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1. Einleitung

1.1. Makrophagen

Makrophagen sind den Leukozyten, d.h. den weißen Blutzellen, zugehörig und zählen somit

zu den Zellen des Immunsystems. Sie übernehmen im Organismus verschiedene zentrale

Aufgaben (Abb. 1.1). Als professionelle Phagozyten (= Fresszellen) sind sie an der Er-

kennung und Beseitigung von körperfremden Erregern und Antigenen sowie Tumorzellen

oder alternden bzw. abgestorbenen Zellen des Körpers beteiligt (= angeborene Immun-

antwort) [66, 148, 155]. In diesem Zuge können sie zum einen Substanzen sekretieren,

die die Entzündungsreaktion und damit Wundheilung steuern; so können beispielsweise

ausgeschüttete Zytokine das Wachstum und die Differenzierung verschiedener Zellen re-

gulieren. Zum anderen besitzen Makrophagen die Fähigkeit, Erreger-spezifische Antigene

auf ihrer Oberfläche zu präsentieren, was der weiteren Pathogenabwehr dient (= adapti-

ve Immunantwort) [98]. Um diese hoch diversen Aufgaben ausführen zu können, haben

Makrophagen die Möglichkeit verschiedene Phänotypen auszubilden, die in der Regel über

spezifische Oberflächen-Proteine verfügen. Es gibt demnach mehrere Populationen an Ma-

krophagen, die unterschiedliche Funktionen ausüben. Man spricht dabei von der Plasti-

zität von Makrophagen. Klassische Beispiele sind die pro-inflammatorischen M1- und die

anti-inflammatorischen M2-Makrophagen, wobei der M1-Typ u.a. für die Abwehr von Mi-

kroorganismen und der M2-Typ beispielsweise für die Beseitigung von Zelltrümmern und

Wundheilung verantwortlich ist [97].

Alle Makrophagen entwickeln sich aus im Blut befindlichen peripheren Monozyten, welche

im Knochenmark gebildet werden. Diese können ins Gewebe migrieren und differenzie-

ren dort unter dem Einfluss von Zytokinen und Antigenen zu für das jeweilige Gewebe

spezifischen Makrophagen, den sog. Gewebs-Makrophagen [52]. Diese machen neben dem

ortsunabhängigen, mobilen Anteil den Großteil aller Makrophagen aus und sind in na-

hezu allen Geweben des Körpers zu finden. Beispiele für Gewebs-Makrophagen sind die

Mikroglia-Zellen im Gehirn und die Osteoklasten im Knochen [52]. Der enge Kontakt zwi-

1



Einleitung

Abbildung 1.1.: Funktionelle Vielfalt von Makrophagen
Monozyten können in Geweben zu Makrophagen mit sehr unterschiedlichen Funktionen differenzieren. Im
Uhrzeigersinn von oben links; Makrophagen führen Abwehrfunktionen gegen intrazelluläre Pathogene aus,
indem sie reaktive Sauerstoffspezies ausschütten und Antigene auf ihrer Oberfläche präsentieren, um die
adaptive Immunantwort einzuleiten; indem sie Immunkomplexe aufnehmen, um die inflammatorische Ant-
wort herunterzuregulieren; und Wundheilung durch Wachstumsfaktoren-Ausschüttung einleiten. Manche
Gewebs-Makrophagen spezialisieren sich sehr stark, wie die der roten Pulpa der Milz, welche für die Besei-
tigung und das Recycling von seneszenten roten Blutzellen sorgen und die des Knochens (Osteoklasten),
die für die essenzielle Knochengeweberemodellierung sorgen. [26]

schen Osteoklast und Knochen (= ,,sealing zone“) zur Knochengeweberemodellierung wird

hauptsächlich durch sog. Podosomen bewerkstelligt [131]. Diese sind bei Makrophagen

ebenfalls von zentraler Bedeutung [88].

1.2. Podosomen

Podosomen lassen sich als 0,5-1 µm große Aktin-reiche Anheftungs- und Invasionsstruk-

turen beschreiben [85]. Man findet sie vor allem in monozytären Zellen wie Makropha-

gen [81], Monozyten [83], dendritischen Zellen [20], Osteoklasten [38] und Megakaryozy-

ten [128, 135] (Abb. 1.2). Darüber hinaus können sie von Endothelzellen [105] und glatten

Muskelzellen [67] gebildet werden. In Fibroblasten lassen sie sich zudem durch eine Trans-

formation mit der Tyrosinkinase Src induzieren. In letzteren wurden sie 1985 zum ersten

2



Einleitung

Abbildung 1.2.: Podosomen in monozytären Zellen
Mitte: Aus Blut isolierter Monozyt, 6 h nach dem Aussäen fixiert, mit gleichmäßig verteilten Podosomen.
Oben: Aus Monozyten differenzierter Makrophage mit typischer Podosomenanordnung und unreife den-
tritische Zelle mit Podosomenclustern. Unten: Osteoklasten mit verschiedenen Podosomenansammlungen:
Cluster, Ringe und Gürtel. Maßstabsbalken, 10 µm. [88]

Mal beschrieben [152]. Die Bildung, Regulation, Funktion und Anordnung von Podosomen

können sich in den verschiedenen Zelltypen sehr unterscheiden. Alle folgenden Angaben

beziehen sich, sofern es nicht anders vermerkt ist, auf Beobachtungen in Makrophagen.

In der Zelle besitzen Podosomen vielfältige Funktionen, wie Zelladhäsion, Abbau der Extra-

zellulären Matrix (EZM) mittels Metalloproteinasen [171] und Erkennung der Struktur und

Beschaffenheit ihrer Umgebung [158], was sie zum Mechanosensing befähigt [34, 35]. Me-

chanosensing bedeutet, dass Zellen auf mechanische Reize wie hydrostatischen Druck oder

Matrixbeschaffenheit reagieren können, indem sie beispielsweise bestimmte intrazelluläre

Signalwege einleiten; der mechanische Reiz wird in einen chemischen umgewandelt [59, 90].

Die in Makrophagen zahlreich vorhandenen Podosomen – mehrere 100 pro Zelle [86] – ver-

3



Einleitung

teilen sich gleichmäßig [42] und sind mit einer mittleren Lebenszeit von ca. 10 Minuten

hoch dynamisch [84, 89]. Sie bilden sich neu, können sich teilen, aber auch verschmelzen

und sich schlussendlich auflösen [44, 71, 11]. Die vielfältige Podosomendynamik bedarf fein

abgestimmter Regulation, wobei Rho-GTPasen, Src-Kinasen und Aktin-regulierende Pro-

teine als Hauptregulatoren von Podosomen gelten [86, 41, 39, 17, 5].

Die generelle Podosomenbildung setzt bei Makrophagen Kontakt mit einem unter ihnen

liegenden Substrat voraus, wobei sie dabei konstitutiv Podosomen bilden. Die Reorganisa-

tion des Aktinzytoskeletts (siehe dazu 1.3) spielt dabei die Hauptrolle [86].

Nach erster Adhäsion der Zelle mittels Zell-Matrix Rezeptoren wie den Integrinen [174,

28, 50] oder dem Hyaluronsäurerezeptor CD44 [24], werden mit Hilfe von Integrinen, Rho-

GTPasen und Src-Kinasen aktiviert [68].

Rho-GTPasen zählen zu den Hauptregulatoren des Aktinzytoskeletts und der Integrin ver-

mittelten Adhäsion [145]. Src-Kinasen phosphorylieren mehrere Aktin-assoziierte Proteine,

die an der Podosomenbildung beteiligt sind. Dazu gehören Cortaktin, WASP (,,Wiskott-

Aldrich syndrome protein“), Paxillin, β1- und β2-Integrine [61, 8, 167, 37, 130]. Wie der

gesamte Prozess der Podosomenbildung präzise abläuft, ist allerdings bisher nicht genau

aufgeklärt.

Auf die Struktur und Regulation des Aktinzytoskeletts und dessen Bedeutung für Podo-

somen wird in den folgenden Abschnitten eingegangen.

1.3. Das Aktinzytoskelett

Aktin zählt neben Mikrotubuli und Intermediärfilamenten zu den Bestandteilen des Zy-

toskeletts. Dieses ist für die mechanische Stabilisierung und Formgebung der Zelle ver-

antwortlich, verleiht ihr Fähigkeiten wie die Zellmigration und ermöglicht intrazelluläre

Bewegungs- und Transportvorgänge [62].

Aktin besteht aus globulären Aktinmonomeren (G-Aktin) mit einer molekularen Masse von

je 43 kDa, die ATPase-Aktivität besitzen. Diese Untereinheiten können sich nach Bildung

eines aus drei Aktinmonomeren bestehenden Nukleus selbstständig zu filamentösem Aktin

(F-Aktin) zusammensetzen. Da die Bildung der Nuklei aufgrund der Instabilität kleiner

Aktinoligomere [143] in Zellen ein sehr seltener Prozess ist, wird die Bildung neuer Aktinfi-

lamente mit Hilfe von bestimmten Proteinen, den Aktinnukleatoren initiiert (Abb. 1.3). Zu

Aktinnukleatoren zählen Formine, der Arp2/3-Komplex und Tandem-Monomer-bindende

Aktinnukleatoren wie
”
Spire“ [120]. Die weitere Elongation der Aktinfilamente erfolgt spon-
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tan. Damit entstehen in Zellen asymmetrische Filamente mit einem schnell wachsenden

Ende (+-Ende oder
”
barbed end“) und einem langsamer wachsenden Ende (−-Ende oder

”
pointed end“), die sich zu Netzwerken zusammensetzen können.

Je nach Nukleator entstehen unterschiedliche Formen des F-Aktin-Netzwerks. Nachdem

der Arp2/3-Komplex durch NPFs (,,Nucleation promoting factors“) beispielsweise aus

der WASP-Familie aktiviert wurde [94, 95], lagert er sich zusammen mit dem NPF an

die Seite eines bereits existierenden Aktinfilaments an und führt dort zur Ausbildung ei-

nes neuen Filaments. Dies resultiert in einem verzweigten Aktin-Netzwerk [107]. Formine

hingegen bilden unabhängig vom Arp2/3-Komplex und NPFs unverzweigte Aktinfilamen-

te [122, 129] (siehe 1.3.1). Die Tandem-Monomer-bindenden Aktinnukleatoren bringen mit

Hilfe ihrer Tandem-G-Aktin-Bindungsmotive (typischerweise WH2 = ,,WASP homology

2“-Domänen) Aktinmonomere zur Bildung von Aktin-Nuklei zusammen [123, 1], was die

weitere Polymerisation eines Aktinfilaments ermöglicht.

Innerhalb eines Aktinfilamentes reguliert die ATP-Hydrolyse sowohl die Kinetik des Fila-

mentauf- und -abbaus als auch die Assoziation mit interagierenden Proteinen, wodurch

sie eng mit der Filamentpolymerisation verknüpft ist. An eine Aktinuntereinheit gebun-

denes ATP hydrolysiert mit einer Halbwertszeit von zwei Sekunden zu ADP [14]. Das

dadurch entstehende γ-Phosphat dissoziiert mit einer Halbwertszeit von sechs Minuten ver-

gleichsweise langsam [13, 101]. Da das durch die ATP-Hydrolyse entstandene ADP-Aktin

vom
”
barbed end“ schneller dissoziiert als ATP-Aktin [117], können ATP-Hydrolyse und

γ-Phosphat-Dissoziation den Filamentabbau hervorrufen. Der Austausch von ADP zu ATP

findet nach heutigem Wissensstand ausschließlich an freien Aktinmonomeren statt [118].

Ein Filamentende befindet sich im Aufbau, wenn die Monomerassoziation an diesem Ende

schneller ist als die Dissoziation; es befindet sich umgekehrt im Abbau, wenn die Dissozia-

tionsgeschwindigkeit höher ist. Die Monomerassoziations- und Dissoziationsgeschwindig-

keiten werden an den jeweiligen Filamentenden neben der ATP-Hydrolyse durch die sog.

kritische Konzentration (Konzentration an freiem ATP-Aktin, bei der sich Auf- und Abbau

im Gleichgewicht befinden) und die am jeweiligen Filamentende vorliegende ATP-Aktin

Konzentration beeinflusst [168, 117]. Plus und Minusende von Aktinfilamenten können

aufgrund ihrer unterschiedlichen kritischen Konzentration verschiedene Geschwindigkeiten

des Filamentaufbaus und -abbaus zu einem bestimmten Zeitpunkt zeigen. Als Konsequenz

kann es zum sog. Tretmühlenmechnismus kommen, bei dem ein Filamentende abgebaut

wird, während sich das andere Ende im Aufbau befindet. Dies ist in Prozessen wie der

Fortbewegung von Zellen und in vielen intrazellulären Transportvorgängen von fundamen-
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Abbildung 1.3.: Aktinnukleatoren ermöglichen die Aktinpolymerisation.
(A) F-Aktin entsteht aus Aktinmonomeren (= G-Aktin). Der initiale Dimerisierungs- und Trimerisierungs-
schritt ist energetisch ungünstig. Aktinnukleatoren überwinden dies und ermöglichen somit die schnelle
Aktinpolymerisation. Dabei entsteht ein polares Aktinfilament mit einem langsam (,,pointed (-) end“) und
einem schnell wachsenden (,,barbed (+) end“) Ende. (B) Der Arp2/3-Komplex, durch NPFs (,,Nucleation
promoting factors“) aktiviert, initiiert die Bildung neuer Aktinfilamente an der Seite eines bereits exis-
tierenden Aktinfilaments, was am Verzweigungspunkt zu einem Winkel von 70° führt (links). Ein Formin
FH2-Domänen Dimer bindet an das ,,barbed end“ eines Aktinfilaments, wohin die FH1-Domänen Profilin-
Aktin rekrutieren und ausliefern. Das Formin bleibt am wachsenden ,,barbed end“ gebunden (Mitte) (sie-
he dazu 1.3.1). Die Tandem-G-Aktin-Bindungsmotive von Tandem-Monomer-bindender Aktinnukleatoren
bringen Aktinmonomere zusammen, wodurch Aktinnuklei geformt werden. Sie bleiben dabei am ,,pointed
end“ gebunden (rechts). [169]
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taler Bedeutung [119, 112]. Die nötige hohe Konzentration an Aktinmonomeren wird in der

Zelle durch Aktinmonomer-sequestrierende Proteine, wie Profilin, bereit gehalten [119].

Neben Aktinnukleatoren und Aktinmonomer-sequestrierenden Proteinen gibt es zahlreiche

weitere Aktin-regulierende Protein-Gruppen. Dazu zählen Filament-depolymerisierende

Proteine wie Cofilin, Filament-schneidende Proteine wie Gelsolin, Capping Proteine des

+- und −-Endes, welche einen Austausch von Monomeren verhindern, querverbindende

Proteine wie α-Aktinin, Filament-stabilisierende, vor Depolymerisierung schützende Pro-

teine wie Tropomyosin und Motor Proteine wie aus der Myosin-Familie [40].

Bestimmte Signalwege können ebenfalls für eine lokale Modulation des Aktinzytoskeletts

sorgen, bei der die Familie der Rho-GTPasen eine wichtige Rolle spielt. Rho-GTPasen emp-

fangen äußere Signale, die von Zelloberflächenrezeptoren wahrgenommen und weitergeben

werden, und leiten diese an zahlreiche nachgeschaltete Zielproteine weiter [4]. Sie wechseln

dabei zwischen einem inaktiven, GDP-gebundenen und einem aktiven GTP-gebundenen

Zustand. Dieser Prozess wird durch Guanin-Nukleotid-Austausch Faktoren (GEFs = ,,Gua-

nine nucleotide exchange factors“), GTPase-aktivierenden Proteinen (GAPs = ,,GTPase-

activating proteins“) und Guanin-Nukleotid-Dissoziierungs Inhibitoren (GDIs = Guanin

nucleotide dissociation inhibitors“) reguliert [12].

Dabei führt die Aktivität der Rho-GTPase Cdc42 zur Ausbildung von Filopodien, die von

Rac zu Lamellipodien und Rho zur Ausbildung von Stressfasern [54].

Eine exakte Regulation des Aktinzytoskeletts ist für dessen funktionellen Bedeutung bei

den verschiedensten zellulären Prozessen unentbehrlich. Dazu zählen neben der Zellmigra-

tion, Endozytose und Vesikeltrasport die Zelladhäsion und Polarität. [113]

1.3.1. Formine

Die Proteinfamilie der Formine besteht in Säugetieren aus 15 Mitgliedern. Diese lassen sich

in 8 Unterfamilien unterteilen. Die Familie der Dia (,,Diaphanous-related formin“)-Formine

mit mDia1, mDia2, mDia3. Daam1 und Daam2 gehören zu der Daam (,,Dishevelled-

associated activator of morphogenesis“)-Familie. Die FMNL (,,Formin-like potein“)-Protein-

familie besteht aus FMNL1, FMNL2 und FMNL3. Die FHOD (,,FH1/FH2 domain-

containing protein“)-Familie weist die beiden Mitglieder FHOD1 und FHOD3 auf. Eben-

falls zwei Vertreter, FMN1 und FMN2 lassen sich in der Familie der FMN (,,Formin“)-

Proteine finden. INF1 (,,Inverted formin 1“), INF2 und Delphilin bilden jeweils ihre eigene

Unterfamilie. [137, 76].

Im Allgemeinen besitzen Formine den Multidomänenaufbau Diaphanous-ähnlicher Formi-
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Abbildung 1.4.: Domänen-Struktur und Aktivierung von DRFs
Diaphanous-verwandte Formine (DRFs) bestehen aus einer zentralen Prolin-reichen FH1-Domäne, der
die Aktin-polymerisierende FH2-Domäne folgt. Im autoinhibierten Zustand interagiert die C-terminale
DAD-Domäne mit der DID-Domäne, welche in der N-terminalen FH3-Domäne integriert ist. Die Bindung
einer GTP-gebundenen Rho-GTPase an die N-terminale GBD führt zur partiellen Aktivierung durch
Auffalten der autoinhibierten Konformation. Es werden zusätzliche, bisher unbekannte Faktoren zur vollen
Aktivierung benötigt. Weitere Dimerisierungselemente DD (,,Dimerization domain“) und CC (,,Coiled
coil“-Domäne) verhelfen zur Bildung eines aktiven Formindimers. [76]
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ne (mDia-, Daam-, FMNL1- und FHOD1-Familien) wie in Abb. 1.4 gezeigt. Sie haben eine

N-terminale GTPase Bindungsdomäne (GBD = ,,GTPase-binding domain“), eine benach-

barte DID (,,Diaphanous inhibitory domain“) und Dimerisierungsdomäne (DD = ,,Di-

merization domain“), die typischen Formin Homologie Domänen, FH1 und FH2 (,,For-

min homology domain“), und eine C-terminale DAD (,,Diaphanous autoregulatory do-

main“) [3, 79, 110, 127, 111, 31, 137]. DRFs liegen durch die intramolekulare Bindung der

DID an die DAD autoinhibiert vor. Eine teilweise Aktivierung kann durch die Bindung von

aktiven Rho-GTPasen an die GBD zustande kommen [79, 96]. Welche zusätzlichen Fak-

toren zur vollständigen Aktivierung benötigt werden, ist bisher nicht vollständig bekannt.

Neben der Autoinhibition wurde eine weitere Funktion der DAD Domäne beschrieben. Sie

verstärkt den Aufbau von F-Aktin, indem sie Aktinmonomere rekrutieren kann [53].

Abbildung 1.5.: Das aktivierte Formindimer
Formine bilden über die gegenseitige Bindung ihrer DD- bzw. CC-Domänen ein aktives Formindimer aus.
In diesen rekrutiert die Prolin-reiche FH1-Domäne Profilin-Aktin in die räumliche Nähe der FH2-Domäne.
Aktinmonomere werden durch die FH2-Domäne zu F-Aktin polymerisiert. [76]

Im aktivierten Zustand bilden Formine Dimere aus (Abb. 1.5). Die Prolin-reichen FH1-
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Domänen können nun Profilin gebundene Aktinmonomere rekrutieren [25, 63, 129, 72, 73]

und die FH2-Domänen bilden ein ringförmiges, anti-paralleles Dimer [170]. Dieses kann

sowohl Aktin nukleieren, als auch mit hoher Affinität an das ,,barbed end“ von Aktinfila-

menten binden und zur weiteren Elongation führen. Dabei bleiben die FH2-Domänen am

,,barbed end“ gebunden und schützen somit vor Capping Protein-Bindung, welche zum

Filamentabbau führen kann [122, 72, 176].

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass Formine lineare, unverzweigte Aktinfilamente so-

wohl nukleieren als auch elongieren können. Außerdem sind sie z.T. in der Lage Mikrotubuli

zu binden, Aktinfilamente zu bündeln, schneiden und/oder zu depolymerisieren [57, 104,

106, 32, 56, 43, 9, 58, 93, 142, 146]. Die Ausprägung bzw. der Besitz dieser Fähigkeiten

variiert innerhalb der verschiedenen Familienmitglieder sehr [46, 51]. Dies, genauso wie

unterschiedliche Regulationsmechanismen unter den verschiedenen Forminen, ist durch die

Variabilität des Proteinaufbaus vor allem im N-Terminus zu erklären. Die hoch konservier-

te FH2-Domäne bildet dabei eine Ausnahme [21].

Die Vielseitigkeit innerhalb der Formin-Familie lässt sie in zahlreichen essenziellen Prozes-

sen der Zelle mitwirken. Dazu gehören Filopodien- [114, 136, 172, 16, 100, 58], Lamellipodien-

[172, 132, 16] und Stressfaserbildung [64, 134, 48, 60, 133, 150], Vesikeltransport [78, 7, 80,

116, 139] und die Formation des zytokinetischen Aktinrings [144, 164] und des phagozyti-

schen ,,Cups“ [18]. [19, 76]

1.3.2. FHOD1

Neben FHOD1 besteht die Familie der FHOD-Proteine aus einem weiteren Protein,

FHOD3. Da FHOD3 ausschließlich in Herz- und Skelettmuskelzellen exprimiert wird, wird

im Folgenden ausschließlich auf FHOD1 eingegangen. Dieses Formin findet man ubiquitär

in allen bislang untersuchten Zellen und Geweben [75].

FHOD1 besitzt den typischen Domänenaufbau von DRFs, wobei es eine zusätzliche Ak-

tinbindedomäne (ASBD = ,,Actin side-binding domain“) in seinem N-Terminus aufweist

(Abb. 1.6).
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Abbildung 1.6.: Domänenstruktur von FHOD1
Das 1164 Aminosäuren große FHOD1 Protein besteht neben den DRF-typischen Domänen (GBD, FH3,
FH1, FH2 und DAD) aus einer zusätzlichen ,,Actin side-binding domain“ (ASBD) und einer ca. 90 Ami-
nosäuren lange Sequenz im C-Terminus (X?), die für die FHOD-Familie spezifisch ist. [137, 76]

Damit kann es seitlich an existierende Aktinfilamente binden [150]. Frühe Experimente

mit überexprimiertem aktiven FHOD1 zeigten die Bildung von Stressfasern [48]. Dazu

passend wurde FHOD1 kürzlich als Aktin-bündelndes und weniger als Aktin-nukleierendes

Protein beschrieben, wobei es mit seiner FH2-Domäne ebenfalls an das ,,barbed end“ von

Aktinfilamenten binden kann, um diese vor dem Abbau zu schützen [138]. Für die Loka-

lisation an Stressfasern wurde in weiterführenden Untersuchungen die GBD-FH3-Domäne

als essenziell beschrieben. Diese ist ebenfalls für die Kolokalisation von FHOD1 mit dem

Motorprotein Myosin (siehe dazu 1.4.1) ausschlaggebend [141]. In anderen Untersuchungen

wurde zudem gezeigt, dass FHOD1 in MEF (= ,,Mouse embryonic fibroblasts“)-Zellen zu

Integrin-Clustern rekrutiert wird, woraufhin dort eine Bildung von F-Aktin stattfindet [65].

Wie FHOD1 aktiviert wird, und ob FHOD1 mit Rho-GTPasen interagiert, ist bisher nicht

vollständig aufgeklärt worden. Es ist jedoch bekannt, dass FHOD1 an drei spezifischen

Aminosäureresten der C-terminalen DAD-Domäne durch die Rho-Effektor-Kinase ROCK

phosphoryliert wird [151, 55].

