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1 Zusammenfassung 
 

Mitochondrien sind essentielle Organellen in Eukaryoten. Da sie über einen komplexen Aufbau 

verfügen und zudem sehr dynamisch sind, ist die Charakterisierung mitochondrialer Proteine 

nur schwer möglich. Die Untersuchung der räumlichen und zeitlichen Dynamik dieser Proteine 

kann lichtmikroskopisch erfolgen. Die Auflösungsgrenze konventioneller Lichtmikroskope 

reicht jedoch nicht aus, um eine genaue Lokalisation dieser Proteine zu bestimmen. Die 

mitochondrialen Kompartimente können jedoch mit einem Elektronenmikroskop, welches eine 

100fach höhere Auflösung besitzt, getrennt voneinander dargestellt werden. Da für diese 

Mikroskopietechnik eine spezielle Probenvorbereitung notwendig ist, können jedoch nur 

fixierte Zellen untersucht werden. 

Für Funktions- und Lokalisationsuntersuchungen mitochondrialer Proteine sollten sich deshalb 

vor allem korrelative Mikroskopietechniken eignen, die es ermöglichen, Proteine zunächst licht- 

und anschließend elektronenmikroskopisch zu analysieren, wobei die Vorteile beider Verfahren 

verbunden werden. 

In dieser Arbeit wurden drei verschiedene korrelative Ansätze, die Cytochrom-c-Oxidase-

Konversion, die Peroxidase-Konversion und die Photokonversion zur Untersuchung der 

Cytochrom-c-Oxidase und des TOM-Komplexes im Labor etabliert. Um diese durchführen zu 

können, wurden zuvor die bei der Kombination von Licht- und Elektronenmikroskopie 

auftretenden Probleme wie die Fixierung, die Wahl des Puffers und der Fluorophore sowie die 

Detergenzbehandlung optimiert. 

Mit Hilfe der Cytochrom-c-Oxidase-Konversion wurde in Säugerzellen untersucht, in welchem 

Kompartiment der inneren mitochondrialen Membran sich die Cytochrom-c-Oxidase befindet. 

Dabei konnte die Cytochrom-c-Oxidase hauptsächlich in der Cristaemembran lokalisiert 

werden. 

Bei der Lokalisation des TOM-Komplexes wurde untersucht, ob sich dieser spezifisch in der 

äußeren Membran an sogenannten Kontaktstellen befindet. Es wurde mittels einer 

Immunoperoxidasemarkierung der Tom20-Untereinheit eine ubiquitäre Verteilung in der 

mitochondrialen Außenmembran visualisiert. Erste Versuche mittels Photokonversion haben 

keine eindeutigen Ergebnisse geliefert. 

Zusätzlich wurde neben verschiedenen Farbstoffen auch das grün fluoreszierende Protein (GFP) 

in Bezug auf eine mögliche Eignung zur Photokonversion untersucht. Dabei zeigte sich, dass 

eine Photokonversion mit GFP im Vergleich mit anderen Farbstoffen zwar deutlich schwächer 

ausfällt, diese aber prinzipiell möglich ist. Daher sollte aufbauend auf diese Arbeit in Zukunft 

eine Photokonversion mit Hilfe von GFP in Mitochondrien möglich sein. 
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2 Summary 
 
Mitochondria are essential organelles in all eukaryotic cells. They are highly dynamic and 

possess a complex structure, hence the analysis and characterisation of mitochondrial proteins is 

demanding. 

In general, the spatial and temporal dynamics of proteins can be investigated by fluorescence 

light microscopy. However, the resolution of conventional light microscopy is not sufficient 

since the diameter of a mitochondrion is near the resolution limit. In order to assign a protein to 

one of the sub-compartments inside the mitochondrion, the approximately 100 times higher 

resolution of an electron microscope may be used. Unfortunately, for this technique, a special 

sample preparation is unavoidable and this results in the limitation of electron microscopy to the 

imaging of only fixed cells. 

As a consequence of these circumstances, a correlative approach that uses the advantages of 

both microscopy techniques should be best capable to analyse the function and localisation of 

mitochondrial proteins.  

In this diploma thesis, three different approaches for correlative microscopy were established to 

analyse the cytochrome-c-oxidase and the TOM-complex. All three methods are based on the 

conversion of soluble diaminobenzidine to a polymeric precipitate, which are namely the 

cytochrome-c-oxidase-conversion, the peroxidase-conversion and the photoconversion. 

Several problems encountered with the combination of light and electron microscopy, like the 

conditions for fixation, buffer compatibility and the right choice of fluorophores and detergents, 

were considered and solved in this thesis. 

The cytochrome-c-oxidase-conversion was utilised in mammalian cells to elucidate in which 

compartment of the mitochondria the cytochrome-c-oxidase can be found. The localisation of 

the enzyme could be primarily assigned to the cristae-membranes. 

The examination of the TOM-complex focussed on the question whether it is localised at the 

contact sites between the outer and the inner mitochondrial membranes. Antibody labelling of 

the subunit Tom20 with a coupled horseradish peroxidase was successful in localising the 

TOM-complex ubiquitous over the whole outer membrane of the mitochondria. Initial 

experiments utilising photoconversion did not yield explicit results concerning this question. 

For the photoconversion, in addition to some dyes, the green fluorescent protein (GFP) was 

tried to its suitability for this method. In comparison to the selected dyes, GFP showed a 

significantly lower conversion of DAB but the experiments nevertheless showed that 

photoconversion with GFP is principally feasible. A photoconversion of GFP in mitochondria 

should be therefore possible in the future on the basis of this diploma thesis. 
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3 Einleitung 
 

Das wichtigste Merkmal eukaryotischer Zellen ist ihre Unterteilung in verschiedene 

Reaktionsräume. Diese Organellen werden über Membranen vom Rest der Zelle 

abgegrenzt. Mit einer solchen räumlichen Trennung, kann eine Vielzahl 

unterschiedlicher chemischer Bedingungen innerhalb einer Zelle geschaffen werden. 

Dadurch wird der effiziente Ablauf vieler verschiedener Reaktionen zur gleichen Zeit 

ermöglicht. 

Bei einem dieser Organellen handelt es sich um die Mitochondrien. Diese stammen 

nach der Endosymbiontentheorie von aeroben Proteobakterien ab (Gray et al. 1999), 

welche von primitiven eukaryotischen Zellen aufgenommen wurden (Whatley et al. 

1979). 

Heute nehmen die Mitochondrien eine zentrale Stelle im Stoffwechsel der Zelle ein. 

Ihre wichtigste Aufgabe ist die Bereitstellung von Energie in Form von 

Adenosintriphosphat (ATP). Außerdem finden viele essentielle Stoffwechselwege, wie 

der Citratzyklus und die β-Oxidation der Fettsäuren in den Mitochondrien statt. Des 

Weiteren haben sie wichtige regulatorische Funktionen während des programmierten 

Zelltodes (Desagher et al. 2000) und spielen eine Rolle bei der Entstehung 

verschiedener Krankheiten wie Myopathien, neurodegenerativen Ausfallerscheinungen 

oder Krebs. Zudem schreibt man ihnen eine Beteiligung am Alterungsprozess der Zelle 

zu (Wallace 1999). 
 

 
 

 

 

 

 

 

Abb. 3.1 Mitochondriales Netzwerk. Mitochondrien bilden in den meisten Zellen 
ein Netzwerk. Diese HeLa-Zelle exprimiert das rot fluoreszierende Protein DsRed, 
welches am Aminoterminalenende ein Signal für den Transport in die 
mitochondriale Matrix besitzt. Die Mitochondrien können somit im 
Epifluoreszenzmikroskop sichtbar gemacht werden. Größenstandard 10 µm 
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Abb. 3.2 Das Mitochondrium. Diese Schemazeichnung zeigt den inneren Aufbau eines 
Mitochondriums. Durch die äußere und innere Membran wird das Mitochondrium in den 
Intermembranraum und die Matrix unterteilt. (verändert nach
http://www.cartage.org.lb/en/themes/sciences/zoology/AnimalPhysiology/Anatomy/Ani
malCellStructure/Mitochondria/Mitochondria.htm 

3.1 Morphologie der Mitochondrien 

In den meisten Zellen bilden Mitochondrien ein tubuläres Netzwerk (Abb. 3.1). Ihr 

Durchmesser beträgt typischerweise 250-350 nm (Egner et al. 2002). 

Die ersten elektronenmikroskopischen Studien an Mitochondrien (Palade 1952; 

Sjostrand 1953) zeigen, dass sie von zwei Membranen umschlossen werden, wodurch 

sie in zwei Sub-Kompartimente unterteilt sind: den Intermembranraum sowie die 

mitochondriale Matrix (Abb. 3.2). 

 
 

 

 

 

 

Die mitochondriale Außenmembran umschließt alle mitochondrialen Kompartimente. 

Sie bildet eine Barriere zwischen dem mitochondrialen Innenraum und dem Zytosol. 

Da die äußere mitochondriale Membran viele Kopien des porenbildenden 

Membranproteins Porin enthält (Benz 1994), ist sie für die meisten kleinen Moleküle 

und Ionen permeabel. 

 

Als Intermembranraum bezeichnet man den Bereich zwischen der äußeren und der 

inneren mitochondrialen Membran. Auf Grund der Permeabilität der äußeren Membran, 

besitzt der Intermembranraum ähnliche physikalisch-chemische Eigenschaften wie das 

Zytosol (Herrmann et al. 2005). 
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Neben Proteinen die an der oxidativen Phosphorylierung beteiligt sind, befinden sich 

wichtige Transportproteine und solche die bei der Apoptose eine Rolle spielen im 

mitochondrialen Intermembranraum (Herrmann et al. 2005). 

 

Die mitochondriale Innenmembran ist im Gegensatz zur äußeren Membran für Ionen 

und Moleküle impermeabel, diese können die Membran nur über bestimmte 

Transportproteine überqueren. 

In ihrer Zusammensetzung ähnelt die innere Membran der Membran von Bakterien. Sie 

besteht aus fast dreimal mehr Proteinen wie Lipiden (Ardail et al. 1990). 

Die innere Membran wird strukturell in die der äußeren Membran anliegenden innere 

Grenzflächenmembran und die in die Matrix ragende Cristaemembran unterteilt. Beide 

Teile der Membran werden über sogenannte Cristae Junctions verbunden (Perkins et al. 

1997). Die Funktion dieser Strukturen ist nicht bekannt, es wird jedoch vermutet, dass 

es sich dabei um eine Diffusionsbarriere zwischen dem Cristae-Raum und dem Raum 

zwischen der äußeren und inneren Membran handelt (Perkins et al. 1997; Reichert et al. 

2002). 

Es gibt weiterhin Hinweise darauf, dass die Proteine der inneren Membran nicht 

homogen verteilt sind, sondern einige Proteinkomplexe nur in der Cristaemembran und 

andere nur in der inneren Grenzflächenmembran zu finden sind (Werner et al. 1972; 

Gilkerson et al. 2003; Vogel et al. 2006; Wurm et al. 2006). Somit könnte die innere 

Membran nicht nur strukturell sondern auch funktionell untergliedert werden. 

 

Die mitochondriale Matrix wird von der inneren mitochondrialen Membran 

umschlossen und bildet den größten Reaktionsraum der Mitochondrien. In ihr laufen 

wichtige Prozesse wie der Citratzyklus und die Fettsäureoxidation ab, welche zur 

Energiegewinnung benötigt werden. Außerdem befindet sich in der Matrix die 

mitochondriale DNS (mtDNS) sowie die Synthesemaschinerie, welche zur Expression 

der in den Mitochondrien kodierten Proteine benötigt wird. (Borst 1972). 

 

 

 

 

 



3 Einleitung  6 
 

Bei mitochondrialen Kontaktstellen handelt es sich um ein weiteres strukturelles 

Merkmal der Mitochondrien. An diesen dynamische Strukturen stehen die äußere und 

die innere Membran in engem Kontakt zueinander. 

Wie es zur Bildung solcher Strukturen kommt, welche Proteine daran beteiligt sind und 

wie diese reguliert werden, ist bislang unklar. 

Es wird angenommen, dass Kontakstellen beim Protein- bzw. Metabolit-Transport über 

die äußere und innere Membran gebildet werden (Brdiczka et al. 1990; Pfanner et al. 

1990). Außerdem sollen sie eine Rolle bei der Teilung und Fusion von Mitochondrien 

spielen (Fritz et al. 2001). 

 

Mit diesem Aufbau bilden die Mitochondrien ein sehr komplexes Organell innerhalb 

der Zelle. Das Vorhandensein von zwei Membranen, sowie einer eigenen DNS hebt die 

Mitochondrien im Vergleich zu anderen Organellen besonders hervor. 

Der Hauptteil der mitochondrialen Proteine wird, trotz dem Vorhandensein der 

mitochondrialen DNS, im Zellkern kodiert. Die meisten Proteine müssen deshalb 

zunächst in die Mitochondrien transportiert werden. 

3.2 Import kernkodierter Proteine 

Das mitochondriale Proteom besteht aus etwa 1.000 verschiedenen Proteinen. Es wird 

jedoch nur ~1 % dieser Proteine von der mtDNS kodiert. Meist handelt es sich dabei um 

Proteine der inneren mitochondrialen Membran (Lill et al. 1996). 

Der überwiegende Teil der mitochondrialen Gene wurde im Laufe der Evolution in den 

Zellkern verlagert. Deshalb müssen die meisten mitochondrialen Proteine in die 

Mitochondrien transportiert werden. Dafür befinden sich sowohl in der äußeren als auch 

in der inneren mitochondrialen Membran Proteintranslokasen, welche spezifische 

Transportsignale der zu importierenden Proteine erkennen (Neupert 1997; Pfanner et al. 

2002). 

 

Der TOM-Komplex (Translocase of the Outer Membrane) befindet sich in der äußeren 

mitochondrialen Membran. Er erkennt die Präsequenz der Proteine welche im Zytosol 

translatiert werden und importiert diese in den mitochondrialen Intermembranraum. 

Dieser in Eukaryoten konservierte Komplex (Goping et al. 1995; Iwahashi et al. 1997) 

besteht aus mindestens sieben Untereinheiten. 
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Die Untereinheiten Tom70, Tom22 und Tom20, welche auf der zytosolischen Seite der 

Membran mit einer Transmembrandomäne in dieser verankert sind, dienen als Rezep-

toren, welche die Importsignale der Präproteine erkennen (Pfanner et al. 2002). Die 

Untereinheiten Tom40, Tom7, Tom6 und Tom5 liegen dagegen tiefer in der Membran 

(Kunkele et al. 1998), wo sie eine Importpore bilden durch die der Transport der 

Proteine über die Außenmenbran erfolgt (Abb. 3.3). 

Nach Erreichen des Intermembranraums werden die Proteine je nach Zielort über 

verschiedene andere Translokasen weitergeleitet. Proteine welche für den Einbau in die 

äußere mitochondriale Membran bestimmt sind, werden an den SAM-Komplex (Sorting 

and Assembly complex of the mitochondrial Membrane) abgegeben. Solche die im 

Intermembranraum verbleiben, werden durch verschiedene Rückhaltemechanismen dort 

festgehalten. Proteine die in die innere Membran oder die Matrix transportiert werden 

sollen, werden über die TIM-Komplexe (Translocase of the Inner Membrane) 

weitergeleitet. 

 

Obwohl Mitochondrien zu den am besten untersuchten Organellen gehören (Scheffler 

1999), sind viele Prozesse und deren Regulation noch unverstanden. 

Da Mitochondrien einen sehr komplexen Aufbau besitzen und Dynamiken aufweisen 

(Bereiter-Hahn et al. 1994), reichen biochemische Methoden zur Untersuchung der 

mitochondrialen Proteine meist nicht aus, um deren Funktion vollständig zu verstehen. 

Daher kommen zur Analyse dieser Organellen auch häufig mikroskopische Techniken 

zum Einsatz. Diese ermöglichen die direkte Betrachtung von Proteinen. 

Abb. 3.3 Der TOM-Komplex. Der TOM-Komplex importiert die im Zellkern kodierten Proteine in den 
mitochondrialen Intermembranraum (IMS). Die Untereinheiten Tom70, Tom22 und Tom20 dienen als 
Rezeptoren für die im Cytosol translatierten Proteine. Die Untereinheiten Tom40, Tom7, Tom6 und Tom5
bilden eine Importpore in der äußeren Membran (OM), durch die die Proteine in den Intermembranraum 
transportiert werden. (aus (Pfanner et al. 2002)) 
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3.3 Lichtmikroskopische Untersuchung von Mitochondrien 

Zur Untersuchung mitochondrialer Prozesse und der daran beteiligten Proteine wurden 

in den vergangenen Jahren häufig biochemische und elektronenmikroskopische 

Methoden verwendet. Um auch die Dynamik, welche diese Organellen besitzen 

(Bereiter-Hahn et al. 1994), analysieren zu können, ist die Lichtmikroskopie jedoch 

unerlässlich. 

3.3.1 Markierungsmethoden in der Lichtmikroskopie 

Damit zelluläre Strukturen oder Proteine im Lichtmikroskop untersucht werden können, 

müssen diese angefärbt werden. Man unterscheidet dabei zwischen zytochemischen 

Färbeverfahren und Fluoreszenzmarkierungen. 
 

3.3.1.1 Zytochemische Färbeverfahren 

Um Zellen lichtmikroskopisch im Hellfeld sichtbar zu machen, müssen diese Kontrast 

aufweisen. Zellen sind jedoch häufig kontrastarm. Der Einsatz von Farbstoffen bietet 

eine Möglichkeit die Zelle im Lichtmikroskop besser erkennbar zu machen. Diese 

Farbstoffe können genutzt werden um spezifische Teile der Zelle, wie den Kern oder die 

Mitochondrien anzufärben (Penney et al. 2002). 

Da diese Technik jedoch nicht zur Markierung spezifischer Proteine verwendet werden 

kann, ist sie für deren Untersuchung ungeeignet. Es besteht jedoch die Möglichkeit, 

Enzyme wie die Cytochrom-c-Oxidase oder die Peroxidase durch deren katalytische 

Aktivität nachzuweisen (Posakony et al. 1975). Dafür wird der Zelle ein Substrat 

zugesetzt, welches durch die Umsetzung des zu untersuchenden Enzyms im 

Lichtmikroskop sichtbar wird und somit das Protein indirekt lokalisiert werden kann. 

Diese Methode ist jedoch auf wenige Proteine beschränkt. 

Da die Peroxidase auch an einen Antikörper gekoppelt werden kann, können mit Hilfe 

dieses Enzyms weitere Proteine lokalisiert werden. 

Dennoch werden diese Methoden nur noch selten eingesetzt, da ihre Anwendung auf 

fixierte Zellen beschränkt ist und durch die begrenzte Anzahl der zur Verfügung 

stehenden Enzyme bzw. Substrate keine breite Anwendung ermöglichen. 
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3.3.1.2 Fluoreszenzmarkierungen 

Eine weitaus häufiger eingesetzte Methode zur Visualisierung von Zellbestandteilen 

oder Proteinen ist die Fluoreszenzmarkierung. Bei dieser Technik wird ein hoher 

Kontrast zwischen dem zellulären Hintergrund und dem markierten Protein erreicht, da 

ausschließlich das vom Fluorophor emittierte Licht detektiert wird. 

Fluoreszenz entsteht wenn ein Elektron aus dem ersten 

energetisch angeregten Zustand (S1) unter Abgabe eines 

Photons in den Grundzustand (S0) zurückfällt (Jablonski 

1933; Jablonski 1935) (Abb. 3.4). Die Wellenlänge der 

Fluoreszenz wird durch die Menge der bei dem 

Elektronenübergang frei werdenden Energie bestimmt 

und ist stets langwelliger als die Anregungswellenlänge. 

Die Vorteile der Fluoreszenzmikroskopie sind neben 

dem hohen Kontrast zwischen dem markierten 

Zellbestandteil und dem zellulären Hintergrund auch die 

Vielfalt der erhältlichen Fluoreszenzfarbstoffe. 

Zum einen gibt es Farbstoffe die spezifische Organellen 

der Zelle markieren. Dazu zählt zum Beispiel 4',6-

Diamidino-2-phenylindol (DAPI), das häufig genutzt wird 

um den Zellkern zu visualisieren oder auch verschiedene 

Farbstoffe wie MitoTracker oder 3,3’-Dihexyloxa-

carbocyanin Iodid (DiOC6) mit denen die Mitochondrien 

sichtbar gemacht werden können. 

Die am weitesten verbreitete Methode zur Detektion von Proteinen ist die Markierung 

mit einem primären Antikörper, an den ein mit einem Fluorophor gekoppelter 

sekundärer Antikörper bindet (Lazarides et al. 1974). Der Nachteil der 

Immunofluoreszenzmarkierung ist jedoch, dass sie nur in fixierten Zellen möglich ist 

und somit nur eine Momentaufnahme der Zelle erlaubt. 

Die Verwendung von fluoreszierenden Proteinen zur Markierung eines Zielproteins 

ermöglicht dagegen die Untersuchung von Dynamiken in lebenden Zellen. Dafür wird 

das fluoreszierende Protein genetisch an das zu untersuchende Protein gekoppelt, so das 

nach der Translation ein Fusionsprotein entsteht. 

Diese Methode wurde durch die Entdeckung (Shimomura et al. 1962), Klonierung 

(Prasher et al. 1992) und Expression (Chalfie et al. 1994) des grün fluoreszierenden 

Abb. 3.4 
Jablonski-Diagramm: 
Fluoreszenz entsteht wenn 
ein Elektron, das durch 
Absorption ( ) aus dem 
Grundzustand (S0) in einen 
höheren energetischen 
Zustand (S1) gehoben wurde,
nach Relaxation ( ) wieder 
in den Grundzustand zurück 
fällt (  + ). 
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Proteins (Green Fluorescent Protein, GFP) (Abb. 3.5) aus der Qualle Aequorea victoria 

ermöglicht. Mittlerweile kennt man weitere fluoreszierende Proteine, die nahezu den 

gesamten Bereich des sichtbaren Lichts abdecken. Viele 

dieser Proteine wurden in verschiedenen 

Meeresorganismen endeckt, so zum Beispiel das rot 

fluoreszierende Protein DsRed aus der Koralle 

Discosoma striata (Matz et al. 1999). Viele der heute 

eingesetzten fluoreszierenden Proteine wurden durch 

gentechnische Modifikationen verbessert. Dazu zählt das 

oft eingesetzte EGFP (Enhanced Green Fluorescent 

Protein), welches sich vom Wildtyp GFP nur durch den 

Austausch der Aminosäure 65 (Ser65Thr) unterscheidet 

(Heim et al. 1995). Diese Mutation führt zu verbesserten 

Absorptions- und Emmisions-eigenschaften. EGFP 

leuchtet sechsmal heller als die Wildtyp Variante, faltet 

sich schneller und ist resistenter gegen Photobleichen. 

