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Abkürzungsverzeichnis

AH Amphipathische Helix
AFM Atomic Force Microscope (Rasterkraftmikroskop)
APD Avalanche Photo Diode (Lawinenphotodiode)
CCD Charge-Coupled Device (ladungsgekoppeltes Bauteil in

Hochau�ösenden Kameras)
COPII Coat Protein Complex II (Hüllproteinkomplex II)
dcFCCS dual color Fluorescence Crosscorrelation Spectroscopy

(Zwei-Farben Fluoreszenzkreuzkorrelationsspektroskopie)
DIC Di�erential Interference Contrast

(Di�erentialinterferenzkontrast)
DLS Dynamic Light Scattering (Dynamische Lichtstreuung)
DNA Deoxyribonucleic Acid (Desoxyribonukleinsäure)
ER Endoplasmatisches Retikulum
ESR Electron Spin Resonance (Elektronenspinresonanz)
FCS Fluorescence Correlation Spectroscopy

(Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie)
FLIM Fluorescence Lifetime Imaging

(Fluoreszenzlebensdauer-Mikroskopie)
FRAP Fluorescence Recovery after Photobleaching

(Fluoreszenzrückkehr nach Photobleichen)
FRET Förster-Resonanzenergietransfer
GAP GTPase Activating Protein (GTPase-aktivierendes Protein)
GEF Guanine nucleotide exchange factor

(Guaninnukleotidaustauschfaktor)
GUV Giant Unilamellar Vesicle (Riesige Unilamellare Vesikel)
ITC Isothermal Titration Calorimetry (Isothermale

Titrationskalorimetrie)
LUV Large Unilamellar Vesicle (Groÿe Unilamellare Vesikel)
MSP Membrane Sca�old Protein (Gerüstprotein für Membranen)
NA Numerische Apertur
NADH Nikotinamidadenindinukleotid
NMR Nuclear Magnetic Resonance (Kernspinresonanz)
PMSF Phenylmethylsulfonyl�uorid
PMT Photo Multiplier Tube

(Sekundärelektronenvervielfältiger-Detektor)
RNA Ribonucleic Acid (Ribonukleinsäure)
RT Raumtemperatur
SPR Surface Plasmon Resonance

(Ober�ächenplasmonenresonanz)
SUV Small Unilamellar Vesicle (Kleine Unilamellare Vesikel)
TEM Transmissionselektronenmikroskop
tER transitorisches Endoplasmatisches Retikulum
TGN Trans-Golgi-Netzwerk
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Symbolverzeichnis

Symbol Bedeutung
AP Fläche eines Bindungsplatzes, bzw. Fläche, die ein Protein

auf der Vesikelober�äche einnimmt
AL Ober�äche einer Lipidkopfgruppe

AVesikelmembran Ober�äche der Vesikelmembran
bj alle Proteine in der FCS, leuchtend und dunkel
B Dauer der Messung
〈c〉 mittlere Konzentration der �uoreszierenden Teilchen
ci Konzentration der verschiedenen Spezies i
cj Konzentration der verschiedenen Spezies j
cij Konzentration der Teilchen mit beiden Farbsto�en
cg,0 Gesamtkonzentration der grünen Teilchen (entspricht cP,ges)
cg,free Konzentration der freien grünen Teilchen (entspricht cP,free)
cx Konzentration der doppelt markierten Teilchen
cg Konzentration aller grünen Teilchen
cr Konzentration aller roten Teilchen
cges Gesamtkonzentration aller Teilchen (allgemein)
cL,tot Konzentration Gesamtlipid
cL,acc Konzentration des für das Protein zugänglichen Lipids
cP,b molare Konzentration der membrangebundenen Proteine
cP,free molare Konzentration des freien Proteins
cP,ges molare Konzentration aller Proteine in der Lösung (frei und

gebunden)
cV molare Vesikelkonzentration
cDye Konzentration der markierten Proteine
d R4 gewichteter Durchmesser der Vesikel
D Di�usionskoe�zient
F (t) Fluoreszenzsignal
δF (t) Fluktuation des Fluoreszenzsignals
〈F (t)〉 zeitliches Mittel des Fluoreszenzsignals
Fg = 〈Fg(t)〉, apparente zeitgemittelte Fluoreszenzzählrate des

grünen Kanals (Helligkeit im grünen Kanal)
Fr = 〈Fr(t)〉, apparente zeitgemittelte Fluoreszenzzählrate des

roten Kanals (Helligkeit im roten Kanal)
FVesikel Helligkeit aller Vesikel einer Probe
fi Fraktion der Spezies i
fP,b Fraktion gebundenes Protein
fP,free Fraktion freies Protein
g(t) Di�usionsterm der Autokorrelationsfunktion
G(t) normierte Autokorrelationsfunktion
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Symbol Bedeutung
Gdi�(τ) Autokorrelation di�undierender Teilchen ohne

Berücksichtigung weiterer Prozesse
G(0) Korrelationsamplitude

Gtrip(τ) Korrekturterm für das Triplettblinken des Farbsto�es
Ĝ(0) wahre Korrelationsamplitude des jeweiligen Kanals
G∗(0) Korrelationsamplitude, unabhängig von der Gröÿe des

Detektionsvolumens

G‡r(0) rote Autokorrelationsamplitude, unabhängig von der Gröÿe
des Detektionsvolumens und der Verteilung der
Farbsto�moleküle

i Vielfaches der Helligkeit eines Farbsto�moleküls auf den
Vesikeln, entspricht den diskreten Helligkeitszahlen im
roten Kanal für verschiedene Spezies

j diskrete Helligkeitszahl im grünen Kanal für verschiedene
Spezies

k Anzahl Farbsto�moleküle
kD mikroskopische Dissoziationskonstante zu einer

Bindungsstelle
KD,L Dissoziationskonstante (Protein zu Lipid)
KD,V makroskopische Dissoziationskonstante zu einem Vesikel
KP molarer Partitionskoe�zient
K1 Gleichgewichtsdissoziationskonstante gemäÿ

Massenwirkungsgesetz für
Protein-Membranbindungsplatzkomplexe

Kn Dissoziationskonstante für die Bindung mehrerer Proteine
an einen Vesikel (allgemein)

l Dicke der Lipiddoppelschicht
m1 erstes Moment der Poissonverteilung
m2 zweites Moment der Poissonverteilung

[M free] Konzentration freie Membranbindungsplätze
Mtot Gesamtkonzentration Membranbindungsplätze
[MP ] Konzentration Protein-Membranbindungsplatz-Komplexe

(ist gleich Konzentration gebundenes Protein)
n Gesamtzahl Bindungsplätze je Vesikel
〈N〉 mittlere Teilchenzahl
Nabs absorbierte Photonen
Nem emittierte Photonen
NL Anzahl Lipide je Vesikel
p molarer Farbsto�anteil in der Lipidmischung

Pλ(k) Poissonverteilung; Wahrscheinlichkeit, mit der ein zufällig
gewähltes Vesikel mit k Farbsto�molekülen beladen ist
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Symbol Bedeutung
q Quantenausbeute
Q Setupspezi�scher Qualitätsfaktor
R Radius
S systemabhängiger Strukturparameter
t Zeit
T mittlerer Anteil der Farbsto�moleküle im Triplettzustand
Ve� Gröÿe des Detektionsvolumens

[V Pi] Konzentration vollständig beladener Vesikel
[V Pi−1] Konzentration nicht vollständig beladener Vesikel

xDye Dotierungsgrad der Proteine
Xr Verhältnis aus der korrigierten Kreuzkorrelationsamplitude

zur korrigierten roten Autokorrelationsamplitude
Xg Verhältnis aus der korrigierten Kreuzkorrelationsamplitude

zur korrigierten grünen Autokorrelationsamplitude
z0 axiale Ausdehnung des Detektionsvolumens
Z Faktor aus α und ζ
α Anteil bindungsfähiges Protein
ζ realer Quenchfaktor
η Helligkeit

ηFarbsto� Helligkeit eines Farbsto�moleküls auf einem Vesikel
θ Bindungsgrad als Fraktion besetzte

Membranbindungsplätze
κ Übersprechverhältnis aus den Helligkeiten des grünen

Farbsto�es in beiden Kanälen
λ mittlere Anzahl Farbsto�moleküle pro Vesikel

(Erwartungswert und Varianz von k)
λg mittlere Anzahl grüne Farbsto�moleküle pro Vesikel
λr mittlere Anzahl rote Farbsto�moleküle pro Vesikel

Λacc Lipide je Bindungsplatz einer Lipidschicht
ΛBi Lipide je Bindungsplatz in der Doppellipidschicht

ΛTheorie Lipide je Bindungsplatz aus Proteingröÿe abgeschätzt
µ2 zweites zentrales Moment
ν1 Anteil besetzte Membranbindungsplätze bei 1:1 Bindung
ν Bindungsgrad in besetzte Membranbindungsplätze je

Vesikel
τ Korrelationszeit
τdi� charakteristische Di�usionszeit, während der ein Molekül

im Detektionsvolumen verweilt
τtrip Relaxationszeit des Triplettzustandes
Φ Quenchfaktor
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Symbol Bedeutung
ω0 laterale Ausdehnung des Detektionsvolumens
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1. Übergreifende Einleitung

1.1. Zellmembranen und der sekretorische Pfad

Alle lebenden Zellen werden von Lipidmembranen umschlossen. Die Plasmamembran bil-
det die Barriere zur Umwelt. Des Weiteren unterteilen Membranen eukaryotische Zellen
in verschiedene Reaktionsräume. In tierischen Zellen sind die bekanntesten Komparti-
mente neben dem Zellkern das Endoplasmatische Retikulum (ER), der Golgi-Apparat
und die Mitochondrien. Auch kleinere Zellbestandteile wie Lysosomen und Endosomen
sind von Membranen umschlossen. In P�anzenzellen sind Chloroplasten und Vakuolen
ebenfalls membranabgegrenzte Zellorganellen.
Chloroplasten und Mitochondrien sind prokaryotischen Ursprungs und haben eigene

DNA und eine zum Teil vom Zellkern unabhängige Proteinbiosynthese. Alle anderen
Zellorganellen und -bestandteile sind auf die zentrale Proteinbiosynthese, ausgehend von
der DNA des Zellkerns, angewiesen. Nach der Transkription der DNA in RNA im Zell-
kern bindet die RNA im Zytoplasma an Ribosomen. Anhand von Signalsequenzen wird
unterschieden, ob die RNA für Aminosäuresequenzen von löslichen Proteinen des Zyto-
plasmas, sekretorischen Proteinen oder Membranproteinen codiert. Die Translation in
lösliche Proteine �ndet direkt ins Zytoplasma statt, wo diese nach erfolgter korrekter
Faltung der Aminosäureketten verbleiben. Sekretorische, lysosomale und Zellmembran
durchspannende Proteine werden an Ribosomen am rauen ER translatiert. Diese Ribo-
somen lagern sich an sogenannte Translokons an. Ein Translokon ist ein Membranprotein
in der ER-Membran, welches die Aminosäurekette direkt nach der Translation in das
Innere des ER überführt oder es in die Lipiddoppelschicht einbaut. Auch diese Mecha-
nismen werden über Signalsequenzen in der Aminosäureabfolge gesteuert. Im Lumen des
ER werden die Aminosäureketten teilweise mit Hilfe von Chaperonen zu funktionalen
Proteinen gefaltet und posttranslational durch die Glykosilierung freier Aminogruppen
modi�ziert. Damit ist das ER das erste Zellorganell im sekretorischen Pfad einer Zelle
und hat eine zentrale Funktion in der Proteinbiosynthese. Das ER spielt ebenfalls eine
groÿe Rolle bei der Cholesterol- und Phospholipidsynthese und es dient als Speicherort
für Ca2+-Ionen.
Vom ER werden Proteine und Lipide über den Golgi-Apparat zur Zellober�äche oder

zu den Zielkompartimenten, wie Lysosomen oder Vakuolen, gebracht. Besonders das Ab-
geben der Proteine an die Umgebung dient der Kommunikation mit anderen Zellen. Der
Transport entlang dieses sekretorischen Pfades wird durch kleine proteinumhüllte Li-
pidvesikel vermittelt. Diese Vesikel werden von zytoplasmatischen Hüllproteinen gebildet
und von der Donormembran abgeschnürt. Drei unterschiedliche Komplexe dieser Hüllpro-
teine sind bisher bekannt. Für den ersten Abschnitt des anterograden Transportes zwi-
schen ER und Golgi-Apparat ist die COPII-Hülle zuständig. Der retrograde Transport,
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um beispielsweise ER-ansässige Proteine zurückzuführen, wird durch die COPI-Hülle ver-
mittelt. Die Clathrin-Hülle hingegen transportiert Proteine zwischen dem Golgi-Apparat,
Endosomen, Lysosomen, Vakuolen und der Plasmamembran (siehe Abbildung 1.1) [5, 6].

Abbildung 1.1.: Die Transportwege in der Zelle. Zwischen ER, Golgi-Apparat, trans-Golgi-Netzwerk
(TGN) und Plasmamembran wird der Transport durch Proteine der COPII- (magenta),
COPI- (hellgrün) und Clathrin-Hülle (orange) vermittelt. Blaue Pfeile markieren den an-
terograden Transport entlang des sekretorischen Pfades, dunkelgrüne Pfeile markieren
den retrograden Transport, wodurch Proteine wie Frachtrezeptoren zur Wiederverwen-
dung zurück zum ER transportiert werden. Mit einem roten Pfeil ist der endozytotische
Weg gekennzeichnet, der die Aufnahme von Sto�en von auÿerhalb der Zelle ermöglicht.
Der Transport zwischen diesen Kompartimenten �ndet mit Hilfe kleiner Lipidvesikel
statt.

1.2. Der Hüllproteinkomplex II (COPII)

Der Transport von Proteinen und Lipiden vom ER zum Golgi-Apparat wird in spezia-
lisierten, ribosomenfreien Bereichen des ER [7], die auch als transitorisches ER (tER)
bezeichnet werden, initiiert. Für einen e�ektiven Transport wird die Fracht ausgewählt
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und aufkonzentriert. Des Weiteren wird an den tER sichergestellt, dass ER-ansässige
Proteine im ER verbleiben. Allen eukaryotischen Zellen gemein ist die Lokalisation der
Proteine des Hüllproteinkomplex II (Coat Protein Complex II, COPII), die für die Vesi-
kelbildung zuständig sind, am tER [8, 9, 10, 11].
Der COPII ist für den Transport verschiedenster Proteine und auch Lipide vom ER

zum Golgi-Apparat notwendig. Dieser Komplex besteht aus minimal fünf zytosolischen
Proteinkomponenten [12]: der kleinen GTPase Sar1, Sec23 und Sec24, die als Heterodimer
die innere Hülle bilden und Sec13 und Sec31, die als Heterotetramer zur äuÿeren Hülle
polymerisieren.
In einem ersten Schritt bindet die kleine Ras-ähnliche GTPase Sar1 (secretion-associ-

ated Ras-related 1 ) an die ER-Membran. Die treibende Kraft ist hierbei der Austausch
von GDP zu GTP im aktiven Zentrum des Proteins. Diese GTP-induzierte Aktivie-
rung bewirkt das Exponieren einer N-terminalen amphipathischen α-Helix (AH) (Abbil-
dung 1.2), welche sich in die äuÿere Seite der Lipiddoppelschicht einbettet. Dadurch wird
die COPII-Vesikelbiogenese initiiert [13, 14, 15, 16].

Abbildung 1.2.: Kristallstruktur des löslichen und membrangebundenen Sar1. (A) Sar1 in der
löslichen Form mit gebundenem GDP (pdb 2GAO). In grün sind die Aminosäurereste
14-25 dargestellt, die einen Teil der AH ausmachen. (B) Sar1 in der aktivierten Form mit
gebundenem GMP-PNP (pdb 1M2O). Die Aminosäure 24 ist grün markiert, hier be�ndet
sich die AH (eingekreist), die in dieser aktivierten Form in die Membran eingebettet
wird (nachträglich eingezeichnet, nicht in der Kristallstruktur vorhanden). (dargestellt
mit PyMOL[17])

Im Folgenden rekrutiert Sar1 das Heterodimer Sec23/Sec24, welches die innere Hül-
le des Komplexes bildet. Dieses Dimer weist eine konkave Ober�äche auf, mit der es
möglicherweise den entstehenden Vesikel stabilisiert (Abbildung 1.3 A) [18]. Der nächs-
te Schritt in der Vesikelbildung ist die Rekrutierung des Heterotetramer Sec13/Sec31
an den Sar1-Sec23-Komplex (Abbildung 1.3 B) [19, 20]. Sec13/Sec31 bildet die äuÿere
Hülle. Es treibt durch Polymerisieren benachbarter Sec23/Sec24-Komplexe die Membran-
deformation und die Vesikelknospung weiter voran und stabilisiert diese [21] (Abbildung
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1.4). Nachdem alle Proteine des COPII an die Membran gebunden haben kommt es zur
Abschnürung des gebildeten Vesikels.

Abbildung 1.3.: Die innere Hülle. (A) Die Seitenansicht des Komplexes aus Sec23 (grün) und Sec24
(cyan) in ihrer vermuteten Lage zu einer Membran (Linie rechts) mit der Krümmung
eines 60-nm-Vesikels (pdb 1M2V). (B) Kristallstruktur in der Ober�ächenansicht des
Sec23-Sar1-Komplexes mit einem Sec31-Fragment. Sec23 ist grün, Sar1 orange und das
Sec31-Fragment ist magentafarben dargestellt. Sar1 be�ndet sich in der aktivierten Form
mit GMP-PNP (GppNHp, gelb) (pdb 2QTV). Die Membran be�ndet sich in dieser
Darstellung in der Papierebene, unterhalb des Proteins. (dargestellt mit PyMOL[17])

Die Rolle von Sar1 für die Initiierung der Vesikelbildung und die Rekrutierung der
Hüllproteine ist gut untersucht und aufgeklärt. Weniger klar ist die Rolle der GTP-
Hydrolyse durch das Sar1 bei der Bildung und Abschnürung der Vesikel.
Sar1 besitzt eine niedrige intrinsische Fähigkeit das gebundene GTP zu GDP zu hydro-

lysieren [22]. Als Folge dieser Hydrolyse kommt es zum Einklappen der AH und damit zur
Dissoziation des Sar1 von der ER-Membran. Sec23 hat neben der strukturellen Funktion
zusätzlich die Funktion des GTPase aktivierendes Proteins (GTPase Activating Protein,
GAP). Durch die Interaktion einer Loopregion des Sec23 mit Sar1 und das Einschieben
eines Argininrestes des Sec23 in das aktive Zentrum des Sar1 wird die GTP-Hydrolyse
beschleunigt [18]. Weiterhin hat Sec13/Sec31 ebenfalls einen aktivierenden E�ekt auf die
Hydrolyseaktivität des Sar1. Ein Teil des Sec31 interagiert mit dem Komplex aus Sar1
und Sec23 (Abbildung 1.3 B). Diese Interaktion stimuliert die GAP-Aktivität des Sec23
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indem der katalytische Aminosäurerest des Arginin�ngers optimal positioniert wird [20].
Damit wird ein Ansteigen der GTPase-Aktivität des Sar1-Sec23-Komplexes auf das 10-
fache erreicht [23]. Dies führt anscheinend zu einem schnellen Abfallen des Sar1 von der
Membran, wobei die restliche Hülle um den Vesikel intakt bleibt [24].

Abbildung 1.4.: An der COPII-Hülle und dessen Assemblierung beteiligte Proteine. Nachdem
Sar1 (orange) durch den von Sec12 (blau) vermittelten Austausch von GDP zu GTP an
die Membran gebunden hat, lagert sich das Heterodimer Sec23/Sec24 (hellgrün/cyan)
an die Membran an. Hierbei bindet Sec24 auch Frachtproteine und Frachtrezeptoren
(verschiedene, rot). Die Bindung des Heterotetramers Sec13/Sec31 (magenta) stabilisiert
die entstandene Vesikelknospe. Weiterhin hat auch das periphere Membranprotein Sec16
(braun) Anteil an der Bindung der COPII-Proteine und dem folgenden Abschnüren eines
Vesikels.

Unter Verwendung von nicht-hydrolysierbarem GMP-PNP konnte in Flotations- und
Lichtsteuungsexperimenten beobachtet werden, dass diese minimale COPII-Hülle sich in
vitro auf Membranen zusammen lagern kann [13, 23]. Unter hydrolysierenden Bedingun-
gen hingegen scheint in diesen in vitro Experimenten der Proteinkomplex weniger stabil
zu sein [23].
In der Zelle liegt das Nukleotid GTP jedoch in seiner hydrolysierbaren Form vor,

dennoch kommt es zur Ausbildung von Vesikeln an der ER-Membran.
Dies führt zu der Vermutung, dass in vivo noch weitere Faktoren wesentliche Rol-

len bei der Abschnürung von COPII-Vesikeln spielen. Als weitere Faktoren sind unter
anderem Sec12, Sec16, verschiedene Frachtproteine und die Lipidzusammensetzung der
Membran denkbar. Bekannt ist, dass der Austausch von GDP zu GTP am Sar1 durch
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den Guaninnukleotidaustauschfaktor (Guanin nucleotide Exchange Factor, GEF) Sec12
beschleunigt wird [25, 26]. Sec12 ist ein transmembranes Protein, welches nach Abschnü-
rung der Transportvesikel im ER verbleibt [27, 28]. In Bindungsexperimenten in vitro mit
den Hefeproteinen Sar1p, Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p in Anwesenheit von GTP
führte die Zugabe der löslichen Domäne des Sec12p zu einer verlängerten Verweilzeit
des COPII auf der Membran. Wahrscheinlich wird durch das wiederholte Beladen des
Sar1p mit GTP durch das Sec12p die Dissoziation von der Membran verhindert und die
Abschnürung kleiner proteinumhüllter Vesikel ermöglicht [29].
Auch die Frachtproteine und Frachtrezeptoren tragen wahrscheinlich zum Entstehen

und Stabilisieren des COPII bei. Sec24 erkennt und bindet über eines seiner drei bekann-
ten, unabhängigen Bindungszentren verschiedene Aminosäuremotive der Frachtproteine
[14, 30, 31]. Dadurch selektiert Sec24 den zu transportierenden Vesikelinhalt und reichert
ihn an [32, 33, 34]. Durch die Bindung an Frachtmoleküle bleibt Sec23/Sec24 anschei-
nend trotz mehrerer GTP-Hydrolyse-Zyklen des Sar1 an Liposomen gebunden [35]. Die
Anwesenheit von Frachtproteinen scheint die A�nität des Sec23/Sec24 an die Membran
auch nach der Hydrolyse von GTP durch Sar1 deutlich zu erhöhen [36]. Ohne Fracht-
proteine hingegen zerfällt der COPII scheinbar sofort nach der Hydrolyse des GTP und
dem damit verbundenen Herauslösen des Sar1 aus der Membran [35].
Ein weiteres Protein, das im Zusammenhang mit den tER und der COPII-Vesikelbildung

steht ist Sec16. Das groÿe Multidomänenprotein ist in vivo für den Transport aus dem
ER wichtig [37]. Es unterstützt die Assemblierung des COPII durch Interaktion mit jeder
seiner Komponenten [38, 39, 40, 41, 42, 43] und scheint auch an der Abschnürung der
Vesikel von der ER-Membran beteiligt zu sein [39, 44, 42]. Während die COPII-Proteine
und die Frachtproteine das ER nach Abschnürung des Vesikels verlassen, bleiben Sec12
und Sec16 als ER-ansässige Proteine an der ER-Membran zurück (Abbildung 1.4).

1.3. In vitro Untersuchungen

�Selbst die einfachste (lebende) Zelle ist in ihrer Chemie weitaus komplizierter als ir-
gendein bekanntes chemisches System� [6]. Ausgehend davon hat die Natur durch den
Zusammenschluss von Zellen zu Geweben und Organismen diese Komplexität noch wei-
ter erhöht. Biologen, Biochemiker und Mediziner versuchen die Geheimnisse des Lebens
seit Jahrhunderten zu entschlüsseln und entwickeln dafür immer neue Möglichkeiten, die
Komplexität der Systeme zu Gunsten einer besseren Kontrolle der ablaufenden Prozesse
zu verringern (Abbildung 1.5). Für das Beispiel des intrazellulären Transportes zwischen
den Zellkompartimenten kann anhand von Krankheitsbildern [45] oder dem gezielten
Ausschalten von Genen [46, 47] die Auswirkung auf den gesamten Organismus betrachtet
werden. Die Funktion einzelner Komponenten lässt sich aber nur sehr schwer bestimmen.
Mit modernen Methoden der Fluoreszenzmikroskopie können Untersuchungen an Zell-
kulturen schon wesentlich mehr Aufschluss über Lokalisation und Funktion während der
Transportprozesse in der Zelle geben [42, 48]. Zellen, deren Membran durch die kurze
Einwirkung von Digitonin durchlässig für Pu�er und Nukleotide gemacht werden, kön-
nen genutzt werden um Auswirkung auf eine Störung des zellulären Gleichgewichtes oder
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den Ein�uss von nicht-hydrolysierbaren GTP-Analoga auf die Transportmechanismen zu
betrachten [49]. Alle für den Transportprozess notwendigen Proteine in den Membranen
und im Zytosol bleiben erhalten oder können von der Zelle neu synthetisiert werden, wo-
durch zwar der Ein�uss der zugefügten Substanz auf den Gesamtmechanismus untersucht
werden kann, nicht aber die Komponente, die unmittelbar beein�usst wird. Ähnlich ver-
hält es sich bei der Arbeit mit isolierten ER- und Golgi-Membranen sowie Zytosol aus den
Zellen, allerdings können in diesem System keine Proteine neu synthetisiert werden. Die
Komplexität kann noch um einen weiteren Schritt verringert werden, indem gereinigte
Proteine mit künstlichen Liposomen verwendet werden. Hierbei können von der Lipid-
zusammensetzung bis zu den Pu�erbestandteilen alle Chemikalien kontrolliert und auf
ihre Auswirkung untersucht werden. So können durch in vitro Studien molekulare Model-
le bestätigt und verbessert werden, unerwartetes Verhalten kann nur durch bestehende
physikalische Regeln erklärt werden und mathematische Modelle, die eine überschaubare
Anzahl Variablen benötigen, können angewandt werden [50].

Abbildung 1.5.: Beispiele für Modelle zur Untersuchung biologischer und biochemischer Fra-
gestellungen. Je einfacher das System, desto besser lässt es sich kontrollieren. Jedoch
geht mit zunehmender Kontrolle die ursprüngliche Komplexität verloren. Das jeweilige
Modell muss daher der Fragestellung angepasst werden. Ergebnisse aus rein arti�ziellen
in vitro Versuchen sollten in einem komplexeren Zusammenhang veri�ziert werden.

Häu�g kommt in in vitro Untersuchungen eine Mischung aus den in Abbildung 1.5 D
und E dargestellten �Kontrollstufen� zum Einsatz, in denen Mikrosomen mit gereinig-
ten Proteinen oder künstliche Liposomen in Gegenwart von Zytosol untersucht werden
[51]. Auch rein arti�zielle Systeme (Abbildung 1.5 E) werden häu�g verwendet um ein-
zelne Schritte der Vesikelbildung aufzuklären oder Aussagen über die Strukturen der
Proteinkomplexe zu tre�en [52, 21, 53]. Für die Untersuchungen der COPII-Hülle sind
besonders Liposomen aus Lipidextrakten oder synthetisierten Lipiden weit verbreitet.
Diese freistehenden Lipiddoppelschichten wurden oft als kleine und groÿe unilamellare
Vesikel in Lichtstreuungs- oder Flotationsuntersuchungen verwendet [13, 23], als riesige
Vesikel sind sie bestens für die Fluoreszenzmikroskopie geeignet [54].
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Zwar ist es notwendig die Komplexität eines Systems auf ein Minimum zu reduzie-
ren, um mit mehr Kontrolle bessere Aussagen über einzelne Komponenten zu erlangen.
Um aber die Prozesse, die in der Zelle ablaufen verstehen zu können, ist es wichtig zu
versuchen die in vitro erhaltenen Erkenntnisse in vivo zu überprüfen.
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1.4. Zielstellung

Eines der Ziele dieser Arbeit war es, eine in vitro Untersuchungsmethode zu etablieren,
mit der die Bindung peripherer Membranproteine, und die dadurch verursachte Struk-
turänderung, an Riesigen Unilamellaren Vesikeln (GUV) in situ und ohne mechanische
Manipulation beobachtet werden kann. Diese sollte mit der konfokalen Mikroskopie nicht
invasiv visualisiert und qualitativ ausgewertet werden. Als Modellproteine dienten die
kleine GTPase Sar1p sowie der gesamte COPII. Der Untersuchungsschwerpunkt lag auf
dem Ein�uss der Hydrolyse auf die Ausbildung der Membranveränderungen.
Dazu wurden neben einem nicht hydrolysierbaren GTP-Analogon auch nicht hydro-

lysierende Proteinvarianten untersucht. Es sollte gezeigt werden, ob die Hydrolyse von
GTP durch das Sar1p notwendig ist um kleine Vesikel aus den riesigen Liposomen ab-
zuschnüren. Um detailliertere Informationen über die entstehenden Membranstrukturen
zu erlangen wurden die Proben ebenfalls in der Elektronenmikroskopie beobachtet. Diese
Untersuchungen werden in Kapitel 4 detailliert dargestellt und die Ergebnisse diskutiert.
Da die Sar1-Bindung an die Membran bedeutsam für die COPII-Funktion ist, be-

stehende Methoden diese aber nur sehr eingeschränkt quanti�zieren können sollte in
einem zweiten Teil eine auf der Zwei-Farben-Fluoreszenzkreuzkorrelationsspektroskopie
basierende Methode experimentell optimiert werden. Damit sollten Bindungsstudien von
�uoreszenzmarkierten Proteinen an andersfarbig �uoreszenzmarkierten Vesikeln durchge-
führt werden und die zugrundeliegende Theorie angepasst und weiterentwickelt werden.
Als Grundlage dienten Arbeiten von Rusu et al. und Melo et al., die derartige Bindungsex-
perimente bereits mit unmarkierten Vesikeln in der Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie
(FCS) durchführten [55, 56]. Es sollte gezeigt werden, welche zusätzlichen Informationen
aus der Kreuzkorrelationsanalyse zu entnehmen sind, um bessere Aussagen über die Bin-
dungsparameter zuzulassen. Als Modellprotein sollte hier ebenfalls die kleine GTPase
Sar1p genutzt werden. Eine Einführung in die Theorie der Fluoreszenzkorrelationsspek-
troskopie wird in Abschnitt 3.3.3 gegeben. Die weiterentwickelte Theorie zur Übertragung
auf Bindungsmessungen, die erhaltenen Ergebnisse sowie deren Diskussion �nden sich in
Kapitel 5.
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2. Materialien

2.1. Chemikalien

Soweit nicht anders angegeben wurden die verwendeten Chemikalien in der Reinheitsstufe
p.A. von den Firmen Roth (Karlsruhe, Deutschland) oder VWR (Darmstadt, Deutsch-
land) bezogen.
Weitere Chemikalien und deren Bezugsquellen waren:

� GDP, GTP und GMP-PNP, Ergosterol, Casein aus Kuhmilch und Bradfordreagenz
(Sigma Aldrich, München, Deutschland)

� cOmplete-Protease-Inhibitor (EDTA free), Thrombin (Roche, Basel, Schweiz)

� Benzamidinsepharose (GE Healthcare)

� Phospholipide (Avanti Polar Lipids, Alabaster, USA)

� Fluoreszenzfarbsto�e (Thermo Fisher (Invitrogen), Carlsbad, Kalifornien, USA)

� Atto633-DMPE (ATTO-TEC GmbH, Siegen, Deutschland)

Für die Pu�er und alle weiteren Anwendungen wurde doppelt entionisiertes Wasser ver-
wendet.
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2.2. Verbrauchsmaterialien

Material Hersteller bzw. Lieferant

Deckgläser 1.5 Menzel/ Thermo Fisher Scienti�c
(Braunschweig, Deutschland)

ITO-Beschichtung auf Deckgläsern GeSim (Groÿerkmannsdorf, Deutschland)
Glasspritzen Hamilton (Bonaduz, Schweiz)
ITO-Glasplatten Delta Technologies (Loveland, USA)
Glasgefäÿe Roth/ VWR
Nuclepore® Polykarbonat-Membranen
und Filterplättchen

Whatman/GE Healthcare (Solingen,
Deutschland)

PD10 Säule mit Sephadex G-25M GE Healthcare UK Ltd
(Buckinghamshire, UK)

FPLC-Säule Superdex 200 10/300 GL GE Healthcare (Uppsala, Schweden)
Kupfergrid mit Formvar�lm beschichtet PLANO (Wetzlar, Deutschland)
Kohlensto� beschichtete
Elektronenmikroskopiegrids (C-�atTM)

Protochips Inc. (Raleigh, NC, USA)

UV Küvette Mikro Brand GmbH + Co KG (Wertheim,
Deutschland)
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2.3. Geräte

Gerät Typ Hersteller bzw. Lieferant

analoger
Funktionsgenerator

Voltcraft 8202 Voltcraft/ Conrad
Electronic AG (Wollerau,
Schweiz)

digitaler
Funktionsgenerator

DDS 4025 Peak tech (Ahrensburg,
Deutschland)

Mini-Extruder Set mit Halter Avanti Polar Lipids
(Alabaster, USA)

Rotationsverdampfer Hei-VAP Advantage Heidolph (Schwabach,
Deutschland)

Osmometer Vapro 5520 Elitech (Puteaux,
Frankreich) (früher
Wescor)

Leitfähigkeitsmessgerät Mettler Toledo Five Easy Mettler Toledo (Gieÿen,
Deutschland)

Reinstwasseranlage TKA-Gen Pure TKA (Thermo Fisher
Scienti�c) (Braunschweig,
Deutschland)

FPLC-Anlage (Äkta) Äkta puri�er GE Healthcare (Freiburg,
Deutschland)

Zentrifuge Avanti J-30I Beckmann Coulter GmbH
(Krefeld, Deutschland)

Rotoren für Zentrifuge Beckmann Coulter GmbH
(Krefeld, Deutschland)

Zentrifuge centrifuge 5804 R Eppendorf (Hamburg,
Deutschland)

Zentrifuge Heraeus Fresco 21 Thermo Scienti�c
(Braunschweig,
Deutschland)

French Press Gaulin Homogenisator
LAB 60/60 bzw. Micro
LAB 40/60

APV Schröder GmbH
(Lübeck, Deutschland)
(jetzt: SPX Corporation,
Charlotte, NC, USA)

Fluoreszenz- und
Absorptionsscanner
Tecan Plate reader

in�nite M200 Pro Tecan (Maennedorf,
Schweiz)

DLS-Gerät Zetasizer Nano S Malvern (Herrenberg,
Deutschland)
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Gerät Typ Hersteller bzw. Lieferant

Fluoreszenzmikroskopauf-
bau zur Verwendung mit
Spinning Disc Einheit

Observer Z1 mit SD Carl Zeiss AG (Jena,
Deutschland)

Spinning Disk Modul Yokogawa CSU-Xi
spinning disc

Yokogawa Electric
(Musashino, Japan)

CCD-Kamera Axiocam MRm
charge-coupled device
Kamera

Carl Zeiss AG (Jena,
Deutschland)

Mikroskopaufbau mit
Laserscanning Modul und
FCS Modul

Observer Z1 mit LSM 710
und Confocor 3

Carl Zeiss AG (Jena,
Deutschland)

Transmissionselektronen-
mikroskop

EM 900 Carl Zeiss AG
(Oberkochen,
Deutschland)

SSCCD Kamera SM-1k-120 TRS (Moorenweis,
Deutschland)

FEI Elektronenmikroskop Tecnai F30, 300kV FEI (Hillsboro, OR, USA)
Kamera 4K FEI Eagle camera FEI (Hillsboro, OR, USA)
Handmessgerät mit
Photodiode

Modell 842-PE Newport Corporations
(Irvine, USA)

2.4. Pu�er

Tabelle 2.1.: TBS-Mg pH 7,4 - Resuspendierungspu�er und Pu�er für die Reinigung mittels GSH für
Sar1p und dessen Varianten (Substanzen gelöst in doppelt entionisiertem Wasser, pH ein-
gestellt mit Salzsäure 37 % p.a.)

Substanz Konzentration

Tris base 50 mM
Natriumchlorid 150 mM
Magnesiumchlorid 5 mM

Tabelle 2.2.: TCB pH 8,0 - Pu�er für Thrombinspaltung und Lagerpu�er für Sar1p und dessen Varianten
(Substanzen gelöst in doppelt entionisiertem Wasser, pH eingestellt mit Kaliumhydroxidlö-
sung)

Substanz Konzentration

Tris·HCl 25 mM
Kaliumacetat 250 mM
Kalziumchlorid 5 mM
Magnesiumchlorid 5 mM
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Tabelle 2.3.: Resuspendierungspu�er pH 8,0 für den Aufschluss der E.coli-Zellen mittels Ultraschall zur
Reinigung von Sec12p-∆C (Substanzen gelöst in doppelt entionisiertem Wasser, pH mittels
Salzsäure 37 % p.a.)

