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Zusammenfassung

Der mRNP-Export durch DDX19

Der nukleare Export von mRNPs (messenger -Ribonukleoproteine) wird in mensch-

lichen Zellen durch die RNA-Helikase DDX19, zusammen mit dem Nukleoporin

NUP214 und dem Exportfaktor Gle1 vermittelt. Durch frühere biochemische und

genetische Experimente und durch die Aufklärung der molekularen Strukturen der

an diesem Prozess beteiligten Proteinen und Kofaktoren konnte dieser Mechanis-

mus bereits zu einem Großteil entschlüsselt werden.

Um die bestehenden Studien zu diesem Prozess zu ergänzen und zu vervollständigen,

wurde im Folgenden eine detaillierte Analyse des DDX19-vermittelten mRNP-

Exports in menschlichen HeLa-Zellen in vivo unter Verwendung der Hochgeschwin-

digkeits-Fluoreszenzmikroskopie auf Einzelmolekülebene durchgeführt. Auf diese

Weise konnten drei Aspekte des Prozesses aufgeklärt werden.

Als Erstes konnte die zugrunde liegende Kinetik des mRNP-Exports beobachtet

werden. Zu diesem Zweck wurde eine stabile Zelllinie erzeugt, die das induzier-

bare Fusionsprotein bestehend aus DDX19 mit dem sogenannten HaloTag expri-

miert, das die Visualisierung einzelner DDX19-Moleküle in HeLa-Zellen ermöglicht.

Darüber hinaus wurde eine Zelllinie erzeugt, die das Fusionsprotein bestehend aus

hnRNP A1 mit dem sogenannten SnapTag exprimiert. hnRNP A1 ist ein Ribonu-

kleoprotein, das in der frühen Phase der RNP-Biogenese an mRNPs bindet und

diese während ihrer Translokation durch die Kernporenkomplexe (NPCs) ins Zyto-

plasma begleitet. Die gleichzeitige Visualisierung der NPCs durch das Fusionspro-

tein, welches aus dem spezifischen Importfaktor NTF2 und dem fluoreszierenden

Protein eGFP besteht, ermöglichte die Einzelmolekülanalyse der Bindungszeiten

von DDX19-HaloTag und hnRNP A1-SnapTag-gebundenen mRNPs mit den NP-

Cs. Dabei betrug die Bindungszeit von DDX19-HaloTag Proteinen an den NPCs

∼45 ms und die von hnRNP A1-SnapTag-gebundenen mRNPs ∼36 ms..

Als Zweites konnte anhand dieser Bindungszeiten die Vermutung aufgestellt wer-

den, dass ein DDX19-HaloTag-Protein für den Export eines hnRNP A1-SnapTag-

gebundenen mRNPs zuständig ist, da die Bindungszeit der hnRNP A1-SnapTag-
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Moleküle kürzer ist.

Als Drittes konnte der Reaktionsablauf zwischen DDX19, mRNP, Gle1 und NUP214

beim mRNP-Export entschlüsselt und ein Reaktionszyklus für DDX19 auf der

Grundlage der durchgeführten in vivo-Messungen festgelegt werden. Zu diesem

Zweck mussten drei zusätzliche Zelllinien erzeugt werden, die jeweils eine mutierte

DDX19-Variante induzierbar exprimierten. Die erste war die K385E-Mutante, die

defizient in der Gle1-Bindung ist. Die zweite war die D223R-Mutante, die defizient

in der NUP214 und mRNP-Bindung ist und die dritte war die E243Q-Mutante, die

nicht in der Lage ist, ATP zu hydrolysieren. Die gleichzeitige Visualisierung von

eGFP-NTF2 ermöglichte auch in diesen Zellen die Bestimmung der Bindungszeiten

mit den Kernporen. Durch den Vergleich dieser Bindungszeiten und -häufigkeiten

mit den Kernporen pro Minute mit den Bindungszeiten und -häufigkeiten des Wild-

typs (DDX19-HaloTag) konnte der Reaktionszyklus für den DDX19-vermittelten

mRNP-Export bestimmt werden. In diesem bindet DDX19 im ersten Schritt an

das NUP214 und wird so auf der zytoplasmatischen Seite der Kernpore lokali-

siert. Darüber hinaus führt die Bindung zu NUP214 zu einer erhöhten Affinität

von DDX19 zu Gle1. Die darauffolgende Bindung an das Gle1 führt wiederum zu

einer erhöhten Affinität von DDX19 zu mRNP, was zur Bindung an mRNP führt.

Die anschließende ATP-Hydrolyse führt zur Entfernung der Exportfaktoren vom

mRNP und der Freigabe in das Zytoplasma.

Die NLS des DDX19

Moleküle mit einem Durchmesser ≥5 nm oder einer Masse ≥30 kDa benötigen

Transportfaktoren, um das hydrophobe Innere der NPCs zu passieren. Die Bin-

dungsstellen auf den Molekülen, die die Transportfaktoren binden, werden als

Kernlokalisierungs- (NLS) bzw. Kernexportsignale (NES) bezeichnet. Obwohl be-

reits Funktionen von DDX19 im Zellkern, am NPC und im Zytoplasma bekannt

sind, ist nur wenig über den Transport des Proteins durch die NPCs bekannt. Vor

drei Jahren konnten Lari et al. (2019) die NES auf der N-terminalen Seite des Pro-

teins identifizieren, aber die NLS blieb bis heute unbekannt.

In dieser Arbeit wurde eine basenreiche Sequenz auf der C-terminalen Seite von

DDX19 (425HRIGRTGRFGKR436) als potenzielle NLS identifiziert und auf ihre

Funktionalität hin überprüft. Zu diesem Zweck wurde die Sequenz mit zwei eGFP-

Molekülen kloniert und die subzelluläre Verteilung des Peptids mit der von aus-
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gewählten Referenzsequenzen verglichen, die ebenfalls mit zwei eGFP-Molekülen

kloniert wurden. Es zeigte sich, dass die untersuchte Sequenz eine signifikante An-

reicherung im Zellkern aufwies, was darauf hindeutet, dass es sich um eine effiziente

NLS handelt.

Des Weiteren wurde diese Sequenz im Kontext des gesamten Proteins auf ih-

re Funktion als NLS hin untersucht. Zu diesem Zweck wurde eine Mutante von

DDX19 erstellt (DDX19-NLSmut), bei der die basischen Aminosäuren der mut-

maßlichen NLS mutiert wurden. Anschließend wurde die Fähigkeit von DDX19

und von DDX19-NLSmut, in den Zellkern importiert zu werden, verglichen. Dabei

zeigte sich, dass das DDX19 mit doppelt so hoher Effizienz im Zellkern angerei-

chert wurde wie das DDX19-NLSmut. Folglich führte die Mutation in der Sequenz

(425HRIGRTGRFGKR436) zu einer Beeinträchtigung im Import und bestätigt die

im ersten Teil aufgestellte Vermutung, dass es sich bei der Sequenz um die NLS

von DDX19 handelt.
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Kapitel 1

Einleitung

Die Genexpression in eukaryotischen Zellen setzt sich aus der Transkription der

mRNA im Zellkern und deren Translation im Zytoplasma zusammen. Entsprechend

erfordert eine erfolgreiche Genexpression einen effizienten und ordnungsgemäßen

Transport der mRNA vom Zellkern in das Zytoplasma.

Der Transport erfolgt dabei durch die Kernporenkomplexe (englisch nuclear po-

re complex - NPC). Diese verfügen im Inneren über ein Netzwerk, bestehend aus

Phenylalanin- und Glycin-reichen Nukleoporinen (kurz FG-Nups), die eine elek-

trostatische Barriere für Moleküle mit einer Größe von ≥5 nm oder ≥30 kDa stel-

len. Um dennoch durch die NPCs zu gelangen, werden posttranskriptionell Trans-

portfaktoren an die mRNA gebunden, die in der Lage sind, mit den FG-Nups zu

wechselwirken. Einmal im NPC angekommen, erfolgt die Bewegung von mRNPs

(messenger -Ribonukleoproteinen) durch die Pore diffusiv. Die Direktionalität der

Bewegung wird dabei durch die gezielte Entfernung der Transportfaktoren von der

RNA-Helikase DDX19 auf der zytoplasmatischen Seite der NPCs gesteuert. De-

fekte in diesem Prozess können dabei zu Krankheiten wie LCCS1 (englisch lethal

contracture congenital syndrome 1 ), LAAHD (englisch lethal arthrogryposis with

anterior horn cell dieses) und in seltenen Fällen von ALS (englisch amyotrophic

lateral sclerosis) führen.

Mit biochemischen und genetischen Ansätzen ist dieser Mechanismus in Hefe- und

Fliegenmodellen bereits sehr detailliert untersucht worden. Auch in menschlichen

Zellen haben ähnliche Ansätze und die Aufklärung der molekularen Strukturen der

an diesem Prozess beteiligten Proteinen und Kofaktoren bereits einen großen Teil

davon aufgedeckt. Um diese Studien weiter zu ergänzen und zu vervollständigen,

wurde im Folgenden eine detaillierte Analyse des mRNP-Exports in menschlichen



HeLa-Zellen unter Verwendung der Hochgeschwindigkeits-Fluoreszenzmikrsokopie

auf Einzelmolekülebene durchgeführt.

1.1 Der Kern - Zytoplasma Transport

Eukaryotische Zellen bestehen aus definierten Kompartimenten, die jeweils auf ei-

ne bestimmte Funktion in der Zelle spezialisiert sind[1],[2]. Das wohl wichtigste und

auch bekannteste Kompartiment ist der Zellkern, in dem die DNA der Zelle ver-

wahrt ist[3]. Begrenzt wird der Zellkern durch die Kernhülle, die aus zwei Lipiddop-

pelschicht besteht[4]. Eingebettet in dieser Kernhülle liegen die Kernporenkomplexe

(NPC), die das Zytoplasma mit dem Nukleoplasma verbinden[5]. Diese makromole-

kularen Strukturen bestehen jeweils aus ∼1000 einzelnen Proteinen, den sogenann-

ten Nukleoporinen (Nup) und verfügen über eine Gesamtmasse von ∼110 MDa[6].

Aufgebaut ist ein NPC aus einer zylindrischen Kernstruktur, welche eine achtfa-

che Rotationssymmetrie entlang der Höhe und eine zweifache Rotationssymmetrie

parallel zur Kernhülle besitzt[7],[8]. Der Durchmesser beträgt dabei ∼130 nm und

die Länge ∼80 nm. Auf der zytoplasmatischen Seite setzt sich die Struktur mit

acht ∼50 nm langen Filamenten fort, während auf der nukleoplasmatischen Seite

acht Filamente zu einem Korb verbunden sind und ∼70 nm in das Nukleoplas-

ma hineinragen[9],[10]. Die Gesamtstruktur weist somit lediglich über eine achtfache

Rotationssymmetrie entlang der Höhe auf[6]. Das Innere der NPC bildet eine Per-

meabilitätsbarriere, die für kleine Moleküle frei durchlässig ist, aber zunehmend

restriktiver wird, wenn der Durchmesser der Moleküle ≥5 nm oder die Masse der

Moleküle ≥30 kDa erreicht[11],[12]. Die Permeabilitätsbarriere wird dabei von Nups

mit einem hohen Anteil an den Aminosäuren Phenylalanin (F) und Glycin (G)

gebildet. Dabei können einzelne FG-Domänen innerhalb eines Nups aus bis zu 50

FG-Motiven bestehen, die zusammen mit den FG-Motiven anderer Nups eine sieb-

bzw. gelartige Struktur bilden[13],[14],[15],[16]. Die Barriere der FG-Nups wirkt dabei

sowohl als mechanische als auch als hydrophobe Barriere.

Damit größere Moleküle sich zwischen dem Zellkern und dem Zytoplasma frei be-

wegen können, benötigen sie Transportrezeptoren (englisch nuclear transport re-

ceptor - NTR). Das sind Proteine, die zur Familie der Karyopherine gehören[17],[18].

Diese NTRs können mit den FG-Domänen der Nups wechselwirken und pendeln

ständig zwischen dem Zellkern und dem Zytoplasma hin und her[19],[20]. Obwohl die

NTRs mit den FG-Domänen wechselwirken können, werden sie nicht über diese

Wechselwirkungen in den NPCs festgehalten, da die Wechselwirkungen von gerin-
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ger Affinität sind[16],[19],[21]. Abhängig von der Richtung, in die die großen Moleküle

transportiert werden, wird bei den Transportfaktoren zwischen Importinen (vom

Zytoplasma in den Zellkern) oder Exportinen (vom Zellkern in das Zytoplasma)

unterschieden[22]. Dabei ist die Direktionalität des Transports oft an die Zufuhr von

Stoffwechselenergie in Form von GTP- oder ATP-Hydrolyse gebunden.

Ein bekanntes Beispiel hierfür ist das RanGTPase-System (s. Abbildung 1.1). Hier

erzeugen das nukleare RanGEF (Guanin-Nukleotid-Austauschfaktor) und das zyto-

plasmatische RanGAP (GTPase aktivierendes Protein) einen RanGTP-Gradienten

entlang der Kernhülle[23],[24]. So kann das im Zellkern vorhandene RanGTP an ein

Exportin binden und so die Bindung zwischen Exportin und dem zu exportieren-

den Molekül stabilisieren[25],[26]. Anschließend ist dieser trimere Komplex im Stande,

durch den NPC zu passieren. Auf der zytoplasmatischen Seite angekommen kata-

lysiert das RanGAP die enzymatische Hydrolyse von GTP zu GDP, was bedingt

durch eine Konformationsänderung am Ran zur Dissoziation des Komplexes führt

(s. Abbildung 1.1 A).[25],[27]. Das freie RanGDP kann dann über den spezifischen

Importfaktor NTF2 (nuclear transport factor 2 ) in den Zellkern zurückgeführt wer-

den. Im Zellkern kommt es dann durch das RanGEF zum Austausch von GDP mit

GTP, was zur Freisetzung von NTF2 führt (s. Abbildung 1.1 B)[27],[28]. Darüber

hinaus kann RanGTP den Import eines an ein Importin gebundenen Moleküls be-

enden, indem es an das Importin bindet und so die Bindung zwischen dem Molekül

und dem Importin aufhebt[28].

Abbildung 1.1: Schematische Darstellung (A) des Protein-Exports
durch RanGTP und (B) des Re-Imports von RanGDP durch NTF2. De-
tails siehe Text.

Damit Transportfaktoren erkennen können, welches Molekül exportiert bzw. im-
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portiert werden muss, besitzen die zu transportierenden Moleküle ein sogenann-

tes Kernexportsignal (englisch nuclear export signal - NES) bzw. ein Kernlokali-

sierungssignal (englisch nuclear localization signal - NLS), an das die Exportine

bzw. Importine binden können[22]. Eine NES besteht in der Regel aus einer Ami-

nosäuresequenz mit vielen Leucinen und hydrophoben Aminosäuren, die oft die

Form ϕ-X(2-3)-ϕ-X(2-3)-ϕ-X-ϕ hat, wobei ϕ eine der Aminosäuren I, L, V, F, M

und X eine beliebige Aminosäure sein kann[29],[30]. Bei den NLS gibt es hingegen

keine Konsenssequenz. Sie bestehen jedoch häufig aus ein oder zwei Clustern basi-

scher Aminosäuren, die hauptsächlich aus Lysin- und Argininresten bestehen[31],[32].

Diese basischen Aminosäuren sind wichtig, da sie an die hydrophobe(n) Bindungs-

tasche(n) der Importine binden[33].

1.2 Der Export von mRNA

Der allgemeine mRNA-Export unterscheidet sich jedoch mechanistisch von dem

der meisten anderen Moleküle insofern, dass die Transportrezeptoren der mRNA

nicht zur Familie der Karyopherine gehören und der Export unabhängig von dem

RanGTPase-System abläuft[34],[35].

Die Bildung von exportfähiger mRNA erfolgt durch den mRNA-Exportkomplex

TREX, der unter anderem aus REF (oft auch ALY genannt), UAP56 und dem

Subkomplex THO besteht[36]. Dabei bindet der THO-Subkomplex zunächst an die

phosphorylierte C-terminale Domäne der RNA-Polymerase II und rekrutiert die

RNA-Helikase UAP56[37],[38]. Auf diese Weise wird das UAP56 bereits während der

Transkription in die Nähe der mRNA gebracht. Nach erfolgter Transkription und

mRNA-Prozessierung kann das UAP56 an das gespleißte mRNP binden. Gleich-

zeitig bindet das REF über UAP56 an die mRNP[39],[40],[41]. Das REF wiederum

bindet den heterodimeren Exportfaktor der mRNP, das NXF1-NXT1 und erhöht

gleichzeitig dessen RNA-Bindungsaffinität, wodurch im nächsten Schritt eine Bin-

dung zwischen NXF1-NXT1 und der mRNP erstellt wird[42],[43]. Die Bindung von

NXF1-NXT1 an REF führt gleichzeitig zur Freisetzung von UAP56 (s. Abbildung

1.2), da sich die Bindungsstellen zwischen UAP56 und NXF1-NXT1 mit der Bin-

dungsstelle zwischen REF und NXF1-NXT1 überschneiden[40].

Auf diese Weise wird sichergestellt, dass nur vollständig prozessierte und gespleiß-

te mRNPs mit Exportfaktoren versehen werden und den Zellkern verlassen können.
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Abbildung 1.2: Schematische Darstellung der Bindung des heterodi-
meren Exportfaktors NXF1-NXT1 an das mRNP und die damit gekop-
pelte Qualitätskontrolle der exportfähigen mRNP. Details siehe Text.

Nach der Herstellung des exportfähigen mRNP-Komplexes sorgt das Keimzentrum-

assoziierte Kernprotein GANP (germinal center-associated nuclear protein) dafür,

dass das mRNP effizient am NPC lokalisiert wird.

Ähnlich wie Transportfaktoren zwischen dem Zellkern und dem Zytoplasma diffun-

dieren, diffundiert GANP zwischen dem Inneren des Zellkerns und den NPCs[44].

Dabei kann das GANP im Inneren des Zellkerns über den Transportfaktor NXF1

an das mRNP binden und diffusiv zur Kernpore transportieren. An der Kernpore

angekommen, führt die stärkere Bindung zwischen dem NXF1 und den FG-Nups

zur Dissoziation vom GANP (s. Abbildung 1.3)[44].

Abbildung 1.3: Schematische Darstellung der Anreicherung von ex-
portfähiger mRNP durch GANP an den Kernporenkomplex. Details siehe
Text.

Im NPC angekommen erfolgt die Bewegung des mRNP erneut rein diffusiv. Eine

Direktionalität des Transports wird durch das Entfernen der Exportfaktoren auf

zytoplasmatischer Seite des NPCs erzeugt. Dies geschieht in menschlichen Zellen

durch die RNA-Helikase DDX19.
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1.3 Die RNA-Helikase DDX19

RNA-Helikasen können in drei Superfamilien und zwei Familien unterteilt werden,

die wiederum in weitere Subfamilien unterteilt werden können[45].

Das DDX19 gehört zur Superfamilie 2 (SF2) und der Subfamilie der DEAD-Box

Proteine[46],[47]. Diese Proteine zeichnen sich durch neun bis zwölf konservierte Mo-

tive und eine besondere Tertiärstruktur aus[48]. Diese besteht aus zwei globulären,

zueinander flexiblen, kovalent miteinander verbundenen Domänen, die in ihrer Fal-

tung der RecA-ATPase ähneln und daher als N-terminale- und C-terminale-RecA-

ähnliche Domäne (in dieser Arbeit mit NTD und CTD abgekürzt) bezeichnet wer-

den (s. Abbildung 1.4 B)[49]. Auf der NTD von DDX19 befinden sich die Motive

Q, I, Ia, Ib, Ic, II sowie III und auf der CTD die Motive IV, IVa, V, Va und VI (s.

Abbildung 1.4 A)[48]. Das Motiv Q ist zusammen mit den Motiven I, II und VI für

die ATP-Bindung und die Motive Ia, Ib, Ic, IV, IVa und V für die RNA-Bindung

zuständig[50],[51],[52],[53],[54]. Motiv III und Va verbinden die ATPase-Aktivität mit

der Helikase-Aktivität des Proteins, indem die Wirkung der ATP-Bindung und -

Hydrolyse an die RNA-Bindungsmotive weitergeleitet werden[48].

Abbildung 1.4: Schematische Darstellung (A) der N- sowie C-
terminalen Domäne von DDX19 mit den entsprechend wichtigsten Moti-
ven. Die Farbkodierung der Motive zeigt die Hauptfunktionen an, die mit
jedem Motiv verbunden ist. (B) Schematische Darstellung von DDX19 in
der

”
offenen“ sowie

”
geschlossenen“ Form.

Gemeinsam ermöglichen diese Motive dem DDX19, RNA und ATP zu erkennen

und zu binden und darüber hinaus ATP zu hydrolysieren[55]. Die RNA-Bindung

erfolgt dabei zwischen der NTD und CTD von DDX19 und dem Zucker-Phosphat-

Grundgerüst der RNA, einschließlich mehrerer Wechselwirkungen mit den 2’-OH-

Gruppen[56]. So kann DDX19 auf sequenzunspezifische Weise an RNA binden, aber

gleichzeitig zwischen RNA und DNA unterscheiden.