1.4. Aktin und Aktin-assoziierte Proteine an Podosomen

Der kontinuierliche Umsatz von F-Aktin in Podosomen – das gesamte Aktin wird ca. drei

mal während der Podosomen-Lebenszeit ausgetauscht [38] – ermöglicht ihre hohe Dynamik

und beeinflusst ihre Organisation sowie molekulare Zusammensetzung [92].

Podosomen bestehen aus einem Aktin-reichen Kern, um welchen sich Proteine zum einen

als Ring und zum anderen als Kappe gruppieren. Außerdem gehen vom Podosomenkern

Aktinfasern (= Podosomenkabel) aus, die die Podosomen zum einen untereinander und

zum anderen mit dem Untergrund verbinden [38, 2, 91, 11] (Abb. 1.7).

Der Podosomenkern besteht aus einem verzweigten F-Aktin-Netzwerk, welches durch den

Arp2/3-Komplex generiert wird [108, 82, 67]. Der WASP-Komplex, welcher den Arp2/3-
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Abbildung 1.7.: Podosomenaufbau
Podosomen sind aus mehreren Substrukturen aufgebaut. Dazu gehören verzweigtes F-Aktin (dunkelrot)
im Kern, umgeben von unverzweigten Aktinfilamenten, die durch Myosin II gebündelt werden und den
Kern mit dem Untergrund (rot) und weiteren Podosomen (rot mit gelb) verbinden, eine Kappe über dem
Kern und ein Ring um den Kern herum. Matrixkontakt wird durch Integrine und CD44 gewährleistet.
Eine Wolke aus G- und F-Aktin ist oben rechts gekennzeichnet. Größe ca. 50 µm. [89]

Komplex aktiviert, wurde ebenfalls als essenzielle Komponente für Podosomen beschrieben.

Ohne diesen unterbleibt die Bildung von Podosomen in Makrophagen [81], was genauso

für die Abwesenheit des Arp2/3-Komplexes zutrifft [82].

Die verschiedenen Podosomenkabel bestehen im Gegensatz zum Podosomenkern aus un-

verzweigten Aktinfilamenten [2, 91]. Dies setzt neben dem Arp2/3-Komplex weitere Ak-

tinregulatoren voraus. Da Formine Regulatoren des unverzweigten Aktinzytoskeletts sind,

kommen diese dazu in Frage. Für das Formin FMNL1 wurde bereits eine Lokalisation an

der Podosomenkappe und eine schwächere Anheftung der Makrophagen sowie eine gerin-

gere Podosomenanzahl in seiner Abwesenheit beschrieben. Daraus wurde geschlossen, dass

FMNL1 an der Podosomenkappe die Struktur der Podosomen stabilisiert und dort für eine

Reorganisation von Aktinfilamenten zu Aktinkabeln sorgt [102]. Wegen der hohen Dynamik
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und den diversen Funktionen von Podosomen sowie dem Vorhandensein von verschiedenen

Populationen an unverzweigten Aktinfilamenten an Podosomen auf der einen Seite und

der Vielseitigkeit der Formine in Bezug auf die Regulation von Aktin auf der anderen,

ist es wahrscheinlich, dass FMNL1 nicht das einzige wichtige Formin an Podosomen ist.

Untersuchungen, die diese Hypothese bestätigen würden, fehlen bisher.

Neben den Aktinnukleatoren findet man im Podosomenkern und in den Podosomenkabeln

weitere Aktin-assoziierte Proteine. Im Kern sind dabei Cortaktin [109] und Gelsolin [27]

zu nennen. Cortaktin interagiert mit dem Arp2/3-Komplex und ist damit beim Aufbau

und der Stabilisierung von verzweigten Aktin-Netzwerken behilflich [156]. Gelsolin ist ein

Aktin-schneidendes Protein, mit welchem die Dynamik eines F-Aktin-Netzwerks reguliert

werden kann [149].

α-Aktinin, ein Aktin-quervernetzendes Protein, ist sowohl bei der Ausbildung der Podoso-

menkabel als auch an der Ringbildung beteiligt [92].

Der Ring um den Podosomenkern setzt sich aus Adapterproteinen wie Paxillin, Vinculin

und Talin und Kinasen wie aus der Src-Familie, Phosphoinositid 3-Kinase, Proteinkina-

se C (PKC = ,,Proteinkinase C“) und Fokaladhäsions-Kinase (FAK = ,,Focal adhesion

kinase“) zusammen [174, 81, 115, 124, 89]. Die Annahme dieser Ringform kommt durch

frühe Immunfluoreszenzmikroskopische Aufnahmen zustande [86]. Neueste hochauflösende

Mikroskopietechniken haben gezeigt, dass sich die Ringproteine in Clustern um den Kern

gruppieren [36, 157, 162].

In der Podosomenkappe wurde außer FMNL1 [102] auch das Aktin-assoziierte Protein Su-

pervillin (ein Mitglied der Villin- und Gesolin-Familie) identifiziert [11]. Die Funktion der

Podosomenkappe wurde als Kontaktstelle für Vesikel über Mikrotubuli-vermittelten Trans-

port oder zur Regulation des Podosomenwachstums bzw. Podosomen-assoziierter Kontrak-

tilität postuliert [11].

Eine weitere Art der Podosomen-assoziierten Proteine sind die Adhäsionsproteine, die dafür

sorgen, dass die Podosomen einen engen Kontakt zwischen der Zelle und dem Substrat her-

stellen können [87]. Dazu zählen zum einen Integrine mit β1- oder β3-Untereinheiten [115,

153] und zum anderen der Hyaluronsäure Rezeptor CD44 [24]. Die Adhäsion ermöglicht

die Aktomyosin-abhängige Kontraktilität an und zwischen Podosomen, welche durch die

Konsistenz der Extrazellulären Matrix reguliert wird [35].
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1.4.1. Myosin an Podosomen

Myosin IIA gehört zu den nicht muskulären Motorproteinen der Myosin-Familie und ist

für die zelluläre Kontraktilität essenziell [45]. Seine Aktivität wird über die Phosphorylie-

rung seiner regulatorischen leichten Kette (MLC = ,,Myosin light chain“) angeschaltet. Der

RhoA-ROCK Signalweg führt durch MLC-Phosphorylierung zur Ausbildung von Stress-

fasern, während MLCK (,,Myosin light chain kinase“) die Bildung von Fokaladhäsionen

reguliert. [99, 161, 154].

Bei Podosomen ist Myosin IIA am Podosomenkern und an den von diesem ausgehenden

unverzweigten Aktinfilamenten lokalisiert [71, 159, 11]. An den unverzweigten Aktinfila-

menten sorgt die Myosin IIA-Aktivität für deren Kontraktilität [11] (Abb. 1.8). Myosin IIA

ist somit ideal platziert, um sowohl einzelne Podosomen zu beeinflussen, als auch bei

der Ausbildung des typischen Podosomenmusters zu helfen [89]. Es wurde beschrieben,

dass Podosomen eher als eine Einheit, als als individuelle Organellen handeln [44], wobei

die Koordination ein noch offenes Feld ist. Da Podosomen sich durch die unverzweigten

Aktinfilamente zu einem Netzwerk zusammensetzen, ist der Prozess des Mechanosensing

möglich [35, 88]. Eine Beteiligung von Myosin IIA ist dabei in Kombination mit der Re-

gulation der Ausbildung und Erhaltung der Struktur des gesamten Podosomennetzwerks

sehr gut vorstellbar [89].

1.5. Ziel der Arbeit

Ziel dieser Arbeit war es, zum einen durch Entwicklung eines ,,Live Cell Assays“ inklusive

adäquater Analyseverfahren den bisher nicht aufgeklärten Prozess der Podosomenbildung

in primären humanen Makrophagen detaillierter abzubilden. Zum anderen war die Funk-

tion von Forminen an Podosomen von Interesse. Insbesondere sollte mit Hilfe bekannter

Techniken sowie der hier neu entwickelten Methode die Funktion des Formins FHOD1 an

Podosomen primärer humaner Makrophagen untersucht werden, wozu bislang nichts be-

kannt war.

Dazu sollten zunächst mittels konfokaler Fluoreszenzmikroskopie Lokalisationsstudien von

FHOD1 an Podosomen durchgeführt werden. Um gleichzeitig Informationen über mögli-

che Funktionen von FHOD1 an Podosomen zu bekommen, waren Knockdown-Experimente

vorgesehen. Es sollte dabei geklärt werden, welchen Einfluss FHOD1 auf die Struktur, Bil-

dung, Lebenszeit und Funktion von Podosomen hat. Abschließend sollte hochauflösende

Mikroskopie das Bild der Funktion von FHOD1 an Podosomen abrunden.
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Abbildung 1.8.: Kontraktilität an Podosomen
Lokale Kontraktilität an Podosomen wird sehr wahrscheinlich durch Myosin II vermittelt, welches sowohl
am Podosomenkern, als auch an den von diesem ausgehenden unverzweigten Aktinfilamenten zu finden
ist. Die unverzweigten Aktinfilamente könnten den regelmäßigen Abstand zwischen den Podosomen regu-
lieren. [89]
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2. Material

2.1. Verbrauchsmaterialien

Alle Plastikwaren und Reaktionsgefäße wurden von den Firmen Eppendorf (Hamburg),

Sarstedt (Nürnberg), Greiner (Kremsmünster, Österreich), VWR (Radnor, PA, USA),

Roth (Karlsruhe) und Life Technologies (Carlsbad, CA, USA) bezogen.

2.2. Chemikalien

Alle verwendeten Chemikalien wurden, soweit nicht anders vermerkt, von den Firmen Life

Technologies (Carlsbad, CA, USA), Roche (Mannheim), Merck (Darmstadt), GE Health-

care (München), Roth (Karlsruhe), Sigma Aldrich (St. Louis, USA), PAA (Pasching, Öster-

reich), AppliChem (Darmstadt), BD Biosciences (Heidelberg), Biozyme (Oldendorf) und

Dianova (Hamburg) bezogen.

2.3. Lösungen, Puffer und Medien

Soweit nicht anders vermerkt, wurden die Lösungen, Puffer und Medien mit deionisiertem

Wasser (VE-Wasser) angesetzt und nach Einstellen der pH-Werte, durch Verwendung von

Natronlauge (NaOH) bzw. Salzsäure (HCl), autoklaviert.

2.3.1. Allgemeine Lösungen und Puffer

PBS (10-fach) (pH 7,4) 1,37 M NaCl

27 mM KCl

100 mM Na2HPO4

18 mM KH2PO4
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TBS (10-fach) (pH 7,4) 200 mM Trizma base (Sigma Aldrich)

1,5 M NaCl

2.3.2. Lösungen, Puffer und Medien für die Bakterienkultur

LB-Medium 25 g/l LB-Medium (Luria/Miller), Roth

LB-Agar 40 g/l LB-Agar (Luria/Miller), Roth

Kanamycin-

Stammlösung 100 mg/ml sterilfiltriert, Aliquots bei -20 � gelagert,

1:1000 zu verdünnen

RFI-Puffer (pH 5,8) 100 mM RbCl

50 mM MnCl2

10 mM CaCl2

30 mM Kaliumacetat

15 % v/v Glycerin

sterilfiltriert

RFII-Puffer (pH 6,8) 10 mM MOPS

10 mM RbCl

75 mM CaCl2

15 % v/v Glycerin

sterilfiltriert

2.3.3. Lösungen, Puffer und Medien für die Zellkultur

Alle käuflichen Medien und Lösungen sind Zellkultur-getestet. Angesetzte Lösungen wur-

den autoklaviert bzw. sterilfiltriert.

RPMI-1640 Gibco

DPBS Gibco

Lymphozyten Separations Medium LSM 1077

anti-CD14 MicroBeads, Miltenyi, Bergisch Gladbach

Monozyten-

Isolierungspuffer 2 mM EDTA (pH 7,5)

500 mg humanes Serumalbumin

100 ml DPBS

sterilfiltriert
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Makrophagen-

Kulturmedium 20 % v/v humanes Serum

100 Units/ml Penicillin

100 µg/ml Streptomycin

in RPMI-1640

sterilfiltriert

Serumentzugs-

Medium 100 Units/ml Penicillin

100 µg/ml Streptomycin

in RPMI-1640

sterilfiltriert

Zelllysepuffer 50 mM Tris-HCl (pH 8,0)

150 mM NaCl

1 % v/v Triton X-100

+ Proteaseinhibitoren (complete mini, Roche)

PP2 10 mM PP2 In Solution (Merck)

Rhodamin

gekoppelte Gelatine 50 mM BNa3O3

62 mM NaCl

2 mg/ml Gelatine, 30 min bei 37 °C
36 µg/ml NHS-Rhodamin, 2 h bei Raumtemperatur

(RT) rühren, Dialyse in

3 l PBS für ca. 24 h

Sukrose-Lösung 1 g/ml Sukrose

1x PBS

Glutaraldehyd 0,5 % w/v Glutaraldehyd

70 % Ethanol (v/v)

Alfazyme, PAA

DMSO
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2.3.4. Lösungen und Puffer für die Western Blot-Analyse

Trenngelpuffer 1,5 M Trizma base (Sigma Aldrich)

(pH 8,8) 0,004 % w/v SDS

Sammelgelpuffer 0,5 M Trizma base (Sigma Aldrich)

(pH 6,8) 0,004 % w/v SDS

Acrylamid-Lösung 30 % w/v Acrylamid/Bisacrylamid (29:1)

SDS-Lösung 10 % w/v SDS

APS-Lösung 10 % w/v APS

Temed (N,N,N�,N�-Tetramethylethylendiamin)

5 x SDS-PAGE-

Ladepuffer 60 mM Tris/HCl (pH 6,8)

(pH 6,8) 30 % v/v Glycerin

15 % w/v SDS

5 mM EDTA

7,5 % v/v β-Mercaptoethanol

0,1 % w/v Bromphenolblau

SDS-PAGE-

Laufpuffer 25 mM Trizma base (Sigma Aldrich)

(10-fach) (pH 8,3) 192 mM Glyzin

0,1 % w/v SDS

TBST 0,3 % v/v Tween20

1x TBS

Blockierungslösung 3 % w/v BSA

1x TBST

,,SuperSignal West Pico Chemiluminescent Substrate“ (Life Technologies)
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Proteinmarker: PageRuler Unstained Protein Ladder (Life Technologies)

Abbildung 2.1.: PageRuler Unstained Protein Ladder

2.3.5. Lösungen und Puffer für die Immunfluoreszenzanalyse

Formaldehyd 1:10 37 % Formaldehydlösung (Sigma Aldrich)

(Fixierung) 1x PBS

Permeabilisierungs-

lösung 0,5 % v/v Triton X-100

1x PBS

Blockierungslösung 0,05 % v/v Triton X-100

1 % w/v BSA

5 % v/v NHS

5 % v/v NGS

1x PBS

Waschlösung 0,05 % v/v Triton X-100

1x PBS
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Einbettungsmedium 25 % w/v Glyzerin

0,1 g/ml Mowiol (4-88, Roth 0713), 1 h bei RT rühren

25 % v/v H2O, 1 h bei RT rühren

0,1 M Tris-HCl (pH 8,5), für 2 h bei 50 °C (alle

20 min mischen)

25 mg/ml DABCO

HCS CellMask Red stain (Life Technologies)

Proben für SIM (= ,,Structured Illumination“ Mikroskopie) mussten nach einem beson-

deren Protokoll vorbereitet werden. Dazu wurden folgende spezielle Lösungen und Puffer

benötigt:

Zytoskelettpuffer 10 mM MES

(pH 6,1) 138 mM KCl

3 mM MgCl

2 mM EGTA

sterilfiltriert

Vorfixierungspuffer 0,25 % w/v Paraformaldehyd

0,05 % v/v Triton X-100 in Zytoskelettpuffer

Fixierungspuffer 4 % w/v Paraformaldehyd in Zytoskelettpuffer

Permeabilisierungs-

puffer 0,5 % Triton X-100 in Zytoskelettpuffer

SIM-Waschpuffer I 0,1 M Glyzin in Zytoskelettpuffer

SIM-Waschpuffer II 0,1 % Tween

1x TBS

1 µm Tetraspec beads (Life Technologies)
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2.4. Antikörper

2.4.1. Primär-Antikörper

Antigen Wirt Typ WB IF Quelle

Aktin Maus IgG1k 1:20.000 Merck

FHOD1 Maus monoklonal 1:200 Santa Cruz

FHOD1 Maus polykonal 1:50 ECM Biosciences

Myosin IIA Kaninchen 1:100 Sigma Aldrich

pMLC Kaninchen polyklonal 1:100 Abcam

2.4.2. Sekundär-Antikörper

Konjugat Wirt Reaktivität

(anti-)

WB IF Quelle

Alexa Fluor 488 Ziege Maus 1:500 Life Technologies

Alexa Fluor 568 Ziege Kaninchen 1:500 Life Technologies

HRP Ziege Maus 1:5000 GE Healthcare

2.4.3. Phalloidine

· Alexa Fluor 488 Phalloidin; 1:50 Verdünnung,

Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

· Alexa Fluor 568 Phalloidin; 1:100 Verdünnung,

Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

· Alexa Fluor 647 Phalloidin; 1:100 Verdünnung,

Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

2.5. siRNA

· FHOD1 p siRNA; ON-TARGETplus SMARTpool, Human FHOD1,

GE Healthcare Dharmacon Inc., Lafayette, CO (USA)

Zielsequenzen:

GCGCUUGAGUAUCGGACUU

GAUACUACCUGGACACCGA
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ACGCAUGAUCACCGAGACA

CCACAUACCGUGAGCGCAA

· FHOD1 #1 siRNA; ON-TARGETplus, Human FHOD1,

GE Healthcare Dharmacon Inc., Lafayette, CO (USA)

Zielsequenz:

GCGCUUGAGUAUCGGACUU

· FHOD1#2 siRNA; ON-TARGETplus, Human FHOD1,

GE Healthcare Dharmacon Inc., Lafayette, CO (USA)

Zielsequenz:

GAUACUACCUGGACACCGA

· Kontroll siRNA; siGENOME Non- Targeting siRNA No. 2,

GE Healthcare Dharmacon Inc., Lafayette, CO (USA)

2.6. Vektoren

2.6.1. Klonierungsvektoren

·
”
pUC18“ [173]

2.6.2. Vektorkonstrukte

· EGFP-FHOD1 [49]

· EGFP-FHOD1�C [49]

· Lifeact-GFP [125]

2.7. Inhibitoren

· Formin FH2 domain inhibitor, SMIFH2; Merck, Darmstadt

· InSolution PP2; Merck, Darmstadt
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2.8. Bakterienstämme

· E. coli DH5α;
F- endA1 glnV44 thi-1 recA1 relA1 gyrA96 deoR nupG Φ80dlacZ�M15 �(lacZYA-

argF)U169, hsdR17(rK- mK+), λ– [103]

2.9. Eukaryotische Zellen

· primäre humane Makrophagen;

wöchentliche Isolierung und Differenzierung aus Buffy Coats (Institut für Trans-

fusionsmedizin, Universitätsklinikum Hamburg-Eppendorf)

2.10. Käufliche
”
Kits“

· ,,PureLink HiPure Plasmid Filter Maxiprep“ Kit;

Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

· ,,Neon Transfection System 10 µl Kit“, ,,Neon Transfection System 100 µl
Kit“; Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

· ,,Pierce BCA Protein Assay“ Kit; Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

· ,,iBlot Gel Transfer Stacks Nitrocellulose, Mini“, ,,iBlot Gel Transfer

Stacks Nitrocellulose, Regular“;

Life Technologies, Carlsbad, CA (USA)

2.11. Geräte

· diverse Kühl- und Gefrierschränke, −80 C° - Gefrierschrank

· Eismaschine; FM-120DE-50, Hoshizaki, Amsterdam (NL)

· Waage; 440-47N, Kern, Balingen-Frommern

· Feinwaage; Analytical Plus AP2500, Ohaus, Florham Park NJ (USA)

· pH-Meter; FiveEasy pH, Mettler Toledo, Greifensee (Schweiz)
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· Zentrifugen; Sorvall RC-5B, RC28S, Thermo Scientific, Rockford (USA); 5417R

und 5810R, Eppendorf, Hamburg

· Magnetrührer mit Edelstahlheizplatte; RH basic 2, IKA, Staufen

· Pipetten; 2, 10, 20, 100, 200, 1000 µl, Eppendorf, Hamburg

· Pipettierhilfe; Accu-jet pro, Brand, Wertheim

· Bakterienbrutschrank; Typ B12, Heraeus, Hanau

· Bakterienschüttler; Certomat BS-1, Sartorius, Göttingen

· Sterilwerkbank; Hera Safe, Thermo Scientific, Rockford (USA)

· Zell-Inkubator; CB Series, Binder, Tuttlingen; BBD 6220, Heraeus, Hanau

· magnetische Separations-Apparatur; QuadroMACS Separations Einheit und

MACS MultiStand (= magnetischer Säulenständer), mit LS Separationssäulen und

Prä-Separations Filtern, Miltenyi, Bergisch Gladbach mit LS Columns (Miltenyi,

130-042-401) and Pre-Separation Filters (Miltenyi, 130-041-407)

· Neubauer-Zählkammer; Hartenstein, Würzburg (G)

· Photometer; Ultrospec 3100 pro, Amersham/GE Healthcare Europe, München

· Nanodrop; NanoDrop® ND 1000 Spektrophotometer, PeqLab, Erlangen

· Thermomixer; Thermomixer® compact, Eppendorf, Hamburg

· Vortex; REAX top, Heidolph Instrumente, Schwabach

· NEON Transfektions System; Life Technologies, Carlsbad (USA)

· SDS-Gel-Apparatur; PerfectBlue Doppelgelsystem Twin S, Peqlab, VWR, RAD-

NOR, PA (USA)

· SDS-Gel-Gießstand; Cast-It S Gelgießstand, Peqlab, VWR, RADNOR, PA (USA)

· Power Supply; PeqPOWER E250; Peqlab, VWR, RADNOR, PA (USA)

· Western Blot-Apparatur; ,,iBlot Dry Blotting System“, Life Technologies, Carls-

bad, CA (USA)
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· Fotofilmkassette; Hartenstein, Würzburg

· Entwicklermaschine; CURIX 60, AGFA, Greenville, SC (USA)

· Scanner; CanoScan 4400F, Canon, Amsterdam (NL)

2.11.1. Mikroskope

Zellkulturmikroskop:

Stand Nikon Eclipse TS100

Objektive Plan Fluor 4x / 0.13 PhL

LWD 10x / 0.25 Ph1

LWD 20x / 0.4 Ph1

LWD 40x / 0.55 Ph1

Kamera Nikon D5000 Digitalkamera

Emissionsfilter Filter set HQ EGFP (grün) / HQ Calcium Crimson,

Chroma Technology, Rockingham (USA)

UV-Lampe Nikon Intensilight 130 W mit Quecksilberlampe

Halogenlampe 30 W

Konfokales Laserscanning Mikroskop (SP2):

Stand Leica DM IRE2

Objektiv 63x HCX PL APO Lbd. Bl. Oil, NA: 1.4-0.60; u.a.

Detektoren 3x PMT, 1x Trans-PMT

Laserlinien (nm) Multi-Ar: 458 / 476 / 488 / 496 / 514; HeNe: 543 / 633

Pinhole variabel (˜115 µm)

Spektrale Separation AOBS + spektrale Detektoren

Fluoreszenzfilter Filtersystem I 3, Blaue Anregung (BP 450-490, LP515)

Filtersystem N 2.1, Grüne Anregung (BP 515-560, LP590)

Filtersystem A, UV Anregung (BP 340-380, LP 425)

UV-Lampe 50W HBO Quecksilber

Halogenlampe 100W 12V

CO2 Kontrolle PeCon CTI-Controller 3700 digital

Temperatur Kontrolle PeCon tempcontrol 37-2 digital

Programm Leica LCS version 2.61.1537
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weitere Komponenten Heiz-Einsatz PPOC; Perfusionskammer; Piezo focus drive

Konfokales Laserscanning Mikroskop (SP5):

Stand Leica

Objektiv 63x HCX PL APO CS Oil, NA: 1.40-0.60 (iris): u.a.

Detektoren 2x HyD, 2x PMT, 1x Trans-PMT

Laserlinien (nm) Diode: 405; Multi-Ar: 458 / 476 / 488 / 496 / 514; DPSS:

561; HeNe: 633

Pinhole variabel

Spektrale Separation AOBS + spektrale Detektoren

Fluoreszenzfilter L5 ET (grün; AF488, GFP): BP 480/40 — FP 505 — em.