Substanz Konzentration

Tris base 25 mM
Kaliumchlorid 400 mM
Glyzerin 10 % (v/v)
β-Mercaptoethanol 5 mM
Proteaseinhibitor 1 Tablette
Phenylmethylsulfonyl�uorid (PMSF) 0,1 mg/ml
Lysozym 1 mg/ml

Tabelle 2.4.: HKM-Pu�er pH 6,8. Reaktionspu�er für alle durchgeführten Sar1p/COPII-
Bindungsexperimente (Substanzen gelöst in doppelt entionisiertem Wasser)

Substanz Konzentration

Hepes pH 6,8 20 mM
Kaliumacetat 50 mM
Magnesiumchlorid 1,2 mM

Tabelle 2.5.: Probenpu�er zum Auftragen von Proteinen auf ein SDS-PAGE-Gel (Substanzen gelöst in
doppelt entionisiertem Wasser)

Substanz Anteil

Tris base 4,7 % (v/v)
SDS 5,8 % (w/v)
Glyzerin 10 % (w/v)
β-Mercaptoethanol 0,01 % (v/v)
Bromphenolblau eine Spatelspitze auf 1-2 ml

2.5. Proteine

In dieser Arbeit werden Proteine aus Saccharomyces cerevisiae mit einem nachgestellten
�p� kenntlich gemacht. Bei Proteinen ohne diese Bezeichnung sind die Säugetierproteine
oder eine allgemeine Beschreibung der Proteine ohne Zuordnung zu einem bestimmten
Organismus gemeint.
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Tabelle 2.6.: Die Tabelle führt aller in dieser Arbeit verwendeten Proteine und Proteinvarianten mit
ihren Mutationen und deren Funktion auf, sowie Referenzen und Benennung der Personen,
die die Reinigung durchgeführt haben und sie anschlieÿend für Untersuchung zur Verfügung
stellten.

Proteinname Mutation Eigenschaften der
Mutation

Reinigung
durchgeführt

Re-
fe-
renz

COPII-
Proteine
Sar1p Wildtyp Jan Auerswald/

Daniela Krüger
[51]

∆N23-Sar1p N-terminale
amphipathische
Helix
aus
Aminosäureresten
1-23 fehlt

keine Bindung des
Proteins an
Membranen bei
erhaltener
GTPase-Aktivität

Sebastian Daum [18,
16]

Sar1p-H77L His gegen Leu in
Position 77
ausgetauscht

verminderte
Aktivierbarkeit der
GTPase durch GAP

Sebastian Daum [57,
1]

Sar1p-
S147C/C171S
(Sar1p-SCCS)

Austausch von Ser
zu Cys an Position
147 und von Cys zu
Ser an Position 171

stöchiometrische
Markierung des
Sar1p mit einem
�uoreszierenden
Farbsto� möglich

Jan Auerswald/
Daniela Krüger

Sar1p-SCCS-
Alexa
Fluorr 488

Markierung der Cys
147 durch einen
Alexa
Fluorr 488-Farbsto�

Jan Auerswald

Sec12p-∆C(1-
354)
(Sec12p-∆C)

Nur
Aminosäurereste 1 -
354 vorhanden, die
transmembrane
C-terminale Domäne
fehlt

lösliche Domäne des
Sec12p mit
GEF-Funktion

Jan Auerswald/
Daniela Krüger

[29]

Sec23p/Sec24p Wildtyp Sebastian Daum [33]
Sec23p-
R722A/Sec24p

ersetzen des Arg 722
durch ein Ala

verminderte
GAP-Aktivität

Sebastian Daum [3]

Sec13p/Sec31p Wildtyp Sebastian Daum [58]

myristyliertes
Arf1p

Wildtyp Sebastian Daum [59]

MSP1D1 Variante des ApoA-1
für biophysikalische
Studien

es entstehen
Nanodiscs mit ca. 10
nm Durchmesser

Heike Böcker
AG Prof
Balbach

[60,
61]
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2.5.1. Plasmide

Tabelle 2.7.: Liste der in dieser Arbeit verwendeten Stämme und Vektoren mit jeweiligem Translations-
produkt und Quelle. Bei allen drei Translationsprodukten befand sich eine Proteaseschnitt-
stelle für Thrombin zwischen dem GST und dem funktionalen Protein.

Stamm Plasmid Translationsprodukt Quelle

Escherichia coli BL21 pTY40 GST-Sar1p Randy Schekman
Escherichia coli BL21 pTY40 GST-Sar1p-SCCS Jan Auerswald
Escherichia coli BL21 pGEX-2T GST-Sec12p-∆C Randy Schekman

2.6. Lipide

Tabelle 2.8.: Alle in der Arbeit einzeln oder als Mischung verwendete Lipide und ihre verwendete Ab-
kürzungen

Lipid Abkürzung

1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-Pphosphocholin (18:1) DOPC
1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamin (18:1) DOPE
1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-L-Serin (18:1)
(Natriumsalz)

DOPS

1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphat (18:1) (Natriumsalz) DOPA
L-α-Phosphatidylinositol (Soja) (Natriumsalz) PI
L-α-Phosphatidylinositol-4-phosphat (Gehirn, Schwein)
(Ammonium Salz)

PI(4)P

L-α-Pphosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (Gehirn,
Schwein) (Ammonium Salz)

PI(4,5)P2

1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-(Cytidin diphosphat)
(Ammonium Salz)

CDP-DAG

Ergosterol

2.7. Fluoreszenzfarbsto�e

Tabelle 2.9.: Wasserlösliche Fluoreszenzfarbsto�e zum Kalibrieren des Fluoreszenzkorrelationsspektro-
skopes

Farbsto� Anregungswellenlänge

Alexa Fluorr488 Hydrazid 488 nm
Alexa Fluorr633 Hydrazid 633 nm
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Tabelle 2.10.: Verwendete reaktive Fluoreszenzfarbsto�e für die Markierung von Proteinen zur Untersu-
chung in der Fluoreszenzmikroskopie und FCS

Farbsto� Reaktive Gruppe Anregungswellenlänge

Alexa Fluorr488 Maleinimid 488 nm

Tabelle 2.11.: Fluoreszierende Lipidanaloga zum Einbau in die Lipiddoppelschicht zum Sichtbar machen
von Vesikelmembranen

Lipidanalogon Abkürzung Anregungswellen-
länge

β-BODIPYr FL C12 - HPC (2-(4,4-Di�uoro-5,7-dimethyl-
4-bora-3a,4a-diaza-s-indacene-3-dodecanoyl)-1-
hexadecanoyl-sn-glycero-3-phosphocholin)

Bodipyr-
FL C12-
HPC

488 nm

Oregon Greenr 488
1,2-Dihexadecanoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamin

Oregon
Green -
DHPE

488 nm

LissaminTM Rhodamin B (Xanthylium,9-[4-
(chlorosulfonyl)-2-sulfophenyl]-3,6-bis(diethylamino)-,
hydroxid) - 1,2-dihexadecanoyl-sn-glycero-3-
phosphoethanolamin, Triethylammonium Salz (Rhodamine
DHPE)

Rhodamin B
- DHPE

561 nm

1,1'-Dioctadecyl-3,3,3',3'-tetramethylindodicarbocyanin
Perchlorat (DiD' oil, DiIC18(5) oil)

DiD C18 633 nm

1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamin markiert
mit Atto 633

Atto 633 -
DMPE

633 nm
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3. Theoretische Grundlagen

3.1. Grundlagen der Fluoreszenzspektroskopie

3.1.1. Fluoreszenz

Unter Fluoreszenz als eine Art der Lumineszenz wird der photophysikalische Prozess
zur Relaxation eines elektromagnetisch angeregten Moleküls vom S1-Zustand in seinen
energetischen Grundzustand S0 bezeichnet. Alle im folgenden beschriebenen Vorgän-
ge werden in Abbildung 3.1 verdeutlicht. Die unterschiedlich langen Pfeile spiegeln die
Energiebeträge der einzelnen Prozesse wieder, es gilt: ν1 > ν2 > ν3.

Abbildung 3.1.: Vereinfachtes Jablonski-Diagramm. S0, S1, S2 und T1 stellen die jeweiligen Ener-
giezustände dar. Mit den Pfeilen werden die Übergänge zwischen diesen symbolisiert.
(νA1 > νA2 > νF > νP ) angepasst nach Lakowicz 2006 [62].

Bei Raumtemperatur be�nden sich alle Elektronen eines Moleküls im niedrigsten
Schwingungsniveau des Grundzustandes S0. Durch Energiezufuhr in Form sichtbarer
(oder nicht sichtbarer) elektromagnetischer Wellen (Licht) einer geeigneten Wellenlän-
ge wird ein Elektron in einen angeregten Singulettzustand S1 oder S2 angehoben. Dies
kann in alle vorhanden Schwingungsniveaus geschehen, allerdings erfolgt sofort ein strah-
lungsloser Übergang in das niedrigste Schwingungsniveau des S1-Zustandes. Von hier aus
kommt es zum Zurückfallen in den Grundzustand und zum Emittieren eines Lichtquants,
was als Fluoreszenz bezeichnet wird. Das Emissionslicht ist gegenüber dem Absorptions-
licht zu längeren Wellenlängen (rot) verschoben. Dieser sogenannte �Stokes Shift� ist auf
den Energieverlust durch die strahlungslose Schwingungsrelaxation (auch als innere Um-
wandlung oder Internal Conversion bezeichnet) auf das jeweils untere Schwingungsniveau
des S1 bzw. S0-Zustandes zurückzuführen.
Ein weiterer Prozess, der nach der Absorption statt�nden kann, ist der Übergang vom

29



ersten angeregten Zustand S1 in den ersten Triplettzustand T1. Dies wird als �Intersystem
Crossing� bezeichnet und beschreibt einen für �uoreszenzspektroskopische Methoden eher
ungünstigen Prozess, da er mit dem Verlust von Fluoreszenz einhergeht. Da es sich hierbei
um einen spinverbotenen Übergang handelt, verweilt das Elektron deutlich länger im
Triplettzustand als im S1-Zustand. Die Rückkehr zum Grundzustand erfolgt im Vergleich
zur Fluoreszenz zeitversetzt in Form von Phosphoreszenz.
Im Bereich der Biophysik �ndet die Fluoreszenz weitreichende Anwendungen. Neben

bildgebenden Verfahren wie der Fluoreszenzmikroskopie, Fluorescence lifetime imaging
(FLIM) und Fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) werden auch spektro-
skopische Methoden wie Fluorescence Correlation Spectroscopy (FCS) und Fluorescence
Crosscorrelation Spectroscopy (FCCS) vielfach zur Aufklärung verschiedenster Fragestel-
lungen in vivo und in vitro verwendet. Phänomene wie beispielsweise der Förster Re-
sonanz Energie Transfer (FRET) können sowohl bildgebend als auch spektroskopisch
genutzt werden (Theorie zusammengefasst nach [62]).

3.1.2. Fluoreszenzfarbsto�e

Um Fluoreszenztechniken anwenden zu können sind Fluorophore nötig. Natürliche bzw.
in Proteinen vorkommende (intrinsische) Fluorophore sind z.B. die Aminosäure Trypto-
phan, deren Indolring nahe 280 nm absorbiert und bei ca. 340 nm emittiert. Das Emissi-
onsspektrum des Indols zeigt sehr sensitiv Veränderungen der Polarität seiner Umgebung
an. Damit ist die Tryptophan�uoreszenz gut geeignet, um Faltungsprozesse von Proteinen
zu beobachten. Für Einzelmolekül�uoreszenzanwendungen ist diese intrinsische Fluores-
zenz jedoch meist zu gering. Einige Proteine besitzen �uoreszierende Co-Faktoren wie
Nikotinamidadenindinukleotid (NADH), Flavine oder Chlorophylle, die als natürliche
Fluoreszenzsonden verwendet werden können. Wenn diese, wie bei den meisten Protei-
nen, nicht vorhanden sind, können zahlreiche maÿgeschneiderte extrinsische Fluoreszenz-
sonden wie z.B. Dansyl, Fluorescein oder Rhodamin eingesetzt werden, um Aussagen
über ein Protein mittels Fluoreszenztechniken tre�en zu können.
Membranen zeigen typischerweise keine intrinsische Fluoreszenz. Um diese sichtbar

zu machen werden �uoreszierende Lipidanaloga oder mit Fluoreszenzsonden, wie z.B.
Rhodamin, markierte Lipide eingesetzt, die sich spontan mit in die Membran einbauen.
Um sich mit Hilfe der Fluoreszenzmikroskopie und der Zweifarben-Fluoreszenzkreuz-

korrelationsspektroskopie (dual color Fluorescence Crosscorrelation Spectroscopy, dcFC-
CS ) Membran-Protein-Interaktionen untersuchen zu können, ist es notwendig, sowohl
Membranen als auch Proteine mit Fluoreszenzsonden zu markieren. Dies hat den Vor-
teil, dass die Fluorophore mit für das Experiment günstigen Eigenschaften ausgewählt
werden können. Neben einer hohen Quantenausbeute q, also dem Verhältnis aus Anzahl
emittierter Fluoreszenzphotonen (N em) und der Anzahl absorbierter Photonen (Nabs)
(q = Nem/Nabs), und einer hohen Photostabilität müssen diese Farbsto�e vor allem zum
verwendeten Versuchsaufbau passen. Um in der dcFCCS die Artefakte durch Überspre-
chen und Über-Kreuz-Anregen (cross excitation) zu minimieren, sollten die Anregungs-
und Emissionsspektren der beiden verwendeten Farbsto�e gut voneinander getrennt sein
(Abbildung 3.2) [63].
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Abbildung 3.2.: Absorptions- und Emissionsspektrum von Alexa Fluorr488 und DiD C18.
Die gestrichelten Linien repräsentieren das jeweilige Absorptionsspektrum, die durchge-
henden Linien das Emissionsspektrum. In grün sind die Spektren für Alexa Fluorr488
und in rot die Spektren für DiD C18 dargestellt. Es wird deutlich, dass sich sowohl
Absorptions- als auch die Emissionsspektren kaum überlagern, so dass es bei geeigneter
Filterwahl nur in geringem Maÿe zum Anregen oder Detektieren des �falschen� Farbstof-
fes kommen kann.

Der leichte Überlapp von grüner Emission mit roter Absorption ermöglicht einen ge-
ringen Anteil FRET. Für einen e�ektiven FRET ist zusätzlich zur Spektrenüberlagerung
eine geringe Entfernung beider Farbsto�e zueinander von max. 10 nm nötig und die Di-
polmomente beider Fluorophore müssen möglichst parallel zueinander sein. Durch Mes-
sungen mit beiden Farbsto�en in der Probe, aber nur mit dem kurzwelligeren Laser als
Anregungswellenlänge, kann der Anteil von FRET an der Gesamthelligkeit in der Detek-
tion des roten Farbsto�es abgeschätzt werden, wenn keine Überkreuzanregung statt�ndet
oder Vergleichsproben ohne FRET herangezogen werden.
Für die Markierung der verwendeten Proteine wurde, wie bereits in Abschnitt 2.7

erwähnt, Alexa Fluorr488 verwendet. Dieser Farbsto� hat eine hohe Quantenausbeute,
ist photostabil und als Maleinimid zur Reaktion mit Cysteinen kommerziell erhältlich.
Die Markierung von Sar1p-SCCS wird in Abschnitt 4.2.2 beschrieben.
Als Lipidanalogon für die Bindungsversuche mit Alexa Fluorr488-markiertem Protein

wurde der bei 633 nm anregbare Farbsto� DiD C18 verwendet (Abbildung 3.3 A). Dabei
handelt es sich um einen Cyaninfarbsto�, der sich im hydrophilen Teil der Lipiddoppel-
schicht be�ndet und über zwei C18-Alkylketten in die Membran eingebaut ist. Wie in
Abbildung 3.2 deutlich wird, sind die Spektren dieser beiden Farbsto�e gut voneinander
getrennt. Für die Versuche mit doppelt markierten Vesikeln, bzw. Mizellen und Nan-
odiscs wurde als Farbsto� der bei 488 nm anregbare BodipyrFL C12-HPC eingesetzt
(Abbildung 3.3 C). Hierbei handelt es sich um ein Phosphatidylcholin, an dessen einer
Alkylkette sich der Fluorophor in sn2-Position be�ndet. Der Fluorophor ist damit nach
Einbau in die Membran im hydrophoben Teil der Lipiddoppelschicht lokalisiert. Dieses
Farbsto�paar wurde von Stefan Werner in seiner Masterarbeit als für Kreuzkorrelations-
proben an einem 488/633 nm-Setup optimal ermittelt [64].
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Alternativ verwendete Farbsto�e in den Kreuzkorrelationsproben ist Oregon Green 488 -
DHPE (Abbildung 3.3 D) für die Anregung bei 488 nm. Hierbei handelt es sich um ein mit
Fluorophor markiertes Phospholipid. Das Gleiche gilt für das bei Anregung mit 633 nm
Wellenlänge eingesetzte Atto 633 - DMPE.
Die GUVs für die Mikroskopie wurden mit Lissamin Rhodamin B-DHPE (Abbil-

dung 3.3 B) markiert. Dieser Farbsto� ist bei 561 nm anregbar und konnte an allen
für die Arbeit zur Verfügung stehenden Mikroskopen sichtbar gemacht werden.

Abbildung 3.3.: Fluoreszierende Lipidanaloga und deren Einbau in die Lipiddoppelschicht.
(A) DiDC18 ist ein Cyaninfarbsto�, der sich im hydrophilen Teil der Lipiddoppelschicht
be�ndet und über zwei C18-Alkylketten in die Membran eingebaut wird. DiD C18 ist
mit 633 nm anregbar. (B) Lissamin Rhodamin B wird mit Licht von 561 nm Wellen-
länge angeregt. Der Fluorophor ist an die hydrophile Kopfgruppe eines Phospholipids
gebunden. (C) BodipyrFL C12-HPC ist ein hydrophober Fluorophor, der eine der Al-
kylketten eines Phospholipids ersetzt. (D) Oregon Green 488 wird ebenfalls als ein an
ein Phospholipid gebundener Fluorophor eingesetzt. (C) und (D) sind beide bei 488 nm
anregbar. Skizze nach Invitrogen

3.2. Fluoreszenzmikroskopie als Erweiterung der
Lichtmikroskopie

Auf die Grundlagen der Fluoreszenz, wurde bereits in Abschnitt 3.1 eingegangen. In
diesem Abschnitt sollen kurz die technischen Grundlagen der Lichtmikroskopie sowie die
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Erweiterungen zur Fluoreszenzmikroskopie erläutert werden.
Die Fluoreszenzmikroskopie ist eine Weiterentwicklung der Standardlichtmikroskopie

durch einige Modi�kationen. Zum einen wird ein starkes Beleuchtungssystem, dessen
Lichtstrahl auf spezi�sche Wellenlängen eingeschränkt ist, benötigt, um ausgewählte
Fluorophore anregen zu können. Zum anderen werden Filter eingesetzt um Wellenlän-
genbereiche, welche nicht von Interesse sind, herauszu�ltern. Es handelt sich jedoch um
den gleichen grundlegenden Aufbau eines Lichtmikroskopes.

3.2.1. Lichtmikroskopie allgemein

Lichtmikroskope, bestehend aus einer oder mehreren Linsen, wurden seit Anfang des 17.
Jahrhunderts in den Niederlanden (Hans und Zacharias Janssen, Christian Huygens, Ant-
ony van Leeuwenhoek) und in Rom (Galileo) entwickelt. Erst um 1873 erarbeitete Ernst
Abbe die Wellentheorie des Lichts und beschrieb das Au�ösungslimit d von Objektiven.
Dieser wird als Abstand zweier Linien in einem Gitter de�niert, der diese gerade noch
als getrennte Linien erkennen lässt. Dafür gilt d = λ/(2 ·NA), wobei λ die Wellenlänge
des eingestrahlten Lichtes und NA die Numerische Apertur des Objektives angibt. Diese
Arbeit führte zur Revolutionierung des Designs optischer Instrumente. Das sogenannte
Abbe'sche Limit gilt auch für die in dieser Arbeit verwendeten Aufbauten. Erst seit Mit-
te der 1990er Jahre gibt es erweiterte optische Aufbauten, die in der Lage sind, dieses
Au�ösungslimit zu unterschreiten. Diese Methoden werden auch als optische Nanoskopie
bezeichnet [65, 66].
Das in Abbildung 3.4 dargestellte Schema zeigt den Lichtweg eines heute üblichen

Weitfeldlichtmikroskopes. Die Vergröÿerung des Objektes wird durch das Verhältnis aus
der Brennweite der Tubuslinse (fr) und der Brennweite der Objektivlinse (fo) bestimmt
(Mobj = fr/fo). Der Raum zwischen Objektiv- und Tubuslinse wird als �Unendlichkeits-
raum� (in�nity space) bezeichnet. Hier können verschiedene optische Elemente einge-
bracht werden, ohne die optische Leistung zu beein�ussen.

Abbildung 3.4.: Vereinfachtes Schema eines Weitfeldlichtmikroskopes. Weiÿlicht wird durch die
Kondensorlinse parallelisiert, wodurch groÿe Bereiche des Objektes beleuchtet werden.
Durch die Kombination aus Objektiv- und Tubuslinse entsteht ein vergröÿertes Zwi-
schenbild, welches wiederum über das Augenstück betrachtet werden kann. Der Zwi-
schenraum zwischen Objektiv- und Tubuslinse wird als Unendlichkeitsraum (in�nity
space) bezeichnet. Hier können optische Elemente wie Filter eingebracht werden.
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Eine Variante der Lichtmikroskopie ist die Fluoreszenzmikroskopie. Hierfür werden die
in Abschnitt 3.1 vorgestellten Eigenschaften einiger Moleküle, sogenannter Fluorophore,
genutzt um Photonen bestimmter Wellenlänge aufzunehmen und durch Energieverlust
rotverschobene Photonen wieder abzugeben. Um diese Eigenschaft zu nutzen, wird Licht
eines de�nierten Wellenlängenbereiches eingestrahlt und ein spektrales Band von Emissi-
onswellenlängen beobachtet. Zur Beleuchtung können hierfür u.a. Breitbandlichtquellen
genutzt. Diese werden mit einem Bandpass�lter (Anregungs�lter) auf den gewünschten
Ausschnitt des Spektrums eingeschränkt und durch einen dichroischen Spiegel (Strahltei-
ler) in die Probe re�ektiert (Abbildung 3.5). Die Fluoreszenzemission passiert den Spiegel
und wird durch einen Barriere�lter erfasst, der das Spektrum, welches von Interesse ist,
durch lässt.

Abbildung 3.5.: Schema eines Fluoreszenzmikroskops. Hierbei handelt es sich um ein Au�ichtmi-
kroskop. Licht einer Breitbandlichtquelle (wie beispielsweise eine Quecksilberdamp�am-
pe) wird mit dem Anregungs�lter spektral ge�ltert. Nur Licht eines de�nierten Wel-
lenlängenbereichs wird über den dichroischen Spiegel über das Objektiv in die Probe
eingestrahlt. Dabei werden im Sinne eines Weitfeldmikroskops groÿe Bereiche der Pro-
be beleuchtet. Das zu längeren Wellenlängen verschobene Emissionslicht kann nach dem
Einsammeln, was wiederum durch das Objektiv geschieht, den Strahlteiler passieren. Der
anschlieÿende Barriere�lter selektiert den interessierenden Wellenlängenbereich. Nach-
folgend wird das Licht wieder über Tubuslinse und Augenstück oder Kamera betrachtet.
Die in der Abbildung dargestellten Linien stellen nicht die korrekten Lichtstrahlen im
Sinne der Strahlenoptik dar, sondern verdeutlichen lediglich den Weg des Lichts im
optischen Aufbau.

Während es sich bei der zuerst beschriebenen Weitfeldlichtmikroskopiemethode um
Durchlichtmikroskopie handelt, d.h. das Licht muss durch die Probe hindurch, ist die
Fluoreszenzmikroskopie eine Au�ichtmethode, wobei das emittierte Licht durch die glei-
che Linse eingesammelt wird, durch die das Anregungslicht zuvor eingestrahlt wurde [67].
Ein groÿer Vorteil der Fluoreszenzmikroskopie besteht darin, dass nur entsprechend an-
geregte Fluorophore (natürlich oder eingebracht) sichtbar sind und der Rest der Probe
dunkel bleib, dadurch ist es möglich nur die interessierenden Objekte nach vorheriger

34



oder intrinsischer Markierung (siehe Abschnitt 3.1.2) darzustellen. Lediglich bei der Mi-
kroskopie mit kurzwelligem Licht (unterhalb 500 nm) in Zellen besteht ein etwas höheres
Hintergrundsignal. Ein Nachteil dieser Methode ist die störende Fluoreszenzemission der
Fluorophore, die sich nicht in der Fokusebene be�nden und damit die Bildqualität durch
Kontrastverlust herabsetzen.
Im nächsten Abschnitt soll beschrieben werden, wie diese Problematik durch die Nut-

zung von Lochblenden verbessert wurde.

3.2.2. Konfokales Prinzip

Das erste konfokale Mikroskop wurde von Marvin Minsky 1957 zum Patent angemeldet.
Der gröÿte Vorteil der konfokalen Mikroskopie ist eine axiale Au�ösungsverbesserung,
was besonders bei dickeren Objekten bemerkbar ist. Anstelle der Beleuchtung des ge-
samten Objektes, wie für die Weitfeldmikroskopie beschrieben, wird hier nur jeweils ein
Punkt beleuchtet und auch ein punktähnlicher Detektor benutzt. Dafür wird der Aufbau
eines Epi�uoreszenzmikroskops (Abbildung 3.5) durch den Einsatz einer Punktförmigen
Beleuchtung und einer sehr kleinen Lochblende, ein sogenanntes pinhole, am Ende des
Strahlengangs verbessert (Abbildung 3.6).

Abbildung 3.6.: Schema eines konfokalen Mikroskops. Punktförmiges Anregungslicht (z.B. La-
ser) einer de�nierten Wellenlänge wird parallelisiert über einen dichroischen Strahlteiler
durch das Objektiv in die Probe fokussiert. Längerwelliges Emissionslicht passiert den
Strahlteiler und wird mit der Tubuslinse auf eine Lochblende fokussiert, wodurch Licht
von auÿerhalb der Fokusebene abgeschirmt wird. Nach dem Pinhole be�ndet sich der
Detektor, der das Emissionslicht detektiert.

Die Beleuchtung des Objektes erfolgt über eine punktförmige Lichtquelle. Dies kann
durch einen mit einer Glasfaser eingekoppelten Laser oder mit einem ersten Pinhole
direkt hinter der Lichtquelle geschehen. Ein weiteres Pinhole direkt vor dem Detektor
sorgt dafür, dass nur das Licht aus der Fokusebene den Detektor erreicht und damit
die Au�ösung in z-Richtung deutlich verbessert wird. Zusätzlich wird der Hintergrund,
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der beispielsweise durch die Ramanstreuung des Lösungsmittels bzw. des Umgebungs-
mediums erzeugt wird, deutlich verringert. Um mit dieser Methode ein ganzes Bild einer
Probe zu erzeugen, ist es notwendig den Lichtstrahl über die Probe zu bewegen und die
Emission aller Punkte unter Zuhilfenahme eines Computers zu einem Bild zu vereinen.
Eine weitere Möglichkeit ist es viele Pinholes auf einer drehbaren Scheibe zu verwenden,
die gleichzeitig das Laserlicht in die Probe fokussieren und durch geeignete Belichtungs-
zeiten einer Kamera ein komplettes Bild entstehen lassen. Die technischen Umsetzungen
werden in den folgenden Abschnitten 3.2.3 und 3.2.4 etwas genauer erklärt [68].

3.2.3. Aufbau des verwendeten Laser Scanning Mikroskops

Alle in Kapitel 4 beschriebenen Arbeiten wurden an einem kommerziell erhältlichen kon-
fokalen Mikroskopsetup der Carl Zeiss AG (Jena, Deutschland) durchgeführt. Bei diesem
Setup handelt es sich um einen Laser Scanning Aufbau (LSM710), welcher an einem
inversen Stativ vom Typ Z1 Observer angeschlossen ist. Als Lichtquellen dienen ver-
schiedene Laser. Es kann zwischen den Anregungswellenlängen 405, 458, 488, 514, 561
und 633 nm gewählt werden. Über einen dichroischen Spiegel (Hauptfarbteiler) wird das
Anregungslicht durch ein C-Appochromat-Wasserimmersionsobjektiv mit 40-facher Ver-
gröÿerung und einer NA von 1,2 in die Probe fokussiert. Das Emissionslicht wird durch
das gleiche Objektiv geleitet und durch den dichroischen Spiegel hindurch auf das detek-
tionsseitige Pinhole fokussiert. Zwischen dichroischem Spiegel und Detektor ist weiterhin
ein stufenlos regelbarer Bandpass�lter eingebaut um das Emissionslicht, welches den De-
tektor erreicht, regulieren zu können. Das Abrastern des Objektes wird über Scanspiegel
zwischen Tubuslinse und Objektiv realisiert. Zur Detektion werden Sekundärelektronen-
vervielfacher (Photo Multiplier Tube - PMT) verwendet, welche die Signale über einen
Echtzeitrechner (Realtime Controler) in die ZEN 2009 - Software übertragen, wo die
Helligkeitsinformationen der einzelnen Punkte zu einem Bild zusammengesetzt werden.

3.2.4. Aufbau des verwendeten Spinning Disc Mikroskops

Neben dem konfokalen Scanning Mikroskop stellten Egger und Petran 1967 eine weitere
Möglichkeit der technischen Umsetzung eines konfokalen Aufbaus vor. Sie modi�zierten
eine bereits 1884 von Paul Nipkow entwickelte Scheibe, in der Löcher spiralförmig an-
geordnet waren, indem sie weitere Lochspiralen zu dieser drehenden Scheibe (�Spinning
Disc�) hinzufügten. Sowohl das Anregungslicht, als auch das Emissionslicht wird durch
diese Löcher fokussiert, um damit die konfokale Bildaufnahme zu ermöglichen [68]. Das
Licht wird durch mehrere Lochblenden gleichzeitig in der Probe fokussiert. Ebenso wird
das Emissionslicht aus der Probe durch die Lochblenden zurück auf einen Detektor, eine
Kamera oder das Auge, fokussiert. Wie in Abbildung 3.6 dargestellt, erreicht auch hier
nur Licht aus der Fokusebene den Detektor. Da im Falle des Spinning Disc Mikroskops
viele Punkte in der Probe gleichzeitig angeregt werden, können die Bilder mit einer sen-
siblen Kamera, deren Belichtungszeit auf die Drehgeschwindigkeit der Nipkow-Scheibe
abgestimmt ist, aufgenommen werden [68].
Ein Teil der durchgeführten mikroskopischen Studien wurden an einem konfokalen
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Spinning Disc Mikroskop durchgeführt. Dabei handelt es sich um einen kommerziell er-
hältlichen Aufbau der Carl Zeiss AG (Jena, Deutschland). Dieser besteht aus einem
inversen Stativ vom Typ Z1 Observer, an den eine Yokogawa CSU-Xi Spinning Disc
Einheit angeschlossen ist. Laserlicht mit einer Wellenlänge von 561 nm wird über die
Spinning Disc Einheit und ein C-Appochromat-Wasserimmersionsobjektiv mit 40-facher
Vergröÿerung und einer NA von 1,2 in der Probe fokussiert. In der Spinning Disc Ein-
heit ist neben der sich drehenden Lochblendenscheibe eine zweite sich ebenso drehende
Scheibe mit kleinen Linsen eingebaut, die dafür sorgt, dass der Laser auf die einzelnen
Lochblenden fokussiert und der Helligkeitsverlust minimiert wird. Das Emissionslicht
aus der Probe wird zurück durch die Lochblendenscheibe auf eine CCD-Kamera (Charge-
Coupled Device, hier: Axio Cam MRm) projiziert. Dafür ist zwischen den beiden Scheiben
ein dichroischer Spiegel angebracht. Die Belichtungszeit wird computergesteuert mit der
Drehgeschwindigkeit der Nipkow-Scheibe abgestimmt. So entsteht innerhalb eines sehr
kurzer Zeitraums ein komplettes Bild der Probe. Dies geschieht deutlich schneller als das
Abrastern einer Probe mit dem Punktscanner nach dem Prinzip des Laser Scanning Mi-
kroskops. Die Bildverarbeitung und -bearbeitung wurde mit der Auswertesoftware ZEN
2011 blue durchgeführt.
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3.3. Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) und
Zwei-Farben Fluoreszenzkreuzkorrelationsspektroskopie
(dcFCCS)

3.3.1. FCS und dcFCCS als Methoden der Einzelmolekülspektroskopie

Mit der Mikroskopie lassen sich durch das Markieren bestimmter Proteine oder Lipide
die Strukturen, in denen sie wirken oder auch Strukturveränderungen, die sie verursachen
untersuchen. Aber es ist schwierig Aussagen über einzelne Moleküle und ihren Ein�uss
auf die beobachteten Strukturen zu tre�en. Bei den Beobachtungen handelt es sich immer
um die gemittelte Wirkung vieler Moleküle.
Die Methoden der Einzelmolekülspektroskopie erlauben es einzelne �uoreszierende

Teilchen hinsichtlich ihrer verschiedenen Eigenschaften zu untersuchen. Dies wird un-
ter anderem durch die Verwendung des konfokalen Detektionsvolumens, welches weni-
ger als ein Femtoliter beträgt, und einer geeigneten Verdünnung des zu untersuchen-
den Partikels auf Konzentrationen von wenigen Nanomol pro Liter möglich. Wichtigste
Voraussetzung zur Detektion einzelner �uoreszierender Partikel ist ein sehr sensitiver
Detektor, wie die hochemp�ndliche und schnelle Avalanche Photodiode (APD), die ein-
zelne Photonen detektieren kann. Um die Eigenschaften eines �uoreszierenden Teilchens
bestimmen zu können, werden die Fluoreszenzsignale der durch den Fokus wandernden
Partikel ausgewertet. Dafür können verschiedene Verfahren angewandt werden. Diese sind
unter anderem Fluoreszenzanisotropiebestimmungen, um Aussagen über Rotationsdi�u-
sion tre�en zu können, Fluoreszenzlebensdauermessungen, zur Trennung verschiedener
molekularer Spezies und FCS zur Analyse des Di�usionsverhaltens. Mit Hilfe der FCS
können intermolekulare Bindungsvorgänge und der Co-Transport von Molekülen in klei-
nen Transporteinheiten charakterisiert werden.

3.3.2. FCS-Setup

Alle FCS-Messungen wurden an dem um ein Confocor3-Element erweiterten Setup aus
Abschnitt 3.2.3 der Carl Zeiss AG durchgeführt. Es wurde ein C-Appochromat-Wasser-
immersionsobjektiv mit 40-facher Vergröÿerung und einer NA von 1,2 verwendet. Für
die Anregung der grünen Farbsto�e (BodipyrFL C12 und Alexa Fluorr488) wurde die
488 nm Hauptlinie des Argon-Ionen-Laser verwendet. Die roten Farbsto�e (DiD C18

und Atto 633) wurden mit einem Helium-Neon-Laser bei 633 nm angeregt. Die emit-
tierte Fluoreszenz wurde im Kreuzkorrelationssetup im Confocor3 vom Nebenfarbteiler
�NTF635vis� getrennt um anschlieÿend durch den Bandpass�lter �BP 505 - 610 IR� für
die Emission der mit 488 nm angeregten Farbsto�e und dem Langpass�lter �LP 650� für
die rote Emission von APDs detektiert zu werden.
Die Korrelation des �uktuierenden Fluoreszenzsignals erfolgte in Echtzeit. Die Dar-

stellung der Fluoreszenzzählratenspur, der Korrelationskurven sowie deren Anpassungen
mit einer nicht-linearen Funktion wurden mittels der von Zeiss zur Verfügung gestellten
systemeigenen Software ZEN 2009 durchgeführt. Die Darstellung der Graphen erfolgte
mit Origin 8 (Originlab, Massachusetts, USA).
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Die Messungen wurden bei Laserleistungen von 7 µW bei Anregung mit 488 nm und
zwischen 0,5 und 7 µW bei der Anregung mit dem Laser mit 633 nm durchgeführt.
Die Laserintensitäten wurden jährlich mittels eines Handmessgerätes mit Photodiode
(Newport Corporations, Kalifornien, USA) ohne Objektiv im Strahlengang bestimmt.
Für die Messungen mit Vesikeln und Nanodiscs mit und ohne Protein wurden Deck-

gläser verwendet, die mit Casein beschichtet waren um ein Anhaften der Proben an das
Glas zu verringern. Diese Deckgläser wurden zu einer kleinen Kammer zusammengeklebt
und direkt auf dem Immersionswasser des Objektives platziert. Die genaue Beschreibung
der jeweiligen Kammern erfolgt in 5.3.1

3.3.3. FCS-Theorie

In diesem Abschnitt werden die theoretischen Grundlagen der FCS und dcFCCS zusam-
mengefasst und Erweiterungen oder Änderungen hervor gehoben werden [69, 70, 71].
Weiterhin soll die von Stefan Werner (Masterarbeit 2011) erarbeitete Theorie zum Ein-
�uss der Farbsto�verteilung dargestellt werden. Alle neuen Theorien zur Anwendung der
dcFCCS-Technik zur Ermittlung von Bindungskurven Bestimmung einer Dissoziations-
konstanten (KD) wurden gemeinsam mit Jan Ebenhan und Stefan Werner erarbeitet,
siehe dazu auch Krüger et al. [4].

