2. Material und Methoden

2.1 Verwendete Lösungen und Puffer

Alle verwendeten Chemikalien stammen, sofern nicht anders angegeben, von der Firma Roth.

Zum Ansetzen aller Lösungen, welche für die ISH verwendet wurden, wurde Wasser der Qualität Millipore (Pro 90 CN, Seralpur) verwendet, ansonsten deionisiertes Wasser (H2Odest) aus der hauseigenen Anlage. 

Um Lösungen RNase-frei zu bekommen, wurde eine Behandlung mit Diethylpyrocarbonat (DEPC, Sigma) durchgeführt. Hierzu wurden 0,1 % (v/v) DEPC der Lösung zugesetzt, über Nacht unter Rühren inkubiert und die Lösung anschließend autoklaviert. Das DEPC zerfällt dabei in die beiden flüchtigen Produkte CO2 und Ethanol. 

Die Wirkung von DEPC beruht darauf, dass das Molekül kovalent an primäre und sekundäre Amine bindet (Alkylierung), u.a. auch an für die katalytische Funktion vieler RNasen wichtigen Histidin-Seitenketten in den aktiven Zentren, welche dadurch irreversibel inhibiert werden.

Solche Lösungen, die nicht mit DEPC behandelt werden konnten, da sie primäre oder sekundäre Amine enthalten, z.B. Tris-gepufferte Lösungen, wurden mit DEPC-behandeltem Wasser angesetzt (H2ODT, DT= DEPC treated, also behandelt mit DEPC).

Bei der Arbeit mit RNS und Materialien, welche für die ISH relevant waren, wurden grundsätzlich Handschuhe getragen, um RNase-Kontamination vorzubeugen. Weiterhin wurden alle Gebrauchsgegenstände (Glasküvetten, Pinzetten, Spatel, Kolben etc) gründlich gereinigt, 3h bei 120 °C gebacken und danach autoklaviert. Sofern dies nicht möglich war, wurden sie mit RNaseAway (Molecular BioProducts) behandelt und anschließend mit H2ODT abgewaschen.

Im Folgenden aufgelistete Lösungen sind alphabetisch angeordnet.

Acetylierungslösung:

0,1 M Triethanolamin 

0,9 % (w/v) NaCl, 

( pH 8,0 (HClkonz , ca. 4 ml auf 1l)

mit H2ODT auffüllen 
Frisch zugeben:


0,25 % (v/v) Acet-Anhydrid

AP-Puffer:


100mM Tris/ HCl  pH 9,5

(alkalische Phosphatase)
150mM NaCl

5 mM MgCl2 

BCIP-Stocklösung:                50 mg/ml 5Brom-4Chlor-3Indolylphosphat-ptoluidinsalz(BCIP)

in Dimethylformamid
 lösen, Lagerung: -20 °C

Blocker:


10 % (w/v) Blocking Reagent (Roche)





mit Maleinsäurepuffer auffüllen, DEPC-Behandeln

Vor Verwendung 1/10 Blocker in 9/10 PBS 1x verdünnen

Chloralhydrat:


7 % (w/v) Chloralhydrat (Merck)





PBS 1x 

Denaturierungslösung:
4 M Guanidinthioisocyanat





25 mM Natriumcitrat (Merck)





0,5 % (w/v) Sarkosyl (N-Laurylsarkosin, Sigma)

Detektionslösung:

350 µg/ml aus NTB-Stock





175 µg/ml aus BCIP-Stock, in AP-Puffer

Ethidiumbromid-Lösung:
10 mg/ml, entspricht final 1 µg/ml (Sigma)

Extraktionspuffer: 

250 ml Denaturierungslösung





0,144 ml (-Mercaptoethanol





2 ml Natriumacetat 2 M, pH 4,0 (Merck)





22 ml Phenol 

Gelladepuffer 6x:

1x TAE





40 % Glycerol (=Glycerin)





Bromphenolblau (läuft bei ca 500 bp im 1%Gel, Merck)





bzw. Xylencyanol (läuft bei ca 2000 bp)

IPTG:



0,1M IPTG (Isopropyl b-d-Thiogalactosid) in H2O (steril filtriert)

IPTG/XGal:


15 µl IPTG





12,5 µl XGal





475 µl LB-Flüssigmedium

NTB-Stocklösung:

50 mg/ml NitroTetrazolium-Blauchlorid (NTB)





in 70 % (v/v) Dimethylformamid lösen, Lagerung: 4 °C

LB-Flüssigmedium:

35 g LB-Pulver (Duchefa)

(Luria-Bertani)

ad 1l H2O ( pH 7,2, autoklavieren

LB-Agar:


35 g LB+Agar-Pulver (Duchefa)

(Luria-Bertani)

ad 1l H2O ( pH 7,2, autoklavieren

Maleinsäurepuffer:

100 mM Maleinsäure (Sigma)

150 mM NaCl ( pH 7,5 (NaOH-Plätzchen, ca. 6g/l)

H2ODT dazu, autoklavieren

Paraformaldehydlösung:
10 g PFA (Merck)

(4 %)



125 ml H2ODT bei 60 °C rühren lassen (1/2 h)

100 µl 2M NaOH (bis zur Klärung weiterrühren)

50 ml 5x PBS zugeben, ad 250 ml H2ODT, bei 4° max.3 Tage verwendbar

PBS-Lösung, 1x:

130 mM NaCl

(Phophate buffered saline)
7 mM Na2HPO4 (Merck)





3 mM NaH2PO4  (Merck) ( pH 7,4 (NaOH), DEPC

Prähybridisierungs-Puffer:
5 ml Formamid (Merck)

2,5 ml SSC 20x

2 ml Blocker

20 µl SDS 10%

100 µl Sarkosyl 10 %

ad 10 ml H2ODT
RNase Puffer:


0,3 M NaCl

10 mM Tris

5 mM EDTA ( ph 8,0 (NaOH)

RNase-Lösung: 

20 µg RNase A pro ml RNase-Puffer

SDS 10%: 

bei 68 °C im Abzug unter Rühren lösen ( pH 7,2 (HCl)

(Sodiumdodecylsulfat
)


SSC 20x:


3 M  NaCl

(Sodium chloride-

0,3M Na-Citrat (Merck) ( pH 7 (NaOH), DEPC

Sodium citrate)
 

TAE-Puffer 50x:

2 M Tris

(Tris-Acetat-EDTA)

1 M Eisessig





50 mM EDTA

TE-Puffer :


10 mM Tris ( pH 7,5 (HCl)

(Tris-EDTA)


1 mM EDTA , H2ODT!

