrifugation von proBMP-2. (A) Aus Gleichgewichtsläufen ermit-
telte apparente Molekularmassen in 0,1 m Kalium-HEPES, 0,3 m Kaliumphosphat, pH 7,0 ( )
und in 0,1 m Kalium-HEPES, 0,7 m l-Arginin-HCl, pH 7,0 ( ) bei 10 °C beziehungsweise 20 °C.
Auswertung nach Gleichung 2.28 (durchgehende Linie) bzw. mittlerer Wert für Mrapp

(gepunkte-
te Linie). Die Proben wurden bei 10000 rpm für 116 h äquilibriert. (B,C,D) Sedimentationslauf
in 0,1 m Kalium-HEPES, 0,3 m Kaliumphosphat, pH 7,0. Die Proben wurden bei 10 °C und
40000 rpm sedimentiert. Abhängigkeit der Absorption bei λ = 280 nm vom Abstand zur Rota-
tionsachse gemessen in Intervallen von 20 min bei einer Proteinkonzentration von (C) 91 µg

/
ml

bzw. (D) 910 µg
/

ml. (B) Die relative Amplitude der schnell sedimentierenden Spezies ( ) sowie
die Auswertung nach Gleichung 2.32 (durchgehende Linie).
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Ol igomer i s i e r ung von proBMP-2 Die Oligomerisierung von proBMP-2 wurde

mittels analytischer Ultrazentrifugation untersucht. Dabei wurde festgestellt, daß renaturier-

tes, kovalent dimerisiertes proBMP-2 gemäß 2(proBMP)₂ �
(
(proBMP)₂

)
₂ in Lösung zu

Tetrameren assoziiert.

Die in der Gleichgewichtssedimentation ermittelte Abhängigkeit der apparenten Moleku-

larmasse von der Proteinkonzentration ist in Abbildung 3.10 A dargestellt. Aus dieser Ab-

hängigkeit ließ sich eine Dissoziationskonstante von KD = 1, 03 × 10−7 ± 0, 12 × 10−7 m

berechnen. Außerdem wurde die Oligomerisierung von proBMP-2 in Gegenwart von 0,7 m

l-Arginin untersucht, da dieses Additiv zur Unterdrückung der Proteinaggregation bei der

chemisch induzierten Denaturierung eingesetzt wurde (Abschnitt 3.4). Hierbei konnte keine

Assoziation zu Tetrameren festgestellt werden.

In dem Experiment zur Bestimmung der Sedimentationsgeschwindigkeit ließ sich die tetra-

mere von der dimeren proBMP-2-Spezies trennen. In Abhängigkeit von der Proteinkonzen-

tration wurden so verschiedene Sedimentationsprofile erhalten (Abb. 3.10 C/D). Die Gleich-

gewichtseinstellung mußte demzufolge deutlich länger dauern, als das Sedimentationsexpe-

riment. Die Dissoziationsgeschwindigkeit der Tetramere mußte demzufolge sehr gering sein.

Die Auswertung der relativen Amplituden der langsam sedimentierenden, dimeren und der

schneller sedimentierenden, tetrameren Spezies des Proteins ergab –– in guter Übereinstim-

mung mit dem Gleichgewichtslauf –– eine Dissoziationskonstante von KD = 1, 56 × 10−7 ±
0, 21 × 10−7 m (Abb. 3.10 B).

Ol igomer i s i e r ung des Propept id s Der Gleichgewichtssedimentation ließ auf ei-

ne Dimerisierung des Propeptids schließen. Die Auswertung der Konzentrationsabhängig-

keit des apparenten Molekulargewichts ergab eine Dissoziationskonstante des Dimers von

9, 19 × 10−6 ± 1, 50 × 10−6 m (in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 bei 20 °C; Abb. 3.11 A).

Die Datenmenge des Sedimentationslaufes war für eine Auswertung nach Gleichung 2.27

nicht ausreichend. Daß die apparenten s-Werte dennoch einer nicht-kovalenten Dimerisie-

rung des Propeptids entprachen, konnte durch das Einsetzen des aus dem Gleichgewichtslauf

erhaltenen KD in Gleichung 2.27 gezeigt werden (Abb. 3.11 B). Die Parameteranpassung er-

gab apparente s-Werte für die monomere und dimere Spezies des Propeptids, sM und sD, von

1,16± 0,19 S beziehungsweise 4,34± 0,22 S. Allerdings war der Wert von sM für eine Mole-

kularmasse von 32 kDa zu gering. Die unzureichende Datenmenge ist darauf zurückzuführen,
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daß das Propeptid bei niedrigen Konzentrationen zur Aggregation beziehungsweise Adsorp-

tion an die Oberflächen der Meßzellen neigte. Das wiederum spricht für die Instabilität der

monomeren Spezies. Wie auch im Fall von proBMP-2 wurde die Assoziation des Propeptids

durch 0,7 m l-Arginin-HCl vollständig unterdrückt.
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Abbildung .: Analytische Ultrazentrifugation des BMP-2-Propeptids. (A) Gleichgewichtsläufe bei
20 °C in 0,1 m K-HEPES, pH 7,0 ( ) bzw. in 0,1 m K-HEPES, 0,7 m l-Arginin-HCl, pH 7,0
( ). Die Proben wurden bei 20000 rpm für 95 h äquilibriert. (B) Sedimentationsslauf in 0,1 m K-
HEPES, pH 7,0 bei 20 °C und 40000 rpm (Anhängigkeit des apparenten s-Wertes von der Prote-
inkonzentration). Die für die Auswertung verwendeten Gleichungen finden sich im Methodenteil
(Abschnitt 2.2.7).

Die für das Propeptiddimer und das proBMP-2-Tetramer ermittelten Dissoziationskonstan-

ten sind so hoch, daß es fraglich ist, ob die Oligmerisierungen der beiden Proteine physio-

logisch relevant ist. Zwar konnte eine Dimerisierung auch für das Propeptid von TGF-β1,

β1-LAP, gezeigt werden, allerdings sind die β1-LAP-Monomere über zwei Disulfidbrücken

kovalent miteinander verknüpft [Brunner et al., 1989].

Da bislang keine Hinweise auf eine Assoziation von BMP-Dimeren vorliegen, ist es sehr

wahrscheinlich, daß die für proBMP-2 gezeigte Oligomerisierung auf Wechselwirkungen der

zwei Propeptiddomänen in jedem proBMP-2-Dimer mit den beiden Propeptiddomänen des

jeweils anderen zurückzuführen ist. Die Tatsache, daß in jedem proBMP-2-Dimer die doppel-

te Anzahl von Interaktionspartnern vorhanden ist, erklärt auch die im Vergleich zu Propeptid

deutlich kleinere Dissoziationskonstante.
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.. Spektroskopische Charakterisierung der BMP-Varianten

... Spektroskopische Charakterisierung von proBMP-

UV-Absorp t ion In Abbildung 3.12 sind die UV-Spektren (A) und die dazugehörigen

UV-Differenzspektren (B) von proBMP-2 vor und nach der Renaturierung und Reinigung

dargestellt. Deutlich zu erkennen ist eine Batho- und Hypochromie des Absorptionsspek-

trums von renaturiertem und gereinigtem proBMP-2 in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 ge-

genüber dem Spektrum von denaturiertem proBMP-2. Die veränderten Absorptionseigen-

schaften des renaturierten Proteins –– insbesondere die Rotverschiebung des Absorptionsma-

ximums (Bathochromie) –– sind ein Hinweis auf eine im Vergleich mit dem denaturierten

Protein hydrophobere Umgebung der aromatischen Aminosäurereste –– ein typisches Struk-

turmerkmal globulärer löslicher Proteine. Die zwei Maxima bei 287 und 292 nm in dem

entsprechenden Differenzspektrum lassen sich Tyrosin- beziehungsweise Tryptophanresten

von proBMP-2 zuordnen [Donovan et al., 1958; Laskowski Jr. et al., 1956; Scheraga, 1957;

Schmid, 1997; Yanari & Bovey, 1960]. Allerdings wies auch das Absorptionsspektrum von

renaturiertem proBMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 gegenüber dem in 10 mm Kali-

umacetat, pH 4,7 eine Batho- und Hypochromie auf, wobei die Bathochromie im Vergleich

zu der gegenüber dem denaturierten Protein geringer ausgeprägt war. Das entsprechende Dif-

ferenzspektrum zeigt zwei Maxima bei 287 und 295 nm. Wie bereits vermutet, lag also rena-

turiertes proBMP-2 bei niedrigem pH partiell denaturiert vor.

Beim Vergleich der Differenzspektren von proBMP-2 mit denen von BMP-2 (Abb. 3.16,

S. 83) und des Propeptids (Abb. 3.19, S. 87) fallen die unterschiedlichen relativen Intensitä-

ten und die Lage der Tryptophan- und Tyrosinmaxima, sowie die Ausprägung des dazwischen

liegenden Minimums auf. Das Differenzspektrum zwischen renaturiertem proBMP-2 bei pH

4,7 und denaturiertem proBMP-2 ähnelt diesbezüglich dem zwischen renaturiertem und de-

naturiertem BMP-2. Das Differenzspektrum zwischen renaturiertem proBMP-2 bei pH 7,0

und pH 4,7 ist dagegen dem zwischen renaturiertem Propeptid bei pH 7,0 und pH 4,7 ähn-

lich. Die Lage der Tryptophanmaxima in den Differenzspektren zwischen renaturiertem und

denaturiertem BMP-2, λ∆ε
maxTrp

= 293 nm, sowie zwischen renaturiertem proBMP-2 bei pH

4,7 und denaturiertem proBMP-2, λ∆ε
maxTrp

= 292 nm, können mit der partiellen Lösungs-

mittelexposition von Trp28 im gefalteten BMP-2 erklärt werden [Scheufler et al., 1999].³ Im

³ Zu den Tryptophanresten von BMP-2 siehe auch Abschnitt 3.3.3.2, S. 82f.
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Abbildung .: (A) UV-Spektren von in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 denaturiertem
proBMP-2 (unterbrochene Linie), von proBMP-2 nach Renaturierung und Reinigung in 10 mm
Kaliumacetat, pH 4,7 (graue Linie) beziehungsweise in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 (schwarze
Linie) aufgenommen bei 20 °C mit einem Beckman DU 7400 Diodenarray-Spektrophotometer
mit 1 nm Auflösung in einer 1 cm Quarzglas-Küvette. (B) Die berechneten UV-Differenzspektren
zwischen renaturiertem proBMP-2 in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 und denaturierten proBMP-2
(unterbrochene Linie) bzw. zwischen renaturiertem proBMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0
und in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 (graue Linie).

Vergleich dazu ist das Tryptophanmaximum in den Differenzspektren zwischen renaturiertem

Propeptid bei 7,0 und 4,7 beziehungsweise zwischen renaturiertem proBMP-2 bei 7,0 und

4,7 mit λ∆ε
maxTrp

= 295 nm deutlich bathochrom verschoben. Dies wurde als ein Hinweis auf

eine partielle Entfaltung der Propeptiddomäne von proBMP-2 beim Übergang von pH 7,0

auf pH 4,7 gewertet. Die unterschiedlichen relativen Intensitäten der Tryptophan- und Ty-

rosinmaxima spiegeln dabei zugleich das unterschiedliche Verhältnis dieser Aminosäurereste

im Propeptid (nTrp : nTyr = 3 : 3) und in BMP-2 (nTrp : nTyr = 2 : 5) wider.

Fluore s zenz Abbildung 3.13 zeigt die Fluoreszenzemissionsspektren von proBMP-2 bei

einer Anregungswellenlänge von 295 nm unter verschiedenen Pufferbedingungen. Die Wel-

lenlängen der Emissionsmaxima, λF
max, und die Bandbreiten der Spektren, ∆λF

max/2, sind in

Tabelle 3.3 zusammengefaßt.