Autokorrelationsanalyse

Mit Hilfe der Autokorrelation wird die Selbstähnlichkeit eines zeitlichen Signals gemessen.
Bei konstanter Laserleistung ist die Fluktuation δF (t) des Fluoreszenzsignals F (t) als
Abweichung vom zeitlichen Mittel dieses Signals 〈F (t)〉 de�niert.

δF (t) = F (t)− 〈F (t)〉 (3.1)

Dabei ist

〈F (t)〉 =
1

B

B̂

0

F (t)dt (3.2)

wobei B die Dauer der Messung angibt.
Die normierte Autokorrelationsfunktion G(τ) wird de�niert als:

G(τ) =
〈δF (t) · δF (t+ τ)〉

〈F (t)〉2
(3.3)

wobei das Fluoreszenzsignal zum Zeitpunkt t mit dem Signal zum Zeitpunkt t + τ
multipliziert und über die Zeit gemittelt wird. Dieser Faktor wird durch Division durch
das Quadrat des zeitlichen Mittels der Fluoreszenz normiert.
Die Helligkeit η eines �uoreszierenden Teilchens (auch counts per molecule) ist über

die mittlere Teilchenzahl 〈N〉 im Detektionsvolumen mit dem zeitlichen Mittel der Fluo-
reszenzzählrate verknüpft:
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η =
〈F (t)〉
〈N〉

(3.4)

Für eine einzelne Molekülspezies, deren Helligkeit η während der Messung konstant ist
und deren Konzentration aufgrund der dreidimensionalen Brown'schen Molekularbewe-
gung in einem o�enen Detektionsvolumen �uktuiert, hat die Autokorrelation Gdi�(τ) in
Abwesenheit chemischer und photophysikalischer Prozesse folgende Form:

Gdi�(τ) =
1

〈N〉
· gdi�(τ) (3.5)

mit dem Di�usionsterm

gdi�(τ) =
1

(1 + τ
τdi�

)
· 1√

(1 + τ
S2τdi�

)
(3.6)

τdi� ist die charakteristische laterale Di�usionszeit, während der ein Molekül im De-
tektionsvolumen verweilt. Sie stellt ein Maÿ für Verweildauer eines Teilchens im Fokus
dar.
Die räumliche Verteilung der Detektionswahrscheinlichkeit des emittierten Lichts kann

näherungsweise mit einer dreidimensionalen Gauÿfunktion beschrieben werden:

W (r) = e
−2x

2+y2

ω20 · e
−2 z

2

z20 (3.7)

Diese hat eine charakteristische axiale (z0) und eine laterale (ω0) Ausdehnung (siehe
Abbildung 3.7). Das Verhältnis aus z0 und ω0 wird als Strukturparameter S bezeichnet
und geht in Gleichung 3.6 ein.

S =
z0
ω0

(3.8)

Die Korrelationsamplitude Gdi�(0) (bei τ = 0) entspricht, wie aus Gleichung 3.5 er-
sichtlich, einer inversen mittleren Teilchenzahl. Diese ist über das e�ektive Detektionsvo-
lumen V e� (Gleichung 3.9) mit dem zeitlichen Mittel der Konzentration �uoreszierender
Teilchen 〈c〉 (Gleichung 3.10) verknüpft

Ve� = π ·
√
πω2

0z0 (3.9)

Gdi�(0) =
1

〈N〉
=

1

Ve� · 〈c〉
(3.10)
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Abbildung 3.7.: Anregungs- und Detektionsvolumen in einem konfokalen FCS-Setup. Das De-
tektionsvolumen ist nicht scharf begrenzt, sondern die Detektionse�zienz fällt in alle
Richtungen annähernd gauÿförmig ab. ω0 und z0 sind demzufolge der laterale und axia-
le Abstand vom Mittelpunkt, bei dem die Detektionse�zienz relativ zum Zentrum auf
1/e2 abgefallen ist.

Aus den Gleichungen 3.8 und 3.11 eingesetzt in Gleichung 3.9 entsteht Gleichung 3.12.
Damit kann mit Hilfe einer Farbsto�ösung mit bekanntem Di�usionskoe�zientenDFarbsto�

und gemessenem τdi� das e�ektive Detektionsvolumen bestimmt werden.

τdi� =
ω2
0

4D
(3.11)

.

Ve� = 8 · S · (πD · τdi�)
3
2 (3.12)

Allgemein kann für mehrere unabhängige Spezies (Index i), die unterschiedliche Di�u-
sionskoe�zienten (Di), Helligkeiten (ηi) und Konzentrationen (ci) aufweisen, die Auto-
korrelationsfunktion der freien Di�usion in 3 Dimensionen wie folgt geschrieben werden:

Gdi�(τ) =
1

Ve�
·

∑
i

η2i ci[∑
i

ηici

]2 · gdi�,i(τ) (3.13)

Für die Autokorrelationsamplitude Gdi�(0) (Gdi�(τ) bei τ = 0, somit gdi�,i(0) = 1)
folgt:

Gdi�(0) =
1

Ve�
·

∑
i

η2i ci[∑
i

ηici

]2 (3.14)
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Alle bisher dargestellten Gleichungen basieren auf der Annahme, dass die Helligkeit η
jedes Teilchens konstant bleibt und keine chemischen und photophysikalischen Prozes-
se während der Messung statt�nden, die die Helligkeit beein�ussen. Diese Bedingungen
sind für reale Fluoreszenzfarbsto�e nicht erfüllt. In vielen Fällen kommt es zu einem so-
genannten �Blinken�, das typischerweise durch den Übergang der Elektronen vom ersten
angeregten Zustand (S1) in den Triplettzustand (T1) hervorgerufen wird (vergleiche Ab-
bildung 3.1). Während der Lebensdauer des T1 kann kein Photon emittiert werden und
der Fluorophor bleibt dunkel. Um diesen reversiblen Prozess bei der Anpassung der Au-
tokorrelationskurven zu berücksichtigen, wird die Gleichung 3.5 um einen Korrekturterm
(Gtrip) erweitert.

Gtot(τ) = Gtrip(τ) ·Gdi�(τ) (3.15)

Gtrip(τ) = 1+
T · e

− τ
τtrip

1− T
(3.16)

Hierbei gibt T den mittleren Anteil der Farbsto�moleküle im Triplettzustand an und
τtrip die Relaxationszeit der Hell-Dunkel-Reaktion.

Zwei-Farben Kreuzkorrelation

Während bei der Autokorrelation die Selbstähnlichkeit eines �uktuierenden Fluoreszenz-
signals untersucht wird, wird bei der Kreuzkorrelationsspektroskopie die Ähnlichkeit
zweier unterschiedlicher Fluoreszenzsignale zueinander analysiert.
Im Folgenden und allen weiteren Abschnitten wird der Di�usionstermGdi�(τ) mitG(τ)

bezeichnet. Weiterhin werden die Variablen des �grünen� Kanals mit dem Index �g�, des
�roten� Kanals mit �r� und der Kreuzkorrelation mit �x� bezeichnet. Die Auswertung
der einzelnen Kanäle (grün und rot) erfolgt mittels Autokorrelationsanalyse wie oben
beschrieben.
Die De�nition der Kreuzkorrelationsfunktion Gx(τ) erfolgt analog zu der Autokorrela-

tionsfunktion (Gleichung 3.3):

Gx(τ) =
〈δFg(t) · δFr(t+ τ)〉
〈Fg(t)〉 〈Fr(t)〉

(3.17)

Die Messkurven können ebenfalls mit Gleichung 3.5 angepasst werden. Für die Kreuz-
korrelationsamplitude Gx(0) gilt analog zu Gleichung 3.14:

Gx(0) =
1

Ve�,x
·

∑
i

ηi,g · ηi,r · ci[∑
i

ηi,g · ci
] [∑

i

ηi,r · ci
] (3.18)

Hierbei stellt ηi,g die Helligkeit der Spezies i im grünen Kanal und ηi,r entsprechend
die Helligkeit im roten Kanal dar.
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Nach Gleichung 3.10 wird die Autokorrelationsamplitude der einzelnen Kanäle für den
Fall, dass jeweils nur eine Spezies mit einer roten bzw. einer grünen Helligkeit vorhanden
ist, formuliert nach:

Gg(0) =
1

Ve�,g · cg
(3.19)

Gr(0) =
1

Ve�,r · cr
(3.20)

Gx(0) =
1

Ve�,x · cx
(3.21)

Bei Ve�,x handelt es sich um das e�ektive Kreuzkorrelationsvolumen. Dieses kann unter
Berücksichtigung der Gleichungen 3.8, 3.9 und 3.11 wie folgt berechnet werden [72]:

Ve�,x = π ·
√
π ·

(ω2
g + ω2

r )

2
·

√
z2g + z2r

2
(3.22)

wobei ωg = ω0,grün, ωr = ω0,rot, zg = z0,grün und zr = z0,rot ist.
Analog zu 3.12 kann in dieser Gleichung ωg, ωr, zgund zr ersetzt werden. Dadurch

ist V e�,x aus den Kalibriermessungen mit freiem grünen und roten Farbsto� und den
sich hieraus ergebenden Werten für Strukturparameter S und Di�usionszeit τdiff bei
bekanntem Di�usionskoe�zienten D errechenbar.

Ve�,x = π
√
π · (4Dg · τg + 4Dr · τr)

2
·

√
S2
g · 4Dg · τg + S2

r · 4Drτr

2
(3.23)

Neben der Kreuzkorrelationsamplitude Gx(0) können besonders die Verhältnisse der
Kreuzkorrelationsamplitude zu den Autokorrelationsamplituden für Aussagen über die
gemeinsame Di�usion von roten und grünen Teilchen herangezogen werden.
Dafür werden die folgenden Beziehungen verwendet:

Gx(0)

Gr(0)
∝ Nx

Ng
(3.24)

Gx(0)

Gg(0)
∝ Nx

Nr
(3.25)

Bei Nx handelt es sich um die rot-grünen (also in beiden Kanälen detektierten) Teil-
chen. Nr steht für alle roten und Ng für alle grünen Teilchen, unabhängig davon, ob
sie die jeweils andere Farbe ebenfalls tragen. Diese Beziehungen gelten für den einfachs-
ten Fall einer 1:1 Bindung von roten und grünen Teilchen ohne eine Veränderung der
Helligkeiten.
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Ein�ussgröÿen auf die Amplitudenverhältnisse und deren Berücksichtigung

Da bei der Methode der dcFCCS mit sehr niedrigen Konzentrationen und kleinen Volu-
mina gearbeitet wird, kann ein nicht perfektes Setup, oder eine nicht ideale Probe die
Messergebnisse deutlich verfälschen. Um Fehlinterpretationen der Messergebnisse durch
diese Nichtidealitäten zu vermeiden, ist es notwendig diese Störgröÿen zu kennen und zu
berücksichtigen.
Sowohl die beiden Autokorrelationsamplituden als auch die Kreuzkorrelationsampli-

tude können in falsch-positiver oder falsch-negativer Weise beein�usst werden. Bei der
Verwendung der Proben zur Charakterisierung des Setups (als �Standardkreuzkorrelati-
onsproben� bezeichnet - Abschnitt 5.4.1) �ndet der Gehalt beider verwendeter Farbsto�e
und deren statistische Verteilung Beachtung [64]. Für die Proben zur Bindungsanalyse
des Sar1p werden hauptsächlich die Störgröÿen mit Ein�uss auf die rote Autokorrelati-
onsamplitude sowie auf die Kreuzkorrelationsamplitude berücksichtigt. Neben dem Über-
sprechen (cross talk), wird die statistische Verteilung der roten Farbsto�moleküle auf den
Vesikeln sowie die Gröÿenverteilung der Vesikel berücksichtigt. Die Beachtung der wel-
lenlängenbedingt unterschiedlichen Ve� bei der Korrektur der Amplituden aller Proben
ist auÿerdem erforderlich um die Amplituden unabhängig vom verwendeten Farbsto�
vergleichen zu können. Weitere Ein�ussgröÿen, wie eine gegebenenfalls verwendete Do-
tierung des Proteins und ein Quenchen des grünen Farbsto�es, werden in Abschnitt 5.2.1
näher beleuchtet.
Wie im weiteren Verlauf deutlich wird, sind für die Bestimmung der Bindungskonstan-

ten aus dcFCCS-Messungen neben der Kreuzkorrelationsamplitude nur die Amplitude
der roten Autokorrelation sowie das Verhältnis dieser beiden Amplituden (siehe Glei-
chung 3.24) notwendig. Aus diesem Grund wird auf die Berücksichtigung der Störgröÿen
im Bezug auf die grüne Autokorrelationsamplitude weitestgehend verzichtet.

Übersprechen (cross talk) Aufgrund der Eigenschaften der Fluoreszenzfarbsto�e und
der Bandpass�lter des Setups ist ein Übersprechen besonders des grünen Farbsto�es
in den roten Kanal nicht zu verhindern (siehe Abbildung 3.2). Alle Messungen werden
entsprechend der von Bacia et al. [63] vorgeschlagenen Theorie für dieses Übersprechen
in den langwelligeren Kanal korrigiert.
Dafür wird aus Kalibriermessungen ein Übersprechverhältnis κ aus den Helligkeiten

des grünen Farbsto�es in beiden Kanälen berechnet:

κ =
ηGr
ηGg

(3.26)

Hierbei bezeichnet ηGr die Helligkeit des grünen Farbsto�es im roten Kanal und ηGg die
Helligkeit des grünen Farbsto�es im grünen Kanal. Bei beiden Helligkeiten handelt es
sich um die hintergrundkorrigierten Helligkeiten des Farbsto�es. Mit Hilfe dieses Quoti-
enten können im Folgenden die wahren Auto- und Kreuzkorrelationsamplituden (durch
Ĝ gekennzeichnet) berechnet werden:
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Ĝg(0) = Gg(0) (3.27)

Ĝr(0) =
κ2 · F 2

g ·Gg(0) + F 2
r ·Gr(0)− 2 · κ · Fg · Fr ·Gx(0)

(Fr − κ · Fg)2
(3.28)

Ĝx =
−κ · Fg ·Gg(0) + Fr ·Gx(0)

Fr − κ · Fg
(3.29)

Bei Fr und Fg handelt es sich um die apparenten (gemessenen) zeitgemittelten Fluo-
reszenzzählraten der beiden Kanäle.

Normierung der Amplituden auf die Detektionsvolumina Durch die Verwendung
zweier unterschiedlicher Wellenlängen, auch bei Verwendung nur einer Lochblende, sind
die minimalen Detektionsvolumina unterschiedlich groÿ und lassen sich nach Gleichung 3.9
berechnen. Das e�ektive Kreuzkorrelationsvolumen (Gleichung 3.22) ist ebenfalls ver-
schieden zu den beiden anderen Volumina. Um die Amplituden besser vergleichen zu
können, kann aus den Gleichungen 3.19 bis 3.21 durch Multiplikation mit dem jeweiligen
Ve� eine von diesem Volumen unabhängige Amplitude G∗ erhalten werden:

G∗(0) = Ĝ(0) · Ve� =
1

c
(3.30)

Der Kehrwert dieser um das Volumen korrigierten Amplitude G∗(0) entspricht der
Teilchenkonzentration in der Lösung. Dieses Vorgehen hat den Vorteil, dass nun gleiche
Konzentrationen auch die gleiche Amplitude aufweisen, unabhängig von der Wellenlänge
des emittierten Lichts der Partikel. Wie in Abbildung 5.1 B deutlich wird, können somit
direkt aus der Korrelationskurve die Verhältnisse von Kreuzkorrelationsamplitude zu den
Autokorrelationsamplituden abgeschätzt werden. Bei 100 % doppelt markierten Partikeln
sollten in einem perfekten Setup beide Quotienten gegen 1 laufen.

Farbsto�gehalt der Vesikel Wie Stefan Werner [64] zeigen konnte, sind mit Lipidfarb-
sto� markierte, kleine unilamellare Vesikel (SUV) gut für die FCS geeignet. Allerdings
müssen einige Eigenschaften dieser Proben berücksichtigt werden. Im Gegensatz zu 1:1
stöchiometrisch, kovalent markierten Oligonukleotiden werden Vesikel durch den Einbau
von �uoreszierenden Lipidanaloga markiert. Diese Farbsto�e verteilen sich statistisch auf
die Vesikel, so dass jeder Vesikel mit einer unterschiedlichen Anzahl an �uoreszierenden
Teilchen markiert sein kann. Diese Tatsache muss bei der Berechnung der Amplituden-
verhältnisse berücksichtigt werden.
Da die Vesikel immer mit einer diskreten Anzahl an Lipidfarbsto�en markiert sind,

ist die Helligkeit eines Vesikels ηi ein Vielfaches i der Helligkeit eines Farbsto�moleküls
ηFarbsto�.
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ηi = i · ηFarbstoff (3.31)

Die Konzentrationen ci der verschieden hellen Teilchen können auch als Fraktionen fi
von der Gesamtteilchenkonzentration geschrieben werden:

fi =
ci
cges

(3.32)

Werden die Beziehungen 3.31 und 3.32 in die Gleichung 3.14 eingesetzt, die zuvor nach
Gleichung 3.30 volumennormiert wurde, ergibt sich für die rote Autokorrelation:

G∗r (0) =

∑
i

i2 · fi[∑
i

i · fi
]2 · 1

cges
(3.33)

Wenn nur Teilchen mit einheitlicher roter Helligkeit und Teilchen ohne roten Farbsto�
vorkommen kann mit Gleichung 3.33 aus der volumennormierten Amplitude G∗r (0) direkt
die Konzentration der roten Teilchen abgelesen werden.
Ebenso kann diese Korrektur für die grüne Autokorrelationsamplitude durchgeführt

werden:

G∗g(0) =

∑
j

j2 · fj[∑
j

j · fj

]2 · 1

cges
(3.34)

j ist hierbei der Helligkeitsfaktor der grünen Teilchen, fj sind die Fraktionen von Teil-
chen mit verschieden grünen Helligkeiten inklusive grüne Helligkeit = 0.
Für die Kreuzkorrelationsamplitude ergibt sich basierend auf Gleichung 3.18 anstellt

Gleichung3.14 analog:

G∗x(0) =

∑
j

∑
i

j · i · fji[∑
j

j · fj

] [∑
i

i · fi
] · 1

cges
(3.35)

Wie oben bereits erwähnt, muss die statistische Verteilung der Farbsto�e auf den dif-
fundierenden Teilchen (den Vesikeln) berücksichtigt werden. Dies soll am Beispiel der
roten Autokorrelation verdeutlicht werden. Grundlage der Berechnung ist die Poisson-
verteilung:
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Pλ(i) =
λi

i!
· e−λ, i = 0, 1, 2, ... (3.36)

P λ(i) bezeichnet hierbei die Wahrscheinlichkeit, mit der ein zufällig gewähltes Vesikel
mit i Farbsto�molekülen beladen ist. λ ist eine reelle positive Zahl und gibt die mittlere
Anzahl Farbsto�moleküle pro Vesikel an. Zur weiteren Vereinfachung werden das erste
Moment m1, das zweite Moment m2 und das zweite zentrale Moment µ2 der Poissonver-
teilung eingeführt:

m1 =
∑
i=0

i · Pλ(i) = λ (3.37)

m2 =
∑
i=0

i2 · Pλ(i) = λ+ λ2 (3.38)

µ2 =
∑
i=0

(i− λ)2 · Pλ(i) = λ (3.39)

Aus Gleichung 3.37 und 3.39 ist ersichtlich, dass λ gleichzeitig Erwartungswert und
Varianz von k ist.
Da nicht alle Teilchen dieselbe Helligkeit haben, beinhaltet die volumennormierte Am-

plitude die verschiedenen Helligkeiten ηi der Spezies i, deren einzelne Konzentrationen ci
als Fraktionen fi = ci

cges
von der Gesamtkonzentration geschrieben werden können:

G∗r(0) =

∑
i
η2i · ci[∑

i
ηi · ci

]2 =

∑
i
fi · η2i[∑

i
fi · ηi

]2 · 1

cges
(3.40)

mit den Fraktionen der Spezies i, fi, die sich aus dem Verhältnis der Konzentration
der Spezies i zur Gesamtkonzentration ergeben: fi = ci

cges
.

Aus Gleichung 3.31 und 3.40 kann für die rote volumennormierte Autokorrelations-
funktion geschrieben werden.
Das Produkt aus Fraktion und Helligkeit jeder Spezies i kann mit dem ersten Moment

(Gleichung 3.37) gleichgesetzt werden fi · ηi = P λ(i) · i · ηFarbsto� und ergibt eingesetzt in
Gleichung 3.33 die für Volumen und Farbsto�verteilung korrigierte Amplitude des roten
Kanals:

G∗r (0) =

∑
i
fi · (i · ηFarbstoff)2[∑
i
fi · i · ηFarbstoff

]2 · 1

cges
(3.41)
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Für die Fraktionen oder Häu�gkeitsverteilung fi wird die Wahrscheinlichkeitsverteilung
Pλ(i) eingesetzt. Damit kann Gleichung 3.41 auf der vorherigen Seite geschrieben werden
als:

G∗r(0) =
1

cges

∑
i
Pλ(i) · i2[∑

i
Pλ(i) · i·

]2 =
λ+ λ2

λ2
· 1

cges
=

1 + λ

λ
· 1

cges
(3.42)

λ gibt die mittlere Anzahl der Farbsto�moleküle pro Teilchen an. Mit Hilfe dieses
Wertes kann im folgenden eine um die Farbsto�verteilung korrigierte Autokorrelations-
amplitude für den roten Kanal G‡r(0) berechnet werden:

G‡r(0) =
1

cges
= G∗r(0) · λ

1 + λ
(3.43)

Gleiches gilt für die grüne Autokorrelation im Falle Poisson-verteilter Farbsto�mole-
küle.
Für die Kreuzkorrelationsamplitude G∗x(0) muss die Farbsto�verteilung nicht berück-

sichtigt werden. Dies wird deutlich, wenn Gleichung 3.35 (mit fi =
∑

j fji und fj =
∑

i fji)
durch Einsetzen des Ersten Moments aus Gleichung 3.37 umgeschrieben werden kann
nach:

G∗x(0) =

[∑
j

Pλg(j) · j

][∑
i

Pλr(i) · i
]

[∑
j

Pλg(j) · j

][∑
i

Pλr(i) · i
] · 1

cges
=
λg · λr
λg · λr

· 1

cges
(3.44)

Dabei bezeichnen λg und λr die mittlere Anzahl Farbsto�moleküle des grünen und
roten Farbsto�es. Die dargestellte Beziehung gilt nur, wenn beide Farbsto�e unabhängig
voneinander auf den Vesikeln verteilt sind und wenn sich kein freier Farbsto� in der
Lösung be�ndet.
Zur Berechnung von λ wird die Ober�äche der Vesikelmembran AVesikelmembran, die

Ober�äche einer Lipidkopfgruppe (für DOPC: AL
∼= 0, 6nm2) [73] und der molare Anteil

an Farbsto� in der Lipidmischung p herangezogen:

λ =
AVesikelmembran

AL
· p (3.45)

Dabei setzt sich AVesikelmembran aus der äuÿeren und inneren Monoschicht zusammen
und lässt sich über die Auÿen- und Innen�äche einer Hohlkugel berechnen:

AVesikelmembran = 4π(
d

2
)2 + 4π(

d

2
− l)2
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λ =
2π ·

(
d2 − 2 · l · d+ 2 · l2

)
AL

· p (3.46)

Der r4−gewichtete Durchmesser d der Vesikel kann in der FCS bestimmt werden. Die
Dicke der Lipidmembran mit l = 3, 7nm wird der Literatur entnommen [74].
Nach Berücksichtigung der Farbsto�verteilung auf den Vesikeln kann aus G‡r(0) die

Vesikelkonzentration berechnet werden, da cges = 1

G‡r (0)
= cV.

Gröÿenverteilung Da die Vesikel durch die Präparationsmethode der Extrusion nicht
einheitlich groÿ werden, muss von einer Gröÿenverteilung ausgegangen werden. Diese
kann mit Hilfe der dynamischen Lichtstreuung (Dynamic Light Scattering, DLS) gemes-
sen und in der Auswertung der FCS-Daten berücksichtigt werden. Allerdings konnten
Werner und Bacia [75] zeigen, dass die direkt in der FCS ermittelten Vesikelgröÿen
näherungsweise auch ohne Berücksichtigung dieser Verteilung für dcFCCS-Messungen
verwendet werden können. Da die dabei entstehende Abweichung klein ist (nur wenige
%), wird die Gröÿenverteilung im vorliegenden Fall vernachlässigt [75, Manuskript in
Vorbereitung].

Setup spezi�scher Qualitätsfaktor Neben den bisher berücksichtigten farb- und pro-
benspezi�schen Ein�üssen auf die Korrelationsamplituden hat auch der Geräteaufbau
selbst durch Nichtidealität Ein�uss auf die Messwerte. Dieser kann allerdings durch Kali-
brierproben, die im Idealfall einer perfekten Kreuzkorrelationsprobe entsprechen, ermit-
telt werden [75, Manuskript in Vorbereitung]. Da die volumen- und farbsto�korrigierten
Amplitudenverhältnisse den Wert 1 annehmen, kann aus dem maximal erreichbaren Ver-
hältnis von G∗x(0)/G‡r(0) = Xr bzw. G∗x(0)/G‡g(0) = Xg anhand von Messungen der
Kalibrierprobe der Qualitätsfaktor Q bestimmt werden.

Qr =
(G∗x(0)/G‡r(0))Kalibrierprobe

(G∗x(0)/G‡r(0))theor
= (G∗x(0)/G‡r(0))Kalibrierprobe (3.47)

Qg =
(G∗x(0)/G‡g(0))Kalibrierprobe

(G∗x(0)/G‡g(0))theor
= (G∗x(0)/G‡g(0))Kalibrierprobe (3.48)

Für das verwendete Setups beträgt das mittlere Q = 0, 92.

3.4. Bindungstheorie

Für die Bestimmung von Bindungskonstanten für die Bindung von Proteinen an Vesikel
mittels FCS sind in der Literatur bisher nur Titrationsdaten von Vesikeln bei sehr kleiner
Protein- bzw. Peptidkonzentration bekannt [55, 56, 76]. Die Auswertung basiert auf Ar-
beiten von Tamm, Peitzsch und Laughlin und Ben-Tal et al., die dafür die Beschreibung
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eines molaren Verteilungskoe�zienten nutzen [77, 78, 79]. KP ist ein Proportionalitäts-
faktor zwischen der Fraktion gebundenem Peptid fP,b und der molaren Konzentration der
freien Peptide in der Lösung cP,free. Für den Fall, dass die Konzentration des für das Pro-
tein zugänglichen Lipids cL,acc sehr viel gröÿer ist als die Konzentration des gebundenen
Proteins cP,b, kann die Beziehung geschrieben werden als [55]:

cP,b = KP · cP,free · cL,acc (3.49)

Die Fraktion fP,b ergibt sich aus der Konzentration membrangebundener Peptide cP,b
und der molaren Konzentration aller Peptide in Lösung cP,tot. Für die Berechnung wird
die Gleichung 3.50 verwendet:

fP,b =
cP,b
cP,tot

=
KP · cL,acc

1 +KP · cL,acc =
cL,acc

KD,L + cL,acc
(3.50)

2 · cL,acc ∼= NL · cV (3.51)

cL,acc ∼= cL/2 gibt die Konzentration zugänglichen Lipids an, da sich nur ungefähr die
Hälfte der Lipide in der äuÿeren Monoschicht be�ndet und die Vesikel als impermeabel
für Protein angenommen werden.Über die Beziehung 3.51 kann diese in eine Vesikelkon-
zentration cV umgerechnet werden, wobei NL die Anzahl Lipide je Vesikel wiedergibt.,
Eine alternative Herangehensweise ist es, die allgemeine Theorie der Bindung von Li-

ganden (z.B. kleine Moleküle, Peptide, Proteine) an ein Matrixmolekül (z.B. DNA, Bin-
deprotein oder Vesikel) mit mehreren Bindeplätzen zugrunde zu legen. Diese Bindeplätze
werden als identisch und unabhängig angenommen.
Für die Bindung von Proteinen an einen einzigen Membranbindungsplatz pro Vesikel

wird die Beziehung 3.52 verwendet:

M + P 
MP (3.52)

Darin ist M der Bindungsplatz auf dem Vesikel, P das Protein und MP der besetzte
Bindungsplatz. In einer Gleichung kann dies wie folgt ausgedrückt werden:

K1 =
[M free] · cP,free

[MP ]
(3.53)

[M free] bezeichnet die Konzentration freier Bindungsplätze, cP,free die Konzentration
freier Proteine in der Lösung und [MP ] ist die Konzentration der Protein-Membranbin-
dungsplatz-Komplexe. Die zugehörige Gleichgewichtsdissoziationskonstante für die Re-
aktion gemäÿ dem Massenwirkungsgesetz wird mit K1 bezeichnet. Die Gleichgewichtsas-
soziationskonstante KP der Reaktion ist demnach 1/K1.
Der häu�g experimentell bestimmbare Grad der Sättigung der verfügbaren Matrixmo-

leküle (ν), welcher Werte zwischen 0 und n annehmen kann, wird durch Gleichung 3.54
beschrieben [80]:
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ν =
cP,b
cV

= n ·
cP,b
n · cV

= n · θ (3.54)

cV entspricht der Gesamtkonzentration der Matrixmoleküle (hier Vesikel). Wenn jedes
Matrixmolekül nur über einen Bindungsplatz (n = 1) verfügt (1:1 Bindung) nimmt ν1
Werte zwischen null und eins an und ist damit gleich dem relativen Bindungsgrad θ
(�fractional saturation� [80]). Dieser kann durch Gleichung 3.55 beschrieben werden.

θ = ν1 =
[MP ]

[Mfree] + [MP ]
(3.55)

Wird Gleichung 3.53 in Gleichung 3.55 eingesetzt, ergibt sich:

θ = ν1 =
cP,free

K1 + cP,free
(3.56)

Dies gilt für KD = K1.
Werden statt Vesikeln mit nur einem Membranbindungsplatz (M) Vesikel betrachtet,

die eine Vielzahl von Bindungsplätzen haben können (V ), wird folgendes Gleichgewicht
verwendet:

V Pj-1 + P 
 V Pj

mit der Gleichgewichtsdissoziationskonstanten:

Kj =
[V Pj-1] · cP,free

[V Pj]
(3.57)

Der Index j gibt die Anzahl der besetzten Bindungsplätze pro Vesikel an. Der Bindungs-
grad ν, für die Bindung mehrerer Proteine an einen Vesikel kann ausgedrückt werden als:

ν =
[V P ] + 2 [V P2] + ...+ n [V Pn]

[V ] + [V P ] + [V P2] + ...+ [V Pn]
=

n∑
j=0

j · [V Pj]

n∑
j=0

[V Pj ]

(3.58)

ν kann Werte zwischen 0 und n annehmen.
Für unabhängige und identische Bindungsplätze auf einem Vesikel stellt θ in Glei-

chung 3.56 den Bindungsgrad bezogen auf einen einzelnen Bindungsplatz dar; aus Glei-
chung 3.54 folgt:

ν = n·
cP,free

kD + cP,free
(3.59)

In Gleichung 3.59 entspricht ν dem messbaren Bindungsgrad einer jeden Probe, kD ist
die mikroskopische Dissoziationskonstante für eine Bindungsstelle. n gibt die maximale
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Anzahl Bindungsplätze je Vesikel an. Wird nicht die Bindung an einen Bindungsplatz
betrachtet, sondern an einen Vesikel mit n Bindungsplätzen, die noch allesamt unbesetzt
sind, so erhöht sich die Wahrscheinlichkeit der Bindung des ersten Proteins an diesen
Vesikel um den Faktor n [80]. Die Dissoziationskonstante KD,V für die Bindung eines
Proteins an einen bis dahin völlig unbeladenen Vesikel ist daher um den Faktor n niedriger
als die mikroskopische Dissoziationskonstante für einen einzelnen Bindungsplatz:

KD,V =
kD
n

(3.60)

Aus bekannter zugänglicher Lipid- und Vesikelkonzentration (cL,acc und cV) kann über
die Gleichung 3.51 die zugängliche Lipidanzahl je Vesikel (NL,acc = 1

2NL) berechnet
werden, woraus Anzahl Lipide je Bindungsplatz (Λacc) ermittelt werden kann:

Λacc =
NL,acc

n
(3.61)

Gleichung 3.50 beschreibt die Bindung an Bindungsstellen. Meist wird jedoch die Li-
pidkonzentration verwendet, da diese leichter messbar ist:

cP,b
cP,ges

=
cBindungsplätze

kD + cBindungsplätze
=

cL,acc
Λacc

kD +
cL,acc
Λacc

=
cL,acc

Λacc · kD + cL,acc
(3.62)

also kann KD,L auch geschrieben werden als:

Λacc · kD = KD,L (3.63)

Bei der Dissoziationskonstanten KD,L als Dissoziationskonstante bezogen auf das Lipid
handelt es sich um eine Hilfsgröÿe, damit anstelle der meist unbekannten Bindungsplatz-
konzentration die messbare Lipidkonzentration verwendet werden kann.
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3.5. Transmissionselektronenmikroskopie

Das erste Transmissionselektronenmikroskop (TEM) wurde 1931 von Ernst Ruska und
Max Knoll konstruiert. Die Untersuchung biologischer Proben mittels eines Transmissi-
onselektronenmikroskops wurde erstmals 1934 von Ladislaus Laslo Marton durchgeführt
und seit den 1940er Jahren wurde die Verwendung der TEM für biologische Untersu-
chungen immer verbreiteter [81].
Im Prinzip ist ein TEM wie ein Lichtmikroskop aufgebaut, bei dem die Probe durch-

strahlt und über ein Linsensystem und die Erzeugung eines Zwischenbildes vergröÿert
dargestellt wird (Abbildung 3.4 auf Seite 33). Das Durchstrahlen der Probe geschieht
hier mittels Elektronen, die eine Wellenlänge λ aufweisen, welche von der Beschleuni-
gungsspannung in der Elektronenkanone abhängt. Zum Beispiel beträgt die Wellenlänge
bei einer Beschleunigungsspannung von 300 kV ca. 0,002 nm, damit kann in der Praxis
ein Au�ösungsvermögen von 0,1 nm erreicht werden [82]. Das Fokussieren des Elektro-
nenstrahls geschieht mit Hilfe von magnetischen Elektronenlinsen, die durch ihre Anord-
nung und Magnetfeldstärke analog zum Lichtmikroskop das Objekt vergröÿern. Um das
Objekt betrachten zu können, müssen die Elektronen in sichtbares Licht umgewandelt
werden. Dafür werden Materialien wie beispielsweise Cadmiumsul�d verwendet, die nach
Anregung durch die Strahlenelektronen sichtbares Licht abgeben. Dieses Licht wiederum
wird in modernen Geräten von CCD-Kameras registriert. Die so erzeugten Bilder können
anschlieÿend mit einem Computer ausgelesen und bearbeitet werden [82]. Eine Neuent-
wicklung sind zudem sogenannte Direkt-Elektronen-Detektoren, die die Elektronen ohne
Umwandlung in Photonen registrieren können [83].
Um Proben im TEM betrachten zu können, ist es nötig, dass diese sich im Vakuum

be�nden. Zudem ist wichtig zu beachten, dass nur sehr dünne Proben von den Elektronen
durchdrungen werden können. Neben ultradünnen Mikrotomschnitten von Geweben ist
es möglich gewebe- und zellfreie Partikel auf Kohle- oder Kunststo��lmen aufzutragen,
die auf einem Stützgitter aus Kupfer aufgebracht sind. Diese dünnen zellfreien Proben,
die auf einem derartigen Kupfergitter getrocknet sind, können z.B. mit Uranylacetat
kontrastiert werden. D.h. durch Anlagerung von schweren Uranylkationen erscheinen die
Partikel durch die Streuung der Elektronen dunkler, wodurch der Kontrast zwischen
Objekt und Hintergrund erhöht werden kann.
Eine weitere häu�g verwendete Art der Proben�xierung ist die Plunge-freezing Technik

(Eintauch-gefrieren). Dabei wird ein dünner wässriger Proben�lm durch schnelles Ein-
tauchen in �üssiges Ethan (-170 °C) schockgefroren. Das führt dazu, dass das zwischen
den Probenpartikeln verbliebene Wasser vitri�ziert und damit eine glasähnliche, kristall-
freie und kontrastarme Schicht bildet. Um sich diese Proben im Elektronenmikroskop
anschauen zu können, ist es daher ebenfalls notwendig, die Probe im EM bei -170°C zu
halten.
Die Transmissionselektronenmikroskopie wurde in dieser Arbeit zusätzlich zur Fluo-

reszenzmikroskopie verwendet. Ausgewählte Proben des COPII-Tubulierungsversuches
wurden mit beiden Mikroskopiemethoden untersucht, um genauere Aussagen über die
entstehenden Strukturen tre�en zu können.
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4. Bindungsstudien von COPII-Proteinen
an GUV mittels qualitativer
Fluoreszenzmikroskopie zur
Aufklärung der Vesikelabschnürung

Dieses Kapitel beinhaltet Daten zur Bindung von COPII-Proteinen an GUV, die bereits
in zwei Artikeln verö�entlicht wurden [1, 3].

