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1.3.2 Biogenese des LHCII in vivo 
 

Wie einige weitere Proteine des Photosyntheseapparates ist der LHCII kerncodiert und muss 

nach der Translation in die Chloroplasten importiert werden. Der Transfer in die Chlorplasten 

wird über eine im Vorläuferprotein (pLhcb) vorhandene Transitsequenz organisiert, mit deren 

Hilfe das Protein unter Aufwendung von ATP über den aus den Transportkomplexen TOC 

(translocon at the outer membrane of the chloroplast) und TIC (translocon at the inner 

membrane of the chloroplast) bestehenden Translokationsapparat die Hüllmembranen 

passieren kann. Nach Passage der Hüllmembranen wird die Transitsequenz abgespalten 

(Bauer et al., 2001; Vothknecht & Soll, 2006).  

Für die anschließende Komplexbildung aus dem importierten Apoprotein und Pigmenten 

werden zwei verschiedene Wege diskutiert, die im Folgenden kurz vorgestellt werden sollen. 

 

Ein möglicher Weg geht von Assemblierung des LHCII in der Thylakoidmembran aus, wozu 

das Protein nach der Passage der Chloroplastenhüllmembranen dorthin transportiert werden 

muss. Am Einbau des LHCII in die Thylakoidmembran ist cpSRP beteiligt, der plastidäre 

signal recognition particle. Die Insertion findet unter Beteiligung weiterer Faktoren (cpFtsY, 

cpSRP-Rezeptor, Tu et al., 1999, Schünemann, 2007) statt. Wann im Verlauf dieses 

Assemblierungsweges die Bindung der Pigmente stattfindet, konnte bislang nicht geklärt 

werden. Eine stabile Insertion ist allerdings nur in Anwesenheit von Chlorophyllen bzw. 

Analoga dazu (Zn-Pheophytin) beobachtet worden (Kuttkat et al., 1997).  

Eine zweite Theorie geht von einer Assemblierung des LHCII bereits direkt nach der 

Translokation über die Chloroplasten-Hüllmembranen aus (Hoober & Eggink, 1999). Direkt 

nach dem Eintritt des Proteins in das Stroma findet die Bindung der Pigmente satt. Gestützt 

wird diese Theorie von der Tatsache, dass ein Import unterbleibt, wenn kein Chlorophyll 

bereitgestellt wird (Park & Hoober, 1997; Hoober et al., 2007), das unpigmentierte Protein 

akkumuliert dann in der Vakuole.  

 

In beiden Theorien spielt die Bindung speziell von Chl b eine zentrale Rolle, da bei alleiniger 

Anwesenheit von Chl a keine stabilen LHCII Komplexe gefunden wurden (Kuttkat et al., 

1997; Hoober & Eggink, 2001). Welcher der beiden vorgeschlagenen Wege tatsächlich in 

vivo beschritten wird oder ob beide parallel ablaufen, ist derzeit noch nicht geklärt. 
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Einleitung 1 

 

1.3.3 In-vitro Rekonstitution des LHCII 
 
Bereits seit Plumley und Schmidt (1987) ist die Fähigkeit des LHCII, sich unter Anwesenheit 

von Pigmenten spontan selbst zu falten – zu rekonstituieren – bekannt. Drei Jahre später 

konnten Paulsen et al. zeigen, dass dies auch mit in Escherichia coli (E.coli) 

überexprimierten Apoproteinen möglich ist, und dass die dabei hergestellten rekombinanten 

Komplexe sehr ähnliche spektrale Eigenschaften besitzen wie isolierter nativer LHCII 

(Plumley & Schmidt, 1987; Paulsen et al., 1990; Hobe et al., 1994). 1993 wurde von Paulsen 

et al. zur Rekonstitution des LHCII die Detergenz-Wechsel-Methode  vorgestellt. Hierbei wird 

zu SDS-solubilisiertem LHCII-Apoprotein Pigment hinzugegeben und die Komplexbildung 

durch einen Detergenzwechsel induziert. Die Zugabe von Pigmenten ist essentiell für die 

Bildung von LHCII Komplexen (Paulsen et al., 1993). Einhergehend mit der Faltung erhöht 

sich auch der α-helikale Anteil von ca. 27% im SDS-solubilsierten Apoprotein auf ca. 41% im 

gefalteten Komplex (Horn & Paulsen, 2002). Die Faltung des Komplexes ist aber auch vom 

vollständig entfalteten, in Guanidiniumhydrochlorid solubilisiertem Apoprotein aus möglich 

(Yang et al., 2003), die α-helikalen Anteile stellen also keine unbedingte Vorraussetzung für 

die Rekonstitution des LHCII dar. 