XGal:
20 mg/ ml XGal (5-bromo-4-chloro-3-indolyl-(beta)-D-Galactosid) in Dimethylsulfoxid (DMSO)

(-Puffer:


200 mM Tris





500 mM KCl (Merck)





15 mM MgCl​​2  ( pH 8,4 (HCl), bei –20°C lagern

2.2 Primer und Oligonukleotide

Alle verwendeten Primer und Oligonukleotide wurden von der Firma Biomers (Ulm) synthetisiert. Die Lagerung erfolgte in einer Konzentration von 100 pmol/µl, gelöst in TE-Puffer. Diese Stammlösung wurde zum Gebrauch 1:5 in TE verdünnt und bei 4 °C gelagert.

Tabelle 1: Sequenz der verwendeten Oligonukleotide 

	Oligo-Name
	Sequenz 5`-3`

	XcmI-Linker f
	AATTGATCCAAGCTTCCCATGGCGCCATGTCATGAGTGGCTAGCA

	XcmI-Linker r
	AATTTGCTAGCCACTCATGACATGGCGCCATGGGAAGCTTGGATC

	T7-Adapter f
	GCTTCCGGCTCGTATGTTGTGTGGGAAATTAATACGACTCACTATAGGGAGAGAG

	T7-Adapter r
	CTCTCTCCCTATAGTGAGTCGTATTAATTTCC-NH2

	M13univ f         
	GTAAAACGACGGCCAG

	M13univ r   
	GGAAACAGCTATGACCATGA

	rnPpia-343 f
	GCAAATGCTGGACCAAACAC

	rnPpia-650 r
	GAACTTCAGTGAGAGCAGAG

	rnGaPdh-287 f
	CACCATCTTCCAGGAGCGAG

	rnGaPdh-605 r
	GGCATGGACTGTGGTCATGAG

	rnP2rx4-439 f
	GAGCACCTGTCCAGAGATTC

	rnP2rx4-1002 r
	CTGTAGTACTTGGCAAACCTG

	rnGlud1-521f
	CTGACGTGAGTGTGGATGAG

	rnGlud1-791r
	ATGGTGCTGGCATAGGTGTC

	rnScn1b-452 f
	TGCAGCTGGAGGAAGATGAG

	rnScn1b-859 r
	CGCCTGTACAGTTCTCTTTG

	rnMobp-602 f
	GCTCCTAGGTTCTGATTGAG

	rnMobp-951 r
	TCCCTGAAGACACAGGAATC

	rnGat1-1093 f
	ATGTGTACAGGGACTCCATC

	rnGat1-1461 r
	TAGAGAGGCCAATCAGGTAG

	rnAldoC-151 f
	TTGTCGGATATTGCTCTGAG

	rnAldoC-585 r
	CGAGGGTGTGCGATCACTG

	rnSC2-479 f
	GGCCGCAAATACGACTTTAC

	rnSC2-769 r
	AGAGAAGTTCCCAAGCTGAC

	rnGrina-848 f
	ACCACAGCTGTCTGCTTCAC

	rnGrina-1173 r
	CTACGGCCAATGATGGTGAG

	rnS100b-221 f
	AGGAGCTCATCAACAACGAG

	rnS100b-550 r
	CCCTGAAGCAAATCAAGCTTC

	rnTrrp1-1439 f
	TTCTGAGTTACCTTCGGCTC

	rnTrrp1-1825 r
	CGATCACAACCACGACATTG

	rnSNAP25-326 f
	AAAGATGCTGGCATCAGGAC

	rnSNAP25-720rf
	ATCTCATTGCCCATGTCTAG

	rnP2rxl1 840f
	AGTACTCCTTCCAGCTGCAG

	rnP2rxl1 1258r
	GGTGCATGAATGCTTGGATC


2.3 Versuchstiere und Gewebepräparation

Sämtliche Versuche wurden mit Sprague-Dawley Ratten beiderlei Geschlechts im Alter von  Postnatal-Tag (P) 60 durchgeführt . Den Tieren aus der Zucht des Tierhauses der Universität Kaiserslautern stand Wasser und Futter bei einem zwölfstündigen Hell-Dunkel-Rhythmus zur freien Verfügung. Zur Gewebeentnahme wurden die Tiere mit Chloralhydrat (10 µl/ g Körpergewicht) peritoneal betäubt, bei Reflexfreiheit dekapitiert, das Gehirn herauspräpariert und sofort in eiskaltes 1x PBS/ 1 mM EDTA  überführt. Um Gewebe für die RNS-Extraktion zu gewinnen, wurden die jeweiligen Hirnregionen SOC und Hippocampus entnommen, in 1,5 ml-Reaktionsgefäßen in flüssigem Stickstoff schockgefroren und bis zur weiteren Verwendung bei –80 °C gelagert. 

Bei Gewebe, welches zur Anfertigung von Cryostatschnitten diente, wurde im Bereich des Telencephalons transversal eine gerade Schnittkante gezogen, das Gehirn hierauf mit Einbettmedium (TissueTek, Sakura Finetek) auf einem Aluminiumplättchen aufgebracht und in flüssigem Stickstoff schockgefroren. Hier war darauf zu achten, dass das Gewebe nicht mit dem Stickstoff in Berührung kam, sondern nur die Metallplatte in den Stickstoff getaucht wurde, um die Gewebestruktur nicht zu zerstören. Anschließend wurden die Gehirne in Gefrierbeutel-Folie eingeschweißt und ebenfalls bei –80 °C bis zur weiteren Verwendung gelagert.

2.4 In Situ Hybridisierung

2.4.1 Gesamt-RNS-Isolation

Um die Gesamt-RNS (t, r und mRNS) von SOC und Hippocampus zu erhalten, wurde eine klassische Phenol-Chloroform-Extraktion durchgeführt. Hierzu wurde das Gewebe von ‑80 °C in 2 ml Extraktionspuffer in einem Rundboden-Röhrchen (auf Eis) gegeben, daraufhin wurde auf ein Gesamtvolumen von
3 ml
bei < 0,15 g Gewebe





4 ml     bei 0,15 – 0,4 g





5 ml 
bei > 0,4 g
aufgefüllt.