Die Fluroreszenzmessungen bestätigten, die geringere Polarität der Umgebungen der Tryp-

tophanreste von proBMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 (λF
max = 339,5 nm) im Vergleich

zu 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 (λF
max = 349,0 nm). Zudem war bei pH 4,7 die Fluores-

zenzintensität gegenüber pH 7,0 verrringert. Auch für das Propeptid wurde eine Differenz
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Abbildung .: Fluoreszenzemissionsspektren von
proBMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 (durch-
gehende schwarze Linie), in 10 mm Kaliumacetat, pH
4,7 (durchgehende graue Linie), 5,25 m Harnstoff,
0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 (gepunktete schwarze
Linie) und in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH
7,0 (unterbrochene schwarze Linie) aufgenommen
bei 20 °C mit einem FluoroMax-3-Fluoreszenz-
spektrometer und einer 0,4×1 cm Küvette. Die
Proteinkonzentration betrug 36 µg

/
ml (0,4 µm) und

die Anregungswellenlänge 295 nm.
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zwischen den Emissionsmaxima der Fluoreszenzspektren des Proteins von etwa 10 nm, so-

wie eine verringerte Fluoreszenzintensität bei einer pH-Änderung von 7,0 auf 4,7 festgestellt

(Abb. 3.20, S. 88). Dagegen war die Denaturierung von BMP-2 mit einer Erhöhung der

Fluoreszenzintensität verbunden (Abb. 3.17, S. 84). Es spricht also auch der Vergleich der

Fluoreszenzspektren von proBMP-2 mit denen des Propeptids und von BMP-2 für eine par-

tielle Entfaltung der Propeptiddomäne von proBMP-2 unter sauren Bedingungen.

Tabelle .: Fluoreszenzeigenschaften von proBMP-2 unter verschiedenen Pufferbedingungen.

Puffer λF
max (nm) ∆λF

max/2 (nm)

0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 339,5 60,5

10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 349,0 66,5

5,25 m Harnstoff, 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 355,5 66,5

6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 359,0 65,0

Anders als beim Propeptid waren 5,25 m Harnstoff nicht ausreichend um proBMP-2 voll-

ständig zu denaturieren. Die Differenz zwischen λF
max von proBMP-2 in 5,25 m Harnstoff

und 6 m GdmCl von 3,5 nm entspricht in etwa der für BMP-2 ermittelten von 4,0 nm. Die

in 5,25 m Harnstoff noch vorhandenen Strukturen mit teilweise vom Lösungsmittel abge-

schirmten Tryptophanresten befinden sich vermutlich in der BMP-Domäne von proBMP-2,

während die Tertiärstruktur der Propeptiddomäne unter diesen Bedingungen wahrscheinlich

bereits vollständig verloren gegangen ist.
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Eine eindeutige Klassifizierung der proBMP-2-Fluoreszenzspektren nach dem von Burstein

vorgeschlagenen System war nicht möglich [Burstein et al., 1973, 1977].⁴ Zum einen blieb

die spektrale Korrekturfunktion des Fluoreszenzdetektors unberücksichtigt, wodurch sich die

ermittelten Werte für λF
max nicht mit den Literaturdaten vergleichen ließen, und zum ande-

ren ist die Zuordnung nur bei einem Tryptophanrest in der Polypeptidkette eindeutig; bei

mehreren Tryptophanresten stellt das gemessene Spektrum eine Überlagerung der einzelnen

Tryptophanspektren dar. So enspricht zwar die Differenz zwischen den Emissionsmaxima von

proBMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 und in 6 m GdmCl, pH 7,0 von 20 nm der zwi-

schen Klasse I und III nach Burstein. Die Bandbreite des Spektrums von proBMP-2 bei 7,0 in

Abwesenheit eines Denaturierungsmittels von circa 60 nm deutet dagegen auf Tryptophan-

reste mit unterschiedlich polarer Umgebung.

Fern -UV-CD Die UV- und fluoreszenzspektroskopischen Analysen von proBMP-2 hat-

ten ergeben, daß das Protein nach Renaturierung in einer Struktur mit zumindest stark, wenn

auch möglicherweise nicht vollständig vom Lösungsmittel abgeschirmten aromatischen Ami-

nosäureresten vorliegt, wie sie für lösliche globuläre Proteine typisch ist. Gleichzeitig lieferten

diese Messungen jedoch Hinweise darauf, daß die im ersten Reinigungsschritt, der Heparin-

Affinitätschromatographie, verwendeten sauren Pufferbedingungen zur partiellen Denaturie-

rung von proBMP-2 führen. Die in Abbildung 3.14 dargestellten Fern-UV-CD-Spektren von

proBMP-2 zeigen deutlich, daß die verringerte Abschirmung der aromatischen Aminosäurere-

ste vom Lösungsmittel unter sauren Bedingungen auch mit einem Verlust an Sekundärstruk-

tur verbunden war. Während die UV- und Fluoreszenzdaten eher auf eine Strukturänderung

in der Propeptiddomäne bei niedrigem pH hinweisen, kann anhand der CD-Spektren auch

eine veränderte Struktur der BMP-Domäne unter diesen Bedingungen nicht ausgeschlossen

werden. Es ist zudem möglich, daß die Tetramerisierung einen Einfluß auf die spektroskopi-

schen Eigenschaften von proBMP-2 hatte.

Das Spektrum von proBMP-2 bei pH 7,0 spricht mit zwei Minima bei 212 und 218 nm,

sowie einer niedrigen Signalintensität bei 200 nm für einen hohen β-Faltblatt- und einen ge-

ringen α-Helix-Gehalt der Proteinstruktur. Im Vergleich dazu war bei pH 4,7 das CD-Signal

zwischen 212 und 225 nm schwächer, bei 200 nm dagegen erheblich stärker, was auf einen

deutlich erhöhten random coil-Anteil hinweist. Unter Berücksichtigung der spektroskopischen

⁴ Siehe auch Methoden, Abschnitt 2.2.5.2, S. 42ff.
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Abbildung .: Fern-UV-CD-Spektren von
proBMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0
( ), in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 ( ) und in
6 m GdmCl, 50 mm Natriumacetat, pH 4,0 ( )
aufgenommen bei 20 °C mit einem Jasco J710-
CD-Spektrometer und einer 0,01 cm Küvette.
Die Proteinkonzentration betrugen 1,28 mg

/
ml

(14,3 µm), 1,40 mg
/

ml (15,6 µm) und 0.54 mg
/
ml

(6,0 µm) in HEPES, Acetat bzw. GdmCl. Die
Bandbreite betrug 1 nm, die Auflösung 1 nm und
die Zeitkonstante 2 s.
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Charakterisierung des isolierten Propeptids lassen die bei pH 4,7 noch immer vorhandenen

Sekundärstrukturen und die starke Erhöhung der Polarität der Umgebung der Tryptophan-

reste unter diesen Bedingungen eine Molten Globule-ähnliche Struktur der Propeptiddomäne

von proBMP-2 vermuten. Ein nahezu vollständiger Verlust an Sekundärstruktur trat erst in

6 m GdmCl auf. Bei Wellenlängen von mehr als 215 nm war hier das CD-Signal nur noch sehr

schwach. Daß aber noch ein Signal vorhanden war, lag sehr wahrscheinlich an dem Cystin-

Knoten der BMP-Domäne, wie der Vergleich der CD-Spektren von reduzierend und nicht-

reduzierend denaturiertem BMP-2 zeigten (Abb. 3.18, S. 85).

Abbildung .: Fern-UV-CD-Spektren –– molare El-
liptizitäten! –– von proBMP-2 ( ), BMP-2 ( ) und
Propeptid ( ) in 10 mm Kaliumacetat (proBMP,
Propeptid) bzw. 50 mm Natriumacetat (BMP), pH
4,7 aufgenommen bei 20 °C, sowie das durch Ad-
dition der molaren Elliptizität von BMP und Pro-
peptid erhaltene Spektrum ( ). Geräteeinstellun-
gen und Proteinkonzentrationen in den Abbil-
dungslegenden 3.14, 3.18 und 3.22, S. 81, 85 bzw.
89.
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Die Messungen erlaubten keine Rückschlüsse darauf, ob der gegenüber den sauren Bedingun-

gen veränderte Sekundärstrukturgehalt von proBMP-2 bei pH 7,0 auf Strukturänderungen

in der Propeptiddomäne oder der BMP-Domäne zurückzuführen war. Es ist daher denkbar,

daß bei pH 7,0 Interaktionen zwischen Propeptid- und BMP-Domäne vorhanden waren, die
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Veränderungen in der Sekundärstruktur jeweils einer oder aber beider „Domänen“ zur Folge

hatten. Bei pH 4,7 waren diese Wechselwirkungen nicht mehr vorhanden oder nur noch so

schwach, daß diese Sekundärstrukturänderungen größtenteils verloren gingen. Das läßt sich

auch aus der Tatsache schließen, daß die Summe der Fern-UV-CD-Spektren von BMP-2 und

dem Propeptid bei pH 4,7 dem Spektrum von proBMP-2 unter diesen Bedingungen zwar

nicht gleich, aber doch sehr ähnlich war (Abb. 3.15). Die Möglichkeit der intramolekula-

ren Dissoziation von Propeptid- und BMP-Domäne scheint auch aufgrund der von Lawrence

et al. [1985] & Lyons et al. [1990] nachgewiesenen pH-induzierten Dissoziation des TGF-β1–

β1-LAP-Komplexes wahrscheinlich.

Die einzigen Daten, die zum Vergleich mit den hier gezeigten Messungen in der Literatur

gegenwärtig vorhanden sind, stammen von McMahon et al. und beziehen sich auf die Asso-

ziation von TGF-β1 mit β1-LAP, dem dimeren Propeptid dieses Cytokins [McMahon et al.,

1996]. Die Autoren hatten Fern-UV-CD-Spektren von TGF-β1, β1-LAP und dem Komplex

aus beiden Proteinen bei pH 7,5 verglichen und dabei relativ große Strukturänderungen nach

der Assoziation der beiden Proteine gezeigt. Das stützt die Vermutung, daß bei pH 7,0 jeweils

eine Propeptiddomäne mit einer BMP-Domäne intramolekular assoziiert, und das dies mit

relativ starken Änderungen der Sekundärstruktur verbunden ist.

... Spektroskopische Charakterisierung von BMP-

UV-Absorp t ion Abbildung 3.16 zeigt die UV-Spektren (A) und das dazugehörige UV-

Differenzspektrum (B) von BMP-2 nach Renaturierung und Reinigung sowie nach Denatu-

rierung in 6 m GdmCl. Deutlich zu erkennen ist die für globuläre lösliche Proteine typische

Bathochromie des Absorptionsspektrums der nativen gegenüber dem der denaturierten Form.

Auffällig ist zugleich das Tryptophanmaximum im Differenzspektrum, das mit 293 nm um

2 nm niedriger liegt als das des Propeptids (Abb. 3.19, S. 87) beziehungsweise von proBMP-2

(Abb. 3.12, S. 78). Dies spricht für eine vergleichsweise geringe Änderung der Polarität der

Umgebung mindestens eines der beiden Tryptophanreste bei der Faltung von BMP-2. Aus

der von Scheufler et al. [1999] aufgeklärten Kristallstruktur von BMP-2 geht ebenfalls eine

partielle Lösungsmittelexposition von Trp28 (und zum Teil auch Trp31) deutlich hervor. Die

Lagen des Tyrosin- und des Tryptophanmaximums bei 286 nm beziehungsweise 293 nm im

Differenzspektrum von BMP-2 sind zudem vergleichbar mit den Maxima bei 285 nm bezie-

hungsweise 293 nm in dem entsprechenden Differenzspektrum des BMP-2-Homologen aus
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Drosophila, DPP [Groppe et al., 1998]. Das wurde als Indiz für eine vergleichbare Umge-

bung der Tryptophanreste in den beiden Proteinen und damit für die native Struktur von

renaturiertem BMP-2 interpretiert.
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Abbildung .: (A) UV-Spektren von in 6 m GdmCl denaturiertem BMP-2 (unterbrochene Linie)
und von BMP-2 nach Renaturierung und Reinigung in 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 (durchge-
hende Linie) aufgenommen bei 20 °C mit einem Beckman DU 7400 Diodenarray-Spektrophoto-
meter mit 1 nm Auflösung in einer 1 cm Quarzglas-Küvette. (B) Das berechnete UV-Differenz-
spektrum zwischen renaturiertem BMP-2 in 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 und in 6 m GdmCl
denaturiertem BMP-2.