BP 527/30

N3 ET (rot; AF568, mCherry): BP 546/12 — FP 565 — em.

600/40

A (blau; DAPI): BP 340-380 — FP — LP 425

I 3 (grün; AF488, GFP): BP 450-490 — FP — LP 515

N 2.1 (rot; AF568, mCherry): BP 515-560 — FP — LP 590

UV-Lampe EL 6000 120W (LQHXP 120 LEJ)

Halogenlampe 100W 12V

CO2 Kontrolle BRICK/Ludin

Temperatur Kontrolle Ludin Cube

Programm Leica LAS AF

weitere Komponenten Piezo focus drive: SuperZ Galvo type H (Reichweite: 500

µm; Reproduzierbarkeit: 40 nm)

Tandem-Skanner: Variabel: 512x512 @ 5 fps; max.

8192x8192 px; max. 2800 Linien/s; 1x-32x Zoom; Resonant:

512x512 @ 25 fps; max. 1024x1024 px; max. 16.000 Linien/s;

1.7x-32x Zoom; u.a.

Konfokales Spinning-Disk Mikroskop:

Stand Nikon Eclipse TiE

Objektiv 100x Plan Apo TIRF Oil, NA: 1.45; u.a.

Laserlinien (nm) 405 / 440 / 488 / 515 / 561 / 640

Spinning Disk Yokogawa CSU X-1 mit dualer Kamera Konfiguration
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Emission filter spinning

disk (für Laser bezogene

Fluoreszenz)

green, 527 (W55); u.a.

Dichroic in spinning disk

unit:

405/488/561/640; u.a.

Kameras 2x Hamamatsu EM-CCD C9100-50, 1x Hamamatsu

EM-CCD C9100-12

UV-Lampe EXFO X-Cite 120 Serie, 120W

Fluoreszenzfilter GFP-B (grün; AF488, GFP): BP 460-500 — DM 505 — BP

510-560; u.a.

Halogenlampe 100W

Inkubationskammer Tokai Hit INU-F1

Programm Volocity 6.1.1

weitere Komponenten Piezo Focus Drive: Prior Scientific NanoScanZ

Motorisierte XY stage: Prior Scientific ProScan

Auto-Fokus: PerfectFocus system; u.a.

,,Structured Illumination“ Mikroskop (SIM-Mikroskop):

Stand Zeiss Elyra PS1; Structure Illumination (SIM), PALM und

Confocal (LSM78) Mikroskop

Objektiv 63x 1.4 oil DIC, Plan Apo u.a.

Detektoren LSM 32 Kanäle GaSP (412-691)

Blau PMT (Spektralbereich 371-740)

Rot PMT (Spektralbereich 379-758)

Detektoren SIM EMCCD Kamera Andor iXon DU 885, 1002x1004

Detektoren PALM EMCCD Kamera Andor iXon DU 897, 512x512

Laserlinien (nm) LSM 405, Argon (458, 488, 514), 561, 633 HeNe

Laserlinien (nm)

SIM/PLAM

405, 488, 561, 642

Spektrale Separation MBS 405, MBS 458, MBS 458/514, MBS 458/561, MBS 488,

MBS 488/561, MBS 488/561/633, MBS T80/R20

Fluoreszenzfilter Fset 77 HE (3 Farben Triple Filter grün, rot, dunkelrot)

BP 420-480 + LP 750, blaue Farbstoffe

BP 495-575 + LP 750, grüne Farbstoffe
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BP 570-650 + LP 750, rote Farbstoffe

LP 655, dunkelrote Farbstoffe

Gitter im Strahlengang; 5 Phasen and 5 Rotationen

Programm Zeiss Zen 2012

2.12. Programme

· Adobe Photoshop CS5; Adobe Systems GmbH, München

· ImageJ; National Institutes of Health (NIH), Bethesda (USA)

· Volocity 6.0; PerkinElmer Life Sciences, Waltham, Massachusetts (USA)

· Imaris 7.6.1; Bitplane AG, Zürich (Schweiz)

· Powerpoint 2013; Microsoft, Redmond, WA (USA)

· Excel 2013; Microsoft, Redmond, WA (USA)

· GraphPad Prism 6; La Jolla, CA (USA)
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3. Methoden

Alle Experimente wurden in Laboren der Sicherheitsstufe 2 (S2) durchgeführt.

3.1. Molekularbiologische Methoden

3.1.1. Herstellung chemokompetenter Bakterien

Zur Herstellung chemokompetenter Zellen des E. coli -Stammes DH5α wurde eine 50 ml

Übernachtkultur, welche mit einer Einzelkolonie frisch ausgestrichener Bakterien beimpft

wurde, in 500 ml LB-Medium 1:100 verdünnt und bis zu einer OD600 von 0,3-0,5 bei 37 �
hochgezogen. Anschließend wurde die Kultur auf Eis heruntergekühlt und in 50 ml Gefäßen

bei 4 � mit 3000 rpm für 5 min zentrifugiert (Sorvall RC-5B, RC28S). Die entstandenen

Zellpellets wurden in je 15 ml RFI-Puffer resuspendiert, für 1,5 h auf Eis inkubiert und

anschließend in 50 ml Gefäßen vereint. Daraufhin wurde wie zuvor zentrifugiert. Nach

Entfernen des Überstandes wurden die Pellets in je 2 ml RFII-Puffer durch sehr vorsichtiges

Schwenken im Eiswasserbad resuspendiert. Die kompetenten Zellen wurden anschließend

in einem Ethanol-Trockeneisbad aliquotiert (100 µl) und sofort bei −80 � gelagert.

Die Überprüfung der Kompetenz dieser Bakterien erfolgte durch Transformation einer

definierten Menge des
”
pUC18“-Vektors mit anschließendem Ausplattieren der Bakterien

auf antibiotikahaltigen Selektionsagarplatten.

3.1.2. Transformation kompetenter Bakterien mit Plasmid-DNA

Das Einbringen von DNA in kompetente Bakterien wird als Transformation bezeichnet.

Es ermöglicht eine Vervielfältigung von Plasmid-DNA in beliebiger Menge. Dazu wurden

chemokompetente Bakterien (100 µl) zusammen mit der einzubringenden DNA (1-100 ng)

für 30 min auf Eis inkubiert. Durch einen anschließenden Hitzeschock für 90 s bei 42 �
konnte die DNA von den Bakterien aufgenommen werden. Daraufhin wurde der Ansatz für

zwei Minuten auf Eis inkubiert. Dann wurde er in 500 µl LB-Medium gegeben und für eine
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Stunde bei 37 � auf einem Schüttler mit 1400 rpm inkubiert. In dieser Zeit konnten die

Bakterien die Plasmid-vermittelte Antibiotikaresistenz ausbilden. Schlussendlich wurden

die Bakterien über Nacht bei 37 � auf Selektionsnährböden mit entsprechenden Antibiotika

inkubiert.

3.1.3. Plasmidpräparation aus Bakterien

Mit Hilfe des ,,PureLink HiPure Plasmid Filter Maxiprep“ Kits (Life Technologies) wur-

de nach Herstellerangaben reine, endotoxinfreie Plasmid-DNA aus 100 ml E. coli -DH5α

Übernachtkulturen gewonnen. Die nach Präparation in VE-H2O vorliegende Plasmid-DNA

wurde nach photometrischer Konzentrationsbestimmung bei -20 � gelagert und für die

Transfektion primärer humaner Makrophagen verwendet.

3.1.4. Photometrische DNA-Konzentrationsbestimmung

DNA-Konzentrationen wurden mit Hilfe eines NanoDrop ND 1000 Spektrophotometers bei

einer Wellenlänge von 260 nm gegen die Referenzlösung (VE-H2O) ermittelt. Dazu wurden

1-2 µl der Probe zur Messung auf den Messsensor gegeben. Mittels der ND 1000 V 3.1.0 Soft-

ware wurde die Konzentration und die Reinheit der Probe ermittelt. Letzteres setzt sich aus

dem Quotienten der beiden Werte OD260/OD280 zusammen. Der Quotient sollte zwischen

1,8 und 2,0 liegen. Geringere Werte weisen auf eine Proteinverunreinigung hin.

3.2. Zellkulturtechniken

3.2.1. Isolierung und Kultivierung primärer humaner Makrophagen

Primäre Zellen bieten den Vorteil eines physiologisch nahen Modellsystems. Deswegen wur-

de der aufwendige und relativ teure Prozess der wöchentlichen Monozyten-Isolierung, inklu-

sive deren Differenzierung zu primären humanen Makrophagen, dem Kultivieren immorta-

lisierter Zelllinien vorgezogen. Zudem bilden primäre humane Makrophagen im Gegensatz

zu aus Ihnen generierten Zelllinien, welche wenige, unregelmäßig geformte Podosomen zei-

gen, eine Vielzahl an regelmäßig geformten Podosomen aus. Somit eignen sie sich deutlich

besser zu statistischen Analysen bei der Untersuchung von Podosomen.

Primäre humane Makrophagen können über eine Isolierung von CD14+ Zellen aus Buffy

Coats venöser Blutproben (Nebenprodukt bei der Verarbeitung einer Vollblutspende zu
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Erythrozytenkonzentraten und gefrorenen Frischplasmaprodukten) gewonnen werden.

Dies geschieht mit Hilfe von Dichtegradientenzentrifugation über einen Saccharose-Gradien-

ten. In der Gegenwart von humanem Serum bzw. Zytokinen, wie dem Monozytenkolonien-

stimulierenden Faktor (= M-CSF; ,,Macrophage colony-stimulating factor“), differenzieren

die isolierten Monozyten innerhalb von 6-7 Tagen zu Makrophagen.

Die Isolierung wurde mit eiskalten Reagenzien unter einer Sterilwerkbank durchgeführt,

wobei alle Zentrifugationsschritte bei 4 � und 450 x g ohne Bremse durchgeführt wurden.

Als Erstes wurden dreimal je 15 ml Lymphozyten Separations Medium (= LSM) mit ca.

20 ml löslichen Buffy-Coat-Bestandteilen (ca. 60 ml aus 500 ml Vollblut) vorsichtig über-

schichtet. Daran schloss sich ein 30 minütiger Zentrifugationsschritt an. Dabei werden

Lymphozyten von Erythrozyten und Plasma getrennt. Die gewünschten mononukleären

CD14+ Zellen befinden sich in der weißen Interphase zwischen zwei darunter liegenden

Schichten (der klaren LSM- und der untersten, roten Erythrozyten-Schicht) und der sich

darüber befindenden, gelblichen Plasma-Schicht. Die mononukleären Zellen wurden zu je

10 ml RPMI-1640 in neue 50 ml Gefäße gegeben, welche anschließend mit weiterem RPMI-

1640 aufgefüllt wurden. Nach einem 10 minütigen Zentrifugationsschritt wurden die Zellen,

nach Verwerfen der Überstände und Resuspendieren der Zell-Pellets in je 10 ml RPMI-1640

und anschließendem erneuten Auffüllen der Gefäße mit RPMI-1640, gewaschen. Dieser

Waschschritt wurde noch 2 Mal wiederholt, wobei nach der ersten Wiederholung das Ge-

samtzellvolumen auf zwei 50 ml Gefäße und nach der zweiten auf ein 50ml Gefäß vereinigt

wurde. Nach einer weiteren 10 minütigen Zentrifugation wurde das Zell-Pellet in 1,5 ml

Monozyten-Isolierungspuffer resuspendiert und in ein 2 ml Gefäß überführt. Es wurden

250 µl magnetische anti-CD14 MicroBeads dazugegeben, alles durch dreimaliges Invertie-

ren vorsichtig durchmischt und für 15 min auf Eis inkubiert. Dabei können die magnetischen

Antikörper-gekoppelten Beads an den CD14-Oberflächenmarker der Monozyten binden.

In der Zwischenzeit konnte die Separationsapparatur, bestehend aus magnetischem Säulen-

ständer, Separationssäule und Prä-Separations Filter, aufgebaut werden. Der Prä-Separa-

tions Filter wurde auf die Separationssäule gesetzt und beides zusammen in den magne-

tischen Säulenständer platziert. Nachdem die Separationssäule, sowie der Prä-Separations

Filter mit 1 ml eiskaltem Monozyten-Isolierungspuffer äquilibriert wurde, konnte die Zell-

Bead-Suspension nach der 15 minütigen Inkubationszeit zugegeben werden. Nach komplet-

tem Durchfluss wurden 3 ml Monozyten-Isolierungspuffer zugegeben, die Säule aus dem

magnetischen Ständer genommen und über ein 50 ml Gefäß, in welchem sich 10 ml RPMI-

1640 befanden, gehalten. Die Elution der CD14+ Zellen von der Säule erfolgte, indem die
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Flüssigkeit mit einem Stempel aus der Säule gedrückt wurde.

Anschließend wurde das Gefäß bis 30 ml mit RPMI-1640 aufgefüllt und aus einem Aliquot

die Zellzahl mit einer Neubauer Zählkammer bestimmt. Schlussendlich wurden je 1,5 x 105

Zellen in einem Volumen von 1 ml pro Well in einer 6 Well Platte ausgesät. Nach einer In-

kubationszeit von 2-4 h in einem Zell-Inkubator in wassergesättigter Atmosphäre und 37 �
sowie 5 % CO2-Gehalt wurde das RPMI-1640 durch je 1,5 ml vorgewärmtes Makrophagen-

Kulturmedium ersetzt. Durch weitere Inkubation der Zellen im Zell-Inkubator konnten sich

die Monozyten innerhalb mindestens 6 Tagen zu Makrophagen differenzieren, was durch

Wachstumsfaktoren des Kulturmediums hervorgerufen wird.

Alle sich anschließenden Zellkulturarbeiten fanden unter einer Sterilwerkbank statt, wobei

ausschließlich sterile Einmal-Plastikwaren verwendet wurden.

3.2.2. Transiente Transfektion primärer humaner Makrophagen

Um primäre Makrophagen mit einer ausreichend hohen Effizienz zu Transfizieren, wurde

die Methode der Elektroporation verwendet. Dabei handelt es sich um einen mechanischen

Prozess, wobei ein elektrischer Puls temporäre Poren in der Zellmembran hervorruft. Durch

diese können DNA oder RNA in die Zelle gelagen.

Zur Elektroporation müssen die Zellen in Suspension vorliegen. Dazu wurden die Zellen

zunächst mit PBS gewaschen. Anschließend wurden sie mit 500 µl Alfazyme pro Well für

10 min im Brutschrank bei 37 °C inkubiert, wobei das Ablösen der Zellen beginnt. Makro-

phagen haften sich durch ihre zahlreichen Adhäsionsstrukturen sehr stark an den Unter-

grund an. Um die Ausbeute der sich ablösenden Zellen zu erhöhen, wurde nun zusätzlich

1 ml Kulturmedium zugegeben und die Flüssigkeit mit Hilfe einer 1000 µl Pipette mehrmals

in verschiedenen Richtungen über das Well gespült. Dieser Vorgang wurde nach Überführen

der Zellsuspension in ein 50 ml Gefäß und erneuter Zugabe von 1 ml Kulturmedium zu

den noch nicht abgelösten Zellen wiederholt. Nachdem alle abgelösten Zellen in dem 50 ml

Gefäß vereinigt wurden, erfolgte eine Zentrifugation bei 450 x g für 5 min bei Raumtempe-

ratur. Der daraus resultierende Überstand wurde verworfen und das Zellpellet in 400-500 µl
Kulturmedium resuspendiert. Aus einem Aliquot der Zellsuspension wurde nun die Zellzahl

mittels Neubauer Zählkammer bestimmt, um definierte Zellanzahlen bei der Transfektion

einsetzen zu können. Man kann damit rechnen, dass sich ca. 1/3 der Makrophagen von den

Platten ablösen.

Die folgende Transfektion humaner Makrophagen wurde mit Hilfe des Neon Transfektions

Systems (Life Technologies) nach Herstellerangaben durchgeführt, wobei 2 Pulse mit je
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1000 V für 40 ms in R-Puffer angelegt wurden.

Zur Überexpression von EGFP-FHOD1 bzw. EGFP-FHOD1�C wurden je 0,5 µg DNA

pro 1x105 Zellen eingesetzt und auf Deckgläschen (12 mm, No.1, Glaswarenfabrik Karl

Hecht GmbH & Co KG, Sondheim v. d. Rhön) für 3,5 h ausgesät. Anschließend wurden

die Zellen fixiert, permeabilisiert und zur mikroskopischen Analyse herangezogen.

Knockdowns von FHOD1 wurden mittels eines ON-TARGETplus SMARTpools (GE

Healthcare Dharmacon Inc.) erzielt (FHOD1 p siRNA). Für ausgewählte Experimente

wurden einzelne siRNAs des Pools separat verwendet (FHOD1 siRNA #1+2). In allen

Fällen wurde Non-Targeting siRNA No. 2 (Thermo Fisher Scientific) für Kontrollbedin-

gungen verwendet (Kontroll siRNA) und alle siRNAs in einer Endkonzentration von 1 µM
bei 1x105 Zellen/10 µl eingesetzt.
Zur Ermittlung der Knockdown-Effizienz der verschiedenen FHOD1 siRNAs wurden je

1x106 Zellen mit entsprechenden FHOD1 siRNAs bzw. Kontroll siRNA transfiziert und

zur weiteren Kultivierung wieder in 6 Well Platten ausgesät. Nach 72 h wurde aus den

verschiedenen Proben Gesamtprotein extrahiert. Nach Konzentrationsbestimmung (sie-

he 3.3.2) wurden diese Proben einer SDS-Gelelektrophorese unterzogen und die Effizienz

der Knockdowns in einem Western Blot überprüft.

Um Podosomenparameter, wie Größe und Anzahl unter Knockdownbedingungen im Ver-

gleich zu Kontrollzellen zu bestimmen, wurden von 3 verschiedenen Donoren je 1x105 Zellen

nach entsprechender siRNA-Transfektion auf Deckgläschen ausgesät. Nach 72 h wurden die

Zellen fixiert, permeabilisiert, gefärbt und zur mikroskopischen Analyse herangezogen.

Zur Vorbereitung von Podosomenreformationsversuchen mussten pro Knockdown sowie für

die Kontrollen je 6 Deckgläschen mit entsprechend jeweils 1x105 siRNA-transfizierten Zel-

len für 72 h kultiviert werden. Es wurden dazu in Zellen aus 3 Donoren Knockdowns mit

FHOD1 p siRNA, FHOD1 siRNA #1 und #2 und Kontroll siRNA herbeigeführt.

Für die Bestimmung der Podosomen-Lebenszeit, sowie Podosomenreformationsversuchen

im Live Cell Imaging wurden aus 3 verschiedenen Donoren jeweils im ersten Schritt je

1x106 Zellen mit FHOD1 p siRNA, bzw. Kontroll siRNA transfiziert und für 2,5 Tage in 6

Well Platten kultiviert. Dann wurden die Zellen erneut abgelöst und je 1x105 Zellen einer

weiteren siRNA-Transfektion unterzogen, wobei zusätzlich je 0,25 µg Lifeact-GFP zugege-

ben wurde. Dies diente der Visualisierung der Podosomen über fluoreszierendes F-Aktin,

die nach weiteren 12 h mikroskopisch durchgeführt wurde. Die Zellen wurden dazu nach

der zweiten Transfektion auf Live Cell Schälchen ausgesät (12 mm Glasbodenschälchen,

WillCo-dish, Amsterdam, NL).
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Für Matrixdegradationsexperimente wurden ebenfalls aus 3 verschiedenen Donoren zu-

nächst 1x106 Zellen mit FHOD1 p siRNA, bzw. Kontroll siRNA transfiziert. Nach 72 h

wurden die Zellen abgelöst und je 1x105 Zellen auf Deckgläschen mit Rhodamin-markierter

Gelatine ausgesät.

3.2.3. Podosomenreformationsversuch

Dieser Versuch wurde für 3 verschiedene Donoren mit FHOD1 p siRNA, FHOD1

siRNA #1 und #2 und Kontroll siRNA transfizierten Zellen, 72 h nach Transfektion, wie

in dem Methodenpaper ,,Podosome reformation in macrophages: assays and analysis“ [23]

beschrieben, durchgeführt.

Dazu wurden die Zellen zunächst für 2 h unter Serumentzug kultiviert. Dann wurde pro

siRNA-Kondition zu je 5 Proben der Src-Kinase Inhibitor PP2 (25 µM in Serumentzugs-

Medium) zugegeben. Eine weitere Kontrollprobe wurde jeweils mit dem gleichen Mengen-

Anteil DMSO in Serumentzugs-Medium behandelt. Nach 30 min wurde die Kontrollprobe

(= -PP2) sowie eine PP2-behandelte Probe (= +PP2) fixiert und in PBS bis zum Schluss

des Experiments aufgehoben. Bei den weiteren 4 Proben wurde die Inhibitor-Lösung nach

den 30 min durch Makrophagen-Kulturmedium ausgetauscht (= Auswaschung). Nach je

30, 60, 90 und 120 min wurde je eine der Proben wie zuvor fixiert und in PBS gelagert.

Alle Proben wurden zusammen permeabilisiert und mit Phalloidin (→ Podosomen) und

HCS CellMask Red stain (→ Zytoplasma) markiert. Die mikroskopische Dokumentation

erfolgte mit einem konfokalen Laserscanning Mikroskop (SP2).

3.2.4. Matrixdegradation

Zur Messung der Fähigkeit primärer humaner Makrophagen zur Matrixdegradation wur-

den zunächst Deckgläschen mit Rhodamin gekoppelter Gelatine beschichtet, worauf die

Zellen anschließend ausgesät werden konnten. Dazu wurde 1 g/ml Sukrose/PBS auf 37 �
vorgewärmt, zur Quervernetzung der Gelatine 1:50 zu Rhodamin gekoppelter Gelatine

(2 mg/ml) gegeben und vorsichtig durchmischt. Je ein Deckgläschen wurde in einem 30 µl
Tropfen dieser Lösung auf Parafilm in einer Feuchtkammer platziert und für 15 min bei

RT abgedunkelt inkubiert. Dann wurden die Deckgläschen nach Unterspülen mit PBS mit

einer Pinzette entnommen, kurz auf Papier abgetropft, und in je einen 30 µl Tropfen 0,5 %

Glutaraldehyd auf Parafilm in einer Feuchtkammer auf Eis gegeben und für 15 min abge-

dunkelt inkubiert. Anschließend wurden sie mit Hilfe von Unterspülen mit PBS entnommen
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und in einer sterilen 6 Well Platte 3 Mal mit sterilem PBS gewaschen. Nun wurden die

Deckgläschen abgedunkelt für 15 min bei RT in je 1 ml 70 % Ethanol inkubiert, woraufhin

zwei weitere 15 minütige Inkubationen in je 1 ml Medium im Inkubator erfolgten.

Mit FHOD1 p siRNA, bzw. Kontroll siRNA behandelte primäre humane Makrophagen aus

3 Donoren wurden je zu 1x105 Zellen auf diesen Deckgläschen ausgesät, nach 6 h fixiert

und für 4 min in Aceton bei -20 � permeabilisiert. Daran schloss sich eine Färbung mit

Alexa Fluor 647 Phalloidin und die konfokalmikroskopische Dokumentation (SP2) an.

3.3. Proteinbiochemische Verfahren

3.3.1. Gesamtprotein-Extraktion aus primären humanen

Makrophagen

In 6 Well Platten kultivierte primäre humane Makrophagen wurden zunächst mit eiskal-

tem PBS gewaschen. Dann wurden die Zellen entsprechend ihrer Dichte mit bis zu 200 µl
Zelllysepuffer pro Well mit einem Zellschaber abgelöst und mit einer Pipette in ein 1,5 ml

Reaktionsgefäß überführt. Dieses Lysat wurde unter gelegentlichem Vortexen für 30 min

auf Eis inkubiert und anschließend zur Abtrennung unlöslicher Zellbestandteile bei 4 �
für 10 min bei 13.000 g zentrifugiert.

Nach Protein-Konzentrationsbestimmung wurden die verschiedenen Proben in gleichen

Konzentrationen einer SDS-Gelelektrophorese und einer finalen Western Blot Analyse un-

terzogen.

Zur Detektion von FHOD1 im Western Blot ist es wegen hoher Proteolyse-Anfälligkeit

besonders wichtig die Lysate sofort zu verwenden und nicht bei -20 � zu lagern.