Darüber hinaus verfügt das DDX19 auf N-terminaler Seite eine flexible Aminosäure-
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kette mit einer α-Helix Struktur. Diese Struktur kann zwischen den beiden RecA-

ähnlichen Domänen binden und so die Bindungsstelle für ATP blockieren. Somit

übt diese N-terminale Verlängerung eine auto-inhibitorische Funktion auf die int-

rinsische ATPase Aktivität des Proteins aus[57],[58].

1.3.1 DDX19 beim mRNP-Export

Als RNA-Helikase ist DDX19 maßgeblich an verschiedenen Schritten des RNA-

Metabolismus beteiligt[55],[59],[60]. Die am längsten erforschte Funktion ist dabei der

mRNP-Export. Dort entfernt DDX19 auf der zytoplasmatischen Seite der Kernpo-

re den heterodimeren Transportfaktor NXF1-NXT1 vom mRNP[61]. Dabei binden

sowohl NTD als auch CTD von DDX19 in einer
”
geschlossenen“ Konformation an

das mRNP. Der darauffolgende Wechsel in die
”
geöffnete“ Struktur im Zuge der

ATP-Hydrolyse führt zur Störung in der lokalen mRNP-Struktur und zur Entfer-

nung der Transportfaktoren[48]. Um diese lokale Funktion auszuüben und so die Di-

rektionalität des mRNP-Exports sicherzustellen, benötigt DDX19 die Nukleoporine

NUP214, hCG1, die Nukleotide ATP und ADP sowie den Exportfaktor Gle1[57],[62].

Das Nukleoporin NUP214 sitzt auf der zytoplasmatischen Seite der Kernpore und

besteht aus einer N-terminalen β-Propeller Domäne, einer zentralen coiled coil

Domäne und einer C-terminalen FG-reichen Domäne[63]. Die Bindung von DDX19

an das NUP214 erfolgt über die β-Propeller Domäne von NUP214 und der NTD

von DDX19[6],[57],[64]. Diese Bindung führt zu einer
”
geöffneten“ Konformation des

DDX19, die den Austausch von Nukleotiden gewährleistet[55]. Außerdem überlappen

die Bindungsstellen von NUP214 und mRNP auf dem DDX19, was dazu führt,

dass im NUP214-gebundenen Zustand kein mRNP an DDX19 binden kann und

umgekehrt[57],[65]. In Einstimmigkeit damit weist mRNP die höchste Affinität an

DDX19 in der geschlossenen mit ATP-beladenen Konformation auf[57],[58],[66].

Der mRNP Exportfaktor Gle1 bindet über seine C-terminale Domäne an die C-

terminale Domäne des Nukleoporins hCG1, das ebenfalls auf der zytoplasmatischen

Seite der Kernpore angereicherte ist[6],[57],[67],[68]. Ebenfalls auf der C-terminalen

Domäne des Gle1, aber gegenüber liegend zu der Bindungsstelle zu hCG1 befindet

sich die Bindungsstelle für DDX19[6]. Diese kann mit der CTD von DDX19 intera-

gieren und das DDX19 so ebenfalls auf der zytoplasmatischen Seite der Kernpore

lokalisieren[67],[69]. Eine gleichzeitige Bindung von DDX19 an NUP214 und Gle1

ist dabei möglich[6],[70]. Die Nukleoporine hCG1 und NUP214 befinden sich bei-
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de auf der zytoplasmatischen Seite in unmittelbarer Nähe zueinander. So wird

die lokale Ausführung der Funktionen von Gle1 und DDX19 beim mRNP-Export

ermöglicht[6],[71],[72].

Die Funktion von Gle1 besteht, zusammen mit dem mRNP die ATPase Aktivität

von DDX19 anzuregen. Der genaue Mechanismus ist dabei noch umstritten[57],[58],[66].

In der Studie von Noble et al. (2011) führt die Bindung von Gle1 an DDX19 zu

einer verstärken ATP-Beladung, was wiederum dazu führt, dass sich DDX19 in

einer
”
geschlossenen“ Konformation befindet, die für die RNA-Bindung bevorzugt

ist[66]. Ähnlich dazu postulierten Lin et al. (2018), dass die Bindung von Gle1 zu

einer teilweisen Freisetzung der auto-inhibitorischen Helix führt und die Bildung

der geschlossenen Konformation anregt[57]. Im Gegensatz dazu stehen die Beobach-

tungen von Montpetit et al. (2011), die postulieren, dass die Bindung von Gle1 zu

einer teilweise offenen, katalytisch inaktiven und ADP-gebundenen Konformation

führt, die die mRNP-Bindung ausschließt[58].

In den ersten beiden Publikationen wurde durch das Gle1 die RNA-Bindung an

das DDX19 vorbereitet/begünstigt während in der dritten Publikation das Gle1

eine effektive mRNP-Freisetzung nach erfolgter ATP-Hydrolyse bewirkte.

1.4 Motivation und Zielsetzung

1.4.1 DDX19 beim mRNP-Export

Die Direktionalität des Exports von mRNPs aus dem Zellkern in das Zytoplasma

gewährleistet, dass die im Zellkern transkribierten mRNPs mit hoher Effizienz zu

den Ribosomen im Zytoplasma weitergeleitet werden. Dieser Prozess ist somit von

großer Bedeutung für die Aufrechterhaltung der Proteinbiosynthese. Entsprechend

wichtig ist es, den genauen Mechanismus des mRNP-Exports zu verstehen.

Im Gegensatz zum Proteinexport durch RanGTP sorgt beim mRNP-Export die

RNA-Helikase DDX19 zusammen mit NUP214 und Gle1 für die gezielte Entfer-

nung der Exportfaktoren der mRNPs auf der zytoplasmatischen Seite der NPCs.

Dieser Prozess wird bereits seit sehr vielen Jahren auf Grundlage von Strukturda-

ten und in vitro-Studien erforscht. Dennoch herrscht Uneinigkeit über die genaue

Funktion von Gle1[55]. Die Frage nach der Funktionalität von Gle1 ist jedoch beson-

ders vor dem Hintergrund wichtig, dass genetische Studien ein defektes GLE1-Gen
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in einen Zusammenhang mit den Motoneuronen-Krankheiten LCCS1 (englisch le-

thal contracture congenital syndrome 1 ), LAAHD (englisch lethal arthrogryposis

with anterior horn cell dieses) und in seltenen Fällen von ALS (englisch amyotro-

phic lateral sclerosis) stellen konnten[73],[74],[75].

Um dieser Fragestellung nachzugehen, sollte der Prozess des mRNP-Exports in

HeLa-Zellen in vivo mittels Einzelmolekülfluoreszenzmikroskopie untersucht wer-

den. Auf diese Weise sollte der genaue Mechanismus des mRNP-Exports, einschließ-

lich der Funktion von Gle1, sowie die Kinetik des Prozesses bestimmt werden.

Zu diesem Zweck musste eine induzierbare Zelllinie erzeugt werden, die DDX19-

HaloTag exprimiert, das die Visualisierung einzelner DDX19-Proteine ermöglicht.

Für die Visualisierung der mRNPs wurde ein Ribonukleoprotein, das hnRNP A1,

verwendet, das kotranskriptionell an die mRNPs bindet und diese bis in das Zy-

toplasma begleitet. Um einzelne hnRNP A1-Proteine zu visualisieren, musste ei-

ne Zelllinie erzeugt werden, die das hnRNP A1-SnapTag exprimiert. Gleichzeitig

mussten beide Zelllinien eGFP-NTF2 zur zeitgleichen Visualisierung der NPCs ex-

primieren.

Darüber hinaus sollten drei induzierbare Zelllinie erzeugt werden, die jeweils eine

DDX19-Mutante exprimieren. Die drei Mutanten waren die K385E-Mutante, die

defizient in der Gle1-Bindung ist, die D223R-Mutante, die defizient in der NUP214

und mRNA-Bindung ist und die E243Q-Mutante, die nicht im Stande ist ATP

zu hydrolysieren. Ein Vergleich der Bindungszeiten und -häufigkeiten (Anzahl der

Bindungen pro Minute) zwischen den Wildtyp- und den mutierten Proteinen sollte

genutzt werden, um die Reaktionsabfolge der einzelnen Komponenten im mRNP-

Export zu bestimmen.

1.4.2 Identifizierung der NLS von DDX19

Obwohl bereits ein sehr detailliertes Bild über den DDX19 vermittelten mRNP-

Export herrscht, ist nur wenig über den Transport von DDX19 selbst durch die

Kernporenkomplexe bekannt. Erst vor drei Jahren gelangen es Lari et al. (2019)

die NES auf der N-terminalen Seite des DDX19 zu identifizieren[76]. Die Position

und Sequenz der NLS blieb bis heute unbekannt.

Deshalb sollte eine basenreiche Sequenz auf der C-terminalen Seite des Proteins
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(425HRIGRTGRFGKR436) auf ihre Funktionalität als NLS untersucht werden. Zu

diesem Zweck sollte die Sequenz mit zwei eGFP-Molekülen kloniert und ihre subzel-

luläre Verteilung anschließend in HeLa-Zella untersucht werden. Diese Verteilung

sollte mit Referenzsequenzen verglichen werden, um die Effektivität der zu unter-

suchenden NLS qualitativ einzuordnen.

Weiterhin sollte eine DDX19-HaloTag-Mutante erstellt werden, bei der die basi-

schen Aminosäuren in der potentiellen NLS durch Alanine substituiert wurden.

Dies sollte zu einer Reduktion der Wechselwirkungen mit den Transportfaktoren

führen. Anschließend wurde die Fähhigkeit der DDX19-HaloTag-Mutante und des

Wildtyps DDX19-HaloTag, in vivo in den Zellkern importiert zu werden, vergli-

chen.
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Kapitel 2

Material

2.1 Chemikalien

Tabelle 2.1: Chemikalienliste

Chemikalie Hersteller

1-Step Ultra TMB Blotting Solution Thermo Scientific
1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropy)carbodiimid (EDAC) Sigma-Aldrich
2 kb Plus DNA ladder NEB
2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure (MES) Carl Roth GmbH
Actinomycin D Calbiochem/ Merck
Agar-Agar Carl Roth GmbH
Aarose Broad Range Carl Roth GmbH
Ammoniumperoxidisulfat (APS) Carl Roth GmbH
Ampicillin Carl Roth GmbH
Bromphenolblau Carl Roth GmbH
Dimethylsulfoxid (DMSO) Carl Roth GmbH
Dinatriumhydrogenphosphat Carl Roth GmbH
Doxycyclin-Hydrochlorid Sigma-Aldrich
Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM) Biochrom
Ethanol VWR
Ethidiumbromid 0.025 % Carl Roth GmbH
Fetal Bovine Serum (FBS) Biochrom
Fluoresbrite Carboxy BB. 10 Micron Microspheres Polysciences
Glycerol Carl Roth GmbH
Glycin Carl Roth GmbH
HEPES-Puffer (1M) Sigma-Aldrich

INTERFERin
®

Polyplus
Immersionsöl Immersol 518 F Zeiss
Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid (IPTG) Life Technologies
Janelia-Fluor-549-HaloTag-Ligand Janelia



Chemikalie Hersteller

jetPRIME
®

Reagenz Polyplus

jetPRIME
®

Puffer Polyplus
Kaliumchlorid Carl Roth GmbH
Kaliumhydrogenphosphat Carl Roth GmbH
LB-Medium (Luria/Miller) Carl Roth GmbH
L-Glutamin Carl Roth GmbH
Milchpulver Carl Roth GmbH
Natriumchlorid Carl Roth GmbH
Natriumdodecylsulfat (SDS)-Lösung 20 % AppliChem
N-hydroxysulfosuccinimid (Sulfo-NHS) Simga-Aldrich
Penicillin/Streptomycin 100x Sigma-Aldrich
Puromycin Alfa Aesar
Rotiphorese Gel 30 (37.5:1) Carl Roth
Tetramethylethylendiamin (TEMED) Car Roth
Tris(hydroxymethyl)aminomethan (Tris) Carl Roth GmbH
Trypsin/EDTA-Lösung 10x Sigma-Aldrich
Tween 20 Merck

2.2 Primer und Plasmide

Die verwendeten Ausgangsplasmide sind in der nachfolgenden Tabelle zusammen-

gefasst.

Tabelle 2.2: Verwendete Ausgangsplasmide.

Plasmid Herkunft

pDONR221 Invitrogen
pQCXIP-eGFP-GW-NTF2 Clontech (modifiziert von Sabine Wirths)
pReceiver-B09-DDX19 GeneCopeia
pRetroX-TetOne-GW-Halo Clontech (modifiziert von Sabine Wirths)

In Tabelle 2.3 sind sämtliche Primer aufgelistet, die zur Erzeugung der nötigen

Plasmide verwendet wurden.

Die ersten beiden Primer wurden verwendet, um ausgehend von dem pReceiver-

B09-DDX19 ein attB flankiertes DDX19 PCR-Produkt zu erzeugen, welches im

Folgeschritt in den pDONR221 Vektor eingebracht werden konnte. Die Plasmide

drei bis acht wurden verwendet, um die jeweilige Mutation in die DDX19-Sequenz
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im pDONR221 Vektor einzuführen. Die Plasmide neun bis vierzehn wurden ver-

wendet, um die NLS-Sequenz von DDX19 ausgehend vom pReceiver-B09-DDX19

zu mutieren (s. Kapitel 3.5.1).

Die jeweils überlappenden Bereiche der Primer, die für die Mutationen verwendet

wurden sind fett hervorgehoben und die jeweiligen Nukleotide, die die Mutationen

einführen sind rot markiert.

Tabelle 2.3: Verwendete Primer.

Name Sequenz in 5’ - 3’ Richtung

DDX19 attB fw ggggacaagtttgtacaaaaaagcaggctccaccatggccactgactcatgggc
DDX19 attB rev ggggaccactttgtacaagaaagctgggtcgttggctattttctcaatctcgtc
DDX19 D223R fw gtgctgcgctggtgctccaagctcaagttcattgatcccaagaaaatcaaggtg
DDX19 D223R rev gcaccagcgcagcacagtcccaggggtgccaatgacaatc
DDX19 E243Q fw gttctggatcaggctgatgtcatgatagccactcagggccac
DDX19 E243Q rev catcagcctgatccagaacaaacaccttgattttcttgggatcaatgaacttgagc
DDX19 K385E fw gcaaagaggaggttttggtgaccaccaacgtgtgtgcccg
DDX19 K385E rev caccaaaacctcctctttgccctctcggaagcgctcaatcactg
DDX19 NLS Mut1 fw cacgcgatcggggccacgggccgctttggcaagagggg
DDX19 NLS Mut1 rev gtggccccgatcgcgtgcaggtaggtctcattgtcaggattcccgtccttgtc
DDX19 NLS Mut2 fw acgggcgcctttggcaagaggggcctggcagtgaacatg
DDX19 NLS Mut2 rev gccaaaggcgcccgtggccccgatcgcgtgcagg
DDX19 NLS Mut3 fw tttggcgcagctggcctggcagtgaacatggtggacagcaagcac
DDX19 NLS Mut3 rev aggccagctgcgccaaaggcgcccgtggcccc

2.3 Enzyme

Die Enzyme, die zur Erzeugung der nötigen Plasmide verwendet wurden, sind in

der nachfolgenden Tabelle zusammengefasst.
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Tabelle 2.4: Verwendete Enzyme.

Enzym Firma

BamHI NEB
BP Clonase II Enzym Mix Thermo Scientific
DpnI NEB
Herculase II Fusion DNA-Polymerase Agilent
LR Clonase II Enzym Mix Thermo Scientific
NcoI NEB
Pfu-DNA-Polymerase Thermo Scientific
Proteinase K Thermo Scientific

ROTI
®

-Pol ProofRead Carl Roth

2.4 Medien und Puffer

Die nachfolgende Tabelle fasst die für die Transformation von DH5α-Bakterien

verwendeten Medien zusammen.

Tabelle 2.5: Transformations-Medien für DH5α-Bakterien.

Medium Zusammensetzung

LB-Agar 10 g/l Trypton
5 g/l Hefeextrakt
10 g/l Natriumchlorid
15 g/l Agar-Agar
pH 7

LB-Medium 10 g/l Trypton
5 g/l Hefeextrakt
10 g/l Natriumchlorid
pH 7

SOC 20 g/l Trypton
5 g/l Hefeextrakt
0.5 g/l Natriumchlorid
3.6 g/l Glukose
pH 7

Die benötigten Puffer sind in der nachfolgenden Tabelle zusammengefasst.
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Tabelle 2.6: Zusammensetzung der verwendeten Puffer.

Puffer Zusammensetzung

DNA-Ladepuffer 0.25 % (w/v) Bromphenolblau
60 % Glycerol

PBS 137 mM Natriumchlord
2.7 mM Kaliumchlorid
10 mM Dinatriumhydrogenphos-
phat
1.8 mM Kaliumdihydrogenphos-
phat
pH 7.0

MES 100 mM MES
500 mM Natriumchlorid
pH 6.0

Die verwendeten Zellmedien sind in der nachfolgenden Tabelle zusammengefasst.

Tabelle 2.7: Zusammensetzung der verwendeten Zellmedien.

Medium Zusammensetzung

Zellkulturmedium 500 ml DMEM
10 % (v/v) FBS
2 mM L-Glutamin
1x Penicillin, Streptomycin
0.5 µg/ml Puromycin

Wachstumsmedium 500 ml DMEM
10 % (v/v) FBS
2 mM L-Glutamin
1x Penicillin, Streptomycin

Selektionsmedium 500 ml DMEM
10 % (v/v) FBS
2 mM L-Glutamin
1x Penicillin, Streptomycin
2 µg/ml Puromycin
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2.5 Spezielles Verbrauchsmaterial

Tabelle 2.8: Spezielle Verbrauchsmaterialien.

Name Hersteller

35-mm-µ-ibidi Schalen Ibidi
Amicon Ultra-4 100 K Merck
Cryo-Konservierungsröhrchen nunc
Deckgläser 24x24 mm Marienfeld
Einmal-Küvetten BRAND
Gateway System Thermo Scientific
GeneJET Plasmid Miniprep Kit ThermoScientific

NucleoBond
®

Xtra Midi Macherey-Nagel

NucleoSpin
®

Gel and PCR Clean-up Macherey-Nagel
Retro-XTM Tet-OneTM Inducible Expression System TaKaRa
siRNA (GCU CCA AGC UCA AGU UCA U dTdT) Microsynth
Zellkulturflaschen (25 cm2) VWR
Zentrifugenflaschen 500 ml Nalgene
Zentrifugenrotor JA 10 Rotor BeckmanCoulter
Zentrifugenröhrchen mit verschließbarer Kappe VWR

2.6 Geräte

Tabelle 2.9: Verwendete Geräte.

Gerät Hersteller

Axiovert 200 Mikroskopstativ Zeiss
Brutschrank Binder
ibidi Heating System, Universal Fit Ibidi
LSM 880 mit Airyscan Zeiss
nanoDrop 2000 c Thermo Scientific
Pippetierhilfe Pipetus Hirschmann Laborgeräte
Schüttelinkubator Ecotron Infors HT
Sterilbank KS12 Heraus
ThermoMixer C Eppendorf
Ultraschallbad Bandelin Sonorex
UV-Tisch biostep
Vortexmischer Genius 3i IKA
Waage ALC-8120.2 Acculab Bradford
Wasserbad GFL
Zentrifuge Allegra X-22R BeckmanCoulter
Zentrifuge Avanti J-30 I BeckmanCoulter
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Kapitel 3

Methoden

3.1 Rekombinantes DDX19-HaloTag

Ein wichtiger Bestandteil dieser Arbeit lag in der Analyse der Bindungskinetik von

DDX19 an den Kernporenkomplexen von lebenden HeLa-Zellen durch die Einzel-

molekülfluoreszenzmikroskopie. Um die einzelnen DDX19-Moleküle zu visualisie-

ren, wurden diese mit einen HaloTag fusioniert und anschließend fluoreszenzmar-

kiert. Die molekularbiologischen Methoden, die für die Klonierung nötig waren,

sind im nachfolgenden beschrieben.

3.1.1 Klonierung des DDX19-HaloTag-Fusionsproteins

Ausgehend vom kommerziell erhältlichen Vektor pReceiver-B09-DDX19 von Gene-

Copeia wurde das Gen für das DDX19 in einer PCR-Reaktion isoliert und ver-

vielfältigt. Hierfür wurde der Vektor mit den Primern (s. Tabelle 2.3), den Nu-

kleotiden und der DNA-Polymerase Herculase II im entsprechenden Puffer nach

Herstellerangaben zusammengegeben und umgesetzt[77].

Um den Erfolg der Reaktion zu prüfen, wurde die gesamte Probe mit DNA-

Ladepuffer versetzt und in einem 1%-igen Agarosegel 30 min bei einer Spannung

von 130 V aufgetrennt.