Es wurden 5 SOC  (< 0,15 g) und 2 Hippocampi (0,2g) hierzu eingesetzt.

Das Gewebe wurde durch 4-6 Mal pulsmixen bei 23500 Umdrehungen pro min (U/min)mit einem Dispersierer (Miccra D8, ART Moderne Labortechnik) homogenisiert und, um eine Temperaturerhöhung und damit eine mögliche Schädigung der RNS zu vermeiden, dabei auf Eis gehalten. Nach Zugabe von 100 µl/ ml Chloroform und 15 s mischen wurde das Homogenisat 15 min auf Eis inbkubiert.

Einem Zentrifugationsschritt bei 10000 U/min, 4°C, 15 min folgte die Überführung der wässrigen Phase (Oberphase) in neues Gefäß, 0,5 ml/ml Isopropanol wurden dazugegeben, diese Fällung dann 15 min auf Eis inkubiert. Das in der folgenden Zentrifugation (10000 U/min, 30 min, 4 °C) entstandene Pellet wurde 2 mal in 500 µl EtOH 70% (H2ODT) gewaschen bei 10000 U/min, 5 min, 4°C.

Anschließend wurde das Pellet trocken gezogen und in 100-300 µl H2ODT gelöst.

Um Qualität und Quantität der gewonnenen RNS zu überprüfen, wurde eine Konzentrationsbestimmung anhand 1 µl  Lösung mit dem Nanodrop (DuPont) durchgeführt.

Zur Kontrolle wurde außerdem eine Agarose-Gelelektrophorese durchgeführt. Hierzu wurden 2% Agarose (Neeo Rotigarose) in 1x TAE unter Aufkochen gelöst, nach Abkühlen auf ca. 60 °C Ethidiumbromidlösung (1 µg/ml final) zugegeben und in einen Gelschlitten mit Kämmen gegossen. 

Nach dem Aushärten der Gelmatrix und dem Entfernen der Kämme wurde das Gel in eine Kammer überführt, welche ebenfalls mit 1x TAE als Laufpuffer gefüllt war. Es wurden ca. 500 ng der RNS-Lösung mit einer entsprechenden Menge Gelladepuffer versehen und in die Taschen des Gels pipettiert. Bei Anlegen einer Spannung (Feldstärke: 3 bis 4,5 V/cm2) bewegen sich nun die negativ geladenen RNS-Moleküle auf die Anode zu, kleinere Moleküle wandern entsprechend schneller durch die „Maschen“ des Gels als größere und es erfolgt eine eindimensionale räumliche Auftrennung. Das zugegebene Ethidiumbromid lagert sich während der Elektrophorese an die Basen der RNS an und kann anschließend durch Fluoreszenz unter UV-.Licht ((= 302 nm) sichtbar gemacht werden. Die Dokumentation erfolgte mittels einer UV-Kammer (TI 1, Biometra).

Die SOC-RNS wurde aufgrund der geringen Menge gesamt in die reverse Transkription eingesetzt, ohne vorherige Überprüfung der Qualität auf einem Gel.

2.4.2 Reverse Transkription

Unter der reversen Transkription versteht man eine enzymatische Reaktion, bei der mittels des Enzyms Reverse Transkriptase (erstmals vor 80 Jahren in Retroviren entdeckt, welche ihre RNS in DNS umschreiben, um diese dann ins Wirtsgenom integrieren zu können) mRNS in einzelsträngige cDNS (complementary DNS) „zurückgeschrieben“ wird. Die cDNS ist stabiler als die mRNS und kann mittels DNS Polymerasen wie der Taq DNS Polymerase leicht amplifiziert werden. 

Um die Gesamtheit aller Transkripte zu erfassen, wurden kurze Primerstücke eingesetzt, welche sich statistisch mehrmals an ein mRNS-Stück anlagern, so dass dieses in seiner gesamten Länge umgeschrieben werden konnte.

 Hierzu wurden 10 µg Gesamt-RNS

    

1 µl PDN6-Primer-Mix 1:10 verdünnt ( GibcoBRL)

  

1 µl 5´RACE Primer (polyT Primer, GibcoBRL)

ad 15 µl H2ODT

5 min bei 65°C denaturiert, danach 5 min auf Eis gehalten und hierbei folgende Komponenten zugeben:
5 µl Reverse Transkriptase-Puffer  5 x



1 µl dNTP-Mix 10 mM 



2,5 µl Dithiothreitol (DTT) 100 mM

0,5 µl Superase (RNase Inhibitor, Roche)

Dies wurde wiederum 2 min bei 50°C inkubiert und dann 1µl Reverse Transkriptase Superscript III (200U, Invitrogen) dazugegeben.

Die Transkription erfolgte während diesem Programm:

43 min bei 50°C

15 min bei 55°C

60 min bei 20°C

Nach der Transkription wurden 75 µl TE-Buffer zugegeben und die einzelsträngige cDNS bei –20 °C eingefroren, da diese relativ instabil ist.

2.4.3 Spezifische cDNS-PCR

Der aus der reversen Transkription gewonnene cDNS-Pool enthält, falls die reverse Transkription vollständig war, repräsentativ die Gesamtheit aller Gene, welche zum Zeitpunkt der Gewebeentnahme exprimiert sind. Nun können einzelne Gene gesondert betrachtet werden, indem sie über spezifische Primer mittels PCR aus dem cDNS-Pool herausamplifiziert werden.

Pro Ansatz wurden zusammengegeben:

1 µl ss cDNS

5µl (-Puffer 10x

1 µl dNTPs 10 mM

0,5 µl MgCl2 50 mM

je 1 µl spezifischer Primer 20 mM

1 µl Taq-Polymerase

ad 50 µl H2ODT
Bei der Verwendung von Mikrotiterplatten wurde das Reaktionsgemisch mit einem Tropfen Mineralöl (Sigma) überschichtet, um eine Verdunstung der Reaktionsansätze zu unterbinden. Bei der Verwendung von Reaktionsgefäßen mit Verschluss wurde der Deckel der PCR-Maschine (TGradient, Biometra) während der gesamten PCR mit einer Temperatur von 105 °C beheizt, so dass keine Kondensation im kühleren oberen Bereich des Reaktionsgefäßes stattfinden konnte, wodurch eine erhöhte Salzkonzentration im Reaktionsgemisch die Amplifikation durch die Taq-Polymerase behindern könnte.