3.3.2. Protein-Konzentrationsbestimmung

Proteinkonzentrationen wurden zum Konzentrationsabgleich verschiedener Gesamtprotein-

Extrakte siRNA transfizierter Zellen mit einem NanoDrop ND 1000 Spektrophotometer

ermittelt. Dazu wurde das ,,Pierce BCA Protein Assay“ Kit nach Herstellerangaben ver-

wendet.
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3.3.3. Elektrophoretische-Auftrennung von Proteinen in einem

Natriumdodecyl-Polyacrylamidgel (SDS-PAGE)

Die SDS-PAGE (= ,,Sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis“; SDS-

Gelelektrophorese) fand, wie nach Laemmli (1970) beschrieben, in einem diskontinuier-

lichen System statt. Die Zusammensetzung der Gele entsprach folgenden Angaben:

Trenngel (7,5 %) Sammelgel

Trenngelpuffer 2,5 ml -

Sammelgelpuffer - 1,4 ml

VE-H2O 5 ml 2,6 ml

Acrylamid 2,5 ml 1 ml

SDS-Lösung 100 µl 50 µl
Temed 10 µl 7 µl
APS-Lösung 50 µl 25 µl

Die Proteinextrakte wurden mit 5 x SDS-PAGE-Ladepuffer versetzt, für 2 min bei 96 °C
aufgekocht und auf 7,5 % SDS-Gele aufgetragen. Die Auftrennung erfolgte bei einer Span-

nung von 80 V im Sammelgel und 80-150 V im Trenngel.

3.3.4. Western Blot und Immundetektion

Zum Transfer von Proteinen aus einer Polyacrylamidmatrix auf eine Nitrozellulose-Mem-

bran wurde das ,,iBlot Dry Blotting System“ (Life Technologies) nach Herstellerangaben

verwendet. Der Proteintransfer wurde bei 23 V für 11 min durchgeführt. Anschließend

wurde die Immundetektion direkt auf der Membran durchgeführt.

Vor der Hybridisierung mit den Primärantikörpern wurden unspezifische Bindungsstellen

des Antikörpers durch Inkubation der Membran in Blockierungslösung (3 % BSA in TBST)

für 30 min abgesättigt. Die Inkubation des primären bzw. des sekundären Antikörpers er-

folgte ebenfalls in Blockierungslösung und zwar für 1-2 h bzw. 45 min bei RT. Nach den

einzelnen Inkubationsschritten wurde mit TBST gewaschen. Die schlussendliche Detektion

erfolgte mit Hilfe des ,,SuperSignal West Pico Chemiluminescent Substrate“ (Life Techno-

logies) auf Fotofilmen (Super RX, Fujifilm, Tokio, Japan).
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3.4. Immunzytochemie

3.4.1. Immunfluoreszenz primärer humaner Makrophagen

Die Immunfärbung der Zellen wurde, neben einer Direktmarkierung von filamentösem

Aktin mittels Fluorochrom-gekoppelten Phalloidins, nach der indirekten Methode durch-

geführt. Dabei bindet ein primärer Antikörper spezifisch an das Epitop des zu detek-

tierenden Proteins in der fixierten und permeabilisierten Zelle. Anschließend bindet ein

sekundärer Antikörper, welcher ein Fluorochrom trägt, an den primären Antikörper. Die

Detektion erfolgt über die Anregung des Fluorochroms durch monochromatisches Licht

mittels Fluoreszenzmikroskopie.

Die Zellen wurden hierzu in einer Zellzahl von 1x105 auf sterilen Deckgläschen kulti-

viert. Die Fixierung der Zellen erfolgte für 10 min in 3,7 % FA/PBS bei RT. Es schloss

sich ein 10 minütiger Permeabilisationsschritt in 0,5 % Triton/PBS an. Die Zellen wur-

den nun zunächst für 30 min mit Blockierlösung inkubiert (5 % NHS und 5 % NGS

in 1 % BSA/0,05 % Triton/PBS). Anschließend wurde die Primärantikörper- und Se-

kundärantikörper-Inkubation (inklusive Alexa Fluor-markiertem Phalloidin) für 45 min,

bzw. 30 min in PBS + 1 % BSA + 0,05 % Triton durchgeführt. Überschüssiges Serum

sowie ungebundene Antikörper wurden nach diesen Inkubationen jeweils durch Waschen

mit 0,05 % Triton/PBS entfernt. Die Präparate wurden anschließend in Mowiol + DABCO

auf Objekträgern (Glaswarenfabrik Karl Hecht GmbH & Co KG, Sondheim v. d. Rhön)

eingebettet und bis zur mikroskopischen Untersuchung mindestens über Nacht getrocknet.

Bei der Färbung des endogenen FHOD1 wurde Triton in allen Schritten durch 0,2 % Sapo-

nin ersetzt. Wurden Zellen ausschließlich mit Alexa Fluor-markiertem Phalloidin gefärbt

entfiel die Blockierung und primäre Antikörperinkubation.

3.4.2. Probenvorbereitung zur ,,Structured Illumination“ Mikroskopie

Zur optimalen Darstellung der Podosomenkabel mit Hilfe von ,,Structured Illumination“

Mikroskopie (= SIM) mussten die Zellen nach einem speziellen Protokoll fixiert, permea-

bilisiert und gefärbt werden. Auf sterilen Deckgläschen kultivierte Zellen wurden für 1 min

bei 37 °C mit 0,25 % PFA/0,05 % Triton in Zytoskelettpuffer (10 mM MES, 138 mM KCl,

3 mM MgCl, 2 mM EGTA) vorfixiert. Daran schloss sich die eigentliche Fixierung in

4 % PFA/Zytoskelettpuffer für 30 min bei RT an. Die Permeabilisierung erfolgte für 5 min

bei RT in 0,5 % Triton/Zytoskelettpuffer. Die Zellen wurden 1 Mal mit Waschpuffer I
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(0,1 M Glyzin/Zytoskelettpuffer) und 2 Mal mit Waschpuffer II (TBST) für jeweils 10 min

gewaschen. Die anschließende Inkubation mit Alexa Fluor 488-Phalloidin erfolgte in TBST

+ 5 % NHS + 5 % NGS für 60 min. Nun wurde 3 Mal 5 min mit TBST und 2 Mal 2 min mit

TBS gewaschen, bevor die Deckgläschen in Mowiol + DABCO auf Objekträgern eingebet-

tet wurden. Die mikroskopische Dokumentation erfolte durch die AG A. Cambi (Radboud

Universität, Nijmegen, Niederlande).

3.5. Mikroskopie und mikroskopiebasierte Analysen

Für einen Großteil dieser Arbeit wurden Mikroskopietechniken und Mikroskopdaten-Ana-

lysen herangezogen. Zum einen wurden fixierte Proben zu Lokalisationsstudien von FHOD1

an Podosomen, sowie Analysen eines potenziellen Effekts auf die Struktur und Funktion

von Podosomen mit konfokalen Laser-Scanning Mikroskopen aufgenommen. Zum anderen

war von Interesse, die Lebenszeit und Neubildung von Podosomen in Abhängigkeit von

FHOD1 in lebenden Zellen zu beobachten. Dazu wurde zur schnellen Generierung von Da-

ten hauptsächlich ein konfokales Spinning-Disk System benutzt, bzw. auf ein konfokales

Laser-Scanning Mikroskop mit einem extra schnellen Scanner (Resonanz Scanner) (SP5)

ausgewichen.

In beiden Fällen handelte es sich bei diesen Mikroskopen um konfokale Fluoreszenzmi-

kroskope, die das Licht einer punktförmigen Lichtquelle auf einen gezielten Punkt des

Präparates bündeln und anschließend ausschließlich das reflektierende Licht dieses Punk-

tes detektieren können. Nach Abrastern der Probe werden die (Licht-) Informationen aller

einzelnen Punkte am Computer zu einem Bild zusammengesetzt.

Der Vorteil eines konfokalen Spinning-Disk Systems gegenüber einem konfokalen Laser-

Scanning Mikroskop ist, dass die (Licht-) Informationen mehrerer Punkte durch eine rotie-

rende Lochscheibe (Nipkow-Scheibe) gleichzeitig gesammelt werden können. Dies beschleu-

nigt die Aufnahmegeschwindigkeit. Ein gewisser Anteil der (Licht-) Information geht jedoch

an der Scheibe verloren.

Neueste Laser-Scanning Mikroskope sind durch Ausstattung sogenannter Linienscanner

maximal in der Lage die (Licht-) Informationen aus einer Linie der Probe gleichzeitig zu

detektieren. Die (Licht-) Informationsausbeute ist allerdings höher, als bei einem Spinning-

Disk System. Grob zusammengefasst kann man also sagen, dass die Abbildung mit einem

Laser-Scanning Mikroskop genauer, mit einem Spinning-Disk System allerdings schneller

ist, weswegen es sich für Lebendzellaufnahmen meist besser eignet.
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Was beide Systeme zu gleichen Teilen limitiert, ist das maximale Auflösungsvermögen,

was dort durch die Wellenlänge des verwendeten Lichts bei ca. 200 nm liegt. Um dies zu

erhöhen und somit Strukturen, wie Podosomen und vor allem Podosomenkabel, präziser

abbilden zu können, wurde in dieser Arbeit die
”
Structured Illumination“ Mikroskopietech-

nik (SIM) verwendet. Durch mathematische Operationen lässt sich im SIM die maximal

mögliche Auflösung auf etwa 100 nm in x,y-Richtung und auf 250-300 nm in z-Richtung

verdoppeln. Bei der Aufnahme erzeugt ein Beugungsgitter zwischen Anregungslaser und

Linse zunächst ein spezifisches Beugungsmuster auf dem Objekt, durch Drehen des Gitters

nachfolgend verschiedene Beugungsmuster aus verschiedenen Winkeln. Durch eine Fourier-

Transformation lassen sich zusätzliche Informationen aus allen mit Beugungsmustern auf-

genommenen Aufnahmen extrahieren, wodurch sich die Auflösung der Aufnahme erhöhen

lässt.

3.5.1. Ermittlung der Podosomenparameter: Anzahl, Größe

Die Podosomenparameter Anzahl/Zelle und Größe der Podosomen wurden aus Aufnahmen

mit FHOD1 p siRNA und Kontroll siRNA behandelten und Alexa Fluor 488-Phalliodin

gefärbten Zellen, die mit einem konfokalen Laser-Scanning Mikroskop (SP5) angefertigt

wurden, ermittelt. Dazu wurde das Programm ImageJ mit den folgenden Makros verwen-

det. Es ist wichtig, dass unter Image > Properties die richtigen Bilddimensionen in µm
abgespeichert sind.
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Bestimmung der Podosomenanzahl/Zelle:

Die Umrisse der Zellen wurden vor Anwendung dieses Makros manuell in den ROI Manager

aufgenommen. D.h. man zeichnet mit dem “freehand selection tool” je den Umriss um die

Zellen und speichert diese im ROI Manager (Analyze > Tools > ROI Manager) ab (Add

{t}).

Bestimmung der Podosomengröße:

Es wurden jeweils individuelle Knockdown-Experimente mit Zellen von 3 unterschiedlichen

Donoren durchgeführt. Für die Anzahl der Podosomen/Zelle wurden jeweils > 50 Zellen pro

siRNA Behandlung ausgewertet. Zur Bestimmung der Podosomengröße wurden die Mikros-
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kopdaten der selben Knockdown-Experimente verwendet. Es lagen je siRNA Behandlung

10 Aufnahmen unter einem 1,5 fachen Zoom vor. Es wurden alle Podosomengrößen in

diesen 10 Aufnahmen ermittelt (> 10.000 Podosomen pro siRNA Behandlung).

Die gewonnenen Daten wurden in Excel weiter ausgewertet und in GraphPad Prism zur

graphischen Darstellung verarbeitet.

3.5.2. Ermittlung des Podosomenparameters: Lebenszeit

Die Podosomen-Lebenszeit wurde in FHOD1 p siRNA und Kontroll siRNA behandelten

Zellen, in welchen zusätzlich Lifeact-GFP transfiziert wurde, untersucht. Dazu wurden die

sich in Live Cell Schälchen befindenden Zellen in eine kleine Inkubationskammer eines kon-

fokalen Spinning-Disk Mikroskops gegeben, um eine ständige Temperatur von 37 °C und

CO2-Versorgung zu gewährleisten. Dort wurde für 45 min, alle 15 s eine Aufnahme einer

einzelnen Zelle gemacht. Ein ,,Perfect Focus System“ (PFS) sorgte dafür, dass die Zelle die

gesamte Zeit im Fokus blieb.

Auf diese Art und Weise wurde jeweils mindestens eine Zelle aus Knockdown-Experimenten

3 unterschiedlicher Donoren aufgenommen.

Unter Zuhilfenahme der Track-Funktion der Programms Imaris wurde durch die Verfol-

gung der einzelnen Podosomen über die Zeit ihre jeweilige Lifetime ermittelt. Die Länge

eines Tracks spiegelt die Lebenszeit wieder. Die gewonnenen Daten wurden in Excel weiter

ausgewertet und in GraphPad Prism zur graphischen Darstellung verarbeitet.

3.5.3. Ermittlung der Podosomenanzahl im

Podosomenreformationsversuch

Die Podosomenanzahl wurde wie in Cervero et al. [23] beschrieben ermittelt (> 50 Zel-

len pro siRNA Behandlung für jeden Zeitpunkt). Dabei wurde erneut mit ImageJ-Makros

gearbeitet. Es war wieder darauf zu achten, dass unter Image > Properties die richtigen

Bilddimensionen in µm abgespeichert sind. Im ersten Schritt wurde ein Makro auf die

Zytoplasma-Aufnahme angewandt, um die individuellen Zellen zu markieren.
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Identifikation von Zellen:

Die Umrisse der einzelnen Zellen waren nun als ROIs definiert. Jetzt konnte für die Podoso-

men-Aufnahme des selben Bildes ein weiteres Makro zur Ermittlung der Podosomenanzahl

pro Zelle bzw. ROI verwendet werden.

Bestimmung der Podosomenanzahl/Zelle in Podosomenreformationsversuchen:

Die gewonnenen Daten wurden in Excel weiter ausgewertet und in GraphPad Prism zur

graphischen Darstellung verarbeitet.

3.5.4. Ermittlung der Podosomendichte im

Podosomenreformationsversuch

Zusätzlich wurde die Dichte der Podosomen innerhalb der mit Podosomen bedeckten Fläche

in den Zellen zu den verschiedenen Zeitpunkten der Podosomenreformationsversuche ana-
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lysiert (30 Zellen pro siRNA Behandlung für jeden Zeitpunkt). Dabei wurde, ähnlich wie

schon in 3.5.1 beschrieben, in ImageJ mit dem “freehand selection tool” zunächst jeweils

die mit Podosomen bedeckte Fläche in jeder Zelle eingezeichnet und im ROI Manager ab-

gelegt. Anschließend wurde die Podosomenanzahl innerhalb dieser Fläche mit Hilfe des in

der oben erwähnten Publikation beschriebenen Makros (Bestimmung der Podosomenan-

zahl/Zelle in Podosomenreformationsversuchen) ermittelt. Die gewonnenen Daten wurden

in Excel weiter ausgewertet und in GraphPad Prism zur graphischen Darstellung verar-

beitet. Zur Verdeutlichung der Verteilung der verschiedenen Podosomen-Dichten zu den

unterschiedlichen Zeitpunkten wurden zusätzlich die Variationskoeffizienten (= relatives

Streuungsmaß) in GraphPad Prism ermittelt und ebenfalls graphisch dargestellt.

3.5.5. Ermittlung der pMLC Intensitäten an Podosomen

Aus Podosomenreformationsversuchen, mit FHOD1 p siRNA bzw. Kontroll siRNA trans-

fizierten Zellen aus 3 Donoren, wurde zusätzlich die pMLC (,,Phosphorylated Myosin light

chain“)-Intensität an Podosomen zu den verschiedenen Zeitpunkten, vor und während der

Reformation, ermittelt. Dazu wurden die fixierten und permeabilisierten Proben neben

Alexa Fluor 488-Phalloidin auch mit einem pMLC-Antikörper (+ Alexa Fluor 568) gefärbt.

Nach der konfokalmikroskopischen Dokumentation dieser Proben (SP5) erfolgte die Inten-

sitätsmessung von pMLC in der mit Podosomen bedeckten Fläche mit Hilfe des Programms

Volocity. Zunächst wurde die mit Podosomen bedeckte Fläche durch Einzeichnen von ROIs

in jeder Zelle bestimmt. In diesen Rois wurde anschließend die pMLC-Intensität anhand

des Fluoreszenzsignal des sekundären Antikörpers gemessen. Die mittleren Fluoreszenz-

signale aus je 20 ROIs pro siRNA zu jedem Zeitpunkt wurden in Excel weiter ausgewertet

und in GraphPad Prism zur graphischen Darstellung verarbeitet.

3.5.6. Ermittlung der Intensität der Matrixdegradation

Je 30 Zellen pro siRNA Behandlung (FHOD1 p siRNA bzw. Kontroll siRNA) aus 3 Donoren

wurden auf das Ausmaß der Matrixdegradation untersucht. Dazu wurde in konfokalmikro-

skopischen Aufnahmen (SP2) mit ImageJ die mittlere Intensität des Rhodamin-Signals in

der abgebauten Region in Bezug auf nicht abgebautes Areal (Hintergrund) bestimmt und

als prozentualer Abbau in GraphPad Prism graphisch zusammengefasst.
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3.6. Statistik

Statistische Analysen wurden zur Ermittlung möglicher signifikanter Unterschiede in Graph-

Pad Prism unter Anwendung des ,,unpaired Student’s t-tests“ durchgeführt. Signifikante

Unterschiede wurden mit * - **** und p-Werten gekennzeichnet (* P ≤ 0.05, ** P ≤ 0.01,

*** P ≤ 0.001, **** P ≤ 0.0001)
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4. Ergebnisse

Der Einfluss bestimmter Proteine auf Podosomen kann mit Hilfe von Knockdown-Experi-

menten und ausgewählten Inhibitoren untersucht werden. Bei der Auswertung dieser Expe-

rimente können verschiedene Parameter herangezogen werden. Neben funktionellen Para-

metern, wie der Fähigkeit von Podosomen zur Matrixdegradation, lassen sich auch struk-

turelle Parameter aufführen. Dazu gehören z.B. die Podosomenanzahl pro Zelle und die

Podosomengröße. Zudem gibt es dynamische Parameter, wie die Podosomenlebenszeit oder

ihre Neubildung. Letzteres wird in sogenannten Podosomenreformationsversuchen unter-

sucht. Dazu bedient man sich zunächst bestimmter Inhibitoren, die ein reversibles Auflösen

von Podosomen induzieren. Der Src-Kinase-Inhibitor PP2 beispielsweise ist dazu bestens

geeignet, da eine Inhibition der Src-Kinasen zur Auflösung von Podosomen führt [83].

Nach Auswaschen des Inhibitors können sich die Podosomen erneut bilden, was als Po-

dosomenreformation bezeichnet wird. Während eines solchen Versuchs werden Zellen zu

verschiedenen Zeiten vor und nach Auswaschen des Inhibitors fixiert und anschließend der

weiteren Analyse unterzogen (Abb. 4.1). Bei diesem Ansatz lassen sich jedoch ausschließ-

lich Informationen zu den ausgewählten Zeitpunkten generieren. Um ein vollständigeres

Bild über den Prozess und die Dynamik der Podosomenneubildung zu bekommen, wurde

im Rahmen dieser Arbeit ein Podosomenreformationsversuch im Live Cell Imaging entwi-

ckelt, der in der Publikation ,,Podosome reformation in macrophages: assays and analysis“

genauer beschrieben ist [23].

4.1. Entwicklung eines Live Cell Imaging Assays zur

Analyse der Podosomenneubildung

Um detaillierte Einblicke in den gesamten Prozess der Podosomenreformation zu bekom-

men, wurde ein innovativer Versuchsaufbau etabliert, der die Dokumentation mit einem

Live Cell Imaging Mikroskop ermöglicht.

Zur Vorbereitung wurden mit Lifeact-GFP transfizierte Zellen in Live Cell Schälchen aus-
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Abbildung 4.1.: Analyse eines Podosomenreformationsversuchs in fixierten Proben
Gezeigt sind primäre humane Makrophagen, die im Zuge eines Podosomenreformationsversuchs zu ver-
schiedenen Zeiten fixiert und permeabilisiert, mit Alexa Fluor 488-Phalloidin (F-Aktin) und HCS Cell-
Mask red stain (Zytoplasma-Färbung) gefärbt und mit einem konfokalen Laser-Scanning Mikroskop do-
kumentiert wurden. In ImageJ wurden anschließend anhand der Zytoplasma-Färbung (B, F, J, N) die
einzelnen Zellen markiert (ImageJ Maske, C, G, K, O) und in Korrelation mit einem weiteren ImageJ-
Makro mit Hilfe der F-Aktin-Aufnahmen (A, E, I, M) die Podosomen (schwarze Punkte) in den einzelnen
Zellen (rote Kreise mit Nummern in den ROI Masken D, E, L, P) detektiert. Die obere Reihe zeigt unbe-
handelte Zellen (-PP2). Darunter folgen Zellen nach einer 30 minütigen Inhibitor Behandlung (+PP2), um
Podosomen aufzulösen, und solche nach dem Auswaschen des Inhibitors (30 min + 60 min). Maßstabsbal-
ken, 10 µm. [23]
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gesät und für mindestens 3 h im Brutschrank inkubiert. Nach 2 h in Serumentzugs-Medium

wurden die Zellen in die Inkubationskammer eines Live Cell Imaging Mikroskops platziert.

Damit war für die optimalen Kulturbedingungen der Makrophagen bei 37 °C und 5 % CO2

gesorgt. Zunächst erfolgte alle 15-30 Sekunden für eine Zeitspanne von 5 min eine mikro-

skopische Aufnahme, wonach der Src-Kinase-Inhibitor PP2 in einer Endkonzentration von

25 µM zugegeben wurde. Anschließend erfolgte die Aufnahme wie zuvor für 30 min. Danach

wurde durch zweimaligen Austausch des Mediums mit Makrophagenkultur-Medium der In-

hibitor ausgewaschen. Die dadurch eingeleitete Podosomenreformation wurde weiterhin für

1 h wie zuvor dokumentiert. [23]

4.1.1. Semiautomatische Auswertung der Live Cell Imaging Daten

eines Podosomenreformationsversuchs

Nach der detaillierten Dokumentation der Podosomenreformation (Abb. 4.2 A) erfolgte

die Quantifizierung der Podosomenanzahl im Verlauf des Versuchs. Damit konnten so-

wohl der Beginn als auch Verlauf/Dynamik der Podosomenreformation ermittelt werden

(Abb. 4.2 B).

Aufgrund der sehr hohen Datenmenge (eine Aufnahme alle 15-30 Sekunden für insgesamt

ca. 1,5 h) kam dazu nur ein semiautomatischer Ansatz zur Auswertung in Frage. Dieser

wurde mit dem Programm ImageJ durchgeführt und wird im Folgenden aufgeführt.

Im ersten Schritt wurde ein ImageJ-Makro entwickelt, um die Bildqualität zur Ermittlung

der Podosomenanzahl zu erhöhen. In diesem wird für eine Optimierung des Kontrastes

und des Signal zu Hintergrund-Verhältnisses gesorgt. Zudem werden die Aufnahmen in

das 8-bit Format umgewandelt.
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Abbildung 4.2.: Der Podosomenreformationsversuch im Live Cell Imaging
Primäre humane Makrophagen wurden mit Lifeact-GFP transfiziert und auf Live Cell Schälchen aus-
gesät, bevor sie Podosomenreformationsversuchen im Live Cell Imaging unterzogen wurden. Gezeigt ist
eine Beispiel-Zelle zu verschiedenen Zeiten dieses Prozesses. Die PP2-Zugabe und die Auswaschung, sowie
die Zeit vor und nach Auswaschung sind angeben (A). Maßstabsbalken, 10 µm. Die Podosomenanzahl
wurde mit Hilfe von ImageJ-Makros für alle Zeitpunkte der Live Cell Aufnahme bestimmt und mit Graph-
Pad Prism graphisch aufgetragen. Zeitpunkte der PP2-Zugabe und Auswaschung sind angegeben, sowie die
zusätzlichen Parameter: Zeit des Startes der Podosomenreformation nach der Auswaschung (,,lag-phase“)
und Halbwertszeit (t1/2) der Podosomenauflösung sowie -reformation. [23]
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Optimierung der Bildqualität:

Die Ermittlung der Podosomenanzahl erfolgte im zweiten Schritt mit dem bereits verfügba-

ren ,,Find Stack Maxima“ ImageJ-Makro (http://rsbweb.nih.gov/ij/macros/FindStack

Maxima.txt).