Nach der Auftrennung wurde das PCR-Produkt aus dem Gel herausgeschnitten

und mit dem NucleopSpin
®

Gel and PCR Clean-up Kit aufgereinigt. Das aufgerei-

nigte PCR-Produkt wurde anschließend in das pDONR221-Plasmid von Invitrogen

eingeführt. Hierfür wurde die Gateway-Klonierung von Invitrogen verwendet[78].



Dabei wurde das PCR-Produkt, welches das Gen für DDX19 enthielt, zunächst im

ersten Schritt, der BP-Reaktion, in ein Donor-Plasmid eingefügt. Das dabei ent-

standene Plasmid hieß Eintritts-Plasmid. Anschließend wurde das Gen für DDX19

im zweiten Schritt, der LR-Reaktion, aus dem Eintritts-Plasmid in das gewünschte

Ziel-Plasmid rekombiniert. (s. Abbildung 3.1).

Abbildung 3.1: Schematische Darstellung (A) der BP- und (B) der
LR-Reaktion. Details siehe Text.

Für die BP-Reaktion wurden Donor-Plasmid, PCR-Produkt und der BP Clonase

II Enzym Mix im entsprechenden Puffer nach Herstellerangaben zusammengege-

ben und 3:30 h bei RT inkubiert.

Um die Reaktion zu stoppen, wurde anschließend 1 µl Proteinase K hinzugege-

ben und 10 min bei 37◦C inkubiert. 5 µl der BP-Reaktion wurden anschließend in

chemokompetente DH5α Bakterien transformiert[79].

Nach der Transformation wurde die Bakteriensuspension auf LB Platten mit 0.1

mM Kanamycin aufgebracht und die Bakterien über Nacht bei 37◦C inkubiert.

Am nächsten Tag wurde ein Klon von der Platte ausgewählt und die Miniprep

nach Protokoll von GeneJET Plasmid Miniprep Kit von Thermo Scientific durch-

geführt[80].

Die Kontrolle auf Erfolg der BP-Reaktion erfolgte zunächst durch einen Kontroll-

verdau mit NcoI nach Herstellerangaben bei 37◦C für 1 h[81]. Zusätzlich zum Kon-

trollverdau wurde das Plasmid durch die Firma Seqlab-Microsynth sequenziert.
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Im zweiten Schritt der Gateway-Klonierung wurde das Gen für DDX19 aus dem

Eintritts-Plasmid in das Ziel-Plasmid rekombiniert (s. Abbildung 3.1 B). Als Ziel-

Plasmid wurde dabei der pRetroX-TetOne-Puro von Clontech verwendet, das im

Vorfeld an C-terminaler Seite mit einem HaloTag kloniert1 wurde und im Rah-

men dieser Arbeit als pRetroX-TetOne-GW-Halo bezeichnet wird. Dieses Plasmid

ermöglichte im späteren Verlauf die induktive Expression des gewünschten Proteins

über den hPGK- und TRE3GS-Promotor (s. Abbildung 3.1 B)[82].

Für die LR-Reaktion wurden das Eintritts-Plasmid, das Ziel-Plasmid und der LR

Clonase II Enzym Mix im entsprechenden Puffer nach Herstellerangaben zusam-

men gegeben und 18 h bei RT inkubiert.

Um die Reaktion zu stoppen, wurde anschließend 1 µl Proteinase K hinzugege-

ben und 10 min bei 37◦C inkubiert. 5 µl der LR-Reaktion wurden anschließend in

chemokompetente DH5α Bakterien transformiert[79].

Nach der Transformation wurde die Bakteriensuspension auf LB Platten mit 0.1

mM Kanamycin aufgebracht und die Bakterien über Nacht bei 37◦C inkubiert. Am

nächsten Tag wurde ein Klon von der Platte ausgewählt und eine Midiprep nach

dem Protokoll von Macherey-Nagel durchgeführt[83].

Die Kontrolle auf Erfolg der LR-Reaktion erfolgte zunächst durch einen Kontroll-

verdau mit NcoI nach Herstellerangaben bei 37◦C für 1 h[81]. Zusätzlich zum Kon-

trollverdau wurde das Plasmid durch die Firma Seqlab-Microsynth sequenziert.

Das fertige Produkt wird im Rahmen dieser Arbeit pRetro-TetOne-DDX19-Halo

bezeichnet.

3.1.2 Mutagenese-PCR

Weiterhin wurden drei DDX19-Mutanten erzeugt, die jeweils in einem bestimmten

Schritt des mRNP-Exports gehemmt waren. Diese Mutanten sollten später dabei

helfen, die genaue Funktion von DDX19, mRNP, NUP214 und Gle1 im mRNP-

Export besser zu verstehen.

Die Mutanten wurden ausgehend vom pReceiver-B09-DDX19 Plasmid nach dem

1Die Klonierung des HaloTags an das Plasmid wurde von Sabine Wirths durchgeführt.
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Protokoll von Liu und Naismith (2008) erstellt[84]. Dabei wurden die Mutanten

D223R, E243Q und K385E hergestellt. Die jeweiligen funktionalen Defizite der

Mutanten sind in der Tabelle (3.1) zusammengefasst.

Tabelle 3.1: Auflistung der erstellten DDX19-Mutanten.

Mutante Eigenschaft

DDX19 D223R Keine Bindung zu Nup214 und mRNP
DDX19 E243Q ATPase Funktion gehemmt
DDX19 K385E Keine Bindung zu Gle1

Der Einfachheit halber erhalten die mutierten Proteine folgende Bezeichnungen für

den weiteren Verlauf der Arbeit:

Tabelle 3.2: Alternative Bezeichnung der DDX19-Mutanten.

Mutante Alternative Bezeichnung

DDX19 D223R DDX19-NUP214/RNA

DDX19 E243Q DDX19-ATPase

DDX19 K385E DDX19-Gle1

Zur Herstellung wurden die entsprechenden Primer (Tabelle 2.3) zusammen mit

dem pReceiver-B09-DDX19-Plasmid, den Nukleotiden und der Pfu DNA-Polymerase

im entsprechenden Puffer nach Herstellerangaben zusammengegeben und umgesetzt[85].

Anschließend wurden die Reaktionsansätze für 1 h bei 37◦C mit DpnI verdaut.

Dadurch wurde sichergestellt, dass das methylierte Ausgangsplasmid (pReceiver-

B09-DDX19) entfernt wurde. Der Erfolg der Mutationen wurde mittels eines 1%-

igen Agarosegels sowie einer darauffolgenden Sequenzierung der Firma Seqlab-

Microsynth überprüft.

Nachfolgend ist eine Zusammenfassung der hergestellten Plasmide aufgeführt.
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Tabelle 3.3: Auflistung der erstellten Plasmide.

Plasmid Exprimiertes Protein

pRetroX-TetOne-DDX19-Halo DDX19-Halo
pRetroX-TetOne-DDX19-D223R-Halo DDX19-NUP214/RNA-HaloTag
pRetroX-TetOne-DDX19-E243Q-Halo DDX19-ATPase-HaloTag
pRetroX-TetOne-DDX19-K385E-Halo DDX19-Gle1-HaloTag

3.2 Zellkultur

Die wie in den Kapiteln 3.1.1 - 3.1.2 beschrieben hergestellten Plasmide wurden im

nächsten Schritt in das Genom von HeLa-Zellen eingebaut, um stabile Zelllinien

zu erzeugen.

3.2.1 Retroviraler Gentransfer

Für diesen Zweck wurde der retrovirale Gentransfer nach dem Protokoll von Clon-

tech durchgeführt[86]. Als
”
Verpackungszelllinie“ wurden HEK GP2-293-Zellen ver-

wendet, die konstitutiv die gag- (group-specific antigen) und pol- (reverse Tran-

skriptase) Proteine exprimieren. Als Hüllprotein wurde das VSV-G Protein ver-

wendet, das auf dem pVSV-G-Plasmid kodiert war und zusätzlich mit dem re-

troviralen Expressionsplasmid pRetroX-TetOne-DDX19-Halo in die HEK GP2-293

Zellen transfiziert werden musste, um infektiöse Viren herzustellen. Das retrovirale

Expressionsplasmid enthielt abseits des Transgens (DDX19-HaloTag) das retrovi-

rale Verpackungselement psi, eine Antibiotikaresistenz sowie für die Transkription

und Prozessierung notwendigen Elemente.

Um infektiöse Viren herzustellen, wurde ca. 3 x 105 HEK GP2-293 Zellen auf

eine 60-mm-Zellkulturschale passagiert (Kapitel 3.2.2). Nach drei Tagen wurden

dann 2 µg pVSV-G mit 2 µg pRetroX-TetOne-DDX19-Halo nach dem Transfek-

tionsprotokoll von Polyplus mit jetPRIME in die Zellen transfiziert und für 48 h

im Inkubator bei 37◦C und 5 % CO2 gelagert, bis sich ausreichend Virenpartikel

gebildet haben.

Einen Tag vor der Transduktion wurden die HeLa-Zellen vorbereitet, indem ca.

1.2 x 106 HeLa-Zellen mit 2 ml Zellkulturmedium (s. Tabelle 2.7) auf eine Zellkul-

turschale passagiert und für 24 h im Inkubator gelagert wurden.
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Am Tag der Transduktion wurde 1 ml des Überstands aus den HEK GP2-293-

Zellen mit infektiösen Retroviren entnommen und zu den am Vortag vorbereiteten

HeLa-Zellen gegeben. Nach erneuten 24 h wurde das Transduktionsmedium gegen

frisches Wachstumsmedium (s. Tabelle 2.7) ersetzt und die Zellen für weitere 24 h

im Inkubator gelagert. Anschließend wurde das Wachstumsmedium gegen Selekti-

onsmedium (s. Tabelle 2.7) ausgetauscht und der Prozess der Selektion für sieben

Tage fortgeführt.

Nach den sieben Tagen haben nur diejenigen Zellen überlebt, bei denen die Trans-

duktion erfolgreich verlief und die somit über eine entsprechende Antibiotikaresi-

stenz besaßen. Diese Zellen wurden für die Langzeitlagerung nach einem Standard-

protokoll von ThermoFisher Scientific kryokonserviert.

Dieses Vorgehen wurde mit den Plasmiden pRetroX-TetOne-DDX19-D223R-Halo,

pRetroX-TetOne-DDX19-E243Q-Halo und pRetroX-TetOne-DDX19-K385E-Halo

wiederholt.

Für die Visualisierung von mRNPs wurde dieses Protokoll mit dem Plasmid pQCXIH-

hnRNP A1-SnapTag wiederholt2. Das in dem Plasmid enthaltene Transgen (hnRNP

A1-SnapTag) exprimiert das heterogene nukleare Ribonukleoprotein A1 (hnRNP

A1) zusammen mit dem SnapTag.

Das hnRNP A1 ist ein RNA-bindendes Protein, das bereits während der Tran-

skription an die mRNA bindet und dieses bis ins Zytoplasma begleitet[87],[88]. Somit

eignet es sich hervorragend zur Visualisierung von mRNPs während ihres Exports

in das Zytoplasma[89].

Die Transduktion des Plasmids pQCXIH-hnRNP A1-SnapTag erfolgte dabei in

HeLa-Zellen, die eGFP-NTF2 bereits stabil exprimierten. Diese eGFP-NTF2 ex-

primierenden Zellen wurden im Vorfeld von Sabine Wirths angefertigt.

Eine Zusammenfassung der erstellten Zelllinien ist in der nachfolgenden Tabelle

zusammengefasst.

2Die Erstellung des Plasmids erfolgte mittels der Gateway Klonierung in der Bachelorarbeit
von Ricarda Seifert (2020).
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Tabelle 3.4: Auflistung der erstellten Zelllinien.

Zelllinie Exprimiertes Protein

HeLa S3-DDX19 DDX19-HaloTag
HeLa S3-DDX19-NUP214/RNA DDX19-NUP214/RNA-HaloTag
HeLa S3-DDX19-ATPase DDX19-ATPase-HaloTag
HeLa S3-DDX19-Gle1 DDX19-Gle1-HaloTag
HeLa eGFP-NTF2-hnRNP A1 eGFP-NTF2 und hnRNP A1-SnapTag

3.2.2 Passagieren von Zellen

Lagen Zellen bereits in Kultur vor, so wurden diese bei einer 80-90%igen Konfluenz

nach einem Standardprotokoll passagiert[90]. Dabei wurden die Zellen zwei Mal pro

Woche in einem Verhältnis von 1:10 in 25 cm2 Zellkulturflaschen ausgesät.

Sollten Zellen mikroskopiert werden, wurden diese zwei Tage zuvor in einem Verhältnis

von 1:5 zusätzlich in 35-mm-µ-Ibdi-Schalen ausgesät.

3.2.3 Transiente Expression

Die Visualisierung der Kernporenkomplexe erfolgte über den nukleären Transport-

faktor 2 (NTF2), welches als eGFP-NTF2 Fusionsprotein transient in den Zellen

aus Tabelle 3.3 exprimiert wurde. Hierfür wurde am Vortag der Messung das Plas-

mid pQCXIP-eGFP-NTF2 nach dem Transfektionsprotokoll von Polyplus[91] mit

jetPRIME in die HeLa-Zellen transfiziert, wo es von den Zellen konstitutiv expri-

miert wurde.

3.2.4 Induktion und Fluoreszenzfärbung

Die Expression der DDX19-HaloTag-Fusionsproteine (s. Tabelle 3.3) erfolgte hin-

gegen induktiv. Um die Expression zu starten, wurden die Zellen 20 Stunden vor

der Messung mit 500 nM Doxycyclin induziert.

Die Visualisierung der Proteine erfolgte über die Färbung mit 0.3 nM des Farbstof-

fes Janelia Fluor 549 (JF549). Dieser wurde für 30-45 min mit den Zellen inkubiert

und nicht reagierter Farbstoff mit drei anschließenden Waschschritten mit je 2 ml

PBS entfernt.
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Die Färbung des hnRNP A1-SnapTag erfolgte mit 1.3 nM des Farbstoffes 647-SiR.

Dieser wurde 45 min mit den Zellen inkubiert und nicht reagierter Farbstoff mit

vier anschließenden Waschschritten mit je 2 ml Zellkulturmedium (s. Tabelle 2.7)

entfernt. Das Zellkulturmedium enthielt zusätzlich noch 200 µg/mL Hygromycin.

Bei jedem Waschschritt wurde das Medium für 5 min mit den Zellen inkubiert.

3.2.5 Kontrollmessungen mit Actinomycin D

Weiterhin wurden die Zelllinien HeLa S3-DDX19-Gle1 sowie HeLa eGFP-NTF2-

hnRNP A1 unter Zugabe von Actinomycin D (AMD) nach Kapitel 3.3 vermessen.

Hierbei sorgte das AMD durch Interkalation mit transkribierender DNA für die

Hemmung der RNA-Polymerase II und so den Stopp der Transkription[92].

Dafür wurden die DDX19-HaloTag- sowie hnRNP A1-SnapTag-Proteine vor der

Messung nach Kapitel 3.2.4 gefärbt und die Zellen anschließend mit 2 µg/ml AMD

für 2 h bei 37◦C und 5 % CO2 inkubiert. Nicht reagiertes AMD wurde in drei

Waschschritten mit je 2 ml PBS von den Zellen entfernt3. Mit diesen Messungen

sollte unter anderem die Funktionalität des hnRNP A1-SnapTag-Fusionsproteins

überprüft werden (Details siehe in Kapitel 4.1.2).

3.2.6 siRNA-Knockout des endogenen DDX19

Auch das zum Färben benötigte HaloTag hat mit 297 Aminosäuren eine zusätzliche

Masse von 33 kDa in das DDX19 eingeführt[93], weshalb die Funktionalität dieses

Fusiosnproteins ebenfalls im Vorfeld überprüft werden musste. Da das DDX19 mit

dem Export der mRNPs eine zentrale Rolle in der Proteinbiosynthese hat, führt

die Abwesenheit dieses Proteins zum Zelltod[94].

Um nun die Funktionalität des DDX19-HaloTags zu überprüfen, wurde die Überle-

bensrate der DDX19-HaloTag-Zellen unter Abwesenheit von endogenem DDX19

und Anwesenheit von rekombinantem DDX19-HaloTag überprüft. Hierfür wurde

die Translation der endogenen DDX19-Proteine mit einer geeigneten siRNA ge-

hemmt und die Expression der rekombinanten DDX19-HaloTag-Proteine mit Doxy-

cyclin nach Kapitel 3.2.4 induziert. Die Überlebensrate dieser Zellen wurde mit den

Überlebensraten unbehandelter Zellen (nur endogenes DDX19 in den Zellen) sowie

Zellen mit siRNA und ohne Doxycyclin (kein endogenes DDX19 und kein rekom-

3Die Messungen an den HeLa-eGFP-NTF2-hnRNP A1-Zellen mit und ohne AMD wurden von
Max Kaida im Rahmen seiner Masterarbeit (2022) und von Julia Nehls durchgeführt,
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binantes DDX19-HaloTag in den Zellen) verglichen.

Zu diesem Zweck wurde die siRNA (5’ - GCU CCA AGC UCA AGU UCA UdTdT

- 3’) nach Hodroj et al. (2017)[59] verwendet. Die Zellen für diese Messungen wur-

den wie nachfolgend beschrieben vorbereitet.

An Tag eins wurden 105 Zellen in je drei Wells einer 6-Well -Platte ausgesät. Eines

der Wells wurde an Tag zwei für 20 Stunden mit 500 nM Doxycyclin inkubiert.

An Tag drei wurde das gleiche sowie ein weiteres Well mit 5 nM siRNA für vier

Stunden behandelt. Dafür wurde das Transfektionsprotokoll von Polyplus[95] mit

INTERFERin verwendet. Die Zellen im dritten Well blieben unbehandelt. Nach

drei weiteren Tagen wurden die Zellen aller drei Wells untersucht.

Die Untersuchung der Wells erfolgte mittels Trypanblau-Assay nach Louis und

Siegel (2011)[96]. Trypanblau ist ein Vital-Farbstoff, der von abgestorbenen oder

perforierten Zellen aufgenommen wird und diese dadurch blau färbt.

Dafür wurde zunächst der Zellüberstand in einem Zentrifugenröhrchen gesammelt

und die Zellen mit je 1 ml PBS gewaschen. Die Waschlösung wurde ebenfalls in

dem Zentrifugenröhrchen gesammelt. Anschließend wurden die Zellen für 5 min mit

500 µl Trypsin inkubiert und die Trypsinierung mit 500 µl Zellmedium gestoppt.

Die gesamte Lösung wurde ebenfalls in dem Zentrifugenröhrchen gesammelt und

bei 200 x g für 5 min (Dec. 1) zentrifugiert. Der Überstand wurde entfernt und

das Zellpellet in 500 µl Zellmedium resuspendiert. Anschließend wurden 500 µl

Trypanblau-Lösung (0.4 %) hinzugegeben und die ungefärbten Zellen mittels einer

Neubauer-Kammer gezählt.

3.3 Mikroskopische Methoden

Im Rahmen dieser Arbeit wurde eine spezielle Kombination aus einem kommer-

ziell erhältlichen konfokalen Laserscanning-Mikroskop und einer Ergänzung um

eine HILO-Beleuchtung (Highly Inclined Optical Sheet) verwendet (s. Abbildung

3.2)4,[97].

4Die Ergänzung der HILO-Beleuchtung erfolgte im Rahmen der Promotionsarbeit von Dr. Jan
Ruland (2021).
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Abbildung 3.2: Schematische Darstellung des verwendeten Mikro-
skops. Auf der linken Seite befindet sich die von Dr. Jan Ruland auf-
gebaute HILO-Beleuchtung. Das Emissionslicht aus diesem Strahlengang
wurde mit einer sCMOS-Kamera detektiert. Auf der rechten Seite ist
der Strahlengang des LSM880 schematisch abgebildet. Das Emissions-
licht kann hier entweder durch einen PMT- oder einen Airyscan-Detektor
aufgefangen werden. Abbildung modifiziert aus Ruland et al. (2021)

Der konfokale Teil diente der Abbildung der Kernporen (eGFP-NTF2) mit ho-

her räumlicher Auflösung, wohingegen die Ergänzung verwendet wurde, um ein-

zelne DDX19-HaloTag- bzw. hnRNP A1-SnapTag-Proteine mit hoher zeitlicher

Auflösung abzubilden.

Bei dem konfokalen Mikroskop handelte es sich um das konfokale Laserscanning Mi-

kroskop 880 (LSM880) von Zeiss. Dieses war mit einer Airyscan-Detektionseinheit

ausgestattet, die hochauflösende Aufnahmen unterhalb des Rayleigh-Kriteriums

ermöglichte, indem eine Kombination aus dem konfokalen Prinzip und dem Prin-

zip der Pixel-Neuzuordnung verwendet wurde. Eine anschließende Wiener Dekon-

volution der erhaltenen Aufnahmen ermöglichte eine weitergehende Verbesserung

der Auflösung. Eine detaillierte Beschreibung der Prinzipien sowie der Wiener De-

konvolution findet sich in Weisshart (2014), Kubitscheck (2017) und in Wiener

(1949)[98],[99],[100].