Programm :  
94°C
2 min



94°C
30 s



60°C
30 s
       35x



72°C
1 min



72°C
5 min



4°C 
pause

Der Ansatz wurde erst in die PCR-Maschine gestellt, wenn diese die anfängliche Denaturierungstemperatur von 94 °C erreicht hatte (sgn. Hot Start), da eine Amplifikation bei niedrigeren Temperaturen zu falschen Produkten aufgrund unspezifischer Primer-Bindungen führen könnte.

Zur Auswertung der PCR wurden 10 µl des Ansatzes, mit der entsprechenden Menge Gelladepuffer versehen und zur Kontrolle auf ein 1 %iges TAE-Gel geladen.

2.4.4 Herstellung eines PCR-Klonierungs-Vektors:

Um die in 2.4.3 erhaltene cDNS beliebig amplifizieren und einsetzen zu können, ist es ratsam sich der Hilfe von Vektoren zu bedienen. Ein weiterer Vorteil der Klonierung des PCR-Produktes ist die anschließende Möglichkeit der Sequenzierung, da die Taq-Polymerase während der PCR verhältnismäßig viele Fehler macht (1von 4200 Basen, xxxxxx Quelle?). 

Oft werden PCR-Produkt und Vektor mit Restriktionsenzymen verdaut (Voraussetzung hier ist, dass die PCR-Primer mit geeigneten Schnittstellen versehen wurden oder bereits Schnittstellen-Überhänge enthalten), so dass aufgrund der spezifischen Schnittstellen gerichtet ligiert werden kann. 

Eine schnellere Methode, als mit Restriktionsenzymen PCR-Produkte in Vektoren hinein zu ligieren, ist die sogenannte TA-Kloning-Methode. Amplifiziert man DNS mit Taq-Polymerase, so adenyliert diese das PCR-Produkt am 3`-Ende, sie fügt einen sogenannten 3'‑A-Überhang an. Dies ermöglicht direktes Klonieren von PCR-Produkten in einen linearisierten Vektor mit einem 3'-T-Überhang, wie in Abb. xxx schematisch dargelegt ist. 
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Abb. xxx: Schematische Darstellung der Adenylierungen eines PCR-Produktes, welches mittels Taq-Polymerase amplifiziert wurde, und die adäquaten T-Überhänge im optionalen Klonierungsvektor

Solch ein Vektor sollte im Rahmen der Diplomarbeit hergestellt werden. Als Basisvektor diente der Vektor pBluescript II KS+ (Stratagene). In diesen wurde ein 39 Basenpaare (bp) langes DNS-Fragment (Linker) hineinkloniert. Dieser sogenannte Linker enthält zwei Schnittstellen für ein ungewöhnliches Restriktionsenzym, XcmI (New England Biolabs), welche spiegelbildlich  zueinander angeordnet sind. Führt man nun einen Verdau mit Xcm1 durch, so erhält man den zur Klonierung gewünschten 3`T-Überhang an den Schnittstellen (siehe Abb. xxx).
Um den ursprünglichen pBluescript-Vektor zu öffnen, wurde er mit EcoRI verdaut. Hierzu wurden 10 µg DNS mit 5 µl Enzym (MBI Fermentas) 1 Stunde bei 37°C in insgesamt 100 µl Volumen (10 µl 10x Puffer) inkubiert. 

Der Vektor sollte anschließend folgendermaßen vorliegen und die (hier grün dargestellten) 4 bp langen spezifischen EcoRI-Überhänge enthalten:

pBlue-Seq:   701-5`CTGCAGG.........AATTCGATATCAA 3`-720

            
     3`GACGTCCTTAA.........GCTATAGTT 5`

Um die beiden zueinander komplementären Linkerstränge, welche einzeln synthetisiert geliefert wurden, aneinander anzulagern, wurden je 5 µl von Linker 1 und 2 und 90 µl H2O zusammengegeben, was einer Endkonzentration von 5 pmol/µl entspricht; dann wurde das Oligonukleotid-Gemisch 5 min bei 94 °C inkubiert, die PCR-Maschine ausgeschaltet und 20 min auf Raumtemperatur abkühlen gelassen. Der Ansatz wurde bis zur weiteren Verwendung bei -20 °C gelagert. 

Die Linkerenden haben als Überhang EcoRI-Schnittstellen angefügt:

5`AATT---- Linker1 ----3`

          

           3`---- Linker2 ----TTAA 5`


Zur Ligation in den EcoR1-geschnittenen Vektor wurden 5 pmol (1 µl) des Xcm1-Linkers mit 0,5 pmol Vektor (entspricht etwa 1 µg) mit 1 µl Ligase-Puffer 10x und 1 µl Ligase in einem Gesamtvolumen von 10 µl bei 14 °C über Nacht inkubiert.
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Abbildung 1: XcmI-Linker und Klonierung in pBluescript mittels Eco-R1-Schnittstellen

Der Ligationsansatz wurde in Escherichia (E.) coli transformiert. Die Transformation des Vektors in den Zielorganismus kann auf verschiedenen Wegen erfolgen. Gängige Methoden sind die Elektroporation (durch hohe Stromstöße wird ein FlipFlop-Effekt in den Phospholipiden der Zellmembran ausgelöst und an die Membran angelagerte DNS kann in die Zelle eintreten) und die Transformation mittels Temperaturschock, auch chemische Transformation genannt (kurze Inkubation bei 42 °C öffnet Poren und lässt DNS eindringen).
Vorteile des Hitzeschocks sind Zuverlässigkeit der Methode, unabhängig von der Salzkonzentration in der Lösung, und die geringen Kosten. Jedoch ist zu beachten, dass die Effizienz generell etwas geringer (1x 106 - 109 Transformanten pro µg DNS xxxxx) als bei der Elektroporation (5 x 109 Transformanten pro µg DNS xxxxx) ausfällt und der Zeitaufwand höher ist.

Um die E. coli aufnahmebereit für die DNS zu machen ( =kompetent) müssen sie bei der hier verwendeten Methode des Hitzeschocks mit Magnesiumchlorid und Calciumchlorid behandelt werden. Hierdurch wird die Zellwand destabilisiert und die Zelle dadurch permeabler. Um die kompetenten Zellen anschliessend bei –80 °C lagern zu können, wird 87 % Glycerol als Gefrierschutz 1:1 (v/v) zugesetzt.