Dieses Makro wendet den Befehl Process > Binary > Find Maxima auf alle Aufnahmen

einer Aufnahmeserie an. Die einzige Einstellung, die dabei vorgenommen werden muss, ist

der Wert für die ,,Noise tolerance“ entsprechend der Bildqualität. Nach Ermittlung dieses

Wertes konnte das ,,Find Stack Maxima“ Makro auf die gesamte Sequenz angewandt wer-

den. Dies resultiert in einer Tabelle, die die Podosomenanzahl in jeder Aufnahme auflistet.

Der Graph in Abb. 4.2 B zeigt das Ergebnis einer solchen Auswertung. Es wurde die Anzahl

der Podosomen über die Zeit eines Podosomenreformationsversuchs in GraphPad Prism

aufgetragen. Es sind sowohl die Zeit nach dem Auswaschen bis zur Podosomenreforma-

tion (= ,,lag-phase“), als auch die Halbwertszeiten (t1/2) der Podosomenauflösung und

-reformation eingezeichnet. [23]

4.1.2. Phasen der Podosomenbildung während der

Podosomenreformation

Bisher war über den genauen Ablauf der Entstehung einzelner Podosomen wenig bekannt.

Mit der in dieser Arbeit neu entwickelten Methode konnte die frühe Phase der Podoso-

menreformation genau analysiert werden. Dies führte zur Entdeckung von 2 Phasen der

Podosomenbildung (Abb. 4.3). Sehr früh – 1,5 min nach Auswaschen des Inhibitors – star-

tete die Neubildung von Podosomen. Kurze Zeit später – nach weiteren 2,5 min – spalteten

sich die ersten Podosomen von zuvor entstandenen ab, wobei weiterhin Podosomen durch

Neubildung entstanden. Daß diese beiden Phasen – zunächst Podosomenneubildung und

später Podosomenneubildung + Podosomenabspaltung – während der frühen Podosomen-

reformation ablaufen, konnte in dieser Arbeit durch Etablierung des Podosomenreforma-

tionsversuchs im Live Cell Imaging zum ersten Mal gezeigt werden.
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Abbildung 4.3.: Phasen der Podosomenbildung während der Podosomenreformation
Mit Kontroll siRNA transfizierte primäre humane Makrophagen wurden nach 60 h erneut mit entspre-
chender siRNA und Lifeact-GFP transfiziert und anschließend für weitere 12 h auf Live Cell Schälchen
ausgesät bevor sie Podosomenreformationsversuchen im Live Cell Imaging unterzogen wurden. Gezeigt ist
eine Beispiel-Zelle bei Einsetzen der Podosomenreformation (A) und die ersten 4,5 min dieses Prozesses
in Ausschnitten (A’). Es lassen sich 2 Arten der Podosomenbildung definieren, die Podosomenneubildung
(roter Pfeil) und die Podosomenabspaltung (grüner Pfeil), wobei zunächst ausschließlich Podosomenneu-
bildung stattfindet, woran sich Podosomenneubildung mit Podosomenabspaltung anschließen. Maßstabs-
balken, 10 µm.
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4.2. Formine an Podosomen

Podosomen bestehen zu einem großen Teil aus Aktin, welches dort in verschiedenen Vari-

anten vorzufinden ist. Zum einen als Netzwerk-bildende, verzweigte Aktinfilamente, welche

den Podosomenkern formen, und zum anderen als parallel angeordnete Aktinfilamente, die

die Podosomen untereinander und mit der ventralen Plasmamembran verbinden (= Po-

dosomenkabel). Dass der Podosomenkern durch den Arp2/3-Komplex reguliert wird und

dessen Vorhandensein für die Ausbildung von Podosomen essenziell ist, wurde bereits aus-

giebig beschrieben [67, 82]. Die Regulation sowie die Funktion der unverzweigten Aktinfi-

lamente sind bisher jedoch nicht klar. Da Formine Regulatoren dieser Aktinfilamente sind,

kommen diese als potenzielle Kandidaten in Frage. Ihre Bedeutung für Podosomen und

Podosomenkabel wurde in dieser Arbeit untersucht.

4.2.1. Auswirkungen eines Formin-Inhibitors auf Podosomen

Um erste Hinweise auf die mögliche Beteiligung von Forminen auf die Bildung und/oder

Struktur von Podosomen zu erhalten, wurden Versuche mit dem Formin-Inhibitor SMIFH2

in primären humen Makrophagen durchgeführt. Dieser inhibiert spezifisch die gesamte

Familie der Formine, indem er an ihre hochkonservierte FH2-Domäne bindet. Somit wird

die Affinität für die Bindung der Formine an das F-Aktinfilament-+-Ende reduziert. Die

Wirkung des Arp2/3-Komplexes sowie weiterer Formin-unabhängiger Aktinnukleatoren

werden durch diesen Inhibitor hingegen nicht beeinflusst [126].

Wie in Abb. 4.4 deutlich zu erkennen ist, führte die Zugabe von 20 µM SMIFH2 nach

2 Stunden, im Vergleich zu mit DMSO behandelten Kontrollzellen, zu einer sehr starken

Erhöhung des Anteils der Zellen ohne Podosomen (94 %, Kontrollzellen = 12,6 %, C). Dies

wurde nach Fixierung und Alexa Fluor 488-Phalloidin-Färbung der behandelten Zellen

mikroskopisch festgehalten (A+B) und im Anschluss durch Quantifizieren der Zellen ohne

Podosomen ermittelt.

Aus diesen Ergebnissen geht hervor, dass Formine eine wichtige Rolle bei der Bildung oder

dem Erhalt von Podosomen spielen.

4.2.2. Nachweis spezifischer Formine an Podosomen

Die Familie der Formine besteht aus 15 Mitgliedern. Zur Eingrenzung möglicher interessan-

ter Kandidaten für Podosomen konnte auf frühere massenspektrometrische Untersuchungen
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Abbildung 4.4.: Formin abhängige Formation von Podosomen
Primäre humane Makrophagen wurden für 2 h mit 20 µM des Formin-Inhibitors SMIFH2 oder DMSO
(Kontrolle) behandelt, mit 3,7 % FA fixiert und mit 0,5 % Triton/PBS permeabilisiert. Es folgte eine F-
Aktin-Färbung (Alexa Fluor 488-Phalloidin) und die Dokumentation mit einem konfokalen Laser-Scanning
Mikroskop. Mit Inhibitor behandelte Zellen (B) zeigten im Vergleich zu Kontrollzellen (A) einen hoch
signifikanten Anstieg (****, p< 0,0001, n= 3) an Zellen ohne Podosomen, was für > 300 Zellen pro
Kondition für 3 Donoren quantifiziert wurde (C). Maßstabsbalken, 10 µm.

mit der adhäsiven Fraktion primärer humaner Makrophagen zurückgegriffen werden [22].

Dies lieferte folgende, potenziell an der Struktur und/oder Funktion von Podosomen mit-

wirkende Formine:

Dia1, Dia2, FMNL1, FMNL2, DAAM1, INF2 und FHOD1.

Erste Lokalisationsstudien in primären humanen Makrophagen zeigten für die beiden aus

einer Familie stammenden Formine Dia1 und Dia2 eine ausschließlich diffuse, zytoplas-

matische Lokalisation (Dr. Mirko Himmel, persönliche Kommunikation). Dies machte ein

Wirken dieser Formine an Podosomen unwahrscheinlich. Im Gegensatz dazu steht das For-

min FMNL1, was bereits durch die Scott D. Blystone-Gruppe (New York) als essenzielle

Komponente an Podosomen beschrieben wurde [102]. Die Untersuchung der Bedeutung

von FMNL2, DAAM1 und INF2 an Podosomen wurde Gegenstand anderer Arbeiten in

unserer Arbeitsgruppe.

Offen blieb die Untersuchung von FHOD1 in Bezug auf die Struktur und Funktion von

Podosomen. Dieses Formin wurde zuvor bereits als Aktin-bündelndes Protein beschrie-

ben [138]. FHOD1 wurde an Stressfasern gefunden, an deren Regulation es beteiligt ist [70].

Außerdem spielt FHOD1 eine Rolle bei der Reifung von Integrin basierten Adhäsions-

strukturen [65]. Zusammen deutet dies auf eine mögliche Aufgabe von FHOD1 an Podoso-

men und/oder Podosomenkabeln hin. Erste Western Blot Untersuchungen bestätigten das

Vorhandensein von FHOD1 in primären humanen Makrophagen (Abb. 4.5). Die potenzielle

Anwesenheit von FHOD1 an Podosomen, wurde im Folgenden weiter untersucht.
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Abbildung 4.5.: Das Formin FHOD1 wird in primären humanen Makrophagen exprimiert.
Ein Lysat aus primären humanen Makrophagen wurde über SDS-PAGE aufgetrennt, woran sich ein
Western Blot, in welchem FHOD1 detektiert wurde, anschloss. Der Pfeil zeigt auf das stärkste Signal
bei der für FHOD1 (127 kDa) zu erwartenden Größe.

4.3. Das Formin FHOD1 an Podosomen

Um eine mögliche Funktion von FHOD1 an Podosomen primärer humaner Makropha-

gen auszumachen, wurden zum einen Lokalisationsstudien an Podosomen mittels konfoka-

ler Fluoreszenzmikroskopie durchgeführt. Zum anderen sollten verschiedene Knockdown-

Experimente Auskunft über die Wichtigkeit von FHOD1 für die Struktur und Funktion

von Podosomen geben. Schlussendlich wurden die Auswirkungen des Fehlens von FHOD1

auf Podosomen und Podosomenkabel mit Hilfe hochauflösender Mikroskopie dargestellt.

4.3.1. Lokalisationsstudien

Der erste Schritt in der Funktionsaufklärung eines Proteins ist meist die spezifische Detekti-

on innerhalb der Zelle mittels Fluoreszenzmikroskopie. Dies wurde an Podosomen primärer

humaner Makrophagen sowohl für endogenes FHOD1 mit Antikörperfärbungen, als auch

mit EGFP-gekoppelten FHOD1-Konstrukten, in Wildtyp und nicht-autoinhibierter-Form

(Abb 4.7), durchgeführt. Podosomen lassen sich dabei, wegen der hohen Konzentration an

F-Aktin, sehr gut mit an ein Fluorophor-gekoppeltem Phalloidin mikroskopisch sichtbar

machen.

4.3.1.1. Endogenes FHOD1 an Podosomen

Anhand der Ergebnisse konfokalmikroskopischer Aufnahmen primärer humaner Makropha-

gen, welche nach Fixierung mit einem FHOD1-spezifischen Antikörper (+ Alexa Fluor 488)

und Alexa Fluor 568-Phalloidin immunzytologisch markiert wurden (Abb. 4.6), konnten

erste Aussagen über die Lokalisation von FHOD1 an Podosomen getroffen werden.
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Abbildung 4.6.: FHOD1 lokalisiert am Podosomenkern und an Podosomenkabeln.
Mit 3,7 % FA fixierte und 0,2 % Saponin permeabilisierte primäre humane Makrophagen wurden gegen
FHOD1 (+ Alexa Fluor 488) und F-Aktin (Alexa Fluor 568-Phalloidin) gefärbt. Anschließend erfolgte
die Dokumentantion mit Hilfe eines konfokalen Laser-Scanning Mikroskops. Besonders in den Vergröße-
rungen (A-C’) ist eine Lokalisation von FHOD1 an Podosomen und Podosomenkabeln zu sehen. Dabei ist
FHOD1 gleichmäßig über die gesamte Höhe der Podosomen verteilt zu finden (A”-C”, 3D-Rekonstruktion).
Maßstabsbalken, 10 µm.

Vor allem in vergrößerten Ausschnitten (A’-C’) dieser Aufnahmen (A-C) war eine Akku-

mulation von FHOD1 (A’+C’) an Podosomen (B’+C’) und Podosomenkabeln zu erkennen.

In einer 3D-Rekonstruktion eines einzelnen Podosoms (A”-C”) war die gleichmäßige Loka-

lisation von FHOD1 über dessen gesamte Höhe zu sehen.

4.3.1.2. Überexprimiertes FHOD1 an Podosomen

Um die Lokalisation von FHOD1 an Podosomen und Podosomenkabeln zu verstärken

und somit noch deutlicher hervorheben zu können, wurden EGFP-gekoppelte FHOD1-
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Konstrukte in primäre humane Makrophagen transfiziert, nach jeweils optimaler Expres-

sionszeit fixiert, permeabilisiert und vor der mikroskopischen Auswertung zusätzlich mit

Alexa Fluor 568-Phalloidin markiert.

Zum einen wurde ein EGFP-FHOD1-Wildtyp-Konstrukt verwendet (Abb. 4.7 A). Dieses

Konstrukt liegt in der Zelle zunächst in der für Formine typischen autoinhibierten Konfor-

mation vor, die zur vollen Funktion des Proteins aufgehoben werden muss. EGFP-FHOD1

kann in der Zelle also teilweise als autoinhibiertes bzw. nicht-autoinhibiertes Protein vorlie-

gen. Um mit Sicherheit annehmen zu können, dass das eingebrachte FHOD1-Protein nicht

autoinhibiert vorliegt, wurde zum anderen ein weiteres EGFP-FHOD1-Konstrukt benutzt,

in welchem die C-terminale DAD-Domäne fehlt (EGFP-FHOD1�C, Abb. 4.7 B). Die Aus-

bildung der autoinhibierten Konformation ist diesem Proteinfragment nicht möglich.

Abbildung 4.7.: Verwendete EGFP-FHOD1-Konstrukte
Zu Lokalisationsstudien wurden EGFP-FHOD1 (A) und EGFP-FHOD1�C, in welchem die DAD-Domäne
fehlt und somit die Ausbildung der Autoinhibition unterbunden wird, verwendet.

Für beide Konstrukte wurde mit Hilfe einer Zeitreihe zunächst die optimale Expressions-

zeit von 3,5 Stunden ermittelt. D.h. die fluoreszenten FHOD1-Fusionsproteine wurden in

den transfizierten Zellen zu diesem Zeitpunkt ausreichend stark exprimiert, sodass sie im

Mikroskop gut sichtbar waren. Dabei ließen sich keine toxischen Effekte, wie ein Abster-

ben der Zellen, durch die Überexpression verzeichnen. Zu späteren Zeitpunkten war dies

durchaus der Fall.

EGFP-FHOD1 zeigte eine ringförmige Lokalisation um die Podosomenkerne. Es war eben-

falls an Podosomenkabeln detektierbar (Abb. 4.8). Eine 3-D-Rekonstruktion eines einzelnen

Podosoms ließ, bis auf die leichte Aussparung des obersten Teils, auf eine Verteilung des

Proteins über die gesamte Podosomenhöhe schließen. Dies und vor allem die Lokalisation

an den Podosomenkabeln fiel für EGFP-FHOD1�C noch deutlicher aus (Abb. 4.9).

Häufig veränderte sich in Anwesenheit von EGFP-FHOD1�C sogar das gesamte Aktin-

zytoskelett der Makrophagen. Diese Zellen bildeten verstärkt Aktinfasern, an welchen Po-

dosomen, wie Perlen auf einer Schnur aufgereiht, zu erkennen waren. EGFP-FHOD1�C

lokalisierte deutlich an den Aktinfasern und Podosomen (Abb. 4.10).
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Abbildung 4.8.: EGFP-FHOD1 lokalisiert um den Podosomenkern und an Podosomenkabeln.
Mit EGFP-FHOD1 transfizierte primäre humane Makrophagen wurden 3,5 h nach Transfektion mit
3,7 % FA fixiert und mit 0,5 % Triton/PBS permeabilisiert. Es folgte die Färbung mit Alexa Fluor 568-
Phalloidin und die Dokumentation mit einem konfokalen Laser-Scanning Mikroskop. EGFP-FHOD1 loka-
lisierte ringförmig um die Podosomenkerne (A-C, A’-C’+D), mit leichter Aussparung der Podosomenkappe
(A”-C”) und an Podosomenkabeln (A-C, A’-C’). Maßstabsbalken, 10 µm.

57



Ergebnisse

Abbildung 4.9.: EGFP-FHOD1�C lokalisiert um den Podosomenkern und an Podosomen-
kabeln.
Mit EGFP-FHOD1�C transfizierte primäre humane Makrophagen wurden 3,5 h nach Transfektion mit
3,7 % FA fixiert und mit 0,5 % Triton/PBS permeabilisiert. Es folgte die Färbung mit Alexa Fluor 568-
Phalloidin und die Dokumentation mit einem konfokalen Laser-Scanning Mikroskop. Wie EGFP-FHOD1
lokalisierte auch EGFP-FHOD1�C ringförmig um die Podosomenkerne (A-C, A’-C’+D), mit leichter Aus-
sparung der Podosomenkappe (A”-C”) und an Podosomenkabeln (A-C, A’-C’). Maßstabsbalken, 10 µm.
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Abbildung 4.10.: EGFP-FHOD1�C lokalisiert an induzierten Aktinfasern und Podosomen.
In der Probe aus Abb. 4.9 waren ebenfalls Zellen zu finden, die eine Umorganisation des Aktinzytoskeletts
zu massiven, Podosomen ,,aufreihenden“ Aktinfasern erkennen ließen (B+B’), woran EGFP-FHOD1�C
deutlich lokalisierte (A+A’, C+C’). Maßstabsbalken, 10 µm.
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4.3.1.3. FHOD1 und Myosin an Podosomen

Da die Lokalisation von FHOD1 an Podosomen und den Podosomenkabeln an die von

Myosin IIA erinnert und FHOD1 kürzlich an mehreren kontraktilen F-Aktinstrukturen

gefunden wurde [141, 65], wurde im nächsten Schritt die Lokalisation von FHOD1 und

Myosin IIA an Podosomen untersucht. Mit EGFP-FHOD1 bzw. EGFP-FHOD1�C trans-

fizierte Zellen wurden nach 3,5 Stunden fixiert, permeabilisiert und mit einem Myosin IIA-

Antikörper (+ Alexa Fluor 568), sowie Alexa Fluor 647-Phalloidin immunzytologisch mar-

kiert. Daraufhin folgte die mikroskopische Dokumentation mit einem konfokalen Laser-

Scanning Mikroskop (Abb. 4.11).

EGFP-FHOD1 zeigte die bereits bekannte ringförmige Lokalisation um die Podosomenker-

ne, mit teilweise erkennbaren Verbindungen zwischen verschiedenen Podosomen (A+A’,

C+C’ unter Berücksichtigung von D+D’). Myosin IIA lokalisierte ebenfalls um die Podo-

somenkerne herum (B+B’ unter Berücksichtigung von D+D’), wobei es sich an die äußeren

Randbereiche der EGFP-FHOD1 Lokalisation anzuschließen schien (C+C’). Myosin IIA

war außerdem an Fasern, die durch die Zelle liefen, zu finden.

EGFP-FHOD1�C zeigte, wie in Abb. 4.10, auch hier (Abb. 4.11) eine deutliche Lokalisa-

tion an Podosomen und Aktinfasern (E+E’, G+G’ unter Berücksichtigung von H+H’). An

den Aktinfasern war ebenfalls Myosin IIA zu finden, genauso wie gelegentlich an Podoso-

men (F+F’ unter Berücksichtigung von H+H’).

Zusammenfassend lässt sich aus den Lokalisationsstudien in Abb. 4.11 sagen, dass FHOD1

und Myosin IIA an den gleichen Aktinstrukturen lokalisierten, eine Kolokalisation der bei-

den Proteine dort hingegen nicht feststellbar war.
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Abbildung 4.11.: FHOD1 und Myosin IIA lokalisieren an Podosomen und Aktinfasern.
Mit EGFP-FHOD1 (A-D) bzw. EGFP-FHOD1�C (E-H) transfizierte primäre humane Makrophagen wur-
den 3,5 h nach Transfektion mit 3,7 % FA fixiert und mit 0,5 % Triton/PBS permeabilisiert. Es folgte
die Färbung mit Myosin IIA (+ Alexa Fluor 568) and Alexa Fluor 647-Phalloidin und die Dokumenta-
tion mit einem konfokalen Laser-Scanning Mikroskop. EGFP-FHOD1 und EGFP-FHOD1�C lokalisierten
an Podosomen, Podosomenkabeln bzw. Aktinfasern, wie in den Abb. 4.8, 4.9 und 4.10 zuvor gezeigt.
Myosin IIA lokalisierte in EGFP-FHOD1 überexprimierenden Zellen an Podosomen, sich an die FHOD1
Lokalisation nach außen anschließend, und an Fasern, welche durch die Zelle verlaufen (B-D, B’-D’). In
EGF-FHOD1�C überexprimierenden Zellen war Myosin IIA an den Aktinfasern zu finden (F-H, F’-H’).
Maßstabsbalken, 10 µm.
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4.3.2. FHOD1-Knockdown-Experimente

Nach Identifikation von FHOD1 an Podosomen und Podosomenkabeln wurden Knockdown-

Experimente durchgeführt, um Hinweise über mögliche Funktionen von FHOD1 an Podo-

somen zu erhalten. Somit wurden Einflüsse von FHOD1 auf verschiedene Podosomenpara-

meter wie Anzahl, Größe, Lebenszeit und Podosomenreformation, sowie die Fähigkeit der

Matrixdegradation, in primären humanen Makrophagen ermittelt.

Der Knockdown von FHOD1 wurde zunächst mit einem SMARTpool erzielt. Bei einem

SMARTpool handelt es sich um einem Mix aus 4 verschiedenen, spezifischen siRNAs gegen

die mRNA eines bestimmten Proteins. Der Einsatz eines solchen Mixes erhöht zum einen

die Wahrscheinlichkeit des mRNA-Abbaus und zum anderen dessen Spezifität, durch gerin-

gere Konzentrationen der einzelnen siRNAs. Es kann allerdings in allen Fällen des siRNA

vermittelten Abbaus zu sog. off-target Effekten kommen. Dies bedeutet, dass die eingesetz-

ten siRNAs u.U. unspezifisch mRNAs anderer Proteine binden und somit zu deren Abbau

führen können. Um dies zu vermeiden, kann man chemisch modifizierte siRNAs erwer-

ben (ON-TARGETplus, Modifikation des siRNA-sense Stranges), die zu einem verstärk-

ten Einbau des siRNA-antisense-Stranges in den siRNA-mRNA-Abbaukomplex führen. Die

ON-TARGETplus-Variante wurde für den FHOD1 SMARTpool (= FHOD1 p siRNA) ver-

wendet. Eine andere Möglichkeit ist der Einsatz und anschließender Vergleich der Effekte

unterschiedlicher siRNAs für das gleiche Zielprotein. Somit wurden bestimmte Experimente

ebenfalls mit 2 individuellen ON-TARGETplus siRNAs aus dem SMARTpool wiederholt.

Wie der Western Blot in Abb. 4.12 zeigt, wurde 72 Stunden nach siRNA-Transfektion

in allen Fällen eine Knockdowneffizienz von über 90 % erreicht. Für alle nachfolgenden

Knockdown-Experimente wurde die Knockdown-Effizienz in Western Blots untersucht und

zeigte ein vergleichbares Level, wie hier dokumentiert.

4.3.2.1. Podosomenanzahl im FHOD1-Knockdown

Um festzustellen, ob FHOD1 an der Regulation der Podosomenanzahl in der Zelle be-

teiligt ist, wurden primäre humane Makrophagen mit FHOD1 p siRNA bzw. Kontroll

siRNA transfiziert und nach 72 h fixiert und permeabilisiert. Es folgte eine Färbung mit

Alexa Fluor 488-Phalloidin. Nach mikroskopischer Dokumentation wurde die Podosomen-

anzahl pro Zelle mit Hilfe eines ImageJ-Makros ermittelt. Die resultierenden Daten wurden

sowohl als Mittelwert, als auch in Gruppen unterteilt graphisch festgehalten (Abb. 4.13).