Die zwei Tryptophanreste in der „Zeigefingerspitze“ der TGF-β-Proteine –– Trp28 und Trp31

im Fall von BMP-2 –– sind innerhalb dieser Proteinfamilie hochkonserviert [Innis et al., 2000;

Scheufler et al., 1999]. Allerdings ist die Orientierung des zweiten Tryptophanrestes in den

bisher publizierten Kristallstrukturen von BMPs mit und ohne Liganden unterschiedlich. In-

nis et al. [2000] vermuten daher eine relativ hohe Flexibilität dieses Tryptophanrestes bei

ungebundenen TGF-β-Proteinen in Lösung. Die für BMP-2 gezeigten UV-Absorptions- und

im nächsten Abschnitt beschriebenen Fluoreszenzeigenschaften stützen diese Vermutung.

Fluore s zenz Die Untersuchung der Fluoreszenzeigenschaften von BMP-2 bestätigte die

aus den Absorptionseigenschaften abgeleitete Vermutung, daß zumindest einer der beiden

Tryptophanreste des Proteins nicht vollständig vom Lösungsmittel abgeschirmt war, denn bei

einer Anregungswellenlänge von 295 nm wies renaturiertes BMP-2 mit 346 nm ein Emissi-

onsmaximum bei einer relativ hohen Wellenlänge auf (Abb. 3.17). Eine Klassifizierung der

BMP-2-Fluoreszenzspektren nach Burstein et al. [1977] war –– ebenso wie bei proBMP-2

und dem Propeptid (Abschnitte 3.3.3.1 und 3.3.3.3) –– nicht eindeutig möglich (Abb. 3.17,
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Tab. 3.4). Die Bandbreite des BMP-2-Spektrums in Abwesenheit von Denaturierungsmittel

ist aber mit 65,5 nm ein Hinweis auf unterschiedlich polare Umgebungen der beiden Tryp-

tophanreste.

Abbildung .: Fluoreszenzemissionsspektren von
BMP-2 in 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 (durchge-
hende Linie) und in dem gleichen Puffer mit 5,25 m
Harnstoff (gepunktete Linie) bzw. 6 m GdmCl
(unterbrochene Linie), aufgenommen bei 20 °C mit
einem FluoroMax-3-Fluoreszenzspektrometer und
einer 0,4×1 cm Küvette. Die Proteinkonzentration
betrug 50 µg

/
ml (1,9 µm) und die Anregungswellen-

länge 295 nm.

0

1

2

3

4

5

310 330 350 370 390
λ (nm)

F
( 10

6
cp

s)

Anders als beim Propeptid waren 5,25 m Harnstoff nicht ausreichend, um BMP-2 vollständig

zu denaturieren (λF
max = 352 nm). Auch die Emissionsmaxima bei 356 nm und 358 nm von

mittels 6 m GdmCl beziehungsweise 4,5 m GdmSCN (nicht gezeigt) denaturiertem BMP-2

lagen niedriger als das des Propeptids bei 360 nm (Abb. 3.20, S. 88). Die Tryptophanreste von

BMP-2 waren also unter diesen Bedingungen noch nicht vollständig lösungsmittelexponiert.

Sehr wahrscheinlich verhinderte der Cystin-Knoten des Proteins eine vollständige Entfaltung

der Polypeptidkette.

Tabelle .: Fluoreszenzeigenschaften von BMP-2 unter verschiedenen Pufferbedingungen.

Puffer λF
max (nm) ∆λF

max/2 (nm)

50 mm Natriumacetat, pH 4,7 346,0 65,5

5,25 m Harnstoff, 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 352,0 64,5

6 m GdmCl, 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 356,0 66,0

Zudem machen die Spektren deutlich, daß die Denaturierung des Proteins mit einer Zu-

nahme der Fluoreszenzintensität verbunden war, also die Tryptophanfluoreszenz im nativen

Zustand des Proteins gequencht wurde. Als intramolekulare Quencher kommen die Car-

bonylgruppen von Peptidbindungen, Amino- und Carboxylgruppen, sowie Histidinreste und
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Disulfidbrücken in Frage [Demchenko, 1986]. Letztere scheiden im Fall von BMP-2 auf-

grund des zu großen Abstands zu den Tryptophanresten des Proteins in der nativen Kon-

formation aus. Ein potentieller Quencher ist das Carbonylsauerstoffatom der Peptidbindung

Val26–Gly27, das sich in van-der-Waals-Abstand zum Indolring von Trp28 befindet, ebenso

wie das Carbonylsauerstoffatom der Peptidbindung Trp28–Asn29, das van-der-Waals-Kon-

takt zum Indolring von Trp31 hat (BMP-2-Kristallstruktur [Scheufler et al., 1999]).

Fern -UV-CD Ein wichtiges Indiz für die native Struktur von renaturiertem BMP-2 ist

die starke Ähnlichkeit des in Abbildung 3.18 dargestellten Fern-UV-CD-Spektrums des Pro-

teins in 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 ( ) mit den Fern-UV-CD-Spektren von β-NGF und

TGF-β1, zwei Cystin-Knoten-Proteinen mit ähnlichen Sekundärstrukturanteilen [McMahon

et al., 1996; Rattenholl et al., 2001a]. Die verglichen mit den Spektren der beiden Proteine

etwas höhere Signalintensität des BMP-2-CD-Spektrums zwischen 200 nm und 210 nm läßt

sich mit einem erhöhten random coil-Anteil unter sauren Bedingungen erklären.⁵

Abbildung .: Fern-UV-CD-Spektren von BMP-2
in 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 ( ), und in 6 m
GdmCl, 50 mm Natriumacetat, pH 4,7 (nicht-re-
duziert , reduziert ) aufgenommen bei 20 °C
mit einem AVIV 62A DS CD-Spektrometer und
einer 0,02 cm Küvette. Die Proteinkonzentratio-
nen betrugen 0,65 mg

/
ml (24,9 µm), 0,7 mg

/
ml

(26,8 µm) und 0.63 mg
/

ml (48,3 µm) in Acetat,
nicht-reduziert bzw. reduziert in GdmCl. Die
Bandbreite betrug 1 nm, die Auflösung 0,5 nm
und die Zeitkonstante 3 s.
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Bei der Denaturierung von BMP-2 in 6 m GdmCl nahm die Signalintensität zwischen 220

und 230 nm stark ab. Möglicherweise wurde hier die α-Helix des Proteins zerstört (Asn59–

Val70 [Scheufler et al., 1999]), sofern sie unter sauren Bedingungen in Abwesenheit eines

Denaturierungsmittels tatsächlich ausgebildet war. Die starken Unterschiede zwischen den

Spektren des denaturierten Proteins unter reduzierenden und unter nicht-reduzierenden Be-

dingungen machen die Bedeutung des Cystin-Knotens für die Stabilität der BMP-Struktur

⁵ BMP-2 wurde zwar bei pH 5,4 kristallisiert, der dafür verwendete Puffer enthielt aber zudem Lithiumsulfat
und tertiär-Butanol, die BMP-2 bei diesem pH möglicherweise stabilisieren [Scheufler et al., 1999].
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deutlich. Wie zu erwarten war, und auch schon aus dem entsprechenden Fluoreszenzspek-

trum hervorging, waren 6 m GdmCl allein nicht ausreichend, um BMP-2 vollständig zu de-

naturieren.

... Spektroskopische Charakterisierung des Propeptids

UV-Absorp t ion Die in Abbildung 3.19 dargestellten UV-Spektren (A) und UV-Diffe-

renzspektren (B) des Propeptids zeigen, daß sich dessen Tryptophan- und Tyrosinreste nach

der Renaturierung in einer weitgehend unpolaren Umgebung befanden. Die bathochrome

Verschiebung des Spektrums des Proteins in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 gegenüber dem

Spektrum des denaturierten Proteins spricht für eine Tertiärstruktur der Polypeptidkette mit

vom Lösungsmittel abgeschirmten hydrophoben Bereichen. Die Maxima in dem entspre-

chenden Differenzspektrum liegen bei 287 und 295 nm und lassen sich den Tyrosin- bezie-

hungsweise Tryptophanresten des Propeptids zuordnen [Donovan et al., 1958; Laskowski Jr.

et al., 1956; Scheraga, 1957; Schmid, 1997; Yanari & Bovey, 1960]. Das Tryptophanmaxi-

mum, λ∆ε
maxTrp

, des Propeptids liegt 2 nm bathochrom zu dem von BMP-2 (Abb. 3.16, S. 83).

Die Tryptophanreste des gefalteten Propeptids scheinen also deutlich besser vom Lösungs-

mittel abgeschirmt gewesen zu sein als das bei BMP-2 der Fall war. Zugleich fällt auf, daß

das UV-Spektrum des Propeptids in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 sich kaum von dem in

GdmCl unterscheidet. Entsprechend ähnlich ist auch das dazugehörige Differenzspektrum.

Der niedrige pH führte also scheinbar zum fast völligen Zusammenbruch der Tertiärstruktur

des Propeptids.

Fluore s zenz In Abbildung 3.20 sind Fluoreszenzemissionsspektren des Propeptids unter

verschiedenen Pufferbedingungen dargestellt und deren λF
max- und ∆λF

max/2-Werte in Tabel-

le 3.5 zusammengefaßt. Anders als bei BMP-2 wurde beim Propeptid die Tryptophanfluo-

reszenz im gefalteten Zustand nicht gequencht. Zudem waren bereits circa 5 m Harnstoff

ausreichend, um das Propeptid nahezu vollständig zu denaturieren. Das Maximum der Fluo-

reszenzemission lag in 5,25 m Harnstoff, 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 bei 359,0 nm. Das

Emissionsmaximum der Tryptophanfluoreszenz des gefalteten Propeptids in 0,1 m Kalium-

HEPES, pH 7,0 lag bei 340,5 nm, war also gegenüber dem Spektrum des denaturierten Pro-

teins um circa 20 nm hypsochrom verschoben. Dies entspricht der Differenz zwischen einem

Spektrums der Klasse III und einem der Klasse I nach Burstein et al. [1977] (siehe auch
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Abbildung .: (A) UV-Spektren des BMP-2-Propeptids in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 (schwarze

Linie), in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 (graue Linie) und in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH
7,0 (unterbrochene Linie) aufgenommen bei 20 °C mit einem Beckman DU 7400 Diodenarray-
Spektrophotometer mit 1 nm Auflösung in einer 1 cm Quarzglas-Küvette. (B) Die berechneten
UV-Differenzspektren zwischen dem Propeptid in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 und in 10 mm
Kaliumacetat, pH 4,7 (graue Linie) beziehungsweise zwischen dem Propeptid in 0,1 m Kalium-
HEPES, pH 7,0 und in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 (unterbrochene Linie).

Methoden, S. 42ff ). Die hohe Bandbreite des Spektrums des renaturierten Propeptids von

61,0 nm ist –– wie auch bei proBMP-2 –– ein Hinweis auf die Überlagerung von Spektren

unterschiedlicher Klassen, also auf unterschiedlich polare Umgebungen der Tryptophanreste

des Proteins.