Ein Nachteil dieser Methode stellt jedoch die Größe der 

fluoreszierenden Proteine dar. Diese sind oft größer als 

das zu untersuchende Protein selbst. Dies kann zur 

Beeinträchtigung der Funktion und somit zu 

Fehlinterpretationen bei der Analyse des Proteins führen. 

Um dieses Problem zu umgehen, können Proteine auch durch ein Tetracystein-

Bindemotiv markiert werden (Griffin et al. 1998). Dabei handelt es sich um eine 

affinitätsbasierte Methode, bei der eine aus etwa sechs bis acht Aminosäuren bestehende 

Sequenz ebenso wie fluoreszierende Proteine mit dem Zielprotein fusioniert und von 

der Zelle exprimiert wird. Diese Aminosäuresequenz beinhaltet vier Cysteinreste, 

weshalb Farbstoffe wie „FlAsH“ (4’,5’-bis(1,3,2-dithioarsolan-2-yl)fluorescein) 

(Griffin et al. 1998) oder „ReAsH“ (4’,5’-bis(1,3,2-dithiarsolan-2-yl)resorufin) (Adams 

et al. 2002) an dieses Motiv binden können. Diese Farbstoffe weisen zwei Arsenatome 

auf, welche mit zwei der vier Cysteine Bindungen eingehen. Aufgrund ihrer chemischen 

Eigenschaften sind diese Farbstoffe membrangängig und können somit in der lebenden 

Zelle an das Tetracysteinmotiv binden. Dadurch kann das markierte Protein im 

Lichtmikroskop sichtbar gemacht werden. 

 
Abb. 3.5 Dreidimensionale 
Struktur von GFP. Das 
Protein besteht aus anti-
parallelen ß-Faltblättern, die 
eine fassförmige Struktur 
ausbilden. Das Fluorophor 
befindet sich an einem Strang, 
der durch die Mitte dieser 
Faltblätter verläuft und wird 
aus drei Aminosäuren auto-
katalytisch gebildet. (nach 
(Ormo et al. 1996)) 
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Der entscheidende Vorteil dieser Methode besteht in der etwa 25mal geringeren Größe 

des Bindemotives im Vergleich zum fluoreszierenden Protein (Jakobs et al. im Druck), 

wodurch die native Funktion des zu untersuchenden Proteins weniger beeinflusst wird 

(Andresen et al. 2004). 

 

Neben den Vorteilen die die konventionelle Lichtmikroskopie durch die vielen zur 

Verfügung stehenden Fluorophore oder die Untersuchung von Dynamiken bietet, hat sie 

jedoch den Nachteil, dass ihre Auflösungsgrenze im besten Fall bei ~200 nm liegt. Dies 

reicht nicht aus, um die genaue Lokalisation mitochondrialer Proteine zu bestimmen. 

Dafür müssen andere Mikroskopietechniken verwendet werden. 

3.4 Transmissionselektronenmikroskopie 

Das Elektronenmikroskop weist im Vergleich zur Lichtmikroskopie eine etwa 100fach 

höhere Auflösung auf. Dies liegt darin begründet, dass die Elektronen welche in der 

Elektronenmikroskopie zur Visualisierung der Probe verwendet werden, eine deutlich 

kürzere Wellenlänge als Licht aufweisen. Dadurch wird die Visualisierung einzelner 

Kompartimente innerhalb der Mitochondrien ermöglicht (Abb. 3.6). 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 3.6 Elektronenmikroskopische Aufnahme eines Mitochondriums. Im 
Elektronenmikroskop werden die einzelnen Kompartimente eines Mitochondriums 
sichtbar. Dies erleichtert die Lokalisation mitochondrialer Proteine. Größenstandard 
500 nm 
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3.4.1 Markierungsmethoden in der Elektronenmikroskopie 

Vor der elektronenmikroskopischen Untersuchung müssen biologische Proben, einer 

Reihe von Präparationsschritten unterzogen werden. 

Da Elektronen bei Kollision mit Molekülen gestreut werden, findet die 

Elektronenmikroskopie unter Hochvakuum statt. Die Proben werden deshalb zum einen 

mit Glutaraldehyd fixiert, welches die Proteine vernetzt. Zum anderen werden die 

Lipide durch Osmiumtetroxid stabilisiert. 

Bedingt durch die begrenzte Durchdringungskraft der Elektronen, sollten die Proben 

welche in den Elektronenstrahl eingebracht werden, sehr dünn sein. Deshalb müssen 

diese in spezielle Harze eingebettet oder tiefgefroren werden, um sie anschließend 

schneiden zu können. Um den Kontrast der Probe im Elektronenmikroskop noch zu 

erhöhen, erfolgt abschließend eine Behandlung mit Schwermetallverbindungen wie 

Uranylacetat und Bleicitrat. 

Zur Lokalisation spezifischer Proteine im Elektronenmikroskop, müssen diese mit 

einem elektronendichten Material markiert werden. 

3.4.1.1 Immunogoldmarkierung 

Die Immunogoldmarkierung stellt eine der am häufigsten verwendeten Methoden zur 

spezifischen Markierung von Proteinen in der Elektronenmikroskopie dar. 

Dafür wird die fixierte Probe zunächst eingebettet um nach der Polymerisation des 

Harzes dünne Schnitte daraus herzustellen. Anschließend erfolgt die Markierung des 

gewünschten Proteins mit einem primären Antikörper. Dieser wird hinterher entweder 

mit einem sekundären Antikörper detektiert, welcher mit einem Goldpartikel gekoppelt 

ist oder mit Protein-A-Gold markiert. Diese im Elektronenmikroskop als schwarze 

Punkte sichtbaren Goldkugeln erlauben die Lokalisation des Proteins. 

Da diese Goldpartikel in unterschiedlichen Durchmessern erhältlich sind, können 

verschiedene Proteine gleichzeitig markiert werden (Slater 1993). 

Der Nachteil dieser Methode ist, dass die Antigenität durch die Behandlung mit 

Glutaraldehyd, Osmiumtetroxid und Epoxidharzen verschlechtert werden kann (Skepper 

2000). Außerdem werden durch diese Antikörpermarkierung nur Proteine an der 

Schnittoberfläche markiert und es kommt oft vor, dass die Antikörper unspezifisch an 

andere Strukturen binden. Um diese Fehler zu minimieren, muss eine 
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Lokalisationsstatistik erstellt werden, was das Auszählen vieler 

elektronenmikroskopischer Aufnahmen bedingt. 

3.4.1.2 Zytochemische Färbeverfahren 

Zur Erhöhung der Markierungsdichte können verschiedene zytochemische 

Färbeverfahren eingesetzt werden, die es ebenfalls ermöglichen, Proteine im 

Elektronenmikroskop zu lokalisieren. Dabei können zum einen Enzyme wie die 

Cytochrom-c-Oxidase (Seligman et al. 1968), die Katalase (Fahimi 1969) oder die 

Peroxidase (Fahimi 1970) nach Zugabe eines Substrates durch deren Enzymaktivität 

detektiert werden. 

Andererseits ist es möglich Enzyme wie die Glucose-Oxidase (Kuhlmann et al. 1971), 

die Alkalische-Phosphatase (Williams et al. 1979) oder die Peroxidase (Graham et al. 

1966) durch Kopplung an einen Antikörper 

zur Detektion verschiedenster Proteine zu 

verwenden. 

Diese Lokalisation beruht, wie auch bei den 

zytochemischen Färbetechniken für die 

Lichtmikroskopie, auf der Zugabe eines 

Substrates welches durch das Enzym 

umgesetzt wird. Anders als bei der 

Lichtmikroskopie muss jedoch darauf geachtet 

werden, dass das dabei entstehende Produkt so 

elektronendicht ist, dass es im 

Elektronenmikroskop sichtbar wird, wodurch 

das zu untersuchende Protein lokalisiert 

werden kann. 

Bei dem in der Zytochemie am häufigsten 

verwendeten Substrat handelt es sich um 

Diaminobenzidin (DAB). 

Diaminobenzidin besteht aus vier primären 

Aminogruppen, welche sich an einem 

Biphenyl-Ringssystem befinden (Litwin 

1979) (Abb. 3.7). Wird diese Chemikalie 

oxidiert, so bildet sich durch die reaktiven 

Abb. 3.7 Die Reaktion von 
Diaminobenzidin zu Osmium Black.
Diaminobenzidin besitzt vier reaktive 
Aminogruppen, welche durch Oxidation 
zunächst ein Indamin-Polymer und 
anschließend ein Phenazin-Polymer bilden. 
Letzteres reagiert mit Osmiumtetroxid zu 
Osmium Black, welches elektronen-
mikroskopisch lokalisiert werden kann. (nach 
(Seligman et al. 1968)) 
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Aminogruppen ein Polymer. Dieses besitzt die Eigenschaft mit Osmiumtetroxid 

reagieren zu können, wodurch Osmium Black entsteht (Abb. 3.7). Dabei handelt es sich 

um ein amorphes Präzipitat, welches im Elektronenmikroskop sichtbar ist (Litwin 

1979). 

Der Vorteil dieser zytochemischen Färbeverfahren ist, dass die Markierungsdichte im 

Gegensatz zur Immunogoldmarkierung wesentlich höher liegt. Die direkte Markierung 

ist jedoch auf wenige Enzyme beschränkt und die Lokalisation mittels 

Immunomarkierung hat den Nachteil, dass durch die Behandlung der Zellen mit 

Detergenz, welches notwendig ist, um die Proteine für die Antikörper zugänglich zu 

machen, die Ultrastruktur der Zellen im Elektronenmikroskop nicht gut erhalten bleibt. 

3.5 Korrelative Mikroskopie 

Da sowohl in der Licht- als auch in der Elektronenmikroskopie Probleme auftreten, 

welche die Untersuchung von Proteinen erschweren, sind in den letzten Jahren 

korrelative Ansätze entwickelt worden, welche die Vorteile beider 

Mikroskopietechniken verbinden. Dabei wird ein Protein zunächst lichtmikroskopisch 

anhand seiner Dynamik charakterisiert. Anschließend erfolgt elektronenmikroskopisch 

die Lokalisation des Proteins. 

Diese korrelativen Ansätze sind besonders für die Untersuchung von Proteinen 

innerhalb von zellulären Kompartimenten, wie den Mitochondrien wichtig. 

Da Mitochondrien sehr dynamische Organellen sind, ist eine Untersuchung der Proteine 

im Lichtmikroskop essentiell, um die Funktion dieser Proteine besser zu verstehen. 

Andererseits besteht ein Mitochondrium aus verschiedenen Reaktionsräumen, welche 

mit einem konventionellen Lichtmikroskop auf Grund der zu geringen Auflösung nicht 

getrennt von einander betrachtet werden können. Zur genauen Lokalisation einzelner 

Proteine ist deshalb eine elektronenmikroskopische Untersuchung notwendig. 

3.5.1 Korrelative Mikroskopie unter Verwendung von Quantum dots 

Bei Quantum Dots handelt es sich um Halbleiter Nanokristalle, welche sowohl durch 

Fluoreszenz im Licht- als auch durch ihre Elektronendichte im Elektronenmikroskop 

sichtbar gemacht werden können (Giepmans et al. 2005). Da es die Möglichkeit gibt, 

diese an Antikörper zu koppeln, können damit Proteine lokalisiert werden (Chan et al. 

1998). 
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Quantum Dots haben den Vorteil, dass sie im Lichtmikroskop sehr hell leuchten und im 

Vergleich zu anderen Fluorophoren eine hohe Photostabilität aufweisen. Außerdem sind 

sie in verschiedenen Formen und Farben erhältlich, was sowohl im Licht- als auch im 

Elektronenmikroskop Mehrfachmarkierungen ermöglicht (Giepmans et al. 2005). 

Quantum Dots weisen jedoch im Elektronenmikroskop einen geringeren Kontrast als 

Goldpartikel auf, wodurch eine Kontrastverschlechterung bedingt ist. Außerdem sind 

spezifische Quantum Dot Markierungen nur durch Antikörperkopplung möglich, 

weshalb diese Methode nur in fixierten Zellen angewendet werden kann. Zusätzlich sind 

Quantum Dots sehr groß weshalb, sie nur schwer in die Zelle eingebracht werden 

können. 

3.5.2 Korrelative Mikroskopie durch Photokonversion 

Eine Alternative stellt die Photokonversion dar. Bei dieser Methode wird das Protein 

zunächst lichtmikroskopisch untersucht. Um das Protein auch elektronenmikroskopisch 

lokalisieren zu können, wird die Probe anschließend in einer Diaminobenzidin-Lösung 

inkubiert und das Fluorophor durch Bestrahlung stark angeregt.  

Dabei gehen Elektronen neben dem für 

die Fluoreszenz üblichen Zustand (Abb. 

3.4) auch vom energetisch angeregten 

Zustand S1 in den Triplet-Zustand T1 über 

(Abb. 3.8). Die in diesem Zustand 

vorhandene Energie kann leicht auf 

molekularen Sauerstoff abgegeben 

werden. Wenn die Energie im Triplet-

Zustand hoch genug ist, kommt es zur 

Bildung von Singulett-Sauerstoff. Dieser 

ist sehr reaktiv und kann das in der 

Lösung befindliche Diaminobenzidin oxidieren. Dadurch bildet sich ein braunes 

Polymer, welches nach einer Reaktion mit Osmiumtetroxid im Elektronenmikroskop 

sichtbar ist. Dadurch kann das Protein indirekt visualisiert werden. 

Der Vorteil dieser Methode ist, dass bei Verwendung einer genetisch kodierten 

Fluoreszenzmarkierung eine Untersuchung der Proteindynamik möglich ist. Außerdem 

sind keine zusätzlichen Detergenzbehandlungen notwendig, wodurch die Ultratsruktur 

der Zelle gut erhalten bleibt. 

Abb. 3.8 Jablonski-Diagramm. Elektronen im 
Singlett-Zustand (S1) können in den Triplett-
Zustand T1 übergehen. Die Abgabe der Energie 
und Rückkehr in den Grundzustand (S0) erfolgt
typischerweise über Phosphoreszenz. 
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Mit dieser Methode konnten bis jetzt jedoch nur wenige Proteine untersucht werden 

(Gaietta et al. 2002; Grabenbauer et al. 2005). 

Eine Anwendung in Mitochondrien wurde bisher nicht beschrieben. Diese Methode ist 

jedoch für die Untersuchung dieser dynamischen und komlex aufgebauten Organellen 

wichtig. Deshalb wurde in dieser Arbeit versucht, mitochondriale Proteine sowohl licht- 

als auch elektronenmikroskopisch zu charakterisieren, um somit korrelative Ansätze zur 

Untersuchung der Mitochondrien zu etablieren. 
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4 Motivation und Ziele 
 

Mitochondrien sind essentielle Organellen in Eukaryoten. Ihre wichtigste Aufgabe ist die 

Bereitstellung von Energie in Form von Adenosintriphosphat (ATP). Des Weiteren laufen in 

den Mitochondrien unverzichtbare Stoffwechselwege ab und sie haben eine wichtige 

regulatorische Funktion während der Apoptose. Mitochondriale Fehlfunktionen tragen zur 

Entstehung verschiedener Krankheiten bei. 

Obwohl Mitochondrien seit mehr als 50 Jahren untersucht werden, ist nur wenig über 

submitochondriale Proteinverteilungen und deren Regulation bekannt. 

Im Prinzip können zur Bestimmung der Proteinlokalisation lichtmikroskopische Techniken 

verwendet werden. Damit ist es möglich, die räumlichen und zeitlichen Dynamiken von 

Proteinen zu untersuchen. Konventionelle Lichtmikroskope haben jedoch eine 

Auflösungsgrenze von ~200 nm. Dies reicht nicht aus, um Strukturen im Inneren von 

Mitochondrien aufzulösen. Um mitochondriale Kompartimente getrennt voneinander darstellen 

zu können, kann jedoch das Elektronenmikroskop, welches eine 100fach höhere Auflösung 

besitzt, eingesetzt werden. Da hierfür jedoch eine spezielle Probenvorbereitung notwendig ist, 

können damit lediglich fixierte Zellen untersucht werden. 

Um die Vorteile der Licht- und Elektronenmikroskopie miteinander zu verbinden, wurden in 

letzter Zeit von verschiedenen Forschungsgruppen korrelative Mikroskopietechniken eingesetzt. 

Bei diesen korrelativen Ansätzen wird das zu untersuchende Protein in der Regel zunächst mit 

einem Fluoreszenzfarbstoff oder einem fluoreszierendem Protein markiert und licht-

mikroskopisch untersucht. Im zweiten Schritt wird ausgenutzt, dass bei starker Bestrahlung des 

Fluorophors Sauerstoffradikale entstehen, welche mit Diaminobenzidin (DAB) reagieren. Dabei 

bildet sich ein Präzipitat, welches durch eine Reaktion mit Osmiumtetroxid im 

Elektronenmikroskop sichtbar gemacht werden kann. 

Dieses Verfahren wurde jedoch bisher nur für Proteine des Golgi Apparates (Grabenbauer et al. 

2005; Gaietta et al. 2006) und zur Analyse von Gap Junctions (Gaietta et al. 2002) angewendet. 

Der Einsatz dieser Technik zur Untersuchung mitochondrialer Proteine ist bis jetzt nicht 

beschrieben worden. 

Ziel der vorliegenden Diplomarbeit war es, verschiedene korrelative Mikroskopietechniken für 

die Untersuchung der Lokalisation mitochondrialer Proteine zu etablieren. Dafür sollten 

zunächst in vitro die Vorraussetzungen für eine effiziente Konversion untersucht werden, um 

anschließend diese Ergebnisse auf zelluläre Systeme übertragen zu können. Auf diese Weise 

sollte die Verteilung von einigen ausgewählten Proteinen zunächst in Zellen mit Hilfe des 

Lichtmikroskopes untersucht werden und dann die Bestimmung ihrer submitochondrialen 

Lokalisationen durch Elektronenmikroskopie erfolgen. 
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5 Material und Methoden 

5.1 Material 

5.1.1 Chemikalien 

Tab. 5.1 Chemikalien 
Chemikalien Hersteller 

2,4,6-Tris(dimethylaminomethyl)phenol 
(DMP-30) Serva, Heidelberg, Deutschland 

2-Dodecenylsuccinicacid anhydride (DDSA) Serva, Heidelberg, Deutschland 

3,3’-Diaminobenzidin Tetrahydrochlorid Polysciences Inc., Warrington, USA 

Agar AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Agarose AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Bleicitrat Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Bromphenolblau AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Calciumchlorid Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Chloroform Merck, Darmstadt, Deutschland 

Cytochrom c Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Digitonin Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Dimethylsulfoxid (DMSO) Merck, Darmstadt, Deutschland 

Dithiothreitol (DTT) AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

DMEM mit GlutaMAX Invitrogen, Carlsbad, CA, USA 

Eosin Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Ethanol Merck, Darmstadt, Deutschland 

Ethidiumbromid-Lösung 1 % (w/v) AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Ethylenglycoltetraessigsäure (EGTA) Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

FITC Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

G418 Sulfat Merck, Darmstadt, Deutschland 

Glutaraldehyd 25 % (v/v) Lösung in Wasser Serva, Heidelberg, Deutschland 

Glycid ether 100 Serva, Heidelberg, Deutschland 

Glycin Merck, Darmstadt, Deutschland 

Glyzerin Merck, Darmstadt, Deutschland 
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Chemikalien Hersteller 

Hefe Stickstoff Basis BD Biosciences, Heidelberg, 
Deutschland 

HEPES AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Kaliumchlorid J.T.Baker, Deventer, Niederlande 

Kaliumphosphat Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Kanamycin AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Magnesiumchlorid Merck, Darmstadt, Deutschland 

Methylenblau Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Methylnadic anhydrid (MNA) Serva, Heidelberg, Deutschland 

MOPS 
(3-(N-morpholino)propansulfon säure) ICN Biomedicals, Inc., OH, USA 

Mowiol 4-88 Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Natriumacetat AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Natriumcacodylat Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Natriumchlorid Merck, Darmstadt, Deutschland 

Natriumhydroxid Plätzchen Merck, Darmstadt, Deutschland 

Natriumphosphat Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Natrium-Pyruvat Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Natronlauge Merck, Darmstadt, Deutschland 

Osmiumtetroxid, 99 % pA Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

para-Formaldehyd Merck, Darmstadt, Deutschland 

Penicillin-Streptomycin Invitrogen, Carlsbad, CA, USA 

Pepton AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Percoll Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Pioloform FN 65 Plano, Wetzlar, Deutschland 

Propylenoxid Serva, Heidelberg, Deutschland 

Resorufin Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Rinderserum (Foetal Bovine Serum, FBS) Invitrogen, Carlsbad, CA, USA 

Rinderserumalbumin (BSA) AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

Rose bengal Kepec Chemische Fabrik GmbH, 
Siegburg, Deutschland 

Saccharose Merck, Darmstadt, Deutschland 

Salzsäure Merck, Darmstadt, Deutschland 

Saponin Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
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Chemikalien Hersteller 

Triethanolamin Merck, Darmstadt, Deutschland 

Tris-(hydroxymethyl)aminomethan (TRIS) VWR, Darmstadt, Deutschland 

Triton X-100 Merck, Darmstadt, Deutschland 

Trypsin/ EDTA Lösung (10x) Biochrom AG, Berlin, Deutschland 

Wasserstoffperoxid 30 % (w/v) Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Xylencyanol AppliChem, Darmstadt, Deutschland 

 

5.1.2 Verbrauchsmaterialien 

Tab. 5.2 Verbrauchsmaterialien 
Verbrauchsmaterial Hersteller 

Aclar Einbettfilm Plano, Wetzlar, Deutschland 

Aluminium-Schälchen Plano, Wetzlar, Deutschland 

BEEM-Kapseln Plano, Wetzlar, Deutschland 

Cryoröhrchen Nunc, Wiesbaden, Deutschland 

Deckgläschen Menzel-Gläser, Braunschweig, Deutschland 

Einmalküvetten Ratiolab, Dreieich Buchschlag, Deutschland 

Eppendorf Reaktionsgefäße Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland 