Es wurde der E. coli-Stamm XL-Blue (Stratagene) verwendet, welcher eine geringe Endonuclease-Aktivität und die Möglichkeit zur Blau-Weiss-Selektion aufweist. Hiervon wurde über Nacht eine Vorkultur in 30 ml LB-Flüssig-Medium mit Stockkultur beimpft.

Am nächsten Tag wurden 3 ml der Über-Nacht-Kultur zu 250 ml frischem LB-Flüssig-Medium gegeben und nach ca. 2 h die optische Dichte (OD) bestimmt (bei 650 nm).

Sobald die OD 0,5 erreicht hatte, wurde der gesamte Ansatz für 2,5 h auf Eis inkubiert.

5´ bei 5000rpm zentrifugiert (0°C)

Pellet in 60 ml kaltem, steril filtriertem 100 mM MgCl2 aufgenommen

5´ bei 5000 rpm zentrifugiert (0°C)

Pellet in 60 ml kaltem, steril filtriertem 100 mM CaCl2 aufgenommen und 20´ auf Eis inkubiert

5´ bei 5000 rpm zentrifugieren (0°C)

Pellet in 12 ml 86 mM CaCl2 in 12,3% Glycerol (steril filtriert) aufgenommen

in 400 µl Aliquots in Eppendorf-Tubes aufgeteilt und diese in flüssigem Stickstoff schockgefroren und dann bei -80°C gelagert.

Zur Transformation wurden 200 µl kompetente E. coli-Zellen je Ansatz auf Eis auftauen gelassen, zum Ligationsansatz gegeben und ½ h auf Eis inkubiert, dabei zeitweise vorsichtig durchmischt, um eine bessere Anlagerung der DNS an die Zellen zu erzielen.

Der Ansatz wurde 90 s bei 42 °C inkubiert, dann sofort auf Eis gestellt, mit 300 µl LB-Medium versetzt und auf LB-Agar mit Antibiotikum und IPTG/X-Gal ausplattiert und über Nacht bei 37 °C inkubiert.

Am nächsten Morgen wurden die erhaltenen blauen Kolonien von der Platte in eine Kolonie-PCR eingesetzt, indem in einen PCR-Ansatz anstatt DNS direkt die E.coli-Zellen mit einem Zahnstocher in den PCR-Mastermix überführt und resuspendiert wurden. Auch wurde durch Auftippen des Zahnstochers (vor dem Lösen der Zellen im Mastermix) auf eine frische Agarplatte eine Masterplatte angelegt, um eine Kopie jederzeit zur Verfügung zu haben. Weisse Kolonien wurden nicht eingesetzt, da in diesen kein funktionsfähiges ß-Galactosidase-Gen vorhanden war, was bei erfolgreicher Integration des XcmI-Linkers aber noch funktionell sein müsste, da dessen Sequenz „in frame“ zum ß-Galactosidase-Gen (das Leseraster ist nicht verschoben) gewählt wurde.

Die Bedingungen bei der PCR waren die gleichen wie oben beschrieben, als Primer wurde M13univ verwendet, welcher up- und downstream der Multiple Cloning Site (MCS) von pBluescript, in welcher sich die EcoRI-Schnittstelle zur Hineinklonierung des XcmI-Linkers ja befindet, bindet. Zur Überprüfung der PCR wurde anschließend ein 2 %iges Agarosegel mit 10 µl PCR-Produkt und 2 ml Ladepuffer beladen, aufgetrennt und ausgewertet.

Befanden sich positive Kolonien darunter (erkennbar am Längenunterschied von 39 bp), wurden die entsprechenden Klone von der Masterplatte mit einem Zahnstocher in 100 ml LB-Medium mit Antibiotikum (50 µg/ml Ampicillin) überführt und über Nacht bei 37 °C unter Schütteln inkubiert. Dann wurde am nächsten Tag eine Plasmidpräparation nach dem Prinzip der alkalischen Lyse durchgeführt. Diese Methode basiert darauf, dass „lineare“ DNS bei pH 12-12,5 einsträngig vorliegt, bei einer raschen pH-Absenkung bilden sich durch Hybridisierung jedoch Netzwerke, welche ausfallen. Supercoiled (negativ überspiralisiert) vorliegende Plasmide bleiben auch unter den verwendeten Bedingungen in Form von Doppelsträngen gelöst und konglomerieren nicht. Bei Verwendung von SDS und Natriumacetat werden auch Proteine und RNA unlöslich und fallen mit aus.
Am nächsten Morgen wurde die Übernachtkultur 5 min bei 8000 U/min abzentrifugiert und das erhaltene Pellet in 5 ml GTE gründlich resupendiert, 5 min bei RT inkubieren und dabei ab und zu leicht geschüttelt. Es wurden anschliessend 250 µl Lysozym-Lösung (5mg/ml) dazugegeben, vorsichtig gemischt und 10 min bei RT stehen gelassen. Zur vollständigen Auflösung der Zellmembran und Denaturierung der DNS wurden 10 ml SDS/NaOH zugegeben, vorsichtig gemischt und 10 min auf Eis inkubiert.
Um eine rasche pH-Absenkung zu erreichen (und damit eine unspezifische Hybridisierung der nunmehr einzelsträngigen genomischen DNS) wurden nun 7,5 ml Na/K-Acetat‑Lösung zugegeben, erneut vorsichtig gemischt und wiederum 10 min auf Eis inkubiert.
Das weisse Präzipitat wurde 15 min bei 13000 U/min und 4°C abzentrifugiert, der Überstand durch einen Filter (640W, Machery-Nagel) in ein neues Gefäß überführt.
Dann wurde 1h bei -20 °C mit 1 Vol (ca. 22.5 ml) Isopropanol und 0,1 Vol NaAc-Lsg. gefällt und anschließend bei RT und 13000 U/min 30 min zentrifugiert. Das Pellet wurde in 500 µl Wasser aufgenommen und mit 50 ml RNase-Lösung 15 min bei Raumtemperatur inkubiert, dann mit 500 µl Phenol/ Chloroform/ Isoamylalkohol (Rotiphenol) gemischt und 10 s gevortext. Nach 5minütiger Zentrifugation bei 13000 U/min wurde die wässrige Oberphase in ein frisches Reaktionsgefäß überführt, mit der gleichen Menge Chloroform gemischt (10 s vortexen) und erneut 5 min abzentrifugiert bei 13000 U/min. Die Oberphase konnte nun direkt verwendet werden oder gegebenenfalls nochmals gefällt werden mit 3 facher Menge EtOH 100 % und 1/10 Natriumacetat (6M).
Das Plasmid wurde auf einem 1 % Agarosegel überprüft und die Konzentration mittels eines Photometers (Lightwave, WPA) über die optische Dichte bestimmt. Es wurde dazu 1 µl Plasmidlösung in 99 µl H2O gelöst, wobei 1 Einheit Optische Dichte (1 OD) bei einer Wellenlänge von 260 nm
40 µg RNS/ml