Tabelle .: Fluoreszenzeigenschaften des Propeptids unter verschiedenen Pufferbedingungen.

Puffer λF
max (nm) ∆λF

max/2 (nm)

0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 340,5 61,0

10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 351,0 66,0

5,25 m Harnstoff, 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 359,0 65,0

6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 360,0 65,0

Die bereits aus den UV-Spektren ersichtliche Strukturänderung des Propeptids bei pH 4,7

spiegelte sich auch in dessen Fluoreszenzeigenschaften wider. Das Emissionsmaximum des

Proteins in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 lag bei 351,0 nm, dagegen in 0,1 m Kalium-HE-

PES, pH 7,0 bei 340,5 nm und in 6 m GdmCl bei 360,0 nm. Eine gewisse Abschirmung der
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Abbildung .: Fluoreszenzemissionsspektren des
BMP-2-Propeptids in 0,1 m Kalium-HEPES, pH
7,0 (durchgehende schwarze Linie), in 10 mm
Kaliumacetat, pH 4,7 (durchgehende graue Li-
nie), in 5,25 m Harnstoff, 0,1 m Kalium-HEPES,
pH 7,0 (gepunktete schwarze Linie) und in 6 m
GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 (unterbrochene
schwarze Linie) aufgenommen bei 20 °C mit einem
FluoroMax-3-Fluoreszenzspektrometer und einer
0,4×1 cm Küvette. Die Proteinkonzentration betrug
41,4 µg

/
ml (1,3 µm) und die Anregungswellenlänge

295 nm.
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Tryptophanreste des Propeptids vom Lösungsmittel war also auch bei pH 4,7 noch vorhan-

den. Daß die Ursache der pH-induzierten Änderung der Tryptophanfluoreszenz tatsächlich

strukturbedingt war, läßt sich aus Abbildung 3.21 erkennen, die die pH-Abhängigkeit der

Fluoreszenzemission bei 320 nm und die Lage des Emissionsmaximums zeigt. Zwar wurde

mit diesem Experiment nur ein relativ geringer pH-Bereich erfaßt, deutlich wird jedoch, daß

die Signalintensität zwischen pH 6,0 und 8,5 nahezu konstant war, während sie unter pH 6

systematisch abnahm. Das Maximum der Fluoreszenzemission war schon ab pH 6,5 gering-

fügig zu höheren Wellenlängen verschoben, sehr deutlich dagegen auch erst unter pH 6,0.

Der in diesem Fall offensichtlich kritische pH-Bereich zwischen 6,0 und 7,0 spricht für eine

Schlüsselrolle eines oder mehrerer Histidinreste bei der Stabilisierung der Propeptidstruktur.

Abbildung .: pH-Abhängigkeit der Propeptid-
Fluoreszenz (Fluoreszenzintensität bei 320 nm
( ), linke Ordinatenachse, und Lage des Ma-
ximums ( ), rechte Ordinatenachse) in 50 mm
Kalium-HEPES/Acetat aufgenommen bei
20 °C mit einem FluoroMax-3-Fluoreszenz-
spektrometer und einer 0,4×1 cm Küvette.
Die Proteinkonzentration betrug 30,0 µg

/
ml

(0,94 µm) und die Anregungswellenlänge
295 nm.
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Fern -UV-CD Das in Abbildung 3.22 dargestellte Fern-UV-CD-Spektrum des Propep-

tids bei pH 7,0 ( ) läßt auf eine Struktur mit hohem β-Faltblatt-Anteil schließen. Das Spek-

trum gleicht dem von β1-LAP, dem Propeptid von TGF-β1, sowohl die Form, als auch die La-

ge und Intensität des Minimums zwischen 206 und 209 nm betreffend; lediglich die „Schul-

ter“ bei 220 nm ist im CD-Spektrum von β1-LAP geringfügig stärker ausgeprägt [McMahon

et al., 1996]. Das ist –– neben der Dimerisierung und der pH-abhängigen Strukturänderung

–– der wohl stärkste Hinweis auf die native Struktur des in vitro renaturierten BMP-2-Pro-

peptids.

Abbildung .: Fern-UV-CD-Spektren des BMP-2-
Propeptids in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 ( ),
in 10 mm Kaliumacetat, pH 4,7 ( ), in 5,25 m
Harnstoff, 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 ( ) und
in 6 m GdmCl, 0,1 m Tris/HCl, pH 7,0 ( )
aufgenommen bei 20 °C mit einem Jasco J710-
CD-Spektrometer und einer 0,01 cm Küvette.
Die Proteinkonzentration betrugen 1,06 mg

/
ml

(33,0 µm) in HEPES-, Harnstoff- bzw. GdmCl-
Puffer, sowie 0,97 mg

/
ml (30,3 µm) in Acetatpuf-

fer. Die Bandbreite betrug 1 nm, die Auflösung
1 nm und die Zeitkonstante 2 s.
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Die Fern-UV-CD-Spektren bestätigten zudem die aufgrund der veränderten UV- und Fluo-

reszenzeigenschaften vermutete, fast völlige Denaturierung des Propeptids in 5,25 m Harn-

stoff auch in Bezug auf den Sekundärstrukturgehalt des Proteins. Die Spektren des mittels

GdmCl beziehungsweise Harnstoff denaturierten Propeptids unterscheiden sich nur gering-

fügig.

Allerdings machen die Spektren des Propeptids bei pH 7,0 und bei pH 4,7 deutlich, daß die

anhand der UV-Absorptions- und Fluoreszenzeigenschaften gezogenen Schlußfolgerungen re-

lativiert werden müssen. Zwar nimmt bei pH 4,7 die Intensität des CD-Signals zwischen 200

und 210 nm etwas zu, jedoch sind sich die Spektren ansonsten sehr ähnlich. Dies kann auf

einen geringfügig erhöhten random coil-Anteil bei pH 4,7 zurückgeführt werden. Bezogen auf

die Umgebung der Tryptophanreste, also die Tertiärstruktur des Propeptids, wurden durch

UV-Absorptions- und Fluoreszenzmessungen bei niedrigem pH gravierende Änderungen fest-

gestellt, wohingegen der CD-Spektroskopisch bestimmte Sekundärstrukturgehalt weitgehend

unverändert blieb, was auf eine Molten Globule-ähnliche Struktur hinweist [Creighton, 1993;
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Fersht, 1999]. Dagegen wurden im Fall proBMP-2 gravierende Unterschiede zwischen pH

7,0 und 4,7, sowohl die Sekundär-, als auch die Tertiärstruktur betreffend, nachgewiesen. Als

Ursache hierfür wurden starke Wechselwirkungen zwischen Propeptid- und BMP-Domäne

vermutet, die eine Änderung der Sekundärstrukturanteile in einer oder auch in beiden „Do-

mänen“ von proBMP-2 zur Folge hatten. (Abschnitt 3.3.3.1, S. 77ff ). Allerdings ist es mög-

lich, daß die CD-Spektren des Propeptids bei niedrigeren Wellenlängen größere Unterschiede

im Sekundärstrukturgehalt aufgedeckt hätten. Dies konnte jedoch aufgrund der hohen, puf-

ferbedingten Absorption der Proben im Fern-UV nicht überprüft werden. Die Unterschiede

im Sekundärstrukturgehalt zwischen Propeptid und proBMP-2 bei pH 7,0 könnten zumin-

dest teilweise auch aus der Oligomerisierung der Proteine resultieren, da proBMP-2 deutlich

stabiler zu Tetrameren assoziiert, als das Propeptid zu Dimeren (Abschnitt 3.3.2).

3.4 Untersuchungen zur Stabilität der BMP-Varianten

.. Vergleich der thermodynamischen Stabilität der BMP--Varianten

Die spektroskopischen Analysen der einzelnen BMP-Varianten unter verschiedenen Pufferbe-

dingungen hatten Hinweise auf Wechselwirkungen zwischen der Propeptid- und der BMP-

Domäne von proBMP-2 ergeben (Abschnitte 3.3.3.1 bis 3.3.3.3). Um einen möglichen Ein-

fluß einer der beiden „Domänen“ auf die Stabilität der jeweils anderen nachzuweisen bezie-

hungsweise auszuschließen, wurde die thermodynamische Stabilität von proBMP-2 im Ver-

gleich zu der des Propeptids und der von BMP-2 untersucht. Dazu mußten Bedingungen

gefunden werden, unter denen sich alle drei BMP-Varianten untersuchen ließen.

Eine Analyse in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0 war nicht möglich, da BMP-2 unter diesen

Bedingungen nicht ausreichend löslich ist. Zudem konnte gezeigt werden, daß proBMP-2

beziehungsweise das Propeptid bei pH 7,0 nicht-kovalent assoziieren (Abschnitt 3.3.2). Auf-

grund dieses zusätzlichen Gleichgewichts würde die Analyse der Faltung und Entfaltung bei-

der BMP-Varianten sehr komplex. Es wurde auch beobachtet, daß die chemisch induzierte

Entfaltung von proBMP-2 bei pH 7,0 unter Aggregation des Proteins verlief, somit also kein

Gleichgewicht vorlag. Das Propeptid war bei chemisch induzierter Entfaltung ebenfalls aggre-

gationsanfällig. Bei pH 4,7 wiederum –– also unter Bedingungen bei denen BMP-2 gut löslich

ist –– liegen sowohl das isolierte Propeptid als auch die Propeptiddomäne von proBMP-2 nicht

in ihrer nativen Konformation vor (Abschnitt 3.3.3). Deshalb wurde zur Analyse l-Arginin-



3 . 4 Untersuchungen zur Stab il ität der BMP-Var ianten 

HCl als lösungsvermittelndes Additiv eingesetzt. Dadurch konnte die Aggregation der Prote-

ine während der chemisch induzierten Entfaltung bei pH 7,0 unterdrückt werden, wie auch

die nicht-kovalente Assoziation des Propeptids beziehungsweise von proBMP-2. Die Analyse

blieb jedoch auf die chemisch induzierte Entfaltung beschränkt, da thermische Denaturie-

rung auch in Gegenwart von l-Arginin-HCl zur Aggregation der drei BMP-Varianten führte.

Als Puffer wurde 0,1 m Kalium-HEPES, 1 m l-Arginin-HCl, pH 7,0 verwendet. Als Dena-

turierungsmittel diente GdmCl beziehungsweise Harnstoff. Analysiert wurde die Änderung

der Fluoreszenzintensität der Proteine in Abhängigkeit von der Denaturierungsmittelkonzen-

tration. Sowohl die Inkubation der Proben und als auch die Messungen erfolgten bei 20 °C.

Im Folgenden wird zunächst die GdmCl-induzierte Entfaltung von BMP-2 mit der der BMP-

Domäne von proBMP-2 verglichen. Anschließend wird auf die harnstoffinduzierte Denatu-

rierung der Propeptiddomäne im Vergleich zu der des isolierten Propeptids eingegangen.

BMP-Domäne vs . BMP-2 In Abbildung 3.23 sind die normierten Übergänge der

GdmCl-induzierten Entfaltung von proBMP-2 und BMP-2 in 0,1 m Kalium-HEPES, 1 m l-

Arginin-HCl, pH 7,0 im Gleichgewicht bei 20 °C dargestellt. Aufgrund des Quenchings der

Tryptophanfluoreszenz in gefaltetem BMP-2 war es möglich, die Faltung beziehungsweise

Entfaltung der Propeptid- und der BMP-Domäne von proBMP-2 bei 320 nm beziehungs-

weise 360 nm unabhängig voneinander zu verfolgen. Die nach Gleichung 2.14 durch nicht-

lineare Regression ermittelten thermodynamischen Parameter sind in Tabelle 3.6 zusammen-

gefaßt.