Hexagonal-Netzchen Plano, Wetzlar, Deutschland 

Objektträger Menzel-Gläser, Braunschweig, Deutschland 

Parafilm Pechiney, Chicago, USA 

Petrischalen Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland 

Plastikspatel Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland 

Polypropylen Becher Plano, Wetzlar, Deutschland 

Quarzküvetten Hellma, Müllheim, Deutschland 

Reaktionsgefäße, 15 ml und 50 ml Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland 

Skalpelle B Braun, Melsungen, Deutschland 

Transferpipetten Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland 

UV-Küvetten Schütt, Göttingen, Deutschland 

Zellkulturmultischalen Nunc, Wiesbaden, Deutschland 
 

Allgemeine Glaswaren wurden von der Firma Schütt (Göttingen, Deutschland) bezogen. 
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5.1.3 Geräte 

Tab. 5.3 Geräte 
Geräte Model Hersteller 

Agarosegel- 
Elektrophoresekammern - Werkstatt MPI bpc, 

Göttingen, Deutschland 
Diamantmesser Ultra 35° Diatome, Biel, Schweiz 

Dispenser Rotilabo®-Dispenser Carl Roth, Karlsruhe, 
Deutschland 

Einfriergefäß Cryo 1 °C  
Freezing Container Nalgene, Neerijse, Belgien 

Elektroporator Gene Pulser und 
Pulse Controller 

BioRad, München, 
Deutschland 

Epifluoreszenzmikroskop DM6000 Leica Microsystems, Wetzlar, 
Deutschland 

Feinwaage - Sartorius, Göttingen, 
Deutschland 

Folien-Handstanze für 12,7 mm Ø 
Scheibchen Plano, Wetzlar, Deutschland 

Geldokumentationsgerät Gel Jet Imager 
Version 2004 

INTAS UV-Systeme, 
Göttingen, Deutschland 

Glas-Pistill Volumen: 7 ml Wheaton Science Products, 
NJ, USA 

Hiraoka Staining Platte - Polysciences Inc., 
Warrington, USA 

Inkubatoren Function line Heraeus, Hanau, Deutschland 

Kühlzentrifuge Biofuge fresco Heraeus, Hanau, Deutschland 

Magnetrührer MR 2002 Heidolph, Kelheim, 
Deutschland 

Mikroskop für die 
Photokonversion DM IRB Leica Microsystems, Wetzlar, 

Deutschland 

Mikrowellen Gerät R-239 SHARP, Hamburg, 
Deutschland 

PCR Maschine Tpersonal Biometra, Göttingen, 
Deutschland 

pH-Meter PB-11 Sartorius, Göttingen, 
Deutschland 

Photometer BioPhotometer Eppendorf, Wesseling-
Berzdorf, Deutschland 

Reinstwasser Anlage Classic ELGA Labwater, Celle, 
Deutschland 

Schüttler innova44 New Brunswick Scientific, 
Nürtingen, Deutschland 

SpeedVac - Bachofer, Reutlingen, 
Deutschland 

Sterilbank Hera safe Heraeus, Hanau, Deutschland 
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Geräte Model Hersteller 

Stickstoff Container XC47/ 11-6W/ 2’’ SQ Chart MVE, Solingen, 
Deutschland 

Thermomixer compact Eppendorf, Wesseling-
Berzdorf, Deutschland 

Tischzentrifuge Zentrifuge 5415 D Eppendorf, Wesseling-
Berzdorf, Deutschland 

Ultramikrotom EM UC6 Leica Microsystems, Wetzlar, 
Deutschland 

Universalwärmeschrank Modell 100 Memmert, Büchenbach, 
Deutschland 

UV-Vis Spektrometer Cary 4.000 Varian, Darmstadt, 
Deutschland 

Vortex Genie 2 Bender & Hobein AG, 
Zürich, Schweiz 

Waage - Sartorius, Göttingen, 
Deutschland 

Zellkulturinkubator Heracell 240 Heraeus, Hanau, Deutschland 

Zentrifuge für 15 ml und 
50 ml Reaktionsgefäße Biofuge primo Heraeus, Hanau, Deutschland 

Zentrifugen für große 
Reaktionsgefäße Sorvall RC 6 Plus Thermo Fisher Scientific, 

Inc., Waltham, MA, USA 
 
 

5.1.4 Verwendete Antikörper 

Tab. 5.4 Antikörper 

Antikörper gekoppelt 
mit aus Spezies Ver-

dünnung Quelle 

ATP-Synthase  Maus 1:100 Invitrogen, Carlsbad, 
CA, USA 

Cyclophilin D  Maus 1:100 MitoSciences, Eugene, 
OR, USA 

Kaninchen IgG Atto532 Ziege 1:50 Sylvia Löbermann 

Kaninchen IgG FITC Ziege 1:50/ 
1:100 

Dianova, Hamburg, 
Deutschland 

Kaninchen IgG HRP Ziege 1:100 Dianova, Hamburg, 
Deutschland 

Maus IgG Atto532 Schaf 1:50 Sylvia Löbermann 

Maus IgG FITC Schaf 1:50 Dianova, Hamburg, 
Deutschland 

Maus IgG HRP Ziege 1:100 Dianova, Hamburg, 
Deutschland 

Tom20  Kaninchen 1:100 
Santa Cruz 
Biotechnology, Inc, 
Santa Cruz, CA., USA 
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5.1.5 Verwendete Plasmide 

Tab. 5.5 Plasmide 
Plasmid-Name Insert Resistenz Quelle 

pDsRed1-Mito DsRed Kanamycin P. Lipp, Homburg, 
Deutschland 

pEGFP-Mito EGFP Kanamycin diese Arbeit 

pEGFP-Tub EGFP Kanamycin 
Clonetech, 
Mountain View, 
CA, USA 

 

Die dazugehörige Plasmidkarte befindet sich im Anhang (Abb. 11.1). 
 

5.1.6 Verwendete Primer 

Tab. 5.6 Primer 
Name Basensequenz 

EGFP vorwärts 5’ GCTAGCGCTACCGGTCGCCACC 3’ 

EGFP rückwärts 5’ CGATGCGGCCGCTTAACGCACTCGAGATCTGAGTCC 3’ 
 

Die verwendeten Primer wurden von der Firma Sigma-Aldrich (Steinheim, 

Deutschland) bezogen. 

 

5.1.7 Puffer, Lösungen und Medien 

Alle Puffer, Lösungen und Medien wurden, wenn nicht anders angegeben, in 

entmineralisiertem Wasser angesetzt. 

 

Tab. 5.7 Zusammensetzung der verwendeten Puffer, Lösungen und Medien 
Puffer 

Cacodylat-Puffer Natriumcacodylat 

PBS 

(nach (Sambrook et al. 2001)) 

137 mM Natriumchlorid 

2,7 mM Kaliumchlorid 

10 mM Natriumphosphat 

2 mM Kaliumphosphat 

PCR-Puffer (10x) 100 mM Tris HCl (pH 8,3) 

500 mM Kaliumchlorid 

25 mM Magnesiumchlorid 
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DNS-Auftragspuffer 60 % (v/v) Tris-Acetat-EDTA-Puffer (pH 7,2) 

30 % (v/v) Glyzerin 

0,15 % (w/v) Bromphenolblau 

0,15 % (w/v) Xylencyanol 

Tris-Acetat-EDTA-Puffer 400 mM Tris HCl 

200 mM Natriumacetat 

10 mM Ethylendiamintetraessigsäure 

Tris-HCl 12,1 % (w/v) Tris-(hydroxymethyl)aminomethan 

TBS 

(nach (Sambrook et al. 2001)) 

0,8 % (w/v) Natriumchlorid 

0,02 % (w/v) Kaliumchlorid 

0,3 % (w/v) Tris-(hydroxymethyl)aminomethan 

HEPES-Puffer 

(nach (Sambrook et al. 2001)) 

140 mM Natriumchlorid 

1,5 mM Natriumphosphat 

50 mM HEPES 

Medien 
Einfrier-Medium für Säugerzellen 10 % (v/v) Dimethylsulfoxid 

40 % (v/v) Rinderserum 

50 % (v/v) Kulturmedium 

Luria-Bertani (LB)-Medium 0,5 % (w/v) Hefe Stickstoff Basis 

0,5 % (w/v) Natriumchlorid 

1 % (w/v) Pepton 

0,005 M Natriumhydroxid 

Für Platten wurde noch 1,4 % (w/v) Agar 
zugesetzt. 

Lösungen 
Bleicitrat-Lösung 0,1% (w/v) Bleicitrat 

0,1 M Natriumhydroxid 

Mowiol 4,8 g Mowiol 4-88 

12 g Glyzerin 

12 ml H2O 

24 ml 2,0 M Tris HCl (pH 8,4) 

Pioloform-Lösung 1 % Pioloformpulver 

in Chloroform 

 
Alle weiteren Puffer, Lösungen und Medien werden bei den jeweiligen Methoden 

beschrieben. 
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5.2 Methoden 

5.2.1 Molekularbiologische Methoden 

5.2.1.1 Vervielfältigung von DNS durch Polymerasekettenreaktion 

Die Polymerasekettenreaktion (polymerase chain reaction, PCR) wurde zur 

spezifischen Vervielfältigung von DNS-Molekülen eingesetzt. Das Volumen der PCR 

Ansätze betrug typischerweise 50 µl. Darin waren 5 µl 10x PCR-Puffer, jeweils 0,2 mM 

der vier Desoxyribonukleosidtriphosphate (dNTP’s, Promega, Mannheim, 

Deutschland), jeweils 1,5 µl der verwendeten Primer (10 µM, Abschnitt 5.1.6), etwa 

0,1 µg DNS-Moleküle als Matrize und eine Einheit Pfu-Polymerase (2,5 u/ µl, 

Fermentas, St. Leon-Rot, Deutschland) enthalten. Der Ansatz wurde mit Wasser auf 

50 µl aufgefüllt. Das PCR-Programm bestand aus einem initialen, 5minütigen 

Denaturierungsschritt bei 95 °C, 32 Zyklen bestehend aus jeweils 40 Sekunden bei 

94 °C, 20 Sekunden bei 50 °C und 150 Sekunden bei 72 °C, und einer finalen 

Verlängerungsphase von 15 Minuten bei 72 °C. 

5.2.1.2 Aufreinigung von DNS-Molekülen aus Lösungen und Agarosegelen 

Die Aufreinigung von DNS-Molekülen aus Lösungen erfolgte mit dem QIAquick PCR 

Purification Kit (QIAGEN, Hilden, Deutschland) nach Angaben des Herstellers. 

Die Aufreinigung von DNS-Molekülen aus Agarosegelen wurde mit dem QIAquick Gel 

Extraction Kit (QIAGEN, Hilden, Deutschland) nach Angaben des Herstellers 

durchgeführt. 

5.2.1.3 Analyse von DNS-Molekülen 

Agarosegel-Elektrophorese 

Zur analytischen und präparativen Trennung und Identifizierung von DNS-Molekülen 

wurde die Agarosegel-Elektrophorese verwendet. Je nach Größe der zu analysierenden 

Nukleinsäuren wurde Agarose in Konzentrationen von 1 % bis 2 % (w/v) eingesetzt. 

Diese wurde in Tris-Acetat-EDTA-Puffer gegeben, aufgekocht und in die Gelkammer 

gegossen. Zum Beladen der Gele wurden die Proben mit DNS-Probenpuffer versetzt. 

Um die Größe der zu analysierenden DNS-Fragmente zu bestimmen, wurde zusätzlich 

ein DNS Längenstandard (GeneRuler 1 kb DNA Ladder, Fermentas, St. Leon-Rot, 
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Deutschland, Anhang 11.2) aufgetragen. Die Elektrophorese wurde bei Gleichstrom 

(70 – 100 V) durchgeführt. 

Um anschließend die DNS im Agarosegel sichtbar zu machen, wurde es für zehn 

Minuten in einer Ethidiumbromidlösung (3 mg/ l) gefärbt. Nach einer fünfminütigen 

Entfärbung in Wasser, konnte die DNS durch das eingelagerte Ethidiumbromid mittels 

UV-Licht (312 nm bzw. 366 nm) sichtbar gemacht und dokumentiert werden. 
 

Konzentrationsbestimmung von Nukleinsäurelösungen 

Die Konzentration von Nukleinsäuren wurde über die Messung der Absorption bei einer 

Wellenlänge von 260 nm mit Hilfe eines Photometers bestimmt. Ein Absorptionswert 

von 1,0 entspricht 50 µg/ ml doppelsträngiger DNS. Die Reinheit der Nukleinsäuren 

wurde über den Quotienten der Absorption bei 260 nm und 280 nm (A260/ A280) 

bestimmt. Hierbei ist ein Wert von 1,8 ideal. 

5.2.1.4 Enzymatische Modifikation von Nukleinsäuren 

Restriktion von Nukleinsäuren 

Die Spaltung von Nukleinsäuren wurde zum einen für präparative, zum anderen für 

analytische Zwecke verwendet. Der präparative Reaktionsansatz umfasste 30 µl und 

enthielt 1,5 µg DNS, je 1 µl der verwendeten Restriktionsenzyme (New England 

Biolabs, Ipswich, MA, USA bzw. Fermentas, St. Leon-Rot, Deutschland) und eine auf 

die Enzyme abgestimmte Pufferlösung. Außerdem wurde, wenn es die Enzyme 

erforderten, noch Rinderserum-Albumin zugesetzt. Der Reaktionsansatz wurde bei 

37 °C über Nacht inkubiert. 

Für analytische Zwecke wurde ein 20 µl Reaktionsansatz verwendet. Dieser enthielt 

neben 2-5 µl DNS die eben erwähnten Komponenten und wurde für zwei Stunden bei 

37 °C inkubiert. 
 

Dephosphorylierung von DNS-Molekülen 

Um eine erneute Verknüpfung der mit Restriktionsenzymen geschnittenen DNS zu 

verhindern, wurde diese am 5’-Ende dephosphoryliert. Die dafür verwendete alkalische 

Phosphatase (10.000 u/ ml CIP; New England Biolabs, Ipswich, MA, USA) wurde 

direkt nach dem Restriktionsverdau in den Ansatz pipettiert. Außerdem wurden 5 µl 10x 
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Puffer hinzugefügt und der Ansatz mit Wasser auf 50 µl aufgefüllt. Es erfolgte eine 

30minütige Inkubation bei 37 °C. 
 

Ligation von DNS-Fragmenten 

Um linearisierte DNS-Moleküle zu verbinden, wurden die benachbarten 3’-Hydroxyl- 

und 5’-Phosphatgruppen durch die T4-DNS-Ligase (Fermentas, St. Leon-Rot, 

Deutschland) miteinander verknüpft. Die hierfür verwendeten Reaktionsansätze 

enthielten 300 fmol Insert, 100 fmol Plasmid, 2 µl 10x Ligase-Puffer (Fermentas, 

St. Leon-Rot, Deutschland) sowie 0,5 µl Ligase (5 u/ µl) und wurden mit Wasser auf ein 

Gesamtvolumen von 20 µl aufgefüllt. Nach einer Inkubation von 1,5 Stunden bei 

Raumtemperatur wurde das Enzym durch zehnminütiges Erhitzen auf 65 °C inaktiviert. 

 

5.2.2 Organismenspezifische Methoden 

5.2.2.1 Bakterien 

Für Klonierungen wurde der Escherichia coli Stamm DH5α verwendet. 
 

Kulturbedingungen 

Zur Anzucht von E. coli, wurden die Zellen entweder in flüssigem LB-Medium oder auf 

entsprechenden Agarplatten bei 37 °C inkubiert. Dem Medium wurde gegebenenfalls 

das Antibiotikum Kanamycin (50 µg/ ml) zugesetzt. 
 

Herstellung von elektrokompetenten E. coli Zellen 

Elektrokompetente E. colis wurden für die Transformation mittels Elektroporation 

benötigt. Um diese herzustellen wurde eine E. coli-Kultur in LB-Medium bis zur 

logarithmischen Wachstumsphase (OD600 0,6 – 1,0) kultiviert und anschließend für 

30 Minuten auf Eis inkubiert. Die Zellen wurden 15 Minuten bei 4 °C und 1.500 g 

pelletiert. Nach zweimaligem waschen mit eiskaltem Wasser erfolgte ein Waschschritt 

in 1/ 50 Volumen 10 % (v/v) Glyzerin. Nach erneutem Abzentrifugieren wurde das 

Pellet in 1/ 500 Volumen 10 % (v/v) Glyzerin aufgenommen, aliquotiert und in 

Stickstoff schockgefroren. Die Lagerung erfolgte bei -80 °C. 
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Elektrotransformation 

Für die Transformation von Bakterien mittels Elektroporation wurden 

elektrokompetente E. coli Zellen auf Eis aufgetaut, mit 20 – 40 ng Plasmid-DNS für 

fünf Minuten auf Eis inkubiert und anschließend in eine vorgekühlte 

Elektroporationsküvette überführt. Dieser Ansatz wurde einem kurzen Spannungsstoß 

(2,5 kV, 200 Ω, 25 µF) ausgesetzt. Die behandelten Zellen wurden sofort in 1 ml LB-

Medium aufgenommen und für eine Stunde bei 37 °C im Schüttler inkubiert. 

Anschließend erfolgte der Ausstrich auf Agarplatten mit Selektivmedium und eine 

Inkubation bei 37 °C. 
 

Isolation von Plasmiden aus E. coli 

Für die Isolation von Plasmiden aus E. coli, wurden die Zellen durch alkalische Lyse 

geöffnet. Die genomische DNS, die zelluläre RNS sowie die Proteine wurden von der 

Plasmid-DNS getrennt. Diese wurde anschließend aufgereinigt. 

Je nach Verwendungszweck wurden die Plasmide in unterschiedlichen Mengen 

aufgereinigt. 

Für eine Präparation im kleinen Maßstab (Minipräparation) wurden die Zellen einer 

Einzelkolonie in 1,5 ml Antibiotika-haltigem LB-Medium für 14 Stunden bei 37 °C 

inkubiert. Anschließend wurden die Zellen zehn Minuten bei 3.300 g pelletiert und in 

Resuspendierungspuffer P1 (Qiagen, Hilden, Deutschland) aufgenommen. Es folgte die 

Zugabe von Lysepuffer P2 (Qiagen, Hilden, Deutschland), in welchem die Zellen nach 

vorsichtigem Durchmischen für fünf Minuten bei Raumtemperatur inkubiert wurden. 

Nach Zugabe von eiskaltem Neutralisationspuffer P3 (Qiagen, Hilden, Deutschland) 

wurde die Lösung vorsichtig durchmischt und bei 15.700 g für 15 Minuten zentrifugiert. 

Der daraus resultierende Überstand wurde in ein neues Eppendorf-Reaktiongefäß 

überführt. Es folgte ein weiterer Zentrifugationsschritt bei 15.700 g für 15 Minuten. Der 

daraus resultierende Überstand wurde mit 0,5 Volumen Isopropanol versetzt und bei 

15.700 g für 30 Minuten zentrifugiert. Die DNS wurde anschließend zweimal mit 

eiskaltem 70 %igem Ethanol gewaschen und für jeweils fünf Minuten bei 15.700 g 

abzentrifugiert. Nach der Trocknung wurde die DNS in Wasser aufgenommen. 

Die Midipräparation wurde mit dem Plasmid Midi Kit (Qiagen, Hilden, Deutschland) 

durchgeführt. 

Die Präparation im großen Maßstab (Maxipräparation) erfolgte nach dem EndoFree 

Plasmid Maxi Kit (Qiagen, Hilden, Deutschland). Neben der Plasmidisolation erfolgte 
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hier noch die Entfernung von Endotoxinen aus der Lösung. Das isolierte Plasmid kann 

somit zur Transfektion von Säugerzellen verwendet werden. 

Die Durchführung entsprach sowohl bei der Midi- als auch bei der Maxipräparation den 

Angaben des Herstellers. 

5.2.2.2 Zellkultur 

Verwendete Säugerzelllinien 

In dieser Arbeit wurden drei adhärent wachsende Säugerzelllinien verwendet. 

Die Zelllinie PtK2 stammt aus dem Nierenepithel des australischen Kaninchenkängurus 

Potorous tridactylus (American Type Culture Collection, Manassas, VA, USA, No. 

CCL-56). Bei Vero Zellen handelt es sich um Nierenepithelzellen der grünen Meerkatze 

Cercopithecus aethiops (American Type Culture Collection, Manassas, VA, USA, No. 

CCL-81). Außerdem wurde die humane Gebärmutterhals-Karzinom-Zelllinie HeLa 

(Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkultur GmbH, Braunschweig, 

Deutschland, No. ACC 57) verwendet. 
 

Medien und Kulturbedingungen 

Als Grundmedium wurde DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle Medium) mit 

GlutaMAX und 4,5 g/ l Glucose verwendet. Dieses wurde mit 10 % (v/v) fötalem 

Rinderserum, 1 mM Natrium-Pyruvat, 50 Einheiten Penicillin/ ml und 50 µg/ ml 

Streptomycin versetzt. 

Die Zellen wurden in Petrischalen bei einem CO2-Gehalt von 7 %, 37 °C und 95 % 

Luftfeuchtigkeit kultiviert. 

Es erfolgte mehrfach pro Woche eine Passage der Zellen. Das alte Medium wurde 

entfernt, die Zellen mit PBS gewaschen und mit 0,05 % (w/v) Trypsin und 0,02 % (w/v) 

EDTA von der Oberfläche des Zellkulturgefäßes gelöst. Es folgte ein Verdünnen der 

Zellen mit Medium und ein erneutes Aussäen. 
 

Herstellung von Dauerkulturen 

Zur Herstellung von Dauerkulturen, wurden die Zellen durch Trypsinierung geerntet 

und in Kulturmedium aufgenommen. Die Zellen wurden für fünf Minuten bei 100 g 

abzentrifugiert und in Einfriermedium resuspendiert. Die Zellsuspension wurde auf 

Cryoröhrchen verteilt, diese in ein mit Isopropanol gefülltes Einfriergefäß gestellt und 
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bei einem Temperaturgefälle von -1 °C pro Minute auf -80 °C eingefroren. Die 

Lagerung der Zellen erfolgte in flüssigem Stickstoff. 
 