Für die Einzelmolekülaufnahmen wurde das konfokale Mikroskop um eine highly

inclined and laminated optical sheet (HILO)-Beleuchtung[101] erweitert. Eine ge-
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naue Beschreibung des Aufbaus findet sich in Ruland et al. (2021)[97].

Im Unterschied zu dem dort beschriebenen Aufbau wurde in dieser Arbeit statt

der Andor iXon+ 879D EMCCD-Kamera die Prime BSI sCMOS-Kamera von Te-

ledyne Photometrics verwendet. Dies ermöglichte dank einem Kamerachip mit 4

Megapixeln und einer Quanteneffizienz nahe 95 % Aufnahmen der Einzelmoleküle

in einem 30 x 30 µm2 großem Sichtfeld mit einer Belichtungszeit von 5 ms (DDX19-

HaloTag) bzw. 15 ms (hnRNP A1-SnapTag).

Für eine hohe räumliche Auflösung wurde das Ölimmersionsobjektiv α-Plan-Apo-

chromat 63x/1.46 Oil Corr M27 Tirf Objektiv von Zeiss verwendet. Sämtliche Auf-

nahmen wurden über das Beheizungssystem von ibdi bei 37◦C durchgeführt.

3.3.1 Referenzpartikel zur Alignierung

Da die Aufnahmen der DDX19-HaloTag- und hnRNP A1-SnapTag-Moleküle im

Unterschied zu den eGFP-NTF2-Molekülen mit einem separaten Detektionssystem

erfolgten, mussten beide Aufnahmen im Nachhinein übereinandergelegt werden, um

die Bindungszeiten der DDX19-HaloTag- bzw. hnRNP A1-SnapTag-Moleküle an

den Kernporen bestimmen zu können (s. Kapitel 3.4). Zu diesem Zweck war es not-

wendig, ein Referenzobjekt in die Probe einzuführen, das sowohl von der sCMOS-

Kamera als auch mit dem Airyscan-Detektor abgelichtet wurde. Dafür wurden im

UV fluoreszierende Mikropartikel der Firma Polysciences verwendet, die nach dem

Protokoll von Ruland et al. (2021) an die äußere Membran der HeLa-Zellen ge-

bunden wurden. Dazu wurden diese zunächst mit EDAC um eine NHS-Gruppe

funktionalisiert und anschließend an die primären Amin-Gruppen der transmem-

branen Proteine gebunden[97].

3.3.2 Datenaufnahme

Um nun die Verweilzeit einzelner DDX19-HaloTag- und hnRNP A1-SnapTag-Proteine

an den Kernporen zu messen, wurden zunächst 1000 Bilder über die sCMOS Kame-

ra aufgenommen. Hierbei wurden die mittleren 300 x 300 Pixel mit einer effektiven

Pixelgröße von 0.1 µm und einer Belichtungs- sowie Integrationszeit von 5 ms

durchgeführt. Die Aufnahmen der hnRNP A1-Proteine erfolgte bei einer Integra-

tionszeit von 15 ms, da der 647-SiR Farbstoff im Vergleich zum JF549-Farbstoff

eine ∼7x niedrigere Helligkeit aufweist[102],[103]. Die ersten 900 Bilder wurden bei

einer Anregung mit 561 nm (DDX19-HaloTag) bzw. mit 640 nm (hnRNP A1-
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SnapTag) und die letzten 100 Bilder bei einer Anregung mit 405 nm (Mikropar-

tikel) aufgenommen. Die Farbtiefe betrug 16-Bit. Bei der Anregung wurde eine

HILO-Beleuchtung gewählt, um das Signal-zu-Rausch-Verhältnis zu verbessern[101].

Direkt im Anschluss erfolgten die konfokalen Aufnahmen der Kernporen. Hierfür

wurden die Proben über 20 Zyklen alternierend mit einer Anregung bei 405 nm (Mi-

kropartikel) und 488 nm (eGFP-NTF2 - Kernporen) auf dem Airyscan-Detektor

abgelichtet. Belichtet wurden die mittleren 860 x 860 Pixel mit einer effektiven Pi-

xelgröße von ∼35 nm. Die Lochblende war auf ca. 2 AU geöffnet und der Airyscan-

Detektor jedes Mal optimal justiert. Der Fokus der Probe wurde durch das Definite

Focus System von Zeiss stabilisiert.

3.4 Datenanalyse

Nach erfolgter Datenaufnahme mussten die konfokalen Bilder mit den Einzelmo-

lekülbildern übereinandergelegt werden, um im Nachhinein die Bindungszeiten ein-

zelner DDX19-HaloTag- sowie hnRNP A1-SnapTag-Moleküle mit den NPC fest-

stellen zu können. Da zur Anregung der NTF2-eGFP sowie DDX19-HaloTag- und

hnRNP A1-SnapTag-Moleküle zwei unterschiedliche Strahlengänge verwendet wur-

den, mussten beide Bilder hinsichtlich ihrer Skalierung, Rotation, Verzerrung und

Translation angepasst werden. Dies erfolgte mit der Bildauswertungssoftware ImageJ

und dafür geschriebenen Makros und Plug-ins5. Im nachfolgenden Abschnitt erfolgt

eine grobe Beschreibung der Routine. Eine detaillierte Beschreibung findet sich in

Ruland et al. (2021)[97].

3.4.1 Transformation

Die Farbtiefe der sCMOS-Kameraaufnahmen wurde von 16- auf 8-Bit konvertiert.

Anschließend wurde der Bildstapel in die 900 Aufnahmen der DDX19-HaloTag-

bzw. hnRNP A1-SnapTag-Proteine und die 100 Aufnahmen der Mikropartikel

aufgeteilt. Bei beiden Aufnahmen wurde der Hintergrund mit der Rolling Ball -

Methode (Rolling Ball -Radius von 20 Pixeln) subtrahiert und der Kontrast ver-

bessert (0.3 % gesättigte Pixel). Anschließend wurde eine Maximale-Intensitäts-

5Die Makros und Plug-ins wurden im Rahmen der Promotionsarbeit von Dr. Jan Ruland
(2021) geschrieben.
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Projektion aus den 100 Aufnahmen der Mikropartikel durchgeführt.

Die Airyscan-Bilder wurden über den Airyscan-Algorithmus entfaltet und die Auf-

nahmen nach Membran- und Mikropartikelbildern aufgeteilt. Anschließend wurde

auch hier der Hintergrund subtrahiert und der Kontrast mit den gleichen Einstel-

lungen wie zuvor verbessert. Die Aufnahmen der Mikropartikel wurden gemittelt

und erneut kontrastiert. Die Aufnahmen der Membran wurden aufsummiert und

beide Projektionen in 8-Bit umgewandelt.

Mit StackReg wurde Rotation, Skalierung und Verzerrung der beiden Aufnahmen

durch eine affine prä-Transformation an den konfokalen Bildern zueinander ange-

passt und in einem zweiten Schritt dann die Translation über eine weitere affine

Transformation an den konfokalen Bildern korrigiert. Die Farbverschiebung auf-

grund der chromatischen Aberration zwischen den Aufnahmen bei 488 nm (eGFP-

NTF2 - Kernpore) und 561 nm (DDX19-HaloTag) bzw. 640 nm (hnRNP A1-

SnapTag) wurde im letzten Schritt durch eine weitere Transformation korrigiert[97].

Der Erfolg der Transformation wurde abschließend für jede einzelne Aufnahme

visuell überprüft.

3.4.2 Analyse der Kymographen

Nach erfolgreicher Transformation beider Aufnahmen wurden Kymographen von

den Einzelmolekülaufnahmen entlang der Kernmembran erstellt, die die einzelnen

Bindungsereignisse zwischen DDX19-HaloTag- und hnRNP A1-SnapTag-Molekülen

mit den NPCs aufzeigen sollten. In den Kymographen wurden die Signalinten-

sitäten der DDX19-HaloTag- bzw. hnRNP A1-SnapTag-Proteine entlang der Kern-

membran als Funktion der Zeit wiedergegeben. Die Kymographen wurden mit Ma-

kros und Plug-ins für ImageJ erstellt und werden im Nachfolgenden erklärt6.

Die aus der Transformation erhaltene Summen-Projektion der Kernporenkomplexe

wurde auf 8-Bit konvertiert, der Hintergrund mit einem Rolling Ball -Radius von

15 Pixel subtrahiert, der Kontrast verstärkt (0.1 % gesättigte Pixel) (Abbildung

3.3 A) und anschließend auf 1-Bit skaliert.

6Die Makros und Plug-ins zur Erstellung der Kymographen wurden von Dr. Jan-Peter Sieb-
rasse erstellt.
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Die Maxima wurden über die ImageJ Funktion Find Maxima gefunden und anhand

dieser die Kernhülle lokalisiert.

Anschließend wurden die Maxima nach dem nearest neighbour -Algorithmus sortiert[104].

Hierfür wurde ausgehend von einem manuell gewählten Startpunkt der Abstand

zwischen jeweils zwei Punkten nach

d =
√

(x2 − x1)2 + (y2 − y1)2 (3.1)

berechnet, wobei d der Abstand und x1,2 und y1,2 die x,y-Koordinaten der jeweili-

gen Punkte sind. Anschließend wurden die Punkte entsprechend ihrer Position der

Reihe nach sortiert und zu einer Polylinie verknüpft (Abbildung 3.3 B).

Diese Polylinie wurde dann als Overlay auf die Einzelmolekülaufnahmen gelegt

(Abbildung 3.3 C) und die Intensitäten im Einzelmolekülkanal entlang des Over-

lays gemessen.

Diese Intensitäten wurden graphisch in einem Kymographen wiedergegeben, wobei

auf der y-Achse die Intensitäten im Einzelmolekülkanal entlang des Overlays und

auf der x-Achse die Zeit aufgetragen wurde (Abbildung 3.3 D). Ein Pixel entlang

der x-Achse entsprach dabei der Integrationszeit der Kamera bei der jeweiligen

Aufnahme.

Um einen gewissen Grad der Flexibilität in der Bindung zu erlauben und so die

Ko-Lokalisierungsungenauigkeit, die 35 nm[97] betrug, zu berücksichtigen, wurden

jeweils zwei zusätzliche Kymographen erstellt, die jeweils einen Pixel nach innen

bzw. außen verschoben waren.
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Abbildung 3.3: (A) Summen-Projektion der mit eGFP-NTF2 mar-
kierten Kernporenkomplexe. (B) Die aus den Kernporenkomplexen er-
stellte Polyline nach der manuellen Entfernung ”schlechter ” NPCs. (C)
Überlagerung der Polyline auf die Einzelmolekülaufnahmen von DDX19-
HaloTag. (D) Ein Ausschnitt aus dem aus (C) resultierten Kymographen.
Bindungen von DDX19-HaloTag-Molekülen auf den Kernporen sind als
waagerechte Linien im Kymographen zu erkennen.(E) Intensitäts-Zeit-
Plot der in (D) gezeigten Bindung. Maßstabsbalken: 5 µm.

Eine Bindung wurde als solche registriert, wenn die Fluoreszenzintensität der DDX19-

HaloTag- bzw. hnRNP A1-SnapTag-Proteine auf dem Overlay über dem fünffachen

der Standardabweichung des Hintergrundrauschens lag (Abbildung 3.3 E). Diese

Bindungen wurden dann über die Zeit gemessen und konnten in den Kymographen

als senkrechte Linie zur y-Achse erkannt werden (Abbildung 3.3 D).

Die aus den Bindungsereignissen erhaltenen Intensitätswerte wurden mit dem Savitzky-

Golay Filter geglättet. Hierbei wurden gleichgroße Teilmengen der Daten mit dem

Polynom

Yj =
1

N

m−1
2∑

i= 1−m
2

Ci · yj+1,
m+ 1

2
≤ j ≤ n− m− 1

2
(3.2)

nach dem Prinzip des kleinsten Fehlerquadrates gefaltet[105].

Die unabhängigen Variable xj ist dabei die Zeit und die beobachtete Variable yj

die Intensität, wobei j = 1, ... , n ist. Die Größe der verwendeten Datenmenge

pro Faltung betrug m und Ci war ein Faltungskoeffizient. Die für m, Ci und N

verwendeten Werte stammen aus Savitzky et al. (1964) und sind in Tabelle 3.5
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zusammengefasst[105].

Tabelle 3.5: Die erste Zeile gibt die verwendete Datenmenge pro Fal-
tung m an. Hieraus ergibt sich der Start- und Endwert der Summe, die
entsprechend der Datenmenge m in der linken Spalte zusammengefasst
sind. Der Faltungskoeffizient Ci für den jeweiligen Summanden ist in den
Spalten unterhalb der Datenmenge aufgelistet. Die Werte für N sind in
der untersten Zeile wiedergegeben.

Datenmenge 5 9 17

-8 -21
-7 -6
-6 7
-5 18
-4 -21 27
-3 14 34
-2 -3 39 39
-1 12 54 42
0 17 59 43
1 12 54 42
2 -3 39 39
3 14 34
4 -21 27
5 18
6 7
7 -6
8 -21

N 35 231 323

3.4.3 Anpassung der Bindungszeiten

Nachdem die einzelnen Bindungszeiten der fünf Proteine aus Tabelle 3.4 mittels Ky-

mographen bestimmt wurden, wurden diese Bindungszeiten in Klassen zusammen-

gefasst und für jedes Protein ein entsprechendes Histogramm erstellt. Hierbei er-

folgte eine Abschätzung der Klassenbreite nach Freedman und Diaconis (1981)[106].

Bei den Bindungszeiten handelt es sich um poissonverteilte Zufallszahlen. Wird

der Fall betrachtet, wie lange eine solche Bindung bestehen bleibt, so lassen sich

die Wahrscheinlichkeiten P(x) mit der Funktion
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P (x) = A · e
−
(
x
t

)
(3.3)

beschreiben, wobei A die Wahrscheinlichkeit bei einer Bindungszeit von 0 s ist,

x die jeweiligen Bindungszeiten sind und t der Erwartungswert der Bindungszeit

ist. Die aus den Bindungszeiten erstellten Histogramme konnten entsprechend mit

der Funktion (3.3) angepasst und so der Erwartungswert für die Bindungszeit des

jeweiligen Proteins (Tabelle 3.4) an den Kernporen bestimmt werden.

3.4.4 Kategorisierung der Trajektorien

Nachdem die Bindungsereignisse an den Kernporen mittels Kymographen bestimmt

wurden, konnte die Bewegung der Proteine in den Einzelmolekülaufnahmen vor-

und nach der Bindung näher untersucht werden. Aus diesen Bewegungen konnten

Trajektorien erstellt werden, die je nach Start- und Endpunkt in neun Kategori-

en unterteilt wurden. Die nachfolgende Abbildung stellt die jeweiligen Kategorien

grafisch da. Die Erfassung sowie Kategorisierung der Trajektorien erfolgte manuell.

Abbildung 3.4: Alle denkbaren Trajektorien eines Moleküls (rot) in
Verbindung mit einem Kernporenkomplex (grau).
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3.4.5 Mobilitätsanalyse einzelner DDX19-HaloTag-Moleküle

im Zytoplasma

Zusätzlich zur Bestimmung der Bindungszeiten der einzelnen Proteine mit den

Kernporen wurde auch die Mobilität der Proteine im Zytoplasma untersucht.

Hierfür wurden zunächst mit dem ImageJ Plug-in TrackMate [107] sämtliche Tra-

jektorien der Proteine aus den Einzelmolekülaufnahmen erstellt.

Die Detektion der Einzelmolekül-Signale erfolgte über den Difference of Gaussian

(DoG)-based detector, wobei ein Signaldurchmesser von 0.5 µm angenommen wur-

de. Bei dieser Methode werden zwei Gauß-Filter mit unterschiedlicher Standard-

abweichung auf das gewünschte Bild angewendet und beide resultierenden Bilder

voneinander subtrahiert. Das Ergebnis liefert ein geglättetes Bild mit scharfen lo-

kalen Maxima an den Partikelpositionen, die anschließend detektiert wurden. Im

nächsten Schritt wurde die Anzahl der detektierten Signale über einen Schwellen-

wert auf ungefähr 1500 Signale je Aufnahme reduziert, um die Erstellung fehlerhaf-

ter Trajektorien zu vermeiden. Daraufhin wurden die einzelnen Signale über den

Simple LAP tracker [108] zu Trajektorien verknüpft. Hierbei wurde eine maximale

Verknüpfungslänge von 1 µm erlaubt. Der maximale Abstand zum Schließen von

Lücken zwischen zwei Signalen betrug ebenfalls 1 µm und eine maximale Bildlücke

von zwei Bildern wurde erlaubt. Diese Parameter wurden in Vorversuchen empi-

risch bestimmt.

Im nächsten Schritt wurde ein Overlay der jeweiligen Kernmembran (s. Kapitel

3.4.2) auf die Einzelmolekülaufnahme mit den erstellten Trajektorien gelegt und

sämtliche Trajektorien innerhalb des Overlays manuell verworfen. So verblieben

nur noch Trajektorien innerhalb des Zytoplasmas. Für das hnRNP A1-SnapTag

wurde es genau umgekehrt gemacht. Hier wurden sämtliche Trajektorien außer-

halb des Overlays verworfen, sodass nur die Trajektorien im Zellkern verblieben.

Mit diesen verbliebenen Trajektorien wurden mittels des Webinterfaces Spot-On[109]

die Diffusionskoeffizienten im Zytoplasma (DDX19-HaloTag und Mutanten) bzw.

im Nukleoplasma (hnRNP A1-SnapTag) bestimmt.

Die Klassenbreite der Sprungweiten-Histogramme wurde auf 0.02 µm gesetzt und

die maximale Sprungweite auf 1 µm begrenzt. Außerdem wurden nur die ersten

vier Sprünge jeder Trajektorie verwendet, um eine Übergewichtung der langsamen

Proteine zu vermeiden. Die Modellanpassung erfolgte an die kumulierte Wahr-
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scheinlichkeitsverteilung der Sprungweitenhistogramme.

Die Abschätzung, ob ein Zwei- bzw. Drei-Zustands-Modell die Daten besser be-

schreibt, erfolgte über den Akaike Information Criterion (AIC)[110]. Hierbei wurden

die Residuen der Anpassung mit der Anzahl an Beobachtungen sowie der Anzahl

an Anpassungsparameter nach

AIC = n · ln
(RSS

n

)
+ 2k (3.4)

gewichtet, um eine Übergewichtung durch zusätzliche Parameter zu vermeiden

(3.4).

Die Variable n beschreibt dabei die Anzahl der Beobachtungen, RSS die Residu-

enquadratsumme und k die Anzahl der Anpassungsparameter. Entsprechend be-

schreibt das Modell mit dem kleineren AIC, die zugrundeliegenden Daten besser.

Dabei zeigte sich, dass sämtliche in dieser Arbeit analysierten Proteine am besten

durch ein Drei-Zustands-Modell beschrieben wurden (s. Kapitel 4.6). Entsprechend

ergaben sich drei Diffusionskoeffizienten - DImmobil, DRetardiert und DMobil. SpotOn

lieferte nicht nur die Größen der Diffusionskoeffizienten, sondern auch die jeweili-

gen Fraktionsgrößen.

Um die Änderung in der Mobilität zwischen DDX19-HaloTag und den Mutanten

DDX19-ATPase-HaloTag und DDX19-Gle1-HaloTag vergleichen zu können, wurden

die drei Diffusionskoeffizienten von DDX19-HaloTag und den Mutanten gemittelt

und diese gemittelten Diffusionskoeffizienten SpotOn vorgegeben. Somit konnte

die Änderung der jeweiligen Fraktionsgröße bei gleichbleibenden Diffusionskoef-

fizienten bestimmt werden. Die Diffusionskoeffizienten für DDX19-HaloTag und

die DDX19-ATPase-HaloTag-Mutante wurden dabei auf folgende Werte gemittelt:

DImmobil = 0.044 µm2/s, DRetardiert = 0.80 µm2/s und DMobil = 4.67 µm2/s. Die

Diffusionskoeffizienten für DDX19-HaloTag und die DDX19-Gle1-HaloTag-Mutante

wurden auf DImmobil = 0.097 µm2/s, DRetardiert = 0.47 µm2/s und DMobil = 1.11

µm2/s gemittelt.
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3.4.6 Mobilitätsanalyse einzelner hnRNP A1-SnapTag Mo-

leküle im Nukleoplasma

Das gleiche Vorgehen wurde angewendet, um die Mobilität von hnRNP A1-SnapTag-

Molekülen im Nukleoplasma von AMD behandelten und unbehandelten Zellen zu

bestimmen und miteinander zu vergleichen.

Hierbei wurden die Diffusionskoeffizienten auf DImmobil = 0.01 µm2/s, DRetardiert

= 0.12 µm2/s und DMobil = 0.73 µm2/s. festgelegt.

3.4.7 Einzelmolekül-Lokalisierungspräzision

SpotOn benötige außer den in Kapitel 3.4.5 genannten Parametern noch die Anga-

be des Lokalisierungsfehlers der Einzelmoleküle in laterale Richtung. Dieser wurde

für die sCMOS-Kamera mit Hilfe von fixierten Zellen bzw. Proteinen bestimmt.