Aus den Übergängen wird zum einen deutlich, daß beide „Domänen“ in proBMP-2 koope-

rativ entfalten, und zum anderen, daß die Propeptiddomäne wesentlich instabiler ist als die

BMP-Domäne. Die im Vergleich mit der Propeptiddomäne hohe freie Enthalpie der Dena-

turierung der BMP-Domäne und von BMP-2 hatte unter den nicht-reduzierenden Versuchs-

bedingungen ihre Ursache sehr wahrscheinlich in der starken entropischen Destabilisierung

des denaturierten Zustandes durch den Cystin-Knoten (siehe unten). In Anbetracht der Stan-

dardabweichungen der Parameteranpassungen können die für BMP-2 und die BMP-Domäne

berechneten ∆G1 m Arg
n→d -Werte als identisch betrachtet werden. Die (denaturierte) Propeptiddo-

mäne hat also scheinbar keinen Einfluß auf die Stabilität der BMP-Domäne. Die Übergangs-

mittelpunkte, [D¹⁄₂], wurden für BMP-2 mit 3,2 m, sowie für die Propeptiddomäne und die

BMP-Domäne von proBMP-2 mit 0,8 m beziehungsweise 3,3 m GdmCl bestimmt.
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Abbildung .: GdmCl-induzierte Entfaltung
von proBMP-2 ( , ) und BMP-2 ( ) im
Gleichgewicht bei 20 °C in 0,1 m Kalium-HE-
PES, 1 m l-Arginin-HCl, pH 7,0. Die Prote-
inkonzentration betrug 0,45 µm (40,4 µg

/
ml

proBMP-2 bzw. 11,7 µg
/
ml BMP-2). Die

Proben wurden für 24 h bei 20 °C inkubiert
und die Messungen mit einem FluoroMax-3-
Fluoreszenzspektrometer und einer 0,4×1 cm
Küvette durchgeführt. Die Anregungswellen-
länge betrug 295 nm und die Bandbreite für
den Anregungs- und Emissionsstrahlengang
2 nm bzw. 5 nm. Es wurden Spektren von
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305 bis 400 nm im S

/
R-Modus mit einer Integrationszeit von 0,1 s aufgenommen. Für den Über-

gang der Propeptiddomäne ( ) wurde das Signal bei 320 nm und für den der BMP-Domäne
( ) bzw. BMP-2 ( ) bei 360 nm ausgewertet. Dargestellt sind die normierten Daten und die je-
weils beste Anpassung an ein Zweizustandsmodell nach Gleichung 2.14. Die durch nicht-lineare
Regression ermittelten thermodynamischen Parameter sind in Tabelle 3.6 zusammengefaßt. Die
Entfaltungen waren reversibel. Aus Gründen der Übersichtlichkeit sind lediglich die Entfaltungs-
kurven dargestellt.

Tabelle .: Thermodynamische Parameter der GdmCl-induzierten Entfaltung von proBMP-2 und
BMP-2 im Gleichgewicht bei 20 °C in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0, 1 m l-Arginin-HCl. Die
Anpassung der Parameter erfolgte nach einem Zweizustandsmodell (Gleichung 2.14).

Domäne / ∆G1 m Arg
n→d mn→d

Protein
(
kJ × mol−1) (

kJ × mol−1 × m−1)
Propeptiddomäne von proBMP-2 15,69 ± 1,15 19,76 ± 1,43

BMP-Domäne von proBMP-2 38,15 ± 2,48 11,55 ± 0,75

BMP-2 37,39 ± 2,15 11,80 ± 0,68

Das Gleichgewicht der Denaturierung war bei den beiden BMP-Varianten bereits nach 24 h

erreicht. Die Kontrollmessungen nach fünf Tagen Inkubation ergaben identische Übergangs-

kurven. Für NGF beziehungsweise proNGF existieren dagegen zwei denaturierte Formen. Im

Unterschied zu (pro)BMP-2 sind die Dimere von nativem (pro)NGF nicht durch eine inter-

molekulare Disulfidbrücke stabilisiert. Die zwei denaturierten (pro)NGF-Spezies liegen daher

als Monomere, M1 beziehungsweise M2, vor. Nach der schnellen Entfaltung von (pro)NGF
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zur M1-Form durch GdmCl erfolgt ein sehr langsamer Übergang zur M2-Form. Eine mög-

liche Erklärung für diesen Vorgang liefert die Loop-Threading-Hypothese von de Young et al.

[1996]. Sie besagt, daß der N-Terminus von NGF bei längerer Inkubation unter denaturie-

renden Bedingungen durch den Ring des Cystin-Knotens „fädelt“. Dieser Ring besteht im Fall

von NGF aus 14 Aminosäureresten und enthält zwei Prolinreste. Ein Einfluß von Peptidyl-

prolyl-cis/trans-Isomerisierungen auf den Übergang von M1 zu M2 wurde daher in der Lite-

ratur diskutiert, konnte aber bisher weder bestätigt noch widerlegt werden [de Young et al.,

1996; Rattenholl, 2001]. Es lassen sich zumindest drei Gründe dafür anführen, daß ein ähnli-

ches Phänomen bei (pro)BMP-2 nicht beobachtet werden konnte. Erstens, die (pro)BMP-2-

Dimere sind disulfidverbrückt. Unter Einfluß von GdmCl dissozieren sie nicht. Zweitens, der

Ring des Cystin-Knotens von (pro)BMP-2 besteht lediglich aus acht Aminosäureresten, ist

also vergleichsweise „eng“. Sollte Loop-Threading die Ursache der Bildung einer M2-Spezies

bei der Denaturierung von (pro)NGF sein, so ist wahrscheinlich im Fall von (pro)BMP-2

die Aktivierungsenergie für einen solchen Prozeß zu hoch. Die gewählten Denaturierungsbe-

dingungen waren also möglicherweise nicht drastisch genug. (Daß nicht-reduziertes BMP-2

in 6 m GdmCl noch nicht vollständig denaturiert vorliegt, wurde bereits im Rahmen der

spektroskopischen Charakterisierung des Proteins in Abschnitt 3.3.3.2 diskutiert.) Drittens,

sollten Prolylisomerisierungen die langsame Bildung der M2-Spezies von (pro)NGF verur-

sachen, würde das Fehlen von Prolinresten im Ring des Cystin-Knotens von (pro)BMP-2

erklären, warum ein M1→M2-Übergang bei den beiden BMP-Varianten nicht beobachtet

werden konnte.

Die hohe thermodynamische Stabilität von BMPs bei chemisch induzierter Denaturierung

und vor allem die Reversibilität der Entfaltung auch nach zum Teil monatelanger Behand-

lung mit Salzsäure, GdmCl und Harnstoff ermöglichte überhaupt erst ihre Isolierung aus

Knochenmaterial und gewährleistet die Lagerfähigkeit von BMPs in lyophilisierter Form über

Jahre [Wozney, 2002]. Ursache dafür ist sehr wahrscheinlich der Cystin-Knoten, der im Falle

der BMPs besonders „eng“ geknüpft ist (siehe auch Einleitung, S. 6f ). Eine Untersuchung

von Muller et al. zur Stabilität von Cysteinmutanten des vascular endothelial growth factor

(VEGF) ergab, daß der Cystin-Knoten entropisch zur Stabilisierung des nativen Proteins ge-

genüber dem denaturierten beiträgt [Muller et al., 2002]. Diese läßt sich aus der entropischen

Destabilisierung des denaturierten Zustandes eines disulfidhaltigen Proteins auch theoretisch

herleiten [Creighton, 1997].
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Propept iddomäne vs . Propept id Die Stabilität des Propeptids im Vergleich zur

Propeptiddomäne von proBMP-2 wurde mittels harnstoffinduzierter Entfaltung bei drei ver-

schiedenen Konzentrationen von l-Arginin-HCl untersucht. Das Maximum der Fluoreszenz

des Propeptids war in Gegenwart von 1 m l-Arginin-HCl zu größeren Wellenlängen verscho-

ben. Dies spricht dafür, daß bereits ein signifikanter Anteil des Proteins unter diesen Bedin-

gungen in nicht-nativer Form vorlag; dagegen war λF
max von proBMP-2 unverändert (Abb.

3.24). Für die Auswertung der Propeptidentfaltung wurde daher angenommen, daß die Än-

derung der Fluoreszenz der nativen Spezies identisch mit der von nativem proBMP-2 beim

Übergang der Propeptiddomäne war. Dies schien aufgrund der nahezu identischen Fluores-

zenzeigenschaften der beiden Proteine in Abwesenheit von l-Arginin-HCl gerechtfertigt (Abb.

3.13, S. 79, & Abb. 3.20, S. 88). Die normierten Übergänge sind in Abbildung 3.25 darge-

stellt und die mit Hilfe von Gleichung 2.14 bestimmten thermodynamischen Parameter in

Tabelle 3.7 zusammengefaßt.
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Abbildung .: Fluoreszenzemissionsspektren des Propeptids (A) & von proBMP-2 (B) in 0,1 m Ka-
lium-HEPES, pH 7,0 (durchgehende Linie) und in 0,1 m Kalium-HEPES, 1 m l-Arginin-HCl,
pH 7,0 (gepunktete Linie) aufgenommen bei 20 °C mit einem FluoroMax-3-Fluoreszenzspektro-
meter und einer 0,4×1 cm Küvette. Die Proteinkonzentrationen betrugen 41,4 µg

/
ml (1,29 µm)

und 34,0 µg
/
ml (1,06 µm) Propeptid, sowie 36,8 µg

/
ml (0,41 µm) und 40,0 µg

/
ml (0,45 µm)

proBMP-2 im Puffer mit bzw. ohne l-Arginin-HCl. Die Anregungswellenlänge betrug 295 nm,
die Bandbreite für den Anregungs- und Emissionsstrahlengang 2 nm bzw. 5 nm und die Auflösung
0,5 nm. Gemessen wurde im S

/
R-Modus mit einer Integrationszeit von 0,1 s.
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Abbildung .: Harnstoffinduzierte Entfaltung des Propeptids und der Propeptiddomäne von
proBMP-2 im Gleichgewicht bei 20 °C. (A) Entfaltung ( , ) und Rückfaltung ( , ) des Pro-
peptids ( , ) und der Propeptiddomäne von proBMP-2 ( , ) in 0,1 m Kalium-HEPES, pH 7,0,
1 m l-Arginin-HCl. (B) Entfaltung des Propeptids und der Propeptiddomäne in 0,1 m Kalium-
HEPES, pH 7,0 und 0,7 m ( , ), 1,0 m ( , ) bzw. 1,3 m ( , ) l-Arginin-HCl. Die Proteinkon-
zentration betrug 30,0 µg

/
ml (0,94 µm) Propeptid bzw. 40,4 µg

/
ml (0,45 µm) proBMP-2. Die

Proben wurden für 24 h bei 20 °C inkubiert und die Messungen mit einem FluoroMax-3-Fluo-
reszenzspektrometer und einer 0,4×1 cm Küvette durchgeführt. Die Anregungswellenlänge betrug
295 nm und die Bandbreite für den Anregungs- und Emissionsstrahlengang 2 nm bzw. 5 nm. Es
wurden Spektren von 305 bis 400 nm im S

/
R-Modus mit einer Integrationszeit von 0,1 s auf-

genommen. Ausgewertet wurde die Signaländerung bei 320 nm. Dargestellt sind die normierten
Daten und in A die jeweils beste Anpassung an ein Zweizustandsmodell nach Gleichung 2.14.
Die durch nicht-lineare Regression ermittelten thermodynamischen Parameter sind in Tabelle 3.7
zusammengefaßt.