Transfektion von mammalen Zellen 

Die Transfektion wurde genutzt, um verschiedene Plasmide (Abschnitt 5.1.5) in 

mammale Zellen einzubringen. Die DNS wurde durch Nanofektion in den Zellkern 

eingeschleust (Nanofektin Kit; PAA, Pasching, Östereich). Die Durchführung erfolgte 

nach Vorgaben des Herstellers. Zwei Stunden nach der Transfektion wurde das Medium 

erneuert. Um die transfizierten Zellen von denen ohne Plasmid zu trennen, wurde dem 

Medium Geneticin (400 µg/ ml – 800 µg/ ml) zugesetzt. Die Kultivierung der Zellen 

mit Geneticin wurde mindestens 4 Wochen durchgeführt. 
 

Aufreinigung von Mitochondrien 

Tab. 5.8 Benötigte Lösungen zur Aufreinigung von Mitochondrien 

Benötigte Lösungen 
Lösung A 100 mM Saccharose 

1 mM Ethylenglycoltetraessigsäure 

20 mM MOPS (pH 7,4) 

Lösung B 100 mM Saccharose 

1 mM Ethylenglycoltetraessigsäure 

20 mM MOPS (pH 7,4) 

10 mM Triethanolamin 

5 % Percoll 

0,1  mg/ ml Digitonin 

Lösung C 300 mM Saccharose 

1 mM Ethylenglycoltetraessigsäure 

20 mM MOPS (pH 7,4) 

 

Für die Aufreinigung von Mitochondrien wurden etwa 108 Säugerzellen (dies entspricht 

etwa zwölf Petrischalen) verwendet, welche mindestens zwölf Stunden zuvor ausgesät 

wurden. Vor der Zellernte wurde das Kulturmedium entfernt und die Zellen zweimal 

mit PBS gewaschen. Die Zellen wurden mit 5 ml PBS überschichtet, mit Hilfe eines 

Plastikspatels von der Petrischale abgeschabt und für drei Minuten bei 4.250 g 

abzentrifugiert. Die folgenden Schritte wurden auf Eis durchgeführt. Die Zellen wurden 
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dreimal in Lösung A gewaschen, wobei zwischen jedem Waschschritt eine 

Zentrifugation bei 4.250 g für fünf Minuten bei 4 °C durchgeführt wurde. Die Zellen 

wurden anschließend für drei Minuten in 3 ml Lösung B bei 4 °C inkubiert. Die Zellen 

wurden mit einem Glas-Homogenisator aufgeschlossen. Der Zelldebris wurde 

anschließend durch zweimal fünfminütiges Zentrifugieren bei 2.500 g bei 4 °C entfernt. 

Die Mitochondrien wurden durch eine 20minütige Zentrifugation bei 13.000 g und 4 °C 

aus dem Überstand isoliert. Das dabei entstandene Pellet wurde in 1 ml Lösung C 

resuspendiert und nochmals für 20 Minuten bei 13.000 g und 4 °C zentrifugiert. Das 

entstandene, die Mitochondrien enthaltente Sediment wurde schließlich in PBS 

aufgenommen. 
 

Proteinkonzentrationsbestimmung 

Für Proteinkonzentrationsbestimmungen nach Bradford wurde das BioRad Protein 

Assay (BioRad, München, Deutschland) verwendet. Die Durchführung erfolgte nach 

Angaben des Herstellers. 
 

Messung der Cytochrom-c-Oxidase Aktivität 

Um die Enzymaktivität der Cytochrom-c-Oxidase zu bestimmen, wurden sowohl 

fixierte als auch unfixierte isolierte Mitochondrien in reduziertem Cytochrom c 

inkubiert. 

Die Mitochondrien wurden 15 Minuten mit Fixativ oder PBS behandelt. Nach einem 

fünfminütigem Zentrifugationsschritt bei 15.700 g wurden die Mitochondrien, um 

störende Fixativreste abzusättigen, in 100 mM Glycin aufgenommen und 30 Minuten 

darin inkubiert. Nach einer erneuten Zentrifugation erfolgte die Aufnahme des 

Sediments in PBS. 

Da die Cytochrom-c-Oxidase reduziertes Cytochrom c als Substrat benötigt, wurde 

oxidiertes Cytochrom c durch Zusatz von 0,1 M Dithiothreitol in seine reduzierte Form 

überführt. 

Der Reaktionsansatz bestand aus isolierten Mitochondrien und 2 mg/ ml reduziertem 

Cytochrom c. Nach einer 30minütigen Inkubation wurde die Absorption des Ansatzes 

mit Hilfe eines UV-Vis Spektrometes in einem Wellenlängenbereich von 400 nm bis 

700 nm bestimmt. 
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5.2.3 Photokonversionsversuche in vitro 

Um die Möglichkeit der Photokonversion verschiedener Farbstoffe zu testen, wurden 

in vitro Versuche in Eppendorf Reaktionsgefäßen durchgeführt. Ein Versuchsansatz 

bestand dabei aus 1 mg/ ml Diaminobenzidin und dem entsprechenden Farbstoff 

(Ergebnisteil 6.3.1). Die Proben wurden mit Sauerstoff angereichert (Anhang 11.3) und 

auf Eis inkubiert. Es folgte die Beleuchtung der Proben durch zwei Lampen mit einer 

Gesamtleistung von ~200 W (Anhang 11.4). 

5.2.4 Mikroskopie 

5.2.4.1 Probenvorbereitung 

Immunofluoreszenzmarkierung von mammalen Zellen 

Die für die Immunofluoreszenzmarkierung verwendeten Zellen, wurden etwa zwölf 

Stunden vor Gebrauch auf Deckgläschen oder Aclar Einbettfilm ausgesät. 

Die Immunofluoreszenzmarkierung ist nur in fixierten Zellen möglich. Daher wurden 

diese zunächst mit 8 % (w/v) Formaldehyd oder mit 1 % (w/v) Formaldehyd mit 

0,05 % (v/v) Glutaraldehyd und 0,05 % (w/v) Saponin zehn Minuten bei 37 °C 

behandelt. Anschließend wurden die Proben mehrfach in PBS gewaschen, um störende 

Fixativreste zu entfernen. Um die zellulären Strukturen für die Antikörper zugänglich zu 

machen, wurden die Zellen für fünf Minuten mit Detergenz behandelt. Dafür wurde 

entweder 0,1 % (v/v) Triton X-100 oder 0,05 % (w/v) Saponin verwendet. Nach 

zehnminütiger Blockierung von unspezifischen Bindestellen mit 5 % (w/v) BSA 

erfolgte die Detektion der Epitope mit Hilfe des in 5 % (w/v) BSA in PBS verdünnten 

primären Antikörpers. Diese wurde für eine Stunde bei Raumtemperatur in einer 

feuchten Kammer durchgeführt. Anschließend erfolgte nach einer erneuten Behandlung 

mit Detergenz und BSA die Detektion der markierten Strukturen mittels sekundärem 

Antikörper. Die Inkubation wurde ebenfalls für eine Stunde bei Raumtemperatur in 

einer feuchten Kammer durchgeführt. Nach einem 15minütigen Waschschritt in PBS 

wurden die Deckgläschen mit den sich darauf befindlichen Zellen auf einem 

Objektträger in Mowiol eingebettet. 
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Cytochrom-c-Oxidase Konversion 

Tab. 5.9 Benötigte Lösungen für die COX-Konversion 

Benötigte Lösungen 
Lösung A 

 

3 % (w/v) para-Formaldehyd 

0,1 % (w/v) Kalziumchlorid 

0,44 M Saccharose 

0,05 M Cacodylat-Puffer (pH 7,4) 

Lösung B 

 

0,44 M Saccharose 

20 µM EDTA 

0,05 M Cacodylatpuffer (pH 7,4) 

Lösung C 0,5 mg/ ml 3,3-Diaminobenzidin 

20 µM Ethylendiamintetraessigsäure 

0,44 M Saccharose 

0,05 M TRIS HCl (pH 7,4) 

Lösung D 

 

0,44 M Saccharose 

0,05 M Tris HCl (pH 7,4) 

 

Die hier beschriebene Versuchsdurchführung basiert in ihren Grundlagen auf der 

Methodenentwicklung von Posakony (Posakony et al. 1975). 

Die für diesen Versuch verwendeten Zellen wurden etwa zwölf Stunden zuvor ausgesät. 

Für die lichtmikroskopischen Untersuchungen wurden Zellen verwendet, die auf 

Deckgläschen gewachsen sind. Für die elektronenmikroskopische Anwendung wurden 

Zellen auf Aclar Einbettfilm verwendet. Dies erleichtert die Probenvorbereitung für die 

Elektronenmikroskopie (5.2.4.3) 

Die Zellen wurden zunächst zehn Minuten in Lösung A bei 37 °C fixiert. Anschließend 

wurden sie dreimal zehn Minuten bei 4 °C mit Lösung B gewaschen. Es folgte eine 

Behandlung der Proben mit Diaminobenzidin. Diese wurde drei Stunden bei 37 °C in 

Lösung C durchgeführt. Dabei ist zu beachten, dass das Diaminobenzidin erst kurz vor 

der Behandlung zugegeben wird, da es nach einiger Zeit ausfällt. Anschließend wurden 

die Zellen zweimal zehn Minuten mit Lösung D gewaschen. 

Um die Sichtbarkeit des Diaminobenzidin-Präzipitats lichtmikroskopisch zu verbessern, 

wurden die Proben in einer wässrigen 1 %igen Osmiumtetroxid-Lösung inkubiert. 

Anschließend folgte zweimaliges Waschen in Lösung D und die Einbettung der 

Deckgläschen in Mowiol. 
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Für die elektronenmikroskopische Anwendung wurden die Zellen auf Aclar Einbettfilm 

über Nacht mit 2 % (w/v) Glutaraldehyd in 0,1 M Cacodylatpuffer (pH 7,4) bei 4 °C 

fixiert. Die weitere Behandlung der Zellen wird in Abschnitt 5.2.4.3 beschrieben. 

 

Peroxidase-Konversion 

Die für die Peroxidase-Konversion verwendeten Zellen wurden etwa zwölf Stunden 

zuvor auf Deckgläschen oder Aclar Einbettfilm ausgesät. 

Zunächst wurde eine Immunomarkierung durchgeführt (Abschnitt 5.2.4.1). Dabei ist 

darauf zu achten, dass die Zellen in 1 % (w/v) Formaldehyd mit 0,05 % (w/v) 

Glutaraldehyd und 0,05 % (w/v) Saponin fixiert werden und als Detergenz 0,05 % (w/v) 

Saponin verwendet wird. Dies erwies sich als beste Kombination, die sowohl eine gute 

Antikörpermarkierung ermöglicht als auch gleichzeitig die Ultrastruktur der Zellen 

erhält. 

Das zu untersuchende Protein wurde dabei mit dem primären Antikörper detektiert. Der 

sekundäre Antikörper war mit der Meerrettichperoxidase (Abschnitt 5.1.4) gekoppelt. 

Nach der Immunomarkierung wurden die Zellen in PBS gewaschen und in einer 

Diaminobenzidin-Lösung (1 mg/ ml) bei 37 °C für fünf Minuten inkubiert. 

Anschließend wurden 1,5 % (v/v) Wasserstoffperoxid zur Lösung hinzugegeben und 

der Ansatz für weitere zehn Minuten bei 37 °C inkubiert. Es folgte ein zweimaliges 

Waschen in PBS. 

Für die Verwendung der Proben in der Lichtmikroskopie, wurden diese in Mowiol 

eingebettet. Für die Untersuchung am Elektronenmikroskop wurden die Zellen über 

Nacht bei 4 °C mit 2 % (w/v) Glutaraldehyd in 0,1 M Cacodylatpuffer (pH 7,4) fixiert 

und wie unter Abschnitt 5.2.4.3 beschrieben weiterbearbeitet. 
 

Photokonversion 

Für die Photokonversion verwendete Zellen, wurden etwa zwölf Stunden zuvor auf 

Aclarfilm ausgesät. 

Zunächst wurde eine Immunomarkierung durchgeführt (Abschnitt 5.2.4.1). Dabei 

wurden die Zellen in 1 % (w/v) Formaldehyd, 0,05 % (v/v) Glutaraldehyd und 

0,05 % (w/v) Saponin fixiert. Als Detergenz wurde 0,05 % (w/v) Saponin verwendet. 

Die Probe wurde anschließend in einen Probenhalter eingespannt (Abb. 11.5), mit Eis 

gekühlt und in PBS mit 0,5 mg/ ml Diaminobenzidin inkubiert. Der Probenhalter wurde 

an einem Mikroskop befestigt und die Probe bei gleichzeitiger Sauerstoffzufuhr zwei 
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Minuten über ein 63er Immersionsobjektiv (1,2 NA, Wasser) mit Licht der 

Wellenlängen 450 nm bis 490 nm bestrahlt. Anschließend wurde die Probe aus dem 

Probenhalter entfernt und 15 Minuten in PBS gewaschen. Es folgte die Vorbereitung 

der Probe für die Elektronenmikroskopie (Abschnitt 5.2.4.3). 

5.2.4.2 Epifluoreszenz- und Durchlichtmikroskopie 

Für die Epifluoreszenz- und Durchlichtmikroskopie wurde das Leica Mikroskop 

DM6000 verwendet. Die Aufnahmen wurden mit einem 100fach Öl-

Immersionsobjektiv (1,4 NA) oder einem 63er Wasser-Immersionsobjektiv (1,2 NA) 

durchgeführt. Für die Beleuchtung im Durchlicht wurde eine Halogenlampe verwendet. 

Als Lichtquelle für die Fluoreszenzmikroskopie diente eine Metallhalogenidlampe 

(Leica EL6000), in deren Strahlengang verschiedene Filter, entsprechend der benötigten 

Wellenlängen, platziert wurden. Die Detektion erfolgte mittels einer CCD-Kamera 

(Leica DFC 350 FX). 

5.2.4.3 Elektronenmikroskopie 

Einbettung von Säugerzellen 

Die für die Einbettung verwendeten Säugerzellen, wurden auf Aclar Einbettfilm 

ausgesät. Sie wurden nach einer möglichen Vorbehandlung (Cytochrom-c-Oxidase 

Konversion, Peroxidase-Konversion oder Photokonversion, Abschnitt 5.2.4.1.) über 

Nacht mit 2 % (v/v) Glutaraldehyd in 0,1 M Cacodylat-Puffer (pH 7,4) bei 4 °C fixiert. 

Anschließend wurde eine dreistündige Kontrastierung in einer 1%igen Osmiumtetroxid-

Lösung bei 4 °C durchgeführt. Es folgte eine Entwässerungsreihe mit Ethanol, wobei 

die Proben jeweils viermal fünf Minuten in 50 % Ethanol, viermal fünf Minuten in 

70 % Ethanol und zweimal zehn Minuten in 100 % Ethanol inkubiert wurden. 

Anschließend wurden die Proben zweimal zehn Minuten in Propylenoxid, 30 Minuten 

in 50 % (v/v) Epon in Propylenoxid, eine Stunde in 100 % Epon und dann erneut in 

100 % Epon über Nacht behandelt. Die Proben wurden in Epon gefüllte BEEM-Kapseln 

eingebettet. Die Polymerisation des Harzes erfolgte bei 60 °C für 48 Stunden. 

Das für die Einbettung verwendete Epon Harz bestand aus 30 % (w/v) Epon A und 

70 % (w/v) Epon B. Epon A setzte sich aus 38 % (w/v) Glycid ether 100 und 62 % 

(w/v) 2-Dodecenylsuccinicacid anhydrid zusammen. Epon B bestand aus 53 % (w/v) 

Glycid ether 100 und 47 % (w/v) Methylnadic anhydrid. Nach dem Mischen der beiden 
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Komponenten wurden zu 10 ml Lösung 0,15 ml 2,4,6-Tris(dimethylaminomethyl)-

phenol hinzugefügt. 
 

Befilmung von Netzchen für die Elektronenmikroskopie 

Um die Proben am Elektronenmikroskop betrachten zu können, müssen diese auf 

Netzchen aufgebracht werden. Diese müssen zuvor mit einem Pioloform-Film 

überzogen werden. 

Dafür wurde die Befilmungsapparatur (Anhang 11.6) mit 1 %iger Pioloform-Lösung 

befüllt. Ein Objektträger wurde an einer dafür vorgesehenen Halterung befestigt. Durch 

das Öffnen des Zwei-Wege-Hahns an der Befilmungsapparatur, konnte die Pioloform-

Lösung ablaufen. Dabei bildet sich auf dem Objektträger ein Kunststofffilm. Der 

Objektträger wurde entfernt und in ein Wasserbad gelegt, so dass sich der 

Pioloformfilm löste und auf der Wasseroberfläche schwamm. Die Netzchen wurden auf 

den Pioloform-Film gelegt und dieser aus dem Wasserbad entfernt. Die befilmten 

Netzchen wurden maximal sechs Monate aufbewahrt. 
 

Ultramikrotomie 

Nach der Polymerisation des Einbettharzes wurden von den Probenblöckchen mit einem 

Ultramikrotom unter Verwendung eines Diamantmessers 50-100 nm dicke Schnitte 

angefertigt. Diese wurden auf Pioloform befilmte Netzchen aufgenommen. 
 

Nachkontrastierung 

Die Proben wurden vor der Untersuchung am Elektronenmikroskop mit Bleicitrat 

kontrastiert. Dafür wurden die Netzchen mit den sich darauf befindlichen Proben in eine 

Kontrastierungsplatte (Hiraoka Staining Kit) eingespannt und diese in eine 

Glaspetrischale gestellt. Letztere wurde in eine größere Glaspetrischale, welche mit 

Natriumhydroxid Plätzchen gefüllt war, überführt. Das Natriumhydroxid reagiert mit 

dem Kohlendioxid aus der Luft, welches sonst mit dem Bleicitrat reagieren würde. Die 

Proben wurden bei geschlossenem Deckel für drei Minuten mit Bleicitratlösung 

behandelt. 
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Mikroskop 

Zur Untersuchung der Proben wurde ein Philips CM120 Elektronenmikroskop (Philips, 

Amsterdam, Niederlande) verwendet. Die Bilder wurden mit einer CCD Kamera 

(TVIPS, Gauting, Deutschland) aufgenommen. 

5.2.4.4 Auswertung und Nachbearbeitung der mikroskopischen Daten 

Für die Auswertung der aufgenommenen Bilder wurden das Programm ImSpector 

(Schönle A., 2006. Imspector Image Acquisition & Analysis Software, v0.1; 

http://www.imspector.de), und die Leica Confocal Software LAS AF (Leica 

Microsystems, Wetzlar, Deutschland) eingesetzt. 

Außerdem wurden die Bildbearbeitungsprogramme Adobe Photoshop CS2 (Adobe, San 

Jose, CA, USA) und Adobe Illustrator CS2 (Adobe, San Jose, CA, USA) verwendet. 

An den fluoreszenzmikroskopischen Bildern wurden, abgesehen von den Anpassungen 

der Farbtabellen, keine Änderungen vorgenommen. 
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6 Ergebnisse 
 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde die licht- und elektronenmikroskopische Lokalisation 

verschiedener mitochondrialer Proteine mit drei verschiedenen korrelativen Ansätzen 

durchgeführt: der Cytochrom-c-Oxidase-Konversion, der Peroxidase-Konversion und 

der Photokonversion. 

6.1 Lokalisation der Cytochrom-c-Oxidase 

Die Cytochrom-c-Oxidase (COX) ist ein essentieller Bestandteil des Elektronen-

transportsystems der mitochondrialen Atmungskette. Sie katalysiert die Oxidation von 

Cytochrom c in Verbindung mit der Reduktion von Sauerstoff zu Wasser (Kadenbach et 

al. 1981). 

Die Cytochrom-c-Oxidase befindet sich, wie alle Komplexe der Atmungskette, in der 

inneren mitochondrialen Membran (Perotti et al. 1983). Diese Membran kann in zwei 

strukturelle Subkompartimente unterteilt werden: die innere Grenzflächenmembran und 

die Cristaemembran (Frey et al. 2000; Frey et al. 2002; Perkins et al. 2003). Frühere 

Experimente deuten darauf hin, dass diese strukturelle Unterteilung ebenfalls eine 

funktionelle ist, da die Proteine in der inneren Membran nicht homogen verteilt sind 

(Werner et al. 1972). Ein weiterer Beleg für eine solche Unterteilung ist, dass die 

Cytochrom-c-Oxidase, sowie andere Atmungsketten-Proteine in Mitochondrien aus 

Saccharomyces cerevisiae und verschiedenem Säugergewebe hautsächlich in der 

Cristaemembran nachgewiesen wurden (Frey et al. 2002; Gilkerson et al. 2003; Vogel 

et al. 2006; Wurm et al. 2006). 

In dieser Arbeit sollte die Lokalisation der Cytochrom-c-Oxidase sowohl licht- als auch 

elektronenmikroskopisch in den Säugerzelllinien HeLa, Vero und PtK2 untersucht 

werden. Neben der Lokalisationsbestimmung diente dies als Modellversuch für das zu 

verwendende Färbeverfahren, das auf dem Elektronentransfer eines Donors auf 

Diaminobenzidin basiert (Seligman et al. 1968). Dabei kommt es zur Oxidation dieser 

Chemikalie, wodurch diese polymerisiert und somit ein amorphes, wasser- und 

fettunlösliches Präzipitat entsteht. Durch seine braune Farbe kann es lichtmikroskopisch 

visualisiert werden und ermöglicht so die Lokalisation der COX. 

Dieses Färbeverfahren sollte im weiteren Verlauf der Arbeit auch auf andere Proteine 

übertragen werden. 
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Abb. 6.1 Absorptionspektrum von 
oxidiertem und reduziertem Cytochrom c.
Oxidiertes Cytochrom c weist ein Absorp-
tionsmaximum bei 535 nm auf. Reduziertes 
Cytochrom c zeigt dagegen zwei Absortions-
maxima bei 520 nm und 550 nm. 

6.1.1 Die Cytochrom-c-Oxidase Reaktion in isolierten Mitochondrien 

Isolierte Mitochondrien ermöglichen eine einfache Versuchsdurchführung, weshalb die 

Cytochrom-c-Oxidase Reaktion zunächst an diesen Organellen in vitro untersucht 

wurde. 