Dafür wurden die DDX19-HaloTag- und hnRNP A1-SnapTag-Proteine nach Ka-

pitel 3.4.2 mit dem Farbstoff JF549 (DDX19-HaloTag) bzw. 647-SiR (hnRNP A1-

SnapTag) angefärbt und die Zellen anschließend für 10 min bei 37◦C in einer 4

%-igen Paraformaldehyd (PFA) Lösung inkubiert. Nach erfolgter Reaktion wur-

den die Zellen dreimal je 5 min mit PBS gewaschen und sofort wie in Kapitel 3.3

beschrieben mikroskopisch untersucht. Hierbei wurden 900 Bilder bei einer Anre-

gung von 561 nm (DDX19-HaloTag) bzw. 640 nm (hnRNP A1-SnapTag) und einer

Integrationszeit von 5 ms (DDX19-HaloTag) bzw. 15 ms (hnRNP A1-SnapTag)

aufgenommen. Gemessen wurde der untere Bereich der Zellen, welcher im direkten

Kontakt mit dem Deckglas stand. An dieser Stelle war es möglich, die an die Kern-

poren gebundenen DDX19-HaloTag- bzw. hnRNP A1-SnapTag-Moleküle über den

gesamten Bildausschnitt zu sehen.

Anschließend wurde die Lokalisierungspräzision der fixierten Einzelmoleküle mit

σ =

√
F

[(
4

3

)2

·
s2 + a2

12

N
+

8πb2
(
s2 + a2

12

)
N2a2

]
(3.5)

nach Mortensen et al. (2010) bestimmt[111].

Hierbei ist F der Korrekturfaktor, der bei der sCMOS-Kamera 1 beträgt. s ent-
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spricht dem FHWM der Signalintensitäten. a entspricht der Pixelgröße und ist 103

nm. N ist die Anzahl an Photonen pro Signal, die bei dem verwendeten Farbstoff

(JF549) auf ∼300 und für 647-SiR auf ∼100 geschätzt wurden[112]. b ist der Hin-

tergrund in Photonen pro Pixel, was N/100 entspricht.

3.5 Identifizierung der NLS

Zusätzlich zur Analyse des mRNP-Exports durch DDX19-HaloTag wurde der Im-

port von DDX19 in einem separaten Teil der Arbeit untersucht. Hierbei sollte die

NLS von DDX19 identifiziert werden.

3.5.1 Anhand der isolierten Sequenz

In einem Vorversuch gelang es, den Aminosäurebereich 425 - 436 von DDX19 als

vermeintliche NLS zu identifizieren7. Dafür wurden die zwölf Aminosäuren auf N-

terminaler Seite mit einem eGFP-Molekül kloniert und transient in HeLa-Zella

eingeführt. Eine anschließende mikroskopische Untersuchung der Gleichgewichts-

verteilung der Fluoreszenz markierten Aminosäuresequenz ergab eine leichte An-

reicherung im Zellkern.

Um diesen Befund zu erhärten, wurde daraufhin die entsprechende Aminosäure-

sequenz auf N-terminaler Seite mit zwei eGFP-Proteinen klonierte und die Gleich-

gewichtsverteilung des Fusionsproteins erneut untersucht8. Durch das zweite eGFP-

Molekül wurde der diffusionsbedingte Export der Moleküle ins Zytoplasma redu-

ziert, sodass eine deutlichere Anreicherung der potenziellen NLS im Zellkern er-

reicht werden kann.

Die subzelluläre Gleichgewichtsverteilung der Aminosäuresequenz wurde anschlie-

ßend mit entsprechenden Positiv- und Negativkontrollen verglichen, um die Effek-

tivität der Sequenz einschätzen zu können.

Als Positivkontrolle wurde die NLS des großen T-Antigens von SV40 verwendet[113].

Bei dieser Sequenz handelt es sich um die erste NLS, die entdeckt wurde und zu-

gleich um eine der stärksten NLS-Sequenzen[114].

7Die Versuche hierfür erfolgten im Rahmen der Bachelorarbeit von Julius Wijbenga (2020).
8Dies erfolgte im Rahmen der Bachelorarbeit von Lisa Övermöhle (2021).
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Als Negativkontrollen dienten die NLS des großen T-Antigens und die Aminosäure-

sequenz 425 - 436 von DDX19, bei denen jeweils die basischen Aminosäuren nach

dem Protokoll der Mutagenese-PCR (s. Kapitel 3.1.2) durch Alanine substitu-

iert wurden (s. Tabelle 3.6)9. Auf diese Weise konnten die Bindungen der NLS-

Sequenzen an die hydrophoben Bindungstaschen der Importine blockiert werden

(s. Kapitel 1.1).

Eine Zusammenfassung der hergestellten und untersuchten Plasmide ist in der

nachfolgenden Tabelle wiedergegeben.

Tabelle 3.6: Im Rahmen der Bachelorarbeit von Lisa Övermöhle er-
stellten Plasmide zur Untersuchung der NLS von DDX19. Details siehe
Text.

Plasmid Exprimierte Aminosäure

pQCXIP-2x eGFP-NLSSV40 126PKKKRKV132

pQCXIP-2x eGFP-mut. NLSSV40 126PAAARAV132

pQCXIP-2x eGFP-NLSDDX19 425HRIGRTGRFGKR436

pQCXIP-2x eGFP-mut. NLSDDX19 425HAIGATGAFGAA436

Diese Konstrukte wurden einen Tag vor der Messung nach Kapitel 3.2.3 transient

in HeLa-Zellen transfiziert und anschließend unter dem Zeiss LSM880 mikrosko-

piert.

Die Proteine wurden dabei mit einem Argon-Laser der Anregungswellenlänge 488

nm angeregt und die Emission in einem Bereich von 493 bis 598 nm detektiert. Die

Lochblende wurde auf eine Airy-Einheit eingestellt. Eine Airy-Einheit beschreibt

den Durchmesser der Lochblende, bei der nur das Hauptmaximum der Anregungs-

PSF die Lochblende passiert[98]. Weiterhin wurde das α-Plan-Apochromat 63x/1.4

Oil DIX M27 Ölimmersionsobjektiv verwendet. Somit wurden Bildausschnitte mit

einer Größe von 135 x 135 µm2 und einer Farbtiefe von 16-Bit aufgenommen. Die

Temperatur wurde während der Messung mit dem Beheizungssystem von ibidi auf

37◦C gehalten.

9Die Erstellung der Negativkontrollen erfolgte ebenfalls in der Bachelorarbeit von Lisa
Övermöhle.
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Aus den aufgenommenen Bildern wurde das Intensitätsverhältnis QN/C zwischen

Nukleoplasma und Zytoplasma nach

QN/C =
INukleoplasma − IHintergrund

IZytoplasma − IHintergrund

(3.6)

bestimmt. Dabei bezeichnet INukleoplasma die Intensität im Nukleoplasma, IZytoplasma

die Intensität im Zytoplasma und IHintegrund die Intensität des Hintergrundes au-

ßerhalb einer Zellen. Die jeweiligen Intensitäten wurden mittels ROIs (Region of

Interest) über ImageJ bestimmt.

Die Standardabweichung σ wurde nach

σ =

√∑n
i=1(QNi/Ci

−QN/C)2

(n− 1)
(3.7)

und der Standardfehler des Mittelwerts SEM nach

SEM =
σ√
n

(3.8)

bestimmt, wobei n die Anzahl der Messungen beschreibt.

3.5.2 Anhand des gesamten Proteins

In einem weiteren Schritt wurde die Importfähigkeit der potenziellen NLS im

Kontext des gesamten Proteins untersucht. Für diesen Zweck wurden die basi-

schen Aminosäuren der Aminosäuresequenz 425 - 436 im Genom von DDX19 im

pQCXIH-DDX19-Halo-Plasmid nach Tabelle 3.6 mutiert10. Das erhaltene Plasmid

enthielt das Transgen für das DDX19-Protein mit einer mutierten NLS-Sequenz

(DDX19-NLSmut). Der Erfolg der Reaktion wurde durch eine Sequenzierung der

Firma Seqlab-Microsynth überprüft.

Das Plasmid wurde am Vortag der Messung nach Kapitel 3.2.3 transient in HeLa-

Zellen transfiziert und die Proteine am Tag der Messung mit 0.1 µM JF549 gefärbt.

10Dies erfolgte im Rahmen der Bachelorarbeit von Mark Majer (2021).
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Die mikroskopische Untersuchung der subzellulären Verteilung des Proteins erfolg-

te nach Kapitel 3.5.1. Die Anregung der Fluorophore erfolgte in diesem Fall mit

einem DPSS 561-10 Laser der Wellenlänge 561 nm und die Detektion des Emissi-

onslichtes wurde in einem Bereich zwischen 566 und 680 nm detektiert.

Da die subzelluläre Verteilung von DDX19 im Normalzustand der Zelle auf Seiten

des Zytoplasmas liegt, mussten die DDX19- bzw. DDX19-NLSmut-Proteine zum

Import angeregt werden, um letztlich die Importfähigkeit beider Proteine mitein-

ander vergleichen zu können. Um dies zu erreichen, wurden die Zellen im Vorfeld

der Messung mit ∼180 J/cm2 UV-C Licht der Wellenlänge 254 nm bestrahlt. Die

starke UV-C Strahlung verursacht DNA-Schäden in den Zellen, die dazu führen,

dass DDX19 in den Zellkern importiert wird, um diese Schäden zu reparieren[59].

Die anschließende Auswertung der subzellulären Verteilung und dessen Fehlers er-

folgte nach Gleichung (3.6) - (3.8).
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Kapitel 4

Ergebnisse

In dieser Arbeit wurden zwei Aspekte der RNA-Helikase DDX19 analysiert. Zum

einen wurden die Kinetik und der Mechanismus des mRNP-Exports an NPCs mit-

tels Einzelmolekülexperimenten in vivo bestimmt, zum anderen wurde der Import-

mechanismus von DDX19 selbst untersucht. Dabei sollte die bislang unbekannte

NLS identifiziert werden.

Zur Untersuchung des mRNP-Exports wurden die Bindungszeiten von einzelnen

DDX19-HaloTag-Proteinen an Kernporen gemessen und mit den Bindungszeiten

ausgewählter Mutanten verglichen. Diese Mutanten wurden dabei so gewählt, dass

sie in einem bestimmten Schritt des mRNP-Exports gehemmt waren. Auf diese Wei-

se konnten Rückschlüsse auf die Funktion von DDX19, mRNP, NUP214 und Gle1

in den einzelnen Schritten des mRNP-Exports gezogen werden. Darüber hinaus

wurden die Bindungszeiten von hnRNP A1-SnapTag gebundenen mRNPs selbst

an den Kernpore gemessen und mit den Bindungszeiten von DDX19-HaloTag ver-

glichen.

Um die NLS von DDX19 zu identifizieren, wurde eine in Vorversuchen bestimmte

Aminosäuresequenz auf der C-terminalen Seite des Proteins in vivo auf ihre Im-

portfähigkeit hin untersucht. Dies geschah einmal mit der isolierten Sequenz und

einmal im Kontext des gesamten Proteins.



4.1 Funktionalitätstest der Fusionsproteine

Um das zu untersuchende DDX19-Protein (DDX19, DDX19-NUP214/RNA, DDX19-Gle1

oder DDX19-ATPase) zu visualisieren, wurde das jeweilige Protein als HaloTag-

Fusionsprotein stabil in HeLa-Zellen induzierbar exprimiert. Die anschließende

Färbung des HaloTags mit JF549 ermöglichte dann die Einzelmolekülanalyse der

DDX19-HaloTag-Proteine in vivo. Analog wurde das hnRNP A1-Protein unter Ver-

wendung des SnapTag und des Farbstoffes 647-SiR in HeLa-Zellen visualisiert.

Nachdem die fünf Zelllinien hergestellt waren, wurde die Funktionalität der Fu-

sionsproteine zunächst untersucht.

4.1.1 DDX19-HaloTag

Um die Funktionalität der DDX19-HaloTag-Fusionsproteine zu untersuchen, wurde

die Überlebensrate der DDX19-HaloTag-Zellen unter Abwesenheit des endogenen

DDX19 (siRNA-behandelt) und unter Anwesenheit des jeweiligen Fusionsproteins

(s. Tabelle 3.3) untersucht (induzierte Expression durch Doxycyclin - s. Kapitel

3.2.6). Verglichen wurden diese Überlebensraten mit den Überlebensraten unbe-

handelter Zellen (ohne siRNA und ohne Dxoycyclin) sowie Zellen ohne dem endo-

genen DDX19 (siRNA-behandelt) und ohne dem rekombinanten DDX19-HaloTag

(ohne Doxycyclin).

Die Zahl der lebenden Zellen aus der unbehandelten Probe diente als Referenz-

wert und wurde gleich eins gesetzt. Die Zahlen der lebenden Zellen der beiden

anderen Proben wurden relativ zu diesem Wert bestimmt und sind grafisch für alle

DDX19-Proteine in Abbildung 4.1 dargestellt.
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Abbildung 4.1: Die relative Menge an lebenden Zellen in den Pro-
ben ohne siRNA und ohne Doxycyclin (hellblau), mit siRNA aber
ohne Doxycyclin (dunkelblau) und mit siRNA und mit Doxycyclin
(grau) bei den Zelllinien mit DDX19-HaloTag, DDX19-ATPase-HaloTag,
DDX19-NUP214/RNA-HaloTag und DDX19-Gle1-HaloTag. Details s. Text.

Der Vergleich der relativen Häufigkeiten von lebenden Zellen mit und ohne en-

dogenes DDX19 zeigt, dass sich die Zahl der lebenden Zellen ohne DDX19 fast

halbiert (hellblaue und dunkelblaue Balken in Abbildung 4.1) wird. Das rekombi-

nante DDX19-HaloTag kann diesem Effekt entgegenwirken (grauer Balken in der

ersten Spalte von Abbildung 4.1), was zeigt, dass die ursprüngliche Funktionalität

von DDX19 im Fusionsprotein erhalten bleibt. Die drei Mutanten, die im mRNP-

Export gehemmt sind, konnten dies jedoch nicht (graue Balken in den Spalten zwei

bis vier in Abbildung 4.1). Da der Export von mRNP für das Überleben der Zellen

unerlässlich ist, entspricht dieses Ergebnis den Erwartungen.

4.1.2 hnRNP A1-SnapTag

Die Bestimmung der Bindungszeiten von mRNPs an NPCs wurde mit dem hnRNP

A1-SnapTag-Fusionsprotein durchgeführt. Da hnRNP A1 bereits in der frühen

Phase der RNP-Biogenese an mRNPs bindet und diese während ihrer Translo-

kation durch die NPCs in das Zytoplasma begleitet, eignet es sich für diesen Zweck

sehr gut. Es wurde jedoch im Vorfeld geprüft, ob das Fusionsprotein (hnRNP A1-

SnapTag) im Zellkern tatsächlich mit den mRNPs gebunden vorliegt. Dies erfolgte

anhand der Mobilitätsanalyse einzelner hnRNP A1-SnapTag-Moleküle einmal nach

Inkubation mit und einmal ohne AMD gemäß Kapitel 3.4.6. Durch das AMD soll-

te die mRNP-Konzentration in den Zellen reduziert werden und vermehrt freie

hnRNP A1-SnapTag-Moleküle vorliegen, was zu einer Erhöhung der mobilen Frak-

tion führen sollte.
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Zur Erfassung der Diffusionskoeffizienten wurden die Sprungweiten der Proteine

mit Trackmate bestimmt und die Histogramme mit SpotOn erstellt. Die Bewer-

tung, ob die zugrunde liegenden Sprungweiten mit einem Zwei-Zustands- oder mit

einem Drei-Zustands-Modell beschrieben werden können, wurde mit SpotOn un-

ter Verwendung des Akaike Information Criterion (AIC) durchgeführt (s. Kapitel

3.4.5). Für die hnRNP A1-SnapTag-Proteine nach Inkubation mit und ohne AMD

ergab dies jeweils einen niedrigeren Wert für das Drei-Zustands-Modell. Dies deu-

tet darauf hin, dass das hnRNP A1-SnapTag mit den drei Diffusionskoeffizienten

DImmobil, DRetardiert und DMobil in den Zellen vorliegen.

Die drei Diffusionskoeffizienten für die hnRNP A1-SnapTag-Proben nach Inkuba-

tion mit AMD und ohne AMD wurden anschließend miteinander gemittelt. Die ge-

mittelten Diffusionskoeffizienten (s. Kapitel 3.4.6) wurden danach für beide hnRNP

A1-SnapTag-Proben in SpotOn vorgegeben und die Änderung der jeweiligen Frak-

tionsgrößen bestimmt. Dabei ergab sich folgende Verteilung.

Abbildung 4.2: Die Fraktionsgrößen der drei Diffusionskoeffiziente (s.
Kapitel 3.4.6) von hnRNP A1-SnapTag im Nukleoplasma mit (lila) und
ohne (grau) Behandlung von AMD nach Kapitel 3.2.5

Es ist deutlich zu erkennen, dass nach der Zugabe von AMD der Anteil der immo-

bilen Proteine in die mobile Fraktion übergeht. Die Hemmung der Transkription

durch das AMD führt folglich zu einer erhöhten Mobilität der hnRNP A1-SnapTag

Proteine im Zellkern. Daraus kann geschlossen werden, dass ein Großteil der hnRNP

A1-SnapTag-Proteine im unbehandelten Zustand an mRNPs gebunden vorliegt.
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Zusätzlich wird der Unterschied in den Mobilitäten beider Proben anhand der

Sprungweitenhistogramme in der nachfolgenden Abbildung veranschaulicht. Es

wurden 3730 Sprünge nach Inkubation mit AMD und 3726 Sprünge ohne AMD

untersucht.

Abbildung 4.3: Die Sprungweitenhistogramme von hnRNAP A1-
SnapTag Molekülen im Nukleoplasma von AMD behandelten (lila) und
unbehandelten (grau) Zellen.

Darüber hinaus wurden die jeweiligen Bindungshäufigkeiten von hnRNP A1-SnapTag-

Proteinen an NPCs pro Minute gemessen. Ohne Inkubation mit AMD konnten im

Durchschnitt 2.3 Bindungen pro Minute beobachtet werden. Nach der Zugabe von

AMD sank die Bindungshäufigkeit um ∼74 % auf 0.6 Bindungen pro Minute. Da

AMD die Transkription hemmt und folglich die mRNP-Konzentration in den Zellen

reduziert, können die Bindungen der unbehandelten Probe in direkten Zusammen-

hang mit den mRNPs gestellt werden.

4.2 Bindungszeiten an den Kernporenkomplexen

Nachdem die Funktionalität der Fusionsproteine verifiziert war, wurden die Bin-

dungszeiten der einzelnen Proteine an den Kernporen gemäß Kapitel 3.4 bestimmt.

Hierbei liegen die Bindungszeiten zwischen Protein und Kernpore Poisson-verteilt

vor, ähnlich wie beim radioaktiven Zerfall von Atomkernen. Wird der Fall betrach-

tet, wie lange eine Bindung anhält, so wird die Wahrscheinlichkeit der Bindungszeit

durch eine abnehmende Exponentialfunktion beschrieben.
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Um zu prüfen, ob die Wahrscheinlichkeitsverteilung der Bindungszeiten einer ein-

fach, zweifach oder dreifach abnehmenden Exponentialfunktion folgen, wurden die

jeweiligen Anpassungen mit Hilfe des Akaike Information Criterion (AIC) bewertet

(s. Kapitel 3.4.5). Dabei zeigte sich, dass die Daten aller DDX19-Zelllinien sowie

der hnRNP A1-Zelllinie (s. Tabelle 3.4) einer einfach abnehmenden Exponenti-

alfunktion folgten. Somit lag von dem jeweiligen Protein nur eine Population an

Partikeln an den Kernporen vor und es konnte der jeweilige Erwartungswert der

Bindungszeit bestimmt werden.

4.2.1 DDX19-HaloTag

Insgesamt ergaben sich für das DDX19-HaloTag 92 Bindungsereignisse aus 116

Messungen an 92 verschiedenen Zellen. Ein solches Bindungsereignis ist beispiel-

haft für DDX19-HaloTag in Abbildung 4.4 A dargestellt. Sämtliche Bindungsbei-

spiele der nachfolgenden Messungen aus den Kapiteln 4.2.2 - 4.3 sind im Anhang

aufgeführt.

Abbildung 4.4 A zeigt die Bildsequenz der Bindung eines DDX19-HaloTag-Moleküls

(rot) mit einer Kernpore (grün). Die einzelnen Bilder sind entsprechend der Bildra-

te von 200 Hz zeitlich nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist der dazugehörige

Kymograph dargestellt. Wenn ein Molekül an die Kernpore bindet, wird dies je

nach Länge der Bindung entweder durch einen gelben Punkt oder durch eine gelbe

Linie im Kymographen angezeigt. Dieser ist für die in Abbildung 4.4 A gezeigte

Bindung mit zwei weißen Pfeilen im Kymographen markiert.