1998 konnten Rogl et al. zeigen, dass der LHCII seine Fähigkeit zur spontanen Selbstfaltung 

auch nach einer Immobilisierung an einer Ni2+-Säule nicht verliert. Hierzu wurde an die 

Aminosäurekette des Proteins molekularbiologisch ein His6-tag angefügt, der über ein Ni2+ an 

einer Sepharose-Säule komplexiert werden kann. Erst im Anschluss an die Immobilisierung 

des Apoproteins wurden die Pigmente auf die Säule gegeben.  Die Rekonstitution findet 

auch hier über einen Detergenzwechsel statt. Trotz der Immobilisierung konnten nach 

Abschluß des Experimentes im Säuleneluat gefaltete Komplexe nachgewiesen werden. 

 

 

 

1.4 Spektroskopische Eigenschaften des LHCII 
 

1.4.1 Energietransferprozesse innerhalb des LHCII 
 

Mit der Möglichkeit zur Rekonstitution in vitro und der damit sehr einfachen Herstellung von 

größeren Probenmengen bot sich der LHCII für eingehende Studien zu den optischen und 

biochemischen Eigenschaften an. Im Mittelpunkt vieler Studien stand dabei stand vor allem 

die hocheffiziente Koppelung der am Proteingerüst gebundenen Chlorophylle, durch die sich 

der LHCII auszeichnet und die für seine Funktion in der Pflanze als Lichtsammelprotein 
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unabdingbar ist. Das Licht wird dabei zunächst von den am Komplex gebundenen 

Pigmenten absorbiert, dann von Pigment zu Pigment und schließlich von Komplex zu 

Komplex transferiert. Die Fähigkeit zur Absorption von sichtbarem Licht durch Pigmente ist 

auf ein ausgedehntes System von konjugierten Doppelbindungen zurückzuführen. Ist die 

Energie des Anregungslichtes hoch genug, so wird ein Elektron des Moleküls aus dem 

Grundzustand in ein höheres Orbital angehoben (= angeregter Singulettzustand). Die 

Chlorophylle besitzen analog zu ihren beiden Absorptionsmaxima im roten und im blauen 

Wellenlängenbereich des sichtbaren Lichtes zwei solche Hauptanregungszustände, die als 

S1 und S2 bezeichnet werden. Um von diesem angeregten in den Grundzustand 

zurückzugelangen, muss die Anregungsenergie wieder abgegeben werden, wofür 

verschiedene Wege zur Verfügung stehen. Der Übergang vom kurzlebigen S2-Zustand in 

den S1-Zustand erfolgt sehr schnell unter Abgabe von Wärme. Für den Übergang vom S1-

Zustand in den Grundzustand kann die Energie sowohl in Form von Fluoreszenzlicht als 

auch in Form von Wärme abgegeben werden. Darüber hinaus besteht für ein angeregtes 

Pigment innerhalb des LHCII auch die Möglichkeit, seine Anregungsenergie auf Akzeptor-

Pigmente mit einem etwas niedrigeren Energieniveau abzugeben, wodurch das Donor-

Pigment in den Grundzustand zurückfällt, das Akzeptor-Pigment dagegen angeregt wird. 

Dieser Vorgang kann aber nur dann stattfinden, wenn sich das 

Fluoreszenzemissionsspektrum des Donors mit dem Absorptionsspektrum des Akzeptors 

überschneidet und die beteiligten Pigmente räumlich benachbart angeordnet sind. Scheer 

(1999) vermutet diese Art der Energieübertragung bei der Weiterleitung der 

Anregungsenergie zwischen den verschiedenen Lichtsammelantennen und den 

Reaktionszentren der Photosysteme. Innerhalb des LHCII findet diese Form der 

Energieübertragung wahrscheinlich zwischen den Xanthophyllen und den Chlorophyllen statt 

(van Amerongen und van Grondelle, 2001). Man spricht in diesem Fall von Förster- bzw. 

Resonanzenergietransfer. Der Abstand, bei dem zwischen zwei benachbarten Farbstoffen 

die Anregungsenergie mit einer Effizienz von 50% über einen solchen strahlungsfreien 

Energietransfer übertragen wird, wird als Försterradius R0 bezeichnet und kann nach 

folgender Formel berechnet werden: 

 

6 42
0 ***211,0 −Φ= nJR Dκ  

 

J = Überlappungsintegral der Donorfluoreszenz und der Akzeptorabsorption, κ = Faktor, der die 

relative Orientierung der Dipolmomente beschreibt; ΦD = Quantenausbeute des Donors in 

Abwesenheit des Akzeptors, n = Brechungsindex der Umgebung. 
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Betrachtet man einen einzelnen Lichtsammelkomplex, so stellt Chl a gegenüber Chl b den 