Die Reaktion der Cytochrom-c-Oxidase kann durch den Umsatz von Cytochrom c am 

Spektrometer verfolgt werden. Dieses besitzt im oxidierten Zustand ein 

Absorptionsmaximum bei 535 nm, wohingegen die reduzierte Form zwei 

Absorptionsmaxima bei 520 nm und 550 nm 

aufweist (Berry et al. 1987)(Abb. 6.1). 

Um zu überprüfen, ob die Cytochrom-c-

Oxidase in den isolierten Mitochondrien aktiv 

ist, wurden diese mit reduziertem Cytochrom c 

inkubiert und das Absorptions-spektrum des 

Ansatzes nach einer Stunde bestimmt. 

Das Absorptionsspektrum zeigte ein Absorp-

tionsmaximum bei 535 nm (Abb. 6.3 A), das 

Cytochrom c lag also in seiner oxidierten Form 

vor. Der Nachweis von oxidiertem 

Cytochrom c zeigt, dass die in den isolierten Mitochondrien befindliche Cytochrom-c-

Oxidase Enzymaktivität aufweist. 

6.1.1.1 Der Einfluss von Fixativen auf die Cytochrom-c-Oxidase Reaktion 

Die enzymatische Aktivität der COX in isolierten Mitochondrien wurde genutzt, um die 

Wirkung von Fixativen auf diese Reaktion zu untersuchen. 

Dafür wurden isolierte Mitochondrien zunächst mit verschiedenen Fixativen inkubiert. 

Untersucht wurde der Einfluss von 8 % (w/v) Formaldehyd, welches häufig 

Anwendung in der Lichtmikroskopie findet, 2 % (v/v) Glutaraldehyd mit 2 % (w/v) 

Saccharose, das als Standardfixativ in der Elektronenmikroskopie gilt (Grabenbauer et 

al. 2005), außerdem 4 % (w/v) Formaldehyd mit 5 % (w/v) Saccharose und 3 % (w/v) 

Formaldehyd mit 15 % (w/v) Saccharose welche beide bereits für die Lokalisation der 

Cytochrom-c-Oxidase in Säugerzellen bzw. in Gewebe verwendet wurden (Seligman et 

al. 1968; Posakony et al. 1975), sowie eine Kombination aus 1 % (w/v) Formaldehyd, 

0,05 % (v/v) Glutaraldehyd und 0,05 % (w/v) Saponin (Bohn 1978). 
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Die fixierten Mitochondrien wurden mit reduziertem Cytochrom c inkubiert und das 

Absorptionsspektrum der Ansätze nach einer, zwei und drei Stunden bestimmt. 

Dabei zeigte sich, dass Fixative in geringen Konzentrationen, wie 1 % (w/v) 

Formaldehyd mit 0,05 % (v/v) Glutaraldehyd und 0,05 % Saponin sowie 3 % (w/v) 

Formaldehyd mit 15 % (w/v) Saccharose kaum Einfluss auf die enzymatische Aktivität 

der Cytochrom-c-Oxidase nehmen, da bereits nach einer Stunde das reduzierte 

Cytochrom c wieder oxidiert wurde (Abb. 6.3 B+C). 

Bei höherer Fixativkonzentration, wie bei 4 % (w/v) Formaldehyd mit 5 % (w/v) 

Saccharose oder 8 % (w/v) Formaldehyd, ist nach einer Stunde noch sehr viel 

reduziertes Cytochrom c vorhanden (Abb. 6.3 D+E). Dies deutet darauf hin, dass ein 

Teil der Enzyme durch die Fixative und damit durch Quervernetzung mit anderen 

Proteinen in ihrer Aktivität gehemmt wurden. Dennoch reicht die verbliebene 

Enzymaktivität aus, um das reduzierte Cytochrm c nach zwei Stunden umzusetzen 

(Abb. 6.3 D+E). Deutlich wurde auch, dass 2 % Glutaraldehyd mit 5 % Saccharose wie 

erwartet am stärksten fixiert. Da es zwei Aldehydgruppen besitzt, kommt es zu 

vermehrten Quervernetzungen zwischen den Proteinen, wodurch diese stärker gehemmt 

werden. Doch auch hier zeigt sich, dass noch genügend Aktivität der Cytochrom-c-

Oxidase vorhanden ist, um das zugesetzte, 

reduzierte Cytochrom c nach drei Stunden 

umzusetzen (Abb. 6.3 F). 

Um auszuschließen, dass das reduzierte 

Cytochrom c spontan wieder reoxidiert 

wird, wurde als Kontrolle eine zusätzliche 

Probe gemessen, die keine isolierten 

Mitochondrien enthielt. Daran wurde 

ersichtlich, dass das reduzierte Cytochrom 

c mindestens drei Stunden stabil reduziert 

bleibt (Abb. 6.2), dies also keinen Einfluss 

auf die Reaktion hat. Dies zeigt, dass Fixative in Abhängigkeit ihrer Konzentration 

einen Effekt auf die enzymatische Aktivität der Cytochrom-c-Oxidase besitzen. Es wird 

jedoch auch deutlich, dass trotz der Hemmung einiger Enzyme immer noch genug 

Restaktivität vorhanden ist, welche dazu genutzt wird, das reduzierte Cytochrom c zu 

oxidieren. 

 

Abb. 6.2 Absorptionsspektrum der Kontrolle 
ohne Mitochondrien. Das Diagramm zeigt die 
Absorptionsmessung von Cytochrom c welches 
drei Stunden zuvor reduziert wurde. Es wird 
sichtbar, das dieses auch nach dieser Zeit nicht 
spontan reoxidiert. 
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Abb. 6.3 Vergleich der Absorptionsspektren von Cytochrom c bei unterschiedlicher Fixierung der 
isolierten Mitochondrien. Vergleicht man den Umsatz von reduziertem Cytochrom c in unterschiedlich 
fixierten Mitochondrien, so zeigt sich, dass eine milde Fixierung wie mit 1 % (w/v) Formaldehyd oder 
3 % (w/v) Formaldehyd kaum Einfluss auf die Cytochrom-c-Oxidase Reaktion hat (B+C). Bei stärkerer 
Fixierung wie mit 4 % (w/v) Formaldehyd oder 8 % (w/v) Formaldehyd (D+E) wird ein Teil der 
Cytochrom-c-Oxidase gehemmt, durch die verbliebene Enzymaktivität wird das Cytochrom c jedoch 
nach zwei Stunden umgesetzt. Ein starke Fixierung wie mit 2 % (v/v) Glutaraldehyd zeigt den 
deutlichsten Effekt auf die Cytochrom-c-Oxidase Reaktion, jedoch reicht auch hier die Restaktivität der 
Enzyme aus, um das reduzierte Cytochrom c zu oxidieren (F). Dies macht deutlich, dass die Fixierung in 
Abhängigkeit ihrer Stärke eine Wirkung auf die Cytocrom-c-Oxidase hat. Dennoch reicht die verbliebene 
Enzymaktivität der Cytochrom-c-Oxidase aus, um die Oxidation von Cytochrom c durchzuführen. 
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Abb. 6.4: Vergleich der 
Fixierungstemperatur. 
Die Abbildung zeigt HeLa-Zellen 
mit braun gefärbten Mitochondrien 
nach einer dreistündigen Inkubation 
in einer Diaminobenzidin-Lösung. 
Durch die Fixierung bei 4 °C 
fragmentieren die Mitochondrien. 
Eine Fixierung bei 37 °C verhindert 
dies. Größenstandard 20 µm. 

Aus diesen Untersuchungen kann geschlossen werden, dass die Cytochrom-c-Oxidase 

auch in Gegnwart von Fixativen noch eine Restaktivität aufweist. Dies ist wichtig, da 

die Cytochrom-c-Oxidase in Säugerzellen mittels Diaminobenzidin lokalisiert werden 

soll. Diese Behandlung kann jedoch nur bei fixierten Bedingungen stattfinden, setzt 

aber die Enzymaktivität der Cytochrom-c-Oxidase vorraus. 

6.1.2 Lichtmikroskopische Lokalisation der Cytochrom-c-Oxidase in 
verschiedenen Säugerzelllinien 

Da gezeigt werden konnte das die COX-Reaktion in fixierten Mitochondrien stattfindet, 

sollte die Cytochrom-c-Oxidase nun mit Diaminobenzidin in Säugerzellen lokalisiert 

werden. 

Diese Behandlung kann jedoch nur an fixierten 

Zellen durchgeführt werden. Um den Effekt des 

Fixatives auf die Enzymaktivität der COX zu 

minimieren, wurden die Zellen für diesen Versuch 

mit 3 % (w/v) Formaldehyd fixiert. Dies zeigt nur 

einen geringen Einfluss auf die Reaktion der 

Cytochrom-c-Oxidase(Abb. 6.3). 

Die Fixierung erfolgte bei 4 °C. Anschließend 

wurden die Zellen drei Stunden bei 37 °C in einer 

Diaminobenzidin-Lösung inkubiert (Posakony et al. 

1975). 

Nach dieser Behandlung wurden die Säugerzellen 

lichtmikroskopisch untersucht. Dabei konnte ein 

braunes Präzipitat in den Mitochondrien visualisiert 

werden. 

Ein entscheidender Nachteil dabei ist jedoch, dass 

die Fixierungstemperatur von 4 °C zur 

Fragmentierung der Mitochondrien führt (Abb. 6.4), weshalb diese den 

Wachstumsbedingungen der Zellen angepasst wurde und bei 37 °C erfolgte. Dies 

ermöglichte die Erhaltung der mitochondrialen Struktur (Abb. 6.4) Neben der 

lichtmikroskopischen Visualisierung der Mitochondrien in HeLa-Zellen, konnten diese 

auch in den Zelllinien Vero und PtK2 detektiert werden (Abb. 6.5). 
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Dabei wurde sichtbar, dass das braune Diaminobenzidin-Präzipitat zwar in allen drei 

Zelllinien vorhanden ist, jedoch unterschiedliche Intensitäten aufweist (Abb. 6.5). In 

HeLa-Zellen ist das braune Polymer am besten sichtbar, in Vero-Zellen ist dies schon 

deutlich geringer und in PtK2-Zellen ist die Intensität am schwächsten. Die 

unterschiedliche Menge an Reaktionsprodukt lässt vermuten, dass die Zelllinien eine 

ungleiche Anzahl an Cytochrom-c-Oxidase exprimieren oder diese eine 

unterschiedliche Aktivität aufweisen. 
 

 
Abb. 6.5 Lichtmikroskopische Cytochrom-c-Oxidase Lokalisation in den Säugerzelllinen HeLa, 
Vero und PtK2. Es wird sichtbar, dass die Intensität des Diaminobenzidin-Präzipitats sich zwischen den 
einzelnen Zelllinien unterscheidet. Größenstandard 20 µm 

6.1.2.1 Kontrolle der mitochondrialen Markierung 

Zur Überprüfung der im Lichtmikroskop sichtbaren Markierung, wurden verschiedene 

Kontrollen durchgeführt. Um nachzuweisen, dass es sich bei den markierten Strukturen 

um Mitochondrien handelt, wurde die Cytochrom-c-Oxidase-Konversion auch in Zellen 

durchgeführt, die das rot fluoreszierende Protein DsRed nach Transfektion mit einem 

Plasmid, welches für dieses Protein kodiert, in der mitochondrialen Matrix exprimieren. 

Diese Zellen wurden in 3 % (w/v) Formaldehyd bei 37 °C fixiert und drei Stunden in 

einer Diaminobenzidin-Lösung inkubiert. Bei der anschließenden lichtmikroskopischen 

Untersuchung der Zellen wurde eine Kolokalisation des DsRed Fluoreszenzsignals und 

dem braunen Diaminobenzidin-Präzipitat detektiert. Dies zeigt, dass es sich bei dem 

braun gefärbten Organell um Mitochondrien handelt (Abb. 6.6). 

Abb. 6.6 Doppelmarkierung 
der Mitochondrien. Durch die 
Markierung der Mitochondrien 
mit mtDsRed (A), wird deutlich, 
dass es sich bei dem Organell 
welches durch das braune 
Präzipiat visualisiert werden 
kann (B), um Mitochondrien 
handelt. Größenstandard 10µm 
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Des Weiteren wurde überprüft, ob es sich bei dieser Reaktion um eine Umsetzung von 

Diaminobenzidin durch die Cytochrom-c-Oxidase handelt. Zu diesem Zweck wurde die 

COX in einem Kontrollversuch mit Kaliumcyanid gehemmt. Außerdem wurde eine 

zusätzliche Reaktion ohne Diaminobenzidin durchgeführt. 
 

Abb. 6.7 Kontrollen zur 
COX–Konversion. Zellen 
welche mit Kaliumcyanid bzw. 
ohne Diaminobenzidin be-
handelt wurden, weisen keine 
mitochondriale Markierung 
auf. Größensandard 10 µm. 
 

 

Bei beiden Kontrollen war keine Markierung in den Mitochondrien sichtbar (Abb. 6.7). 

Daraus lässt sich schließen, dass es sich bei dem in den Mitochondrien sichtbaren 

braunen Präzipitat, um eine durch die Cytochrom-c-Oxidase hervorgerufene 

Polymerisation von Diaminobenzidin handelt. Anhand der lichtmikroskopischen 

Aufnahmen kann jedoch keine Aussage darüber getroffen werden, in welchen 

Kompartimenten sich die Cytochrom-c-Oxidase in den Mitochondrien befindet. 

Das Diamonobenzidin-Präzipitat besitzt jedoch die Eigenschaft mit Osmiumtetroxid 

reagieren zu können, wodurch es im Elektronenmikroskop visualisiert werden kann 

(Anderson et al. 1975). Dies ermöglicht durch eine höhere Auflösung eine genauere 

Lokalisationsbestimmung als das Lichtmikroskop. 

6.1.3 Elektronenmikroskopische Lokalisation der Cytochrom-c-
Oxidase 

Da eine Lokalisation der Cytochrom-c-Oxidase durch Diaminobenzidin licht-

mikroskopisch möglich war, diese aber keine Aussage darüber zulässt, in welchem 

mitochondrialen Kompartiment der inneren mitochondrialen Membran sich dieses 

Enzym befindet, wurden die markierten Zellen zusätzlich elektronenmikroskopisch 

ausgewertet. Dafür wurden diese in einer 1 %igen Osmiumlösung kontrastiert, mit 

Ethanol entwässert und in Epoxidharz eingebettet. Nach dem Schneiden der Proben 

folgte eine Nachkontrastierung mit Bleicitrat. 
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Abb. 6.8 Elektronenmikros-
kopische Lokalisation der 
Cytochrom-c-Oxidase. Die 
elektronenmikroskopische Auf-
nahme zeigt eine PtK2 Zelle 
deren Mitochondrien durch eine 
dunkle Markierung hervorge-
hoben werden. Dabei handelt es 
sich um das Diaminobenzidin- 
Präzipitat welches durch die 
Reaktion der COX ausgefallen 
ist. Dieses konnte hauptsächlich 
im Cristaeinnenraum aber auch 
im Intermembranraum zwischen 
äußerer und innere Membran 
lokalisiert werden. 
Größenstandard 500 nm. 
 

Bei der anschließenden Untersuchung am Elektronenmikroskop konnte das 

Diaminobenzidin-Präzipitat hauptsächlich im Cristaeinnenraum aber auch im 

Intermembranraum zwischen äußerer mitochondrialer Membran und innerer 

Grenzflächenmembran visualisiert werden (Abb. 6.8). Dies deutet auf eine 

Ungleichverteilung in der inneren mitochondrialen Membran hin. 

Neben der Anwendung dieser Methode zur Untersuchung der Lokalisation der 

Cytochrom-c-Oxidase in Säugerzellen, diente sie zur Optimierung für das 

Färbeverfahren mit Diaminobenzidin. Es konnte gezeigt werden, dass dieses in 

Säugerzellen funktioniert und Diaminobenzidin in die Mitochondrien penetriert. Dies ist 

für die Lokalisation anderer mitochondrialer Proteine essentiell. 

6.2 Lokalisation mitochondrialer Proteine mittels 

Immunoperoxidase-Färbung 

Die Konversion mittels Cytochrom-c-Oxidase zeigte, dass eine Proteinlokalisation 

sowohl licht- als auch elektronenmikroskopisch in Mitochondrien von Säugerzellen mit 

Hilfe des Umsatzes von Diaminobenzidin möglich ist. Da mit dieser enzymatischen 

Konversion jedoch nur die Cytochrom-c-Oxidase detektiert werden kann, müssen 

andere Methoden zur Lokalisation weiterer mitochondrialer Proteine verwendet werden. 

Eine Möglichkeiten bietet der Einsatz der Meerrettichperoxidase (engl. horseradish 

peroxidase, HRP), welche in Anwesenheit eines Elektronendonors Wasserstoffperoxid 

zu Wasser reduziert. Wird dem Reaktionsgemisch Diaminobenzidin zugesetzt, so wird 
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dieses durch die Peroxidase oxidiert und bildet ein braunes Präzipitat, welches im Licht- 

und Elektronenmikroskop sichtbar ist. 

6.2.1 Pufferoptimierung der Peroxidasereaktion in vitro 

Um zu testen, in welchem Puffer die Peroxidasereaktion mit Diaminobenzidin und 

Wasserstoffperoxid am besten abläuft, wurden 1 mg/ ml Diaminobenzidin, 1 % (v/v) 

Wasserstoffperoxid und 0,05 % (v/v) Peroxidase in Wasser, PBS, HEPES-Puffer und 

TBS inkubiert. 

Nach Zugabe der Peroxidase kam es in drei von vier Ansätzen sofort zur Präzipitation 

von Diaminobenzidin, wodurch ein brauner Niederschlag sichtbar wurde (Abb. 6.9). 

Während in der PBS und HEPES Lösung ein starker Ausfall beobachtet werden konnte, 

blieb dieser in Wasser aus. In TBS fiel ebenfalls ein braunes Präzipitat aus, dieses war 

jedoch schwächer als in den anderen Lösungen. 
 

Abb. 6.9 Pufferoptimierung. Während es in den 
Ansätzen mit PBS, HEPES und TBS sofort nach 
Zugabe von Peroxidase zu einem braunen 
Niederschlag kam, welcher durch das 
Diaminobenzidin-Präzipitat hervorgerufen wurde, 
blieb dieser im Ansatz mit Wasser aus. 
 

 

Damit konnte gezeigt werden, dass die Peroxidasereaktion mit Diaminobenzidin 

stattfindet und sowohl PBS als auch HEPES ein geeignetes Puffersystem dafür 

darstellen. 

6.2.2 Lokalisation des TOM-Komplexes 

Zur spezifischen Lokalisation von Proteinen können diese mit einem primären 

Antikörper markiert werden. An diesen bindet wiederum ein zweiter Antikörper, 

welcher mit der Peroxidase gekoppelt ist. Bei der anschließenden Behandlung der 

Zellen mit einem Gemisch aus Wasserstoffperoxid und Diaminobenzidin fällt letzteres 

am Ort der Reaktion aus und kann sowohl licht- als auch elektronenmikroskopisch 

visualisiert werden. 

Ein sehr wichtiger Bestandteil der Proteinimportmaschinerie der Mitochondrien stellt 

die Translokase der äußeren mitochondrialen Membran (Translocase of the Outer 

mitochondrial Membrane, TOM-Komplex) dar. Dieser Proteinkomplex ermöglicht den 

Import von mitochondrialen Proteinen, welche im Kern kodiert sind. Biochemische 
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Versuche weisen darauf hin, dass dieser Komplex an mitochondrialen Kontaktstellen 

lokalisiert ist (Ohlendieck et al. 1986; Schwaiger et al. 1987). 

Um den TOM-Komplex sowohl licht- als auch elektronenmikroskopisch zu 

visualisieren, wurde Tom20, eine Rezeptoruntereinheit des TOM-Komplexes, mittels 

Antikörper mit der Meerrettichperoxidase markiert. 

6.2.2.1 Lichtmikroskopische Visualisierung von Tom20 

Bei der Tom20-Untereinheit des TOM-Komplexes handelt es sich um ein 

membranständiges Protein, welches ständig mit dem TOM-Komplex assoziiert ist 

(Meisinger et al. 2001). Dieses wurde über Antikörper mit der Peroxidase markiert, 

wodurch der TOM-Komplex in der Säugerzelllinie HeLa lokalisiert werden kann. 

Die Zellen wurden dafür in 8 % (w/v) Formaldehyd fixiert und mit dem Detergenz 

Triton X-100 behandelt. Nach der erfolgten Antikörpermarkierung wurden die Zellen 

15 Minuten in einer Diaminobenzidin-Lösung mit Wasserstoffperoxid inkubiert. 

Bei der anschließenden lichtmikroskopischen Auswertung konnte in 90 % der Zellen 

ein braunes Präzipitat, welches durch die Polymerisation von Diaminobenzidin 

entstand, in den Mitochondrien detektiert werden (Abb. 6.10). 
 

Abb. 6.10 Markierung der Mitochondrien mittels 
Peroxidase-Konversion. Durch die Kopplung von Tom20 
mit der Peroxidase über eine Immunomarkierung und der 
anschließenden Inkubation in Diaminobenzidin, war es 
möglich, die Mitochondrien in HeLa Zellen 
lichtmikroskopisch zu visualisieren. Größenstandard 
20 µm. 
 

 

Um auszuschließen, dass das Diaminobenzidin durch alternative Mechanismen wie die 

Aktivität der Cytochrom-c-Oxidase umgesetzt wird und so das braune Präzipitat 

entsteht, wurde der primäre bzw. sekundäre Antikörper, während der 

Immunomarkierung durch 5 % (w/v) BSA ersetzt und anschließend in Diaminobenzidin 

und Wasserstoffperoxid inkubiert.  

Des Weiteren wurde die Peroxidase-Konversion ohne Diaminobenzidin durchgeführt, 

um zu überprüfen, ob das braune Präzipitat durch den Umsatz von Diaminobenzidin 

entstanden ist. 

Bei allen drei Kontrollen konnte keine mitochondriale Markierung visualisiert werden 

(Abb. 6.11). Das braune Präzipitat in den Mitochondrien (Abb. 6.10) muss also durch 
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den Umsatz von Diaminobenzidin mittels der an den sekundären Antikörper 

gekoppelten Peroxidase entstanden sein. Das Ausbleiben der Cytochrom-c-Oxidase-

Konversion liegt wahrscheinlich an der verkürzten Inkubationszeit sowie an den 

verschiedenen Fixierungs- und Pufferbedingungen. 
 