Der Mittelwert der Podosomenanzahl/Zelle unterschied sich bei FHOD1-Knockdown-Zellen
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Abbildung 4.12.: SiRNA vermittelter FHOD1-Knockdown
Primäre humane Makrophagen wurden mit verschiedenen FHOD1 siRNAs (#1, #2, p) bzw. Kontroll
siRNA transfiziert und nach 72 h lysiert. Die Lysate wurden über SDS-PAGE aufgetrennt, woran sich
ein Western Blot, in welchem FHOD1 und Aktin (zur Ladekontrolle) detektiert wurden, anschloss. Die
Intensitäten der jeweiligen Signale für FHOD1 wurden auf die Intensitäten der entsprechenden Signale für
Aktin normalisiert. Aus den normalisierten Intensitäten wurden die Knockdown-Effizienzen durch Bezug
der einzelnen Knockdowns auf die Kontrolle ermittelt.

Abbildung 4.13.: Erhöhung des Anteils der Zellen mit wenigen Podosomen im FHOD1-
Knockdown
Primäre humane Makrophagen aus 3 Donoren wurden jeweils mit FHOD1 p siRNA bzw. Kontroll siRNA
transfiziert und nach 72 h fixiert und permeabilisiert. Nach der Färbung mit Alexa Fluor 488-Phalloidin
erfolgte die Dokumentation mit einem konfokalen Laser-Scanning Mikroskop. Für > 50 Zellen pro Donor
wurden mit Hilfe eines ImageJ-Makros die Podosomenanzahlen ermittelt und als Mittelwerte/Donor bzw.
in Gruppen unterteilt/Donor in GraphPad Prism graphisch dokumentiert. Im Mittel ließen sich keine
Unterschiede feststellen (A), der Anteil der Zellen mit bis zu 50 Podosomen war in FHOD1-Knockdown-
Zellen jedoch signifikant erhöht (B). (** , p= 0,0043)
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nicht von dem für Kontrollzellen (A). Unterteilte man die Zellen jedoch je nach Anzahl

der Podosomen in Gruppen, fiel auf, dass der Anteil der Zellen mit bis zu 50 Podosomen

in FHOD1-Knockdown-Zellen signifikant erhöht war (B).

4.3.2.2. Podosomengröße im FHOD1-Knockdown

Aus den für die Ermittlung der Podosomenanzahl angefertigten Proben wurde ebenfalls

die Podosomengröße mittels eines weiteren ImageJ-Makros ermittelt. Auch diese Daten

wurden sowohl als Mittelwert, als auch in Gruppen unterteilt graphisch aufgetragen (Abb.

4.14).

Beides zeigte für die FHOD1-Knockdown-Zellen keine Unterschiede im Vergleich zur Kon-

trolle.

Abbildung 4.14.: Keine Veränderung der Podosomengröße im FHOD1-Knockdown
Die in Abb. 4.13 angesprochenen Proben wurden ebenfalls zur Ermittlung der Podosomengröße benutzt.
Dabei wurde ein weiteres ImageJ-Makro verwendet. Die Podosomengrößen wurden als Mittelwerte (A)
und in Gruppen unterteilt (B) in GraphPad Prism graphisch dokumentiert. Es waren keine Unterschiede
zwischen FHOD1-Knockdown-Zellen und Kontrollzellen zu verzeichnen. (n= 3 mit > 10.000 Podosomen/n)

4.3.2.3. Podosomenlebenszeit im FHOD1-Knockdown

Zur Ermittlung eines potenziellen Einflusses von FHOD1 auf die Lebenszeit von Podosomen

wurden 45 minütige Live Cell Aufnahmen von FHOD1-Knockdown- und Kontrollzellen

angefertigt (Bildfrequenz = 15 s). Aus diesen wurde mit Hilfe der Tracking-Funktion des

Programms Imaris die Lebenszeit der individuellen Podosomen pro Zelle bestimmt. Die

graphische Auswertung der gewonnenen Daten erfolgte auch hier durch die Darstellung

der Mittelwerte und der Anteile der Podosomen nach Lebenszeit in Gruppen unterteilt

(Abb. 4.15).

Im Mittel war die Lebenszeit der Podosomen im FHOD1-Knockdown um ca. 50 % erhöht
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Abbildung 4.15.: Erhöhung der Podosomenlebenszeit im FHOD1-Knockdown
Podosomen wurden mit Imaris in Live Cell Aufnahmen von FHOD1-Knockdown- bzw. Kontrollzellen (2-
4 bzw. 1 Zelle aus je 3 Donoren) getrackt, um die Lebenszeit zu ermitteln und graphisch aufzutragen.
Der Mittelwert der Podosomenlebenszeit war in FHOD1-Knockdown-Zellen um ca. 50 % erhöht (A). Die
Lebenszeit in Gruppen unterteilt zeigte, dass der Anteil der langlebigen Podosomen (> 20 min) signifikant
erhöht war (B, *, p= 0,0370, bei n= 3).

(A), was in einem signifikanten Anstieg der langlebigen Podosomen (> 20 min) begründet

liegen könnte (B).

4.3.2.4. Matrixdegradation im FHOD1-Knockdown

Neben den strukturellen Podosomenparametern wurde mit der Fähigkeit zur Matrixde-

gradation ebenfalls ein funktioneller Parameter von Podosomen untersucht. Dazu wurden

mit FHOD1 p siRNA bzw. Kontroll siRNA transfizierte Zellen nach 72 h auf Rhodamin-

markierter Gelatine ausgesät und nach 6 h fixiert und permeabilisiert, woraufhin die

Färbung mit Alexa Fluor 647-Phalloidin erfolgte. Das Abbauverhalten wurde im Anschluss

mikroskopisch festgehalten und mit ImageJ ausgewertet.

Abb. 4.16 zeigt zum einen je ein exemplarisches Beispiel für einen Matrixabbau durch eine

FHOD1-Knockdown- sowie Kontrollzelle (A). Diese zeigen ein vergleichbares Bild. Zum

anderen wurde der Abbau aller untersuchten Zellen graphisch aufgetragen (B). Daraus ist

zu entnehmen, dass sich im FHOD1-Knockdown keine Unterschiede in der Fähigkeit des

Matrixabbaus im Vergleich zu Kontrollzellen feststellen ließen.

4.3.2.5. Podosomenreformation im FHOD1-Knockdown

Die bisher adressierten Podosomenparameter beziehen sich alle auf ein schon vollständig

aufgebautes Podosomen-System im Gleichgewichtszustand. Da die ermittelten Ergebnisse

der FHOD1-Knockdowns in den meisten Fällen nur geringe Unterschiede im Vergleich zu
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Abbildung 4.16.: Unveränderte Fähigkeit zur Matrixdegradation im FHOD1-Knockdown
Mit FHOD1 p bzw. Kontroll siRNA transfizierte Zellen wurden nach 72 h auf Rhodamin-markierter Ge-
latine ausgesät. Die Proben wurden nach 6 h fixiert, permeabilisiert und mit Alexa Fluor 647-Phalloidin
gefärbt, woran sich die konfokalmikroskopische Dokumentation und Auswertung des Gelatine-Abbaus mit
ImageJ anschloss. Sowohl in Beispielaufnahmen (A) als auch der graphischen Darstellung aller untersuchten
Zellen (B, je 30 aus 3 Donoren) sind keine Unterschiede zwischen FHOD1-Knockdown und Kontrollzellen
zu erkennen. Maßstabsbalken, 10 µm.

Kontrollzellen zeigten, wurde als Nächstes eine mögliche Funktion von FHOD1 bereits bei

der Podosomenbildung untersucht. Dazu wurden Podosomenreformationsversuche durch-

geführt. Dabei werden durch Zugabe des Src-Kinase-Inhibitors PP2 im ersten Schritt alle

Podosomen aufgelöst. Diese können sich nach Auswaschen des Inhibitors im Anschluss wie-

der neu bilden [83]. Dieser Prozess wurde an zu verschiedenen Zeiten vor und nach Auswa-

schen des Inhibitors fixierten, Alexa Fluor 488-Phalloidin- plus HCS CellMask red stain-

markierten FHOD1-Knockdown- und Kontrollzellen mikroskopisch dokumentiert. Die fina-

le Auswertung der Mikroskopdaten erfolgte durch Ermitteln der Podosomenanzahlen pro

Zelle zu den verschiedenen Zeitpunkten mit Hilfe von ImageJ-Makros (Abb. 4.17).

Sowohl mit FHOD1 p siRNA, als auch mit 2 individuellen FHOD1 siRNAs (#1 und #2)

transfizierte Zellen zeigten 72 h nach Transfektion in Podosomenreformationsversuchen zu

keinem Zeitpunkt Unterschiede in der Podosomenanzahl pro Zelle im Vergleich zu Kon-

trollzellen.
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Abbildung 4.17.: Unveränderte Podosomenreformation im FHOD1-Knockdown
Mit FHOD1 #1, #2, p bzw. Kontroll siRNA transfizierte und anschließend auf Deckgläschen ausgesäte
primäre humane Makrophagen aus 3 Donoren wurden jeweils nach 72 h Podosomreformationsversuchen
unterzogen. Es wurden Zellen vor (-PP2), 30 min nach PP2-Zugabe (+PP2), sowie 30, 60, 90 und 120
min nach der Auswaschung des Inhibitors fixiert und permeabilisiert, mit Alexa Fluor 488-Phalloidin-
plus HCS CellMask red stain gefärbt und zur Ermittlung der Podosomenanzahlen pro Zelle konfokalmi-
kroskopisch dokumentiert. In allen FHOD1-Knockdowns ließen sich keine Unterschiede zu Kontrollzellen
feststellen. (> 50 Zellen pro Kondition pro Donor)

4.3.2.6. Podosomendichte während der Podosomenreformation im

FHOD1-Knockdown

Auch wenn in den Podosomenreformationsversuchen keine Unterschiede bei Depletion von

FHOD1 in Bezug auf Podosomenanzahlen pro Zelle detektiert werden konnten, ist es denk-

bar, dass die Ausbildung des Podosomennetzwerks dennoch durch FHOD1 reguliert wer-

den könnte. Da FHOD1 vor allem auch an den Podosomenkabeln zu finden ist, könnte

es z.B. während der Bildung des Podosomennetzwerks die Abstände der Podosomen zu-

einander regulieren. Diese Hyphothese wurde durch Messung der Podosomendichte in der

Podosomen-bedeckten Fläche aus den für die Podosomenreformationsversuche gewonnenen

Daten mit Hilfe von ImageJ-Makros untersucht (Abb. 4.18).

Betrachtet man die graphische Darstellung der Podosomendichten der einzelnen Zellen in-

klusive der Mittelwerte der Podosomenreformationsversuche (A), fällt auf, dass sich der

Mittelwert der Podosomendichten bei Kontrollzellen 30 min nach dem Auswaschen des

PP2s verringerte, jedoch bereits nach 60 min wieder den Normalwert, vor PP2-Zugabe,

angenommen hatte. Die Mittelwerte der FHOD1-Knockdown-Zellen waren vor Zugabe des

Inhibitors vergleichbar mit dem der Kontrollzellen. Während der Podosomenreformation

war die mittlere Podosomendichte zumindest bei den mit FHOD1 #2 siRNA behandelten

Zellen konsistent erhöht. Ausnahmen zeigten hierbei die mit FHOD1 #1 siRNA transfi-
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Abbildung 4.18.: Leicht veränderte Podosomendichte während der Podosomenreformation
im FHOD1-Knockdown
Die in Abb. 4.17 angesprochenen Proben wurden ebenfalls zur Ermittlung der Podosomendichten in den mit
Podosomen bedeckten Flächen der einzelnen Zellen benutzt und in GraphPad Prism unter Hervorheben
der Mittelwerte graphisch dargestellt (A). Daraus wurden ebenfalls die Variationskoeffizienten für die
verschiedenen Konditionen dargestellt (B). In beiden Fällen ließ sich bei Kontrollzellen 30 min nach der
Auswaschung ein Erhöhung der Werte feststellen. Die Level der Knockdown-Zellen waren vor PP2-Zugabe
denen der Kontrollzellen sehr ähnlich, wobei diese während der Podosomenreformation meist leicht erhöht,
in Ausnahmefällen gleich, waren. (30 Zellen pro Kondition pro Donor)
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zierten Zellen 60 und 90 min nach dem Auswaschen des PP2s; die Mittelwerte entsprachen

hier ungefähr denen der Kontrollzellen. Ein weiterer Parameter, der sich aus diesen Expe-

rimenten ableiten ließ, ist die Streuung der Podosomendichten innerhalb der verschiedenen

Konditionen. Dies wurde durch Darstellung der Variationskoeffizienten (= relatives Streu-

ungsmaß) verdeutlicht (B). Auch die Streuung war bei den Kontrollzellen ausschließlich 30

min nach dem Auswaschen des PP2s verändert und zwar leicht erhöht. Genauso war die

relative Streuung in den FHOD1-Knockdowns vor PP2-Zugabe mit der von Kontrollzellen

vergleichbar. Während der Podosomenreformation zeigte sich bei den FHOD1-Knockdown-

Zellen im Vergleich zu Kontrollzellen jedoch auch eine leichte Tendenz zu einer Erhöhung

der Streuung.

4.3.2.7. pMLC an Podosomen während der Podosomenreformation im

FHOD1-Knockdown

Ein Unterschied in der Podosomendichte kann in einer Änderung der Kontraktilität der Po-

dosomenkabel begründet sein. Da leichte Unterschiede in der Podosomendichte während der

Podosomenreformation im FHOD1-Knockdown festgestellt werden konnten, wurde eben-

falls eine mögliche Änderung der Kontraktilität an Podosomen untersucht. Ein Sensor für

Kontraktilität an Aktinkabeln ist die Phosphorylierung der leichten Kette des Myosins

(pMLC). Myosin liegt in diesem phosphorylierten Zustand aktiv vor, d.h. es übt Kontrak-

tilität an filamentösem Aktin aus [99, 161]. Somit wurden FHOD1-Knockdown- sowie Kon-

trollzellen im Rahmen von Podosomenreformationsversuchen zu den bereits angesproche-

nen Zeitpunkten fixiert, permeabilisiert und mit einem pMLC-Antikörper (+ Alexa Fluor

568) und Alexa Fluor 488-Phalloidin immunzytologisch markiert. Nach der mikroskopi-

schen Dokumentation dieser Proben erfolgte eine Intensitätsmessung von pMLC in der mit

Podosomen bedeckten Fläche mit Hilfe des Programms Volocity.

Anhand der graphischen Darstellung der Ergebnisse in Abb. 4.19 kann man erkennen, dass

sich kein Unterschied der pMLC-Intensität im Grundzustand der FHOD1-Knockdown-

Zellen im Vergleich zu Kontrollzellen messen ließ. Allerdings nahm die pMLC-Intensität in

Kontrollzellen während der Podosomenreformation stetig zu, was in den FHOD1-Knock-

down-Zellen nicht zu beobachten war. Die pMLC-Intensitäten waren mit denen der un-

behandelten Zellen (-PP2) vergleichbar. Dies deutet auf eine Veränderung der Myosin

Aktivität während der Podosomenreformation im FHOD1-Knockdown hin und spricht für

eine Funktion von FHOD1 bei der Regulation der Kontraktiliät an und/oder zwischen

Podosomen.
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Abbildung 4.19.: Keine Kontraktilitätssteigerung an Podosomen während der Podosomen-
reformation im FHOD1-Knockdown
Mit FHOD1 p bzw. Kontroll siRNA transfizierte und anschließend auf Deckgläschen ausgesäte primäre
humane Makrophagen aus 3 Donoren wurden je nach 72 h Podosomreformationsversuchen unterzogen. Es
wurden Zellen vor PP2-Zugabe (-PP2), sowie 30, 60, 90 und 120 min nach der Auswaschung fixiert und
permeabilisiert, mit Alexa Fluor 488-Phalloidin- und pMLC-Antikörper (+ Alexa Fluor 568) gefärbt und
zur Ermittlung der pMLC-Intensitäten an Podosomen (mit Volocity) konfokalmikroskopisch dokumen-
tiert. Die pMLC-Intensitäten an Podosomen waren vor PP2-Zugabe in Knockdown- und Kontrollzellen
gleich. In Kontrollzellen stiegen sie während der Podosomenreformation an (***, p= 0,0001), blieben in
Knockdown-Zellen hingegen gleich (n.s. = nicht signifikant). (20 Zellen pro Kondition pro Donor)

4.3.2.8. Podosomenreformation im Live Cell Imaging im FHOD1-Knockdown

In den bisherigen Podosomenreformationsversuchen wurde die Analyse-Genauigkeit, durch

Untersuchung fixierter Zellen zu ausschließlich bestimmten Zeitpunkten, stark einge-

schränkt. Es ist also denkbar, dass dadurch besonders sehr frühe Effekte von FHOD1 auf

die Podosomenreformation unentdeckt blieben. Der im Rahmen dieser Arbeit entwickelte

Podosomenreformationsversuch im Live Cell Imaging (siehe 4.1) konnte somit an dieser

Stelle sehr gut eingesetzt werden.

Abb. 4.20 stellt die Prozesse der Podosomenneubildung, -abspaltung, sowie -auflösung

während der frühen Podosomenreformation in Kontroll- und FHOD1-Knockdown-Zellen

gegenüber. Dabei waren keine signifikanten Unterschiede im Verhältnis des Auftretens der

einzelnen Prozesse zu verzeichnen. Im FHOD1-Knockdown war jedoch eine leichte Tendenz

zu verringerter Podosomenneubildung zu erkennen. Dies scheint in einer leichten Erhöhung

des Anteils der Podosomenauflösung begründet zu liegen.
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Abbildung 4.20.: Unveränderte Podosomenbildung während der Podosomenreformation im
FHOD1-Knockdown
Mit FHOD1 p bzw. Kontroll siRNA transfizierte primäre humane Makrophagen wurden nach 60 h erneut
mit entsprechender siRNA und Lifeact-GFP transfiziert und anschließend für weitere 12 h auf Live Cell
Schälchen ausgesät bevor sie Podosomenreformationsversuchen im Live Cell Imaging unterzogen wurden.
Gezeigt sind eine Kontrollzelle (A) und eine FHOD1-Knockdown-Zelle bei Einsetzen der Podosomenrefor-
mation und die erste Phase dieses Prozesses in Ausschnitten (A’, die ersten 4,5 min und B’, die ersten
17,5 min). Die Podosomenneubildung ist dabei mit einem roten Pfeil und die Podosomenabspaltung durch
einen grünen Pfeil gekennzeichnet. Beide Prozesse wurden inklusive Podosomenauflösung für insgesamt 4
Kontrollzellen und 5 FHOD1-Knockdown-Zellen aus 3 verschiedenen Donoren quantifiziert (C). Maßstabs-
balken, 10 µm.
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4.3.3. Hochauflösende Mikroskopie - SIM

Alle bisherigen Ergebnisse deuten darauf hin, dass FHOD1 an Podosomen bzw. Podoso-

menkabeln eher eine subtile Rolle spielt, die mit den soweit angewandten Techniken schwer

zu erfassen ist. Vor allem die verwendete konfokale Fluoreszenzmikroskopie bringt starke

Limitationen in der Auflösungsfähigkeit der Podosomenkabel mit sich. Da die bisherigen

Ergebnisse auf eine Funktion von FHOD1 an den Podosomenkabeln hindeuten, wurde

zur weiteren Untersuchung zu hochauflösender Mikroskopie gegriffen. Es wurden sowohl

FHOD1-Knockdown-Zellen, also auch Kontrollzellen nach einem speziellen Fixierungs- und

Färbeprotokoll mit Alexa Fluor 488-Phalloidin markiert und SIM (= ,,Structured Illumi-

nation Microscopy“) unterzogen.

4.3.3.1. Podosomenverbindende Kabel im FHOD1-Knockdown

Abb. 4.21 zeigt zunächst jeweils ein repräsentatives Beispiel, inklusive Vergrößerungen, ei-

ner mit SIM aufgenommenen FHOD1-Knockdown- bzw. Kontrollzelle, welche zuvor mit

Alexa Fluor 488-Phalloidin markiert wurden (A, B und A’, B’). Vor allem im Vergleich

der Vergrößerungen (A’, B’) ist das ausgeprägter sichtbare, ungeordneter erscheinende fi-

lamentöse Aktin-Netzwerk zwischen den Podosomen für den Fall der FHOD1-Knockdown-

Zelle erkennbar. Es wurden im Anschluss je insgesamt 12 Ausschnitte aus jeweils 6 Zellen

der mit FHOD1 p siRNA sowie Kontroll siRNA behandelten Zellen in Kategorien klas-

sifiziert. Dabei wurde die Erscheinung der Podosomen und der Podosomenkabel bewertet

(+ - ++++, geordnet - ungeordnet, C). Die Ergebnisse dieser Klassifizierungen sind in

D graphisch dargestellt. In Kontrollzellen waren vorwiegend der +- bzw- ++-Typ vor-

zufinden. D.h. es zeigten sich hauptsächlich klar umgrenzte Podosomen ohne erkennbare

Kabel (+), bzw. mit leicht erkennbaren Kabeln (++). Für FHOD1-Knockdown-Zellen

änderte sich dieses Bild dahingehend, dass diese beiden Typen nur zu je 25 % vorhan-

den waren. Zu einem Großteil waren hier leicht deformierte Podosomen mit einer Vielzahl

von Podosomen ausgehenden, ungeordneter erscheinenden Kabeln (+++) erkennbar. Die-

ser +++-Typ nahm bei den Kontrollzellen einen geringeren Anteil ein (20 %). Bei den

FHOD1-Knockdown-Zellen ließ sich zum geringsten Anteil der ++++-Typ finden (20 %).

Dabei sind die Podosomen und Podosomenkabel nicht mehr klar voneinander unterscheid-

bar. Dies war bei den Kontrollzellen nicht zu sehen.

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass hochauflösende Mikroskopie die Hypothese einer

Funktion von FHOD1 in der Regulation von Podosomenkabeln bestätigen konnte.
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Abbildung 4.21.: Veränderte Podosomen- und Podosomenkabel-Struktur im FHOD1-
Knockdown.
Für SIM geeignet fixierte und mit Alexa Fluor 488-Phalloidin gefärbte FHOD1-Knockdown (B) sowie
Kontrollzellen (A) wurden mit SIM aufgenommen. Ausschnitte dieser Zellen (A’+B’) wurden nach Ihrer
Podosomen- und Podosomkabel-Erscheinung in Gruppen (C) unterteilt (+ - ++++, geordnet - ungeord-
net), was in GraphPad Prism graphisch ausgewertet wurde (D). Es ist eine Veränderung der stärksten
Gewichtung vom + - ++-Typ bei Kontrollzellen zum +++-Typ in FHOD1-Knockdown-Zellen zu erken-
nen. Maßstabsbalken, 10 µm.
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5. Diskussion

Im Rahmen dieser Arbeit konnte zum einen ein Podosomenreformationsversuch im Live

Cell Imaging erfolgreich etabliert werden. Dies ermöglichte die Entdeckung der Abfolge zwei

unterschiedlicher Phasen der Podosomenbildung während der frühen Podosomenreforma-

tion – Neubildung und Neubildung + Abspaltung – in primären humanen Makrophagen.

Zudem fand diese Methode Anwendung in laufenden Forschungsprojekten.

Zum anderen konnte durch immunzytochemische Verfahren das Formin FHOD1 als neuer

Bestandteil von Podosomen und Podosomenkabeln primärer humaner Makrophagen iden-

tifiziert werden. Nach zahlreichen Knockdown-Experimenten zur Funktionsaufklärung von

FHOD1 an Podosomen, lieferte hochauflösende Mikroskopie Hinweise auf eine Funktion

von FHOD1 an den Podosomenkabeln. Im Folgenden soll die Bedeutung dieser potenziel-

len Funktion neben den weiteren Beobachtungen diskutiert werden.