Abbildung 4.4 B zeigt den zeitlichen Verlauf der Intensität der in Abbildung 4.4 A

dargestellten Bindung. Diese Bindung dauerte 190 ms.
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Abbildung 4.4: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines DDX19-
HaloTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün). Die Integrationszeit
eines Bildes lag bei 5 ms. Unterhalb der Bildsequenz ist der Ausschnitt
des Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt. (B) zeigt den
Intensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die Zeit. Die Bin-
dung dauert 190 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.

Das arithmetische Mittel aus den 92 Bindungszeiten lag bei 53 ± 4 ms und es

konnten im Mittel 11.0 Bindungen der DDX19-HaloTag-Moleküle mit den NPCs

pro Minute beobachtet werden.

Abbildung 4.5: Verteilung der Bindungszeiten von DDX19-HaloTag.
Fehlerbalken wurden nach der Standardabweichung der Poisson-
Verteilung berechnet. Die Anpassung an die Bindungszeiten unter
Berücksichtigung der Fehlerbalken ist anhand der roten Kurve darge-
stellt. Die entsprechenden Residuen sind oberhalb der Verteilung gezeigt.
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Die 92 Bindungszeiten wurden in Abbildung 4.5 zu einem Histogramm mit einer

Klassenbreite von 10 ms zusammengefasst und mit einer einfach abnehmenden

Exponentialfunktion (3.3) angepasst. Oberhalb des Histogramms sind die entspre-

chenden Residuen der Anpassung dargestellt. Die Anpassung ergab eine Bindungs-

zeit von 45 ± 3 ms.

Weiterhin konnten die Trajektorien der DDX19-HaloTag-Moleküle, die eine Bin-

dung an den Kernporen aufwiesen, gemäß Kapitel 3.4.4 in die verschiedenen Ka-

tegorien eingeordnet werden. Dabei konnte in 5 % der Fälle ein Export vom Zell-

kern in das Zytoplasma beobachtet werden. In 53 % der Fälle und damit weitaus

am häufigsten wurde die Kategorie
”
Zp-Rückkehr“ beobachtet. Hierbei begann die

Trajektorie des Proteins im Zytoplasma, bindet dann an die Kernpore und ver-

ließ diese wieder in Richtung Zytoplasma. In weiteren 13 % der Fälle erfolgte die

Bindung an die Kernpore vom Zytoplasma aus (
”
Zp-Pore-Interaktion“). In 11 %

der Fälle wurde das Protein von der Kernpore in Richtung Zytoplasma freigesetzt

(
”
Zp-Freisetzung“) und in wiederum 13 % der Fälle konnte das Protein nur an der

Kernpore beobachtet werden. Die Häufigkeiten der Trajektorien sind in Abbildung

4.6 zusammengefasst.

Abbildung 4.6: Die Häufigkeit der Kategorien (s. Kapitel 3.4.4) für
DDX19-HaloTag. Gezeigt werden nur Trajektorien mit einer relativen
Häufigkeit ≥5 %.

4.2.2 DDX19-NUP214/RNA-HaloTag

Mit 1.1 Bindungen pro Minute mit den NPCs war die Bindungshäufigkeit der

DDX19-NUP214/RNA-HaloTag-Proteine im Vergleich zum Wildtypen um ca. 90 %

reduziert. Es konnten lediglich 9 Bindungsereignisse von 98 Messungen aus 80 ver-
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schiedenen Zellen beobachtet werden. Daher konnte nur das arithmetische Mittel

der Bindungszeiten bestimmt werden. Dieses betrug 121 ± 32 ms.

4.2.3 DDX19-ATPase-HaloTag

Mit 2.3 Bindungen pro Minute mit den NPCs war die Bindungshäufigkeit der

DDX19-ATPase-HaloTag-Proteine im Vergleich zum Wildtypen um ca. 80 % redu-

ziert. Es konnten 15 Bindungsereignisse aus 86 Messungen von 65 verschiedenen

Zellen beobachtet werden. Aufgrund der ebenfalls niedrigen Anzahl an Ereignissen

konnte auch hier nur das arithmetische Mittel der Bindungszeiten bestimmt wer-

den. Dieses betrug 306 ± 89 ms.

4.2.4 DDX19-Gle1-HaloTag

Für die Gle1-bindungsdefiziente DDX19-Gle1-HaloTag-Mutante wurden 176 Bin-

dungsereignisse aus 241 Messungen von 176 verschiedenen Zellen beobachtet. Das

arithmetische Mittel aus den Bindungszeiten betrug 209 ± 15 ms. Im Mittel konn-

ten 10.2 Bindungen der DDX19-Gle1-Proteine an NPCs pro Minute beobachtet wer-

den.

Die Bindungszeiten wurden in Abbildung 4.7 zu einem Histogramm mit einer Klas-

senbreite von 60 ms zusammengefasst und mit einer einfach abnehmenden Expo-

nentialfunktion (3.3) angepasst. Oberhalb des Histogramms sind die entsprechen-

den Residuen dargestellt. Die Anpassung ergab eine Bindungszeit von 206 ± 19 ms.

53



Abbildung 4.7: Verteilung der Bindungszeiten von DDX19-Gle1. De-
tails s. Abbildung 4.5.

4.2.5 Photobleaching des Farbstoffes JaneliaFluor549

Der Vergleich der Bindungszeiten zwischen DDX19-HaloTag und DDX19-Gle1-HaloTag

zeigt, dass die DDX19-Gle1-HaloTag-Mutante fast fünf Mal länger an den NPCs ge-

bunden vorliegt als der Wildtyp. Um sicherzustellen, dass die Bindungszeit der

Mutante nicht durch das Bleichen des Farbstoffes limitiert war, wurden zusätzliche

Messungen mit dieser Mutante unter veränderten Belichtungsbedingungen durch-

geführt.

Es wurde eine Belichtungszeit von 5 ms und eine anschließende Dunkelzeit von 45

ms gewählt, was zu einer Integrationszeit von 50 ms zwischen zwei Bildern führte.

Dadurch konnten die Proteine über einen längeren Zeitraum beobachtet werden,

ohne dass die Farbstoffe einer zusätzlichen Anregung durch den Laser ausgesetzt

wurden.

Unter diesen Belichtungsbedingungen wurden 35 Messungen an 30 verschiedenen

Zellen mit der DDX19-Gle1-HaloTag-Mutante durchgeführt. Bei diesen Messungen

wurden 106 Bindungsereignisse beobachtet. Das arithmetische Mittel aus den Bin-

dungszeiten betrug 251 ± 16 ms. Unter diesen Belichtungsbedienungen konnten

im Mittel 4.0 Bindungen der DDX19-Gle1-HaloTag-Proteine an NPCs pro Minute
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beobachtet werden.

Alle 106 Bindungszeiten sind in Abbildung 4.8 zu einem Histogramm mit einer

Klassenbreite von 50 ms zusammengefasst und mit einer einfach abnehmenden

Exponentialverteilung (3.3) angepasst. Oberhalb des Histogramms sind die ent-

sprechenden Residuen abgebildet. Die Anpassung ergab eine Bindungszeit von 180

± 19 ms und weicht somit nicht signifikant von der Bindungszeit in Kapitel 4.2.4

ab. Dementsprechend hatte das Bleichen der Farbstoffe keine Auswirkung auf die

zuvor ermittelte Bindungszeit der DDX19-Gle1-HaloTag-Mutante.

Abbildung 4.8: Verteilung der Bindungszeiten von DDX19-Gle1-
HaloTag bei einer Integrationszeit von 50 ms. Details s. Abbildung 4.5.

4.2.6 DDX19-Gle1-HaloTag unter Einwirkung von Actino-

mycin D

Weitere Messungen an der Gle1-bindungsdefizienten Mutante wurden unter Ein-

wirkung von AMD durchgeführt.

Aufgrund der höheren Anzahl an Bindungsereignissen pro Aufnahme bei den Mes-

sungen aus Kapitel 4.2.5 (3 Bindungsereignisse pro Aufnahme) im Vergleich zu

den Messungen aus Kapitel 4.2.1 (0.8 Bindungsereignisse pro Aufnahme) oder Ka-
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pitel 4.2.4 (0.7 Bindungsereignisse pro Aufnahme) wurden in diesem Kapitel die

gleichen Belichtungszeiten wie in Kapitel 4.2.5 verwendet. Es wurde also eine Be-

lichtungszeit von 5 ms und einer anschließenden Dunkelzeit von 45 ms gewählt,

sodass zwischen zwei aufeinanderfolgenden Bildern eine Intervallzeit von 50 ms lag.

So wurden bei 30 Messungen an 27 unterschiedlichen Zellen 73 Bindungsereignis-

se beobachtet. Das arithmetische Mittel der Bindungszeiten betrug 238 ± 19 ms.

Unter diesen Belichtungsbedienungen konnten mit AMD im Mittel 3.2 Bindungen

der DDX19-Gle1-HaloTag-Proteine an NPCs pro Minute beobachtet werden.

Alle 73 Bindungszeiten wurden in Abbildung 4.9 zu einem Histogramm mit ei-

ner Klassenbreite von 50 ms zusammengefasst und mit einer einfach abnehmenden

Exponentialfunktion (3.3) angepasst. Oberhalb des Histogramms sind die entspre-

chenden Residuen der Anpassung dargestellt. Die Anpassung ergab eine Bindungs-

zeit von 180 ± 25 ms. Folglich hatte die Hemmung der Transkription durch das

AMD und die daraus resultierende Verringerung an mRNPs in den Zellen keinen

signifikanten Einfluss auf die Bindungszeit der DDX19-Gle1-HaloTag-Mutante an

NPCs.

Abbildung 4.9: Verteilung der Bindungszeiten von AMD-behandelten
DDX19-Gle1-HaloTag-Zellen. Details s. Abbildung 4.8.
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4.2.7 hnRNP A1-SnapTag

Weiterhin wurden die Bindungszeiten von mRNPs mit Hilfe von hnRNP A1-SnapTag

an den NPCs gemäß Kapitel 3.4 gemessen. Dabei wurde eine Integrationszeit von

15 ms gewählt, um ein ausreichendes Signal-zu-Rausch-Verhältnis mit dem 647-

SiR-Farbstoff zu erreichen.

Es wurden insgesamt 122 Bindungsereignisse aus 229 Messungen von 273 verschie-

denen Zellen beobachtet. Das arithmetische Mittel der Bindungszeiten betrug 64

± 5 ms.

Anschließend wurden die 122 Trajektorien, die eine Bindung an den Kernporen

aufwiesen, in die verschiedenen Kategorien gemäß Kapitel 3.4.4 eingeteilt. Daraus

ergab sich nachfolgende Verteilung (s. Abbildung 4.10).

Abbildung 4.10: Die Häufigkeit der Trajektorien (nach Kapitel 3.4.4)
für hnRNP A1-SnapTag. Es konnten keine Importe oder Exporte beob-
achtet werden.

In 20 % der Fälle bindet das Protein ausgehend vom Nukleoplasma an die Kernpore

und verließ sie wieder in Richtung Nukleoplasma (
”
Np-Rückweisung“). In wieder-

um 21 % der Fälle erfolgte die Bindung an die Kernpore ausgehend vom Nukleo-

plasma, wonach die Trajektorie endete (
”
Np-Pore-Interaktion“). In nur 2 % der

Fälle konnte beobachtet werden, dass das Protein ausgehend vom Zytoplasma an

die Kernpore bindet und anschließend wieder in das Zytoplasma freigesetzt wurde

(
”
Zp-Rückweisung“). In weiteren 3 % der Fälle konnte eine Bindung an der Kernpo-

re, ausgehend vom Zytoplasma beobachtet werden (
”
Zp-Pore-Interaktion“). In 5 %

der Fälle konnte eine Freisetzung des Proteins aus der Kernpore in das Nukleoplas-

ma beobachtet werden (
”
Np-Freisetzung“). Wiederum 2 % der Fälle resultierten
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aus Trajektorien, bei denen das Protein aus der Kernpore in das Zytoplasma freige-

setzt wurde (
”
Zp-Freisetzung“). In 47 % der Fälle und damit weitaus am häufigsten

wurde das Protein nur an der Kernpore beobachtet. Es konnten keine vollständige

Importe oder Exporte beobachtet werden.

Da das Ziel der Messungen darin bestand, die Bindungszeiten von exportierten

mRNPs an den Kernporen zu erfassen und diese mit den Bindungszeiten der

DDX19-HaloTag-Proteine zu vergleichen, wurden für die weitere Analyse nur die-

jenigen Trajektorien berücksichtigt, die einem unvollständigen Exportereignis zu-

geordnet werden konnten. Dazu gehörten die Trajektorien in den Kategorien
”
Np-

Pore-Interaktion“,
”
nur Pore“ sowie

”
Zp-Freisetzung“ (s. Abbildung 5.5). Diesem

Schritt liegt die Annahme zugrunde, dass die Trajektorien der Exportereignisse

nicht in ihrer Gesamtheit verfolgt werden konnten und daher nur ein Teil der Ex-

porttrajektorien aufgezeichnet wurde. Eine ausführlichere Diskussion hierzu findet

sich in Kapitel 5.1.5.

So verblieben von den 122 Bindungsereignissen noch 84 übrig. Das arithmetische

Mittel aus den Bindungszeiten betrug 63 ± 4 ms. Im Mittel konnten 2.4 Bindungen

der hnRNP A1-Proteine an NPCs pro Minute beobachtet werden.

Die Bindungszeiten wurden weiterhin in Abbildung 4.11 zu einem Histogramm

mit einer Klassenbreite von 15 ms zusammengefasst und mit einer einfach abfal-

lenden Exponentialfunktion (3.3) angepasst. Oberhalb des Histogramms sind die

entsprechenden Residuen abgebildet. Der Erwartungswert der Bindungszeit lag bei

36 ± 4 ms.
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Abbildung 4.11: Verteilung der Bindungszeiten von hnRNP A1 nach
Ausschluß der Trajektorien, die keinen Export darstellen können (Details
siehe Text). Details s. Abbildung 4.5

4.2.8 hnRNP A1-SnapTag unter Einwirkung von Actino-

mycin D

Zusätzlich wurden die Bindungszeiten von hnRNP A1-SnapTag nach Inkubation

mit AMD an den Kernporen gemessen. Diese Messungen dienten, wie bereits in

Kapitel 4.1.2 beschrieben, in erster Linie als Kontrolle, um zu überprüfen, ob die

hnRNP A1-Proteine im Zellkern an mRNPs gebunden vorlagen.

Mit 0.6 Bindungen pro Minute mit den NPCs war die Bindungshäufigkeit nach

Zugabe von AMD um ∼74 % gesunken. Es konnten lediglich 5 Bindungsereignisse

aus 36 Messungen von 29 verschiedenen Zellen beobachtet werden. Daher konnte

nur das arithmetische Mittel der Bindungszeiten bestimmt werden. Dieses betrug

42 ± 6 ms.
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4.3 Zusammenfassung der Ergebnisse

Tabelle 4.1: Zusammenfassung aller kinetischer Daten aus den Kapi-
teln 4.2 - 4.3.

Zelllinie Integrationszeit
[ms]

Erwartungswert
[ms]

arithmetisches
Mittel [ms]

Ereignisse
[1/min]

DDX19 5 45 ± 3 53 ± 4 11.0

DDX19-Gle1 5 206 ± 19 209 ± 15 10.2

DDX19-Gle1 50 180 ± 19 251 ± 16 4.0

DDX19-Gle1+AMD 50 180 ± 25 238 ± 19 3.2

hnRNP A1 15 36 ± 4 64 ± 5 2.4

hnRNP A1+AMD 15 - 42 ± 6 0.6

DDX19-NUP214/RNA 5 - 121 ± 32 1.1

DDX19-ATPase 5 - 306 ± 89 2.3
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4.4 Einzelmolekül-Lokalisierungspräzision

Die Bestimmung der Diffusionskoeffizienten nach Kapitel 3.4.5 erfolgte über das

Webinterface Spot-On von Hansen et al. (2018)[109]. Dieses benötigte unter ande-

rem die laterale Lokalisierungsgenauigkeit der zu untersuchenden Einzelmoleküle.

Zu diesem Zweck wurden DDX19-HaloTag- und hnRNP A1-SnapTag-Moleküle,

die gemäß Kapitel 3.2.4 gefärbt worden waren, nach Kapitel 3.4.7 fixiert und die

laterale Lokalisierungsgenauigkeit der fixierten Proteine bestimmt. Zellen, die nicht

fixiert wurden, dienten als Kontrolle, um zu überprüfen, ob die Fixierung der Pro-

teine erfolgreich verlief.

Nachfolgend ist beispielhaft eine Mittelwert-Projektion für die fixierten und nicht

fixierten DDX19-HaloTag-Moleküle gezeigt. Dabei wurden die Intensitäten der 900

Bilder (s. Kapitel 3.4.7) aus jeweils einer Messung gemittelt.

Abbildung 4.12: (Links) Eine Mittelwert-Projektion von einer nach
Kapitel 3.4.7 fixierten, mit Doxycyclin induzierten und mit JF549
gefärbte Zelle. Die Signale entsprechen gefärbtem DDX19-HaloTag.
(Rechts) Eine Mittelwert-Projektion einer mit Doxycyclin induzierten
und mit JF549 gefärbten Zelle. Es wurde der am Deckglas aufliegende
Bereich der Zelle mikroskopiert. Maßstabsbalken: 5 µm

Im Falle der nicht fixierten Probe ist eine deutliche Abnahme in der Anzahl der

Einzelmolekülintensitäten in der Mittelwert-Projektion zu sehen. Dies deutet dar-

auf hin, dass die Fixierung der Proteine zu einer ausreichenden Immobilisierung

führte. Anschließend wurde anhand der fixierten Proteine die laterale Lokalisie-

rungsgenauigkeit bestimmt.

Dies erfolgte nach Kapitel 3.4.7 anhand Gleichung (3.5) und ergab für die DDX19-
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HaloTag-Moleküle eine Halbwertsbreite von 313 ± 41 nm und eine laterale Ein-

zelmolekül-Lokalisierungspräzision von 24 ± 3 nm. Für die hnRNP A1-SnapTag-

Moleküle ergab sich eine Halbwertsbreite von 433 ± 9 nm und eine laterale Einzel-

molekül-Lokalisierungspräzision von 21 ± 1 nm.

4.5 Mobilität von DDX19/Mutanten-HaloTag im

Zytoplasma

Unter Verwendung der ermittelten Lokalisierungsgenauigkeit - von DDX19-HaloTag

- wurden die Mobilitäten von DDX19-, DDX19-Gle1- und DDX19-ATPase-HaloTag mit

SpotOn gemäß Kapitel 3.4.5 bestimmt.

Wie bereits in Kapitel 4.1.2 wurden die Sprungweiten der Proteine mit Track-

mate analysiert und anhand dessen die Diffusionskoeffizienten mit SpotOn berech-

net. Auch hier wurde mit Hilfe des Akaike Information Cirterion (AIC) beurteilt,

ob die zugrundeliegenden Sprungweiten mit einem Zwei-Zustands oder mit einem

Drei-Zustands-Modell beschrieben werden können (s. Kapitel 3.4.5). Für alle drei

Proteine führte das Drei-Zustands-Modell zu einem niedrigeren AIC-Wert. Dem-

nach lag das Protein mit drei unterschiedlichen Mobilitäten im Zytoplasma vor und

es konnten die drei Diffusionskoeffizienten DImmobil, DRetardiert und DMobil bestimmt

werden.

Die Bestimmung der Diffusionskoeffizienten wurde einmal für DDX19- und DDX19
-ATPase-HaloTag gemäß Kapitel 3.4.5 durchgeführt und die so bestimmten Diffusi-

onskoeffizienten-Paare miteinander gemittelt. Die gemittelten Diffusionskoeffizien-

ten lagen bei DImmobil = 0,044 µm2/s, DRetardiert = 0,80 µm2/s und DMobil = 4,67

µm2/s. Diese wurden dann in SpotOn für beiden Proteine vorgegeben und die

Veränderung der jeweiligen Fraktionsgröße untersucht. Dabei ergab sich folgende

Verteilung im Vergleich zwischen DDX19-HaloTag und der Mutante DDX19-ATPase-

HaloTag.
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Abbildung 4.13: Die Fraktionsgrößen der drei Diffusionskoeffizien-
ten (s. Kapitel 3.4.5) von DDX19-HaloTag (grau) und DDX19-ATPase-
HaloTag (blau) im Zytoplasma.

Es ist deutlich zu sehen, dass die ATPase-defiziente Mutante wesentlich weniger

mobile und entsprechend mehr retardierte und immobile Moleküle im Zytoplas-

ma aufweist als der Wildtyp. Aufgrund der ATPase-Defizienz der Mutante können

gebundene mRNPs schlechter wieder freigegeben werden und führen so zu der be-

obachteten Verlangsamung im Zytoplasma.

Zusätzlich wird der Unterschied in der Mobilitäte beider Proteine anhand der bei-

den Sprungweitenhistogramme in der nachfolgenden Abbildung verdeutlicht. Es

wurden 11531 Sprünge von DDX19-HaloTag und 15184 Sprünge von DDX19-ATPase-

HaloTag analysiert.

Abbildung 4.14: Die Sprungweitenhistogramme von DDX19-HaloTag
und DDX19-ATPase-HaloTag im Zytoplasma.