 
Abb. 6.11 Kontrollen zur Markierung von Tom20 mittels Peroxidase und Diaminobezidin. Um zu 
bestätigen, dass es sich bei der mitochondrialen Markierung um ein von der an den sekundären 
Antikörper gekoppelten Peroxidase hervorgerufenes Diaminobenzidin-Präzipitat handelt, wurden die 
Zellen zum einen ohne primären bzw. sekundären Antikörper behandelt und zum anderen ohne 
Diaminobenzidin inkubiert. Bei keiner der Kontrollen konnte eine mitochondriale Markierung lokalisiert 
werden. Größenstandard 10 µm. 
 

Eine Lokalisation mitochondrialer Proteine durch eine Immunoperoxidasemarkierung 

mit anschließender Inkubation in Diaminobenzidin und Wasserstoffperoxid ist somit 

lichtmikroskopisch möglich. Um jedoch genauere Aussagen darüber treffen zu können, 

ob sich der TOM-Komplex hauptsächlich an sogenannten Kontaktstellen befindet, 

müssen zusätzlich elektronenmikroskopische Aufnahmen gemacht werden. 

6.2.2.2 Die elektronenmikroskopische Lokalisation von Tom20 

Um das im Lichtmikroskop deutlich sichtbare Diaminobenzidin Präzipitat auch im 

Elektronenmikroskop detektieren zu können, wurden die Proben in einer 1 %igen 

Osmiumtetroxidlösung inkubiert. Nach anschließender Einbettung der Zellen in 

Epoxidharz, dem Schneiden der Proben in 50 - 70 nm dicke Schnitte und einer 

Nachkontrastierung mit Bleicitrat, wurden die Präparate elektronenmikroskopisch 

ausgewertet. 

Dabei wurde festgestellt, dass die Ultrastruktur der Zelle beeinträchtigt war. Es waren 

kaum noch Membranen sichtbar und die Zellen waren sehr kontrastarm, was die 

Lokalisation einzelner Organelle oder Substrukturen erschwerte. Da die verschiedenen 
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Kompartimente der Mitochondrien nicht sichtbar waren, konnte der TOM-Komplex 

elektronenmikroskopisch nicht zugeordnet werden. 

Die Zerstörung der Ultrastruktur wird wahrscheinliche durch die Behandlung der Probe 

mit 8 % (w/v) Formaldehyd und 0,1 % (v/v) Triton X-100 hervorgerufen. Da diese 

Schritte jedoch notwendig sind um die Immunoperoxidasemarkierung durchzuführen 

und den TOM-Komlex im Elektronenmikroskop sichtbar machen zu können, wurden im 

Folgenden die Fixierung sowie die Detergenzbehandlung der Zellen optimiert. 

6.2.2.3 Optimierung der Fixierung 

Bei Formaldehyd handelt es sich um ein gebräuchliches Fixativ für die 

Lichtmikroskopie. Da es nur eine Aldehydgruppe besitzt (Griffiths et al. 1993), werden 

die Proteine der Zelle nicht so stark quervernetzt, wie es mit Glutaraldehyd, welches 

zwei Aldehydgruppen besitzt, möglich ist (Sabatini et al. 1963). 

Dadurch bleit die Ultrastruktur der Zellen bei einer Fixierung mit Formaldehyd nicht 

gut erhalten, weshalb in der Elektronenmikroskopie im Allgemeinen Glutaraldehyd als 

Fixativ genutzt wird. Dieses hat jedoch den Nachteil, dass durch die starke 

Proteinverknüpfung die Antigenität der Proteine teilweise verloren geht, weshalb es für 

die Immunomarkierung nicht gut geeignet ist. 

Aus diesem Grund muss bei der Anwendung von korrelativer Mikroskopie ein 

Kompromiss bei der Wahl des Fixatives getroffen werden. Dieses muss sowohl eine 

ausreichende Antigenität ermöglichen als auch die Ultrastruktur der Zelle gut erhalten. 

Deshalb wurden verschiedene Fixativkonzentrationen sowie die Kombination von 

Formaldehyd und Glutaraldehyd auf diese Eigenschaften hin untersucht. Dabei wurde 

festgestellt, dass die Kombination von 2 % (w/v) Formaldehyd mit 0,1 % (v/v) 

Glutaraldehyd sowohl für eine gute Immunomarkierung als auch den Erhalt der 

Ultrastruktur am besten geeignet ist. 

6.2.2.4 Optimierung der Detergenzbehandlung 

Neben dem Fixativ wurde auch die Detergenzbehandlung optimiert, da die 

elektronenmikroskopische Untersuchung der antikörpermarkierten Zellen zeigte, dass 

sich eine Behandlung mit 0,1 % (v/v) Triton X-100 so schlecht auf die Ultrastruktur der 

Zelle auswirkte, dass eine Lokalisation des TOM-Komplexes nicht möglich war. 
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Die Zellen wurden zunächst mit geringeren Konzentrationen Triton X-100 behandelt. 

Doch selbst bei einer Konzentration von 0,01 % (v/v) wurde die Ultrastruktur stark 

angegriffen, wodurch der TOM-Komplex im Elektronenmikroskop nicht lokalisiert 

werden konnte. Da bei einer Konzentration von weniger als 0,01 % (v/v) Triton X-100 

die Markierungseffizienz der Antikörper zu gering war, konnte diese nicht noch weiter 

gesenkt werden. 

Weil es sich bei Triton X-100 um ein Detergenz handelt, welches schon in geringen 

Konzentrationen Lipide aus der Membran herauslöst (Griffiths et al. 1993), wurde im 

Folgenden nach Alternativen gesucht, welche die Ultrastruktur der Zellen nicht so stark 

beanspruchen. Daraufhin wurden die Zellen mit den Detergenzien Tween20 und 

Saponin behandelt. Bei Tween20 handelt es sich um ein nicht ionisches Detergenz, was 

ebenfalls mit den Lipiden der Membranen interagiert, diese aber nicht so schnell 

herauslöst wie Triton X-100 (Neugebauer 1990). Die Wirkungsweise von Saponin 

basiert auf der Wechselwirkung mit dem Cholesterin der Zellmembranen (Griffiths et 

al. 1993). Dabei kommt es zur Porenbildung, wodurch die Membranen für 

Antikörpermoleküle permeabel werden. Da dieser Vorgang reversibel ist, werden die 

Membranen wieder impermeabel. 

Zunächst wurde getestet, ob durch Zusatz dieser beiden Detergenzien eine 

Immunomarkierung von Mitochondrien in Säugerzellen möglich ist. Dafür wurden die 

Zellen mit einem primären Antikörper gegen Tom20 und einem fluoreszenzmarkierten 

Sekundärantikörper detektiert. 

Bei der lichtmikroskopischen Auswertung wurde festgestellt, dass Tween20 für eine 

Immunomarkierung nicht so gut geeignet ist wie Saponin. Schon bei einer Tween20 

Konzentration von 0,05 % (v/v) wurden nur noch rund 60 % der Zellen angefärbt und es 

zeigten sich Unterschiede in der Fluoreszenzintensität zwischen den Mitochondrien 

einer Zelle. Im Gegensatz dazu war es noch bis zu einer Konzentration von 0,01 % 

(w/v) Saponin möglich eine Immunomarkierung durchzuführen. Unterhalb einer 

Konzentrationen von 0,005 % (w/v) Saponin wurden die Mitochondrien nur noch 

vereinzelt angefärbt und es zeigte sich eine deutliche Abschwächung der 

Fluoreszenzintensität. 

Da Tween20 für diese Versuche nicht geeignet war, wurde die elektronen-

mikroskopische Anwendbarkeit nur noch mit Saponin getestet. Dafür wurden die Zellen 

nach der Fixierung und Behandlung mit verschiedenen Saponinkonzentrationen 

eingebettet und am Elektronenmikroskop ausgewertet (Abb. 6.12). 
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Abb. 6.12 Einfluss der Saponinkonzentration auf die Ultrastruktur der Zelle. Die Zellen wurden in 
2 % (w/v) Formaldehyd und 0,1 % (v/v) Glutaraldehyd fixiert, sowie mit verschiedenen 
Saponinkonzentrationen behandelt, anschließend wurden sie am Elektronenmikroskop bezüglich ihrer 
Ultrastruktur ausgewertet. Dabei zeigte sich, dass bei einer Konzentration von 0,1 % (w/v) Saponin im 
Vergleich zu einer von 0,05 % (w/v) bzw. 0,01 % (w/v), kaum Organellen sichtbar waren (schwarze 
Pfeile). Bei einer Behandlung mit 0,05 % (w/v) Saponin waren die Mitochondrien gut erkennbar, es 
waren jedoch im Vergleich zu Zellen welche mit 0,01 % Saponin behandelt wurden weniger Cristae 
sichtbar. Größenstandard 500nm. 
 

Dabei konnte festgestellt werden, dass unterhalb einer Saponinkonzentration von 

0,05 % (w/v) die Ultrastruktur so gut erhalten bleibt, dass eine Proteinlokalisation 

möglich wäre. Daraufhin wurde für alle weiteren Versuche dieser Art eine 0,05 %ige 

(w/v) Saponin-Lösung für die Permeabilisierung der Membranen verwendet wurde. 

 

Zur Lokalisation des TOM-Komplexes wurden die Zellen nun mit 2 % (w/v) 

Formaldehyd sowie 0,1 % (v/v) Glutaraldehyd fixiert und mit 0,05 % (w/v) Saponin 

behandelt. Es folgte eine Immunomarkierung mit einem Tom20 Primärantikörper und 

einem Peroxidase gekoppelten Sekundärantikörper. Die Zellen wurden in einer 

Diaminobenzidin-Lösung mit Wasserstoffperoxid inkubiert. 

Nach dieser Behandlung konnte kein braunes Diaminobenzidin-Präzipitat lokalisiert 

werden. Da die Immunofluoreszenzmarkierung bei Zellen, welche mit dieser Fixativ-

Detergenz-Kombination behandelt wurden, funktionierte, wurde davon ausgegangen, 

dass das Ausbleiben des Diaminobenzidin-Präzipitats entweder durch die 

Wechselwirkung der Peroxidase mit Saponin zustande kommt oder die Fixativ-

Detergenz-Kombination das Reaktionsverhalten der Peroxidase beeinflusst. 

6.2.2.5 Peroxidase-Saponin-Interaktionen 

Zur Überprüfung, ob Saponin einen Einfluss auf die Enzymaktivität der Peroxidase hat, 

wurden in vitro Versuche durchgeführt. Dafür wurden verschiedene Saponin-

konzentrationen, 1 mg/ ml Diaminobenzidin und 1,5 % (v/v) Wasserstoffperoxid mit 

0,05 % (v/v) Peroxidase inkubiert. Nach Zugabe des Enzyms kam es in allen Ansätzen 

sofort zur Präzipitation von Diaminobenzidin, wodurch ein brauner Niederschlag 
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sichtbar wurde (Abb. 6.13). Daraus wird deutlich, dass die Behandlung der Proben mit 

Saponin keinen Einfluss auf die enzymatische Aktivität der Peroxidase hat. 
 

 
Abb. 6.13 Peroxidase-Detergenz-Interaktion. Um herauszufinden, ob die Enzymaktivität der 
Peroxidase durch das Vorhandensein von Saponin beeinträchtigt wird, wurden Lösungen aus 
verschiedenen Saponinkonzentrationen, Diaminobenzidin und Wasserstoffperoxid mit Peroxidase 
versetzt. Da sich nach Zugabe des Enzyms in allen Ansätzen ein brauner Niederschlag bildete, kann 
davon ausgegangen werden, dass Saponin die Peroxidasereaktion nicht beinflusst. 
 

6.2.2.6 Einfluss der Fixativ-Detergenz-Kombination auf die Peroxidasereaktion 

Eine weitere Möglichkeit, die das Reaktionsverhalten der Peroxidase beeinflussen 

könnte, ist die Kombination vom Detergenz mit den Fixativen. 

Das Detergenz Saponin erreicht die Permeabilisierung der Membran durch 

Wechselwirkungen mit dem darin befindlichen Cholesterin-Molekülen (Griffiths et al. 

1993). Da auch Membranbestandteile durch die Fixierung mit Aldehyden vernetzt 

werden, ist es möglich, dass die Saponin-Reaktion nur in geringem Maße stattfinden 

kann. Dies würde erklären, warum eine Immunofluoreszenzmarkierung bei einer 

Fixierung mit 2 % (w/v) Formaldehyd und 0,1 % (v/v) Glutaraldehyd und einer 

Detergenzbehandlung mit 0,05 % Saponin funktioniert, die Präzipitatbildung bei der 

Immunoperoxidasemarkierung jedoch ausbleibt. 

Die Permeabilität der Membran reicht aus das im Vergleich zur Peroxidase um das 

Vielfache kleinere Farbstoff-Molekül in die Zellen einzubringen, den Peroxidase 

gekoppelten Antikörper jedoch nicht. 

Bei der anschließenden Optimierung der Membran Permeabilisierung zeigte sich, dass 

eine Halbierung der Fixativkonzentration (1 % (w/v) Formaldehyd und 0,05 % (v/v) 

Glutaraldehyd) immer noch keine Peroxidase-Konversion zulies. 

Erst durch die gleichzeitige Fixierung und Permeabilisierung der Membran (Zugabe von 

0,05 % Saponin zur Fixativlösung) und einer zusätzlichen anschließenden 
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Detergenzbehandlung mit 0,05 % Saponin konnte ein Diaminobenzidin-Präzipitat an 

den Mitochondrien lokalisiert werden. 

Dies zeigt, dass die Permeabilisierung der Membran zeitgleich mit der Fixierung 

stattfinden muss, um eine Membrandurchlässigkeit zu erreichen, die das Eindringen des 

enzymgekoppelten Antikörpers in die Zelle erlaubt. 

Bei der elektronenmikroskopischen Untersuchung von Zellen bei denen die Fixierung 

und die Permeabilisierung der Membran gleichzeitig erfolgte, konnte eine weitgehend 

gut erhaltene Ultrastruktur beobachtet werden. 

Nachdem die Penetration des Peroxidase-gekoppelten Sekundärantikörpers durch diese 

erneute Optimierung der Fixativbedingungen ermöglicht wurde, konnte der TOM-

Komplex nach einer Diaminobenzidinbehandlung sowohl licht- als auch 

elektronenmikroskopisch lokalisiert werden (Abb. 6.14). 

In den elektronenmikroskopischen Proben war eine gute Ultrastrukturerhaltung 

erkennbar. Das Diaminobenzidin-Präzipitat war ubiqitär an der äußeren 

mitochondrialen Membran verteilt (Abb. 6.14 B).  
 

 
Abb. 6.14 Licht- und elektronenmikroskopische Lokalisation des TOM-Komplexes in HeLa-Zellen. 

Mittels Immunoperoxidasemarkierung konnte Tom20 sowohl licht- (A) als auch elektronenmikroskopisch 

(B) visualisiert werden. Die elektronenmikroskopische Markierung weist auf eine Lokalisation des TOM-

Komplexes am Rand der Mitochondrien hin. Größenstandard (A) 10 µm, (B) 250 nm 

6.3 Photokonversion 

Die Versuche zur Lokalisation von Tom20 durch die HRP-Konversion zeigten, dass für 

die Immunofluoreszenzmarkierung im Vergleich zur Immunoperoxidasemarkierung nur 

eine milde Detergenzbehandlung notwendig ist. Da auch höhere Fixativkonzentrationen 

eingesetzt werden können, bleibt die Ultrastruktur der Zelle besser erhalten. Deshalb 
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Tab. 6.1 Die Energie des ersten Triplett 
Zustands (ET1) einiger ausgewählter 
Fluorophore. 
(aus (Braun et al. 1991)) 
 

Fluorophor ET1 in kJ/ mol 
FITC 189 – 201 

Methylen Blau 142 

Rose Bengal 165 – 176 

Eosin 181 – 192 

VB6062 nicht bestimmt 

sollte die Methode der Photokonversion zur Lokalisation des TOM-Komplexes mit 

Hilfe der Immunofluoreszenzmarkierung etabliert werden. 

Die Photokonversion basiert auf der Bestrahlung von Fluorophoren, wodurch Energie 

frei wird die zur Bildung von Singulett-Sauerstoff führen kann. Da er sehr reaktiv ist 

führt er zur Oxidation von Diaminobenzidin, welches daraufhin als braunes Präzipitat 

ausfällt (Sosinsky et al. 2007). Dieses kann sowohl licht- als auch 

elektronenmikroskopisch lokalisiert werden. 

Bislang wurden vor allem neuronale Zellen, denen Farbstoffe wie Lucifer Yellow 

injiziert wurden, mit dieser Methode untersucht (Maranto 1982; Lubke 1993; Harata et 

al. 2001). 

Werden Proteine mit Fluoreszenzfarbstoffen oder Fluoreszenzproteinen gekoppelt, so 

können diese ebenfalls licht- und elektronenmikroskopisch lokalisiert werden. Mit 

dieser Methode konnten bis jetzt jedoch nur wenige Proteine lokalisiert werden 

(Deerinck et al. 1994; Gaietta et al. 2002; Grabenbauer et al. 2005; Gaietta et al. 2006). 

Eine Photokonversion mittels Immunofluoreszenzmarkierung ist nur von den 

Farbstoffen Eosin (Deerinck et al. 1994) und FITC (Sandell et al. 1988) bekannt. 

Um die Photokonversion in diesem Labor zu etablieren wurden deshalb zunächst 

verschiedene Farbstoffe in vitro untersucht, um weitere für eine Photokonversion 

geeignete Farbstoffe zu ermitteln. 

6.3.1 Photokonversion ausgewählter Farbstoffe in vitro 

Damit eine Photokonversion stattfinden kann, muss bei der Bestrahlung des 

Fluorophors genügend Singulett-Sauerstoff entstehen, welcher für die Polymerisation 

von Diaminobenzidin benötigt wird (Sosinsky 

et al. 2007). Dies ist jedoch nur möglich, wenn 

bei der Bestrahlung des Fluorophors, ein 

Elektron vom S1-Zustand in den T1-Zustand 

übergeht und dort eine Energie (ET1) von 

mindestens 94 kJ/ mol aufweist. Diese Energie 

wird benötigt, um den Sauerstoff von seinem 

Grundzustand in den Singulett-Zustand zu 

überführen (Braun et al. 1991). 

Deshalb wurden für eine Photokonversion in vitro Farbstoffe ausgewählt, deren Energie 

des ersten Triplett-Zustandes (ET1) größer als 94 kJ/ mol ist (Tab. 6.1). 
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Die Farbstoffe Fluorescein, Methylen Blau, Rose Bengal, Eosin und der in dieser 

Abteilung synthetisierte Farbstoff VB6062 wurden jeweils mit Diaminobenzidin in PBS 

gelöst und nach einer Anreicherung mit Sauerstoff auf Eis gestellt. Nach einer 

zehnminütigen Bestrahlung mit ~200 W in einem Wellenlängenbereich von 400 nm bis 

650 nm wurde sichtbar, dass in allen Ansätzen eine Photokonversion stattgefunden hat. 

Dies äußerte sich in einer deutlichen Verfärbung der Lösung, welche durch die 

Polymerisation von Diaminobenzidin hervorgerufen wurde (Abb. 6.15). 

Die Kontrollproben, welche zehn Minuten im Dunkeln bei 4 °C inkubiert wurden, 

wiesen diese Verfärbung nicht auf (Abb. 6.15). Außerdem wurden Kontrollproben ohne 

Farbstoff beleuchtet, um auszuschließen, dass die Dunkelfärbung der Lösung durch 

Diaminobezidin hervorgerufen wurde. Dabei zeigte sich erst nach etwa 35 Minuten eine 

leichte Verfärbung der Lösung im Vergleich zur unbeleuchteten Kontrolle. 

Dies zeigt, dass jeder der fünf untersuchten Farbstoffe eine Photokonversion 

ermöglicht. 
 

Abb. 6.15 in vitro Photokonversion an 

ausgewählten Farbstoffen. Die Farbstoffe 

FITC, VB6062, Methylen Blau, Rose Bengal 

und Eosin wurden mit Diaminobenzidin in PBS 

inkubiert und zehn Minuten beleuchtet. 

Vergleicht man die beleuchteten Proben mit den 

unbeleuchteten Kontrollen, so zeigt sich, dass in 

allen fünf Ansätzen eine Photokonversion 

stattgefunden hat, da diese eine deutliche 

Dunkelfärbung aufweisen. 
 

Dennoch waren Unterschiede zwischen den Farbstoffen erkennbar. Fluorescein, 

Methylen Blau und Rose Bengal wiesen eine stärkere Konversion auf als Eosin. Auch 

beim VB6062 ist das Präzipitat in der beleuchteten Probe erkennbar. Da dieser Farbstoff 

jedoch schlecht in PBS löslich war, kam er für eine weitere Anwendung nicht in Frage. 

Wie auch aus der Literatur bekannt (Sandell et al. 1988), eignet sich FITC sehr gut für 

eine Photokonversion. Da außerdem FITC gekoppelte Antikörper, welche für eine 

Immunofluoreszenzmarkierung benötigt werden, kommerziell erhältlich sind, wurden 

weitere Versuche mit diesem Farbnstoff durchgeführt. 
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Abb. 6.16 Die Konzentra-
tionsreihe von FITC zeigt, 
dass eine Photokonversion 
auch noch bei 0,01 mM 
Farbstoff stattfindet. 

6.3.1.1 Optimierung der Reaktionsbedingungen für die Photokonversion mit 

FITC 

Da sich in der Literatur verschiedene Angaben über geeignete Puffersysteme für die 

Photokonversion finden lassen (Grabenbauer et al. 2005; Gaietta et al. 2006), wurde 

diese mit FITC zunächst in verschiedenen Puffern untersucht. 

Dafür wurde Fluorescein mit Diaminobenzidin in PBS, HEPES-Puffer, TBS, 

Cacodylatpuffer und Wasser inkubiert und beleuchtet. Hierbei zeigte sich, dass die 

Reaktion sowohl in PBS, Cacodylatpuffer und Wasser stattfindet. Bei der Zugabe von 

Fluorescein in TBS bzw. HEPES-Puffer kam es schon vor der Bestrahlung der Proben 

zu einem Ausfall von Diaminobenzidin. Deshalb scheinen diese für eine 

Photokonversion nicht geeignet. Da die Pufferwirkung von Wasser und Cacodylat-

Puffer sehr schlecht ist und letzterer zusätzlich giftig ist, 

wurde für weitere Untersuchungen PBS verwendet. 