5.1. Podosomen primärer humaner Makrophagen als

Modellsystem zur Untersuchung von Aktindynamik

Podosomen bestehen zum Hauptteil aus Aktin, welches dort in verschiedenen Formen zu

finden ist. Der Podosomenkern mit verzweigten Aktinfilamenten [82, 67] und die von diesem

ausgehenden unverzweigten Aktinfilamente (= Podosomenkabel), die den Kern mit dem

Untergrund und benachbarten Podosomen verbinden [2, 91]. Makrophagen bilden eine

Vielzahl von Podosomen aus – mehrere 100 pro Zelle – [86, 71], welche somit den Hauptteil

ihres Aktinzytoskeletts ausmachen. Podosomen primärer humaner Makrophagen weisen

verschiedene Dynamiken wie Neubildung oder Abspaltung auf [44, 71, 11, 38]. Damit eignen

sich Makrophagen hervorragend zu quantitativen Studien an Podosomen, im Besonderen

bezüglich deren Dynamik. Die Analyse der Podosomendynamik kann wichtige Erkenntnisse

in der Untersuchung neuer Podosomenbestandteile bzw. -regulatoren liefern [23].
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5.2. Bedeutung des Podosomenreformationsversuchs im

Live Cell Imaging

Podosomen sind hoch dynamische Strukturen, die in der Zelle einem ständigen ,,Turnover“

unterliegen [38]. Sie bilden sich nicht nur neu, verschmelzen, teilen sich und lösen sich auf,

auch das Aktin des Podosomenkerns wird während der Lebenszeit eines Podosoms 3 Mal

umgesetzt [44, 71, 11, 38].

Vor allem ihre Bildung ist bisher nur teilweise aufgeklärt. Es wurden wichtige Regulatoren

der Podosomenbildung wie Rho-GTPasen und Src-Kinasen, Effektorproteine von Integri-

nen [68], identifiziert [175, 152]. Zudem wurde der Aktomyosin-abhängigen Kontraktilität

ein wichtiger Beitrag bei der Podosomenbildung zugesprochen [35]. Wie der gesamte Pro-

zess jedoch präzise abläuft, ist bisher nicht gezeigt worden.

Podosomenreformationsversuche bieten die Möglichkeit Einblicke in den Prozess der Podo-

somenbildung zu bekommen und Proteine zu identifizieren, die dabei eine Rolle spielen. Zur

Untersuchung der Podosomenreformation wurden bisher zu unterschiedlichen Zeitpunkten

fixierte Zellen analysiert, wodurch aufgrund einer hohen Zellzahl statistisch verlässliche

Parameter generiert werden konnten. Allerdings beschränkt sich dabei die Information auf

die gewählten Zeitpunkte. Mit der Etablierung des Podosomenreformationsversuchs im

Live Cell Imaging wurde dieses Problem gelöst. Es ist nun möglich die Podosomenbildung

in individuellen Zellen über den gesamten Zeitraum des Experiments zu verfolgen. Damit

ergeben sich neben der Anzahl der Podosomen zu den gewählten Zeitpunkten weitere Para-

meter wie die Halbwertszeiten der Podosomenauflösung und -reformation, sowie der exakte

Startpunkt der Reformation. Die einzige zusätzliche Voraussetzung für einen Podosomenre-

formationsversuch im Live Cell Imaging im Vergleich zu einer Analyse von fixierten Zellen

ist das Vorhandensein eines Live Cell Mikroskops. Als kleiner Nachteil der neu entwickel-

ten Methode ist die eingeschränkte Anzahl der zu analysierenden Zellen zu nennen. Somit

stellt eine Kombination aus der Analyse der Podosomenreformation in fixierten Zellen und

der Anwendung des Podosomenreformationsversuchs im Live Cell Imaging eine optimale

Möglichkeit in der Untersuchung neuer Podosomenbestandteile bzw. -regulatoren dar, da

die Stärken und Schwächen der beiden Methoden sich perfekt kompensieren.
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5.2.1. Zwei Phasen der Podosomenbildung während der

Podosomenreformation

Podosomen sind generell zur Neubildung und Abspaltung fähig [44, 71]. Im Rahmen dieser

Arbeit konnte dies nun zum ersten Mal für die Podosomenreformation in Live Cell Imaging

gezeigt werden. Dass während dieses Prozesses zunächst ausschließlich Podosomenneubil-

dung stattfindet und sich daran Podosomenneubildung und -abspaltung anschließen wurde

bisher nicht beschrieben. Dies stellt somit einen weiteren Neuwert dieser Arbeit dar.

Durch die Abspaltung der Podosomen aus bereits bestehenden Podosomen könnte die Aus-

bildung des regelmäßigen Podosomennetzwerks in primären humanen Makrophagen erklärt

werden. Es ist denkbar, dass das Tochterpodosom über Aktinkabel, die sich während der

Abspaltung durch Forminaktivität bzw. - regulation verlängern könnten, mit dem Mutter-

podosom in Kontakt bleibt. Zusätzlich dazu müssten sekundär Kontakte zu den nächsten

Nachbarpodosomen gebildet werden, die unabhängig entstanden sind. Auch dies könnte

durch Formine vermittelt werden. Um diese Hypothese zu bestätigen, bedarf es hoch-

auflösender Live Cell Mikroskopie, die eine gute Darstellung der Podosomenkabel erlaubt.

5.3. Formine, essenzielle Bestandteile von Podosomen

Die Aufdeckung der Struktur und Regulation von Podosomen lieferte eine stetig an Kom-

plexität zunehmende Modellvorstellung. Der frühen Entdeckung einer Aktin-reichen Struk-

tur, die zur Adhäsion und zum Abbau der Extrazellulären Matrix fähig ist [152, 30, 29],

folgte die Identifizierung eines Rings aus Adapterproteinen wie Vinculin und Talin, so-

wie Integrinen zur Adhäsion [174]. Jüngste Forschungsergebnisse zeigten, dass die Prote-

ine dieses Rings in Clustern um den Kern organisiert sind [36, 157, 162]. Es wurden zu-

dem unverzweigte Aktinfilamente gefunden (= Podosomenkabel), die den aus verzweigtem,

Arp2/3-Komplex reguliertem Aktin bestehenden Podosomenkern [82, 67] umgeben. Diese

unverzweigten Aktinfilamente verbinden den Podosomenkern mit dem Untergrund sowie

mit anderen Podosomen. Dies verschafft den individuellen Podosomen zusätzliche Haftung

und organisiert sie in Gruppen [2, 91]. Die neueste Entdeckung ist die sog. Kappenstruk-

tur auf dem Podosomenkern, in der bisher das Formin FMNL1 und das Aktin-bindende

Protein Supervillin gefunden wurden [102, 11]. Diese Kappenstruktur sowie zahlreiche an-

dere Aspekte der Struktur und Regulation von Podosomen bieten ausgiebigen weiteren

Forschungsbedarf.
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Das Vorhandensein der verschiedenen Populationen an unverzweigten Aktinfilamenten an

bzw. zwischen Podosomen [2, 91] machen neben dem Arp2/3-Komplex [82, 67] das Vor-

handensein von Regulatoren des unverzweigten Aktinzytoskeletts wahrscheinlich. Diese

Hypothese lieferte die Motivation für die Durchführung von Formin-Inhibitor-Versuchen

und eines folgenden spezifischeren ,,Screens“ nach Proteinen der Formin-Familie an Podo-

somen. Die Tatsache, dass sich Podosomen nach der Formin-Inhibitor Zugabe (SMIFH2)

aufgelöst haben, ließ eine wichtige Funktion zumindest ausgewählter Formine an Podo-

somen vermuten. Von den 15 möglichen Kandidaten wurden in massenspektrometrischen

Untersuchungen Dia1, Dia2, FMNL1, FMNL2, DAAM1, INF2 und FHOD1 in der adhäsi-

ven Fraktion primärer humaner Makrophagen gefunden [22]. Dies bestätigte die Hypo-

these einer potenziell wichtigen Bedeutung von Forminen an Podosomen. Mit ihrer Viel-

seitigkeit in der Regulation von unverzweigten Aktinfilamenten (Nukleation, Elongation,

Bündeln, Schneiden und Depolymerisation) würden sie sehr gut als zusätzliche Regulatoren

der divers dynamischen Podosomen (Neubildung, Abspaltung, Verschmelzung, Auflösung,

ständiger Aktinaustausch) passen. Die Entdeckung von FMNL1 als essenzielle Komponen-

te an Podosomen durch die Scott D. Blystone-Gruppe (New York) lieferte Bestätigung

für die Untersuchung weiterer Formine an Podosomen [102]. Da die verschiedenen Fa-

milienmitglieder der Formine sehr unterschiedliche Kapazitäten in den unterschiedlichen

Aktin-regulierenden Prozessen besitzen, ist die alleinige Funktion des Formins FMNL1 an

Podosomen als eher unwahrscheinlich anzusehen. Vermutlich ist die Zusammenarbeit meh-

rerer Formine an Podsosomen für deren Struktur und Regulation entscheidend. In dieser

Arbeit wurde die Charakterisierung des Formins FHOD1 als putativer neuer Regulator an

Podosomen vorgenommen.

5.4. FHOD1, ein neuer Bestandteil von Podosomen

Das Formin FHOD1 wurde neben 6 weiteren Mitgliedern seiner Familie im Rahmen mas-

senspektrometrischer Untersuchungen in der adhäsiven Fraktion primärer humaner Ma-

krophagen gefunden [22].

In der Vergangenheit wurde FHOD1 bereits als Aktin-bündelndes Protein beschrieben [138].

Es wurde an Stressfasern gefunden und ist darüber hinaus an deren Regulation betei-

ligt [70]. Dies legt die Annahme einer Funktion von FHOD1 an den Podosomenkabeln,

welche wie Stressfasern aus gebündelten Aktinfilamenten bestehen, äußerst nahe. Außer-

dem wurde FHOD1 eine Rolle bei der Reifung von Integrin basierten Adhäsionsstrukturen
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zugeschrieben [65]. Da diese mit Podosomen nah verwandt sind, unterstützt dies die Hy-

pothese einer möglichen Funktion von FHOD1 an Podosomen.

Den ersten Schritt bei der Charakterisierung eines Proteins an bestimmten Strukturen

stellt oftmals die Analyse seiner Lokalisation an diesen Strukturen dar. Somit wurden

Lokalisationsstudien von FHOD1 an Podosomen mittels konfokaler Fluoreszenzmikrosko-

pie durchgeführt. FHOD1 konnte in diesen immunzytologischen Versuchen nicht nur an

Podosomenkernen, sondern auch an Podosomenkabeln gefunden werden. Dies wurde so-

wohl für die endogene Form des Proteins, als auch in überexprimierter Situation gezeigt.

Die mittels Antikörper-Färbung schwach, doch eindeutig zu identifizierende Lokalisation

von FHOD1 an Podosomen und Podosomenkabeln wurde durch Verwendung von EGFP-

gekoppelten FHOD1-Konstrukten deutlicher. Dies ist durch eine höhere intrazelluläre Kon-

zentration des FHOD1-Proteins nach Überexpression zu erklären. Zur Überexpression von

FHOD1 wurde sowohl ein Wildtyp- (EGFP-FHOD1, autoinhibiert), als auch ein nicht au-

toinhibiertes Konstrukt (EGFP-FHOD1�C) verwendet. Beim Vergleich der Lokalisation

der beiden FHOD1-Varianten, fällt auf, dass die des EGFP-FHOD1�C im Vergleich zu

EGFP-FHOD1 stärker an Podosomenkabeln lokalisierte (siehe Abb. 4.8, 4.9). Die Podo-

somenkabel waren zudem, genauso wie die Zelle durchlaufende Aktinfasern, an welchen

Podosomen ,,aufgereiht“ waren, stärker ausgeprägt (siehe Abb. 4.10). Dies ist mit der

Aufhebung der Autoinhibition im EGFP-FHOD1�C-Konstrukt zu erklären. Das gesamte

überexprimierte FHOD1 liegt im Falle von EGFP-FHOD1�C bereits aktiviert vor, wohin-

gegen EGFP-FHOD1 erst durch intrazelluläre Regulationsprozesse aktiviert werden muss,

bevor es seine Funktion ausübt. EGFP-FHOD1�C sorgt für eine ,,Überaktivität“ von

FHOD1 in der Zelle und verstärkt somit dessen Funktion. Diese scheint sich den bisheri-

gen Ergebnissen nach auf die Podosomenkabel zu konzentrieren.

Mittels immunzytologischer Untersuchungen konnte FHOD1 in dieser Arbeit als neuer Be-

standteil von Podosomen und Podosomenkabeln identifiziert werden. Dies, zusammen mit

der Beobachtung, dass FHOD1 die Ausprägung von Aktinkabeln beeinflusst, unterstützt

die Hypothese einer möglichen Funktion von FHOD1 an Podosomen und im Besonderen

an Podosomenkabeln.

78



Diskussion

5.5. FHOD1, ein neuer Regulator von Podosomenkabeln

Im nächsten Schritt sollte die potenzielle Funktion von FHOD1 an Podosomenkernen

und -kabeln adressiert werden. Dazu wurden zunächst Knockdown-Experimente durch-

geführt. Der Knockdown von FHOD1 zeigte nur wenige Konsequenzen auf eine Vielzahl

getesteter Podosomenparameter. Es wurden die Anzahl der Podosomen, ihre Größe und

Lebenszeit, sowie die Fähigkeit zur Matrixdegradation und Podosomenbildung untersucht.

Unterschiede in FHOD1-Knockdown- im Vergleich zu Kontrollzellen waren die Erhöhung

des Anteils der Zellen mit bis zu 50 Podosomen, genauso wie des Anteils an Podosomen,

die länger als 20 min in der Zelle bestehen. Letzteres erhöhte die mittlere Lebenszeit von

Podosomen im FHOD1-Knockdown.

Nach diesen Experimenten lässt sich eindeutig behaupten, dass FHOD1 keine Rolle bei

der Funktion der Podosomen zur Matrixdegradation spielt. Außerdem ist FHOD1 kein Re-

gulator der Podosomengröße. Aber es beeinflusst die Anzahl der Podosomen. In FHOD1-

Knockdown-Zellen war der Anteil der Zellen mit bis zu 50 Podosomen im Vergleich zu

Kontrollzellen signifikant erhöht (** , p= 0,0043; siehe Abb. 4.13 B). In der Podosomenbil-

dung kann FHOD1 nach den Ergebnissen der Podosomenreformationsversuche allerdings

keine Aufgabe zugesprochen werden. Zudem spielt FHOD1 eine Rolle in der Regulation

der Podosomenlebenszeit, wobei es diese beschränkt.

Die bisher untersuchten Parameter adressierten ausschließlich individuelle Podosomen.

Durch die Ergebnisse der Lokalisationsstudien dieser Arbeit wurde jedoch bereits eine

wahrscheinliche Funktion von FHOD1 an Podosomenkabeln, die individuelle Podosomen

mit dem Untergrund und miteinander verbinden, postuliert. Dazu passend wurde FHOD1

in der Literatur als Aktin-bündelndes und regulatorisches Protein in Stressfasern beschrie-

ben [72, 138]. Stressfasern weisen durch das Vorhandensein von unverzweigten Aktinfila-

menten Ähnlichkeit zu Podosomenkabeln auf. Zumal den Podosomenkabeln kürzlich eben-

falls Kontraktilität zugeschrieben wurde [11]. Dies platziert sie ideal zur Kraftübertra-

gung zwischen benachbarten Podosomen und damit zum Zusammenhalt von Podosomen-

gruppen [121]. Aus diesen Gründen wurden für weitere Untersuchungen der Funktion von

FHOD1 an Podosomen auf die Podosomenkabel fokussiert.

Dabei ließen sich zunächst auffällige Unterschiede in der Myosin Aktivität, welche Kontrak-

tilität ermöglicht [45], an und zwischen Podosomen während der Podosomenreformation

feststellen. Dies wurde durch die Messung der Intensität der mit Antikörper markierten

79



Diskussion

phosphorylierten Myosin ,,light chain“ (pMLC) in konfokalen fluoreszenzmikroskopischen

Aufnahmen ermittelt. PMLC ist ein Sensor für die Kontraktilität an Aktinfilamenten,

da die Phosphorylierung der leichten Kette des Myosins (MLC) dieses aktiviert, sodass

es Kontraktilität an filamentösen Aktinstrukturen ausüben kann [99, 161]. Kontrollzel-

len zeigten während der Podosomenreformation einen Anstieg der pMLC-Intensitäten in

der mit Podosomen bedeckten Fläche der Zellen. Dies stellt eine neue Entdeckung dar.

Als Erklärung dafür lassen sich noch nicht ausgewogene Kräfte zwischen Podosomen in

der Entstehung des gleichmäßigen Podosomennetzwerks anfügen. In FHOD1-Knockdown-

Zellen konnte der Anstieg der pMLC-Intensitäten nicht beobachtet werden. Die Inten-

sitäten blieben dort ungefähr auf dem Level der unbehandelten Zellen. Dies deutet auf

einen Defekt in der Aktomyosin-abhängigen Kontraktilität zur Ausbildung des gleichmäßi-

gen Podosomennetzwerks hin. Dazu lieferten die Untersuchungen der Podosomendichte

während der Podosomenreformation zusätzliche Hinweise. Es wurden dabei Abweichungen

in der Ausbildung der optimalen Dichte und somit des gleichmäßigen Podosomennetzwerks

in FHOD1-Knockdown-Zellen im Vergleich zu Kontrollzellen festgestellt.

Die bisherigen Ergebnisse, vor allem in Bezug zu der scheinbaren Beeinträchtigung der

Myosin Aktivität an und zwischen Podosomen während der Podosomenreformation im

FHOD1-Knockdown, passen gut zu der Feststellung, dass sowohl Myosin IIA als auch

FHOD1 vorwiegend an antiparallele Aktinfilamente binden [160, 141]. Damit Myosin IIA

Kontraktilität an Aktinbündeln ausüben kann, müssen sich diese aus antiparallenen Aktin-

filamenten zusammensetzen [33]. Dass sowohl Myosin IIA als auch FHOD1 an antiparalle-

len Aktinfilamenten zu finden sind, deutet auf eine gemeinsame Funktion in der Ausübung

der Kontraktilität hin. Eine weitere Bestätigung dieser potenziellen gemeinsamen Funktion

liefert die Tatsache, dass sowohl Myosin IIA als auch FHOD1 durch die Serin/Threonin

Kinase ROCK aktiviert werden [6, 69, 55, 151].

In weiteren Lokalisationsstudien von Myosin IIA und FHOD1 konnte in dieser Arbeit eine

gemeinsame Lokalisation an Podosomenkernen und -kabeln beobachtet werden. Vor al-

lem die Überexpression des nicht autoinhibierten EGFP-FHOD1�C, die zur Bildung von

zahlreichen starken Aktinkabeln mit FHOD1- und Myosin IIA-Dekoration führte, deutet

erneut auf eine gemeinsame Aktivität an diesen Aktinstrukturen hin.

Die Hypothese einer gemeinsamen Funktion von FHOD1 und Myosin IIA bei der Kon-

traktilität an Podosomenkabeln deckt sich mit der aktuellen Literatur. FHOD1 wird dar-

in in mehreren Zelltypen eine Rolle bei der Bildung von kontraktilen Aktinkabeln zu-

geschrieben. Somit führt z.B. die Expression einer dominant aktiven Form des Drosophila
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FHOD1-Homologs Knittrig sowohl in Makrophagen, als auch in Endothelzellen zur Bildung

von Stressfasern [77]. In einer weiteren Studie, in der die humane Osteosarkomazelllinie

U2OS benutzt wurde, konnte gezeigt werden, dass die Expression des nicht-autoinhibierten

EGFP-FHOD1-V228E ebenfalls zur verstärkten Ausbildung von Stressfasen führt [141].

Um die sich zunehmend bestätigende Hypothese einer potenziellen Funktion von FHOD1

an Podosomenkabeln weiter zu untersuchen, wurde an dieser Stelle zu hochauflösender

Mikroskopie gegriffen. Dies erlaubte eine bessere Auflösung der mit herkömmlichen kon-

fokalmikroskopischen Techniken schwer darstellbaren Podosomenkabel. In diesen Unter-

suchungen wurden deutlich fehlorganisierte Podosomenkabel an Podosomen von FHOD1-

Knockdown-Zellen entdeckt (siehe Abb. 4.21). Die fehlorganisierten Filamente könnten

entweder durch einen Überschuss an interpodosomalem Aktin oder durch leichtere Erreich-

barkeit der Aktinfilamente für Phalloidin nach Ausbleiben des Bündelns durch FHOD1 zu-

stande kommen. Beides wäre unter den bisher bekannten biochemischen Aktivitäten von

FHOD1 denkbar. In in vitro Studien wurde FHOD1 keine Aktin-polymerisierende bzw.

-depolymerisierende Fähigkeit zugesprochen. FHOD1 wurde vielmehr als Aktin-bündeln-

des Protein beschrieben. Es bindet außerdem an das ,,barbed end“ von Aktinfilamenten

und schützt diese somit vor Abbau. [138]. Die fehlorganisierten Podosomenkabel könn-

ten also das Ergebnis des Ausbleibens der Bündelung durch FHOD1 darstellen. Zumal in

MEF-Zellen gezeigt wurde, dass die Aktinfilament-Dichte und -Organisation nach FHOD1-

Knockdown dort ebenfalls reduziert war [65]. Zusätzlich könnte die Fähigkeit von FHOD1

zur Inhibition des Wachstums von parallelen Aktinfilamenten [141] dafür sorgen, dass zwi-

schen Podosomen ausschließlich antiparallel organisierte Aktinfilamente gebildet werden,

die die Kontraktion in Kombination mit Myosin IIA ermöglichen. In der Abwesenheit von

FHOD1 könnten also verstärkt parallele Aktinfilamente gebildet werden, die an diesen

Stellen nicht organisiert werden können.

Zusammenfassend deuten die Ergebnisse dieser Arbeit darauf hin, dass FHOD1 vor al-

lem die Kontraktilität der Podosomenkabel reguliert. Dies könnte durch das Bündeln der

antiparallelen Aktinfilamente durch FHOD1 erreicht werden. Dadurch wäre die Basis für

die Aktomyosin-abhängige Kontraktilität gegeben, die den Aufbau des regelmäßigen Po-

dosomennetzwerks ermöglicht.
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5.6. Ausblick

In dieser Arbeit wurde zum einen ein Podosomenreformationsversuch im Live Cell Imaging

etabliert. Zum anderen wurde durch immunzytologische Verfahren, Knockdownstudien und

hochauflösende Mikroskopie eine Funktion des Formins FHOD1 als neuer Podosomenbe-

standteil in der Regulation von Podosomenkabeln beschrieben.

Mit der Etablierung des Podosomenreformationsversuchs im Live Cell Imaging wurde ei-

ne Methode geschaffen, die zukünftig bei der Untersuchung neuer Podosomenbestandteile

bzw. -regulatoren zwecks Aufklärung deren Bedeutung während der Podosomenbildung

eingesetzt werden kann.

Diese Methode bietet weiterhin die Möglichkeit die bisher noch nicht aufgeklärte Frage-

stellung, ob Podosomen an ihren vorherigen Orten erneut entstehen, und welche Proteine

diese Stelle determinieren, zu beantworten. Man spricht von dem sog. Gedächtnis der Po-

dosomen, was ein weiteres Forschungsfeld der AG Linder ist.

Bei der Aufklärung der Funktion von FHOD1 an Podosomen und Podosomenkabeln haben

sich neue Fragen ergeben.

Somit ist beispielsweise bisher nicht geklärt, wie die Ausbildung der Podosomenkabel an

Podosomen zustande kommt. Zur Beantwortung dieser Frage wird die Verwendung hoch-

auflösender Mikroskopie benötigt, denn nur diese gewährleistet eine ausreichend gute Dar-

stellung der Podosomenkabel. Neben SIM sind dabei STED- (,,Stimulated emission deple-

tion“) und STORM-Techniken (,,Stochastic optical reconstruction microscopy“) denkbar.