4.1. Einleitung zu Bindungsstudien von COPII an GUV mit
Hilfe der Fluoreszenzmikroskopie

Die Bildung von COPII-Vesikeln an der ER-Membran ist bereits gut untersucht. Ebenso
ist die Rolle von Sar1 für die Initiierung der Vesikelbildung und die Rekrutierung der Hüll-
proteine in der Vergangenheit Gegenstand zahlreicher Untersuchungen gewesen. Beides
wird in Abschnitt 1.2 ausführlich dargestellt. Dass Sar1 auch bei der Vesikelabschnürung
eine wesentliche Rolle spielt, konnte ebenfalls schon gezeigt werden [16]. Hierbei blieb
jedoch bislang die Rolle der GTP-Hydrolyse unklar.
Während in vivo mit einer hydrolyseblockierten Sar1-Variante (Sar1-H79G) kaum ab-

geschnürte Vesikel beobachtet werden konnten und der Cargotransport vom ER blockiert
war [84, 57], zeigten in vitro Flotations- und Elektronenmikroskopiestudien unter nicht-
hydrolysierenden Bedingungen (unter Verwendung von GMP-PNP oder GTPγS) dass die
Hydrolyse von GTP für das Abschnüren nicht notwendig zu sein scheint [13, 23, 29, 49].
Im letzteren Fall könnte die Hydrolyse von GTP durch das Sar1 hauptsächlich eine Rolle
beim Zerfallen des COPII von abgeschnürten Vesikeln spielen. Erst dadurch wird die
Fusion mit der Golgi-Membran ermöglicht [51, 23]. Bisher gibt es keine abschlieÿenden
Erkenntnisse darüber, in welche Weise die GTP-Hydrolyse entscheidend für die Vesikelab-
schnürung ist oder ob ebenfalls eine Regulation durch verschiedene Faktoren statt�ndet
[85].
Ein ähnlicher Mechanismus wie beim Sar1 sorgt auch beim Arf1 für eine Bindung

des Proteins an die Membran. Arf1 ist ebenfalls eine kleine GTPase, die zu einem wei-
teren vesikelumhüllenden Proteinkomplex, dem COPI, gehört. Die kleine GTPase Arf1
(ADP-ribosylation factor) rekrutiert den Komplex des COPI an die Golgi-Membran. Arf1
besitzt im Gegensatz zu Sar1 einen Myristylanker an der N-terminalen AH, der sich bei
Aktivierung durch den Austausch von GDP durch GTP mit in die Membran einlagert.
Neben der Rolle der GTP-Hydrolyse oder dem Ein�uss unterschiedlicher Proteine auf

die COPII-Vesikelabschnürung spielt zudem die Membran selbst, bzw. deren Zusam-
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mensetzung eine entscheidende Rolle. Einer der ersten systematischen Bindungsversuche
in vitro an nicht-native Membranen wurde von Matsuoka et al. durchgeführt [13]. Sie
etablierten einen gut de�nierten Lipidmix, an dessen Liposomen COPII-Bindung und
Vesikelabschnürung, untersucht mittels Saccharosedichtegradientenzentrifugation, am ef-
�zientesten war [13, 86]. Dieser Lipidmix, auch als �Major-Minor-Mix� bezeichnet, wur-
de seit der Einführung in vielen in vitro Studien mit Hefe-COPII-Proteinen eingesetzt
[13, 86, 87, 88].
Diese Studien zeigen auch, dass Sar1p in Abwesenheit von sauren Phospholipiden an

die Membran bindet und die Zugabe von Phosphatidylinositol-4-phosphat (PI(4)P) oder
Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (PI(4,5)P2) kaum die Menge an gebundenem Sar1p
erhöht. Die Proteine Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p hingegen binden nur, wenn ne-
ben gebundenem Sar1 auch saure Phospholipide wie 1,2-Dioleoyl-sn-Glycero-3-Phosphat
(DOPA), 1,2-Dioleoyl-sn-Glycero-3-Phospho-L-Serin (DOPS) oder Phosphatidylinosito-
le (PIs) in den Liposomen vorhanden sind. Das deutet darauf hin, dass die COPII-Hülle
durch elektrostatische Interaktion der Proteine mit der Membran stabilisiert wird [13].
Blumenthal-Perry et al. konnten in in vivo Zellstudien zeigen, dass durch Bindung von
aktiviertem Sar1 an das tER die Konzentration von PI4P in diesen Bereichen kurzzeitig
ansteigt und damit die Bindung von Sec23/Sec24 sowie Sec13/Sec31 begünstigt wird
[89]. Ein Ein�uss des Ergosterols auf die Bindung der COPII-Proteine konnte hingegen
nicht nachgewiesen werden. Da dieses Sterol jedoch ein Bestandteil des ER in Hefezellen
ist [90], wurde es zugefügt, um eine künstliche Lipidmischung zu erhalten, die bezüglich
der Kopfgruppenzusammensetzung dem natürlichen System nahe kommt.

In in vitro Studien gibt es, anders als bei in vivo Untersuchungen, die Möglichkeit, alle
Schritte der Vesikelabschnürung durch die COPII-Proteine zu kontrollieren. Der Ein�uss
der Umgebung, die Membranzusammensetzung und -krümmung und die Abfolge der
Proteinzugabe können untersucht werden. Oft unbeachtet bleibt der Ein�uss, den eine
Methode selbst auf die zu untersuchenden Mechanismen hat.
Möglicherweise können die widersprüchlichen Untersuchungsergebnisse der verschie-

denen Arbeitsgruppen hinsichtlich der Rolle der GTP-Hydrolyse mit dem Ein�uss der
Untersuchungsmethode selbst erklärt werden. So wurden zur Untersuchung des Ein�usses
nicht-hydrolysierbarer GTP-Analoga auf die Entstehung kleiner Liposomen aus Groÿen
Unilamellaren Vesikeln (LUV) meist Dichtegradientenzentrifugation oder Ultrazentrifu-
gation zur Sedimentation verwendet [13, 29, 91]. Es kann nicht ausgeschlossen werden,
dass die Scherkräfte an den Tubuli und Vesikeln ein Abschnüren bewirken.
Um derartige mechanische Ein�üsse möglichst gering zu halten, wurde in den folgenden

Untersuchungen auf eine Zentrifugation verzichtet und mit der Lichtmikroskopie eine
wenig invasive Methode gewählt, die sehr gut zur Beobachtung kleiner Strukturen in
vivo und in vitro geeignet ist.
Zellen und deren Strukturen sowie Proteine und durch sie verursachte Veränderungen

können dank der Verwendung der konfokalen Fluoreszenzmikroskopie bis ca. 0,5 - 1 µm
genau lokalisiert und abgebildet werden [68]. Ein Vorteil der Fluoreszenzmikroskopie ist,
dass durch gezieltes Einsetzen �uoreszierender Farbsto�e nur die Bereiche oder Objek-
te sichtbar gemacht werden können, die in der jeweiligen Untersuchung von Interesse
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sind, z.B. die Membran oder einzelne Proteine eines Komplexes. Weiterhin kann hierbei
nicht nur ein Endpunkt betrachtet werden, wie es zum Beispiel bei Bindungsversuchen
mittels Flotation der Fall ist, sondern der Prozess selbst ist in räumlicher und zeitlicher
Au�ösung, also in situ, verfolgbar.
Durch die Verwendung von GUV, die mit einem Durchmesser von 20 - 50 µm etwa der

Gröÿe einer Zelle entsprechen und im Mikroskop gut sichtbar sind, ist die konfokale Fluo-
reszenzmikroskopie auch für in vitro Untersuchungen von Vesikeln interessant geworden
[92, 93, 94]. Vesikel dieser Gröÿe weisen eine geringe Krümmung auf. Damit sind sie gute
Modellmembranen für die Beobachtung von Proteinen, die Krümmung induzieren und
Abschnürung bewirken, wie die Proteine des COPII.
Zur besseren Analyse der entstehenden Strukturen im Bereich von 50 - 100 nm bie-

tet die Elektronenmikroskopie inzwischen ebenfalls Möglichkeiten, Objekte mit geringer
mechanische Beein�ussung zu untersuchen.
Ziel der in diesem Kapitel vorgestellten Arbeiten war die mikroskopische Untersuchung

der Bindung von Sar1p bzw. aller COPII-Proteine an GUV mit besonderem Augenmerk
auf der Rolle der GTP-Hydrolyse durch das Sar1p. Dafür wurden die durch die Protein-
bindung hervorgerufenen Veränderungen der Membranstrukturen in vitro mit Hilfe der
konfokalen Fluoreszenzmikroskopie beobachtet. Zur besseren Au�ösung der Strukturen
wurden ebenfalls elektronenmikroskopische Aufnahmen angefertigt.
Des weiteren sollte untersucht werden, ob der komplexe Major-Minor-Mix notwendig

ist, um die typischen Strukturen des COPII unter nicht-hydrolysierenden Bedingungen
zu erhalten, oder ob eine vereinfachte Lipidmischung gleiche Ergebnisse liefern kann.

4.2. Durchführung der Bindungsexperimente

4.2.1. GUV-Präparation für die Proteinrekonstitution

Die GUV wurden nach der klassischen Methode der Elektroformation im Wechselstrom-
feld hergestellt [95]. Es wurden die in Tabelle 4.1 aufgeführten Lipidmischungen, Major-
Minor-Mix, Major-Mix [13] sowie die einfacheren Mischungen aus DOPC/DOPE und
DOPC/DOPA verwendet.
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Tabelle 4.1.: Lipidmischungen für die COPII-Rekonstitutionsexperimente. Alle Angaben sind
in mol%. Der Major-Minor-Mix und der Major-Mix wurde von [13] eingeführt.

Lipid Major-Minor-Mix Major-Mix DOPC/DOPE DOPC/DOPA

DOPC 34,4 53 80 80
DOPE 14,8 23 20
DOPA 3,4 5 20
DOPS 5,4 8
PI 5,4 11

PI(4)P 1,5
PI(4,5)P2 0,5
CDP-DAG 1,3
Ergosterol 33

Diese Lipidmischungen wurden jeweils mit 0,5mol% (bezogen auf die Gesamtlipidmen-
ge) des �uoreszierenden Lipidanaloges Rhodamin B - DHPE versetzt.
Die in Chloroform/Methanol (2/1 v/v) gelösten Lipide wurden bei 60 °C auf einem

Heizblock auf der ITO-Schicht von groÿen Glasplatten ausgestrichen. Zwei dieser Glasp-
latten wurden, getrennt durch einen 2 mm dicken Silikonring, zu einer Kammer zusam-
mengebaut und mit 500mosmol/l Saccharoselösung luftblasenfrei befüllt. Anschlieÿend
wurde ein Wechselstromfeld mit einer Spannung von Ue� = 1,5V und einer Frequenz von
f = 10Hz an die innen liegenden ITO-Schichten angelegt. Die Elektroformation wur-
de für ca. 6 Stunden bei Raumtemperatur durchgeführt, bevor die GUV geerntet und
in äquiosmolare Glukoselösung überführt wurden. Die durch Sedimentation über Nacht
bei 4 °C gewonnene konzentrierte GUV-Suspension enthielt ca. 0,8 mM Lipid, was mit-
tels Phosphattest (durchgeführt von Claudia Müller) bestimmt werden konnte. Die GUV
wurden bei 4 °C gelagert und innerhalb einer Woche verwendet.

4.2.2. Proteingewinnung

Überexpression von Sar1p, Sar1p-H77L, Sar1p-SCCS und Sec12p-∆C

Die Gensequenzen sowohl für Sar1p (Vektor pTY40) [51] als auch für die zytoplasmati-
sche Domäne von Sec12p (Sec12p-∆C) [29] waren in einen pGEX-2T-Expressionsvektor
eingebracht und wurden freundlicherweise von Randy Schekmann zur Verfügung gestellt.
Die Sar1p-H77L-Variante wurde durch ortsgerichtete Mutagenese erzeugt (durchgeführt
von Sebastian Daum), ebenso die Sar1p-SCCS-Variante (durchgeführt von Jan Auers-
wald). Die Überexpression der Glutathion-S-Transferase-(GST)-Fusionskonstrukte mit
Thrombinschnittstelle erfolgte in Escherichia coli BL21 (DE3). Die Zellen wurden in
Schüttelkolben in 1,5 l LB-Medium auf dem Schüttelinkubator bei 150 rpm und 37 °C bis
zu einer optischen Dichte (OD600) von 0,6 inkubiert. Dann folgte die Induktion zur Ex-
pression von GST-Sar1p mit Isopropyl β-D-1-thiogalactopyranosid (IPTG) (f.c. 1mM)
für zwei Stunden bei 30 ◦C. (Die Induktion mit IPTG zur Expression von GST-Sec12p-
∆C erfolgte für drei Stunden bei 37 °C.) Anschlieÿend wurden die Zellen durch Zentrifu-
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gation in der Beckmann Zentrifuge Avanti J30-I mit Rotor JLA9.1000 bei 5000×g und
4 °C für 30min sedimentiert. Die Zellpellets wurden bei −80 °C aufbewahrt.

Reinigung von Sar1p und Sar1p-SCCS

Sofern nicht anders erwähnt, wurde die Reinigung der Proteine bei 4 °C durchgeführt. Das
Zellpellet (ca. 5 g) wurde in 45ml TBS-Pu�er, versetzt mit 5 mM Magnesium und 5 µM
GDP [29] sowie 1mg/ml Lysozym, gelöst. Nach dem Zellaufschluss per Gaulin Homoge-
nisator und Zentrifugation (JA30.50-Rotor, 20000 ×g, 4 °C, 30min) wurde der Überstand
auf eine Gravitations�usssäule mit 5 ml-GSH-Agarose aufgebracht. Nach dem Waschen
mit fünf Säulenvolumen TBS-Mg mit 5 µM GDP wurde die Säule mit TCB-Pu�er, ver-
setzt mit 5 µM GDP, umgepu�ert. Durch Zugabe von vier Einheiten Thrombin und vor-
sichtiges Schütteln für eine Stunde bei Raumtemperatur wurde das GST-Fusionsprotein
an der Thrombinschnittstelle zwischen GST und Protein gespalten. Das abgespaltene
Sar1p sowie die Protease Thrombin wurde mit TCB-Pu�er von der Säule eluiert. Zum
Abtrennen des Thrombin wurde eine 1 ml Benzamidinsepharosesäule nachgeschaltet.
Thrombin bindet an die Benzamidinsepharose und kann damit aus der Sar1p-Lösung
entfernt werden. Die einzelnen Zwischenschritte sowie die Elutionsfraktionen nach der
Benzamidinsepharosesäule wurden in der SDS-PAGE kontrolliert. Die Proteinkonzen-
tration wurde mittels Bradfordmethode bestimmt. Alle Sar1p enthaltenden Fraktionen
wurden in �üssigem Sticksto� schockgefroren und bei−80 °C aufbewahrt.

Reinigung von Sec12p-∆C

Die Reinigung von Sec12p-∆C erfolgte nach einem ähnlichen Protokoll wie Sar1p, mit
einzelnen Abweichungen: Die Zellen wurden in Resuspendierungspu�er für Sec12p-∆C
(siehe Tabelle 2.3) gelöst. Der Zellaufschluss erfolgte per Ultraschall für 20 min. Das
Einspülen der Säule vor der Thrombin-Spaltung und das Waschen danach erfolgte mit
TCB-Pu�er ohne GDP-Zugabe.

Kontrolle der Proteinreinigung mittels SDS-PAGE

Um die Schritte der Proteinreinigung zu kontrollieren wurde die denaturierende Poly-
acrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) verwendet. Dabei wurden die Proteine durch
das im Gel und Probenpu�er enthaltene SDS denaturiert und negativ geladen. Somit
war es möglich, die Proteine anhand ihrer molaren Masse durch Anlegen einer Spannung
aufzutrennen. Jeweils 5 ml der Proben wurden zu 10 ml SDS-Probenpu�er gegeben, bei
95 °C denaturiert und auf ein Trenngel mit 15 % Acrylamid (Massenanteil) aufgetragen.
Die elektrophoretische Trennung wurde bei 25mA für 50min durchgeführt. Es wurde das
Tris-HCl/ Tris-Glyzerin-Pu�ersystem nach [96] verwendet. Die Färbung mit 0,12 % (w/v)
Coomassie Blue Silver G-250, gelöst in Wasser mit 20 % (v/v) Methanol, 10 % (w/v)
Phosphorsäure, 10 % (w/v) Ammoniumsulfat erfolgte über Nacht. Anschlieÿend wurde
die überschüssige Farbe durch Inkubation des Gels für ca. 1,5 Stunden in Entfärbelösung,
bestehend aus 10 % (v/v) Essigsäure und 20 % (v/v) Ethanol in Wasser, entfernt.
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Bestimmung der Proteinkonzentration

Die Proteinkonzentration aller Proteine wurde mittels Bradfordreagenz bestimmt. Dafür
wurden 10 µl der jeweiligen Elutionsfraktion mit 200 µl Bradfordreagenz 30min inkubiert
und anschlieÿend die Absorption bei 595 nm gemessen. Über eine BSA-Kalibrierreihe im
Bereich von 0 - 1 mg/ml Protein konnte aus den Absorptionswerten die Konzentration
berechnet werden.

Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p

Die Expression von Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p erfolgte in Saccharomyces cerevi-
siae Stämmen, die freundlicher Weise von Randy Schekman zur Verfügung gestellt wur-
den. Sec23p-R722A/Sec24p wurde durch ortsgerichtete Mutagenese hergestellt. Alle Ar-
beiten zur Mutagenese, Expression und Reinigung von Sec23p/Sec24p,
Sec23pR722A/Sec24p sowie Sec13p/Sec31p wurden von Sebastian Daum durchgeführt,
der die Proteine anschlieÿend freundlicherweise zur Verfügung stellte.

Arf1p

Die Expression von Arf1p erfolgte in einem Escherichia coli Stamm, der ebenfalls freund-
licher Weise von Randy Schekman zur Verfügung gestellt wurde. Die Anzucht und Rei-
nigung des Proteins wurde von Sebastian Daum durchgeführt, der die Proteine für die
vergleichenden Untersuchungen zur Verfügung stellte.

Markierung von Sar1p-SCCS

Die Markierung des Sar1p-SCCS (siehe Tabelle 2.6 auf Seite 26) mit Alexa Fluorr488 Ma-
leimid wurde von Jan Auerswald durchgeführt und freundlicherweise für die Experimente
zur Verfügung gestellt.

4.2.3. Sar1p-Bindung an wenig gekrümmten Membranen

Für den Ansatz zur Bindung von Sar1p an GUV wurde dem HKM-Pu�er 1mM GTP
oder ein anderes Guanosinnukleotid (GMP-PNP, GDP) zugesetzt. Um das GTP in �un-
begrenzter� Menge zur Verfügung zu stellen, wurde den Ansätzen zusätzlich zum GTP
ein GTP-Regenerationssystem (gekennzeichnet als GTPr) zugefügt. Dieses bestand aus
0,2mg/ml (f.c.) Kreatinphosphokinase und 40mM (f.c.) Kreatinphosphat in B88-Pu�er
[87]. Zu 10 µM Sar1p wurden des weiteren 1 µM Sec12p-∆C(1-354) zugegeben. Dabei
handelt es sich um die N-terminale zytosolische Domäne des Sec12p ohne Transmembran-
helix und lumenalen Teil [29].Alternativ zum Sec12p wurden 2,5 mM EDTA eingesetzt,
welches durch die Komplexierung des Mg2+ den Austausch von GDP zu GTP erleichtert.
Um die GUV nicht durch osmotische Ein�üsse zu zerstören, wurden alle eingesetzten

wässrigen Bestandteile hinsichtlich ihrer Osmolalität vermessen und im Gesamtansatz
mit Glyzerin entsprechend auf die Osmolalität der GUV-Suspension eingestellt. Die Re-
aktion wurde mit Zugabe von ca. 40 µM Lipid in Form von GUV gestartet (siehe auch
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Tabelle 4.2). Nach Zusammengeben aller Komponenten wurde der Ansatz in einer Kam-
mer, bestehend aus zwei mit Gelatine beschichteten Deckgläsern und einem ca. 300 µm
hohen Abstandshalter aus doppelseitigem Klebeband, für zwei bis sechs Stunden bei
Raumtemperatur im Dunkeln inkubiert.
Zunächst wurde untersucht, unter welchen Bedingungen Sar1p allgemein eine Krüm-

mung der Membran induzieren kann. Um den Ein�uss der Hydrolyse zu untersuchen,
wurden GTPr, GDP oder GMP-PNP eingesetzt und die resultierenden Strukturen vergli-
chen. Zusätzlich wurde eine Variante (Sar1p-H77L) mit GTP kombiniert, die eine norma-
le intrinsische GTPase-Aktivität aufweist, aber unemp�ndlich gegenüber dem GTPase-
aktivierenden Protein Sec23p ist [57]. Um den Ein�uss der amphipathischen Helix auf
Membranen zu untersuchen, wurde zudem eine ∆N23-Sar1p-Variante verwendet, der die
Aminosäuren 1-23, welche die amphipathische Helix bilden, fehlten [16]. Nach einer In-
kubationszeit von zwei Stunden erfolgte die mikroskopische Analyse des Ein�usses von
Sar1p auf GUV. Zum Vergleich wurde Arf1p mit GTP an GUV untersucht.

4.2.4. In vitro Rekonstitution der minimalen COPII-Komponenten

Die Bindungsversuche mit dem gesamten inneren und äuÿeren COPII an GUV wurden
ebenfalls in HKM-Pu�er, der mit 1mM GTP oder einem anderen Nukleotid (GMP-
PNP, GDP) versetzt war, durchgeführt. Hierbei wurden 2 µM Sar1p mit 1 µM Sec12p-∆C
(oder 2,5mM EDTA), 0,32 µM Sec23p/Sec24p und 0,52 µM Sec13p/Sec31p gemischt. Die
Osmolalität wurde mittels Glyzerin angepasst und die Reaktion durch Zugabe von ca.
40 µM Lipid in Form von GUV gestartet (siehe auch Tabelle 4.2). Die Kammer wurde,
wie in Abschnitt 4.2.3 beschrieben, zusammengesetzt und die Probe für zwei Stunden
bei Raumtemperatur im Dunkeln inkubiert. Für die Elektronenmikroskopie wurde ein
Teil des Ansatzes in einem 200 µl PCR-Röhrchen inkubiert, bevor es für die weitere
Präparation verwendet wurde.
Neben der Möglichkeit ein nicht-hydrolysierbares GTP einzusetzen, wurde auch die

Sar1p-H77L-Variante mit GTP untersucht. Als eine weitere Möglichkeit, die Hydrolyse
des GTP zu unterdrücken, wurde (von Sebastian Daum) eine Variante des Sec23p einge-
führt, die an der Stelle 722 anstelle eines Argininrestes, ein Alanin trägt (Sec23p(R722A)/
Sec24p), und damit unfähig ist, das Sar1p hinsichtlich der Hydrolyse zu aktivieren
[18, 20].

60



Tabelle 4.2.: Endkonzentrationen der Reaktionsansätze für die Sar1p- und COPII-
Rekonstitutionsversuche. Nukleotid bezeichnet hier GTP, GTPr, GDP oder GMP-PNP

Komponente Endkonzentration für
Sar1p-Bindung in mM

Endkonzentration
für COPII-Rekonstitution

in mM

HEPES 20 20
Kaliumazetat 50 50

Magnesiumchlorid 1,2 1,2
Sar1p 0,01 0,002

Nukleotid 2 1
Regenerationssystem:
Kreatinphosphokinase 0,0025

Kreatinphosphat 40
Sec12p-∆C 0,001 0,001

Sec23p/Sec24p 0,00032
Sec13p/Sec31p 0,00052

10 %iges Glyzerin
(w/v)

variabel zur Einstellung der Osmolalität

Lipid in Form von
GUV

0,04 0,04

4.2.5. Konfokale Lichtmikroskopie

Nach der Inkubation der Proteinrekonstitutionsproben wurde die Deckglaskammer oh-
ne weitere Manipulation in den Probenhalter des inversen Mikroskopsetups gelegt. Die
Aufnahmen wurden mit dem in Abschnitt 3.2.3 beschriebenen LSM-Aufbau unter Ver-
wendung eines C-Appochromat 40×/1,2 N.A. Wasserimmersionsobjektivs durchgeführt.
Die Anregungswellenlänge für den Lipidfarbsto� Rhodamin B - DHPE betrug 561 nm
mit einer Laserleistung von ca. 30 - 90 µW, DiD C18 wurde mit der Wellenlänge 633 nm
und einer Leistung von 20 - 50 µW angeregt. Das mit Alexa Fluorr488 markierte Protein
wurde mit einer Wellenlänge von 488 nm und einer Leistung von 15 - 50 µW angeregt.
Die Aufnahmen am LSM710 erfolgten mittels der ZEN 2009 - Software. Die Bildbearbei-
tung wurde ebenfalls in diesem Programm durchgeführt. Um die Membranveränderungen
sichtbar zu machen, wurde für alle Abbildungen, wenn nicht anders erwähnt, eine nicht-
lineare Darstellung (γ = 0, 45) gewählt, um die Helligkeiten anzupassen. Alle Proben
wurden bei Raumtemperatur mikroskopiert.

4.2.6. Negativ-Kontrastierungs- und
Kryo-Transmissionselektronenmikroskopie

Die negativ-kontrastierten Proben wurden nach der Inkubationszeit von zwei Stunden
präpariert, indem 5 µl der in vitro rekonstituierten Probe auf ein mit Formvar�lm be-
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schichtetes Kupfergrid aufgebracht wurden. Nach einer Minute wurde überschüssige Flüs-
sigkeit mit Filterpapier abgenommen und 5 µl einer 1 %igen (w/v) wässrigen Uranylaze-
tatlösung ebenfalls für eine Minute auf das Grid gegeben, bevor es wieder entfernt wurde.
Die getrockneten Proben wurden von Annette Meister mit einem EM 900 Transmissi-
onselektronenmikroskop untersucht und die Bilder mit einer SSCCD SM-1k-120 Kamera
aufgenommen.
Für die Kryo-Elektronenmikroskopie wurden die in vitro rekonstituierten Proben auf

ein mit Kohlensto� beschichtetes Elektronenmikroskopiegrid pipettiert. Überschüssige
Flüssigkeit wurde mit Filterpapier abgenommen wodurch ein dünner Flüssigkeits�lm auf
dem Grid verblieb. Dieser wurde durch schnelles Eintauchen in �üssiges Ethan sofort
vitri�ziert. Die Proben wurden in �üssigem Sticksto� aufbewahrt. Die Bildaufnahme er-
folgte an einem Tecnai F30 300kV FEI Elektronenmikroskop, welches mit einer 4K FEI
Eagle Kamera ausgestattet war. Die Bilder wurden mit einer Vergröÿerung von 20 000×,
entsprechend einer Pixelgröÿe von 0,59 nm, mit einem Defokus zwischen−3 µm und−4 µm

mit einer Dosis von 25 e−/Å2 am Tecnai FEI EM gemacht. Präparation und Bildauf-
nahme der Kryo-Proben wurden von Annette Meister und Simone Prinz am EMBL in
Heidelberg durchgeführt.

4.3. Ergebnisse und Diskussion der COPII-Bindung an GUV

4.3.1. Sar1p-Bindung an GUV

Sar1p-induzierte Krümmung von Membranen

Aktiviertes Sar1p (Sar1p-GTP) kann in Abwesenheit der restlichen COPII-Komponenten
durch Einlagern seiner amphipathischen Helix in die äuÿere Membranschicht Spannung
erzeugen und die gesamte Membran krümmen [16, 54]. Hinzu kommt eine helikale An-
ordnung der Sar1p-Moleküle untereinander [54]. Es entstehen stark gekrümmte tubuläre
Strukturen. Dadurch verändert sich das Verhältnis von Ober�äche (Lipide) zu Volumen,
es wird mehr Lipid bei kleinem Volumen benötigt. Dadurch kommt es zu Spannungen in
der Membran, die zum Zerreiÿen der GUV führt (siehe Bacia et al. 2011, Abbildung 1d
[1]). In Folge dessen bleiben Nester aus weichen Tubuli in der Probe sichtbar.
Wie in Abbildung 4.1 A ersichtlich, waren zwei Stunden nach Zugabe von Sar1p-GTPr

keine GUV mehr in der Probe zu erkennen. Sar1p-GTPr bewirkte, dass alle groÿen Ve-
sikel platzten und sich kleine fädige Strukturen bildeten. Anhand der LSM-Aufnahmen
ist es nicht möglich, den Durchmesser dieser dünnen Röhren abzuschätzen. Wurde statt
des GTPr, das Nukleotid GDP in den Ansatz gegeben, konnte keine Veränderung der
GUV beobachtet werden (Abbildung 4.1 B). In Abbildung 4.1 C wird deutlich, dass
∆N23-Sar1p die Membran auch unter aktivierenden GTP-Bedingungen nicht verformte.
Dieser Sar1p-Variante fehlen die 23 N-terminalen Aminosäuren, die der amphipathischen
Helix des Sar1p entsprechen. In früheren Studien konnte nachgewiesen werden, dass sich
∆N23-Sar1p hinsichtlich der GTP-Bindung und -Hydrolyse wie das Sar1p verhält [16].
Dafür wurde Sar1p sowie das mit His-Tag versehene ∆N23-Sar1p an mit Nickellipid ver-
setzten Vesikeln untersucht. Es konnte festgestellt werden, dass die Änderung der Tryp-
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tophan�uoreszenz, die durch den Austausch von GDP zu GTP messbar ist, mit beiden
Proteinvarianten vergleichbar war [16]. Dies zeigt, dass GTP-Bindung und -Hydrolyse
unabhängig von der amphipathischen Helix sind [16]. Die in Abbildung 4.1 C gezeigten
Beobachtung sprechen dafür, dass das Einlagern der amphipathischen Helix notwendig
ist, um Krümmung an Membranen zu erzeugen. Ebenso wenig hatten die Proteine des
GTP-Regenerationssystems und Sec12p-∆C in Abwesenheit von Sar1p einen Ein�uss auf
die Membran (Abbildung 4.1 D).

Abbildung 4.1.: Sar1p-GTP erzeugt Krümmung (A) Ansatz mit 10 µM Sar1p, 1µM Sec12p-∆C und
1mM GTPr inkubiert mit �uoreszenzmarkierten GUV. Eine Aktivierung des Sar1p mit
GTP zerstörte die GUV und verursachte eine Tubulierung mit sehr starker Krümmung.
(B) 10µM Sar1p, 1µM Sec12p-∆C und 2mM GDP inkubiert mit GUV, zeigte keine
Tubulierung, die GUV wurden nicht zerstört. (C) Bei Zugabe von Sar1p als ∆N23-
Variante [18] (10µM), ohne amphipathische Helix, mit 1mM GTP und 1µM Sec12p-∆C
zu GUV blieben die GUV erhalten. (D) Die Kontrolle ohne Sar1p mit1 µM Sec12p-∆C
und 1mM GTPr zeigte keine Zerstörung der GUV. Für alle Ansätze wurden GUV aus
Major-Minor-Mix mit 0, 5 mol% Rhodamin B - DHPE verwendet. Es wurde für ca. zwei
Stunden bei Raumtemperatur im Dunkeln inkubiert. γ = 0, 45; Maÿbalken = 20 µm
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Es wurde deutlich, dass die Krümmung von Membranen, die durch die amphipathi-
sche Helix des Sar1p verursacht wird [16], auch in der Fluoreszenzmikroskopie eindeutig
nachweisbar war.
Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass die Fähigkeit von Sar1p, an Membranen

zu binden und diese zu krümmen, unabhängig von der GTP-Hydrolyse ist. Dies zeig-
ten Versuche mit Sar1p mit nicht-hydrolysierbarem GMP-PNP (Abbildung 4.2 A). Die
Sar1p-H77L-Variante, die aufgrund einer Strukturänderung GTP zwar binden kann, aber
unemp�ndlich gegenüber der GAP-Aktivität des Sec23p ist [57], wurde ebenfalls in die-
sem Bindungsansatz untersucht. Frühere Untersuchungen zeigten, dass die intrinsische
GTP-Hydrolyseaktivität bei beiden Proteinvarianten (Sar1p und Sar1p-H77L) ähnlich
ist [57]. In den gezeigten Untersuchungen konnte ebenfalls kein Unterschied in der Mem-
branbindung festgestellt werden (Abbildung 4.2 B). Damit kann die Sar1p-H77L hier,
hinsichtlich ihrer Fähigkeit an Membranen zu binden, wie die Wildtyp-Variante des Sar1p
behandelt werden. In Untersuchungen mit humanem Sar1b wurden ähnliche Ergebnisse
erhalten [54, 53].

Abbildung 4.2.: Die Tubulierung ist Hydrolyse-unabhängig. Sar1p tubulierte �uoreszenzmarkierte
Major-Minor-Mix GUV, nach zweistündiger Inkubation bei Raumtemperatur im Dun-
keln mit (A) 10µM Sar1p, 1 µM Sec12p∆C und 1mM GMP-PNP und (B) mit 10µM
Sar1pH77L, 1µM Sec12p∆C und 5mM GTPr ohne dass Hydrolyse notwendig war.
γ = 0, 45; Maÿbalken = 20 µm

Die Hydrolyse von GTP ist in Abwesenheit des GTPase aktivierenden Proteins
Sec23p/Sec24p sehr langsam, wie auch biochemische Daten zur Hydrolyseaktivität [57,
Jan Auerswald, persönliche Mitteilung] belegen. Dies erklärt den fehlenden Unterschied
zwischen den Versuchen mit GTPr oder mit GMP-PNP im Ansatz nach zweistündiger
Inkubation. Nach einer längeren Inkubationszeit von vier bis sechs Stunden werden Un-
terschiede zwischen den Proben mit verschiedenen Nukleotiden deutlich, diese werden in
Abschnitt 4.3.1 näher beschrieben und diskutiert.
Bei höherer Au�ösung in der Elektronenmikroskopie konnte ein Unterschied zwischen

Membranen mit und ohne eingelagertem Protein festgestellt werden. Dies ist in Abbil-
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dung 4.3 A, in der Membranen mit Sar1p (rote Pfeile, Vergröÿerung a) und ohne Sar1p
(weiÿe Pfeile, Vergröÿerung b) nebeneinander zu sehen sind, ersichtlich. Zwischen Mem-
branen, die mit Sar1p-GTPr, Sar1p-GMP-PNP oder Sar1p-H77L-GTPr inkubiert wur-
den, konnte hingegen kein Unterschied festgestellt werden (vergleiche Abbildung 4.3 A-
C). In allen drei untersuchten Proben war eine verdickte Membran zu erkennen. Diese
Verdickung entsteht durch die Einlagerung des Sar1p. Auÿerdem wird deutlich, dass
Sar1p-umhüllte Lipidstrukturen wahrscheinlich durch die oben bereits beschriebene Af-
�nität des Sar1p zu Ober�ächen, bevorzugt auf oder am Kohlensto� haftete und nur
selten frei in der vitri�zierten Eisschicht der Löcher zu �nden war (besonders deutlich in
Abbildung 4.3 B). Dies machte es unmöglich Unterschiede in der Bescha�enheit und im
Muster der Sar1p-umhüllten Strukturen zu erkennen. Die durch die Bindung des Sar1p
gebildeten Tubuli hatten an den schmalsten Stellen einen Durchmesser von etwa 45-90 nm
und eine sehr variable Länge. Die in Abbildung 4.1 B-D dargestellten Kontrollen konnten
nicht in der Elektronenmikroskopie untersucht werden, da GUV zu groÿ für die kleinen
Maschen des EM-Grids sind und mechanisch zerstört werden würden.