 

Es ist anzunehmen, dass bei zellulären Anwendungen die 

Farbstoffkonzentration sehr gering ist, weshalb getestet 

wurde, ob die Beleuchtung von Fluorescein auch bei 

geringeren Konzentrationen zur Photokonversion führt. 

Dafür wurde der Farbstoff in verschiedenen Konzentrationen 

erneut mit Diaminobenzidin in PBS inkubiert und zehn 

Minuten beleuchtet. Dabei zeigte sich, dass selbst bei einer 

Fluoresceinkonzentration von 0,01 mM das Diaminobenzidin 

umgesetzt werden kann (Abb. 6.16). 

6.3.2 Zelluläre Lokalisation von Tom20 durch FITC Photokonversion 

Für die zelluläre Anwendung der Photokonversion mit FITC, wurde eine 

Immunomarkierung durchgeführt. Dabei wurde Tom20 mit einem primären Antikörper 

markiert und dieser mit einem sekundären Antikörper, welcher mit FITC gekoppelt war, 

detektiert. Diese Zellen wurden anschließend in einer Diaminobenzidin-Lösung 

inkubiert, mit Sauerstoff angereichert und mit Licht im Wellenlängenbereich von 450 –

 490 nm beleuchtet. 
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Abb. 6.17 Photokonversion mit FITC in Mitochondrien von HeLa-Zellen. Nach zweiminütiger 

Beleuchtung der Zellen zeigte sich schon eine Dunkelfärbung der mitochondrialen Netzwerke. Zusätzlich 

war jedoch auch der Hintergrund der Zellen angefärbt. Größenstandard (A) 50 µm, (B) 10 µm 
 

Bereits nach zweiminütiger Bestrahlung zeigte sich eine deutliche Verfärbung der 

Zellen (Abb. 6.17). Neben den Mitochondrien war jedoch auch der Zellhintergrund 

angefärbt. 

Nach der Photokonversion wurden die Proben eingebettet und für die 

Elektronenmikroskopie vorbereitet. Dies sollte zeigen, ob es sich dabei um eine 

spezifische mitochondriale Markierung handelt und wodurch der zelluläre Hintergrund 

hervorgerufen wurde. 

Dabei zeigte sich dass die Ultrastruktur der Zelle nicht gut erhalten geblieben ist. Die 

Mitochondrien konnten nur anhand ihrer Außenmembran identifiziert werden. Die 

Cristaemembranen waren nicht sichtbar. Außerdem waren Teile des Cytosols 

wahrscheinlich durch die Probenvorbereitung ausgewaschen (Abb. 6.18). Teile der 

mitochondrialen Außenmembran wiesen jedoch eine dunkle Markierung auf. Dabei 

könnte es sich um das Diaminobenzidin-Präzipitat handeln. Um genauere Aussagen 

darüber treffen zu können, muss die Methode jedoch zunächst weiter optimiert werden. 

Dies war aus zeitlichen Gründen im Rahmen dieser Arbeit leider nicht mehr möglich. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 6.18 Elektronenmikroskopische 
Aufnahme einer HeLa-Zelle nach 
Photokonversion. Dabei zeigte sich an 
einigen mitochondrialen Außen-
membranen eine dunkle Markierung. Da 
die Ultrastruktur der Zelle jedoch nur 
schlecht erhalten blieb, ist eine 
Auswertung dieser Aufnahmen 
schwierig. Größenstandard 1000 nm 
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Abb. 6.18 Photokonversion von GFP 
in vitro. Nach einer 30minütigen 
Beleuchtung der Proben zeigt sich, dass 
die Photokonversion mit GFP bei einem 
pH-Wert von 7,4 besser funktioniert als 
bei einem pH-Wert von 5,7. Außerdem 
ist PBS dafür geeigneter als TBS. 

6.3.3 Photokonversion mit genetisch kodierten Markierungen 

Neben der Photokonversion mittels Immunomarkierung, wurde versucht diese Methode 

auch auf genetisch kodierte Fluorophore anzuwenden. Da diese in der Zelle exprimiert 

werden, ist keine zusätzliche Detergenzbebandlung notwendig, um eine 

Photokonversion durchführen zu können. Dadurch bleibt die Ultrastruktur der Zellen 

erhalten, wodurch eine bessere elektronenmikroskopische Analyse der 

Proteinlokalisation ermöglicht wird. 

Mit dieser Methode wurden bereits Teilungsmechanismen und Proteine des Golgi-

Apparates (Grabenbauer et al. 2005; Gaietta et al. 2006) sowie Gap junctions (Gaietta et 

al. 2002) untersucht. Eine Anwendung in Mitochondrien ist bis jetzt jedoch nicht 

beschrieben worden. 

6.3.3.1 Photokonversion mit GFP in vitro  

Da diese Methode noch nie in diesem Labor angewendet wurde, wurde die 

Photokonversion mit GFP zunächst in vitro untersucht. Dies ermöglicht den Vergleich 

mit anderen in vitro untersuchten Farbstoffe. 

Weil GFP bei einem niedrigen pH-Wert während der Beleuchtung mehr 

Sauerstoffradikale bilden soll (Greenbaum et al. 

2000), wurde die Photokonversion bei ver-

schiedenen pH-Werten untersucht. Dafür wurde 

GFP mit Diaminobenzidin in PBS und TBS bei 

einem pH-Wert von 7,4 bzw. 5,7 inkubiert. 

Nach 30minütiger Beleuchtung wurde in allen 

vier Ansätzen eine Verfärbung der beleuchteten 

Proben sichbar (Abb. 6.18). Dies zeigt, dass in 

allen vier Ansätzen Photokonversion statt-

gefunden hat. 

Außerdem wird deutlich, dass die Photo-

konversion bei einem pH-Wert von 7,4 besser 

funktioniert, als bei einem pH-Wert von 5,7. 

Dieser Widerspruch zur Literatur (Greenbaum et 

al. 2000), kann jedoch nicht erklärt werden. 
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Des Weiteren ist das Diaminobenzidin in PBS stärker ausgefallen als in TBS. 

Es zeigt sich aber auch, dass im Vergleich zu FITC eine dreimal längere Belichtungszeit 

notwendig ist um eine Verfärbung der Lösung zu visualisieren. Dies deutet darauf hin, 

dass FITC besser zur Photokonversion geeignet ist als GFP. 

Ein genetisch kodiertes Protein weist jedoch prinzipiell eine Reihe von Vorteilen für 

eine Photokonversion auf. Da keine zusätzliche Detergenzanwendung nötig ist, 

resultiert eine besser erhaltene Ultrastruktur. Weiterhin ermöglichen fluoreszierende 

Proteine das beobachten von Proteinen in lebenden Zellen. Deshalb wurden weitere 

Versuche mit GFP durchgeführt. 

6.3.3.2 Klonierung eines GFP-Konstrukts für die mitochondriale Matrix 

Zur Durchführung der GFP Photokonversion in Mitochondrien von Säugerzellen, wurde 

ein Plasmid kloniert welches für ein in die Matrix addresiertes GFP kodiert. Aufgrund 

einer mitochondrialen Präsequenz wird das GFP nach Expression in die Matrix 

importiert. 

Für die Klonierung des Plasmides pEGFP-Mito wurde das pDsRed1-Mito Plasmid 

(Anhang 11.1) als Grundlage verwendet. Dieses kodiert direkt N-terminal vor dem rot 

fluoreszierenden Protein DsRed die mitochondriale Präsequenz sowie eine Kanamycin 

Resistenzkassette. 

Die für DsRed kodierte Sequenz wurde 

durch Restriktion mit AgeI und NotI 

aus dem Plasmid entfernt und durch die 

GFP Sequenz ersetzt. Nach der 

erfolgten Vervielfältigung der GFP 

kodierten DNS mittels PCR wurde das 

PCR-Fragment ebenfalls mit den 

Restriktionsenzymen AgeI und NotI 

verdaut. Dies ermöglichte die an-

schließende Ligation des geschnittenen 

pDsRed1-Mito Plasmid mit dem GFP-

Fragment. Das so entstandene pEGFP-

Mito Plasmid wurde durch einen 

Kontrollverdau mit PvuII auf seine 

Richtigkeit überprüft (Abb. 6.19). 

Abb. 6.19 Gel zum Kontrollverdau des 
Plasmides pEGFP-Mito mit PvuII. Nach der 
Restriktion sind bei pDsRed1-Mito wie erwartet 
drei DNS-Banden mit 3.141 Basenpaaren (bp), 
969 bp und 608 bp sichtbar. Das neu erstellte 
pEGFP-Mito Plasmid zeigt dagegen wie erwartet 
nur zwei DNS-Banden bei 4.174 bp und 608 bp. 
Der Ausstausch von DsRed gegen EGFP wurde 
erfolgreich durchgeführt. 
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Anschließend wurden die Säugerzelllinien HeLa und Vero mit dem klonierten Plasmid 

transfiziert. Der Vergleich mit Säugerzellen, welche mtDsRed exprimieren und 

Säugerzellen bei denen eine Tom20 Immunofluoreszenzmarkierung durchgeführt wurde 

zeigte, dass das GFP-Konstrukt in den Mitochondrien lokalisiert ist (Abb. 6.20).  

Mit Hilfe des pEGFP-Mito Plasmides soll in Zukunft die Photokonversion mit GFP in 

Mitochondrien durchgeführt werden. 
 

 
Abb. 6.20 Vergleich der Expression von pEGFP-Mito mit der Expression von pDsRed1-Mito und 

der Antikörpermarkierung von Tom20 in Vero- und HeLa-Zellen. Es wird deutlich, dass sowohl die 

Tom20 Antikörpermarkierung als auch das mtDsRed und das neu erstellte EGFP-Mito Konstrukt in den 

Säugerzelllinien Vero und HeLa in den Mitochondrien lokalisiert sind. Größenstandard 10 µm 
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7 Diskussion 
 

Mitochondrien sind essentielle Organellen eukaryotischer Zellen. In ihnen laufen 

wichtige katabolische und anabolische Stoffwechselwege ab. Obwohl Mitochondrien zu 

den am besten untersuchten Organellen zählen (Scheffler 1999), sind viele Vorgänge 

und Prozesse wie submitochondriale Proteinverteilungen und deren Regulation noch 

unverstanden. 

Zur Bestimmung der Proteinlokalisation werden häufig licht- bzw. 

elektronenmikroskopische Techniken verwendet. Um die Vorteile beider Techniken zu 

nutzen, wurden in dieser Arbeit verschiedene korrelative Ansätze zur Lokalisation 

mitochondrialer Proteine eingesetzt. 

7.1 Mikroskopische Lokalisation mitochondrialer Proteine 

Zur Erforschung der Mitochondrien werden sowohl licht- als auch 

elektronenmikroskopische Techniken verwendet. 

Das Lichtmikroskop bietet die Möglichkeit, lebende Zellen und somit 

Proteindynamiken zu untersuchen. Durch die große Anzahl verfügbarer Fluorophore 

mit unterschiedlichen Eigenschaften, ist hier ein breites Spektrum für Anwendung 

gegeben. Außerdem wird durch die Fluoreszenzmikroskopie ein guter Kontrast 

zwischen dem markierten Protein und dem zellulären Hintergrund erzeugt. 

Ein Nachteil der konventionellen Lichtmikroskopie ist jedoch das geringe 

Auflösungsvermögen. Es ist mittels lichtmikroskopischer Methoden nicht möglich, 

submitochondriale Kompartimente getrennt von einander darzustellen. 

Die Elektronenmikroskopie bietet mit ihrer etwa 100fach größeren Auflösung im 

Vergleich zu konventionellen Lichtmikroskopen die Möglichkeit, mitochondriale 

Kompartimente getrennt von einander darzustellen. Sie bietet außerdem den Vorteil, 

dass Membranen visualisiert werden können. Dies ermöglicht eine genauere 

Lokalisation mitochondrialer Proteine. 

Ein Nachteil elektronenmikroskopischer Bilder ist, dass sie im Gegensatz zu 

fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen einen geringeren Kontrast aufweisen. 

Außerdem sind für elektronenmikroskopische Aufnahmen eine Reihe von 

Probenpräparationsschritten notwendig die bedingen, dass elektronenmikroskopisch nur 

fixierte Zellen untersucht werden können. 
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Da sowohl die Licht- als auch die Elektronenmikroskopie wie eben erläutert 

verschiedene Vorteile zur Charakterisierung von Proteinen bieten, wurden von 

verschiedenen Forschungsgruppen korrelative Ansätze entwickelt, die diese Techniken 

miteinander verbinden. Dabei wird im Idealfall die räumliche und zeitliche Dynamik 

von Proteinen zunächst lichtmikroskopisch analysiert. Anschließend erfolgt 

elektronenmikroskopisch die Lokalisation des Proteins. 

Mit der Methode der Photokonversion konnten bis jetzt jedoch nur Proteine des Golgi 

Apparates (Grabenbauer et al. 2005), (Gaietta et al. 2006) sowie der Gap Junctions 

(Gaietta et al. 2002) lokalisiert werden. Eine Anwendung auf mitochondriale Proteine 

wurde bis jetzt nicht beschrieben. 

Da es sich bei Mitochondrien um dynamische Organellen handelt (Bereiter-Hahn et al. 

1994), ist eine lichtmikroskopische Untersuchung mitochondrialer Proteine in lebenden 

Zellen wichtig um deren Funktion besser zu verstehen. Da sich Miochondrien in 

mehrere Reaktionsräume untergliedern lassen, die lichtmikroskopisch nicht getrennt 

von einander detektiert werden können, ist eine genaue Proteinlokalisation jedoch nur 

im Hilfe des Elektronenmikroskops möglich. Dies zeigt, dass zur genauen 

Charakterisierung mitochondrialer Proteine oftmals beide Mikroskopiearten notwendig 

sind. 

Deshalb wurden in dieser Arbeit verschiedene korrelative Ansätze eingesetzt, die 

sowohl eine licht- als auch eine elektronenmikroskopische Lokalisation mitochondrialer 

Proteine ermöglichen. Dabei wurden die Cytochrom-c-Oxidase, ein Enzym der 

mitochondrialen Atmungskette und Tom20, ein Rezeptorprotein zur Erkennung 

mitochondrialer Präsequenzen, untersucht. 

7.2 Einfluss verschiedener Parameter bei der Durchführung 

von Konversionen 

Bei der Anwendung der verschiedenen Konversionstechniken, COX-Konversion, HRP-

Konversion und Photokonversion, wurde festgestellt, dass einige grundlegende Schritte 

bei den Experimenten einen entscheidenen Einfluss auf die erfolgreiche Durchführung 

dieser korrelativen Ansätze haben. Diese werden im Folgenden diskutiert. 
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7.2.1 Wachstumsphase der Zellen 

Bei den Versuchen zur Cytochrom-c-Oxidase Konversion zeigte sich, dass das 

Diaminobenzidin-Präzipitat bei konfluenter Zelldichte deutlich schlechter sichtbar war, 

als bei Proben die eine subkonfluente Zelldichte aufwiesen. 

Dies könnte mit einer unterschiedlichen Proteinexpression oder –aktivität korrelieren. 

Zellen die besonders dicht aneinander liegen, wachsen nur noch sehr langsam 

(Abercrombie 1979), (Miloszewska et al. 2006) und benötigen so weniger Energie. Es 

ist also möglich, dass die Zellen in diesem Zustand nur noch sehr wenige 

Atmungskettenproteine exprimieren oder diese eine deutlich geringere Aktivität 

aufweisen. Beides würde dazu führen, dass das Diaminobenzidin nur unzureichend 

umgesetzt wird. Bei der Durchführung einer COX-Konversion ist also stets auf eine 

subkonfluente Zelldichte zu achten. 

7.2.2 Fixierung 

Die Untersuchung der Cytochrom-c-Oxidase Reaktion in isolierten Mitochondrien hat 

gezeigt, dass Fixative je nach Konzentration einen Einfluss auf die Enzymaktivität 

haben (Abschnitt 6.1.1.1). Auch bei den Immunoperoxidase Versuchen zur Lokalisation 

des TOM-Komplexes hat sich gezeigt, dass die Fixierung einen Effekt auf die dabei 

durchgeführte Reaktion besitzt (Abschnitt 6.2.2). Aus diesem Grund ist die Wahl des 

Fixatives von entscheidender Bedeutung. 

Zur Fixierung lichtmikroskopischer Proben wird häufig Formaldehyd verwendet. In der 

Elektronenmikroskopie wird dagegen meist Glutaraldehyd eingesetzt. Da Formaldehyd 

nur eine Aldehydgruppe aufweist, fixiert es die Proteine nicht so stark wie 

Glutaraldeyd, welches zwei Aldehydgruppen besitzt. In der Lichtmikroskopie wo häufig 

Immunomarkierungen zur Untersuchung der Proteine eingesetzt werden, hat 

Formaldehyd jedoch den Vorteil, dass durch die geringere Quervernetzung der Proteine 

die Antigenität gut erhalten bleibt. Dagegen zeigen Proteine welche mit Glutaraldehyd 

fixiert wurden meist eine deutlich schwächer Antikörpermarkierung. Die deutlich 

stärkere Fixierung von Glutaraldehyd hat jedoch den Vorteil, dass die Ultrastruktur der 

Zelle auch nach verschiedenen Behandlungsschritten für die Elektronenmikroskopie 

noch gut erhalten bleibt. Dies ist notwendig um zelluläre Strukturen im 

Elektronenmikroskop gut auflösen zu können. 
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Diese unterschiedlichen Eigenschaften der Fixative zeigen ein Problem verschiedener 

korrelativer Ansätze auf. Da bei der Anwendung von Antikörpern zur Detektion von 

Proteinen eine entsprechende Antigenität vorhanden sein muss, können diese Proben 

nur mit einem milden Fixativ behandelt werden. Dies wirkt sich jedoch schlecht auf die 

elektronenmikroskopische Untersuchung aus, da die Ultrastruktur der Zelle dabei nicht 

so gut erhalten bleibt. 

Bei der Durchführung einer Photokonversion muss außerdem bedacht werden, dass bei 

der Fixierung mit Glutaraldehyd eine fluoreszierende Hintergrundmarkierung auftreten 

kann. Dadurch könnte bei der Bestrahlung der Proben ein Diaminobenzidin-Präzipitat 

hervorgerufen werden. Um diese Autofluoreszenz zu vermindern, sollte die Zelle mit 

Ammoniumchlorid oder Natriumborhydrat behandelt werden (Grabenbauer et al. 2005). 

Bei diesen Methoden muss also ein Kompromiss bei der Wahl des Fixatives gefunden 

werden. Die Wahl des Fixatives ist jedoch nicht nur auf die Versuchsdurchführung 

sondern meist auch auf das zu untersuchende Protein abzustimmen. Dies bedeutet, dass 

für die Analyse unterschiedlicher Proteine zunächst eine Optimierung des Fixatives 

notwendig ist. 

7.2.3 Detergenzien 

Die Visualisierung von Tom20 mittels Immunoperoxidasemarkierung hat gezeigt, wie 

wichtig die Wahl des Detergenzes für das Experiment sein kann (Abschnitt. 6.2.2). 

Durch die Verwendung von Triton X-100 konnte Tom20 zwar lichtmikroskopisch an 

hand des DAB-Präzipitats analysiert werden, jedoch war die elektronenmikroskopische 

Lokalisation nicht möglich, da die Ultrastruktur der Zelle stark beeinträchtigt war. Erst 

bei der Behandlung mit dem Detergenz Saponin konnte Tom20 auch 

elektronenmikroskopisch visualisiert werden. 

Detergenzien sind notwendig, um bei einer Immunomarkierung das Antigen für die 

Antikörper zugänglich zu machen. Triton X-100 wird häufig in der Lichtmikroskopie 

bei Fluoreszenzmarkierungen angewendet. Dabei handelt es sich jedoch um ein starkes 

Detergenz welches schon in geringen Konzentrationen Lipide aus der Membran 

herauslöst. Dies wird bei elektronenmikroskopischen Untersuchungen deutlich. Dabei 

zeigt sich, dass Zellen welche mit Triton X-100 behandelt wurden im 

Elektronenmikroskop kaum noch Membranen aufweisen. Dies führt meist dazu, dass 

die Zelle nur noch wenige zelluläre Bestandteile beinhaltet, da diese durch die 

Permeabilität der Membran sowie durch die für die Elektronenmikroskopie notwendige 
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Probenvorbereitung, ausgewaschen wurden. Dies erschwert wiederum eine genaue 

Proteinlokalisation. 

Auch hier wird ein Problem von korrelativen Ansätzen, bei denen Proteine mit 

Antikörpern markiert werden, deutlich. Um die Antigene für die Antikörper zugänglich 

zu machen sind stets Detergenzbehandlungen nötig. Immunomarkierung bei denen die 

Zellen nicht mit Detergenz behandelt wurden wiesen nur vereinzelt Markierungen mit 

wenig Kontrast auf. 

Obwohl eine Detergenzbehandlung stets schlecht für die Erhaltung der Ultrastruktur ist, 

muss für korrelative Ansätze ein Kompromiss gefunden werden, der sowohl die 

Zugänglichkeit des Antigens als auch die Ultrastrukturerhaltung ermöglicht. Für die 

Untersuchung von Tom20 wurde dies mit dem Detergenz Saponin erreicht. 

Bei der Anwendung dieses Dertergenzes zur Lokalisation von Matrix Proteinen mittels 

Immunoperoxidasemarkierung, konnte jedoch kein Diaminobenzidin-Präzipitat in den 

Mitochondrien festgestellt werden. 

Die innere mitochondriale Membran enthält nur sehr wenig Cholesterin, weshalb 

Saponin wahrscheinlich kein geeignetes Detergenz zur Permeabilisierung dieser 

Membran darstellt. Ein weiteres Herabsetzten der Fixativkonzentration, könnte zwar 

Auswirkungen auf die Saponinreaktion an der inneren mitochondrialen Membran 

haben, aber auch zu einem verschlechterten Erhalt der Ultrastruktur führen. Daher ist es 

notwendig bei der Lokalisation mitochondrialer Matrix-Proteine mit Hilfe von 

Immunoperoxidasemarkierungen ein anderes Detergenz einzusetzen. Eine weitere 

Möglichkeit, Matrix Proteine mittels Diaminobenzidin zu lokalisieren, wäre eine 

Photokonversion mit fluoreszierenden Proteinen. Bei dieser Markierung, ist keine 

Detergenzbehandlung notwendig. 