Die gleiche Analyse wurde für den Vergleich von DDX19- und DDX19-Gle1-HaloTag

durchgeführt. Die gemittelten Diffusionskoeffizienten lagen bei DImmobil = 0,097
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µm2/s, DRetardiert = 0,47 µm2/s und DMobil = 1,11 µm2/s. Es ergab sich folgende

Verteilung der Fraktionsgrößen.

Abbildung 4.15: Die Fraktionsgrößen der drei Diffusionskoeffizienten
(s. Kapitel 3.4.5) von DDX19-HaloTag (grau) und DDX19-Gle1-HaloTag
(blau) im Zytoplasma.

Der Vergleich zeigt, dass auch die Gle1-bindungsdefiziente Mutante, wenn auch we-

niger als die ATPase-defiziente Mutante, mehr retardierte und immobile Moleküle

im Zytoplasma aufweist als das Wildtyp-Protein. Eine mögliche Ursache hierfür

wird in Kapitel 5.1.4 diskutiert.

Zusätzlich wird der Unterschied in der Mobilität beider Proteine anhand der bei-

den Sprungweitenhistogramme in der nachfolgenden Abbildung verdeutlicht. Es

wurden 11531 Sprünge von DDX19-HaloTag und 7532 Sprünge von DDX19-Gle1-

HaloTag analysiert.

Abbildung 4.16: Die Sprungweitenhistogramme von DDX19-HaloTag
und DDX19-Gle1-HaloTag im Zytoplasma.
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4.6 Identifizierung der NLS

Die Identifizierung der NLS von DDX19 verlief in zwei Schritten.

Im ersten Schritt wurde eine basenreiche Sequenz auf der C-terminalen Seite von

DDX19 mit jeweils zwei eGFP-Molekülen einmal mutiert und einmal unverändert

in den retroviralen pQCXIP-Vektor (s. Tabelle 3.6) kloniert. Bei der Mutation wur-

den die basischen Aminosäuren gegen Alanine substituiert. Nach einer anschließen-

den Transfektion in HeLa-Zellen wurde die subzelluläre Verteilung der Sequenzen

in vivo untersucht. Eine wirksame NLS würde dazu führen, dass sich das Polypep-

tid im Zellkern anreichert.

Im zweiten Schritt wurden die zuvor verwendeten Mutationen der NLS in das

Genom von DDX19-HaloTag kloniert. Nach anschließender Transfektion in HeLa-

Zellen konnte die subzelluläre Verteilung mit der subzellulären Verteilung des Wildtyp-

DDX19-HaloTag in vivo verglichen werden. Unter Normalbedingungen reichert sich

das DDX19 im Zytoplasma an. Um also die Importfähigkeit beider Proteine zu ver-

gleichen, mussten sie im Vorfeld zum Import angeregt werden. 2017 konnten Hodroj

et al. zeigen, dass die Bestrahlung von Zellen mit UV-C-Strahlung zu DNA-Schäden

in Form von R-Loops führten[59]. Sie konnten weiterhin zeigen, dass diese Schäden

durch importierte DDX19-Moleküle repariert wurden. Falls es sich bei der hier mu-

tierten Sequenz um die NLS von DDX19 handelt, sollte die UV-C-Bestrahlung zu

einem reduzierten Import der mutierten Proteine führen.

4.6.1 Anhand der isolierten Sequenz

Für den ersten Schritt wurden die Plasmide aus Tabelle 3.6 gemäß Kapitel 3.2.3 in

HeLa-Zellen transfiziert. Neben der mutierten und unveränderten NLS von DDX19

wurde auch eine Kontroll-NLS verwendet, die vom großen T-Antigen von SV40,

von der bekannt ist, dass sie eine effektive NLS darstellt. Diese wurde ebenfalls

sowohl mutiert als auch unverändert in HeLa-Zellen auf die subzelluläre Gleichge-

wichtsverteilung hin untersucht. Abbildung 4.17 zeigt ein Beispiel für jedes der vier

Konstrukte.

65



Abbildung 4.17: Gezeigt sind die subzellulären Gleichgewichtsver-
teilungen von (oben links) der NLS des großen T-Antigens von SV40,
(oben rechts) der mutierten NLS des großen T-Antigens von SV40, (un-
ten links) der NLS von DDX19 und (unten rechts) der mutierten NLS von
DDX19. Die Visualisierung der Proteine erfolgte mit jeweils zwei eGFP-
Molekülen. Maßstabsbalken: 20 µm

Die nach (2) berechneten Intensitätsverhältnisse und die nach (3) berechneten Stan-

dardfehler der Mittelwerte (SEM) sind in der nachfolgenden Tabelle für die vier

Sequenzen zusammengefasst. Dabei entspricht ein Intensitätsverhältnis von QN/C =

1 einer Gleichverteilung des NLS-Peptids zwischen Zytoplasma und Nukleoplasma.

Ein Intensitätsverhältnis von QN/C > 1 entspricht einer Akkumulation im Nukleo-

plasma und umgekehrt ein Intensitätsverhältnis von QN/C < 1 einer Akkumulation

im Zytoplasma.

Tabelle 4.2: Die nach 3.5.1 berechneten Intensitätsverhältnisse sowie
SEM zwischen Nukleoplasma und Zytoplasma für die angegebenen NLS.
Die jeweilige Anzahl an vermessenen Zellen ist unter der Spalte nZellen

angegeben.

nZellen QN/C SEM

2x eGFP-SV40 NLS 127 60 4

2x eGFP-SV40 NLSmut 157 1.1 0.1

2x eGFP-DDX19 NLS 139 2.1 0.1

2x eGFP-DDX19 NLSmut 219 1.1 0.1
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Sowohl aus der Abbildung als auch aus dem Intensitätsverhältnis ist ersichtlich,

dass die NLS des großen T-Antigens von SV40 eine sehr starke Anreicherung im

Nukleoplasma aufweist. Einmal im Zytoplasma angekommen, wird diese Sequenz

mit hoher Effizienz wieder in den Zellkern importiert.

Auch die NLS von DDX19 weist im Vergleich zur mutierten Sequenz eine An-

reicherung im Nukleoplasma auf. Diese ist zwar schwächer als bei der NLS des

großen T-Antigens, aber mit einem Intensitätsverhältnis von 2.1 ± 0.1 immer noch

signifikant.

4.6.2 Anhand des gesamten Proteins

Für den zweiten Schritt wurde das Plasmid mit der mutierten NLS im DDX19-

HaloTag-Genom aus Kapitel 3.5.2 und das Plasmid von DDX19-HaloTag aus Ka-

pitel 3.1.1 gemäß Kapitel 3.2.3 in HeLa-Zellen transfiziert. Die Proteine wurden

dann gemäß Kapitel 3.2.4 mit JF549 gefärbt und mit 180 J/cm2 UV-C Strahlung

der Wellenlänge 254 nm bestrahlt, um den Import der DDX19-HaloTag-Proteine

zu induzieren. Für die UV-C-Bestrahlung wurde ein UV-Tisch von biostep verwen-

det. Als Kontrolle wurden Zellen vorbereitet, die nicht mit UV-C bestrahlt wurden.

Abbildung 4.18 A zeigt ein Beispiel je Probe.

Abbildung 4.18: A: Ein beispielhaftes Bild von DDX19-HaloTag und
DDX19-NLSmut-HaloTag mit und ohne UV-C-Behandlung und B: die
jeweiligen Intensitätsverhältnisse. Details siehe Text. Maßstabsbalken: 20
µm.

Die jeweils nach (2) berechneten Intensitätsverhältnisse und die nach (3) berech-

neten Standardfehler der Mittelwerte (SEM) sind in der Abbildung 4.18 B gezeigt.

Hierfür wurden 133 DDX19- und 116 DDX19-NLSmut-Zellen ohne UV-C und 132

DDX19- und 167 DDX19-NLSmut-Zellen mit UV-C untersucht.
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Der Vergleich zeigt, dass sich DDX19-HaloTag unter Normalbedingungen überwie-

gend im Zytoplasma befindet. Nach UV-C-Bestrahlung liegt der Anteil der Pro-

teine im Zellkern bei ∼ 36 %. Bei der mutierten NLS wurden deutlich weniger

Proteine importiert. Hier lag der Anteil an Proteinen im Zellkern bei ∼ 17 %. Dies

entspricht einer Abnahme von ∼ 53 % und deutet darauf hin, dass es sich bei

der mutierten Sequenz um die NLS von DDX19 handeln könnte. Eine ausführliche

Diskussion diesbezüglich findet sich in Kapitel 5.2.
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Kapitel 5

Diskussion

5.1 Der Reaktionszyklus von DDX19

Der Export von mRNPs wird in menschlichen Zellen durch ein Zusammenspiel von

DDX19, Gle1 und NUP214 auf der zytoplasmatischen Seite der Kernporenkom-

plexe reguliert. Fast das gesamte Wissen über den Ablauf dieser Reaktion stammt

aus Strukturdaten und in vitro-Studien[55]. Um diese Studien zu ergänzen und die

Funktion der Proteine unter natürlichen Bedingungen zu analysieren, wurde der

Prozess des mRNP-Exports in dieser Arbeit in vivo untersucht. Zu diesem Zweck

wurden einzelne DDX19-Moleküle mittels HaloTag fluoreszenzmarkiert und mit

einer zeitlichen Auflösung von 200 Hz relativ zu den Kernporen (eGFP-NTF2)

beobachtet. Dies erforderte einerseits eine hohe zeitliche Auflösung der DDX19-

Moleküle und andererseits eine hohe räumliche Auflösung der Kernporen. Beide

Anforderungen wurden durch eine Kombination von konfokaler Abbildung und

Kamera-basierter Einzelmolekülmikroskopie erfüllt[97]. Bei der Kamera-basierten

Einzelmolekülmikroskopie erfolgte die Anregung über eine HILO-Beleuchtung und

die Detektion mit einer sCMOS Kamera (s. Kapitel 3.3). Mit diesem Aufbau konn-

ten schließlich Trajektorien und Bindungszeiten von DDX19 auf den Kernporen

gewonnen werden.

Für das DDX19 ergaben sich 96 Bindungsereignisse mit einer Bindungshäufigkeit

von 11.0 Bindungen pro Minute. Es ist anzunehmen, dass diese Bindungen mit

der Kernpore im Zuge des mRNP-Export erfolgen[57],[66],[115]. Diese Annahme wur-

de durch eine Kontrollmessung mit der ATPase-defizienten DDX19-ATPase-Mutante

gestützt. Bei dieser Mutante wurde in der für das Protein namensgebenden Ami-

nosäuresquenz D-E-A-D die Glutaminsäure gegen ein Glutamin ausgetauscht, was



zu einer deutlichen Reduktion der ATPase-Aktivität und somit einem Stopp des

mRNP-Exports führte[47]. Dies führte zu einer 80%- igen Reduktion der Bindungs-

häufigkeit im Vergleich zum Wildtyp, was die Vermutung stützt, dass die beob-

achteten Bindungsereignisse vom Wildtyp im Zuge des mRNP-Exports entstanden

sind.

Im Folgenden soll der mechanistische Ablauf des mRNP-Exports auf Basis der

Messergebnisse zeitlich aufgeschlüsselt und die mögliche Funktion von Gle1 im Zy-

klus beschrieben werden.

5.1.1 Die Bindung an NUP214

Anhand der DDX19-Trajektorien (s. Abbildung 4.6) ist ersichtlich, dass DDX19 in

der Mehrzahl der beobachteten Fälle ausgehend vom Zytoplasma an die Kernpo-

re bindet, dort verweilt und dann in das Zytoplasma zurückkehrt. Es kann daher

angenommen werden, dass DDX19 im ersten Schritt des mRNP-Exports aus dem

Zytoplasma an die Kernpore binden muss.

Die Bindung des DDX19 an der Kernpore kann theoretisch über die Bindung an

(a) Gle1, (b) ein mRNP oder an das (c) NUP214 erfolgen (s. Abbildung 5.1).

Abbildung 5.1: Schematische Abbildung der drei Bin-
dungsmöglichkeiten des DDX19-HaloTag an die Kernpore. Details
siehe Text.
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Um zwischen den drei Möglichkeiten zu unterscheiden, wurden Messungen mit

zwei Mutanten durchgeführt. Die erste war die Doppelmutante DDX19-NUP214/RNA-

Mutante, die in ihrer Bindung zu NUP214 und den mRNPs gehemmt war[65] und

die zweite war die DDX19-Gle1-Mutante, die in ihrer Bindung zu Gle1 gehemmt

war[64]. Bei den Messungen im Falle der DDX19-NUP214/RNA-Mutante konnte ei-

ne um 90 % reduzierte Bindungshäufigkeit an der Kernpore beobachtet werden.

Da diese Mutante nur im Stande war, an Gle1 zu binden, kann die Bindung von

DDX19 an die Kernpore über das Gle1 ausgeschlossen werden. Im Gegensatz da-

zu wurde bei der DDX19-Gle1-Mutante eine vergleichbare Bindungshäufigkeit zum

Wildtyp beobachtet (s. Tabelle 4.1). Das zeigt, dass die Gle1 bindungsdefizien-

te Mutante in der Lage war, an die Kernpore zu binden. Dies konnte in diesem

Fall nur über das NUP214 oder über mRNPs erfolgen. Um weiter zwischen diesen

beiden Möglichkeiten zu unterscheiden, wurden zusätzliche Messungen der Gle1-

bindungsdefizienten Mutante nach Hemmung der Transkription durchgeführt. Die-

se Messungen zeigten, dass die Hemmung der Transkription keinen signifikanten

Einfluss auf die Bindungshäufigkeit der Gle1-bindungsdefizienten Mutante hatte

(s. Tabelle 4.1). Dies spricht dafür, dass die beobachteten Bindungsereignisse der

DDX19-Gle1-Mutante über die Bindung an NUP214 erfolgten, da über die Mutati-

on die Bindung zu Gle1 gehemmt war und über die Hemmung der Transkription

die Konzentration an mRNPs in den Zellen stark reduziert wurde. Entsprechend

können wir schließen, dass das DDX19 im ersten Schritt an das NUP214 bindet

und damit vermutlich für den Export von mRNPs auf der zytoplasmatischen Seite

der Kernpore angereichert wird.

5.1.2 Die Bindung an Gle1

Nachdem DDX19 an NUP214 gebunden hat, muss es als Nächstes entweder direkt

mit einem mRNP (s. Abbildung 5.2 a) interagieren oder vorher Gle1 binden (s.

Abbildung 5.2 b - c).
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Abbildung 5.2: Schematische Abbildung der möglichen Bindungen
des DDX19-HaloTag-NUP214-Komplexes an ein (a) mRNP oder (b)/(c)
Gle1. Details siehe Text.

Falls das DDX19 mit einem mRNP interagiert, kommt es zur Dissoziation von

NUP214 aufgrund der überlappenden Bindungsstellen zwischen mRNPs und NUP214

auf dem DDX19[6],[65],[71]. Die gebildeten DDX19-mRNP-Komplexe könnten auf-

grund der Exportfaktoren auf den mRNPs durch die Kernpore zurück in den Zell-

kern gelangen, was bereits darauf hindeutet, dass die Bindung von mRNPs an

diesem Punkt des Zyklus unwahrscheinlich ist.

Montpetit et al. (2011) postulierten jedoch, dass der mRNP-Bindung eine ATP-

Hydrolyse durch DDX19 folgt. Dadurch werden die Transportfaktoren vom mRNP

entfernt und eine anschließende Bindung an Gle1 führt zur Dissoziation des DDX19-

mRNP-Komplexes[58]. Dieser Reaktionsweg ist jedoch aus den folgenden Gründen

unwahrscheinlich.

Erstens zeigten Dossani et al. (2009), dass die intrinsische ATPase-Aktivität von

DDX19 sowohl alleine als auch im DDX19-RNA-Komplex zu gering ist, um einen

effizienten mRNP-Export zu gewährleisten[58],[116].

Zweitens sollte die beschriebene Gle1-Bindung des DDX19-mRNP-Komplexes zu

einer verkürzten Bindungszeit der Gle1-bindungsdefizienten DDX19-Gle1-Mutante

in dieser Arbeit führen. Das Gegenteil war jedoch der Fall - die Bindungszeit stieg

von 45 ± 3 ms auf 206 ± 19 ms.
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Es ist daher anzunehmen, dass im zweiten Schritt Gle1 an DDX19 bindet. Dabei

wäre sowohl die Bildung eines DDX19-Gle1- (s. Abbildung 5.2 b)[58] als auch ei-

nes NUP214-DDX19-Gle1-Komplexes (s. Abbildung 5.2 b)[6] denkbar. Die Bildung

des DDX19-Gle1-Komplexes ist jedoch aufgrund der niedrigen Bindungshäufigkeit

der NUP214 und RNA-bindungsdefizienten DDX19-NUP214/RNA-Mutante unwahr-

scheinlicher (gleiche Argumentation wie in Kapitel 5.1.1).

5.1.3 Die Bindung an mRNPs

Abschließend bindet das mRNP an DDX19. Dies führt wie zuvor beschrieben, zur

Dissoziation von NUP214. Sowohl die Bildung eines DDX19-mRNP- (s. Abbildung

5.3 a) als auch eines Gle1-DDX19-mRNP-Komplexes (s. Abbildung 5.3 c) wäre

denkbar. An dieser Stelle kann mit den in dieser Arbeit durchgeführten Messungen

keine Aussage darüber getroffen werden, welche der beiden Komplexe eher in den

Zellen vorliegt. Dies wird in Kapitel 5.1.6 basierend auf den Daten aus der Litera-

tur nachgeholt.

Abbildung 5.3: Schematische Abbildung der beiden Folgeszenarien
nach der mRNP-Bindung an den DDX19-HaloTag-Komplex. Details sie-
he Text.

Da die ATP-Hydrolyse und damit einhergehenden Konformationsänderungen im

DDX19 dafür sorgen, dass die Exportfaktoren vom mRNP entfernt werden[55], muss

die ATP-Hydrolyse zwangsläufig nach der Bindung des mRNPs an DDX19 erfolgen.

Dieser Schritt führt zum Ende des Exportzyklus und dem Transfer des mRNPs in

das Zytoplasma.
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Ausgehend davon, dass wie eingangs beschrieben, ein Großteil der DDX19-Trajek-

torien aus dem Zytoplasma an die Kernpore bindet, dort verweilt und anschlie-

ßend ins Zytoplasma zurückkehrt, kann angenommen werden, dass DDX19 nach

erfolgter ATP-Hydrolyse wieder ins Zytoplasma diffundiert.

5.1.4 Die Funktionen von Gle1

Nachdem der Reaktionsablauf zwischen DDX19, NUP214, mRNP und Gle1 beim

mRNP-Export aufgestellt wurde, stellte sich die Frage, wieso die Gle1-bindungs-

defiziente Mutante eine erhöhte Bindungszeit an den NPCs zeigte. Mit der Er-

wartung, Rückschlüsse auf die Funktion von Gle1 beim mRNP-Export ziehen zu

können, wurden zwei mögliche Reaktionsabläufe (s. Abbildung 5.4) untersucht.

Abbildung 5.4: Schematische Abbildung der beiden Reaktonsabläufe,
die eine verlängerte Bindungszeit von DDX19-Gle1 erklären. Details siehe
Text.

Als Gle1-bindungsdefiziente Mutante kann das DDX19-Gle1 nur auf zwei Weisen

an der Kernpore gebunden bleiben. Der wahrscheinlichste Weg ist die Bindung an

NUP214 (s. Abbildung 5.4 b).

Alternativ könnte es auch an ein mRNP binden, das wiederum an ein endoge-

nes DDX19 bindet (s. Abbildung 5.4 a). In diesem Fall ist es denkbar, dass das

DDX19-Gle1 eine sterische Hinderung für das endogene DDX19 darstellt, das die
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ATP-Hydrolyse und damit die Entfernung der Exportfaktoren vom mRNP ver-

langsamt.

Die Bindungszeit der Gle1-bindugsdefizienten Mutante zeigte jedoch nach Hem-

mung der Transkription keine Änderung (s. Tabelle 4.1). Dies deutet darauf hin,

dass die verlängerte Bindungszeit unabhängig von der mRNP-Konzentration der

Zellen ist. Folglich ist die Bindungszeit der Gle1-bindungsdefizienten Mutante aller

Voraussicht nach auf eine verlängerte Bindung an NUP214 zurückzuführen.

Der Vergleich mit der Bindungszeit des Wildtyp-DDX19 zeigt, dass die Bindung

an Gle1 zu einer verkürzten Bindungszeit mit den NPCs führt. Dies deutet darauf

hin, dass Gle1 die Bindungsaffinität von DDX19 an mRNPs erhöht und die dar-

auffolgende ATP-Hydrolyse begünstigt, sodass eine verkürzte Bindungszeit an den

NPCs resultiert. In Abwesenheit der Gle1-Bindung scheint DDX19 aufgrund einer

geringeren mRNP-Affinität am NUP214 auf ein mRNP zu
”
warten“.