Abbildung 4.3.: Kryo-EM-Aufnahmen (A) Sar1p mit Sec12p-∆C und GTPr. (B) Sar1p mit Sec12p-
∆C und GMP-PNP. (C) Sar1p-H77L mit Sec12p-∆C und GTPr. Präparation von An-
nette Meister, Aufnahmen Tecnai FEI am EMBL in Heidelberg von Simone Prinz. Maÿ-
balken 200 nm, Defokus: 4 µm

Sar1p erzeugt photolabile lange steife Tubuli

Neben den bereits in Abschnitt 4.3.1 beschriebenen weichen, �exiblen Tubuli konnten
nach einer längeren Inkubationszeit (ca. vier bis sechs Stunden ab Zugabe der GUV zu
Sar1p-GTPr und Sec12p-∆C) der GUV mit Sar1p (Abbildung 4.4 B) oder Sar1p-H77L
(Abbildung 4.6 A) und Sec12p-∆C mit GTPr auch lange, steife Tubuli beobachtet wer-
den. Dies Tubuli entstehen möglicherweise erst durch eine exakte helikale Anordnung
der Sar1p-Moleküle auf der Lipidober�äche, die ein Versteifen der zu Beginn weichen
Membranschläuche ermöglicht. Dies könnte durch wenige GTP-Hydrolysezyklen und ein
dadurch erfolgendes Loslösen von und ein anschlieÿendes wieder Einbauen in die Mem-
bran geschehen. Da nicht alle Sar1-Moleküle gleichzeitig GTP hydrolysieren und von der
Membran dissoziieren, kann die zweite Bindung eines Sar1p an die Membran besser an be-
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reits vorhandenen Sar1p-Molekülen ausgerichtet werden, wodurch eine höhere Ordnung
ermöglicht wird. Dafür spricht zum einen die lange Inkubationszeit und zum anderen
die Notwendigkeit eines GTP-Regenerationssystems, um diese steifen Tubuli zu erhal-
ten. Ähnliche tubulären Strukturen wurden bereits mit dem Hamster Sar1A beobachtet
[54]. Die steifen Tubuli, die eine Länge von ≈100 µm erreichen können, waren zumeist
deutlich heller als die anderen Strukturen in der Probe, was auf ein Bündel tubulärer
Strukturen hinwies. Da diese mit Sar1p gebildeten Strukturen bei direkter Beleuchtung
mit dem sichtbaren Laserlicht schnell destabilisiert wurden und sich zusammenzogen
(Abbildung 4.5 und 4.6 A), war es bisher nicht möglich diese genauer zu untersuchen.
Bemerkenswert in den mit Sar1p durchgeführten Untersuchungen war jedoch, dass Tu-
buli in Regionen auÿerhalb des Fokus sich nicht zusammenzogen. Ebenfalls konnte das
Zusammenziehen auch ohne Verwendung des Lasers und ohne Fluoreszenzfarbsto�e in
der Di�erentialinterferenzkontrastmikroskopie (DIC) nach längerer Belichtungszeit beob-
achtet werden. Damit kann das Vorhandensein des Farbsto�es als spezi�sche Ursache für
das Zusammenziehen ausgeschlossen werden. Wurden GUV der gleichen Lipidmischung
mit gleichem Fluoreszenzfarbsto� unter gleichen Bedingungen wie für Sar1p-GTPr statt-
dessen mit Arf1p und GTPγS inkubiert, konnten ausschlieÿlich sehr lange steife Röhren
(Abbildung 4.4 C) beobachtet werden. Diese waren auch nach längerer Beleuchtung sta-
bil. Arf1 ist eine kleine GTPase, die Bestandteil des COPI ist. Sie hat eine dem Sar1 sehr
ähnliche Struktur und auch Funktionsweise. Ein entscheidender Unterschied der beiden
kleinen GTPasen ist ein Myristylanker am Ende der amphipathischen Helix des Arf1, der
beim Sar1 nicht vorhanden ist. Dieser lagert sich in den hydrophoben Teil der Membran
ein und stabilisiert die Protein-Membran-Interaktion [97]. Möglicherweise könnte dieser
Anker ein Dissoziieren des Proteins von der Membran ohne Hydrolyse des GTP verhin-
dern. Sar1 hingegen könnte ohne diesen Anker bei Energiezufuhr durch Licht von der
Membran dissoziieren.
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Abbildung 4.4.: Vergleich der verschiedenen Tubuli von Sar1p an GUV mit Arf1p an GUV.
(A) 10 µM Sar1p mit 1 µM Sec12p-∆C und 1 µm GTPr inkubiert mit �uoreszenzmar-
kierten GUV, bildete weiche Tubuli mit Sar1p nach 2 h Inkubation bei RT und (B)
steife Tubuli nach 6 h Inkubation. (C) 10 µM Arf1p inkubiert mit 1 mM GTPγS und
GUV bildete nach ca. 4 h bei Raumtemperatur im Dunkeln ausschlieÿlich lange stei-
fe Tubuli, die sich bei Einstrahlung des Laserlichtes nicht zusammenzogen. γ = 0, 45;
Maÿbalken = 20 µm

Für Protein-Protein-Interaktionen wurden bereits Beispiele von lichtinduziertem Auf-
lösen der Bindungen erbracht [98, 99, 100]. Versuche mit Alexa Fluorr488 markier-
tem Sar1p lieÿen bisher keine Aussage darüber zu, ob das Zusammenziehen der Tu-
buli mit einem Dissoziieren des Sar1p von der Membran zusammenhängt (vergleiche
Abbildung 4.6 B). Die räumliche Au�ösung und die Emp�ndlichkeit eines konfokalen
Mikroskops erreicht in diesem Fall seine Grenzen. Wenn davon ausgegangen wird, dass
es zu einem lichtinduzierten Herauslösen der amphipathischen Helix aus der Membran
kommt, entstehen Membrandefekte, die sehr schnell geschlossen werden müssen, um zu
verhindern, dass hydrophobe Lipidketten der wässrigen Umgebung ausgesetzt werden.
Dieses schnelle Umorganisieren der Lipiddoppelschicht könnte durch das Drehen und
Zusammenziehen der Tubuli erfolgen. Jedoch ist es wahrscheinlich, dass das dissoziier-
te Sar1p-Alexa Fluorr488 aufgrund der schnellen Verteilung durch die Di�usion und
der niedrigen resultierenden Konzentration nicht im Mikroskopiebild als Erhöhung der
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Hintergrund�uoreszenz detektierbar ist.

Abbildung 4.5.: Steife Tubuli von Sar1p ziehen sich zusammen. 10 µM Sar1p mit 1 µM Sec12p-
∆C und 1 µm GTPr, inkubiert mit �uoreszenzmarkierten GUV, bildete nach ca. vier
bis sechs Stunden bei Raumtemperatur im Dunkeln neben weichen Tubuli wenige steife
Tubuli, die sich bei Lasereinstrahlung zusammen zogen. γ = 0, 45; Maÿbalken = 20 µm

Abbildung 4.6.: Zusammenziehen der Tubuli mit Sar1p-Varianten. (A) Sar1p-H77L (B) Sar1p-
Alexa Fluorr488 zieht sich ebenfalls zusammen, aber ein Abfallen des Proteins von der
Membran ist nicht zu sehen. Maÿbalken 20 µm, γ = 0, 45.

Wie bereits erwähnt handelt es sich möglicherweise bei diesen starren Strukturen um
eine höhere Ordnung von Sar1p auf den Tubuli. Leider ist es bisher nicht gelungen,
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diese starren Strukturen in der Kryo-Elektronenmikroskopie wiederzu�nden, wie dies
bereits für Säuger-Sar1A [54] und -Sar1B [53] gelungen ist. Long et al. zeigten, dass
Hamster-Sar1A in der Fluoreszenzmikroskopie sichtbare steife Tubuli bildet [54] . Die-
se sind jedoch in gröÿerer Anzahl vorhanden, wenn sie auf Poly-L-Lysin-beschichteten
Deckgläsern inkubiert werden, auf denen es zu einem Anhaften der Strukturen kommt.
Für die nicht hydrolysierende Variante des Sar1-H79G konnten die Autoren diese Art
der Tubuli nicht �nden. In negativ-gefärbten Elektronenmikroskopieaufnahmen konn-
ten sie kurze starre Stücke au�ösen, auf denen eine höhere Ordnung erkennbar zu sein
scheint [54]. Hariri und Kollegen fanden in der Elektronenmikroskopie ebenfalls nur
wenige starre Tubuli von unterschiedlicher Dicke [53]. Um Strukturanalysen an Kryo-
Elektronenmikroskopieaufnahmen durchführen zu können, nutzten sie D-Galactosyl-β-
1,1'N-nervonoyl-D-erythro-sphingosin (GalCer), ein Lipid, dass, wenn zu 50 vol% zu den
übrigen Lipiden zugesetzt, selbstständig tubuläre Strukturen mit einem einheitlichen
Durchmesser von ca. 30 nm bildet [53]. Die Beschichtung mit Poly-L-Lysin wurde in den
hier beschriebenen Untersuchungen nicht verwendet, da es das Ziel war, die Manipulati-
on so gering wie möglich zu halten. Hinzu kommt, dass diese Art der Beschichtung bei
kryo-elektronenmikroskopischen Untersuchungen nicht eingesetzt werden kann. Die Ver-
wendung von GalCer-Tubuli, wie von Hariri et al. beschrieben, würde wahrscheinlich auch
für Sar1p gleichmäÿige und gut zu untersuchende Tubuli ergeben. Da hierbei allerdings
der Durchmesser vorgegeben und die Lipidzusammensetzung nicht natürlich ist, kann kei-
ne sichere Aussage über natürliche Strukturen getro�en werden. In dieser Arbeit wurde
deshalb auf diese Hilfsmittel verzichtet. Stattdessen wurden weitere COPII-Proteine ein-
gesetzt, um Mechanismen und Strukturen aufzuklären. Dies soll im nächsten Abschnitt
betrachtet werden.

4.3.2. COPII-Rekonstitution an GUV

COPII-Rekonstitution unter hydrolysierenden und nicht-hydrolysierenden
Bedingungen

Wie im vorigen Abschnitt beschrieben, konnte durch Sar1p-GTP in Anwesenheit von
Sec12p-∆C eine Krümmung der Membran induziert, aber keine Abschnürung von Ve-
sikeln beobachtet werden. Es ist bekannt, dass ein minimaler Satz von Proteinen, be-
stehend aus den COPII- Hüllproteinen Sar1p, Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p sowie
dem GEF Sec12p-∆C, nötig ist, um in vitro ein Abschnüren von kleinen Vesikeln aus
ER-Membranen (Mikrosomen) herbei zu führen [58].
Nach Inkubation der mit Rhodamin B - DHPE �uoreszenzmarkierten Major-Minor-

Mix-GUV mit den COPII- Hüllproteinen sowie dem GEF Sec12p-∆C und GTP, zeigte
sich im konfokalen Laser Scanning Mikroskop ein heterogenes Bild (Abbildung 4.7 A).
Neben wenigen intakten GUV wurden die meisten Vesikel zerstört und vielfältige Struk-
turen von kleinen Vesikeln über Tubuli bis hin zu Membranaggregaten waren zu erkennen.
Ein ähnliches Bild ergab sich in Abwesenheit des GEF Sec12p-∆C, welches durch
EDTA im Ansatz ersetzt wurde (Abbildung 4.7 B). EDTA unterstützte den Austausch
von GDP zu GTP an Sar1p durch die Erniedrigung der Magnesiumkonzentration [29]. Die
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Kontrolle, bestehend aus dem vollständigen COPII in Anwesenheit von Sec12p-∆C und
dem inaktiven, GDP-gebundenen Sar1p, zeigte unbeein�usste GUV (Abbildung 4.7 C).
Wie bereits in Abschnitt 4.3.1 gezeigt, ist der Austausch von GDP zu GTP notwendig,
damit Sar1p an Membranen bindet. Erst durch die Bindung dieser kleinen GTPase ist
es den übrigen Proteinen möglich, die Hülle um die Membran zu bilden [23, 16]. Die
Hydrolyse von GTP dagegen scheint vielmehr bei der Dissoziation der Hülle und der
möglicherweise damit verbundenen Abschnürung der Vesikel eine Rolle zu spielen [101].
Aus diesem Grund war für die in Abbildung 4.7 A und B dargestellten Versuche zu er-
warten, dass sich aus den GUV kleine Vesikel von 50-100 nm Durchmesser abschnüren,
die im LSM nicht au�ösbar wären und nur als erhöhte Hintergrundhelligkeit au�allen
könnten. Demzufolge sollten in den Aufnahmen entweder nur GUV (kleiner als zuvor)
mit hellem Hintergrund oder ein einheitlich heller Hintergrund zu sehen sein. Die tatsäch-
lichen Beobachtungen lassen die Vermutung zu, dass das verwendete Set an Proteinen
doch nicht ausreicht, um die beschriebenen Vesikel abzuschnüren und ein weiterer Schritt
zwischen groÿen Lipidreservoires und kleinen Vesikeln statt�ndet. Darauf deuten die ver-
einzelt auftretenden kurzen Tubuli in Abbildung 4.7 A und B (weiÿe Pfeile) hin, die
ein Zwischenschritt sein könnten. Ähnliches wurde auch schon in früheren Arbeiten mit
Elektronenmikroskopie an LUV beobachtet [29].

Abbildung 4.7.: COPII verformt GUV bei Sar1p-Aktivierung durch GTP. In allen drei Ansätzen
wurden die mit 0,5 mol% Rhodamin B -DHPE versetzten Major-Minor-Mix-GUV für
zwei Stunden im Dunkeln bei Raumtemperatur mit 2 µM Sar1p, 320 nM Sec23p/Sec24p,
520 nM Sec13p/Sec31p sowie 1 mM eines Nukleotids inkubiert. (A) In Anwesenheit des
GEF Sec12p-∆C mit aktiviertem Sar1p-GTP wurden die GUV fast vollständig zerstört.
Es bildeten sich vielfältige Strukturen von kleineren Vesikeln über Tubuli bis hin zu
nicht de�nierbaren Aggregaten. (B) Ähnliches ist zu beobachten, wenn ohne Zugabe
von Sec12p-∆C EDTA eingesetzt wird. (C) Mit GDP im Ansatz wurden die GUV nicht
verformt. γ = 0, 45; Maÿbalken = 20 µm

Nach diesen nicht eindeutigen Bildern von COPII-deformierten GUV-Membranen un-
ter hydrolysierenden Bedingungen mit GTP (Abbildung 4.7 A und B) sollten im Folgen-
den Bedingungen gefunden werden, in denen die Hydrolyse von GTP auf verschiedene
Art unterdrückt war, um diese mögliche Zwischenstufe besser zu untersuchen. Dies wur-
de neben dem Einsatz von GMP-PNP, welches ein nicht-hydrolysierbares GTP-Analogon
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darstellt, auch mit den Proteinvarianten Sar1p-H77L und Sec23p-R722A realisiert. Sar1p-
H77L besitzt eine dem Wildtyp Sar1p vergleichbare intrinsische GTPase-Aktivität, wel-
che jedoch nicht durch das GTPase aktivierende Protein (GAP) Sec23p weiter erhöht
werden kann [57]. Bei der Sec23p-R722A-Variante wurde das Arginin an Position 722,
welches als �Arginin�nger� ins katalytische Zentrum von Sar1p hineinreicht, durch ein
Alanin ersetzt. Das Arginin im Wildtyp Sec23p sorgt für eine Repositionierung von GTP
und einen e�zienten Umsatz zu GDP [102, 18, 20]. Auch hier steht Sar1p nur seine int-
rinsische Hydrolyseaktivität zur Verfügung. Somit wurde in beiden Fällen das GTP nur
sehr langsam hydrolysiert und Sar1p (bzw. Sar1p-H77L) blieb lange in seinem aktivierten
Zustand mit ausgeklappter amphipathischer Helix an der Membran gebunden.
Mit der Zugabe von GMP-PNP zu dem bereits erwähnten Satz von COPII-Proteinen,

zeigten sich in der konfokalen Mikroskopie lange steife Tubuli (Abbildung 4.8 A). Da
diese dünnen Röhren deutlich lichtschwächer waren als die als Donormembran dienen-
den GUV und einen Durchmesser unterhalb der Au�ösungsgrenze der Lichtmikroskopie
aufwiesen, wurde in den Abbildungen 4.7 und 4.8 der γ-Wert auf 0,45 verändert, was
eine höhere Gewichtung und damit bessere Sichtbarkeit schwach leuchtender Strukturen
zulässt. Da alle LSM-Abbildungen in gleicher Weise korrigiert wurden, konnten diese
objektiv verglichen werden. Die beschriebene Starrheit der Tubuli wurde besonders im
Live-Bild deutlich. Hier war zu erkennen, dass die Tubuli sich nicht wie weiche Fäden,
sondern wie feste Strahlen im Ganzen bewegen. Diese Strukturen wurden ebenfalls bei
Inkubation der GUV mit der Sar1p-H77L-Variante in Anwesenheit von GTP gefunden
(Abbildung 4.8 B).
Auch der Einsatz einer Sec23p-R722A-Variante in Kombination mit Sar1p, GTP und

den übrigen COPII-Proteinen führte zur Ausbildung steifer Tubuli an GUV (Abbil-
dung 4.8 C). Im Gegensatz zu bisherigen Studien [13, 29] verhinderte scheinbar in den
vorliegenden Experimenten das Unterdrücken der Hydrolyse eine Abschnürung von Ve-
sikeln. Vielmehr schienen die Hüllproteine der Membran eine starke Krümmung auf-
zuzwingen, ohne sich anschlieÿend von der Donormembran zu lösen. Damit stehen die
gewonnenen Ergebnisse im Kontrast zu Versuchen, bei denen mittels Dichtegradienten-
zentrifugation abgeschnürte Vesikel nur unter GMP-PNP-Bedingungen, nicht aber unter
GTP-Bedingungen gefunden wurden [13, 29].
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Abbildung 4.8.: COPII-Hülle auf GUV unter nicht-hydrolysierenden Bedingungen. Für die
dargestellten Mikroskopieaufnahmen wurden mit Fluoreszenzfarbsto� markierte Major-
Minar-Mix-GUV mit COPII-Proteinen in der gleichen Konzentration wie in Abbildung
4.7 inkubiert. (A) GTP wurde durch ein nicht-hydrolysierbares Analogon, hier GMP-
PNP, ersetzt. (B) COPII in Anwesenheit der Variante Sar1p-H77L mit GTP sowie (C)
die Variante Sec23p-R722A/Sec24p in Anwesenheit von Sar1p und GTP repräsentie-
ren nicht-hydrolysierende Bedingungen auf Proteinebene. In allen drei Ansätzen lieÿen
sich hauptsächlich steife tubuläre Strukturen rund um die GUV erkennen. γ = 0, 45;
Maÿbalken = 20 µm

Schnürten sich bei der hier verwendeten nicht-invasiven Methode von Inkubation und
anschlieÿender Mikroskopie unter Gleichgewichtsbedingungen mit GTP oder unter den
verschiedenen nicht-hydrolysierenden Bedingungen kleine Vesikel ab, wären diese nicht
in der Lichtmikroskopie sichtbar, da deren Gröÿe mit 60-90 nm [51, 103] unterhalb der
Au�ösungsgrenze von etwa 300 nm liegt. Zumeist kann man das Abschnüren solch kleiner
Vesikel nur undeutlich im konfokalen Mikroskop sehen oder indirekt durch eine Volumen-
abnahme der GUVs beobachten [104]. Um Strukturen dieser Gröÿe sichtbar zu machen
sowie um genauere Aussagen über die starren Strukturen in ihrer Gröÿe und Form machen
zu können, wurden die Proben zusätzlich in der Elektronenmikroskopie, welche praktisch
ein Au�ösungslimit von wenigen Nanometern erreicht, untersucht (Abbildung 4.9).
Hierbei wurde für die Inkubation mit GTP deutlich, dass neben gröÿeren Vesikeln

ohne Protein (Abbildung 4.9 A, weiÿer Pfeil) auch kleine Vesikel mit der für COPII
typischen Gröÿe gefunden wurden (Abbildung 4.9, rote Pfeile). Diese zeigten eine deutlich
verdickte und unstrukturierte äuÿere Membranschicht. Ebenfalls zu erkennen waren leere
Membrankä�ge, die wahrscheinlich nur aus den Proteinen der Hülle, Sec23p/Sec24p und
Sec13p/Sec31p, bestanden (schwarze Pfeile).
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Abbildung 4.9.: Kryo-Elektronenmikroskopie von Vesikeln mit COPII in Anwesenheit von
GTP. Die Probe aus Abbildung 4.7 A in der Kryo-Elektronenmikroskopie betrachtet,
zeigte, dass sich kleine Vesikel mit einem Durchmesser von ca. 100 nm abgeschnürt ha-
ben. Diese Vesikel zeigten im Gegensatz zur Membran ohne Protein (weiÿer Pfeil) eine
deutlich verdickte äuÿere Membranschicht (roter Pfeile). Daneben sind ebenfalls Protei-
naggregate ohne Membran (schwarze Pfeile) zu erkennen. Die beschriebenen Strukturen
bildeten sich sowohl (A) ohne GEF bei Inkubation mit EDTA zur Erniedrigung der
Mg2+-Konzentration, als auch (B) mit GEF Sec12p-∆C aus. Maÿbalken entsprechen
200 nm. (vergleiche Abbildungen 2 D und 2 E aus Daum et al. [3]) (Bilder aufgenom-
men von Annette Meister und Simone Prinz am Tecnai FEI am EMBL, Heidelberg)
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Abbildung 4.10.: Elektronenmikroskopieaufnahmen unter nicht-hydrolysierenden Bedingun-
gen. Wie auch in Abbildung 4.8 für die konfokale Mikroskopie gezeigt, sind in
den Elektronenmikroskopiebildern tubuläre Strukturen zu erkennen. (A,B) Sar1p,
Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p mit 2,5 mM EDTA und 1 mM GMP-PNP und
(C) mit Sec12p statt EDTA zeigten eingeschnürte (weiÿe Pfeile) und gerade (schwarze
Pfeile) tubulärer Strukturen, jedoch keine abgeschnürten Vesikel. (D) Sar1p-H77L mit
Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p mit 2,5 mM EDTA und 1 mM GTP zeigte gerade
(schwarzer Pfeil) und eingeschnürte Tubuli (weiÿer Pfeil). (E) Der gleiche Ansatz wie
in (D) mit Sec12p-∆C, ohne EDTA, lieÿ langgestreckte Membrantubuli erkennen. Das
Bild im Bild zeigt die beiden Linien der Membrandoppelschicht (rot) mit zusätzlicher
COPII-Schicht (grün) (F) Der Ansatz mit Sar1p, Sec12p-∆C, Sec23p-R722A/Sec24p
und Sec13p/Sec31p mit 1 mM GTP zeigte ebenso lange, starre Membrantubuli. (A,
B, F) sind negativ kontrastierte Proben, aufgenommen von Annette Meister am Zeiss
EM 900 MLU Halle-Wittenberg. (C, D, E) sind Aufnahmen vitri�zierter Proben von
Annette Meister und Simone Prinz am Tecnai FEI am EMBL, Heidelberg). Maÿbalken
entspricht jeweils 200 nm. (Vergleiche Abbildung 2 in Daum et al. (2014) [3])
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Die unter nicht-hydrolysierenden Bedingungen im LSM nur als feine Ausstülpungen der
Donor-Vesikel sichtbaren Strukturen konnten ebenfalls mit dieser hochau�ösenden Me-
thode deutlich dargestellt werden (Abbildung 4.10). Es wurden unterschiedliche Ausprä-
gungen der tubulären Membranen sichtbar. Einerseits waren langgestreckte, gerade, star-
re Membrantubuli zu erkennen (schwarze Pfeile), andererseits fanden sich eingeschnürte
tubuläre Verlängerungen (weiÿe Pfeile), die an Perlenschnüre erinnerten. Diese zwei un-
terschiedlichen Morphologien waren meist innerhalb einer Probe (Abbildung 4.10 B - D),
teilweise innerhalb eines Tubulus (Abbildung 4.10 B, C) sichtbar.
Besonders in den Kryo-EM-Aufnahmen (Abbildung 4.10 C - E) wird zusätzlich zu einer

verdickt erscheinenden Membran (zwei Linien - rot) eine dritte Linie (grün) sichtbar.
Dabei handelt es sich um die äuÿere COPII-Hülle, bestehend aus einem polymerisierten
Ge�echt von Sec13p/Sec31p [21]. Alle beschriebenen Strukturen sind unabhängig von
der Art der Hydrolyseinhibierung und wurden sowohl mit Sar1p-GMP-PNP als auch mit
Sar1-H77L-GTP beobachtet. Lediglich die Experimente mit Sec23p-R722A, lassen weder
die �Überstruktur� noch Einschnürungen erkennen (Abbildung 4.10 F)
Bisherige Lichtstreuexperimente an künstlichen Liposomen konnten zeigen, dass GTP

nur eine transiente Membranbindung des COPII vermittelt, welche aber durch die ka-
talytisch aktive, zytoplasmatische Domäne des GEF Sec12p durch wiederholtes Beladen
von Sar1p mit GTP nach der Hydrolyse stabilisiert werden kann [29]. Mit GMP-PNP
bleibt die Bindung der COPII-Proteine hingegen, unabhängig von der Verwendung von
Sec12p-∆C, über einen längeren Zeitraum bestehen [23, 29]. Über eine Abschnürung klei-
nerer Vesikel konnten die Autoren allerdings keine Aussage tre�en, vielmehr verursachte
die Bindung der Proteinhülle eine Änderung der Signalintensität in den Lichtstreuexpe-
rimenten [23]. In anderen Experimenten war GMP-PNP notwendig um kleinere Vesikel
aus den Liposomen abzuschnüren, nach Inkubation mit GTP konnte keine Fraktion ab-
geschnürter Vesikel gefunden werden [13, 29]. In biochemischen Abschnürungsversuchen
aus natürlichen Membranen wie Hefe-ER-Membranen erwiesen sich GTP und GMP-PNP
fast gleich e�zient für die Abschnürung kleiner Vesikel [51], ähnlich verhielt es sich bei in
vitro-Versuchen mit semiintakten HELA-Zellen, aus denen sowohl mit GTP, als auch mit
GTPγS Vesikel isoliert werden konnten [49]. Neuere Untersuchungen an künstlichen �a-
chen Membranschichten mittels Rasterkraftmikroskop (Atomic Force Microscope, AFM)
zeigten, dass Sar1 ohne Hydrolyse nicht in der Lage ist die Membran zu verändern [105].
Im natürlichen System bindet Sar1p und die gesamte COPII-Hülle ebenfalls mit Hil-

fe von hydrolysierbarem GTP in Anwesenheit von Sec12p und anderer regulatorischer
Proteine wie Sec16p [39, 42, 44] und Sed4p [106] sowie verschiedener Cargo- und SNARE-
Proteine an die ER-Membran und setzt damit die Abschnürung von kleinen Vesikeln in
Gang [13, 107]. Möglicherweise war die �minimale COPII-Hülle� nicht ausreichend, um
den Vorgang der Vesikelabschnürung vollends zu erklären, bzw. waren evtl. die Präpara-
tionsbedingungen zu harsch um die fein abgestimmten Proteininteraktionen wiederzuge-
ben. In vivo Untersuchungen mit der Hydrolyse-blockierten Sar1-H79G-Variante zeigten
bereits neben einzelnen Vesikeln auch Schnüre, bestehend aus mehreren nicht abgetrenn-
ten Vesikeln [84].
Die �uoreszenzmikroskopischen Aufnahmen (Abbildung 4.7 und 4.8), die nach dem

zusammengeben ohne mechanische Manipulation inkubiert und aufgenommen wurden,
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verdeutlichen die Notwendigkeit der Sar1p-Aktivierung durch den Austausch von GDP
durch GTP um morphologische Veränderungen an der Membran hervorrufen zu können.
Jedoch können aus diesen Aufnahmen kaum Aussagen über die Art der Membranverfor-
mung durch die COPII-Hülle getro�en werden. Dafür sind hochau�ösende elektronen-
mikroskopische Abbildungen nötig (Abbildung 4.9). Aus diesen wird deutlich, dass es,
anders als bisher gezeigt [23, 29] in Anwesenheit von Sec12p-∆C und GTP vermutlich zur
Abschnürung von Vesikeln kommt. Im Unterschied zu der Arbeit von Futai und Mitar-
beitern [29] wurde die Inkubationszeit von 15 min auf 2 h verlängert und die Präparation
für die Elektronenmikroskopie konnte ohne Zentrifugation durchgeführt werden. Damit
konnte sichergestellt werden, dass die entstandenen Vesikel keine Präparationsartefakte
sind. Diese Präparation, die nahezu frei von mechanischer Manipulation ist, wurde bei
der Untersuchung der nicht-hydrolysierenden Bedingungen noch wichtiger. Hier konn-
te gezeigt werden, dass es ohne die Hydrolyseaktivität von Sar1p nicht zur Ausbildung
von kleinen Vesikeln kommt. Vielmehr schien es sich bei den in früheren Versuchen ge-
fundenen Vesikel unter GMP-PNP-Bedingungen um Präparationsartefakte zu handeln.
So fanden Lee et al. nach der Inkubation von LUV mit COPII und GMP-PNP, nach
Fixierung und 30 minütiger Sedimentation durch Ultrazentrifugation bei 100.000×g, in
der Elektronenmikroskopie neben kleinen Vesikeln auch kurze Vesikelketten [16]. Nach
16-stündiger Ultrazentrifugation von LUV mit COPII und GMP-PNP auf einem Zucker-
gradienten hingegen konnte eine Fraktion homogener kleiner umhüllter Vesikel gefunden
werden [13]. Es scheint plausibel, dass es sich bei den eingeschnürten Vesikelketten, die
bei Unterdrückung der Hydrolyse entstehen, um eine Art Vorstufe zur Vesikelbildung
handelt.
Neben der guten Au�ösung der Vesikel und Tubuli in der Elektronenmikroskopie konn-

ten speziell in den Abbildungen der Kryo-Elektronenmikroskopie auch die Strukturen der
Proteinhülle selbst verglichen werden. Während die Vesikel unter GTP-Bedingungen ei-
ne eher unstrukturierte Hülle aufwiesen (Abbildung 4.9), zeigten die Tubuli, wenn unter
nicht-hydrolysierenden Bedingungen inkubiert wurde, vergleichsweise geordnete Struk-
turen (Abbildung 4.10). Für eine Strukturau�ösung mittels Elektronenmikroskopie sind
statische Strukturen und eine hohe Ordnung von groÿem Vorteil, wenn nicht gar unerläss-
lich [18, 108]. Da es sich bei lebenden Organismen aber um dynamische Strukturen und
Prozesse handelt, kann eine durch die Unterdrückung der Hydrolyse starre Struktur den
Prozess der Abschnürung als Ganzes nicht erklären. Die Beobachtung, dass es auch un-
ter hydrolysierenden Bedingungen eine Proteinhülle auf den abgeschnürten Vesikeln gibt
(Abbildung 4.9), bestätigt Daten, die zeigten, dass Sec23p trotz GTP-Hydrolyse und
der Dissoziation von Sar1p von der Membran auf den Transportvesikeln gebunden bleibt
[51]. Dies scheint für die spätere Interaktion mit den Golgi-Bindungsfaktoren (Tethering
factors) wichtig zu sein [24]. Ebenso konnte gezeigt werden, dass die Inhibierung der
GTP-Hydrolyse durch Sar1p den ER-zu-Golgi-Transport hemmt, wobei die Abschnü-
rung von Vesikeln aus ER-Membranen unverändert blieb und lediglich die Fusion mit
der Golgi-Membran gehemmt wurde [51]. Oka und Nakano zeigten, dass die Hydroly-
se von Sar1 notwendig ist, um die Bindung der COPII-Vesikel an den Golgi-Apparat
zu initiieren, aber eine nachträgliche Inhibierung durch Zugabe von Sar1-GTPγS nicht
möglich war, was eine Änderung der COPII-Hülle nach Verlassen des Sar1 vermuten lässt

76



[109].
Die Unterschiede zwischen nativen ER-Membranen und künstlichen Membranmischun-

gen legen die Vermutung nahe, dass ein weiterer wichtiger Faktor zu den �minimalen CO-
PII Komponenten� dazugehört, der bisher keine Berücksichtigung fand. Es kann lediglich
vermutet werden, dass die gezeigten steifen Strukturen (Abbildungen 4.7 - 4.10) durch
Zentrifugation zu den Vesikeln und kurzen Fragmenten werden, die in der Vergangenheit
nach in vitro Rekonstitution beobachtet wurden [23, 16]. Um zu di�erenzieren, ob die
GTP-Hydrolyse bereits während der Abschnürung vonstatten geht und damit evtl. auch
einen Ein�uss auf die Abschnürung als solche hat, oder sie nur dem Herauslösen von
Sar1 aus den COPII-Vesikeln dient, um diese auf die Bindung mit der Golgi-Membran
vorzubereiten, macht weitere Untersuchungen nötig.

Lipidabhängigkeit der COPII-Rekonstitution

Matsuoka und Kollegen untersuchten die Proteinbindung mittels Flotationsexperimen-
ten um Lipid-gebundene und -ungebundene Proteine voneinander zu trennen [13]. Dabei
stellten sie fest, dass eine neutrale Mischung aus DOPC/DOPE die GMP-PNP vermit-
telte Bindung von Sar1p unterstützt, nicht aber die Bindung von Sec23p/Sec24p und
Sec13p/Sec31p. Die Zugabe von negativ geladenen Lipiden (PI, DOPS und DOPA zu
DOPC und DOPE, wird als Major-Mix bezeichnet) bewirkt eine schwache Bindung von
Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p, die erst durch Zugabe von PI4P, PI(4,5)P2 und CDP-
DAG deutlich verbessert wird. Anknüpfend an diese Untersuchungen sollen im Folgenden
die Ergebnisse einer COPII-Rekonstitution unter GMP-PNP-Bedingungen an neutrale
GUV aus DOPC und DOPE, sowie an teilweise geladenen Liposomen, zum einen aus
DOPC und DOPA, zum anderen aus dem Major-Mix bestehend, mit Strukturen aus
Abschnitt 4.3.2 an Major-Minor-Mix-GUV verglichen werden (Zusammensetzung der Li-
pidmischungen siehe Tabelle 4.1).
Je nach Lipidmischung wurden durch Zugabe der COPII Komponenten Sar1p, Sec12p-

∆C, Sec23p/Sec24p, Sec13p/Sec31p sowie GMP-PNP verschiedene Membranmorphologi-
en ausgebildet (Abbildung 4.11). Nach der bisher eingehaltenen Inkubationszeit von zwei
Stunden (obere Reihe) waren die GUV aus DOPC/DOPE (80/20 mol%) kaum verändert.
Vesikel aus einer Lipidmischung, die auch negativ geladene Lipide, in Form von DOPA
oder einer Mischung aus DOPA, DOPS und PI (Major-Mix) enthielt, wurden durch die
COPII-Proteine sichtlich verändert. Die ausgebildeten Strukturen waren allerdings deut-
lich verschieden zu denen mit COPII an Major-Minor-Mix erhaltenen starren Tubuli.
Nach einer mehr als 3fach verlängerten Inkubationszeit von insgesamt sieben Stunden
(Abbildung 4.11 A2-C2) waren mit der neutralen Lipidmischung (DOPC/DOPE) neben
den Vesikelkränzen um die GUV auch sehr feine fädige Strukturen sichtbar. Die einfache
negativ geladene Mischung aus DOPC/DOPA (80/20 mol%) zeigte eher ein Aggregieren
als eine Weiterentwicklung der röhrenförmigen Strukturen. An Major-Mix-GUV hingegen
fanden sich Strukturen, die denen von COPII mit GMP-PNP an Major-Minor-Mix-GUV
glichen.
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Abbildung 4.11.: Lipidabhängigkeit der Tubulierung von Membranen durch GMP-PNP ver-
mittelte COPII-Rekonstitution. Konfokale Laser Scanning-Bilder nach der Inku-
bation von mit Rhodamin B - DHPE �uoreszenzmarkierten GUV verschiedener Lipid-
konzentration mit 2 µM Sar1p, 2 µM Sec12p-∆C, 0,32 µM Sec23p/Sec24p, 0,52 µM
Sec13p/Sec31p und 1 mM GMP-PNP. Obere Reihe (A 1 - C 1) nach zwei Stunden Inku-
bation, untere Reihe (A 2 - C 2) nach sieben Stunden Inkubation bei Raumtemperatur
im Dunkeln. (A) GUV aus DOPC/DOPE (80/20 mol%) (B) GUV aus DOPC/DOPA
(80/20 mol%) (C) GUV aus Major-Mix (siehe Tabelle 4.1) Maÿbalken entspricht 20
µm; γ=0,45

Damit konnte gezeigt werden, dass die Fähigkeit der COPII-Proteine, die Form von
Membranen zu verändern, auch von der Lipidzusammensetzung abhängt. Obwohl an un-
geladenen Lipidmischungen nur Sar1p-GMP-PNP binden sollte [13], waren die entstande-
nen Strukturen nicht wie erwartet mit denen ohne Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec31p im
Ansatz vergleichbar. Dies spricht für einen Ein�uss der Hüllproteine auf das Sar1p, auch
wenn diese nicht an die Membran binden können. Es wurde deutlich, dass der üblicherwei-
se in Rekonstitutionsexperimenten mit Hefe-COPII-Proteinen eingesetzte Major-Minor-
Mix [13, 39, 29, 16, 110, 21] eine optimale und schnelle Bindung der COPII-Komponenten
und eine Ausformung der starren Tubuli unter nicht-hydrolysierenden Bedingungen si-
chert. Bei längerer Inkubationszeit schien auch der Major-Mix auszureichen, um eine
vollständige Rekonstitution der COPII-Proteine an der Membran zu erreichen. In ihrer
Bachelorarbeit konnte Lea Dietrich zeigen, dass das Weglassen von Ergosterol aus der
Lipidmischung keinen Ein�uss auf die Ausbildung starrer Tubuli hatte [111]. Dies kann
mit den Ergebnissen von Matsuoka et al. in Einklang gebracht werden, der ebenfalls
keinen Ein�uss dieses Sterols messen konnte und es deshalb nicht in der ursprünglichen
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Zusammensetzung des Major-Minor-Mix vorgesehen hatte [13]. Da Ergosterol jedoch ein
wichtiger Bestandteil des ER in Hefezellen ist [90], wurde es zugefügt um möglichst nahe
am natürlichen System zu arbeiten. Des weiteren konnte in dieser Bachelorarbeit gezeigt
werden, dass der Major-Mix auch ohne DOPE oder PI die Ausbildung starrer Tubu-
li durch COPII ermöglichte, lediglich der Entzug beider Lipide hatte einen negativen
Ein�uss und störte die Rekonstitution der Proteinhülle auf der Membran. Damit kann
festgehalten werden, dass der komplexe Lipidmix durch Weglassen einer Komponente ver-
einfacht werden könnte [111]. Um genauere Aussagen darüber tre�en zu können, wäre es
nötig, elektronenmikroskopische Untersuchungen anzuschlieÿen, in denen eine bessere Be-
urteilung der entstandenen Membranstrukturen möglich ist. Es kann jedoch angenommen
werden, dass in der Zelle eine Lipidzusammensetzung existiert, die eine fein abgestimm-
te, nicht zwangsläu�g maximal a�ne Membranbindung ermöglicht. Schlieÿlich kommt es
in der Zelle nur zur vorübergehenden Ausbildung einzelner Vesikelknospen oder kurzer
Tubuli, die sich als Vesikel abschnüren. Für weitere Experimente wird es deshalb nötig
sein, eine Lipidmischung zu wählen, die dem komplexen natürlichen System möglichst
nahe kommt, um die Rolle regulatorischer Faktoren genauer bestimmen zu können.