Tabelle .: Thermodynamische Parameter der harnstoffinduzierten Entfaltung des Propeptids und
der Propeptiddomäne von proBMP-2 im Gleichgewicht bei 20 °C in 0,1 m Kalium-HEPES, pH
7,0 und den angegeben Konzentrationen l-Arginin-HCl. Die Parameteranpassung erfolgte nach
einem Zweizustandsmodell (Gleichung 2.14).

Domäne / [l-Arginin-HCl] ∆GArg
n→d mn→d

Protein (m)
(
kJ × mol−1) (

kJ × mol−1 × m−1)
Propeptiddomäne von proBMP-2 0,7 20,55 ± 1,06 10,16 ± 0,53

1,0 18,64 ± 0,35 9,21 ± 0,17
1,3 18,13 ± 0,82 9,03 ± 0,40

Propeptid 0,7 5,56 ± 0,15 5,12 ± 0,13
1,0 5,13 ± 0,06 4,90 ± 0,05
1,3 5,15 ± 0,12 4,60 ± 0,09
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Aus den Ergebnissen dieses Versuches geht hervor, daß das Propeptid als „Domäne“ von

proBMP-2 wesentlich stabiler als in isolierter Form ist. Interessant ist dabei vor allem die

höhere Kooperativität der Entfaltung der Propeptiddomäne gegenüber dem Propeptid. Da

man annehmen kann, daß die lösungsmittelexponierte Oberfläche des denaturierten Propep-

tids und der denaturierten Propeptiddomäne in etwa gleich sind, sprechen die im Fall der

Propeptiddomäne in etwa doppelt so großen mn→d-Werte für eine –– verglichen mit dem

Propeptid –– nur halb so große lösungsmittelzugängliche Oberfläche der Propeptiddomäne

im nativen Zustand. Das läßt auf große Kontaktflächen zur BMP-Domäne und/oder zwi-

schen den zwei Propeptiddomänen schließen beziehungsweise auf eine kompaktere Struktur

der Propeptiddomäne im Vergleich zum isolierten Propeptid. Eine veränderte Struktur der

Propeptiddomäne könnte allerdings auch nur durch intramolekulare Kontakte zwischen den

„Domänen“ von proBMP-2 erklärt werden. Für starke Wechselwirkungen zwischen der Pro-

peptid- und der BMP-Domäne, die eine veränderte Struktur der Propeptiddomäne zur Folge

haben, sprechen auch der Vergleich der Fern-UV-CD-Spektren von proBMP-2 und dem Pro-

peptid unter verschiedenen Bedingungen (S. 80ff ), sowie die Untersuchungen zur Assoziation

von TGF-β1 mit β1-LAP von McMahon et al. [1996] (siehe auch Einleitung, S. 10ff ).

Betrachtet man die Abhängigkeit der erhaltenen thermodynamischen Parameter von der l-

Arginin-HCl-Konzentration, so wird deutlich, daß sowohl die thermodynamische Stabilität

beider Propeptidvarianten als auch die relative Stabilisierung der Propeptiddomäne gegenüber

dem isolierten Propeptid
(
∆∆GArg

n→d

)
mit steigender l-Arginin-HCl-Konzentration abnahm.⁶

Beide Effekte könnten –– ebenso wie die Tatsache, daß das Propeptid in 1 m l-Arginin-HCl le-

diglich zu etwa 90 % in nativer From vorlag –– auf die Ionenstärke der Puffer zurückzuführen

sein. Ein Einfluß von l-Arginin kann aber nicht ausgeschlossen werden. Eine Extrapolati-

on der ∆GArg
n→d-Werte auf 0 m l-Arginin-HCl wäre allerdings auch bei einer größeren Zahl

von Versuchen schwierig, da die durch Arginin hervorgerufenen Effekte nicht linear von der

Konzentration der Aminosäure abhängen. Zum einen resultiert aus der Erhöhung der Ober-

flächenspannung des Wassers durch diese Aminosäure eine präferentielle Hydratation und

damit eine Stabilisierung der nativen Spezies des Proteins. Gleichzeitig jedoch wirkt Arginin,

aufgrund der Wechselwirkung seiner Guanidinogruppe mit dem Peptidrückgrat und nega-

tiv geladenen Seitenketten des Proteins, also durch präferentielle Bindung, stabilisierend auf

⁶ Die Änderungen der freien Enthalpien der Denaturierung der Propeptiddomäne und des Propeptids unter-
scheiden sich um ∆∆GArg

n→d-Werte von 14,99 kJ × mol−1, 13,51 kJ × mol−1 und 12,98 kJ × mol−1 in Gegen-
wart von 0,7 m, 1,0 m beziehungsweise 1,3 m l-Arginin-HCl.
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(partiell) entfaltete Proteinmoleküle. Abhängig von der Oberflächenladung und Hydropho-

bizität der nativen beziehungsweise den nicht-nativen Spezies können beide Effekte unter-

schiedlich stark ausgeprägt sein. Oft überwiegt eine leichte Nettodestabilisierung des nativen

Zustandes, da Arginin auch mit diesem interagiert und so unter Umständen den Effekt der

Oberflächenspannung überkompensiert [Kita et al., 1994; Lin & Timasheff, 1996]. Letzteres

ist aber aufgrund der positiven Nettoladung des Propeptids unter den Versuchsbedingung-

en nicht sehr wahrscheinlich. Durch Verwendung anderer Argininsalze, wie l-Arginin-SO₄,

beziehungsweise durch Ausgleich der Ionenstärke mittels NaCl ließe sich klären, ob die fest-

gestellte Destabilisierung des Propeptids beziehungsweise der Propeptiddomäne bei Erhöhung

der l-Arginin-HCl-Konzentration auf die Aminosäure oder die Chloridionen zurückzufüh-

ren ist.

.. Kinetik der Propeptidfaltung & -entfaltung

Die Gleichgewichtsmessungen zur Bestimmung der thermodynamischen Parameter der che-

misch induzierten Denaturierung von BMP-2, dem Propeptid, sowie der Propeptid- und

BMP-Domäne von proBMP-2 konnten jeweils nach einem Zweizustandsmodell ausgewertet

werden. Daraus folgt aber nicht, daß diese Proteine beziehungsweise „Domänen“ tatsächlich

sogenannte two-state folder sind. Die Bildung von Intermediaten während des Faltungs- be-

ziehungsweise Entfaltungsprozesses kann meist erst durch kinetische Messungen festgestellt

werden. Im Anschluß an die Untersuchung der thermodynamischen Stabilität der BMP-2-

Varianten sollte daher die Analyse der Kinetik der Faltung und Entfaltung erste Erkenntnis-

se zur Strukturbildung des Propeptids und zu möglichen Mechanismen der Interaktion der

Propeptiddomäne mit der BMP-Domäne von proBMP-2 liefern.

Ausgehend von den Untersuchungen im Gleichgewicht wurden Faltung und Entfaltung

des Propeptids im Vergleich mit der Propeptiddomäne kinetisch untersucht. Stammlösungen

des denaturierten beziehungsweise nativen Proteins wurden dazu bei 20 °C in 0,1 m Kalium-

HEPES, 1,0 m l-Arginin-HCl, pH 7,0 mit unterschiedlichen Harnstoffkonzentrationen ver-

dünnt und die Änderung der Fluoreszenzintensität in Abhängigkeit von der Zeit gemessen

(siehe auch Abschnitte 2.2.5.2 und 2.2.6.2). Ein Teil der Faltungs- und Entfaltungskurven

des Propeptids und der Propeptiddomäne, die durch manuell gestartete Messungen erhalten

wurden, sind in Abbildung 3.26 dargestellt. Außerdem wurden stopped-flow-Messungen zur
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Abbildung .: Faltungs- & Entfaltungskinetiken des Propeptids (A, B) und der Propeptiddomä-
ne von proBMP-2 (C, D) bei 20 °C in 0,1 m Kalium-HEPES, 1,0 m l-Arginin-HCl, pH 7,0
und den jeweils rechts neben den Kurven angegeben Harnstoffkonzentrationen. Die Messungen
wurden mit einem FluoroMax-3-Fluoreszenzspektrometer und einer rührbaren 1×1 cm Küvette
durchgeführt. Die Anregungswellenlänge betrug 295 nm und die Bandbreite für den Anregungs-
und Emissionsstrahlengang 2 nm bzw. 5 nm. Die Änderung der Fluoreszenzintensität wurde bei
320 nm in Intervallen von 0,5 s mit 0,37 s Integrationszeit aufgenommen. Die Proteinstammlö-
sungen wurden mit 0,1 m Kalium-HEPES, 1,0 m l-Arginin-HCl, pH 7,0 hergestellt. Die Stamm-
lösung für die Renaturierung enthielt zusätzlich 5 m Harnstoff . Die Verdünnungen betrugen je-
weils 1:10 und 1:20 für proBMP-2 bzw. das Propeptid, sowie die Proteinkonzentrationen in der
Küvette 40 µg

/
ml (0,45 µm) bzw. 34 µg

/
ml (1,06 µm). Die Auswertung der Meßdaten (graue Lini-

en) erfolgte mit Hilfe doppelt exponentieller Funktionen 1. Ordnung (Gleichungen 2.18 (Faltung)
und 2.17 (Entfaltung)). Die besten Anpassungen sind durch die schwarzen Linien repräsentiert.
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Vervollständigung der Datensätze und zur Kontrolle durchgeführt. Allerdings war es mit die-

ser Methode nicht möglich, auch die langsamen Phasen zu erfassen. Exemplarisch hierfür sind

drei für die dritte, sehr schnelle Faltungsphase des Propeptids erhaltenen Kurven in Abbildung

3.27 gezeigt.

Abbildung .: Faltungskinetiken des Propep-
tids bei 20 °C in 0,1 m Kalium-HEPES, 1,0 m
l-Arginin-HCl, pH 7,0 und den jeweils
rechts neben den Kurven angegeben Harn-
stoffkonzentrationen. Die Messungen wur-
den mit einem Applied Photophysics SX.18MV
stopped-flow-Instrument mit Fluoreszenzde-
tektor durchgeführt. Die Anregungs- und
die cut-off-Wellenlänge betrugen 280 nm bzw.
305 nm. Es wurden 650 V Verstärkerspan-
nung angelegt. Verdünnung 1:26, Protein-
konzentration 26 µg

/
ml (0,8 µm); weitere An-

gaben in Abschnitt 2.2.5.2.
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Um Aussagen über die Abhängigkeit der beobachteten Geschwindigkeitskonstanten von der

Harnstoffkonzentration machen zu können, wurden die Daten mit Hilfe von Chevron-Plots

ausgewertet (Abb. 3.28 A & C). Die nach Gleichung 2.22 berechneten kinetischen Parameter

für die bei beiden Varianten beobachtete schnelle Phase sind in Tabelle 3.8 zusammengefaßt.

Außerdem wurden für die Auswertung die relativen Amplituden der Phasen berücksichtigt

(Abb. 3.28 B & D; Abb. 3.29). Da hierfür nur die biphasischen Kurvenverläufe der manuell

gestarteten Messungen verwendet werden konnten, wurde, sofern erforderlich, der dabei nicht

erfaßte Anteil an der Gesamtamplitude einer dritten Phase zugeordnet.

Das Propeptid und die Propeptiddomäne zeigten biphasische Faltungs- und –– außerhalb

des Übergangsbereiches –– monophasische Entfaltungskinetiken. Für das Propeptid konnte

bei niedrigen Harnstoffkonzentrationen sogar eine dritte, sehr schnelle Faltungsphase detek-

tiert werden. Auch bei der Faltung der Propeptiddomäne trat wahrscheinlich bei niedrigen

Harnstoffkonzentrationen eine dritte, sehr schnelle Phase auf. Das ließ sich aus der mit den

manuell gestarteten Messungen nicht erfaßten Amplitude schließen. Im Unterschied zum iso-

lierten Propeptid konnte diese Phase aber nicht mittels der stopped-flow-Technik nachgewie-

sen werden. Die wahrscheinlichste Ursache hierfür war die Verwendung eines cut-off-Filters

anstatt eines Monochromators im Emissionsstrahlengang des Meßinstruments.