7.2.4 Puffer 

Die Wahl des Puffers der für die Vorbehandlung der Zellen verwendet wird, hat vor 

allem Einfluss auf die Ultrastruktur der Zellen. Dies wird durch die Puffereigenschaften 

bedingt, welche einen Effekt auf die Fixierung haben können (Griffiths et al. 1993). 

In der Elektronenmikroskopie wird zur Behandlung der Proben meist Cacodylatpuffer 

verwendet. Dieser puffert jedoch sehr schlecht und besitz zudem Arsengruppen welche 

Auswirkungen auf zelluläre Prozesse haben können. 

Zur Probenvorbereitung für die Lichtmikroskopie wird häufig PBS eingesetzt, da dieser 

einenstabilen pH-Wert, sowie geringe Interaktionen mit Proteinen der Zelle aufweist. 
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Bei der elektronenmikroskopischen Auswertung von Zellen welche mit PBS behandelt 

wurden, waren allerdings teilweise zytosolische Auswaschungen im Elektronen-

mikroskop sichtbar. Dass Phosphatpuffer eine negative Auswirkungen auf den Erhalt 

der Ultrastruktur besitzen, wurde auch in verschiedenen Publikationen dargelegt 

(Griffiths et al. 1993). Dagegen zeigten Zellen welche mit HEPES-Puffer oder 

Kulturmedium behandelt wurden eine deutlich bessere Strukturerhaltung. HEPES soll 

auf Grund seiner chemischen Eigenschaften auch sehr gut für die Zellpräparation 

geeignet sein (Good et al. 1966), (Griffiths et al. 1993). Deshalb sollte für die 

Behandlung der Zellen, wenn möglich, am besten HEPES-Puffer verwendet werden. 

7.2.5 Hintergrund bei verschiedenen Konversionen 

Enzyme wie die Katalase, die Peroxidase oder die Cytochrom-c-Oxidase, welche nativ 

in der Zelle vorliegen, können ebenfalls Diaminobenzidin umsetzen. Dies muss bei 

einer Anwendung wie der Immunoperoxidasemarkierung oder der Photokonversion 

bedacht werden, da es sich bei dem sichtbaren Produkt auch um den von diesen 

Enzymen hervorgerufenen Hintergrund handeln kann. 

Bei Proteinlokalisationen in den Mitochondrien, betrifft dies vor allem die Cytochrom-

c-Oxidase-Reaktion. Um einen durch die Cytochrom-c-Oxidase hervorgerufenen 

Hintergrund auszuschließen, kann dieses Enzym zum Beispiel durch Kaliumcyanid 

gehemmt werden (Grabenbauer et al. 2005). Bei der in dieser Arbeit durchgeführten 

HRP-Konversion wurde jedoch auf eine Hemmung der Cytochrom-c-Oxidase 

verzichtet. Diese war nicht notwendig, da durch die unterschiedlichen Bedingungen, 

welche notwendig sind, um eine Cytochrom-c-Oxidase Konversion bzw. eine 

Peroxidase-Konversion durchführen zu können, kein Cytochrom-c-Oxidase-Produkt 

entstanden ist (Abschnitt 6.2.2.1). 

Bei der Photokonversion mittels Immunofluoreszenzmarkierung, war auch ein zellulärer 

Hintergrund sichtbar. Dieser muss jedoch durch die Bestrahlung der Zellen entstanden 

sein, da unbestrahlte Zellen in der gleichen Lösung davon nicht betroffen waren. Einer 

der Gründe für das Auftreten dieses Hintergrundes könnte nicht gebundener, Fluorophor 

gekoppelter Sekundärantikörper sein, welcher sich frei in der Zelle befindet. Da dieser 

Hintergrund aber auch in Zellen ohne Fluoreszein-Markierung sichtbar war, kann dies 

nicht der Hauptgrund sein. Es wäre ebenso möglich, dass das Diaminobenzindin-

Präzipitat auch durch zelleigene Stoffe oder Proteine entsteht, die ebenfalls das Licht 

mit dem die Probe angeregt wird, absorbieren. Allerdings könnte es sich dabei jedoch 
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auch um eine spontane Reaktion von Diaminobenzidin handeln. Es ist bekannt, dass 

Diaminobenzidin bei Bestrahlung mit ultraviolettem Licht und dem Vorhanden sein von 

Sauerstoff präzipitiert (Litwin 1979). Es kann nicht ausgeschlossen werden, dass dies in 

geringeren Maßen auch bei anderen Wellenlängen der Fall ist. Die DAB-Präzipitation 

wird wahrscheinlich zusätzlich durch die Sauerstoffanreicherung der Lösung und der 

Reaktionstemperatur von 4 °C begünstigt. 

Dieser Hintergrund zeigt sich auch in lichtmikroskopischen Aufnahmen in der 

Veröffentlichung zur Photokonversion mit GFP (Grabenbauer et al. 2005), er tritt aber 

bei den elektronenmikroskopischen Aufnahmen nicht in Erscheinung. Es ist also 

wahrscheinlich, dass der Diaminobenzidin-Hintergrund lichtmikroskopisch sichtbar ist, 

auf die elektronenmikroskopische Auswertung der Proteinlokalisation aber keinen 

Einfluss hat. 

7.2.6 Geeignete Fluorophore für die Photokonversion 

Zur Durchführung der Photokonversion sind Farbstoffe nötig, die ausreichend häufig in 

den Triplet-Zustand gelangen und dort eine hohe Energie aufweisen, um mit Sauerstoff 

reagieren zu können. 

In dieser Arbeit wurden verschiedene Farbstoffe getestet, um herauszufinden, welche 

für eine Photokonversion am besten geeignet sind. Dabei stellte sich heraus, dass neben 

FITC auch Farbstoffe wie Methylen Blau oder Rose Bengal für eine Photokonversion 

geeignet sind. Eine Verwendung dieser Farbstoffe zur Photokonversion wurde bis jetzt 

jedoch nicht beschrieben. Um diese Farbstoffe für zelluläre Anwendungen nutzen zu 

können, müssen diese an einen Antikörper gekoppelt werden. 

Zusätzlich wurde auch das grün fluoreszierende Protein (GFP) in vitro auf die 

Möglichkeit einer Photokonversion untersucht. Diese ist, wie auch schon von anderen 

Forschungsgruppen gezeigt (Monosov et al. 1996; Grabenbauer et al. 2005) prinzipiell 

möglich. Dabei wurde jedoch auch festgestellt, dass es im Vergleich zu FITC eine 

deutlich schwächere DAB-Reaktion hervorruft. Für diese Untersuchung wurde 

allerdings das verbesserte GFP verwendet, welches eine höhere Photostabilität als 

Wildtyp-GFP aufweist. Dies könnte sich schlecht auf die Photokonversion auswirken, 

da durch starkes Bleichen oftmals die Bildung von Singulett Sauerstoff begünstigt wird. 

Die Publikation von Grabenbauer (Grabenbauer et al. 2005) zeigt jedoch das auch mit 

dem modifizierten GFP eine Photokonversion in Zellen möglich ist. 
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Eine Alternative zu GFP könnte das rot fluoreszierende Protein KillerRed sein. Bei 

Bestrahlung dieses Proteins werden viele reaktive Sauerstoffspezies gebildet (Bulina et 

al. 2006). Über das Verhalten bei einer Photokonversion sind jedoch noch keine 

Ergebnisse bekannt. 

Eine weitere Möglichkeit Proteine genetisch für eine Photokonversion zu markieren, 

bietet das Tetracystein-Motiv (Griffin et al. 1998; Adams et al. 2002). Da es nur aus 

acht Aminosäuren besteht, schränkt es die natürliche Funktion des markierten Proteins 

unter Umständen weniger ein, als die ~25mal größeren fluoreszierenden Proteine. An 

die im Tetracystein-Motiv vorhandenen Cysteinreste wird nach der Expression der 

Farbstoff ReAsH über Arsenreste gebunden. Wie aus Publikationen bekannt ist, eignet 

sich dieser Farbstoff ebenfalls für eine Photokonversion (Gaietta et al. 2002). 

7.3 Diskussion der Proteinlokalisationen 

Nach der Erläuterung und Diskussion der einzelnen Parameter, welche bei der 

Durchführung der COX-, HRP- und Photokonversion beachtet werden müssen, soll nun 

auf die durch diese Methoden erziehlten Protein-Lokalisationsergebnisse eingegangen 

werden. 

7.3.1 Lokalisation der Cytochrom-c-Oxidase 

Die Cytochrom-c-Oxidase ist ein wichtiger Bestandteil der mitochondrialen 

Atmungskette, welche sich in der inneren mitochondrialen Membran befindet. 

In dieser Arbeit konnte die Cytochrom-c-Oxidase durch die enzymatische Umsetzung 

von Diaminobenzidin sowohl licht- als auch elektronenmikroskopisch lokalisiert 

werden (Abschnitte 6.1.2 und 6.1.3). Die elektronenmikroskopischen Aufnahmen 

zeigen ein dunkles Präzipitat sowohl im Cristaeinnenraum als auch im 

Intermembranraum (Abb. 6.8). Da deutlich mehr Präzipitat im Cristaeinnenraum 

detektiert werden konnte, liegt die Vermutung nahe, dass eine Ungleichverteilung der 

Cytochrom-c-Oxidase in der inneren mitochondrialen Membran vorliegt. 

Diese Ergebnisse wurden auch von anderen Arbeitsgruppen die die Cytochrom-c-

Oxidase ebenfalls durch Diaminobenzidin lokalisiert haben (Douglas et al. 1976), 

(Perotti et al. 1983), (Storrie et al. 1973) (Seligman et al. 1968) gezeigt. Durch 

Immunogoldmarkierungen (Vogel et al. 2006) und lichtmikroskopische Ansätze in 
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genetisch vergrößerten Mitochondrien (Wurm et al. 2006) konnte diese Ungleich-

verteilung der Cytochrom-c-Oxidase ebenfalls bestätigt werden. 

Neben der Cytochrom-c-Oxidase konnten auch andere Komponenten der 

mitochondrialen Atmungskette vermehrt in der Cristaemembran lokalisiert werden 

(Gilkerson et al. 2003). Dies deutet darauf hin, dass die oxidative Phosphorylierung 

hauptsächlich in der Cristaemembran stattfindet. 

In dieser Arbeit konnte außerdem gezeigt werden, dass sich die Menge des umgesetzten 

Diaminobenzidins in den Zelllinien HeLa, Vero und PtK2 deutlich unterscheidet. In 

HeLa-Zellen ist das meiste Reaktionsprodukt sichtbar, Vero-Zellen zeigen weniger 

Diaminobenzidin-Präzipitat und in PtK2-Zellen wurde am wenigsten Diaminobenzidin 

umgesetzt. Dies kann zwei mögliche Ursachen haben. Zum einen ist es denkbar, dass 

diese Zelllinien unterschiedlich viel Cytochrom-c-Oxidase exprimieren. Dies würde 

auch mit dem zu beobachteten Zellwachstum dieser Zelllinien korrelieren. HeLa-Zellen 

wachsen schneller als Vero-Zellen, wohingegen PtK2-Zellen sich nur sehr langsam 

verdoppeln. Dies würde bedeuten, dass den PtK2-Zellen weniger Adenosintriphosphat, 

welches u.a. durch die Cytochrom-c-Oxidase produziert wird, für zelluläre Prozesse zur 

Verfügung steht, weshalb sie im Vergleich zu HeLa-Zellen deutlich langsamer wachsen. 

Zum anderen besteht auch die Möglichkeit, dass die verschiedenen Zelllinien eine 

unterschiedliche Cytochrom-c-Oxidase Aktivität aufweisen, wodurch unterschiedlich 

viel Diaminobenzidin umgesetzt wird. 

7.3.2 Lokalisation von Tom20 

Tom20 ist eine Komponente der Translokase der äußeren mitochondrialen Membran 

(Meisinger et al. 2001; Pfanner et al. 2002), welche ist für den Import kernkodierter 

Proteine verantwortlich ist. Da angenommen wird, dass der Proteinimport in die 

Mitochondrien an so genannten Kontaktstellen stattfindet (Pfanner et al. 1990), sollte 

überprüft werden, ob der TOM-Komplex tatsächlich dort lokalisiert ist. 

Tom20 konnte durch eine Immunoperoxidasemarkierung sowohl licht- als auch 

elektronenmikroskopisch visualisiert werden. In den elektronenmikroskopischen 

Aufnahmen wird sichtbar, dass das Diaminobinzindin-Präzipitat gleichverteilt an der 

äußeren mitochondrialen Membran vorhanden war. 

Für die Auswertung dieser Daten kommt erschwerend hinzu, dass keine 

mitochondrialen Kontakstellen elektronenmikroskopisch lokalisiert werden konnten. 

Diese können zum einen durch die große Präzipitat Menge verdeckt oder aber durch die 
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Vorbehandlung der Zellen zerstört worden sein. Die elektronenmikroskopischen Daten 

lassen jedoch eher vermuten, dass der TOM-Komplex ubiquitär in der äußeren 

mitochondrialen Membran vorliegt. Diese Verteilung wurde auch durch 

Immunogoldmarkierungen von Tom20 gezeigt (van der Klei et al. 1994). 

Ergebnisse aus anderen Versuchsansätze deuten jedoch eher darauf hin, dass sich der 

TOM-Komplex an mitochondrialen Kontaktstellen befindet. So wurde durch 

hochauflösende Fluoreszenzmikroskopie mittels Antikörpermarkierung gegen Tom20 

gezeigt, dass der TOM-Komplex in Proteinaggregaten in der äußeren Membran verteilt 

ist (Donnert et al. 2007). Dies deutet darauf hin, dass er nur an spezifischen Stellen 

lokalisiert ist. Da er am Proteinimport beteiligt ist, liegt die Vermutung nahe, dass es 

sich dabei um Kontakstellen handelt. 

Um genauere Rückschlüsse auf die Lokalisation des TOM-Komplexes treffen zu 

können, müssen weiter Versuche durchgeführt werden. Zum einen könnte versucht 

werden, die Menge an Diaminobenzidin-Präzipitat, welches wahrscheinlich durch die 

hohe enzymatische Aktivität der Peroxidase entsteht, zu verringern, um vorhandene 

Kontakstellen besser sehen zu können. Da anzunehmen ist, dass das Reaktionsprodukt 

bei der Durchführung einer Photokonversion geringer ausfallen wird, könnte diese zu 

einer besseren Lokalisation des TOM-Komplexes beitragen. 

Es wird vermutet, dass der TOM-Komplex an den Kontakstellen mit dem TIM-

Komplex interagiert. Mit Hilfe der in den letzten Jahren entwickelten hochauflösenden 

Lichtmikroskopie (Hell 2007) ist es möglich, sowohl den TOM- als auch den TIM-

Komplex, mittels verschiedener Immunofluoreszenzmarkierungen in den 

Mitochondrien sichtbar zu machen. Sollten dabei deckungsgleiche Cluster visualisiert 

werden, würde dies einen weiteren Hinweis dafür liefern, dass der Proteintransport an 

mitochondrialen Kontakstellen zwischend der äußeren und inneren Membran stattfindet. 

Da die Lichtmikroskopie bislang jedoch keine gleichzeitige Membranlokalisation 

ermöglicht, können Kontakstellen nicht direkt visualisiert werden. 

Deshalb sollten in Zukunft zur Überprüfung der TOM-Komplex-Lokalisation an 

mitochondrialen Kontakstellen korrelative Ansätze durchgeführt werden, die die 

hochauflösende Lichtmikroskopie mit der Elektronenmikroskopie verbinden. 
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8 Ausblick 
 

In dieser Arbeit wurden verschiedene korrelative Mikroskopietechniken zur 

Lokalisation mitochondrialer Proteine untersucht und angewendet.  

Aufbauend auf diesen Ergebnissen sollte es zukünftig möglich sein, Photokonversion 

unter Verwendung des grün fluoreszierenden Proteins (GFP) in Mitochondrien 

durchzuführen. Dieses Verfahren würde die exakte Lokalisation einer Vielzahl 

mitochondrialer Proteine ermöglichen, von denen bislang nur grobe Positionsangaben 

bekannt sind. Dies wäre von großem Nutzen für die Untersuchung des strukturellen 

Aufbaus der Mitochondrien. 

Es hat sich gezeigt, dass GFP schlechter als verschiedene andere Fluorophore für eine 

Photokonversion geeignet ist. Eine Alternative dafür könnte das rot fluoreszierende 

Protein KillerRed sein, von dem vermutet wird, dass es bei Bestrahlung sehr viele 

reaktive Sauerstoffspezies freisetzt. Damit könnten im Vergleich zu einer GFP-

Photokonversion wahrscheinlich auch Proteine mit geringerer Expression im 

Elektronenmikroskop detektiert werden. 

Zur licht- und elektronenmikroskopischen Untersuchung von Proteinen, bei denen die 

Kopplung mit einem Fluoreszenzprotein zur Beeinträchtigung der Funktion führt, sollte 

die Anwendung der ReAsH-Markierung in Betracht gezogen werden. Da das zu 

untersuchende Protein nur mit acht Aminosäuren markiert wird, an denen später das 

Fluorophor bindet, ist ein Funktionsverlust unwahrscheinlicher. 

Mit Hilfe dieser Methoden sollte es möglich sein, die räumliche und zeitlichen Dynamik 

sowie die Lokalisation vieler mitochondrialer Proteine zu charakterisieren. Dies würde 

helfen, submitochondriale Proteineverteilungen und damit verbundene Funktionen 

besser zu verstehen. 
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ATP Adenosintriphosphat 

BSA Bovine serum albumine (Rinderserumalbumin) 

COX Cytochrom-c-Oxidase 

DAB 3,3’-Diaminobenzidin Tetrahydrochlorid 

DMSO Dimethylsulfoxid 

DNS Desoxyribonukleinsäure 

DsRed rot fluoreszierendes Protein aus Discosoma spec. 

E. coli Escherichia coli 

EDTA Ethylendiamintetraessigsäure 

FITC Fluorescein-5-isothiocyanat 

GFP Grün fluoreszierendes Protein 

HEPES 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 

HRP Horseradish Peroxidase (Meerrettichperoxidase) 

kb Kilobase 

LB Luria Bertani 

mtDNS mitochondriale Desoxyribonukleinsäure 

PBS Phosphat gepufferte Kochsalzlösung 

PCR polymerase chain reaction (Polymerasekettenreaktion) 

RNS Ribonukleinsäure 

STED Stimulierte Emission 

TAE  Tris-Acetat-EDTA-Puffer 

TBS Tris gepufferte Kochsalzlösung 

TIM Translocase of the Inner Membrane 

TOM Translocase of the Outer Membrane 

TRIS Tris-(hydroxymethyl)aminomethan 
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11 Anhang 

11.1 Plasmidkarte 

 
Abb. 11.1 pDsRed1-Mito. Für die Klonierung des pEGFP-Mito Plasmides, wurde aus dem hier 
abgebildeten pDsRed1-Mito Plasmid die Basensequenz des rot fluoreszierenden Proteins DsRed durch 
die Restriktionsenzyme Age1 und Not1 entfernt und durch die Basensequenz von EGFP ersetzt. Das 
Plasmid enthält neben dem fluoreszierenden Protein die mitochondriale Präsequenz, einen CMV-
Promotor sowie eine Kanamycin-Resistenz zur Selektion in E. coli und Säugerzellen. 

11.2 DNS Längenstandard 

Abb. 11.2 DNS Längenstandard. Um die Größe der DNS-Fragmente im Agarosegel 
abschätzen zu können (Abschnitt 5.2.1.3) wurde der hier abgebildet DNS 
Längenstandard Gene Ruler 1 kb DNA Ladder von Fermentas (St. Leon-Rot, 
Deutschland) verwendet. 
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11.3 Sauerstoffbegasungsapparatur 

 

 
Abb. 11.3 Sauerstoffbegasungsapparatur. Zur Anreicherung verschiedener Proben mit Sauerstoff 
wurde diese, in den institutseigenen Werkstätten angefertigte Apparatur verwendet. Die zu begasenden 
Reaktionsgefäße wurden dafür unter der Apparatur positioniert. Der Sauerstoff wurde über einen 
Schlauch in die Apparatur geleitet. 
 

 

11.4 Beleuchtungsapparatur 

 
Abb. 11.4 Beleuchtung-
sapparatur. Zur Durchführung 
der in vitro Photokonversions-
versuche wurde diese Be-
leuchtungsapparatur verwendet. 
Die Proben wurden während der 
Beleuchtung auf Eis gelagert. Mit 
Hilfe eines Linsensystems wurde 
das Licht so gebündelt, dass die 
Proben mit möglichst viel 
Energie beleuchtet werden 
konnten. Der Wellenlängen-
bereich der Lampe betrug 
400 nm bis 650 nm. 
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11.5 Probenhalter für die Photokonversion 

 
Abb. 11.5 Probenhalter für die Photokonversion. Die hier dargestellte Abbildung zeigt den in dieser 
Arbeit verwendeten Probenhalters zur Beleuchtung der Proben für die Photokonversion. 
Der mit Zellen bewachsene Aclarfilm wurde in diese Apparatur eingespannt. In den aufgesetzten 
Hohlzylinder wurde die Pufferlösung eingefüllt. Diese wurde von oben mit Sauerstoff angereichert. Der 
Probenhalter wurde in einer Platikschale befestigt, wodurch die Probe bei gleichzeitiger Bestrahlung, mit 
Eis gekühlt werden konnte. 
 

11.6 Befilmungsapparatur für Netzchen 

Abb. 11.6 Befilmungsapparatur. Diese Befilmungs-
apparatur wurde zur Befilmung von Netzchen mit 
Pioloformlösung, welche für die Elektronen-
mikroskopie benötigt werden, verwendet. 
Die Apparatur wurde dabei an einem Stativ befestigt. 
Der Zwei-Wege-Hahn reguliert den Ablauf der 
Lösung. Dieser muss konstant sein um eine 
gleichmäßige Schichtdicke auf dem Objekträger zu 
erhalten. 
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