4.4. Zusammenfassung zu den
COPII-Bindungsuntersuchungen mittels
Fluoreszenzmikroskopie

Im ersten Teil dieses Kapitels konnte gezeigt werden, dass Sar1p auch in Abwesenheit der
restlichen COPII-Komponenten in der Lage ist eine starke Krümmung von Membranen in
Form von dünnen Röhren aus (fast) ungekrümmten Membranen zu erzeugen. Für diesen
ersten Schritt der Rekrutierung verschiedener Proteine an die ER-Membran, der durch
Sec12p stabilisiert wird, ist zwar der Austausch von GDP zu GTP an Sar1p notwendig,
nicht aber die Hydrolyse von GTP (Abbildung 4.1 und 4.2). Vielmehr scheint nur mit
hydrolysierbarem GTP eine höhere Ordnung auf den Membrantubuli möglich, wodurch
sich lange steife Röhren, im Unterschied zu den weichen Tubuli bilden (Abbildung 4.5
und 4.4 B). Bisher ist es nicht gelungen diese steifen Strukturen genauer zu untersuchen,
da sie sich bei Lichteinfall zusammenziehen. Dies geschieht vermutlich aufgrund einer
photoinduzierten Dissoziation von Sar1p von der Membran.
Untersuchungen mit der gesamten COPII-Hülle an wenig gekrümmten GUV in der

konfokalen Mikroskopie legen nahe, dass die Aktivierung von Sar1p durch den Austausch
von GDP mit GTP notwendig ist, um die Bindung der übrigen COPII-Proteine zu er-
möglichen. Auÿerdem scheint die Hydrolyse von GTP durch Sar1p notwendig zu sein,
um eine Abschnürung von kleinen Vesikeln von vorgeformten perlschnurartigen Tubuli zu
erreichen, da nur in Anwesenheit von GTP kleine Vesikel in der Elektronenmikroskopie
gefunden wurden, nicht aber mit GMP-PNP oder mit hydrolyseblockierten Proteinen
des COPII. Durch den Verzicht auf mechanische Manipulation während oder nach der
Inkubation der Vesikel mit den Proteinen kann davon ausgegangen werden, dass die beob-
achteten Strukturen nur durch die Aktivität der Proteine entstehen. Nicht auszuschlieÿen
ist hingegen, dass die Hydrolyse nicht die einzige Möglichkeit zur Abschnürung der Ve-
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sikel ist, sondern weitere Proteine wie z.B. Sec16p ebenfalls zur Abschnürung beitragen
können [44].
Weiterhin konnte gezeigt werden, dass die von Matsuoka und Mitarbeitern [13] ein-

geführte Lipidmischung die beste Mischung für die Ausbildung steifer Tubuli aus GUV
und damit für die Bindung des COPII an die Membran ist. Auch bei dem um die Lipide
PI4P, PI(4,5)P2, CDP-DAG und Ergosterol reduzierten Lipidmix konnten steife tubuläre
Strukturen beobachtet werden, allerdings benötigten die COPII-Proteine in den gezeig-
ten Untersuchungen mehr als die 3fache Inkubationszeit um sich zusammenzulagern. Eine
weitere Reduzierung der Lipidkomponenten hatte den Verlust der Tubulierungsfähigkeit
der Proteine zur Folge.
Insgesamt konnte in diesem Kapitel gezeigt werden, dass es möglich ist, Proteinbindung

an Liposomen (GUV) in vitro mit Hilfe der konfokalen Mikroskopie zu verfolgen, sofern
diese Bindung mit einer Änderung der Struktur der Lipidvesikel einhergeht. Dafür ist
es nicht nötig, die Proteine mit eventuell störenden �uoreszierenden Farbsto�en zu mar-
kieren, wenn im Gegenzug dazu die Lipidstrukturen mit �uoreszierenden Lipidanaloga
sichtbar gemacht werden. Vorteile dieser Methode sind neben dem geringen materiellen
Aufwand in Form von Proteinen besonders die nach Zusammengeben aller Bestandteile
störungsfreie Inkubation und Untersuchung der Proben. Damit kann ausgeschlossen wer-
den, dass es sich beim Abschnüren von Vesikeln lediglich um ein Artefakt der Präparation
handelt.
So ist die Methode als Funktionstest für neue Proteinvarianten und -chargen vor allem

beim Probenscreening deutlich weniger aufwendig als die Elektronenmikroskopie oder
Bindungsversuche mittels Dichtegradientenzentrifugation [13]. Sie bietet eine schnelle
Möglichkeit, mit nur geringem Proteineinsatz eine Aussage über die Bindungsfähigkeit
des Sar1p zu Membranen und zu den übrigen COPII-Komponenten sowie über die Quali-
tät der einzelnen Proteine zu tre�en. (Die Aussage kann basierend auf der Beobachtung,
dass die steifen Verlängerungen unter Einsatz der minimalen COPII-Hülle, Sec12p-∆C
und GMP-PNP nur bei guter Qualität aller Proteine entstehen, getro�en werden.)
Neben den in dieser Arbeit vorgestellten Untersuchungen ist es von groÿem Interesse,

in Zukunft weitere Komponenten auf ihren Ein�uss auf die Hydrolyse und die Fähigkeit
zur Vesikelabschnürung zu untersuchen. Neben den bereits erwähnten Lipiden oder den
bekannten Proteinen Sec16p oder Sed4p, wäre auch der Ein�uss des Sec23p-homologen
Proteins Nel1p [112] interessant. Der Ein�uss verschiedener transmembraner Proteine,
wie z.B. des Cargoproteins Bet1p oder des Wildtyps von Sec12p, wird bereits untersucht.
Durch die Möglichkeit, die Proteine ebenfalls mit einem �uoreszierenden Farbsto� zu

markieren, erö�nen sich weitere Möglichkeiten der Untersuchung, da dadurch Interaktio-
nen oder Lokalisationen einzelner Proteine beobachtet werden können, wie in Bacia et
al. (2011), Abbildung 2c, am Beispiel des markierten Sec13p/Sec31p deutlich wird [1].
Weitere Fortschritte im Gebiet der hochau�ösenden Fluoreszenzmikroskopie, wie sie seit
einigen Jahren mit Methoden wie der Stimulated Emission Depletion (STED) - Mikro-
skopie [65, 66] oder Photoactivated Localization Microscopy (PALM) [113] entwickelt wer-
den, verbessern die räumliche Au�ösung weiter und machen die Fluoreszenzmikroskopie
zu einem unverzichtbaren Werkzeug zur Untersuchung von Lipid-Protein-Interaktionen.
Trotz der Vorteile der �uoreszenzmikroskopischen Methoden und der Nachteile der
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Elektronenmikroskopie, besonders im Hinblick auf Fixierung der Proben und den Zeit-
aufwand für die Aufnahme der Bilder, ist die hochau�ösende Transmissionselektronen-
mikroskopie und Elektronentomographie für die Untersuchung und besonders auch die
Strukturaufklärung der COPII-Hülle nicht zu ersetzen.
Da es sich bei den hier gezeigten Mikroskopieuntersuchungen um qualitative Beobach-

tungen handelt, können nur ja/nein-Aussagen getro�en werden und über Konzentrations-
reihen Bindungsa�nitäten lediglich abgeschätzt werden. Soll der Ein�uss verschiedener
Komponenten auf die A�nität beispielsweise des Sar1p zur Membran quantitativ unter-
sucht werden, ist eine Methode nötig, mit der quantitative Aussagen möglich sind. Dies
kann mit dafür geeigneten Proben mittels dcFCCS durchgeführt werden (siehe Kapitel 5).
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5. dcFCCS zur Bestimmung von
Bindungskonstanten

Dieses Kapitel beinhaltet Daten, die bereits in Krüger et al. (2017) verö�entlicht wurden
[4].

5.1. Einleitung zur Bestimmung von Bindungsparametern
mittels dcFCCS

Für die Quanti�zierung der Bindung von Proteinen an Membranen stehen bisher wenige
Methoden zur Verfügung, die, anders als Zentrifugations- oder Filtrationsuntersuchun-
gen, im Gleichgewichtszustand der Proben messen. Bei der Isothermalen Titrationskalo-
rimetrie (Isothermal Titration Calorimetry, ITC) wird die Energiezufuhr während eines
Bindungsprozesses aufgezeichnet, die nötig ist, um die Temperatur in der Probe konstant
zu halten. Daraus können anschlieÿend die Bindungskonstante und Bindungsenthalpie
berechnet werden. Dafür sind Probenmengen im mikromolaren Bereich nötig und ho-
he A�nitäten im nanomolaren Bereich können nur schwer aufgelöst werden [114]. Die
Ober�ächenplasmonenresonanz (Surface Plasmon Resonance, SPR) hingegen benötigt
nur wenig Probenmaterial im nanomolaren Bereich und kann besonders subnanomolare
A�nitäten messen [115, 116]. Für diese Methode werden die Lipide auf der Ober�äche
eines Sensorchips als planare Fläche oder Vesikel immobilisiert [117]. Um die Bindung
von Protein an freie Vesikel zu messen werden neben der ITC auch verschiedenen Fluo-
reszenzmethoden eingesetzt. Die intrinsische Tryptophan�uoreszenz wurde beispielsweise
genutzt, um die Interaktionen der Phospholipase [118, 119] oder des Synaptotagmin [120]
mit Liposomen zu untersuchen. Die Messung der Tryptophan�uoreszenz kann nur bei ei-
ner kleinen Auswahl an Proteinen mit Tryptophan im Bereich der Membranbinde�äche
angewendet werden. Änderungen der Fluoreszenz spiegeln bei dieser Methode nicht im-
mer quantitativ den Grad der Bindung wieder [115]. Mit FRET konnte gezeigt werden,
in welchem Oligomerisierungszustand Proteine wie Lysozym oder die N-BAR-Helix H0
an Membranen binden [121]. Wird Tryptophan als FRET-Donor verwendet treten ähn-
liche Probleme wie bei der Verwendung der Tryptophan�uoreszenz selbst auf. Wird eine
Fluoreszenzsonde eingeführt, muss diese nahe genug an der Membranbindestelle sein um
sich in Reichweite des in der Membran be�ndlichen FRET-Partners zu be�nden, ohne die
Interaktion des Proteins mit der Membran zu beein�ussen. Mit den genannten Methoden
zur Bindungsmessung ist es zudem nicht möglich Aussagen über die Gröÿe bzw. die An-
zahl der Lipide des jeweiligen Proteinbindungsplatzes zu machen. Dafür ist es notwendig,
auf andere Methoden, wie die Elektronenmikroskopie bzw. -tomographie, die Kernspinre-
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sonanz (Nuclear Magnetic Resonance, NMR) oder die Elektronenspinresonanz (Electron
Spin Resonance, ESR) zurückzugreifen [122].
Die FCS ist eine nicht invasive Methode zur Messung von Moleküldynamiken in vivo

und in vitro. Die Theorie dieser Methode wurde 1972 erstmals von Magde et al. [123]
vorgestellt. 1974 verö�entlichte die gleiche Arbeitsgruppe die experimentelle Umsetzung
der FCS [124]. Später wurde dies in verschiedenen Arbeiten aufgegri�en [125, 126, 127]
und durch technische Neuerungen wie Konfokale Mikroskopie [128], verbesserte Detektion
[129] und Zwei-Photonen-Anregung [130, 131, 132] erweitert. Die Idee und Theorie zwei
Farben gleichzeitig anzuregen und Interaktionen zwischen Molekülen über eine Kodi�u-
sion nachzuweisen, wurde 1997 erstmals von Schwille und Mitarbeitern [72] umgesetzt.
Heute ist die FCS in vivo [133, 134, 135] und in vitro [136, 137] eine aussagekräftige
Standardmethode [138]. Auch die dcFCCS �ndet immer mehr Anwendungen [139].
Die Verwendung für Bindungsanalysen von Protein zu Lipid ist allerdings bisher nur

wenig verbreitet. Rusu et al. und Melo et al. zeigten, dass die Bindung einfacher �uo-
reszenzmarkierter Peptide mit hoher A�nität zu Membranen oder bestimmten Mem-
branbestandteilen mit Hilfe der FCS quanti�ziert werden kann [55, 56]. Dabei wurden
unmarkierte Vesikel eingesetzt, so dass bei Bindung des markierten Peptids oder Pro-
teins eine Änderung in der Di�usionszeit des �uoreszierenden Moleküls sichtbar wurde.
Die Auswertung geschah, basierend auf der Autokorrelationsanalyse, unter notwendigen
Annahmen, wie einer sehr langsamen Dissoziation des Proteins von der Membran wäh-
rend der Messung, einer monodispersen Liposomenverteilung und einer durch das Protein
nicht beein�ussten Liposomenmorphologie. Diese und weitere Annahmen bezüglich einer
sich nicht ändernden Helligkeit des Proteins bei Bindung an die Liposomen sowie einer
nicht kooperativen Bindung, waren nötig, um Fraktionen von gebundenen und ungebun-
denen Peptiden oder Proteinen zu ermitteln [55, 56]. Rhoades und Mitarbeiter konnten
mittels FCS für die neuronalen Proteine α-, β- und γ-Synuclein Bindungsa�nitäten in
Abhängigkeit der Vesikelzusammensetzung und -gröÿe quanti�zieren [140, 122, 141].
In diesem Teil der Arbeit soll dargestellt werden, wie die Erweiterung der FCS um die

Kreuzkorrelationsanalyse mit einer weiteren Farbe dazu beitragen kann, sichere Werte,
sowohl für die A�nität eines Proteins zu Lipiden, als auch für die Anzahl der Lipide je
Bindungsplatz zu erhalten.

5.2. Theorie zur Bestimmung von Bindungskonstanten
mittels dcFCCS

Die in diesem Abschnitt hergeleiteten Gleichungen entstanden in Zusammenarbeit mit
Jan Ebenhan und wurden teilweise in Krüger et al. verö�entlicht [4].
Im Folgenden werden die Berechnungen für den Fall der Bindung grün markierten

Proteins an rot markierte Vesikel beschrieben. Dabei sind die �grünen� Konzentrationen
und Fraktionen die des Proteins (cg,0 = cP,ges, cg,free = cP,free und fg,free = fP,free) und die
�rote� Konzentration ist gleich der Vesikelkonzentration (cr = cV). Für die Berechnung
von Bindungsgrad und Dissoziationskonstante werden die aus den dcFCCS-Messungen
gewonnen Informationen zu den molaren Konzentrationen oder zu den Fraktionen der
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beteiligten Sto�e (Protein und Vesikel) benötigt.
Aus den Verhältnissen der Kreuzkorrelationsamplitude zu den Autokorrelationsampli-

tuden lassen sich Aussagen über die gemeinsame Di�usion von rot- und grün-markierten
Teilchen tre�en. Im Fall einer 1:1 Bindung und eines idealisierten dcFCCS-Aufbaus gilt,
dass aus dem Verhältnis der Amplitude der Kreuzkorrelation zur jeweiligen Autokor-
relation direkt eine Aussage zur Bindung getro�en werden kann. Hierbei werden für
die Kreuzkorrelation und die grüne Autokorrelation die volumennormierten Werte, nach
Gleichung 3.30 auf Seite 45, verwendet. Für die rote Autokorrelation wird zusätzlich die
Farbsto�verteilung nach Gleichung 3.43 auf Seite 48 berücksichtigt:

Xr =
G∗x(0)

G‡r(0)
(5.1)

Xg =
G∗x(0)

G∗g(0)
(5.2)

Im Unterschied zu den in Abschnitt 3.3.3 beschriebenen Gleichungen wird in dieser
praktischen Anwendung zwar der Bindung des grünen Proteins an die Vesikel ausgegan-
gen, aber dies geschieht unvollständig und es gibt zusätzlich ungebundenes Protein in
der Lösung, welches in der Berechnung der Kreuzkorrelationsamplitude berücksichtigt
werden muss. Gleich bleibt die statistische Verteilung des roten Farbsto�es sowie die
Unabhängigkeit von rotem und grünem Farbsto�. Damit ergibt sich für die Kreuzkorre-
lationsamplitude aus Gleichung 3.35 auf Seite 46:

G∗x(0) =

j=max∑
j=0

i=max∑
i=0

i · j · cij
i=max∑

i=0

i · ci

[[j=max∑
j=1

j·cj

]
+cg,free

] =

λr·
j=max∑
j=0

j · cj

λr · cr ·

([
j=max∑
j=0

j · cj

]
+ cg,free

) ,(5.3)
mit ci =

∑
j
cij und cj =

∑
i
cij. Dabei steht Index i für rot und j für grün.

Durch Einsetzen von Gleichung 5.3 im Zähler und Gleichung 3.43 auf Seite 48 im Nen-
ner in Gleichung 5.1 folgt eine Modellgleichung zur direkten Ermittelung der Fraktion
des gebundenen grünen Proteins an die roten Vesikel aus dem Verhältnis von Kreuz- zu
roter Autokorrelationsamplitude (Xr) (Gleichung 5.5). Wobei crdie Gesamtvesikelkon-
zentration cgesdarstellt:

Xr =
G∗x(0)

G‡r(0)
= G∗x(0)

c−1
r

=

[
j=max∑
j=0

j · cj

]
[[

j=max∑
j=0

j · cj

]
+ cg,free

] (5.4)

Xr =
cP,ges−cP,free

cP,ges
= 1− fP,free = fP,b (5.5)
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Bei bekannter Gesamtkonzentration des Proteins cP,ges kann die Konzentration an frei-
em Protein cP,free berechnet werden:

cP,free = cP,ges · (1−Xr) (5.6)

Die Berechnung des Bindungsgrades ν erfolgt aus der De�nition der volumennormier-
ten Kreuzkorrelationsamplitude G∗x(0) (Gleichung 5.3).

Dabei ist
j=max∑
j=1

j · cj =
n∑
i=1

i · VP,i und
rmax∑
i=0

ci = cr =
n∑
i=0

VP,i aus Gleichung 3.58 auf

Seite 51. Wird dies in Gleichung 5.3 eingesetzt, ergibt sich:

G∗x(0) =

n∑
j=0

j · VP,j n∑
j=0

V P,i

[[j=max∑
j=0

j · cj

]
+ cg,free

] =
ν[

j=max∑
j=0

j · cj

]
+ cg,free

(5.7)

Mit

[
j=max∑
j=0

j · cj

]
+ cg,free = cP,ges vereinfacht sich Gleichung 5.7 weiter zu :

ν = G∗x(0) · cP,ges (5.8)

5.2.1. Berücksichtigung probenspezi�scher Ein�ussgröÿen

Quenchen des grünen Farbsto�es

Als Fluoreszenzlöschung (Quenchen) wird ein chemischer oder photophysikalischer Vor-
gang bezeichnet, bei dem die Fluoreszenzintensität eines Fluorophores herabgesetzt wird.
Dies kann durch verschiedene Mechanismen wie Deaktivierung durch Zusammenstoÿen
mit einem anderen Molekül, Energietransfer auf einen anderen Fluorophor oder auch
Komplexbildung mit dem Quencher geschehen.
Bei den im Folgenden dargestellten Messungen kommt es durch die Bindung des Pro-

teins an die Vesikel zum Quenchen des am Protein be�ndlichen grünen Farbsto�es. Dies
kann durch die Konformationsänderung des Proteins und eine dadurch veränderte Pola-
rität der direkten Umgebung des Fluorophores oder auch durch die Nähe zur Membran
selbst bzw. zu einzelnen Lipiden oder zum Lipidfarbsto� geschehen.
Um diesen Prozess quantitativ zu erfassen und zu berücksichtigen, können Messungen

in der FCS oder an einem Fluoreszenzspektrometer durchgeführt werden.
Der so ermittelte Anteil, um den der Farbsto� dunkler wird, geht als Quenchfaktor Φ in

die Gleichung 5.3 für die Kreuzkorrelationsamplitude (G∗x(0)) ein. (Wie in Abschnitt 3.3.3
bereits eingeführt bezeichnet i den Helligkeitsfaktor der roten Teilchen, ci sind damit die
Konzentrationen dieser Spezies, j bezeichnet den Helligkeitsfaktor der grünen Teilchen
und cj deren Konzentrationen. cij wiederum bezeichnet die Konzentration der Teilchen
die i rote und j grüne Farbsto�e tragen.)

85



G∗x(0) =

i=max∑
i=0

j=max∑
j=0

i · Φ · j · cij[
i=max∑
i=0

i · ci
][
cg,free+

j=max∑
j=0

Φ · j · cj

] (5.9)

Dies kann zu Gleichung 5.10 vereinfacht und
i=max∑

i
ci = cr gesetzt werden:

G∗x(0) =

Φ·
j=max∑
j=0

j · cj

cr ·

[
cg,free + Φ·

j=max∑
j=0

j · cj

] (5.10)

Es wird hierbei eine Unterscheidung der grünen Konzentrationen gemacht, da der
Quenchfaktor nur auf die Fraktion der gebundenen (cj), nicht aber auf die der freien
Teilchen (cg,free) angewendet werden muss.
Die Anwendung des Quenchfaktors aus Gleichung 5.10, unter Berücksichtigung, dass

cg,free = cP,free und
j=max∑

j
j=0

cj = cP,bound = cP,ges − cP,free, ergibt bei der Herleitung wie

Gleichungen 5.4 und 5.6 nach Au�ösen nach cP,free:

cP,free = cP,ges ·
Φ · (Xr − 1)

Xr · (Φ− 1)− Φ
(5.11)

Der Quenchfaktor geht ebenso in Gleichung 5.8 ein:

ν = G∗x(0) · (cP,ges + cP,free

[
1

Φ
− 1

]
) (5.12)

Dotierung des Proteins

Da die FCS auf eine möglichst geringe Anzahl �uoreszierender Teilchen im Detektions-
volumen angewiesen ist, musste das markierte Protein für die Titration von Protein zu
konstanter Lipidmenge teilweise mit unmarkiertem Protein gemischt (dotiert) werden.
Der Dotierungsgrad (xDye) ist gegeben durch:

xDye =
cDye
cP,ges

(5.13)

Dabei ist cDye die Konzentration der markierten Proteine.
Die durch die Dotierung beein�usste Konzentration grüner Teilchen �ndet in der Am-

plitude der grünen Autokorrelation Gg(0), die für die nachfolgenden Berechnungen nicht
benötigt wird, und in der Kreuzkorrelationsamplitude Gx(0) Beachtung. Wird dieser
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Quotient in Gleichung 5.3 für das korrigierte Kreuzkorrelationsvolumen eingesetzt ergibt
dies:

G∗x(0) =

i=max∑
i=0

bmax∑
bj=0

i · xDye · bj · cib[
i=max∑
i=0

i · ci

][[
bmax∑
j=0

xDye · bj · cj

]
+ xDye · cP,free

] (5.14)

bj bezeichnet alle Proteine, unabhängig davon, ob �uoreszierend oder nicht. Wie aus
Gleichung 5.14 hervor geht, kürzt sich xDye im Falle der Kreuzkorrelationsamplitude
heraus und muss nicht weiter berücksichtigt werden.

5.3. Durchführung der dcFCCS-Messungen

5.3.1. Präparation

Kleine Vesikel

Kleine unilamellare Vesikel (SUV) mit einem Durchmesser von ≤ 100 nm wurden durch
Extrusion hergestellt. Hierfür wurde in einem Glasrundkolben ein Lipid�lm aus Major-
Minor-Mix oder DOPC jeweils mit 0,004 mol% �uoreszierenden Lipidanaloga erzeugt,
indem das Lösungsmittel, Chloroform/Methanol im Verhältnis 2:1, in einem Rotations-
verdampfer abgezogen wurde. Im Anschluss erfolgte die Rehydratisierung in HKM-Pu�er
mit einer �nalen Lipidkonzentration von 4 mM durch Rotation des Kolbens. Daraufhin
schlossen sich zwei Gefrier-Tau-Zyklen (-80°C und Raumtemperatur, RT) sowie wieder-
holtes Vortexen an. Abschlieÿend wurde die Lipiddispersion durch eine Polykarbonat-
membran mit einer Porengröÿe von 50 nm extrudiert. Mittels DLS wurde kontrolliert,
ob die Gröÿenverteilung unimodal war. Für die weitere Verwendung wurde die hellig-
keitsgewichtete Gröÿe aus der Di�usionszeit aus den FCS-Messungen berechnet. Für
die Messreihe mit steigender Lipidkonzentration wurden die Vesikel nach der Extrusi-
on in einer Amicon-Zentrifugations�ltereinheit (mit einem Molekulargewichtlimit von
3000) bei 10000 × g aufkonzentriert. Die Lipidkonzentration nach der Extrusion und
nach dem Aufkonzentrieren wurde mit Hilfe eines einen quantitativen Phosphattests mit
Nachweis durch Malachitgrün kontrolliert (durchgeführt von Claudia Müller). Die Vesi-
kelkonzentration cV wurde für alle Messreihen den FCS-Messungen (siehe Gleichung 3.33
auf Seite 46, cV = cr) entnommen.
Die Vesikel wurden bei 4°C gelagert und innerhalb einer Woche verwendet.

Nanodiscs

Nanodiscs wurden aus DOPC und dem Hüllprotein MSP1D1 (Membrane Sca�old Pro-
tein), welches freundlicherweise von Heike Böcker zur Verfügung gestellt wurde, durch
Entzug von Detergens hergestellt [61]. Dafür wurde sowohl das Lipid DOPC, als auch die
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beiden für die Kreuzkorrelationsproben verwendeten �uoreszierenden Lipidfarbsto�e, die
mit 5 mol% relativ zum Lipid eingesetzt wurden, in cholathaltigem Phosphatpu�er gelöst
und im Verhältnis 67 : 1 (Lipid : Protein) gemischt. Der Ausgangspu�er für Lipid und
Lipidanalog enthielt immer die doppelte Menge Cholat wie Lipid. Diese Mischung wurde
langsam über eine Entsalzungssäule (PD10) gegeben. Anhand des Lipidfarbsto�es war
der Bereich mit den gebildeten Nanodiscs gut sichtbar und konnte als Fraktion gesammelt
werden. Diese wurde anschlieÿend auf eine Superdex S200 (10/300)-Säule aufgetragen,
um das restliche Detergens über eine Gröÿenausschlusschromatogra�e abzutrennen.

Mizellen

Mizellen wurden in zwei unterschiedlichen Mischungen hergestellt. Zum einen wurden die
Farbsto�e DiD C18 und BodipyrFL C12 mit einer Endkonzentration von jeweils 0,125 µM
in 2,5 mM Triton X-100 in HKM gelöst. Ein zweiter Ansatz beinhaltete neben 2,5 mM
Triton auch 7,2 mM des Phospholipids DOPC in HKM. Die �uoreszierenden Lipidanalo-
ga OregonGreen-DHPE und Atto633-DMPE wurden mit jeweils 0,6 mM, das entspricht
5 mol% im Verhältnis zum Lipid eingesetzt. Das Detergens sollte hierbei die Entstehung
von Lipidvesikeln verhindern und die Bildung von Mizellen aus DOPC und Farbstof-
fen favorisieren. Für die Ausbildung der Mizellen war keine Weiterbehandlung der Probe
nötig. Die Detergensmoleküle bildeten selbstständig Mizellen, da die Konzentration ober-
halb der kritischen Mizellbildungskonzentration (Critical Micelle Concentration, CMC)
lag.

Proteingewinnung

Herstellung der verwendeten Proteine Sar1p und Sar1p-SCCS für die Markierung geschah
wie in Abschnitt 4.2.2 beschrieben. Die Markierung des Sar1p-SCCS mit Alexa Fluorr488
wurde von Jan Auerswald durchgeführt und freundlicherweise für die FCS-Messungen zur
Verfügung gestellt. Die Markierungsausbeute betrug ca. 97%.

Tests für Standard-Kreuzkorrelationsproben

Für die Standard-Kreuzkorrelationsproben mussten keine weiteren Präparationsschritte
durchgeführt werden. Die doppelt gefärbten Proben (Mizellen, Nanodiscs und Vesikel)
wurden auf eine für die FCS optimale Konzentration von ca. 5 - 20 nM Teilchen (Mizellen,
Nanodiscs oder Vesikel) verdünnt und auf einem unbeschichteten Deckglas, welches di-
rekt auf dem Objektiv platziert wurde, vermessen. Fünf einminütige Messungen wurden
gemittelt und im ZEN 2009 mit den in Gleichung 3.15 auf Seite 42 beschriebenen Termen
für Triplett und Di�usion angepasst. Die weitere Auswertung der Korrelationsamplituden
erfolgte in OriginPro 8G.

Bindungsansätze

Um die Bindung von Proteinen an Liposomen mit Hilfe der FCS zu quanti�zieren, wur-
den zwei Herangehensweisen gewählt. Zum einen wurde die Konzentration der Liposomen
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variiert, zum anderen die Konzentration von Sar1p. In beiden Fällen wurden alle anderen
Komponenten des Ansatzes in ihrer Konzentration konstant gehalten. Der HKM-Pu�er
wurde für alle Ansätze mit 1 mM GMP-PNP versetzt, um die Dissoziation des Sar1p
von den Vesikeln während der Messung zu verhindern. Die Variation der Protein- oder
Lipidkonzentration geschah nicht, wie bei einer klassischen Titration durch schrittweise
Zugabe zum selben Ansatz. Es wurden verschiedene Ansätze mit verschiedenen Protein-
bzw. Lipidkonzentrationen einzeln zusammengegeben und jeweils ca. 4µl in einer fest
verklebten Glaskammer, bestehend aus zwei mit Casein beschichteten Deckgläschen so-
wie einem 0,5 mm dicken Gummiring als Abstandhalter, für zwei Stunden bei ca. 22 °C
inkubiert. Anschlieÿend wurde jede Probe für fünf mal eine Minuten gemessen. Die dar-
aus gemittelten Korrelationskurven wurden mit der ZEN 2009 Software entsprechend der
in Abschnitt 3.3.3 dargestellten Gleichungen ausgewertet und mit Hilfe des Programms
OriginPro 8G auf Detektionsvolumina und rote Farbsto�verteilung korrigiert. Die Bin-
dungsparameter wurden nach Abschnitt 5.2 ebenfalls in Origin bestimmt und graphisch
dargestellt.

Bestimmung des Quenchfaktors

Um festzustellen, um wieviel die Fluoreszenz des an Sar1p gebundenen Alexa Fluorr488
bei Bindung des Proteins gequencht wurde, wurden Messungen an einem Fluoreszenz-
spektrometer (Tecan Reader) durchgeführt. 100 µl einer Lösung mit 21 nM Sar1p-Alexa
Fluorr488 und GDP in HKM-Pu�er sowie 21 nM Sar1p-Alexa Fluorr488 mit 30 nM
Vesikeln und GMP-PNP wurden in einer Mikrotiterplatte mit einer Wellenlänge von
488 nm angeregt und die Fluoreszenzemission von 500 nm bis 600 nm aufgezeichnet. Die
gemessenen Spektren wurden in OriginPro 8G verglichen und Φ berechnet.

5.3.2. Kalibrierung des FCS-Setups

Vor Beginn jeder Messung wurde das Gerät mit Hilfe von freien Farbsto�en (Alexa
Fluorr488-Hydrazid und Alexa Fluorr633-Hydrazid) kalibriert. Da es im verwendeten
Setup nur eine Lochblende für alle Laser gab, wurde für beide eingesetzten Wellenlängen
eine gemeinsame optimale Position ermittelt. Die Gröÿe der Lochblende wurde auf den
von der ZEN-Software vorgegebenen wellenlängenoptimierten Wert von 1 AU eingestellt.
Dies entspricht im Kreuzkorrelationssetup 488/633 einem Durchmesser von 40 µm. Nach
Einstellen des Korrekturringes wurden für beide Kanäle Kalibriermessungen durchgeführt
[70]. Aus diesen Kalibriermessungen mit Alexa Fluorr488 (D = 414 µm2s−1) [142] und
Alexa Fluorr633 (D = 380 µms−1) [75, Manuskript in Vorbereitung] wurde durch das
Anpassen der experimentell ermittelten Autokorrelationskurven mit Gleichung 3.5/ 3.6
auf Seite 40, die nach Gleichung 3.15 mit dem Term 3.16 auf Seite 42 für das Triplettblin-
ken ergänzt wurde, der Strukturparameter ermittelt. Aus 39 unabhängigen Messungen
im grünen Kanal mit Alexa Fluorr488 wurde Sg = 6, 7 und aus 32 Messungen im roten
Kanal mit Alexa Fluorr633 wurde Sr = 6, 3 bestimmt. Aufgrund des zu vernachlässigen-
den Unterschiedes wurde im Folgenden ein mittlerer Wert für beide Kanäle von S = 6, 5
verwendet.
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Mit Hilfe der in den Kalibriermessungen ermittelten Werte für τdi� und S und den
Gleichungen 3.11 und 3.12 auf Seite 41 sowie der Gleichung 3.22 auf Seite 43 können alle
setupspezi�schen Gröÿen ermittelt werden.
Die ermittelten Werte betragen Ve�,r = 0, 674 µm3 bei ω0,r = 0, 265 µm für das rote De-

tektionsvolumen, Ve�,g = 0, 357 µm bei ω0,g = 0, 214 µm für das grüne Detektionsvolumen
und Ve�,x = 0, 506 µm3 bei ω0,x = 0, 240 µm für das Kreuzkorrelationsvolumen.

5.4. Ergebnisse und Diskussion der dcFCCS-Messungen

5.4.1. Standard-Kreuzkorrelationsproben

Vesikel

Das verwendete Setup zeichnet sich durch hohe Stabilität und Reproduzierbarkeit der
Messungen aus. Allerdings konnten nur begrenzt Einstellungen vorgenommen werden.
Z.B. ist im Confocor 3 nur eine Lochblende, die alle Detektionsstrahlengänge nutzen,
verbaut. Das hatte zur Folge, dass sowohl die Position, als auch die Gröÿe der Lochblende
einen bestmöglichen Kompromiss zwischen den verwendeten Kanälen darstellen musste.
Um Aussagen darüber tre�en zu können, wie gut mit diesen Einstellungen die Überlap-
pung der Detektionsvolumina der verwendeten Wellenlängenbereiche erreicht wurde, ist
es nötig, mit einer möglichst perfekten Kreuzkorrelationsprobe das Setup zu testen. Da
kommerziell erhältliche doppelt gefärbte DNA-Oligonukleotide oftmals nur eine doppelt
markierte Fraktion von 50-60 % aufwiesen [70], wurden von Stefan Werner (Masterar-
beit [64]) doppelt gefärbte Liposomen aus DOPC mit einer Gröÿe von ca. 60 nm als
Standard-Kreuzkorrelationsprobe etabliert [75, Artikel in Bearbeitung].
Bei Kontrolle des verwendeten dcFCCS-Setups mit diesen doppelt gefärbten SUV lag

die Kreuzkorrelationskurve (dunkelgrau) zwischen der roten und der grünen Autokorre-
lationskurve (Abbildung 5.1 A). Der Unterschied zwischen den einzelnen Kurven spiegel-
te die Auswirkung der wellenlängenabhängigen Gröÿen der Detektionsvolumina auf die
dcFCCS-Messungen wider. Nach Korrektur der Kurven um den jeweiligen, aus der Kali-
brierung mit freiem Farbsto� ermittelten e�ektiven Gröÿe des Detektionsvolumens, wur-
de deutlich, dass es sich in beiden Kanälen um Partikel gleicher Gröÿe (D = 0,28 s/µm2)
und Konzentration c = 1,1 nM Vesikel) handelt (Abbildung 5.1 B). Dafür wurde die
Korrelationsfunktion G(τ), aufgetragen auf der y-Achse, um das jeweilige Detektionsvo-
lumen und die Korrelationszeit τ , auf der x-Achse, um die jeweilige laterale Ausdehnung
ω2
0 (ω0,r, ω0,g, ω0,x) korrigiert, was zur Folge hatte, dass rote und grüne Autokorrelation

(fast) perfekt übereinander lagen. Des Weiteren wurden die grüne und rote Autokorre-
lation für die Helligkeiten (Farbsto�verteilung) korrigiert. Die relative Höhe der Kreuz-
korrelationsamplitude bestätigte zudem, dass es sich in beiden Kanälen um die selben
Vesikel handelte, da beide Farbsto�e gemeinsam di�undieren.
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Abbildung 5.1.: Perfekte Kreuzkorrelationsprobe aus mit DiD C18 und BodipyrFL C12 dop-
pelt markierten DOPC-Liposomen (ca. 100 nm) zur Demonstration der Vo-
lumenkorrektur. (A) zeigt die unkorrigierten Korrelationsamplituden aller gemessenen
Kanäle inklusive der Kreuzkorrelation in der Auftragung gegen die Korrelationszeit τ .
(B) zeigt die gleichen Korrelationskurven, mit G(τ) korrigiert um das jeweilige e�ektive
Detektionsvolumen und die Farbsto�verteilung unter den Vesikeln und τ korrigiert um
die jeweilige Fokus�äche ω2

0 . Es wird deutlich, dass die Teilchen in beiden Kanälen den
gleichen Di�usionskoe�zienten aufweisen. Die sehr hohe Kreuzkorrelationsamplitude im
Vergleich zu den Autokorrelationsamplituden bestätigt zudem, dass die Teilchen beide
Farbsto�e tragen.