                   


50 µg DNS/ ml       


      


33 µg ssDNS/ ml      entspricht.

[Absorptionsmaximum für Proteine: (= 280 nm, Ratio (260/280 > 1,8 für reine Nukleinsäuren]

Um die mittels Kolonie-PCR erhaltenen positiven Klone zusätzlich zu überprüfen, wurde eine Sequenzierung durchgeführt nach der Kettenabbruchmethode (Sanger et al, 1977). 

Zur Sequenzierung wurden 

2 µl Sequenzier-Mix (Big Dye Terminator 3.1, ABI)
1 µl Betain 10M
1 µl Verdünnungspuffer (ABI)


0,75 µl Primer

1 µl Plasmid

ad 10 µl H2O


in einer Microtiterplatte zusammengegeben. 
Der Ansatz wurde bei 95 °C 20 sec denaturiert, dann bei 60 °C 105 s  verlängert. Nach Beendigung von 30 Zyklen dieser beiden Schritte wurde der Ansatz mit 4 ml 10 M Ammoniumacetat und 80 µl EtOH 100% bei 4 °C 15 min gefällt. Anschliessend erfolgte die Pelletierung der DNS bei 2750 g, 30 min bei 4 °C. Die Flüssigkeit wurde entfernt durch Wenden der Microtiterplatte, das Pellet wurde trocken zentrifugiert bei umgedrehter Microtiterplatte (700 g, 1 min). Darauf wurden dann 100 µl EtOH 70 % gegeben, die Microtiterplatte erneut gewendet und nochmals eine Trockenzentrifugation (700 g, 1min) durchgeführt. Bis zur Sequenzierung wurde das Pellet bei -20 °C gelagert. Das Resuspendieren des Pellets in Laufpuffer und die Sequenzierung in einem 16-Kapillar-Sequenzer (ABI 3100)  erfolgte durch das NanoBio-Zentrum Kaiserslautern.
Die Auswertung der Sequenzen erfolgte mittels dem FRET-Viewer (Staden Package, MRC)) und Blast (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/). 
Nach Bestätigung der gewollten Sequenz konnte der Vektor nun weiterverwendet werden.Um die T-Überhänge im Vektor zu generieren, welche für das Klonieren von PCR-Produkten notwendig sind, wurden 5 µg Vektor mit 2 µl XcmI (New England Biolabs) über Nacht bei 37 °C verdaut in einem Gesamtvolumen von 100 µl und anschließend 10 min bei 65 °C das Enzym hitzeinaktiviert. Die Vollständigkeit des Verdaus wurde auf einem Agarosegel kontrolliert. 

2.4.5 Klonierung und Sequenzierung der  cDNS

Zur Klonierung der Gen-Teilsequenzen wurden 

1-3 µl PCR-Produkt 

0,1 µl Vektorverdau, inaktiviert

1 µl Ligase-Puffer (MBI Fermentas)

1µl T4 DNS-Ligase (MBI Fermentas)

ad 10 µl H2O




über Nacht bei 14 °C ligiert.

Der gesamte Ligationsansatz wurde wie oben bereits beschrieben in E. coli transformiert, auf IPTG/ XGal-Platten ausgestrichen und am nächsten Tag eine Kolonie-PCR der weissen Kolonien durchgeführt, da diese nun durch Unterbrechung des ß-Galactosidase-Gens durch das hineinklonierte PCR-Produkt nicht mehr in der Lage sind, die Substrate zum farbstoff umzusetzen.  Die positiven Klone wurden über Nacht angezogen und am nächsten Tag die Plasmide mit dem integrierten PCR-Produkt durch die oben beschriebene alkalische Lyse gewonnen.
Auch hier wurde zur Identifizierung und Überprüfung des klonierten Fragments eine Sequenzierung durchgeführt.
2.6 T7-Adapterligation

Die bestätigte cDNS-Sequenz soll nun in RNS umgeschrieben werden, wozu eine Startstelle für die T7 RNS-Polymerase (sgn. Adapter) an das PCR-Produkt mittels der DNS-Ligase angefügt werden muss. Die RNS-Polymerase erkennt dann später die spezifische Sequenz des Adapters, lagert sich daran an und schreibt der DNS-Matrize nach die Sequenz in RNS um (beim entstandenen Produkt handelt es sich nicht um mRNS mit cap und poly-A-Schwanz sondern um eine künstlich - in vitro – hergestellte RNS). 