100 3 Ergebni s se & Diskuss ion

A

0.01

0.1

1

10

100

0 1 2 3 4 5
[Harnstoff ] (m)

k o
bs

( s−
1)

C

0.01

0.1

1

10

100

0 1 2 3 4 5
[Harnstoff ] (m)

k o
bs

( s−
1)

B

0

20

40

60

80

100

0 1 2 3 4 5

A
nt

ei
ln

at
iv

es
Pr

op
ep

ti
d

im
G

le
ic

hg
ew

ic
ht

[Harnstoff ] (m)

re
la

ti
ve

A
m

pl
it

ud
e

(%
)

D

0

20

40

60

80

100

0 1 2 3 4 5

A
nt

ei
ln

at
iv

es
Pr

op
ep

ti
d

im
G

le
ic

hg
ew

ic
ht

[Harnstoff ] (m)

re
la

ti
ve

A
m

pl
it

ud
e

(%
)

Abbildung .: Chevron-Plots und relative Amplituden der Phasen der Faltungs- und Entfaltungs-
kinetiken des Propeptids (A, B) und der Propeptiddomäne von proBMP-2 (C, D) bei 20 °C in
0,1 m Kalium-HEPES, 1,0 m l-Arginin-HCl, pH 7,0. Beobachtete Geschwindigkeitskonstanten
(A, C) und die relativen Amplituden (B, D) der schnellen ( ) und langsamen Phase ( ), sowie
der für das Propeptid durch stopped-flow-Messungen ermittelten sehr schnellen Phase ( in A).
Bei den manuell gestarteten Messungen konnte für die Rückfaltung beider Proteine ein Teil der
absoluten Amplitude nicht erfaßt werden. Die Differenz der Summe der relativen Amplituden der
beiden aufgelösten Phasen zu 100 % ist in B und D mit dargestellt. Beste Parameteranpassun-
gen für kobs nach Gleichung 2.22 (schwarze Linien) bzw. 2.24 (graue Linie) in A und C, im Fall
der Propeptidfaltung unter Berücksichtigung der durch stopped-flow-Messungen ermittelten Wer-
te ( ). Die unterbrochenen Linien stellen jeweils unsichere Extrapolationen dar. Die gepunktete
Linie in A und C entspricht dem kobs-Mittelwert der langsamen Phase der Propeptidfaltung. In B
und D sind zusätzlich die Übergangskurven der entsprechenden Gleichgewichtsdenaturierungen
eingezeichnet (durchgehende graue Linien; vgl. Abb. 3.25).
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Tabelle .: Kinetische Parameter der schnellen Phase der Faltung und Entfaltung des Propeptids bzw.
der Propeptiddomäne von proBMP-2 (Abb. 3.28A/C; Parameteranpassung nach Gleichung 2.22;
apparente k-Werte für 0 m Harnstoff ).

Parameter� k1 m Arg
d→n k1 m Arg

n→d md→‡ mn→‡

Propeptid 0,1178 ± 0,0221 0,0765 ± 0,0238 1,42 ± 1,53 1,72 ± 0,18

Propeptiddomäne 0,1575 ± 0,0325 0,0008 ± 0,0005 2,00 ± 0,45 3,46 ± 0,37

� Einheiten: [k] = s−1, [m] = kJ × mol−1 × m−1

Sowohl Faltung als auch Entfaltung liefen bei der Propeptiddomäne im Übergangsbereich

deutlich langsamer ab als beim isolierten Propeptid (Abb. 3.28). Die sich rechnerisch aus ei-

nem Zweizustandsmodell (Gleichung 2.22) ergebenen, extrapolierten apparenten Geschwin-

digkeitskonstanten der Faltung waren –– bezogen auf die schnelle Phase –– für das Propeptid

und die Propeptiddomäne in etwa gleich (0,12 s−1 beziehungsweise 0,16 s−1), die der Ent-

faltung war jedoch für das Propeptid circa 100-mal größer als für die Propeptiddomäne

(76,5 × 10−3 s−1 beziehungsweise 0,8 × 10−3 s−1). Aus den Chevron-Plots geht außerdem

eine für die beiden Propeptidvarianten unterschiedliche Abhängigkeit von kobs von der Harn-

stoffkonzentration hervor. Insbesondere mn→‡ war für die Propeptiddomäne deutlich größer.

Mit den mn→d-Werten aus den Gleichgewichtsmessungen ergaben sich ähnliche Tanford β-

Werte der Entfaltung, βT = mn→‡
mn→d [Fersht, 1999], von 0,35 für das Propeptid beziehungswei-

se 0,375 für die Propeptiddomäne. Diese Werte sprechen für einen bei der Denaturierung

durchlaufenen Übergangszustand, der –– bezogen auf seine lösungsmittelzugängliche Ober-

fläche –– zwischen dem jeweiligen nativen und dem denaturierten Zustand einzuordnen ist.

Da der Vergleich von mn→d beider Varianten jedoch auf eine bedeutend geringere Oberfläche

der gefalteten Propeptiddomäne schließen läßt, ist vermutlich auch der Übergangszustand bei

der Denaturierung der Propeptiddomäne weniger lösungsmittelexponiert als beim Propeptid.

Die dritte, sehr schnelle Faltungsphase des Propeptids zeigte eine nicht-lineare Abhängig-

keit von der Harnstoffkonzentration. Aufgrund der wenigen Datenpunkte war die Auswer-

tung stark fehlerbehaftet. Daher sind die für diese Phase nach Gleichung 2.22 beziehungswei-

se 2.24 angepaßten Parameter hier nicht aufgeführt. Die für die Faltung besonders interessan-

ten, sehr niedrigen Harnstoffkonzentrationen konnten meßtechnisch nicht erfaßt werden, da

die extrem hohe Viskosität der Argininpuffer eine vollständige und schnelle Durchmischung

bei den erforderlichen Verdünnungsverhältnissen verhinderte.
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Zwar konnte die vermutete dritte, sehr schnelle Faltungsphase für die Propeptiddomäne nicht

nachgewiesen werden, die sich für sie rechnerisch ergebene relative Amplitude jedoch ent-

sprach der dieser Phase für das Propeptid (20–30 %). Da die andere, für beide Propeptidva-

rianten nachweisbare schnelle Faltungsphase –– wie oben festgestellt –– auf ähnliche apparen-

te Geschwindigkeitskonstanten zurückgeführt werden konnte, besteht Grund zur Annahme,

daß auch die sehr schnelle Faltungsphase für beide Varianten ähnliche Werte aufweist. Das

Vorhandensein einer dritten Phase spricht jedoch für die Bildung eines Intermediates bei der

Faltung, ebenso wie die Auswertung der relativen Amplituden und die Tatsache, daß bei bei-

den Varianten die Summe der kinetischen m-Werte nicht gleich dem m-Wert der jeweiligen

Gleichgewichtsdenaturierung ist
(
md→‡ + mn→‡ 
= mn→d

)
.

Für beide Propeptidvarianten wurde jedoch auch eine langsame Faltungsphase nachge-

wiesen. Die beobachtete Geschwindigkeitskonstante der langsamen Phase der Propeptidfal-

tung war unabhängig von der Harnstoffkonzentration. Zusammen mit dem kobs-Wert von

0,018 ± 0,002 s−1 spricht diese Tatsache deutlich für eine Peptidyl-prolyl-cis/trans-Isomerisie-

rung, nachfolgend als Prolylisomerisierung bezeichnet. Die relative Amplitude der langsamen

Phase lag unter 30 %; das deutet auf eine cis-Konformation der betreffenden Prolylpeptidbin-

dung im denaturierten Protein hin [z.B.: Goto & Hamaguchi, 1982; Kiefhaber et al., 1990;

Nall et al., 1978]. Das denaturierte Propeptid kann also nur falten, wenn die betroffene Pro-

lylpeptidbindung in der nativen trans-Konformation vorliegt. Bei stichprobenweise durchge-

führten double-jump-Experimenten konnte die langsame Phase nahezu vollständig eliminiert

werden, was ebenfalls für eine Prolylisomerisierung im denaturierten Propeptid spricht (nicht

gezeigt).

Die kobs-Werte der langsamen Faltungsphase der Propeptiddomäne zeigten dagegen eine

geringe Abhängigkeit von der Harnstoffkonzentration. Die gemessenen Werte lagen hier aber

ebenfalls in der Größenordnung von Prolylisomerisierungen [Grathwohl & Wüthrich, 1981;

Reimer et al., 1998]. Die wahrscheinlichste Erklärung für die im Vergleich zum Propeptid grö-

ßere Amplitude der langsamen Faltungsphase wäre, daß zusätzlich zu der für die Propeptid-

faltung gezeigten Prolylisomerisierung eine zweite limitierend für die Faltung der Propeptid-

domäne ist, wie beispielsweise His−9–Pro−8, die sich im „Gelenkbereich“ zwischen Propeptid-

und BMP-Domäne befindet. Die Abhängigkeit von kobs der langsamen Phase von der Harn-

stoffkonzentration könnte auf den noch vorhandenen strukturierten Proteinbestandteil, die
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BMP-Domäne zurückzuführen sein. Allerdings kann die Geschwindigkeit der Prolylisome-

risierung auch ohne Reststrukturen im Protein von der Denaturierungsmittelkonzentration

anhängig sein, wie für Barstar, ein Protein mit einer cis-Prolylpeptidbindung, gezeigt werden

konnte [Shastry et al., 1994].

Für beide Propeptidvarianten existieren also mindestens zwei denaturierte Spezies, die lang-

sam beziehungsweise schnell in die jeweils native Konformation falten. Das einfachste kineti-

sche Modell, das zur Beschreibung der Faltung der beiden Varianten verwendet werden kann,

ist ein sequentielles Dreizustandsmodell, bei dem die langsam faltende Spezies (dl) zunächst

in die schnell faltende (ds) übergeht (langsame Phase), die dann zur nativen Struktur (n) faltet

(schnelle Phase):

dl � ds � n

Es wird angenommen, daß dl und ds sich nicht in ihren spektroskopischen Eigenschaften

unterscheiden. Die Abhängigkeit der relativen Amplitude der schnellen Phase von der Harn-

stoffkonzentration spiegelt dabei das Gleichgewicht ds � n wider.
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Abbildung .: Vergleich der normierten Amplituden der schnellen Phase der (Ent)Faltungskinetik
( , schwarze Linie entspricht Auswertung nach Gleichung 2.14) mit der Gleichgewichtsdenaturie-
rung (graue Linie) des Propeptids (A) bzw. der Propeptiddomäne von proBMP-2 (B). Für die Nor-
mierung wurde angenommen, daß die relative Amplitude der schnellen Phase bei 0 m Harnstoff

für das Propeptid 52 % und für die Propeptiddomäne 19 % betrug.

In Abbildung 3.29 sind die normierten Amplituden der schnellen Phase zusammen mit den

Übergangskurven der Gleichgewichtsdenaturierungen der beiden Propeptidvarianten darge-

stellt. Hier wird deutlich, daß der jeweils native Zustand thermodynamisch instabiler ist, als

kinetisch. Die Energieiedifferenz resultiert aus der Heterogenität des denaturierten Zustands
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und entspricht dem Gleichgewicht dl � ds. Die nach Gleichung 2.14 berechneten thermo-

dynamischen Parameter sind für die thermodynamische und die kinetische Analyse in Tabelle

3.9 gegenübergestellt. Das sequentielle Dreizustandsmodell erklärt allerdings nicht das Auftre-

ten der dritten Faltungsphase für das Propeptid bei sehr niedrigen Harnstoffkonzentrationen.