Die Kreuzkorrelationsamplitude verlief nach allen Korrekturen etwas unterhalb die-
ser beiden Kurven und nicht wie für eine zu 100 % doppelt markierte Probe erwartet
auf gleicher Höhe mit den beiden Autokorrelationsproben. Die Ursache hierfür ist in der
unvollständigen Überlappung der beiden Detektionsvolumina zu suchen. Aus der Ab-
weichung der Kreuzkorrelationsamplitude von den beiden Autokorrelationsamplituden
können Rückschlüsse auf die Qualität des Überlapps beider Detektionsvolumina gezogen
werden [75, Artikel in Bearbeitung]. Die Vesikel hingegen können als perfekt doppelt
markierte Probe behandelt werden.
Aus der Messung dieser perfekten Probe konnten die mit diesem Setup maximal er-

reichbaren Verhältnisse Xr und Xg ermittelt und als mittlerer Korrekturfaktor Q des
Setups für alle folgenden Messungen berücksichtigt werden. Im Fall des verwendeten Se-
tups betrug Xr = 0, 93 und Xg = 0, 91, aufgrund der Ähnlichkeit dieser beiden Werte
konnte Q = 0, 92 verwendet werden. Zum Vergleich wurden einfach grün gefärbte Ve-
sikel mit einfach rot gefärbten Vesikeln der gleichen Gröÿe im Verhältnis 1:1 gemischt.
Die korrigierten Autokorrelationskurven dieser Probe lagen ebenfalls genau übereinan-
der, jedoch beschrieb die Kreuzkorrelationskurve eine Gerade parallel zur x-Achse, die
Kreuzkorrelationsamplitude (Gx) war nahezu null (siehe Abbildung A.2 im Anhang).

Mizellen

Da Vesikel bei der Extrusion nicht perfekt einheitlich werden, sondern immer eine Gröÿen-
verteilung aufweisen, wurden weitere, einfach herzustellende, doppelt markierte Proben
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auf ihre Eignung als Standardkreuzkorrelationsprobe getestet.
Eine einfache Variante schienen Mizellen zu sein, die ebenfalls beide Farbsto�e enthal-

ten. Bei Mizellen handelt es sich um Aggregate mit einem Radius von 2,5 - 6 nm aus ca.
130 - 1000 amphiphilen Molekülen, die sich in wässrigen Lösungen oberhalb der CMC
von selbst assemblieren. Es wurden gemischte Mizellen aus verschiedenen Detergens-
Farbsto�zusammensetzungen, z.T. in Kombination mit Lipiden getestet. Beispielhaft
sollen Messungen von zum einen von Mizellen bestehend aus Triton X-100 und den Fluo-
reszenzfarbsto�en DiD C18 und BodipyrFL C12 (Abbildung 5.2 A) und zum anderen
von Mizellen aus Triton X-100, DOPC und den Fluoreszenzfarbsto�en Atto633-DMPE
und Oregon Green-DHPE (Abbildung 5.2 B) die Problematik verdeutlichen.
Um einen Farbsto�gehalt von 5 - 7 Molekülen pro Farbsto� und Mizelle zu errei-

chen, war es nötig 5 mol% je Farbsto� im Vergleich zum Detergens bzw. im Verhältnis
zum Lipid einzusetzen. Zwar wurden die Proben wie beschrieben mit der entsprechenden
Farbsto�menge präpariert, jedoch war es nicht möglich diese konzentrierten Mizellen-
suspensionen zu vermessen. Das notwendige Verdünnen der Proben, um sie in der FCS
messen zu können, machte es unmöglich den Farbsto�gehalt in den einzelnen Mizellen so
hoch zu halten. Ein Verdünnen in detergensfreier Lösung hätte dazu geführt, dass die De-
tergenskonzentration unter die CMC fällt und damit keine Mizellen mehr in der Lösung
vorhanden wären, bzw. sich in Anwesenheit von Lipid Vesikel bilden. Das Verdünnen der
Probe in detergenshaltiger Lösung führte dazu, dass mehr Mizellen entstanden, wodurch
es nur zum Verdünnen der Farbsto�e, nicht aber der Mizellen kam und ein Auftreten
beider unterschiedlicher Farbsto�e in einer Mizelle unwahrscheinlicher wurde. Die End-
konzentration jedes Farbsto�s in der Lösung betrug 0,0005 mol% für die Probe, die in
Abbildung 5.2 A dargestellt wird und 0,0012 mol% für die Probe in Abbildung 5.2 B. In
beiden Fällen befanden sich Mizellen in der Lösung. Dies war durch den Di�usionskoef-
�zienten von D = 49 µm2s−1 für Messung 5.2 A aus grüner Autokorrelation berechnet
(entspricht r0 = 5, 8 nm) und D = 80 µm2s−1 für Messung 5.2 B aus roter Autokorrela-
tion berechnet (entspricht r0 = 3, 2 nm) belegbar. Die Bestimmung der Di�usionskoe�-
zienten wurde jeweils aus der Autokorrelationskurve mit den wenigsten Triplette�ekten
bestimmt. Für Abbildung 5.2 A lässt sich die grüne Kurve des BodipyrFL C12, für
Abbildung 5.2 B hingegen lässt sich die rote Kurve des Atto633-DMPE besser anpassen.
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Abbildung 5.2.: Volumen- und farbsto�verteilungskorrigierte Darstellung der Kreuzkorrela-
tionsmessungen doppelt gefärbter Mizellen. Gemessen bei RT mit Anregung bei
488 nm und 633 nm Wellenlänge. (A) Mizellen aus 2,5 mM Triton X-100, 12,5 nM
DiD C18 und 12,5 nM BodipyrFL C12 ohne Lipid. (B) Mizellen aus 2,5 mM Triton X-
100, 360 nM DOPC und jeweils 30 nM Atto633-DMPE und 30 nM Oregon Green-DHPE.

Die imMessansatz sehr niedrige Farbsto�konzentration von 0,0005 mol% (0,0012 mol%)
im Verhältnis zum Detergens machte es sehr unwahrscheinlich, dass sich mehrere Farb-
sto�moleküle gleichzeitig in einer Mizelle befanden. Dies zeigte sich deutlich in der sehr
niedrigen Kreuzkorrelationsamplitude. Auch in diesen Messungen könnten die Autokor-
relationsamplituden um den Wert der Farbsto�verteilung (λ) nach Gleichung 3.43 auf
Seite 48 korrigiert werden. Die Korrekturwerte betragen für Abbildung 5.2 A: λ = 0, 0011
und für Abbildung 5.2 B: λ = 0, 0084. Wenn aber λsehr viel kleiner als 1 ist, würde dies
die relativen Kreuzkorrelationsamplituden Xr und Xg sehr unsicher machen. Deshalb
wurden die Werte in Tabelle 5.1 für die Mizellen ohne Farbsto�korrektur berechnet.
Damit sind Mizellen als Standardkreuzkorrelationsprobe ungeeignet.
Um das Verdünnen der eigentlichen Untersuchungsobjekte zu verhindern, war es nötig,

Proben herzustellen, die ähnlich wie Lipidvesikel nach dem Vorgang der Präparation
stabile Strukturen bilden, die sich nicht durch Verdünnen ändern.

Nanodiscs

Nanodiscs sind Strukturen in einem ähnlichen Gröÿenbereich wie Mizellen. Es handelt
sich um eine Lipiddoppelschicht, die durch ein Hüllprotein (Membrane Sca�old Protein,
MSP) zusammen gehalten wird. Die genaue Gröÿe der Nanodisc ist dabei von der Art des
Hüllproteins abhängig. Mit dem hier verwendeten Hüllprotein MSP1D1 beinhaltete eine
Nanodisc ca. 134 Lipidmoleküle (DOPC). Um im Mittel mindestens ein Farbsto�molekül
pro Nanodisc zu erhalten, wurden 5 mol% je Fluoreszenzfarbsto� im Ansatz benötigt. Ein
Vorteil der Nanodiscs im Vergleich zu den Mizellen ist die Möglichkeit der Verdünnung
der Probe, da die Partikel selbst unabhängig von ihrer Konzentration stabil sind.
Es wurden zwei verschiedene Farbsto�kombinationen getestet. In beiden Proben waren

doppelt markierte Teilchen vorhanden, die mitD = 63 µm2s−1 (r0 = 3, 9 nm) (Abbildung
5.3 A) und D = 73 µm2s−1 (r0 = 3, 4 nm) (Abbildung 5.3 B) etwa der erwarteten Gröÿe
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entsprachen.

Abbildung 5.3.: Kreuzkorrelationsmessungen von Nanodiscs aus DOPC und roten und grü-
nen Fluoreszenzfarbsto�en (A) Nanodiscs aus DOPC mit 5 mol% DiD C18 und 5
mol% BodipyrFL C12 gemessen mit Laserleistungen von 0,6 µW des roten Lasers und
3,5 µW des grünen Lasers. (B) Nanodiscs bestehen aus DOPC, 5 mol% Atto633-DMPE
und 5 mol% OregonGreen-DHPE, die Messung wurde bei Laserleistungen von 0,6 µW
roter Laser und 15 µW grüner Laser durchgeführt.

Unabhängig von der Farbsto�kombination waren scheinbar deutlich weniger grüne als
rote Teilchen in der Lösung vorhanden, was der Vergleich der grünen und roten Auto-
korrelationsamplitude zeigt (Abbildung 5.3). Zudem war die Kreuzkorrelationsamplitude
deutlich niedriger als im verwendeten dcFCCS-Setup für eine zu 100 % doppelt markierte
Probe erwartet werden kann (siehe Abschnitt 5.4.1).
Für die Messung in Abbildung 5.3 A wurde, wie bei den Vesikeln, die Farbsto�kom-

bination aus dem rot �uoreszierenden Farbsto� DiD C18 und dem grün �uoreszierenden
Farbsto� BodipyrFL C12 eingesetzt. Diese Kombination hatte sich bei früheren Untersu-
chungen als günstig herausgestellt. Da sich beim BodipyrFL C12 der Fluorophor an einer
Fettsäurekette be�ndet, beim DiD C18 dagegen der Fluorophor der Lösung zugewandt
und das Dipolmoment parallel zur Membran liegt, wurde erwartet, dass diese beiden Farb-
sto�e verschieden orientierte Übergangsdipolmomente haben und es nur eine sehr geringe
FRET-E�zienz gibt [64]. In Nanodiscs, wo ähnlich viele Farbsto�moleküle wie in einem
Vesikel, allerdings auf einer deutlich kleineren Fläche zusammengedrängt werden, könnte
es trotzdem zur Fluoreszenzlöschung, besonders des grünen BodipyrFL C12 kommen.
Dies würde die grüne Autokorrelationsamplitude sowie die Kreuzkorrelationsamplitude
verfälschen. Auch der Ein�uss des umgebenden Proteins kann hierbei als Quencher eine
Rolle spielen.
Bei der zweiten Nanodisc-Probe, mit OregonGreen-DHPE als grün- und Atto633-

DMPE als rot �uoreszierender Farbsto� (Abbildung 5.3 B), war die Teilchenkonzentra-
tion im grünen Kanal im Vergleich zum roten Kanal noch niedriger als bei der Messung
in Abbildung 5.3 A. Hinzu kommt, das der grüne Farbsto� nur sehr schwach �uoreszier-
te, obwohl mit vierfacher Laserleistung im Vergleich zum roten Kanal angeregt wurde.
Da es sich bei beiden Farbsto�en um kopfgruppenmarkierte Lipidanaloga handelte, kann
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vermutet werden, dass sich die beiden Fluorophore sehr nahe kommen konnten und auf-
grund von FRET ein Teil der grünen Farbsto�moleküle nicht �uoresziert. Der Vergleich
der Amplitudenverhältnisse Xr und Xg von Nanodiscs und Vesikeln (Tabelle 5.1) macht
deutlich, dass Vesikel die gröÿten Werte für dieses Kreuzkorrelationsmaÿ erreichen.

Tabelle 5.1.: Direkter Vergleich der Amplitudenverhältnisse Xr und Xg nach Korrektur für die
unterschiedlichen Detektionsvolumina und den Farbsto�gehalt der Vesikel und Nanodiscs.
Für Mizellen sind nur die volumennormierten Werte genannt, da eine Korrektur für den
Farbsto�gehalt nicht sinnvoll wäre.

Probe Farbsto�e grün - rot Xr Xg
G∗x
G∗r

G∗x
G∗g

Vesikel BodipyrFL C12 - DiD C18 0,93 0,91
Mizellen A BodipyrFL C12 - DiD C18 0,006 0,007
Mizellen B OregonGreen - Atto633 0,03 0,04
Nanodiscs A BodipyrFL C12 - DiD C18 0,22 0,15
Nanodiscs B OregonGreen - Atto633 0,63 0,37

Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass Vesikel als einzige der getesteten Mög-
lichkeiten als Standardkreuzkorrelationsprobe in Frage kommen. Die einfache Präpara-
tion, der geringe Farbsto�gehalt, besonders im Verhältnis zur Lipidkonzentration, und
die stabilen Strukturen, bedingt durch die niedrige CMC der Phospholipide, machen aus
ihnen einfach zu handhabende Kalibrierproben für dcFCCS-Setups [75, Artikel in Bear-
beitung]. Vesikel lassen sich im Vergleich zu Micellen problemlos Verdünnen ohne ihre
Zusammensetzung zu verändern. Diese Eigenschaft weisen zwar auch die Nanodiscs auf,
jedoch scheint die benötigte Anzahl der Farbsto�moleküle auf so kleinem Raum zu un-
erwünschten E�ekten wie Fluoreszenzlöschung zu führen. Dieser Nachteil der Nanodiscs
kann auch durch die angestrebte Homogenität der Partikelgröÿe nicht aufgehoben wer-
den. Die Heterogenität der Vesikelgröÿe kann zudem rechnerisch berücksichtigt werden.

5.4.2. Vorbereitende Messungen für Bindungsexperimente

Bleichen des Farbsto�es

Vor Beginn der Bindungsexperimente wurden verschiedene Vorversuche durchgeführt.
Um sicherzustellen, dass in den Experimenten die verwendeten Farbsto�e nicht durch
Bleichen zerstört werden, wurden Bleichkurven sowohl für den freien, als auch für den
an Sar1p gebundenen Farbsto� Alexa Fluorr488 aufgenommen. Im hier beschriebenen
Fall ist mit Bleichen eine meist irreversible Zerstörung des Farbsto�es gemeint, die dazu
führt, dass die Fluoreszenz während der Anregung plötzlich erlischt.
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Abbildung 5.4.: Bleichkurven für Alexa Fluorr488. (A) Darstellung der Partikelhelligkeit von frei-
em Alexa Fluorr488-hydrazid (grüne Quadrate) und an Sar1p gebundenem Alexa
Fluorr488-maleimid (blaue Punkte) in HKM-Pu�er in Abhängigkeit von der Laser-
leistung. (B) Abhängigkeit der Di�usionszeit τD und der Teilchenzahl N des Alexa
Fluorr488-hydrazid von der Anregungsleistung.

Beim Auftragen der Partikelhelligkeit gegen die Laserleistung (Abbildung 5.4 A) wird
deutlich, dass sowohl das freie Alexa Fluorr488, als auch das an das Sar1p gebundene
Alexa Fluorr488 bei einer Laserleistung von unter 80 µW nicht geblichen werden. Das
Bleichen trat bei dem an das Sar1p gebundenen Alexa Fluorr488 bereits bei niedrigeren
Laserleistungen als beim freien Farbsto� ein. Es konnte festgestellt werden, dass der am
Sar1p gebundene Farbsto� im Vergleich zum freien Farbsto� eine verminderte Hellig-
keit aufwies. Dies war aber für die folgenden Messungen nicht von Bedeutung, da kein
freier Farbsto� in den Proben des markierten Sar1p mehr vorhanden war (persönliche
Mitteilung Jan Auerswald).
Sowohl die Di�usionszeit als auch die Teilchenzahl des freien Alexa Fluorr488 wa-

ren bis zu einer Laserleistung von ca. 10 µW konstant (Abbildung 5.4 B). Alle folgen-
den Experimente wurden, soweit nicht anders erwähnt, mit einer Anregungsleistung des
Argon-Ionen-Lasers bei 488 nm von 5,4 µW gemessen. Die Laserleistung wurde mit einem
Handmessgerät mit Photodiode ohne Objektiv im Strahlengang bestimmt.

Alexa Fluorr488 an Liposomen

Um sicher zu stellen, dass die beobachtete Bindung des Sar1p an die Vesikel nur durch
das Protein und nicht durch den Farbsto� vermittelt wurde, wurden Major-Minor-Mix-
Vesikel vier Stunden mit freiem Alexa Fluorr488 inkubiert und anschlieÿend vermes-
sen (Abbildung 5.5). Anhand der Messungen konnte ausgeschlossen werden, dass Alexa
Fluorr488-hydrazid an Liposomen bindet. Zum einen lieÿ sich aus der Autokorrelati-
onskurve des grünen Kanals (freier Farbsto�) nicht die Di�usionszeit für Liposomen
entnehmen, zum anderen war die für das Übersprechen korrigierte Kreuzkorrelationsam-
plitude mit Gx(0) = 0,01 sehr niedrig, ebenso wie das Verhältnis von Kreuz- zu roter
Autokorrelationsamplitude Xr = 0,0038. Aus Gleichung 5.5 geht hervor, dass diesem
Wert entnommen werden kann, dass ca. 0,4 % der grünen Farbsto�moleküle gemeinsam
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mit einem roten Teilchen di�undierten.

Abbildung 5.5.: Keine unspezi�sche Bindung von freiem Farbsto� an Vesikel. Freies Alexa
Fluorr488-hydrazid (grüner Kanal) bindet nicht an SUV aus Major-Minor-Mix, welche
mit 0,02mol% DiD C18 markiert wurden (roter Kanal). Eine Übersprechkorrektur wurde
berücksichtigt. (A) Darstellung aller drei gemessenen Korrelationskurven in volumennor-
mierter Form. Die rote Kurve für die Vesikeldi�usion wurde ebenfalls für die Farbsto�-
verteilung korrigiert. (B) Veränderte Skala der y-Achse um grüne Autokorrelations- und
Kreuzkorrelationskurve besser sichtbar zu machen.

Wie bereits in Abschnitt 3.3.3 erwähnt wurde, konnte aufgrund des Setups ein Über-
sprechen des grünen Farbsto�es in den roten Kanal nicht ausgeschlossen werden. Mit
Hilfe von Referenzmessungen mit freiem Protein ohne Vesikel im Kreuzkorrelationsse-
tup wurde ein Korrekturwert κGr = 0,0087 nach Gleichungen 3.27- 3.29 auf Seite 45
berechnet [63] und in allen gezeigten Messungen berücksichtigt.

5.4.3. Bindungsexperimente mit Sar1p an Vesikeln

Für alle nachfolgenden Messungen wurde Sar1p-Alexa Fluorr488 eingesetzt. Um sich
nicht wie in bisher gezeigten Untersuchungen dieser Art alleinig auf das Signal des Pro-
teins und seiner Veränderung hinsichtlich der Di�usionszeit zu verlassen [55, 56], wurden
in den vorliegenden Experimenten die Vesikel mit dem �uoreszierenden Lipidanalogon
DiD C18 angefärbt, um diese mit einer Wellenlänge von 633 nm anzuregen und ihre
Di�usion im roten Kanal zu messen. Dadurch konnte neben den Autokorrelationen bei-
der Kanäle auch die Kreuzkorrelation bestimmt und für die Auswertung herangezogen
werden. Die Berechnungsgrundlagen für diese Experimente sind in 3.3.3 detailliert dar-
gestellt.

Kinetik der Bindung von Sar1p an Major-Minor-Mix Vesikel

Um die späteren Messungen im Gleichgewichtszustand durchführen zu können und einen
ersten Eindruck über die Kinetik der Bindung des Sar1p an Vesikel zu bekommen, wurden
zu Beginn Messungen über mehrere Stunden durchgeführt. Wie bereits im vorigen Kapi-
tel 4 erläutert, bindet Sar1p in Anwesenheit von GTP oder einem nicht-hydrolysierbaren
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GTP-Analogon an die Membran. Um die Dissoziation des Sar1p von den Vesikeln wäh-
rend des Passierens des Fokus zu verhindern, wurde GMP-PNP als nicht-hydrolysierbares
Nukleotid eingesetzt. Direkt nach der Herstellung der Probe wurde diese über vier Stun-
den alle 15 Minuten für eine Minute gemessen. Die Abstände sollten verhindern, dass die
Kinetik durch einen anhaltenden Energieeintrag in Form von Licht beein�usst wird.

Abbildung 5.6.: Messungen während der Inkubationszeit von vier Stunden. 0,2 mM Lipid (ent-
spricht ca. 3 nM Vesikel) wurden mit 21 nM Sar1p-Alexa Fluorr488 in HKM-Pu�er mit
1 mM GMP-PNP bei Raumtemperatur inkubiert. Gemessen wurde alle 15 Minuten für
eine Minute. (A) Darstellung des Anteils gebundenen Proteins aus dem vollständig korri-
gierten Verhältnis von Kreuzkorrelationsamplitude zu roter Autokorrelationsamplitude
Xr (siehe Gleichung 5.1). (B) Darstellung der apparenten Teilchenzahlen N im roten
(Vesikel mit DiD-C18) und grünen (Sar1p-Alexa Fluorr488) Kanal in Abhängigkeit von
der Inkubationszeit.

Wie in Abbildung 5.6 dargestellt, konnte mittels der durchgeführten Messungen keine
Kinetik aufgelöst werden. Aufgrund des nicht-hydrolysierbaren GTP-Analogons konnte
auÿerdem davon ausgegangen werden, dass Sar1p während der Messung kaum von den
Vesikeln dissoziiert. Die dargestellten Parameter sind im Rahmen messbedingter Schwan-
kungen über die gesamte Zeit konstant. Aufgrund dieser Ergebnisse und um es gegenüber
den Tubulationsexperimenten vergleichbar zu halten, wurde für alle weiteren Messungen
eine Inkubationszeit von zwei Stunden gewählt.

Titration von Sar1p zu Vesikeln

Die in diesem Abschnitt vorgestellten Ergebnisse wurden 2017 im Biophysical Journal
verö�entlicht [4].
Für den ersten Teil der Bindungsmessungen in der FCS wurde die Lipidkonzentration

konstant gehalten (cL,tot = 0,09mM , cL,acc = 0,045mM) und die Proteinkonzentration
variiert. Die Gröÿe der Major-Minor-Mix Vesikel betrug d = (83,6 ± 3,8) nm (bestimmt
in der FCS). Die genaue Vesikelkonzentration cV konnte direkt aus der roten Autokorre-
lationsamplitude G‡r(0) bestimmt werden und betrug cV = (1,6 ± 0,4) nM. Die Protein-
konzentration der Ausgangslösung des gelabelten Sar1p-Alexa Fluorr488 wurde in einer

98



Kontrollmessung des Proteins ohne Vesikel per FCS aus der grünen Autokorrelationsam-
plitude G∗g(0) bestimmt. Für Konzentrationen cP,ges > 100 nM wurde mit Sar1p-Alexa
Fluorr488 dotiertes unmarkiertes Sar1p eingesetzt. Die Gesamtkonzentration von Sar1p
wurde mit Hilfe eines Absorptionsspektrums im Bereich von 220 bis 350 nm bestimmt
(ein exemplarisches Spektrum be�ndet sich im Anhang A.3).

Abbildung 5.7.: Auftragung des errechneten Bindungsgrades νn gegen die Konzentration frei-
es Sar1p.Mittlung von sechs Einzelmessungen mit einer konstanten Lipidkonzentration
von cL,acc = 0,045mM (cV = (1,6 ± 0,4) nM). Die Vesikel aus Major-Minor-Mix hatten
einen Durchmesser von d = (83,6± 3,8) nm. Alle Messungen wurden nach zweistündiger
Inkubation der Vesikel mit Sar1p in HKM-Pu�er mit 1 mM GMP-PNP in der Lösung
bei Raumtemperatur durchgeführt. Die hier dargestellten Berechnungen wurden nach
Abschnitt 3.3.3 und 5.2 ohne Berücksichtigung möglichen Quenchens durchgeführt. Die
Balken geben die Standardabweichung der Werte an.

Für die Abbildung 5.7 wurden sechs unabhängige Titrationsreihen ausgewertet. Die
jeweiligen Auto- und Kreuzkorrelationsamplituden wurden wie in 5.2 beschrieben her-
angezogen, um einen Bindungsgrad (ν) und die Konzentration an freiem Sar1p (cP,free)
zu berechnen. Der Bindungsgrad ν gibt an, wie viele Proteinmoleküle pro Vesikel ge-
bunden sind. Das Maximum n gibt wiederum an, wie viele Proteine maximal auf einem
Vesikel gebunden sein können (vergleiche Gleichung 3.60). Es wurde deutlich, dass eine
Titration von 100 nM < cP,ges < 20 µM ausreichen würde, um n und kD für Sar1p zu
einem Bindungsplatz auf einem kleinen Liposom (mit GMP-PNP) zu ermitteln. Die aus
der Kurve in Abbildung 5.7 durch Anpassung mit Gleichung 3.59 auf Seite 51 (Anpas-
sungskurve siehe Abbildung A.4 B) ermittelten Werte für kD und n sind in Tabelle 5.2
zusammengefasst. Aus diesen beiden Werten konnte nach Gleichung 3.60 auf Seite 52
der Wert für KD,V als Dissoziationskonstante des Sar1p zu einem Vesikel (d ≈ 83nm)
berechnet werden. Die Anzahl Lipide je Sar1p (Λacc) (also je Bindungsplatz, nur eine
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Lipidschicht betrachtet) wurde über die Gleichung 3.61 auf Seite 52 bestimmt. Um die
Dissoziationskonstante zu Lipid zu berechnen wurde Gleichung 3.63 auf Seite 52 verwen-
det.

Tabelle 5.2.: Werte für kD und n ermittelt aus den Messreihen in Abbildung 5.7 mit verschiedenen Werten
für Φ sowie die daraus ermittelten Werte für KD,V und KD,L und die zugehörigen Werte
für Lipide pro Sar1p (pro Bindungsplatz).

Anpas-
sung aus
Abbil-
dung

Quench-
faktor

Φ

kD
±

Standard-
abweichung

µM

n
±

Standard-
abweichung

KD,V

in nM

Lipide
pro
Bin-
dungs-
platz
Λacc

KD,L

in µM

5.7 1,0 2,24± 0,50 408± 19 5,49 71 159
A.4 B 0,8 2,30± 0,52 506± 24 4,55 57 131
A.4 B 0,66 2,36± 0,52 610± 28 3,87 47 111

Die in der obigen Tabelle (5.2) dargestellten Werte wurden durch Anpassung der ge-
mittelten Kurve in Abbildung 5.7 errechnet. Zur Überprüfung speziell des Wertes für
kD wurden zusätzlich alle sechs Einzelkurven (siehe Abbildung 5.8 A-F) angepasst und
anschlieÿend die daraus berechneten Werte gemittelt. Dabei ergibt sich ein mittlerer
k̄D = (2,1 ± 1,1) µM. Der Wert für die Anzahl Bindungsplätze je Vesikel variiert stark
zwischen 200 und 600.
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Abbildung 5.8.: Auftragung des errechneten Bindungsgrades ν gegen die Konzentration freies
Sar1p (cP,free). Sechs Einzelmessungen mit einer konstanten Lipidkonzentration von
cL,acc = 0,045mM (cV = (1,6 ± 0,4) nM). Die Vesikel aus Major-Minor-Mix hatten
einen Durchmesser von d = (83,6± 3,8) nm. Alle Messungen wurden nach zweistündiger
Inkubation der Vesikel mit Sar1p in HKM-Pu�er mit 1 mM GMP-PNP in der Lösung
bei Raumtemperatur durchgeführt. Die hier dargestellten Berechnungen wurden nach
Abschnitt 3.3.3 und 5.2 ohne Berücksichtigung möglichen Quenchens durchgeführt.

Alle in den Abbildungen 5.7 und 5.8, sowie in Tabelle 5.2 dargestellten FCS-Messwerte
und daraus berechnete Gröÿen wurden hinsichtlich der Ein�ussfaktoren des Überspre-
chens, der Gröÿe des Detektionsvolumens, des Farbsto�gehaltes und des Setup abhängi-
gen Qualitätsfaktors korrigiert. Dass der Dotierungsgrad des Sar1p keinen Ein�uss auf
die Kreuzkorrelationsamplitude hat, konnte in Abschnitt 5.2.1 gezeigt werden. Nicht ver-
nachlässigbar ist der Ein�uss des Quenchens. Der Quenchfaktor Φ wurde in unabhängigen
Messung durch den Vergleich der Fluoreszenzspektren von freiem Sar1p-Alexa Fluorr488
und vollständig an Vesikel gebundenem Sar1p-Alexa Fluorr488 ermittelt. Die Vesikel-
menge wurde so gewählt, dass mehr als 80 % des Proteins an den Vesikeln gebunden
sein sollte (ca. 30 nM Vesikel mit 21 nM Sar1p). Der gemessene Quenchfaktor betrug
Φ = 0,8. Dieser konnte bei der Berechnung von cP,free und ν (Gleichungen 5.11 und
5.12) berücksichtigt werden. Die Anpassung der mit Φ korrigierten Messwerte machte
deutlich, dass durch den Fluoreszenzverlust die Anzahl der Proteine pro Vesikel als zu
gering eingeschätzt wurde. Die Dissoziationskonstante kD wurde nur wenig beein�usst
(siehe Abbildung A.4 und Tabelle 5.2). In der Literatur wird meist eine Dissoziations-
konstante zu verfügbarem Lipid berechnet. Diese konnte aus den Werten für kD und n
mit den Gleichungen 3.61 und 3.63 auf Seite 52 berechnet werden. Die Werte für die
Anzahl zugänglicher Lipide je Bindungsplatz (Λacc) und der KD,L hängen, anders als der
kD, stärker vom berücksichtigten Φ ab. Dies ist der unterschätzten Anzahl gebundenen
Proteins und der damit überschätzten Anzahl Lipide je Bindungsplatz geschuldet, wenn
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das Quenchen nicht berücksichtigt wird. Um eine sicherere Aussage über den KD,L zu
tre�en, wurde eine weitere Titrationsreihe angeschlossen.

Titration von Vesikeln zu Sar1p

In Anlehnung an die Arbeiten von [55] und [56] wurde eine zweite Bindungsmessreihe
angeschlossen. Hierbei wurde die Konzentration des markierten Proteins
Sar1p-Alexa Fluorr488 konstant gehalten (cP,ges = 21 nM) und die Lipidkonzentration
verändert. Die Proteinkonzentration in der Ausgangslösung wurde vor jeder Messreihe
mittels FCS bestimmt. Die Vesikelsuspension wurde mit der benötigten Lipidkonzen-
tration hergestellt und stichprobenartig mittels Phosphattest (durchgeführt von Claudia
Müller) kontrolliert.
Aus den einzelnen Messwerten wurde anschlieÿend, wie in Abschnitt 5.2 erläutert, die

jeweilige Fraktion gebundenes Protein nach Gleichung 5.5 berechnet. Diese Werte wurden
gegen die für das Protein zur Verfügung stehende Lipidkonzentration (cL,acc = cL,tot/2)
aufgetragen (Abbildung 5.9).

Abbildung 5.9.: Titration von Lipid in Form von Vesikeln zu einer konstanten Konzentration
Sar1p-Alexa Fluorr488. Darstellung der apparenten Fraktion gebundenen Proteins,
die sich direkt aus Xr ableiten lässt, in Abhängigkeit von der gesamten für das Protein
zugänglichen Lipidkonzentration (cL,acc). Gemessen wurden Proben aus Major-Minor-
Mix-Vesikeln mit cP,ges = 21 nM Sar1p-Alexa Fluorr488 mit GMP-PNP in HKM-Pu�er
nach zweistündiger Inkubation. Die für die Darstellung verwendeten Korrelationsampli-
tuden wurden für das Übersprechen, die Gröÿe der Detektionsvolumina und die Farb-
sto�verteilung zwischen den Vesikeln korrigiert. Es wurden Werte von drei unabhängigen
Messreihen gemittelt, die schwarzen Balken repräsentieren die Standardabweichung.

Bei steigender Lipidkonzentration nahm die Fraktion des gebundenen Sar1p-Alexa
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Fluorr488 wie erwartet zu. Diese Fraktion ging nicht über ein Maximum von fP,b ≈ 0,5
hinaus und nahm danach wieder leicht ab. Bei dieser Art der Konzentrationsreihe wurde
erwartet, dass eine Lipidkonzentration erreicht würde, bei der das gesamte Protein ge-
bunden ist. Dies würde sich in der Fraktion gebundenes Protein widerspiegeln, die gegen
lim

cL,acc→∞
fb = 1 laufen sollte. Selbst ohne Einbeziehen des bereits im vorigen Abschnitt

beschriebenen Quenchen (Φ = 0,8) sollte dieser Grenzwert erreicht werden, da Hellig-
keitsunterschiede zwischen gebundenem und ungebundenem Protein bei einer Fraktion
freien Proteins fP,free = 0 keine Rolle mehr spielen. Der wahrscheinlichste Grund für einen
Grenzwert für fP,b < 1 ist ein Anteil bindungsunfähigen Proteins in der Lösung. Dies wird
deutlich, wenn Gleichung 3.50 auf Seite 50 um die Faktoren für den Anteil bindungsfähi-
gen Proteins (α) und den realen Quenchfaktor (ζ) erweitert wird. Die Herleitung dieser
Gleichung geschah in Zusammenarbeit mit Jan Ebenhan und wird im Anhang in den
Gleichungen A.1 bis A.8 aufgezeigt.
Gleichung A.8 kann mit cL,acc = n · cV · Λ und KD,L = kD · Λ (Gleichung 3.63 auf

Seite 52) geschrieben werden als:

Xr =
α · ζ · cL,acc

KD,L + cL,acc · (αζ + 1− α)
(5.15)

Der Grenzwert dieser Gleichung lässt sich berechnen als:

lim
cL,acc→∞

Xr =
α · ζ

α · ζ + 1− α
(5.16)

Aus dieser Gleichung 5.16 ist ersichtlich, dass für den Fall, dass das gesamte Prote-
in bindungsfähig ist (α = 1), der Grenzwert für Xr = 1 und unabhängig vom realen
Quenchfaktor ζ ist. In den unabhängigen Messungen zum Quenchen war ebenfalls nicht
bindungsfähiges Sar1p (1−α) vorhanden, welches uneingeschränkt �uoresziert. Die Frak-
tion bindungsfähiges Protein war vollständig gebunden und �uoreszierte mit dem Faktor
ζ. Damit handelt es sich bei dem gemessenen Wert Φ nur um einen apparenten Quench-
faktor der sich mit α und ζ ausdrücken lässt:

Φ = α · ζ + (1− α) (5.17)

Somit kann die Gleichung 5.15 durch den bekannten apparenten Quenchfaktor aus
Gleichung 5.17 vereinfacht werden zu:

Xr = α · ζ ·
cL,acc

KD,L + Φ · cL,acc
(5.18)

Die Messreihe in Abbildung 5.9 konnte mit Gleichung 5.18 angepasst werden, um so
mit Φ = 0,8 Werte für das Produkt aus α · ζ = Z und die Dissoziationskonstante KD,L
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zu erhalten (Anpassung siehe Abbildung A.5). Durch Hinzuziehen von Gleichung 5.18
können α und ζeinzeln bestimmt werden (siehe Tabelle 5.3 ).

Tabelle 5.3.: Angepasste und berechnete Werte aus Abbildung 5.9 mit Gleichung 5.18. Der apparente
Quenchfaktor wurde vorher mit Φ = 0,8 bestimmt.