Um eine spätere Transkription von beiden Seiten des Gens (also antisense- und sense-Sonde in einem Reaktionsgefäss) durch eventuelle Ligation des Adapters jeweils 5`und 3` zu umgehen, wurde der Adapter nach dem Prinzip der Ligation Mediated Suppression PCR (LMS-PCR, Strauss, 2001) entworfen. Hierbei wurde der Adapter so gewählt, dass ihm die Primerbindestelle fehlt und nur der revers komplementäre Strang dazu vorhanden ist. Um ein Auffüllen der Lücke durch die Taq-Polymerase zu umgehen, wurde zusätzlich das 5`-Ende mit einer Aminierung am 5`-C-Atom blockiert (siehe Abb. xxxxx).
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Abb. Xxx: Schematische Darstellung der ligation mediated suppression PCR. Im ersten Zyklus der PCR kann nur der genspezifische Primer (hier der revers-Primer) hybridisieren und verlängert werden. Hierbei wird die zweite Primerbindungsstelle, nämlich die für den Adapterprimer, generiert. Im zweiten Zyklus sind beide Bindestellen nun vorhanden, der Adapterprimer kann jetzt binden und verlängert werden, er wird jedoch spezifisch nur an der gewünschten Seite anbinden können, da andere Bindungsstellen nicht existieren. Das Endprodukt enthält folglich nur eine T7-RNA-Polymerasen-Startstelle an.
Da der Adapter von Biomers in zwei einzelsträngigen Sequenzen synthetisiert wurde, mussten die revers komplementären Einzelstränge erst zu einem Doppelstrang zusammengelagert werden. Hierzu wurden je 50 µl Adapter 1 und 2 (je 100 pmol/ µl) bei 94°C 5 min inkubiert, dann die Temperatur über drei Minuten von 92 auf 72 °C abgesenkt und anschließend von 72 auf 30 °C über 22 min abkühlen gelassen. Final wurde 10 min bei 20 °C inkubiert, dann der nunmehr doppelsträngige Adapter bis zur weiteren Verwendung  bei –20°C gelagert.
Die Ligation des Adapters an das spezifische PCR-Produkt wurde folgendermaßen durchgeführt:

1 µl T4-Ligase-Puffer 10x

0,2 µl annealter Adapter 


1-3 µl spezifische cDNS (~25 ng)

1 µl T4-Ligase (MBI Fermentas) wurden zusammengegeben und auf 10 µl mit H2ODT aufgefüllt.

Der Ansatz wurde 1 h bei Raumtemperatur, bzw. über Nacht bei 14°C, inkubiert. Die darauffolgende PCR des Ansatzes  wurde mit:

1) dem Adapterprimer + forward-Primer des spezifischen Gens

2) dem Adapterprimer + reverse-Primer des spezifischen Gens
3) 2 x Adapterprimer    





durchgeführt.
Falls in Ansatz 3 eine Bande auftauchen sollte, wäre die Adapterligation als unbrauchbar anzusehen, da hier keine Bindestellen für den Adapterprimer vorhanden sein sollten, folglich also kein PCR-Produkt generiert werden könnte.
2.7 In vitro Transkription

Die cDNS mit der RNS-Polymerase-Startstelle diente nun als Vorlage zur Transkription. Das Enzym fällt nach der Synthese des RNS-Stranges am Ende der DNS ab, da kein natürliches Stoppcodon vorliegt.
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Abb xxx: Schema der in vitro Transkription. Die RNA-Polymerase bindet an ihre Startstelle an und synthetisiert den RNA-Strang Richtung 3`-Ende unter Einbau von normalen und DIG-markierten Nukleotiden. 

Zur Markierung wird statt nur normalem rUTP ein Anteil an Digoxigenin-markiertem UTP zugegeben.

[image: image5.jpg]



Digoxigenin kann anschliessend über eine Antikörperreaktion leicht nachgewiesen werden. 

Für die Transkription wurden

     je 1 µl rATP, rCTP, rGTP 10 mM (MBI Fermentas)

     0,65 µl rUTP 10 mM (MBI Fermentas)
     0,35 µl DIG11 rUTP 10 mM (Roche)

     2 µl T7 Polymerase-Puffer, 5x

     1-3 µl Ligations-PCR-Produkt : forward-Produkt für antisense, reverse-Produkt für sense

     1 µl Superase (Roche)

     1 µl T7 RNS-Polymerase (MBI Fermentas) zusammengegeben, auf 10 µl mit H2ODT aufgefüllt, gründlich durchmischt unter Verwendung eines Vortex (Genie2, New York) und abzentrifugiert. Dieser Ansatz wurde für 4 h ; 37 °C im Hybridisierungsofen inkubiert.
Um die restliche DNS zu entfernen, wurde 0,5 µl DNAse I (Roche) dazupipettiert und nochmals 15 min bei 37°C inkubiert.

Die Reaktion wurde abgestoppt mit 
10 µl H2ODT und 1 µl EDTA 0,5M (MgCl2-Fänger)

Die Qualität der hergestellten RNS wurde mittels eines 2%igen Agarosegels überprüft.

2.8 Cryostatschnitte

Das Hirn wurde aus der Lagerung bei –80 °C entnommen und in die Cryostatkammer (CM3000, Leica) überführt. Dort wurde es auf einem Objektkopf (Zimmertemperatur) mit TissueTek fixiert und bei vollständigem Durchfrieren des Einbettmediums eingespannt.

Cryostat:      

Kammer : 
-23°C

Tisch:

-14°C

Schnittdicke: 14 µm

Die Schnitte wurden auf Objektträger mit einer Silan-artigen Beschichtung (SuperfrostPlus, Menzel) aufgenommen und 1h an Luft trocknen gelassen.

Bei der Fixierung mit Paraformaldehyd werden die Proteine des Gewebes miteinander vernetzt und so eine bessere Stabilität der Schnitte erreicht.

Fixierung:

5 min (P3) bzw. 15 min (P60) 4 % Paraformaldehyd 


5 min in 1x PBS


5 min in 70 % EtOH

Lagerung: Bis zu 6 Monate in 100% EtOH (4 °C)

2.9 In Situ Hybridisierung 

1) Vorbehandlung der Schnitte:

Die Schnitte aus der EtOH-Lagerung mussten zunächst vorbehandelt werden (alle im Folgenden beschriebenen Schritte wurden bei Raumtemperatur durchgeführt), um den Sonden leichten Eintritt ins Gewebe zu ermöglichen. Die Schnitte wurden durch Tauchen in Glasküvetten (Roth) mit der jeweiligen Flüssigkeit benetzt.

1x PBS

10 min HCl 0,2N

10s 1x PBS

10s 1x PBS

10 min Acetylierungslösung, 

1 min EtOH 70%

2 min EtOH 95%

1 min  EtOH 100%

5 min CHCl3

1 min EtOH 100%

1 min EtOH 95%

Die Objektträger wurden nun auf ein saugfähiges Tuch gelegt (Schnitte nach oben) und an der  Luft 5 bis 30 min trocknen gelassen.

HCl ermöglicht eine bessere Permeabilität, welche nachher für das Diffundieren der Sonde zu der im Gewebe gelegenen mRNS maßgeblich ist. Dies geschieht durch das Denaturieren von Proteinen wie z.B. Kollagen und γ-Aktin, so daß den Sonden durch die zellstützenden Elemente keine Barrieren entgegengesetzt werden.