Einen weiteren Hinweis, dass Gle1 die intrinsische ATPase-Aktivität von DDX19

erhöht, zeigt der Vergleich der Mobilitäten zwischen DDX19 und DDX19-Gle1 im

Zytoplasma. DDX19-Gle1 weißt ∼20 % weniger mobile Proteine im Zytoplasma auf

als DDX19 (s. Abbildung 4.15). Ein ähnlicher Effekt wurde auch bei der ATPase-

defizienten Mutante DDX19-ATPase beobachtet. Hier lag die Reduktion der mo-

bilen Fraktion bei ∼40 % (s. Abbildung 4.13). Von dieser Mutante ist bekannt,

dass sie aufgrund einer sehr niedrigen ATPase-Aktivität nicht in der Lage ist, ge-

bundene mRNPs freizusetzten[47], was zu der Verlangsamung der Proteine führt.

Auf dieser Grundlage liegt die Vermutung nahe, dass die Reduktion der mobi-

len DDX19-Gle1-Proteine auch auf mRNP-beladene Proteine zurückzuführen ist.

Gleichzeitig würde das bedeuten, dass die fehlende Gle1-Bindung die ATPase-

Aktivität von DDX19-Gle1 reduziert.

5.1.5 Die Stöchiometrie des mRNP-Exports

Die Bindungszeit von DDX19 an der Kernpore während des mRNP-Exports lag

bei 45 ± 3 ms.

Die Bindungszeit von hnRNP A1-gebundenen mRNPs während des mRNP-Exportes

konnte nicht direkt bestimmt werden, da keine expliziten Exportereignisse beobach-

tet wurden. Dies könnte auf zwei Gründe zurückzuführen sein. Erstens waren die
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zeitliche Auflösung von 66 Hz sowie das Signal-zu-Rausch Verhältnis des 647-SiR-

Farbstoffes unzureichend, um vollständige Exportereignisse zu erfassen[89],[117],[118],[119].

Zweitens erlaubten die spärliche Färbung der hnRNP A1-Proteine (notwendig für

Einzelmolekülauflösung) und der Fokus auf den äquatorialen Bereich der Zelle nur

die Visualisierung eines Bruchteils der in der Zelle ablaufenden Exportereignisse.

Um dennoch die Bindungszeit der hnRNP A1-gebundenen mRNPs während des

Exports abschätzen zu können, wurden nur solche Bindungsereignisse berücksichtigt,

denen eine der drei Trajektorien aus Abbildung 5.5 zugrunde lagen. So wurde an-

genommen, dass der Exportprozess nur in Teilen und nie in seiner Gesamtheit

beobachtet wurde.

Abbildung 5.5: Die drei Trajektorien, die einem unvollständig beob-
achteten Export entsprechen.

Ausgehend davon ergab sich für die hnRNP A1-gebundenen mRNPs eine Bin-

dungszeit von 36 ± 4 ms. Ein Vergleich mit der Literatur zeigt, dass mRNPs

durchschnittlicher Größe (∼2.2 kb) eine Transportgeschwindigkeit von 11 - 350 ms

haben[117],[120],[121],[122]. Wird berücksichtig, dass einige dieser Studien Markierungs-

methoden verwendet haben, die Größe und Form der mRNPs beeinflussen und

somit eventuell die Bindungszeit überschätzen[117],[121],[123], ist der hier gemessene

Wert in guter Übereinstimmung[120].

Der Vergleich der Bindungszeiten von DDX19 (45 ± 3 ms) und den an hnRNP

A1 gebundenen mRNPs (36 ± 4 ms) legt die Vermutung nahe, dass ein DDX19

für den Export eines mRNPs zuständig ist. Weitere Messungen der hnRNP A1-

Moleküle sind jedoch notwendig, um eine belastbarere Aussage treffen zu können

(s. Kapitel 6).
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5.1.6 Das gesamte Modell im Kontext der Literatur

Auf der Grundlage der Schlussfolgerungen in den Kapiteln 5.1 - 5.1.5 lässt sich

unter Berücksichtigung der Literatur folgende Abfolge für den Reaktionszyklus

von DDX19 beim Export von mRNP in menschlichen HeLa-Zellen aufstellen (s.

Abbildung 5.6)

Abbildung 5.6: Schematische Abbildung des Reaktionszyklus von
DDX19. Details siehe Text.

In diesem Modell sorgt die Bindung von DDX19 an das NUP214 zur Lokalisierung

von DDX19 auf der zytoplasmatischen Seite der NPCs, was wiederum die räumlich

gezielte Entfernung der Exportfaktoren der mRNPs ermöglicht. Darüber hinaus

begünstigt das NUP214 die Bindung von DDX19 zu Gle1.

Das Gle1 wiederum erhöht sowohl die Bindungsaffinität von DDX19 zu mRNP,

als auch dessen intrinsische ATPase-Aktivität. Diese Funktionen des Gle1 konnten

bereits in vorherigen Studien[57],[64],[69],[124] gezeigt werden, während sie nun auch

erstmals in vivo bestätigt werden konnten.

Die Bindung vom mRNP an das DDX19 führt zur Dissoziation von DDX19 und

NUP214[65]. Im Rahmen dieser Arbeit kann keine Aussage darüber getroffen wer-

den, ob die Bindung vom mRNP an das DDX19 die Bindung zwischen DDX19 und

Gle1 beeinflusst. Lin et al. (2018) konnten jedoch basierend auf kristallographischen

Daten zeigen, dass die Konformationsänderung im DDX19 nach der RNA-Bindung

die Freisetzung von Gle1 begünstigt[57].
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Die ATP-Hydrolyse und damit verbundene Entfernung der Exportfaktoren von

mRNPs konnte in dieser Arbeit nicht direkt beobachtet werden, aber der Logik

nach ergibt sich, dass dieser Prozess im letzten Schritt des Zyklus stattfinden muss.

Der genaue Mechanismus, wie die mit der ATP-Hydrolyse gekoppelte Konformati-

onsänderung im DDX19 die Exportfaktoren entfernt, ist noch unklar und Gegen-

stand aktueller Forschung[62].

Nach erfolgter Reaktion kehrt das DDX19 schließlich zurück in das Zytoplasma.

Darüber hinaus deuten die Bindungszeiten von DDX19-Halo-Tag (45 ± 3 ms) und

hnRNP A1-SnapTag gebundener mRNPs (36 ± 4 ms) darauf hin, dass ein DDX19-

Molekül wahrscheinlich den Export von einem mRNP reguliert.
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5.2 Identifizierung der NLS von DDX19

Als RNA-Helikase verfügt das DDX19 über viele Funktionen im RNA-Metabolis-

mus[76],[125],[126]. So ist es für die effiziente Erkennung von Stoppcodons in der Trans-

lation, der Direktionalität des mRNP-Exports, sowie der Reparatur von DNA-

Schäden in Form von R-Loops zuständig[59],[60]. Das bedeutet, dass das DDX19

(∼54 kDa schwer und ∼3 nm groß) eine NES und eine NLS verfügen muss, damit

es sich frei zwischen dem Zytoplasma und dem Zellkern bewegen kann[127].

2019 konnten Lari et al. die für den Export erforderliche NES identifizieren, nicht

aber die NLS[76]. Rajan und Montpetit mutmaßten 2020 in einem Review, dass

sich die NLS von DDX19 vermutlich auf Motiv VI befinden könnten[55]. Daraufhin

wurde in dieser Arbeit eine basenreiche Sequenz in Motiv VI untersucht und die

Aminosäuren 425 - 436 (425HRIGRTGRFGKR436) in zwei separaten Ansätzen als

NLS identifiziert werden.

Für den ersten Ansatz wurden die Aminosäuren 425 - 436 mit zwei eGFP-Molekülen

kloniert und transient in HeLa-Zellen exprimiert. Anschließend wurde die Im-

portfähigkeit der Sequenz anhand der subzellulären Gleichgewichtsverteilung mit

der NLS des großen T-Antigens von SV40 verglichen, die ebenfalls mit zwei eGFP-

Molekülen kloniert wurde. Der Zusatz von zwei eGFP-Molekülen stellte dabei si-

cher, dass der diffusionsbedingte Export der Proteine ins Zytoplasma minimiert

wurde.

Dabei zeigte sich, dass der Aminosäurebereich 425 - 436 von DDX19 sich mit ei-

nem Intensitätsverhältnis von 2.1 ± 0.1 im Nukleoplasma anreichert. Im Vergleich

zur NLS des großen T-Antigens von SV40 fiel die Anreicherung jedoch deutlich

schwächer aus (s. Tabelle 4.2), was darauf hindeutet, dass es sich bei dem gefunde-

nen Aminosäurebereich um eine schwache NLS handelt. Dies kann verschiedenen

Ursachen haben. Zum einen könnte es auf eine geringe Affinität der Importine zu

der gefundenen NLS zurückzuführen sein[128]. In diesem Zusammenhang wäre es

auch denkbar, dass der gefundene Aminosäurebereich nicht die gesamte NLS um-

fasst und die Importine deshalb eine schwächere Affinität haben.

Im zweiten Ansatz wurde die Importfähigkeit des gesamten Proteins DDX19 bei

mutierter Sequenz im Aminosäurebereich 425 - 436 untersucht. Zu diesem Zweck

wurden wie zuvor die basischen Aminosäuren in der Sequenz gegen Alanine sub-
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stituiert und das mutierte DDX19 transient in HeLa-Zellen exprimiert. Der aktive

Import wurde dann durch UV-C-Bestrahlung der Zellen induziert (Details s. Kapi-

tel 4.6)[59] und die subzelluläre Gleichgewichtsverteilung des Proteins analysiert und

mit der von DDX19 verglichen. Die aktive Induktion des Imports war notwendig,

da DDX19 im Gleichgewichtszustand auf der zytoplasmatischen Seite angereichert

ist (s. Abbildung 4.18 A).

Dabei zeigte sich, dass das Intensitätsverhältnis (zwischen Nukleoplasma und Zyto-

plasma) des mutierten DDX19 im Vergleich zum Wildtyp-DDX19 um 50 % abnahm

(s. Abbildung 4.18 B). Dies zeigt, dass das Protein schlechter importiert wird, wenn

die Sequenz 425HRIGRTGRFGKR436 mutiert ist und deutet daraufhin, dass es sich

bei der Sequenz um die NLS des von DDX19 handelt. Dennoch blockierte die Mu-

tationen den Import von DDX19 nicht vollständig, was wiederum dafürspricht,

dass das Protein entweder über einen Huckepack-Transport in den Zellkern gelangt

ist oder dass die NLS von DDX19 sich über den Aminosäurebereich 425 - 436 er-

streckt und das mutierte DDX19 somit immer noch eine teilweise funktionale NLS

verfügte.
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Kapitel 6

Fazit und Ausblick

In dieser Arbeit ist es gelungen, den Reaktionsablauf zwischen mRNPs, DDX19,

NUP214 und Gle1 beim mRNP-Export zu bestimmen und weiterhin die Funktion

von Gle1 im Zyklus in vivo zu beschreiben.

Zu diesem Zweck wurden induzierbare Zelllinien von DDX19-HaloTag und drei wei-

teren Mutanten (DDX19-NUP214/RNA-HaloTag, DDX19-ATPase-HaloTag und DDX19-
-Gel1-HaloTag) erzeugt. Die Messung und der Vergleich der jeweiligen Bindungszei-

ten sowie der Bindungshäufigkeiten pro Minute an der Kernpore ermöglichte die

Erstellung des Reaktionszyklus von DDX19 im mRNP-Export. Hier zeigte sich,

dass DDX19 im ersten Schritt über die Bindung an NUP214 auf der zytoplas-

matischen Seite der Kernpore lokalisiert wird. Darüber hinaus sorgt die Bindung

an NUP214 zu einer erhöhten Affinität von DDX19 zu Gle1. Die darauffolgende

Bindung an das Gle1 führt wiederum zu einer erhöhten Affinität von DDX19 zu

mRNPs und zu einer erhöhten ATPase-Aktivität. Nach der Bindung eines mRNPs

folgt schließlich die ATP-Hydrolyse, die zur Entfernung der Exportfaktoren vom

mRNP und der Freigabe in das Zytoplasma führt.

Darüber hinaus konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass der Export eines

mRNP mit großer Wahrscheinlichkeit von einem DDX19 reguliert wird.

Zu diesem Zweck wurden die Bindungszeiten von DDX19-HaloTag- mit denen von

mRNP-gebundenen hnRNP A1-SnapTag-Proteinen verglichen. Dabei ergab sich,

dass keine kompletten Exportereignisse der hnRNP A1-SnapTag-Moleküle gemes-

sen werden konnten, so dass nur diejenigen hnRNP-A1-SnapTag-Proteine für die

Analyse der Bindungszeit verwendet wurden, die eine Trajektorie aufwiesen, die zu

einem Teil einem Exportvorgang zugeordnet werden konnten (s. Abbildung 5.5).



In Zukunft sollten diese Messungen mit hnRNP A1-HaloTag-Proteinen wiederholt

werden, da dies die Verwendung der JF549-Fluoreszenzfarbstoffe ermöglicht, die

aufgrund ihrer erhöhten Helligkeit eine zeitliche Auflösung der Einzelmolekülaufnahmen

bei 200 Hz erlauben. Dies wird den Vergleich der Bindungszeiten zwischen DDX19

und hnRNP A1 robuster machen.

Abseits des mRNP-Exports konnte die NLS von DDX19 auf die Aminosäureregion

425 - 436 im DDX19 eingegrenzt werden. Mutationen der basischen Aminosäuren in

dieser Region zeigten eine deutlich reduzierte Importfähigkeit der Sequenz. Da die

Importfähigkeit der mutierten Sequenz nicht zu einem vollständigen Stopp im Im-

port von DDX19-HaloTag führte, liegt die Vermutung nahe, dass die NLS sich über

den Aminosäurebereich 425 - 436 hinaus erstreckt. Hier müssten weitere Messungen

unter Berücksichtigung der umliegenden Aminosäuren durchgeführt werden.
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Anhang

Abbildung A.1: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines
DDX19-NUP214/RNA-HaloTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün).
Ein Bild umfasst die Dauer von 5 ms. Die Bilder vor der Bindung wur-
den mit einer negativen Zeit nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist
der Ausschnitt des Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt.
(B) zeigt den Intensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die
Zeit. Die Bindung dauert 35 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.

Abbildung A.2: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines
DDX19-ATPase-HaloTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün). Ein
Bild umfasst die Dauer von 5 ms. Die Bilder vor der Bindung wurden
mit einer negativen Zeit nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist der
Ausschnitt des Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt. (B)
zeigt den Intensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die Zeit.
Die Bindung dauert 585 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.



Abbildung A.3: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines DDX19-Gle1-
HaloTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün). Ein Bild umfasst die
Dauer von 5 ms. Die Bilder vor der Bindung wurden mit einer negati-
ven Zeit nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist der Ausschnitt des
Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt. (B) zeigt den In-
tensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die Zeit. Die Bindung
dauert 120 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.

Abbildung A.4: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines DDX19-Gle1-
HaloTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün). Ein Bild umfasst die
Dauer von 5 ms. Die Bilder vor der Bindung wurden mit einer negati-
ven Zeit nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist der Ausschnitt des
Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt. (B) zeigt den In-
tensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die Zeit. Die Bindung
dauert 600 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.
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Abbildung A.5: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines DDX19-Gle1-
HaloTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün). Ein Bild umfasst die
Dauer von 5 ms. Die Bilder vor der Bindung wurden mit einer negati-
ven Zeit nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist der Ausschnitt des
Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt. (B) zeigt den In-
tensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die Zeit. Die Bindung
dauert 300 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.

Abbildung A.6: (A) Die Bildsequenz einer Bindung eines hnRNP A1-
SnapTag-Moleküls (rot) an einer Kernpore (grün). Ein Bild umfasst die
Dauer von 5 ms. Die Bilder vor der Bindung wurden mit einer negati-
ven Zeit nummeriert. Unterhalb der Bildsequenz ist der Ausschnitt des
Kymographen mit der gezeigten Bindung dargestellt. (B) zeigt den In-
tensitätsverlauf, der in (A) gezeigten Bindung über die Zeit. Die Bindung
dauert 75 ms lang. Maßstabsbalken: 2 µm.
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Abbildung A.7: Sequenzierung von DDX19-HaloTag - Teil 1. Erste
Zeile: die vorgegebene Basensequenz von DDX19-HaloTag. Zweite
Zeile: die in der Probe ermittelte Basensequenz. Dritte Zeile: Die
übereinstimmenden Aminosäuren.
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Abbildung A.8: Sequenzierung von DDX19-HaloTag - Teil 2. Erste
Zeile: die vorgegebene Basenequenz von DDX19-HaloTag. Zweite
Zeile: die in der Probe ermittelte Basensequenz. Dritte Zeile: Die
übereinstimmenden Aminosäuren.
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Abbildung A.9: Sequenzierung von hnRNP A1-SnapTag. Erste
Zeile: die vorgegebene Basensequenz von hnRNP A1-SnapTag. Zwei-
te Zeile: die in der Probe ermittelte Basensequenz. Dritte Zeile: die
übereinstimmenden Aminosäuren.
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Abbildung A.10: Die Sequenzierung der Aminosäuresequenz 425
-436 von DDX19. Erste Zeile: die vorgegeben Basensequenz der Ami-
nosäuren 425 - 436 von DDX19. Zweite Zeile. Die in der Probe er-
mittelte Basensequenz. Dritte Zeile: die übereinstimmenden Ami-
nosäuren

Abbildung A.11: Die Sequenzierung der Aminosäuresequenz 425
-436 von DDX19, bei der die Arginine gegen Alanine substituert
wurden. Erste Zeile: die vorgegeben Basensequenz der Aminosäuren
425 - 436 von DDX19. Zweite Zeile. Die in der Probe ermittelte
Basensequenz. Dritte Zeile: die übereinstimmenden Aminosäuren.
Nicht übereinstimmende Aminosäuren sind blau markiert.

Abbildung A.12: Die Sequenzierung der NLS des großen T-
Antigens von SV40. Erste Zeile: die vorgegeben Basensequenz der
NLS des großen T-Antigens von SV40. Zweite Zeile. Die in der Probe
ermittelte Basensequenz. Dritte Zeile: die übereinstimmenden Ami-
nosäuren.
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Abbildung A.13: Die Sequenzierung der NLS des großen T-
Antigens von SV40, bei der die Lysine gegen Alanine substituert
wurden. Erste Zeile: die vorgegeben Basensequenz der NLS des
großen T-Antigens von SV40. Zweite Zeile: die vorgegebene Basen-
sequenz der NLS des großen T-Antigens, bei der die Lysine gegen
Alanine substituiert wurden. Dritte Zeile: die in der Probe ermittelte
Basensequenz. Vierte Zeile: die mit der vorgegebenen mutierten Ba-
sensequenz (zweite Zeile)übereinstimmenden Aminosäuren. Mit der
ersten Zeile nicht übereinstimmende Aminosäuren sind blau mar-
kiert.

Abbildung A.14: Ausschnitt der Sequenzierung der Aminosäuren
425 - 436 von DDX19. Erste Zeile: die vorgegebene Basensequenz
der Aminosäuren 425 - 436 von DDX19. Zweite Zeile: die vorgege-
bene Basensequenz der Aminosäuren 425 - 436 von DDX19, in der
die Arginine gegen Alanine substituiert wurden. Dritte Zeile: die in
der Probe ermittelte Basensequenz. Vierte Zeile: die mit der vorge-
gebenen mutierten Basensequenz (zweite Zeile) übereinstimmenden
Aminosäuren. Mit der ersten Zeile nicht übereinstimmenden Ami-
nosäuren sind blau markiert.

Abbildung A.15: Ausschnitt der reverse Sequenzierung der
D223R-HaloTag-Mutante. Erste Zeile: Die vorgegebene Basense-
quenz von DDX19. Zweite Zeile: die vorgegebene Basensequenz
von DDX19-D223R-HaloTag. Dritte Zeile: die in der Probe ge-
messene Basensequenz. Vierte Zeile: die mit der mutierten Se-
quenz übereinstimmenden Basenpaare. Mit der ersten Zeile nicht
übereinstimmende Basen sind blau markiert.
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Abbildung A.16: Ausschnitt der reverse Sequenzierung der
E243Q-HaloTag-Mutante. Erste Zeile: Die vorgegebene Basense-
quenz von DDX19. Zweite Zeile: die vorgegebene Basensequenz
von DDX19-E243Q-HaloTag. Dritte Zeile: die in der Probe ge-
messene Basensequenz. Vierte Zeile: die mit der mutierten Se-
quenz übereinstimmenden Basenpaare. Mit der ersten Zeile nicht
übereinstimmende Basen sind blau markiert.

Abbildung A.17: Ausschnitt der reverse Sequenzierung der
K385E-HaloTag-Mutante. Erste Zeile: Die vorgegebene Basense-
quenz von DDX19. Zweite Zeile: die vorgegebene Basensequenz
von DDX19-K385E-HaloTag. Dritte Zeile: die in der Probe ge-
messene Basensequenz. Vierte Zeile: die mit der mutierten Se-
quenz übereinstimmenden Basenpaare. Mit der ersten Zeile nicht
übereinstimmende Basen sind blau markiert.
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