Parameter angepasster Wert weitere Parameter berechnete Werte

KD,L 66,4 µM α 0,58
Z 0,38 ζ 0,66

Aus diesen Werten geht hervor, dass wahrscheinlich nur knapp 60% des eingesetzten
Sar1p-Alexa Fluorr488 für eine Bindung an die Vesikel zur Verfügung standen, das üb-
rige Protein blieb frei in der Lösung. Der Grund für diese partielle Bindungsunfähigkeit
könnte eine Behinderung der amphipathischen Helix durch den Farbsto� sein. Obwohl
bei der Markierung darauf geachtet wurde, dass der Farbsto� nicht in der Membranbin-
deregion an das Protein gebunden wird, kann nicht ausgeschlossen werden, dass er diese
Region oder die Helix selbst beein�usst. Ebenso könnte der Farbsto� die zum Binden an
Membranen notwendige Konformationsänderung membranferner Proteinteile oder den
Austausch des GDP mit GMP-PNP im aktiven Zentrum behindern. Auch wenn in der
Ausgangslösung des Sar1p-Alexa Fluorr488 mittels FCS keine Aggregate, in Form von
langsamen Di�usionszeiten, beobachtet werden konnten, kann ein Aggregieren eines Teils
der Proteinmoleküle während der Inkubationszeit nicht ausgeschlossen werden.
Unter Berücksichtigung der Korrektur für nicht bindungsfähiges Protein ist der reale

Quenchwert kleiner als der per Fluoreszenzspektrum bestimmte Wert. Es konnten nur
etwa 66 % der Helligkeit von freiem Sar1p-Alexa Fluorr488 nach der Bindung an die
Vesikel noch detektiert werden. Zum Vergleich beider Titrationskurven wurde die Reihe
mit steigender Proteinkonzentration ebenfalls mit diesem Wert korrigiert und angepasst.
Die aus dieser Kurve ermittelten Werte sind in Tabelle 5.2 dargestellt.
Im direkten Vergleich von Lipid- und Proteintitration kann festgestellt werden, dass

die Parameter, die direkt aus der aufgetragenen und angepassten Kurve ermittelt werden
können, nicht die gleichen Parameter sind. Aus der Titration von Sar1p zu einer konstan-
ten Lipidkonzentration kann eine Dissoziationskonstante zu einem Bindungsplatz (kD)
sowie eine maximale Anzahl Proteinmoleküle je Vesikel (νmax) ermittelt werden. Diese
Anzahl spiegelt demnach auch die Anzahl Bindungsplätze pro Vesikel wider und sollte
von der Vesikelgröÿe abhängen. Alle weiteren in Tabelle 5.2 dargestellten Werte können
ausgehend von diesen angepassten Werten berechnet werden. Aus diesen Messungen kann
keine Aussagen über den Anteil bindungsfähigen Proteins und über den realen Quench-
faktor getro�en werden.
Aus der Titration von Lipid zu einer geringen Konzentration Sar1p-Alexa Fluorr488

kann eine Dissoziationskonstante zu Lipid (KD,L), wie sie oft in der Literatur verwendet
wird [140, 122, 141], ermittelt werden. Hierbei handelt es sich rechnerisch um das Produkt
aus kD und der Anzahl Lipide je Bindungsplatz (Λ).
Des Weiteren konnten aus den Titrationsreihen von Vesikeln zu konstantem Prote-

in bei Kenntnis eines apparenten Quenchfaktor (Φ) der reale Quenchfaktor (ζ) und die
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Fraktion bindungsfähiges Sar1p-Alexa Fluorr488 (α) berechnet werden. Je nach Frage-
stellung kann es sinnvoll sein, die eine oder andere Titrationsvariante zu wählen. Sollten
A�nitäten von Proteinen oder Peptiden in Abhängigkeit der Lipidzusammensetzung un-
tersucht werden, ist die Titration von Vesikeln zu einer konstanten Menge Proteine die
bessere Wahl, da neben dem geringeren Proteinverbrauch auch eine gesichertere Aussa-
ge über den Wert KD,L getro�en werden kann. Dies lässt sich damit erklären, dass die
Messwerte direkt gegen die eingesetzte Lipidkonzentration aufgetragen werden können.
Bei der Titration von Protein zu konstantem Lipid hingegen geht die genaue Gesamt-
proteinkonzentration (cP,ges) in die Berechnung beider Achsen ein. Die Bestimmung der
Gesamtproteinkonzentration ist je nach verwendeter Methode und Protein fehlerbehaftet.
Bei der angewandten Methode, die Proteinkonzentration über das Absorptionsspektrum
zu bestimmen, wurde der Fehler aufgrund des in der Proteinlösung vorhandenen GDP
und der nicht perfekten Anpassungsfunktionen auf bis zu 10 % geschätzt.
Im Gegensatz zu früheren Proteinbindungsstudien mittels FCS [56] wurde in der vor-

liegenden Arbeit initial kein Bindungsmodell vorgeben, die Auswertung der Messwerte
geschah unabhängig. Das Langmuir-Modell von unabhängigen, Bindungsplätzen mit glei-
cher A�nität wurde erst beim Anpassen der Titrationskurven zur Bestimmung des KD

herangezogen.
In den vergangenen Jahren wurden von zwei Arbeitsgruppen Bindungsa�nitäten des

Sar1 an Membranen mit verschiedenen Methoden bestimmt. Loftus et al. verwendeten die
Titration von Sar1 zu auf Deckgläschen aufgebrachten Membranen um Bindungsa�nitä-
ten Sar1 verschiedener Spezies (Hefe-Sar1p, humanes Sar1A und Sar1B) zu vergleichen.
Dabei fanden sie durch Auswertung der Fluoreszenzintensitäten des an Sar1 gebunde-
nen, nicht hydrolysierbaren �uoreszierenden GTP-Analogons Bodipy FL-GTP-γ-S einen
für alle untersuchten Sar1 gleichen kD = 10,5 µM [143]. Dieser ist etwa vier Mal grö-
ÿer, die A�nitäten also geringer, als der in der vorliegenden Arbeit ermittelte Wert von
kD ≈ 2,3 µM. Dies kann darin begründet sein, dass Loftus und Mitarbeiter durch das
Wegwaschen freien Proteins und Nukleotids eine Verschiebung des Gleichgewichts zu ei-
ner scheinbar verringerten A�nität verursachten [143], die sich in der Dissoziation des
Proteins niederschlugen, wohingegen die Werte dieser Arbeit im Gleichgewicht gemessen
wurden. Hinzu kommt, dass bei Loftus et al. die Bindung an einer auf einem Deckglas
aufgebrachten Membran untersucht wurde [143], diese Membran weist keine Krümmung
auf. In der vorliegenden Arbeit wird im Gegensatz dazu die Bindung an Liposomen mit
hoher Krümmung untersucht. Hanna und Mitarbeiter konnten in ihrer Arbeit zeigen,
dass die Bindung von Sar1 von der Krümmung abhängt [105]. Bereits die Vergröÿerung
des Liposomendurchmessers von 105 nm auf 225 nm, und damit eine Verringerung der
Krümmung, hat eine Verringerung der A�nität um das 2 - 4,6-fache zur Folge [105]. Die-
se Daten wurden mit Hilfe einer Lipidtitration ermittelt. Die verschiedenen KD,L wurde
nur als relative Gröÿe im Vergleich zum KD,L zu Vesikeln des kleinsten Durchmessers
angegeben, nicht als absoluten Werte [105].
Die Gröÿe KD,L ist die in der Literatur am häu�gsten verwendete Gröÿe für die Quan-

ti�zierung der Protein-Lipid Interaktion und lässt sich deshalb gut einordnen.
Der Vergleich zu anderen amphipathischen membranbindenden Proteinen zeigt, dass

der ermittelte Wert für die Bindung an SUV sich in einem für diese Art Protein bekannten
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Rahmen bewegt. So wurde für die amphipathische Helix des N-BAR für die Bindung
an anionische Lipide (POPS oder POPG) ein Wert von KD,L ≈ 24 µM bestimmt, der
mit zunehmender Vesikelgröÿe geringfügig kleiner wird [144]. BAR-Domänen kommen
als Teil verschiedener membranbindender Proteine vor, wie z.B. Amphiphysin, welches
an der Clathrin-vermittelten Endozytose beteiligt ist. Die H0-Helix des N-BAR lagert
sich, ähnlich der amphipathischen Helix des Sar1p, in die Membran ein. Ebenfalls eine
α-helikale Struktur bei Bindung an Lipiddoppelschichten bilden α-, β- und γ-Synuclein
aus. Diese Proteine kommen in Neuronen, aber auch in Zellen der Skelettmuskulatur und
der Leber vor [145, 146].
Für den KD,L des α-Synuclein wurde eine Abhängigkeit sowohl von der Art der Lipide

als auch von der Gröÿe der Vesikel gefunden. Zu Vesikeln mit einem Durchmesser von
93 nm bestehend aus POPS/POPC (1:1) betrug derKD,L = 100 µM, zu kleineren Vesikeln
konnte eine höhere A�nität (also ein kleinererKD,L) nachgewiesen werden. Für die Lipid-
mischung POPA/POPC war die Dissoziationskonstante bei einer Vesikelgröÿe von 93 nm
bereits deutlich kleiner (KD,L = 1,6 µM), damit die A�nität höher [140, 122]. Für β- und
γ-Synuclein wurde die Bindungsa�nität in Abhängigkeit des Anteils POPS in POPC-
Vesikeln untersucht. Bei 75 % POPS wurden dabei Werte in einem ähnlichen Bereich
wie in dieser Arbeit für das Sar1p an Major-Minor-Mix Vesikel (ca. 20 % geladene Lipi-
de) ermittelt (ca. 60 µM) [147]. Erste Untersuchungen mit reinen DOPC-Vesikeln weisen
darauf hin, dass die Bindung von Sar1p an Membranen nicht von der Ladung der Vesikel
abhängig ist (siehe Abbildung A.6). Es wurde in Proteintitrationsreihen ein kD = 2,27 µM
gefunden, der damit dem kD für Major-Minor-Mix-Vesikel gleicht. Da die diskutierten
Proteine an unterschiedliche Membranen binden, sind Unterschiede in der A�nität zu
verschiedenen Lipiden oder verschieden stark geladenen Membranen biologisch sinnvoll.
Bei Proteinen, die nur durch elektrostatische Interaktion mit Membranen interagieren
wurde eine groÿe Abhängigkeit von der Ladungsdichte auf der Membran deutlich. Rusu
et al. fanden für das MARCKS-Peptid beispielsweise einen KD,L = 0,1 µM bei 25mol%
POPS in einem POPC-Vesikel bei nur 10mol% POPS betrug der KD ≈ 100 µM, die
A�nität war also deutlich herabgesetzt. [55].
Soll eine Aussage über die Bindungsplatzdichte, bzw. den Platzbedarf je Protein ge-

tro�en werden, ist es unerlässlich, eine Titrationsreihe zu wählen, bei der ein Maximum
an gebundenem Proteinen je Vesikel erreicht wird. Die so ermittelte Anzahl Lipide einer
Membranschicht je Sar1p Λacc = 47 (ΛBi = 94 Lipide bezogen auf die Doppelschicht),
unter Einbeziehen des realen Quenchfaktors (ζ), lässt sich mit Literaturwerten verglei-
chen. So gibt es für das bereits erwähnte α-Synuclein, ein Protein aus 140 Aminosäuren
[148], Angaben von 40 bis 85 Lipiden in der Doppelschicht unter Gleichgewichtsbedin-
gungen, gemessen in der FCS [140, 122]. Für Sar1 oder dem sehr in Form, Gröÿe und
Funktion ähnlichen Arf1 gibt es bisher keine derartigen Untersuchungen. Aus der Kris-
tallstruktur des Sar1p (pdb:1M2O) [18] kann eine maximale Fläche der vom Protein
bedeckten Membran von AP,theorie ≈ 20 nm2 abgeschätzt werden. Bei einer Kopfgrup-
pen�äche der Lipide von AL ≈ 0,5 − 0,6 nm2 [73, 149, 150] ergab sich ein Wert für
die aus den Messungen ermittelte Fläche eines Bindungsplatzes (AP,mess = Λacc · AL)
von AP,mess = 23,5 − 28,2 nm. Der Vergleich der theoretischen Fläche mit der aus den
Messdaten ermittelten Fläche eines Proteins auf der Vesikelober�äche lieÿ die Annah-
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me zu, dass etwa 70 − 85% der Membranober�äche mit Sar1p bedeckt war, was für
eine dichte Packung spricht. Aus der Kristallstruktur von Sec23p/Sec24p-Sar1p berech-
neten Bi und Kollegen eine Fläche von ≈ 82 nm2, die dieser innere Proteinkomplex auf
der Membran benötigt [18]. Dies würde bedeuten, dass bei den Messungen ohne wei-
tere COPII-Proteine eine deutlich dichtere Packung der Sar1p-Moleküle vorlag, als es
der Struktur des Sar1p mit Sec23p/Sec24p zufolge möglicherweise im gesamten COPII
der Fall ist. Aus Kryo-Elektronenmikroskopie und -tomographieaufnahmen an tubulären
Strukturen geht hervor, dass das humane Sar1B ein geordnetes Netz auf der Membra-
nober�äche bildet, in dem jedes Sar1-Molekül Kontakt zu vier weiteren Molekülen hat
und der Eindruck einer Dimerbildung entsteht [53]. FRAP-Experimente von Loftus et al.
zeigten, dass humanes Sar1A und Sar1B mit steigender Konzentration zu Dimerbildung
neigen, was bei Hefe-Sar1p nicht der Fall zu sein scheint [143]. Aus weiteren hoch auf-
lösenden TEM-Untersuchungen mit Sar1p-Sec23p/Sec24p ging hervor, dass der deutlich
gröÿere Sec23p/Sec24p-Komplex sich regelmäÿig auf der Membranober�äche anordnet
und keinen Kontakt der Sar1p-Moleküle untereinander zulässt [21]. Zur Anordnung, be-
sonders der inneren Proteinhülle auf Vesikeln, wurden bisher keine hochau�ösenden elek-
tronenmikroskopischen Untersuchungen verö�entlicht. Lediglich die Struktur des leeren
Sec13/Sec31-Kä�gs ist aus Aufnahmen ohne Membran und Sar1 sowie ohne Sec23/Sec24
bekannt [151].
Die Stärke der hier gezeigten Methode besteht vor allem in dem Potenzial, dass zukünf-

tig der Ein�uss verschiedener Lipide oder anderer Membranbestandteile auf die Bindung
des Sar1p an Membranen quanti�ziert werden kann. Bei den gezeigten Titrationen wur-
de mit der von Matsuoka et al. etablierten Lipidmischung gearbeitet, die neben DOPC,
DOPS, DOPA, DOPE aus verschiedenen Phosphoinositiden und zu einem Drittel (in
mol%) aus Ergosterol besteht [13]. Ergosterol ist aufgrund seiner kleinen Kopfgruppe
das einzige Lipid der Mischung, welches im Sekundenbereich zwischen den beiden Lipid-
schichten einer Membran wechseln kann (Flip-Flop) [152]. Dieser Umstand führte zu den
Überlegungen, dass Ergosterol einen Ein�uss auf die maximale Anzahl gebundener Prote-
ine pro Vesikel haben könnte, da es im vorliegenden Fall der einzige Membranbestandteil
ist, der die Einlagerung von Helices und eine damit verbundene Vergröÿerung der äuÿe-
ren Lipidschicht in der inneren Lipidschicht ausgleichen kann. Weiterhin werden Bindun-
gen von Proteinen oft alleinig oder unterstützend durch elektrostatische Interaktionen
zwischen anionischen Lipiden und kationischen Aminosäuren vermittelt [153, 154]. Aus
Untersuchungen von Matsuoka und Mitarbeitern geht hervor, dass keines der im �Major-
Minor-Mix� eingesetzten Lipide einen besonderen Ein�uss auf die Bindung von Sar1p hat
[13]. Die komplexe Lipidmischung wurde für die Bindung der übrigen COPII-Proteine
optimiert [13]. Erste Untersuchungen mit reinen DOPC-Vesikeln, zu denen Sar1p hin-
zu titriert wurde, legen nahe, dass es nur geringe Unterschiede sowohl in der Anzahl
maximal gebundener Proteine je Vesikel, als auch in der A�nität des Proteins zu ei-
nem Bindungsplatz auf diesem Vesikel gibt (siehe Abbildung A.6). Das bestätigt die von
Matsuoka und Kollegen gemachten Beobachtungen hinsichtlich des nicht vorhandenen
Ein�usses von Ergosterol und geladenen Lipiden auf das Sar1p [13]. Dies wiederum lässt
die Vermutung zu, dass Sar1p nicht aufgrund elektrostatischer Wechselwirkungen an die
Membran bindet, sondern ausschlieÿlich hydrophobe Interaktionen der amphipathischen
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Helix mit der Membran ausschlaggebend sind. An dieser Stelle wären weitere Untersu-
chungen hinsichtlich des Ein�usses der Vesikelgröÿe auf die Bindungsa�nität interessant,
wobei die FCS und dcFCCS hierbei an ihre Grenzen stöÿt, da die Vesikelgröÿe deutlich
kleiner als das Detektionsvolumen sein muss (Radius des Teilchens R ≤ 0,25 · ω0), um
als punktförmiges Teilchen angenommen werden zu können [155]. Dies wäre im verwen-
deten Setup eine Vesikelgröÿe von 100 nm Durchmesser. Messdaten für gröÿere Vesikel
müssten zusätzlich korrigiert werden. Von Interesse wären weiterhin Untersuchungen, in-
wiefern integrale Membranproteine wie der GEF Sec12p oder Cargoproteine die A�nität
des Sar1p zur Membran beein�ussen. Auch der Ein�uss der löslichen Sec12p-Domäne
(Sec12p-∆C) sowie der äuÿeren COPII-Proteine auf KD,L und Λ wären interessant.

5.5. Zusammenfassung zu den Messungen von
Bindungsparametern mit Hilfe der dcFCCS

In diesem Kapitel konnte gezeigt werden, dass die dcFCCS eine geeignete Methode ist
um Dissoziationskonstanten für die Bindung von Proteinen an Vesikel zu bestimmen.
Die Möglichkeit mit sehr geringem Proteineinsatz in kurzer Zeit Bindungsa�nitäten zu
ermitteln macht die Methode sehr praktikabel. Ein Vorteil der dcFCCS im Vergleich
zur FCS, wie bisher für Bindungsstudien beschrieben [55, 140, 56, 141], liegt in der
Verwendung einer zweiten Anregungswellenlänge um den Interaktionspartner des Prote-
ins, die Vesikel, sichtbar zu machen und weitere Informationen zu erhalten. Wie gezeigt
werden konnte, kann eine bei Bindung veränderte Helligkeit des Farbsto�es am Prote-
in (Quenchen) in die Berechnung einbezogen werden, so dass dies keine Einschränkung
mehr darstellt. Die bisher gezeigten Berechnungen basieren ausschlieÿlich auf der roten
Autokorrelations- und der Kreuzkorrelationsamplitude, unter Hinzunahme der Informa-
tionen der grünen Autokorrelation können möglicherweise noch weitere Informationen
erhalten werden. Einschränkungen wie bereits zu Beginn genannt, bezüglich der mon-
odispersen Verteilung der Liposomengröÿe und der langsamen Dissoziation des Proteins
vom Vesikel müssen weiterhin getro�en werden. Die Untersuchung von Proteinen-Lipid-
Interaktionen mit KD,L > 1mM ist nach jetzigem Stand auch mit der dcFCCS nicht zu
bestimmen. Hinzu kommt, dass bei einer Lipidkonzentration cL > 2mM möglicherweise
zu viele Vesikel im Fokus sind, so dass diese sich gegenseitig und auch die freien Prote-
inmoleküle in ihrer Di�usion stören. Es konnte beobachtet werden, dass mit steigender
Lipidkonzentration die Fraktion gebundenes Protein wieder abnimmt. Um diesem E�ekt
zu begegnen könnte die von Wennmalm und Kollegen entwickelte Theorie der inversen
FCS hilfreich sein, wobei die Teilchen im Fokus nicht mehr als punktförmig angenommen
werden, sondern deren Volumen in einem Korrekturfaktor berücksichtigt wird [156].
Mit der hier vorgestellten Methode der Quanti�zierung ist es nun möglich den Ein�uss

verschiedener Parameter auf die Bindungsa�nität des Sar1 zu kleinen Vesikeln zu un-
tersuchen. Von groÿem Interesse wäre dabei, neben der Auswirkung verschiedener Lipide
auf die Bindung, besonders auch der Ein�uss von direkt mit dem Sar1 interagierenden
Proteinen wie Sec12 oder Sec23/Sec24, sowie indirekt interagierende Proteine wie Car-
goproteine oder auch Sec13/Sec31. Auch die Untersuchung verschiedener aktivierender
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Nukleotide könnte interessant sein. Unabhängig vom Sar1 ist die dcFCCS als Methode
zur Bestimmung von Bindungskonstanten überall da interessant, wo eine Bindung an
stark gekrümmte Membranen untersucht werden soll. Da auch bei diesen Messungen auf
mechanische Manipulationen verzichtet werden kann und die Messung im Gleichgewicht
statt�ndet, können dadurch entstehende E�ekte ausgeschlossen werden.
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6. Zusammenfassende Diskussion

In Kapitel 4 konnte festgestellt werden, dass nach Inkubation der GUV mit verschiedenen
Sar1p-Varianten Sar1p nach Aktivierung durch die Bindung von GTP in der Lage ist,
Membranen zu deformieren und eine hohe Krümmung zu erzeugen. Diese Fähigkeit ist
unabhängig von anderen COPII-Proteinen oder transmembranen Frachtproteinen und
sie ist ebenfalls unabhängig von der Hydrolyse des GTP. Hinsichtlich der bekannten
niedrigen basalen GTPase-Aktivität des Sar1p bestätigt dieses Ergebnis frühere Unter-
suchungen [22, 102]. Die Beobachtung zweier unterschiedlicher tubulärer Strukturen nach
Inkubation von Major-Minor-Mix-Vesikeln mit Sar1p in Anwesenheit von GTP lässt un-
terschiedliche Anordnungen der Proteine untereinander auf den Tubuli vermuten. Eine
Disassemblierung von Sar1p von sich unter Lichteinstrahlung zusammenziehenden Tubuli
konnte nicht nachgewiesen werden, ist aber eine mögliche Erklärung für das beobachte-
te Phänomen. In FCS-Messungen über mehrere Stunden konnte keine Verminderung des
Bindungsgrades über die Zeit festgestellt werden (Abbildung 5.6). Allerdings wurden die-
se Untersuchungen zum Ermitteln der Bindungsparameter mit GMP-PNP durchgeführt.
Mit diesem nicht-hydrolysierbaren GTP-Analogon und Sar1p ohne COPII konnten bisher
in der Fluoreszenzmikroskopie weder steife Membranschläuche noch deren Zusammen-
ziehen beobachtet werden (Abschnitt 4.3.1). Möglicherweise verhindert das GMP-PNP
durch einen leicht anderen Einbau in das aktive Zentrum des Sar1p eine engere Packung
der Proteinmoleküle, welches vermutlich für die Ausbildung steifer Strukturen notwendig
wäre.
Die Rekrutierung der weiteren COPII-Proteine (Sec23p/Sec24p und Sec13p/Sec3p1)

geschieht sowohl mit GTP als auch mit GMP-PNP. Hier wird deutlich, dass es ohne
Hydrolyse zur Ausbildung von tubulären Strukturen, nicht aber von abgeschnürten Vesi-
keln kommt (Abbildung 4.8 und 4.10). Diese Beobachtung legt nahe, dass die Hydrolyse
von GTP durch das Sar1p und das damit verbundene Herausziehen der Helix aus der
Membran notwendig ist, um ein Abschnüren zu erreichen. Auch Trahey und Hey stell-
ten in ihrem Review fest, dass sich die Hinweise mehren, dass die GTPase-Aktivität
des Sar1 weniger für die Disassemblierung der COPII-Hülle verantwortlich ist. Vielmehr
scheint sie die Frachtsortierung [157, 36] und Vesikelabschnürung [101] zur Aufgabe zu
haben [158]. So konnten in der vorliegenden Arbeit, ebenso wie auch von Hanna et
al. in AFM-Messungen gezeigt [105], frühere in vivo Studien, auch in vitro bestätigt
werden. Diese zeigten, dass durch nicht-hydrolysierbares GTP-Analoga bzw. eine nicht-
hydrolysierende Sar1p-Variante (Sar1p-H77L) der letzte Schritt der Vesikelabschnürung
von der ER-Membran unterdrückt wurde [101]. Die in bisherigen in vitro Untersuchungen
gefundene Abschnürung kleiner COPII umhüllter Vesikel nach Inkubation unter nicht-
hydrolysierenden Bedingungen [51] kann damit wahrscheinlich der Präparationsmethode,
allen voran der Zentrifugation, zugeschrieben werden. Dies zeigt, wie entscheidend die
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Behandlung der Proben Ein�uss auf die gewonnenen Ergebnisse haben kann und dass
es besonders bei Abschnürungsversuchen wichtig ist, auf mechanische Manipulation zu
verzichten.
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7. Zusammenfassung

Die intrazelluläre Kompartimentierung eukaryotischer Zellen ermöglicht die Aufteilung
jeder einzelnen Zelle in verschiedene Reaktionsräume. Der Protein- und Sto�austausch
zwischen diesen Kompartimenten wird durch Transportvesikel gesteuert. Diese Vesikel
werden mit Hilfe von Hüllproteinkomplexen von der Donormembran abgeschnürt und
durch die Zelle transportiert. Für den ersten Schritt des sekretorischen Pfades vom ER
zum Golgi-Apparat wird dieser Transport durch die Proteine des COPII vermittelt. Die
Hauptkomponenten dieses Komplexes sind neben der kleinen GTPase Sar1, Sec23/Sec24
und Sec13/Sec31. Der Austausch von GDP zu GTP am Sar1 bewirkt ein Rekrutieren des
gesamten Komplexes an die Membran. Bisher ist die Rolle der Hydrolyse des GTP durch
Sar1 bei der Abschnürung der Transportvesikel noch unklar. Auch über die quantitativen
Bindungsparameter des Sar1 wurden kaum Untersuchungen durchgeführt.
In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass ohne die Hydrolyse des GTP

durch das Sar1p keine Abschnürung kleiner Vesikel aus GUV statt�nden konnte. Statt-
dessen zeigten sich lange tubuläre Strukturen. Dabei war es nicht entscheidend, ob die
Hydrolyse durch das Fehlen des GAP in Ansätzen ohne die innere und äuÿere Hülle
von Sec23/Sec24 und Sec13/Sec31 unterbunden wurde, oder ob bei vollständigem CO-
PII die Hydrolyse durch GMP-PNP oder durch nicht hydrolysierende Proteinvarianten
unterdrückt wurde. Es wird ebenfalls deutlich, dass trotz der beugungsbegrenzten Auf-
lösung des konfokalen Mikroskops qualitative Unterschiede zwischen den verschiedenen
Proteinansätzen festgestellt werden konnten, die sich auch in der besseren Au�ösung
der Elektronenmikroskopie zeigten. Damit ist der GUV-Tubulierungsansatz geeignet um
qualitativ Aussagen über die Wirkung des COPII auf Membranen zu tre�en. Diese Me-
thode ist nützlich, um Proben für die deutlich aufwendigere Elektronenmikroskopie zu
screenen. Ebenso kann die Elektronenmikroskopie dazu dienen, Ergebnisse der konfokalen
Mikroskopie zu stützen.
In einem zweiten Teil dieser Arbeit konnte mit Hilfe des dcFCCS gestützten Bin-

dungstests eine Dissoziationskonstante für Sar1p an kleinen Vesikeln in Anwesenheit von
GMP-PNP ermittelt werden, welche mit den Dissoziationskonstanten ähnlicher, über ei-
ne AH an Membranen bindende Proteine vergleichbar ist. Es konnte gezeigt werden, dass
die dcFCCS gut für derartige Untersuchungen geeignet ist und mögliche probenbedingte
Störgröÿen berücksichtigt werden können. Die hier dargestellten Ergebnisse ermöglichen
es in weiteren Untersuchungen den Ein�uss von Lipidzusammensetzung, löslichen oder
membranverankerten Proteinen und auch Nukleotiden auf die Dissoziationskonstante zu
ermitteln. Zusammenfassend kann gezeigt werden, dass die Fluoreszenzmikroskopie und
Fluoreszenzspektroskopie als wenig invasive Methoden gut geeignet sind, um periphere
Membranproteine zu untersuchen.
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8. Summary

The intracellular compartmentalization of eucaryotic cells enables the cell to divide their
internal space into di�erent reaction cambers. The exchange of proteins and other sub-
stances between these compartments is regulated by transport vesicles. The �ssion from
the donor membrane and the transport through the cell is mediated by coat protein com-
plexes. For the �rst step of the secretory pathway from the ER to the Golgi apparatus,
the transport is realized by the proteins of the COPII. The main components of this
complex are the small GTPase Sar1, the Sec23/Sec24 hetero dimer and the Sec13/Sec31
tetramer. The exchange of GDP to GTP at the Sar1 e�ects the recruitment of the whole
complex to the membrane. Up to now, only little is known about the role of the hydrol-
ysis of GTP by Sar1 in the context of the �ssion of transport vesicles. Only very limited
data is available on quantitative binding parameter of Sar1.
In this work it was shown that without the hydrolysis of GTP by Sar1 no �ssion of

small vesicles occurs from GUVs. Long tubular structures appear instead. For this out-
come it was not crucial if hydrolysis was prevented by the absence of the GAP (Sec23)
in experiments without the inner and outer coat of Sec23/Sec24 and Sec13/Sec31 or if
hydrolysis was inhibited by the use of GMP-PNP or non-hydrolyzing variants of the pro-
teins when using the whole COPII. Another result of this work shows that the qualitative
di�erences between the di�erent preparations were analyzed with confocal microscopy,
and were also found in the electron microscopy. With this, the GUV-Tubulation-Assay is
an appropriate tool to investigate the e�ect of the COPII on membranes in a qualitative
manner. This method is useful to screen samples for investigation by the costly method
of electron microscopy. On the other hand it is possible to use the electron microscopy
to support results obtained from confocal microscopy.
In a second part of the work, with a dcFCCS based binding assay it was possible to

determine a dissociation constant for Sar1 to small vesicles in the presence of GMP-PNP.
The calculated dissociation constant is comparable with constants of other membrane
binding proteins, which insert an AH into the membrane. It was shown that dcFCCS is a
suitable method for such investigations, because potential sample dependent disturbances
can be considered.
The results shown in this work o�er the possibility for further research to investigate

the in�uence of lipid mixture, additional and membrane anchored proteins and di�erent
nucleotides on the dissociation constant. As a conclusion, this work shows that the
�uorescence microscopy and �uorescence spectroscopy as minimally invasive methods
are suitable to analyze peripheral membrane proteins.
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A. Anhang

A.1. Fluoreszenzmikroskopie

zu 4.3.1

Abbildung A.1.: Sar1p-Alexa Fluorr488 bildet weiche und steife Tubuli. In grün (links) ist das Protein
zu sehen, es lagert sich an alle Membranen an und ist sowohl an den weichen als auch den
starren Tubuli zu sehen. In rot (Mitte) ist die Lipidmembran dargestellt. Das zusam-
mengefasste Bild (rechts) zeigt die perfekte Überlagerungen beider Kanäle. Maÿbalken
20 µm, γ = 0, 45.
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A.2. dcFCCS

A.2.1. Abbildungen zu 5.4.1

Abbildung A.2.: Negativkontrolle für perfekte Kreuzkorrelation.Messung einer Mischung einfach
gefärbter Lipidvesikel, die entweder DiD C18 als roten oder BodipyrFL C12 als grünen
Farbsto� enthalten, im Verhältnis 1:1. (A) Darstellung der Korrelationskurven gegen
die Zeit (τ). (B) Darstellung der volumennormierten Korrelationskurven.

A.2.2. Abbildungen zu 5.4.3

Abbildung A.3.: Absorptionsspektrum von Sar1p-GDP in TCB-Pu�er. Das gemessene Spektrum
von Sar1p, an dem GDP gebunden ist (blau, durchgezogen) wurde mit einer Kombi-
nation aus einem GDP-Spektrum und einem Spektrum aller im Sar1p absorbierenden
Aminosäuren ange�ttet (rot, durchgezogen). Aus diesem Fit konnte die Konzentration
für Sar1p (cSar1 = 10,8 µM) und für GDP (cGDP = 15,6 µM) entnommen werden (diese
Bestimmung der Sar1p-Konzentration wurde von Jan Ebenhan und Kathleen Helmstedt
eingeführt).
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Abbildung A.4.: Proteintitration zur Bestimmung des maximalen Bindungsgrades n und
der Dissoziationskonstanten KD für die kleine GTPase Sar1p im nicht-
hydrolysierbaren GTP-Zustand an Vesikel aus Major-Minor-Mix. Gemessen
nach zwei Stunden Inkubation bei Raumtemperatur in HKM-Pu�er. (A) Auftragung
der gemittelten Werte über alle Messungen mit Standardabweichung für beide Achsen
sowie Anpassungskurve (rot) (B) Vergleich der Titrationsreihen ohne Berücksichtigung
des Quenchens und mit Berücksichtigung verschiedener Werte für den Quenchfaktor. Die
Punkte spiegeln den Mittelwert aus 5 unabhängigen Messreihen für die verschiedenen
Werte für q wider, auf die Darstellung der Standardabweichungen wurde aus Gründen
der besseren Übersicht verzichtet. Die durchgezogenen Linien sind Anpassungskurven
für jede Messreihe, aus denen sich die Werte für KD und n ergeben. Diese Werte sind
in Tabelle 5.2 dargestellt.
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A.2.3. Abbildungen zu 5.4.3

Abbildung A.5.: Titration von Lipid in Form von Vesikeln zu einer konstanten Konzentra-
tion Sar1p-Alexa Fluorr 488 mit Anpassungskurve. Vergleiche Abbildung 5.9
Darstellung der apparenten Fraktion (Xr) in Abhängigkeit von der für das Protein
zugänglichen Lipidkonzentration (cL,acc). Gemessen wurden Proben aus Major-Minor-
Mix-Vesikeln mit 21nM Sar1p-Alexa Fluorr488 mit GMP-PNP in HKM-Pu�er nach
zweistündiger Inkubation. Die für die Darstellung verwendeten Korrelationsamplituden
wurden für das Übersprechen, die Gröÿe der Detektionsvolumina und die Farbsto�ver-
teilung auf den Vesikeln korrigiert. Es wurden Werte von drei unabhängigen Messreihen
gemittelt, die schwarzen Balken repräsentieren die Standardabweichung.

Abbildung A.6.: Vergleich der Titration von Sar1p zu Major-Minor-Mix-Vesikeln mit der
Titration zu DOPC-Vesikeln. Darstellung der Daten aus Abbildung A.4 B (grün)
im Vergleich zur Titration zu DOPC-Vesikeln (pink). Beide Messreihen wurden um den
realen Quenchfaktor von 0,66 korrigiert. Bei den durchgezogenen Linien handelt es sich
um die Anpassungskurven. Für die Messreihe mit DOPC ergeben sich die Werte n = 555
Sar1p je Vesikel und kD = 2,27µM, im Vergleich dazu für Major-Minor-Mix: n = 610
und kD = 2,36 µM
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A.2.4. Herleitung der Gleichung auf Seite 103

G∗x =
cV · ν · ζ · λ

(cV · λ) · (cV · ν · ζ + cP,free + (1− α) · cP,ges)
(A.1)

wobei cvdie Vesikelkonzentration, ν die mittlere Anzahl grüner Fluorophore je Vesi-
kel bzw. der in Abschnitt 3.4 eingeführten Bindungsgrad ν beschreibt. λ bezeichnet die
mittlere Anzahl roter Fluorophore je Vesikel, ζ den realen Quenchfaktor und α die Frak-
tion bindungsfähiges Protein. Dabei ist (cv · ν · ζ) = cP,b und ((1− α) · cP,ges) =nicht
bindungsfähiges Protein.
Mit G‡r = c−1v aus Gleichung 3.43 wobei cges = cvergibt sich mit Gleichung A.1 für Xr:

Xr =
G∗x

G‡r
=

ν · ζ · cV
(cV · ν · ζ + cP,free + (1− α) · cP,ges)

(A.2)

Die Gleichung 3.59 für den Bindungsgrad kann auch geschrieben werden als:

ν = n ·
cP,free
kD

· 1

1 +
cP,free
kD

(A.3)

Für den Fall, dass nur wenig Protein vorhanden ist, das freie Protein weit unter dem
kD ist ( cP,freekD

� 1) ist die Näherung möglich:

ν = n ·
cP,free
kD

(A.4)

Aus der Massenerhaltung ergibt sich das Gesamtprotein als Summe aus gebundenem,
freien und nicht bindungsfähigem Protein:

ν · cV + cp,free + (1− α) · cP,ges = cp,ges (A.5)

Für ν kann die Näherung aus Gleichung A.4 in Gleichung A.5 eingesetzt werden. Das
Au�ösen nach cP,free ergibt:

cP,free =
α · cP,ges · kD
kD + n · cV

(A.6)

Wird Gleichung A.4 in Gleichung A.2 eingesetzt, dies geschrieben werden als:

Xr =
n · cP,freekD

· ζ · cV
n · cP,freekD

· ζ · cV + cP,free + (1− α) · cP,ges
(A.7)

cP,free kann durch Gleichung A.6 ersetzt werden. Nach Umformung ergibt sich:

Xr =
n · ζ · α · cV

kD + n · cV · (1− α+ α · ζ)
(A.8)
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