In den Versuchen dieser Arbeit lag der Fokus allein auf dem Formin FHOD1. Dieses sorgt

für eine Verstärkung von Aktinfasern und Podosomenkabeln in primären humanen Makro-

phagen, potenziell durch stärkere Bündelung. Es scheint die unverzweigten Aktinfilamente

der Podosomenkabel jedoch nicht zu initiieren, was zu seinen publizierten Eigenschaften

passt (siehe 5.5). Es liegt nahe, dass diese Aufgabe eines der weiteren 7 an Podosomen

gefundenen Formine übernehmen könnte. Da Experimente mit den Forminen FMNL2,

DAAM1 und INF2 (Leona Trübe, persönliche Kommunikation) keine Hinweise auf eine

Initiierung der Podosomenkabel ergeben haben, bleiben FMNL1 sowie Dia1 und Dia2

als potentielle Kandidaten übrig. Untersuchungen der Scott D. Blystone Gruppe (New

York) geben Hinweise darauf, dass das Formin FMNL1 bei der Ausbildung der Podoso-

menkabel eine Rolle spielen könnte [102]. Dieses Formin lokalisiert als Kappenbestandteil
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auf dem Podosomenkern und kann Aktin sowohl polymerisieren als auch schneiden und

bündeln [57], was die Ausbildung und Regulation der Podosomenkabel möglich machen

könnte. Desweiteren wäre Dia1 wegen seiner prinzipiellen Fähigkeiten zur Aktinnukleation

und -elongation [79, 74] sowie seiner regulatorischen Fähigkeiten an Stressfasern [163, 60]

ebenfalls zur Initiierung und Regulation der Podosomenkabel denkbar. Außerdem wird

Dia1 über die Rho-GTPase RhoA aktiviert. RhoA phosphoryliert zudem die Kinase ROCK,

welche anschließend die Aktivierung von Myosin IIA und FHOD1 herbeiführen kann. Dia2

ist ebenso zur Aktinnukleation und -elongation fähig wie Dia1 [51, 74], wird durch ROCK

aktiviert [147] und wurde in Kontexten wie der Zytokinese [165, 166, 164] und Regulation

von Filopodien [10, 114, 172, 15, 133] beschrieben. Diese benötigen ebenfalls kontrakti-

le Aktinfasern bzw. sind aus diesen aufgebaut. Zur Beantwortung der Frage nach dem

Podosomenkabel-nukleierenden Formin oder Forminen würde ein kombinierter Ansatz aus

Knockdown-Experimenten der angesprochenen Formine FMNL1, Dia1 oder Dia2 und hoch-

auflösender Mikroskopie weiterhelfen.

Desweiteren wurde in der vorliegenden Arbeit kein mechanistischer Ansatz zur Aufklärung

der Funktionsweise von FHOD1 an Podosomen und Podosomenkabeln gewählt. In diesem

Kontext bleiben ebenso die Fragen der Rekrutierung zu und Aktivierung von FHOD1 an

diesen Stellen unbeantwortet.

Zur Aufklärung des Mechanismus von FHOD1 in der Regulation der Podosomenkabel ist

zum einen die mögliche Interaktion mit bzw. der Einfluss von Myosin IIA zu untersuchen.

Für das FHOD1 Protein wurden durch die Arbeitsgruppe P. Nalbant (Institut für Mo-

lekulare Zellbiologie, Universität Duisburg Essen) bereits die Aminosäuren 1-339, welche

die N-terminale GBD-FH3-Domänen bilden, als essenziell für die generelle Lokalisation

von FHOD1 sowie Kolokalisation mit Myosin IIA an Stressfasern in U2OS-Zellen beschrie-

ben [141]. Ob dies an Podosomenkabeln primärer humaner Makrophagen ebenfalls der

Fall ist, gilt es zu klären. Dazu könnte das entsprechende Fluorophor-gekoppelte Deleti-

onskonstrukt (z.B. EGFP-FHOD1�1-339) in primären humanen Makrophagen überexpri-

miert werden. Anschließend müsste überprüft werden, ob die Lokalisation dieses deletierten

FHOD1 Proteins an Podosomenkabeln ausbleibt. Im Gegensatz dazu müsste die Überex-

pression des Minimalkonstrukts EGFP-FHOD1 1-339 zu einer Lokalisation an Podosomen

führen. Die Überexpression von EGFP-FHOD1 1-339 in Kombination mit dem Einsatz

von Blebbistatin, zur Inaktivierung von Myosin IIA, oder in Myosin IIA Knockdownhin-

tergrund würde zeigen, ob die potentielle Lokalisation von FHOD1 über die Aminosäur-

en 1-339 von der Myosin IIA-Aktivität bzw. der Anwesenheit von Myosin IIA abhängig

83



Diskussion

ist. Weitere Immunpräzipitationsversuche mit WT-, Deletions- und Minimalkonstrukten

würden klären, ob es zu einer Assoziation von FHOD1 und Myosin IIA kommt und welche

Proteindomänen oder möglicherweise weiteren Proteine daran beteiligt sind.

In primären humanen Makrophagen wurde zudem bisher nicht gezeigt, ob die ASBD (,,Ac-

tin side-binding domain“) für die Lokalisation an den Podosomenkabeln bzw. deren Aus-

bildung entscheidend ist. Auch dies könnte mit dem entsprechenden Deletionskonstrukt

geklärt werden. Würde der unwahrscheinliche Fall eintreten, dass ein Deletionskonstrukt

aus beiden Domänen (EGFP-FHOD1�GBD-FH3�ASBD) zusammen immer noch zu ei-

ner Lokalisation an Podosomenkabeln führt, müsste die für die Lokalisation verantwortli-

che Stelle des FHOD1 Proteins durch neue Deletionskonstrukte identifiziert werden. Dabei

müssten schrittweise vom N- und C-Terminus größere Bereiche deletiert werden, um so auf

den für die Lokalisation entscheidenen Bereich zu stoßen. Somit würde am Ende geklärt

sein, welche Teile von FHOD1 für die Lokalisation und möglicherweise Funktion an Podo-

somenkabeln nötig sind und welchen Einfluss Myosin IIA auf diese Lokalisation hat.

Ein ausführlicher Screen nach Interaktionspartnern von FHOD1 in primären humanen

Makrophagen könnte ebenfalls zur Aufklärung des Funktionsmechanismus beitragen. Dies

könnte mit Hilfe von Immunpräzipitationen mit anschließender massenspektrometrischen

Analyse durchgeführt werden. Interessante Kandidaten können im Anschluss näher in Be-

zug auf die Funktion von FHOD1 an Podosomenkabeln untersucht werden, indem diese

in der Zelle durch Knockdown herunterreguliert werden und untersucht wird, ob FHOD1

seine Aufgabe an Podosomenkabeln weiterhin ausführt.

Die Aktivierung von FHOD1 ist weder in Makrophagen noch in anderen Zelltypen vollstän-

dig geklärt. Zur Untersuchung des potenziellen, nicht bestätigten Einflusses der Rho-

GTPase Rac1 [48, 140], müsste zunächst die konstitutiv aktive Form der GTPase überex-

primiert werden, um zu Überprüfen, ob dies zu einer Verstärkung des Effekts von FHOD1

führt. Wenn in einem weiteren Schritt, wo die konstitutiv aktive Form der GTPase im

FHOD1-Knockdown überexprimiert wird, dieser Effekt ausbleibt, ist die Aktivierung von

FHOD1 über die GTPase zur Ausübung des Effekts bewiesen. Zur weiteren Überprüfung

könnte die konstitutiv inaktive GTPase Variante überexprimiert und in der Zelle kontrol-

liert werden, ob FHOD1 seine Funktion weiterhin ausführen kann. Die nicht autoinhibierte

Form von FHOD1 dürfte sich dadurch nicht beeinflussen lassen.

In anderen Zellsystemen wurde gezeigt, dass zur Aktivierung von FHOD1 eine Phos-

phorylierung der Aminosäuren S1131, Ser1137 und Thr1141 durch ROCK stattfinden

muss [151, 55]. Auch dies könnte in primären humanen Makrophagen untersucht werden.
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Zum einen ist dazu ein ROCK-Inhibitor (Y-27632) erhältlich und zum anderen könnte ei-

ne Phosphorylierungs-insensitive Mutante von FHOD1 überexprimiert werden. Dabei ist

wiederum der Effekt an den Podosomenkabeln zu überprüfen.

Somit wären neben den nötigen Domänen von FHOD1 und weiteren essenziellen Protei-

nen auch die Aktivierung des Formins zur Ausübung seiner Funktion in der Regulation der

Kontraktiliät der Podosomenkabel geklärt.

Abschließend könnten die Konsequenzen der Funktion von FHOD1 an Podosomenkabeln

auf das Verhalten der ganzen Zelle beispielsweise bezüglich Migration oder Invasion un-

tersucht werden. Da FHOD1 in Experimenten dieser Arbeit keinen Einfluss auf die Ma-

trixdegradation hatte, ist ein Mitwirken bei der Invasion zwar nicht auszuschließen, doch

eher unwahrscheinlich. Invasions-Experimente mit FHOD1-Knockdownzellen würden Ge-

wissheit liefern. Während der ,,Epithelial-to-mesenchymal transition“ (EMT) wurde sogar

ein Einfluss von FHOD1 auf die Invasion einer Plattenepithelkarzinom-Zelllinie festgestellt,

was allerdings auch mit einer verminderten Matixdegradation in entsprechenden FHOD1-

Knockdown-Zellen einher ging [47]. Im Zuge dieser, sowie weiteren, anderen Arbeiten wurde

FHOD1 als Regulator der Migration beschrieben [70, 47, 65, 77]. Als Regulator der Podoso-

menkabel und somit der Ausbildung des koordinierten Podosomennetzwerks, welches eine

zielgerichtete Migration ermöglicht, hat FHOD1 in primären humanen Makrophagen mögli-

cherweise eine Auswirkung auf die Zellmigration. Entsprechende Migrations-Experimente

sind folglich dringend anzuraten.

Mit der Entdeckung des neuen Podosomenbestandteils FHOD1, welches Podosomenka-

bel reguliert, wurde ausgiebiges weiteres Forschungspotenzial geschaffen, womit das Feld

der Podosomenregulation spannend bleibt.
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6. Zusammenfassung

Podosomen sind Aktin-reiche Adhäsions- und Invasionsstrukturen, die während ihrer Le-

benszeit von ca. 10 Minuten hohen Dynamiken unterliegen. Dabei ist ihre Bildung bisher

nur wenig verstanden. Regulatoren dieses Prozesses können durch Podosomenreformati-

onsversuche identifiziert werden. Bei diesem Ansatz wird das reversible Auflösen der Po-

dosomen durch Zugabe eines Src-Kinase Inhibitors genutzt, um nach dem Auswaschen des

Inhibitors eine erneute Bildung von Podosomen einzuleiten.

Innerhalb dieser Arbeit wurde ein Podosomenreformationsversuch im Live Cell Imaging

etabliert. Dies ermöglicht die genaue Analyse des gesamten Prozesses der Podosomenrefor-

mation. Dabei wurden zwei verschiedene Phasen der Podosomenbildung – Podosomenneu-

bildung und Podosomenneubildung + -abspaltung – entdeckt.

Podosomen setzen sich aus unterschiedlichen Aktinpopulationen zusammen. Zum einen aus

einem Arp2/3-regulierten Kern mit verzweigtem F-Aktin und zum anderen aus Podosomen-

kabeln, die aus unverzweigten, antiparallel angeordneten Aktinfilamenten bestehen. Die

Podosomenkabel verbinden die Podosomenkerne sowohl mit dem Untergrund als auch un-

tereinander zur Ausbildung eines gleichmäßigen, kontraktilen Podosomennetzwerks. Über

die Regulation der Podosomenkabel war bisher nur wenig bekannt gewesen. Ein Einfluss

von Forminen, Regulatoren des unverzweigten Aktinzytoskeletts, war an dieser Stelle je-

doch sehr gut denkbar.

In dieser Arbeit führte der Einsatz des Formin-Inhibitors SMIFH2 zum Auflösen der Po-

dosomen in primären humanen Makrophagen. Dies identifizierte Formine als essenzielle

Podosomenregulatoren. Insbesondere konnte das Aktin-bündelnde Formin FHOD1 durch

immunzytologische Verfahren als neuer Bestandteil von Podosomen und Podosomenkabeln

nachgewiesen werden. Darauf folgende Knockdown-Experimente zeigten auf, dass FHOD1

die Struktur des Podosomenkerns kaum beeinflusst und auch bei der Podosomenbildung

und Matrixdegradation keine Rolle spielt. Vielmehr konnte die Hypothese einer regulato-

rischen Funktion von FHOD1 bei der Kontraktilität von Podosomenkabeln durch folgende
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Zusammenfassung

Beobachtungen bestätigt werden:

1. Die Überexpression einer konstitutiv aktiven Proteinvariante führte zur verstärkten Aus-

bildung von mit FHOD1- und dem Motorprotein Myosin IIA-dekorierten Aktinkabeln.

2. Die pMLC (,,Phosphorylated Myosin light chain“)-Intensitäten an und zwischen Podo-

somen waren während der Podosomenreformation im FHOD1-Knockdown verringert.

3. In Aufnahmen hochauflösender Mikroskopie waren die Aktinkabel zwischen den Podo-

somenkernen im FHOD1-Knockdown fehlorganisiert.

In dieser Arbeit konnte FHOD1 als Regulator von Podosomenkabeln beschrieben wer-

den. Somit ermöglicht FHOD1 die Aktomyosin-abhängige Kontraktilität und damit den

Aufbau des regelmäßigen Podosomennetzwerks.

87



Abkürzungsverzeichnis

E. coli Escherichia coli

ADP Adenosindiphosphat

APS Ammoniumpersulfat

Arp
”
Actin-related protein“

ASBD
”
Actin side-binding domain“

ATP Adenosintriphosphat

BSA
”
Bovine serum albumin“

CC
”
Coiled coil“-Domäne

CD14
”
Cluster of differentiation“14

Daam
”
Dishevelled-associated activator of morphogenesis“

DABCO 1,4-Diazabicyclo[2.2.2]octan

DAD
”
Diaphanous autoregulatory domain“

DD
”
Dimerization domain“

Dia
”
Diaphanous-related formin“

DID
”
Diaphanous inhibitory domain“

DMSO Dimethylsulfoxid

DNA
”
Deoxyribonucleic acid“

DPBS
”
Dulbecco’s phosphate-buffered saline“
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Abkürzungsverzeichnis

DRF
”
Diaphanous-related formin“

EDTA Ethylendiamintetraacetat

EGFP
”
Enhanced green fluorescent protein“

EGTA Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N�,N�-tetraacetat

EMT
”
Epithelial-to-mesenchymal transition“

EZM Extrazelluläre Matrix

F-Aktin filametöses Aktin

FA Formaldehyd

FAK
”
Focal adhesion kinase“

FH
”
Formin homology domain“

FHOD
”
FH1/FH2 domain-containing protein“

FMN
”
Formin“

FMNL
”
Formin-like potein“

G-Aktin globuläres Aktin

GAP
”
GTPase-activating protein“

GBD
”
GTPase-binding domain“

GDI
”
Guanin nucleotide dissociation inhibitor“

GDP Guanosindiphosphat

GEF
”
Guanine nucleotide exchange factor“

GFP
”
Green fluorescent protein“

GTP Guanosintriphosphat

HRP
”
Horseradish peroxidase“

IgG Immunglobulin G
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Abkürzungsverzeichnis

INF
”
Inverted formin“

LB
”
Lysogeny broth“

LSM Lymphozyten Separations Medium

M-CSF
”
Macrophage colony-stimulating factor“

MEF
”
Mouse embryonic fibroblasts“

MES 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure

MLC
”
Myosin light chain“

MLCK
”
Myosin light chain kinase“

MOPS 3-(N-Morpholino)propansulfonsäure

NGS
”
Normal goat serum“

NHS
”
Normal human serum“

NPF
”
Nucleation promoting factor“

OD Optische Dichte

PBS
”
Phosphate-buffered saline“

PFA Paraformaldehyd

PFS
”
Perfect focus system“

PKC Proteinkinase C

pMLC
”
Phosphorylated MLC“

Rho
”
Ras homolog“

RNA
”
Ribonucleic acid“

ROCK
”
Rho-associated protein kinase“

ROI
”
Region of interest“

rpm
”
rounds per minute“
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Abkürzungsverzeichnis

RPMI
”
Roswell Park Memorial Institute“

RT Raumtemperatur

SDS
”
Sodium dodecyl sulfate“

SDS-PAGE
”
Sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis“

SIM
”
Structured illumination microscopy“

siRNA
”
Small interfering RNA“

SMIFH2
”
Small molecule inhibitor of Formin Homology 2 domains“

Src = c-Src, Akronym aus
”
cellular“ und

”
sarcoma“

STED
”
Stimulated emission depletion“

STORM
”
Stochastic optical reconstruction microscopy“

TBS
”
Tris-buffered saline“

TBST Mix aus
”
Tris-buffered saline“ und Tween 20

Temed N,N,N�,N�-Tetramethylethylendiamin

VE-H2O vollentsalztes Wasser

WASP
”
Wiskott–Aldrich syndrome protein“

WH2
”
WASP homology 2“
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[16] Jennifer Block, Dennis Breitsprecher, Sonja Kühn, Moritz Winterhoff, Frieda Kage, Robert Geffers,

Patrick Duwe, Jennifer L. Rohn, Buzz Baum, Cord Brakebusch, Matthias Geyer, Theresia E B.

Stradal, Jan Faix, and Klemens Rottner. Fmnl2 drives actin-based protrusion and migration down-

stream of cdc42. Curr Biol, 22(11):1005–1012, Jun 2012. doi: 10.1016/j.cub.2012.03.064. URL

http://dx.doi.org/10.1016/j.cub.2012.03.064. 1.3.1

[17] Lindsy R. Boateng and Anna Huttenlocher. Spatiotemporal regulation of src and its substrates

at invadosomes. Eur J Cell Biol, 91(11-12):878–888, 2012. doi: 10.1016/j.ejcb.2012.06.003. URL

http://dx.doi.org/10.1016/j.ejcb.2012.06.003. 1.2

[18] Dominique T. Brandt, Sabrina Marion, Gareth Griffiths, Takashi Watanabe, Kozo Kaibuchi, and

Robert Grosse. Dia1 and iqgap1 interact in cell migration and phagocytic cup formation. J Cell

Biol, 178(2):193–200, Jul 2007. doi: 10.1083/jcb.200612071. URL http://dx.doi.org/10.1083/

jcb.200612071. 1.3.1

[19] Dennis Breitsprecher and Bruce L. Goode. Formins at a glance. J Cell Sci, 126(Pt 1):1–7, Jan 2013.

doi: 10.1242/jcs.107250. URL http://dx.doi.org/10.1242/jcs.107250. 1.3.1

93

http://dx.doi.org/10.1074/jbc.M109.093914
http://dx.doi.org/10.1038/ncb1745
http://dx.doi.org/10.1242/jcs.100032
http://dx.doi.org/10.1242/jcs.100032
http://dx.doi.org/10.1111/j.1365-2818.2008.02063.x
http://dx.doi.org/10.1111/j.1365-2818.2008.02063.x
http://dx.doi.org/10.1016/j.cub.2012.03.064
http://dx.doi.org/10.1016/j.ejcb.2012.06.003
http://dx.doi.org/10.1083/jcb.200612071
http://dx.doi.org/10.1083/jcb.200612071
http://dx.doi.org/10.1242/jcs.107250


Literaturverzeichnis

[20] S. Burns, A. J. Thrasher, M. P. Blundell, L. Machesky, and G. E. Jones. Configuration of human

dendritic cell cytoskeleton by rho gtpases, the was protein, and differentiation. Blood, 98(4):1142–

1149, Aug 2001. 1.2

[21] D. H. Castrillon and S. A. Wasserman. Diaphanous is required for cytokinesis in drosophila and

shares domains of similarity with the products of the limb deformity gene. Development, 120(12):

3367–3377, Dec 1994. 1.3.1
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James Hone, Elisabeth Ehler, and Michael Sheetz. Fhod1 is needed for directed forces and ad-

hesion maturation during cell spreading and migration. Dev Cell, 27(5):545–559, Dec 2013. doi:

10.1016/j.devcel.2013.11.003. URL http://dx.doi.org/10.1016/j.devcel.2013.11.003. 1.3.2,

4.2.2, 4.3.1.3, 5.4, 5.5, 5.6

[66] Charles A Janeway, Jr and Ruslan Medzhitov. Innate immune recognition. Annu Rev Immunol,

20:197–216, 2002. doi: 10.1146/annurev.immunol.20.083001.084359. URL http://dx.doi.org/10.

1146/annurev.immunol.20.083001.084359. 1.1

[67] Irina Kaverina, Theresia E B. Stradal, and Mario Gimona. Podosome formation in cultured a7r5

vascular smooth muscle cells requires arp2/3-dependent de-novo actin polymerization at discrete

microdomains. J Cell Sci, 116(Pt 24):4915–4924, Dec 2003. doi: 10.1242/jcs.00818. URL http:

//dx.doi.org/10.1242/jcs.00818. 1.2, 1.4, 4.2, 5.1, 5.3

[68] Chungho Kim, Feng Ye, and Mark H. Ginsberg. Regulation of integrin activation. Annu Rev Cell

Dev Biol, 27:321–345, 2011. doi: 10.1146/annurev-cellbio-100109-104104. URL http://dx.doi.

org/10.1146/annurev-cellbio-100109-104104. 1.2, 5.2

[69] K. Kimura, M. Ito, M. Amano, K. Chihara, Y. Fukata, M. Nakafuku, B. Yamamori, J. Feng, T. Na-

kano, K. Okawa, A. Iwamatsu, and K. Kaibuchi. Regulation of myosin phosphatase by rho and

rho-associated kinase (rho-kinase). Science, 273(5272):245–248, Jul 1996. 5.5

[70] Sreenivas Koka, Cheryl L. Neudauer, Xiaodong Li, Robert E. Lewis, James B. McCarthy, and Jenni-

fer J. Westendorf. The formin-homology-domain-containing protein fhod1 enhances cell migration.

J Cell Sci, 116(Pt 9):1745–1755, May 2003. 4.2.2, 5.4, 5.6

98

http://dx.doi.org/10.1080/00018732.2013.771509
http://dx.doi.org/10.1093/emboj/16.10.2745
http://dx.doi.org/10.1038/35050598
http://dx.doi.org/10.1016/j.devcel.2013.11.003
http://dx.doi.org/10.1146/annurev.immunol.20.083001.084359
http://dx.doi.org/10.1146/annurev.immunol.20.083001.084359
http://dx.doi.org/10.1242/jcs.00818
http://dx.doi.org/10.1242/jcs.00818
http://dx.doi.org/10.1146/annurev-cellbio-100109-104104
http://dx.doi.org/10.1146/annurev-cellbio-100109-104104


Literaturverzeichnis

[71] Petra Kopp, Reiner Lammers, Martin Aepfelbacher, Günther Woehlke, Thomas Rudel, Nikolaus

Machuy, Walter Steffen, and Stefan Linder. The kinesin kif1c and microtubule plus ends regulate

podosome dynamics in macrophages. Mol Biol Cell, 17(6):2811–2823, Jun 2006. doi: 10.1091/mbc.

E05-11-1010. URL http://dx.doi.org/10.1091/mbc.E05-11-1010. 1.2, 1.4.1, 5.1, 5.2, 5.2.1

[72] David R. Kovar, Jeffrey R. Kuhn, Andrea L. Tichy, and Thomas D. Pollard. The fission yeast

cytokinesis formin cdc12p is a barbed end actin filament capping protein gated by profilin. J Cell

Biol, 161(5):875–887, Jun 2003. doi: 10.1083/jcb.200211078. URL http://dx.doi.org/10.1083/

jcb.200211078. 1.3.1, 5.5

[73] David R. Kovar, Jian-Qiu Wu, and Thomas D. Pollard. Profilin-mediated competition between

capping protein and formin cdc12p during cytokinesis in fission yeast. Mol Biol Cell, 16(5):2313–2324,

May 2005. doi: 10.1091/mbc.E04-09-0781. URL http://dx.doi.org/10.1091/mbc.E04-09-0781.

1.3.1

[74] David R. Kovar, Elizabeth S. Harris, Rachel Mahaffy, Henry N. Higgs, and Thomas D. Pollard.

Control of the assembly of atp- and adp-actin by formins and profilin. Cell, 124(2):423–435, Jan

2006. doi: 10.1016/j.cell.2005.11.038. URL http://dx.doi.org/10.1016/j.cell.2005.11.038.

5.6

[75] Elisabeth C. Krainer, Jessica L. Ouderkirk, Eric W. Miller, Matthew R. Miller, Akos T. Mersich,

and Scott D. Blystone. The multiplicity of human formins: Expression patterns in cells and tissues.

Cytoskeleton (Hoboken), 70(8):424–438, Aug 2013. doi: 10.1002/cm.21113. URL http://dx.doi.

org/10.1002/cm.21113. 1.3.2

[76] Sonja Kühn and Matthias Geyer. Formins as effector proteins of rho gtpases. Small GTPases, 5:

e29513, 2014. doi: 10.4161/sgtp.29513. URL http://dx.doi.org/10.4161/sgtp.29513. 1.3.1, 1.4,

1.5, 1.3.1, 1.6

[77] Uwe Lammel, Meike Bechtold, Benjamin Risse, Dimitri Berh, Astrid Fleige, Ingrid Bunse, Xiaoyi
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