Tabelle .: Stabilität der nativen Spezies des Propeptids bzw. von proBMP-2 gegenüber der schnell fal-
tenden denaturierten Spezies und im Gleichgewicht mit a l l en denaturierten Spezies. Auswertung
der normierten relativen Amplituden der schnellen Faltungsphase und der Gleichgewichtsdenatu-
rierung (Parameteranpassung nach Gleichung 2.14). Vergleiche auch Abbildungen 3.25 und 3.29,
sowie Tabelle 3.7.

Parameter� ∆G1 m Arg
n→d ∆G1 m Arg

n→ds
mn→d mn→ds

Gleichgewicht kin. Amplitude Gleichgewicht kin. Amplitude

Propeptid 5,1 8,5 4,9 8,3

Propeptiddomäne 18,6 45,2 9,2 16,5

� Einheiten: [∆G] = kJ × mol−1, [m] = kJ × mol−1 × m−1

Ein weiteres mögliches kinetisches Modell, das diese dritte Phase erklären würde, ist ein par-

alleles Vierzustandsmodell:
ds � n

�� ��
dl � in

Die dritte, sehr schnelle Faltungsphase könnte auf einen hohen m-Wert für kdl→in zurück-

geführt werden. Die Existenz von in müßte allerdings erst durch Doppelsprungexperimente

(denaturierend → nativ → denaturierend) nachgewiesen werden.

Beide Modelle sind jedoch in ihrer vorgestellten, einfachen Form nicht ausreichend, um

die Faltungskinetik des BMP-2-Propeptids und der Propeptiddomäne auf molekularer Ebene

zu beschreiben, da das Propeptid 17 Prolinreste enthält. Es ist also sehr wahrscheinlich, daß

es mehr als nur vier kinetisch populierte Zustände für beide Propeptidvarianten gibt. Daher

wurde auf die Berechnung von mikroskopischen Geschwindigkeitskonstanten auf Basis der

vorhandenen Datensätze verzichtet.
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3.5 Zusammenfassung und Ausblick

Im Rahmen dieser Arbeit wurden erstmals ein BMP-Proprotein sowie ein BMP-Propeptid

durch in vitro-Renaturierung aus E. coli inclusion bodies hergestellt. Entgegen den Erwartun-

gen ergab der Vergleich mit der Renaturierung von BMP-2 keinen Einfluß der Propeptid-

domäne auf die Faltungsausbeute der BMP-Domäne in proBMP-2. Die erzielten Ausbeuten

erlaubten eine umfassende Charakterisierung der Varianten, einschließlich zahlreicher Kristal-

lisationsexperimente, die bislang allerdings nicht erfolgreich waren (nicht gezeigt). Die durch

das Verfahren gegebene Möglichkeit zur Herstellung von großen Mengen proBMP-2 sollte

langfristig die Strukturaufklärung ermöglichen und zu einem besseren Verständnis der Funk-

tionen der Propeptide der BMP-Familie beitragen.

Die biologische Aktivität von BMP-2 und drBMP-2, daß durch limitierte Proteolyse aus

proBMP-2 gewonnen wurde, konnte im Tiermodell und in Zellkultur gezeigt werden [Krau-

se, 2003, Diplomarbeit]. Die limitierte Proteolyse von renaturiertem (pro)BMP-2 erleichter-

te die Reinigung von nativ gefaltetem, biologisch aktivem drBMP-2, da die falsch gefalteten

monomeren und disulfidverbrückten oligomeren Spezies abgebaut wurden. Dieses Verfahren

zählt zu den effizientesten, bislang bekannten für die Gewinnung biologisch aktiven BMPs.

Die Untersuchung der Quartärstruktur von proBMP-2 ergab, daß das über eine Disul-

fidbrücke bereits kovalent dimerisierte Protein in Lösung Tetramere bildet. Das ist vermutlich

eine Folge der Assoziation der je zwei Propeptiddomänen eines proBMP-2-Dimers, da auch

für das Propeptid eine nicht-kovalente Assoziation zu Dimeren gezeigt werden konnte. Auf-

grund der relativ hohen Dissoziationskonstanten des proBMP-2-Tetramers beziehungsweise

des Propeptiddimers ist jedoch eine biologische Relevanz der Oligomerisierung eher unwahr-

scheinlich. Chemische Quervernetzung kombiniert mit limitierter Proteolyse und Massen-

spektrometrie sollte eine Identifikation der miteinander wechselwirkenden Bereiche der Un-

tereinheiten erlauben.

Die spektroskopische Charakterisierung der BMP-Varianten ergab, daß die zur Trennung

der dimeren und monomeren proBMP-2-Spezies verwendeten Reinigungsbedingungen die

Denaturierung der Propeptiddomäne bewirkten. Außerdem wurde deutlich, daß die in nativ

gefaltetem BMP-2 partiell exponierten Tryptophanreste in proBMP-2 besser vom Lösungs-

mittel abgeschirmt sind. Dies spricht für eine Interaktion der BMP- und der Propeptiddo-

mäne in proBMP-2 und könnte auch die unterschiedlichen Löslichkeitseigenschaften von
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BMP-2 und proBMP-2 erklären. Zudem wird dadurch sehr wahrscheinlich auch die Bin-

dung der BMP-Domäne an BMP-Rezeptoren vom Typ I verhindert.

Die CD-spektroskopischen Analysen lieferten den stärksten Hinweis auf die native Struk-

tur des renaturierten Propeptids. Die Messungen weisen zudem auf Strukturänderungen der

Propeptiddomäne und/oder der BMP-Domäne in proBMP-2 hin, die wahrscheinlich durch

Wechselwirkungen der beiden „Domänen“ untereinander hervorgerufen werden.

Die aufgrund der unterschiedlichen spektroskopischen Eigenschaften der drei Varianten

vermutete Interaktion zwischen Propeptid- und BMP-Domäne wurde durch Gleichgewichts-

denaturierungen und Untersuchung der Faltungs- und Entfaltungskinetiken näher charakte-

risiert. Dabei wurde eine starke Stabilisierung der Propeptiddomäne in proBMP-2 gegenüber

dem isolierten Propeptid festgestellt, die wahrscheinlich auf eine große Kontaktfläche zwi-

schen beiden „Domänen“ zurückzuführen ist. Die kinetischen Daten lassen sich zu folgender

Arbeitshypothese für weitergehende Untersuchungen zusammenfassen. Beide Propeptidvari-

anten weisen eine vergleichbare Faltungskinetik auf, die nicht mit einem Zweizustandsmo-

dell beschrieben werden kann. Die höhere Stabilität der Propeptiddomäne von proBMP-2

gegenüber dem isolierten Propeptid manifestiert sich in einer langsameren Entfaltungskine-

tik, die auf deren zusätzliche Kontakte mit der BMP-Domäne zurückgeführt werden kann.

Geschwindigkeitsbestimmend für die Entfaltung der Propeptiddomäne könnte also die intra-

molekulare Dissoziation von der BMP-Domäne sein. Bei beiden Propeptidvarianten konnte

eine langsame Faltungsphase beobachtet werden, deren apparente Geschwindigkeitskonstante

und Amplitude auf eine oder mehrere Prolylisomerisierungen in den jeweiligen denaturierten

Spezies hinweist. Für die Ausbildung der Kontakte zwischen Propeptid- und BMP-Domäne

ist wahrscheinlich die korrekte Konformation einer weiteren Prolylpeptidbindung im „Ge-

lenkbereich“ zwischen Propeptid- und BMP-Domäne notwendig. Durch Doppelsprungex-

perimente sollte sich klären lassen, inwieweit Prolylisomerisierungen die Faltung des Propep-

tids und der Propeptiddomäne limitieren und welches Modell zur Beschreibung der Struk-

turbildung am besten geeignet ist. Mittels NMR-Spektroskopie und kinetischen Messungen

bei niedrigem pH könnte die vermutete Beteiligung der Isomerisierung der His−9–Pro−8-

Bindung an der Ausbildung der Wechselwirkungen zwischen Propeptid- und BMP-Domäne

belegt werden.
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Abkürzungen

A Absorption
ACN Acetonitril
Amp Ampicillin
AP alkalische Phosphatase
APS Ammonium-peroxo-di-sulfat
BMP bone morphogenetic protein
BMPR BMP-Rezeptor
bp Basenpaare
BPB Bromphenolblau
BSA Rinderserumalbumin
CD Circulardichroismus
cDNA complementary DNA
CHAPS CHAPS -[(-Cholamidopropyl)-

dimethylammonio]--propansulfonsäure
CHES -(Cyclohexylamino)-ethansulfonsäure
CTAB (N-Cetyl-N,N,N-trimethyl)-

ammoniumbromid
DAB Deutsches Arzneibuch
Da Dalton
deg degree
DMS Dimethylsulfid
DMSO Dimethylsulfoxid
DNA Desoxyribonucleinsäure
DNase Desoxyribonuclease
dNTP Desoxynucleosidtriphosphat
DPP Decapentaplegic
drBMP digit removed BMP
dsDNA doppelsträngige DNA
DTT Dithiothreitol
EC50 halb-maximale effektive Konzentration
EDTA Ethylendiamin-tetraacetat
ESI electro-spray ionization
EtOH Ethanol
GDF growth and differentiation factor
GdmCl Guanidiniumchlorid
GdmSCN Guanidiniumthiocyanat
GSH Glutathion, reduziert
GSSG Glutathion, oxidiert
HEPES -[-(-Hydroxyethyl)-piperazinyl]-

ethansulfonsäure

HFBA Heptafluorobuttersäure
HIC hydrophobe Interaktionschromatographie
His-Tag Histidin-Tag
h Stunde(n)
IB inclusion bodies (Einschlußkörper)
IMAC immobilisierte Metallchelat-

Affinitätschromatographie
IPA Isopropylalkohol (-Propanol)
IPTG β-D-Isopropyl-thiogalactopyranosid
Kan Kanamycin
kb Kilobasenpaare
kDa Kilodalton
LAP latency-associated peptide
LB-Medium Luria-Bertani-Medium
LMW low molecular weight
MALDI-TOF matrix-assisted laser desorption

ionization – time of flight
β-ME -Mercapto-ethanol
MeOH Methanol
MES -Morpholino-ethansulfonsäure
MOPS -Morpholino-propansulfonsäure
Mr molare Masse
(m)m (milli)molar
MWCO molecular weight cut-off

NaDoc Natrium-desoxycholat
NGF nerve growth factor
Ni-NTA Nickel-Nitrilo-tetraacetat
OD600 optische Dichte bei  nm
p.a. pro analysis
PAGE Polyacrylamidgelelektrophorese
PCR Polymerasekettenreaktion
PDGF platelet-derived growth factor
Pfu Pyrococcus furiosus
pI isoelektrischer Punkt
PMSF Phenyl-methyl-sulfonylfluorid
PPG Polypropylenglycol
PPS -(-Pyridino)--propansulfonat
proBMP BMP mit N-terminalem Propeptid
PSS Pyridin--sulfonsäure
PTFE Poly-(tetrafluor-ethylen)
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RNA Ribonucleinsäure
RNase Ribonuclease
RP-HPLC reversed phase – high performance

liquid chromatography
rpm revolutions per minute (Umdrehungen pro

Minute)
RT Raumtemperatur
SBTI Sojabohnen-Trypsininhibitor
SDS Natrium-dodecylsulfat
S/R-Modus Signal/Referenz-Modus
Taq Thermus aquaticus
TCA Trichloressigsäure
TEMED

N,N,N´,N´-Tetramethyl-ethylendiamin
TGF transorming growth factor
Tris Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan
Triton X-

t-Octyl-phenoxy-polyethoxyethanol
U unit (Einheit der Enzymaktivität)
UV ultraviolett
v/v Volumen pro Volumen
w/v Gewicht pro Volumen
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