Die Behandlung mit Essigsäureanhydrid dient der Acetylierung von Proteinen, welche durch teilweise positive Ladung die negativ geladenen RNS an sich binden könnten.

Die Alkoholreihe und Behandlung mit Chloroform entfernt Fette (z.B. Membranlipide) aus dem Gewebe, da Lipide ebenfalls die RNS unspezifisch binden können. 

2) Prähybridisierung:

Diese vorherige Inkubation im späteren Sonden-Puffer dient hauptsächlich der Maskierung von unspezifischen Bindungsstellen wie Proteinen, Nukleinsäuren oder Polysacchariden. Enthaltene Detergenzien lösen hydrophobe Proteine und beugen ebenfalls unspezifischer Bindung vor.

Es wurden sense und antisense Seite durch einen Fettstift (PAP-Pen, Kisker) getrennt und 70 µl Prähybridisierungspuffer (je Hälfte) vorsichtig, ohne die Schnitte zu berühren, appliziert und mit Parafilm abgedeckt, um ein Austrocknen zu vermeiden.

Die Objektträger wurden in einer geschlossenen Kunststoffbox mit  4x SSC, 50% Formamid auf dem Boden 3h bei Raumtemperatur inkubiert.

3) Hybridisierung:

Es wurden ~ 100 ng RNS-Sonde (Abschätzung anhand des Gelbildes) in 50 µl Prähybridisierungspuffer 5 min bei 75 °C denaturiert, um eventuelle Sekundärstrukturen der RNS aufzulösen. Zum Auftragen wurde der Parafilm vorsichtig entfernt und mit einem saugfähigen Papier die überschüssige Flüssigkeit abgenommen, die Sondenlösung dann auf die Schnitte gegeben und wiederum mit Parafilm bedeckt und in einer Box mit o.g. Bodenlösung über Nacht bei 60 °C inkubiert.

Eine hohe Salzkonzentration im Puffer erleichtert die Hybridisierung, da sich durch das Maskieren der negativen Ladung durch die Salze die gegenseitige Abstoßung der Nukleinsäuren vermindert. Das ebenfalls enthaltene Formamid hält die Nukleinsäuren auch bei niedereren Temperaturen denaturiert und vereinfacht so die Hybridisierung.

4) Stringentes Waschen:

Um überschüssige und unspezifisch gebundene Sonde zu entfernen, wurden die Objektträger nach dem Entfernen des Parafilms in Glasküvetten überführt und durch Eintauchen mit der jeweiligen Waschlösung behandelt.

Unter stringentem Waschen versteht man Inkubation in niedriger Salzkonzentration (wie bereits beschrieben, vermindert eine hohe Salzkonzentration die Abstoßung der negativen Ladung, insofern schwächt eine niedere Konzentration die RNS-RNS-Bindung) und bei hoher Temperatur, was ein Ablösen der unspezifisch gebundenen Sonden zur Folge hat. Wenn die Bedingungen geeignet gewählt wurden, so bleibt nur die stabilste Bindung bestehen, nämlich die der revers komplementären Sonde mit ihrer entsprechenden mRNS.


10 s PBS 1x


30 min SSC 1x, 65 °C


10 s PBS 1x

5) Rnase-Verdau:

Der Rnase-Verdau wird durchgeführt, um einzelsträngige Sonden abzubauen. Rnase A katalysiert nicht den Abbau doppelsträngiger RNS, insofern bleibt das Sonden-mRNS-Hybrid bestehen und überschüssige Sonde wird entfernt. Anschließend wird noch einmal stringent gewaschen, um Sonden-Reste vollends zu entfernen.


15 min Rnase A-Lösung, 37°C


1x PBS


20 min SSC 1x, 65 °C


10 s PBS 1x

7) Blocken

Unter Blocken versteht man das Abdecken unspezifischer Bindestellen in Hinsicht auf den zu applizierenden Antikörper. Die Blocking-Substanz besteht aus Proteinen, welche unspezifische Bindungsstellen abdecken und somit den Hintergrund durch unselektive Antikörperbindung reduzieren.

Hierzu wurden 1/10 Blocker in 9/10 PBS 1x verdünnt und jeweils 100 µl auf die Objektträger gegeben, welche zuvor von überschüssigem PBS aus dem letzten Waschschritt befreit wurden. Die Objektträger wurden nun für 1h bei Raumtemperatur in einer Box mit Wasser auf dem Boden inkubiert.

8) Antikörperreaktion:

Der Antikörper Anti-Dig Fab-Fragment (Roche), wurde in 1/10 Blocker und 9/10 PBS 1x 1: 750 verdünnt, 200 µl je Hälfte auf die Objektträger (von denen die Restflüssigkeit entfernt wurde) gegeben und 2h bei Raumtemperatur in einer Box mit Wasser auf dem Boden inkubiert.

9) Entwicklung:

Es wurde zwei mal in PBS 1x gewaschen, um nicht gebundenen Antikörper zu entfernen. Dann wurde der pH umgepuffert, indem die Schnitte 5 min in Alkalische Phosphatase-Puffer getaucht wurden. Um die Schnitte herum wurde wieder die Flüssigkeit abgenommen und 350 µl Entwicklerlösung je Hälfte aufgetragen. Die Objektträger wurden in einer Box mit Wasser auf dem Boden bei 37 °C über Nacht inkubiert.

10) Eindeckeln:

Um die Schnitte haltbar konservieren zu können, müssen sie in einer aufsteigenden Alkoholreihe entwässert werden.

Zuerst wurde die Alkalische Phosphatase durch Spülen in PBS 1x abgestoppt.

Alkoholreihe:
20 s EtOH 50 %



20 s EtOH 70 %



20 s EtOH 95 %



1 min EtOH 100 %



Kurz in Terpineol/Xylol (50:50) differenzieren



1 min Xylol 1



2 min Xylol 2

Anschließend wurden die Schnitte luftblasenfrei mit Entellan (Merck) eingedeckelt und mit dem Mikroskop (Axioskop 2, Zeiss) anhand der Software AnalySIS (Soft Imaging Systems) ausgewertet. Bilder wurden mit einer Digitalkamera (Auflösung: 1280 x 1024, Hamamatsu) aufgenommen, welche über eine serielle Schnittstelle am PC angeschlossen war.
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