Energieakzeptor dar. Spektroskopisch äußert sich dieser komplexinterne Energietransfer 

zwischen den Pigmenten in einer für den LHCII typischen Eigenschaft: Nach selektiver 

Anregung von Chl b bei 470 nm erhält man in intakten Komplexen ein reines Chl a-

Fluoreszenz-Emissionsspektrum mit einem Maximum bei 680 nm, was eine Übertragung der 

Anregungsenergie von Chl b auf Chl a belegt. Durch kovalente Koppelung eines Akzeptor-

Fluoreszenzfarbstoffes an das Proteingerüst des LHCII kann Chl a nach dem gleichen 

Mechanismus auch in die Rolle eines Donors schlüpfen. Somit kann diese Form der 

Energieübertragung direkt fluoreszenzspektroskopisch sichtbar gemacht werden. 

Der Abstand einiger komplexgebundener Pigmente ist so gering, dass aufgrund von 

Wechselwirkungen der Chlorophyll-Anregungszustände zwischen benachbarten 

Chlorophyllen für den Energietransfer auch eine excitonische Koppelung nach dem Dexter-

Mechanismus in Frage kommt. Die Anregungsenergie verteilt sich in diesem Fall über 

mehrere excitonisch gekoppelte Pigmente (van Amerongen & van Grondelle, 2001).  

 

                       
Abb. 1.5: Schematische Anordnung der Chlorophylle auf der stromalen (A) bzw. luminalen (B) Seite 
eines LHCII Trimers. Die Chlorophylle sind durch das Zentralatom Mg (grau) und die benachbarten 
Stickstoffatome (N, grün = Chl a, blau = Chl b) dargestellt. Gekoppelte Chlorophylle sind umrandet. 
(nach Novoderezhkin et al., 2005) 

B A 

 

Vermutlich wird die von den beiden Chl-Clustern (Abb. 1.5) auf der luminalen Seite 

absorbierte Anregungsenergie zum Chl-Cluster auf der stromalen Seite weitergeleitet und 

von dort lokalisierten Chl a-Molekülen an benachbarte Lichtsammler bzw. RC abgegeben 

(Liu et al., 2004). Auf Basis dieser Strukturdaten wurde der Komplexinterne Energietransfer 

zwischen den Chlorophyllen durch Computerberechnungen simuliert (Van Grondelle & 

Novoderezhkin, 2005). Hierbei wurden schnelle Energietransferzeiten (im Bereich von fs) 

von den Chl b auf Chl a errechnet. Deutlich langsamere Transferzeiten im Bereich einiger ps 

werden durch ein einzelnes Chl a  (Chl a604) verursacht, das die Weiterleitung der Energie 

mehrerer Chl b (Chl b605 – b607) auf der luminalen Seite des Komplexes zu den anderen 

  9 
 



1 Einleitung 
 
Chlorophyllen a auf der stromalen Seite zur Aufgabe hat. Letztlich wird die Energie zu den 

stromalen Chl a610 a612 übertragen.  

 

Da diese Berechnungen auf Computersimulationen beruhen und bislang nicht experimentell 

bestätigt werden konnten, kann nicht endgültig gesagt werden, ob die 

Energietransferprozesse innerhalb des LHCII tatsächlich auf die beschriebene Art und Weise 

stattfinden.  Möglicherweise stehen für den Energietransfer alternative Wege zur Verfügung. 

Dass als komplexinterner Endakzeptor wie in diesem Modell vorgeschlagen ein Chl a dient, 

zeigt sich in Fluoreszenzspektren nach Anregung von Chl b (s.o.), letztendlich wurde bei 

einzelmolekularen Untersuchungen des LHCII eine Polarisierung des emittierten 

Fluoreszenzlichtes gezeigt, was auf nur ein einziges fluoreszierendes Chl a hindeutet (siehe 

nächster Abschnitt). 

 
 

1.4.2 Die Fluoreszenzemission einzelner LHCII Komplexe 
 

Für eine nähere Betrachtung der Komplexeigenschaften des LHCII wurde von Tietz et al. 

(2001) und Gerken et al. (2002) einzelmolekülspektroskopische Untersuchungen mit dem 

Verfahren der total internal reflection fluorescence (TIRF) durchgeführt. Dieses Verfahren 

wurde zuvor beispielsweise auch schon für den LH2, den Lichtsammler der Purpurbakterien, 

erfolgreich angewendet (Bopp et al., 1997; van Oijen et al., 1999). Im Gegensatz zur 

klassischen Fluoreszenzmikroskopie, bei der die gesamte innerhalb des 

Anregungslichtstrahls gelegene Probe beleuchtet (und damit angeregt) wird, macht man sich 

hier die Effekte der Totalreflexion des Anregungslichtes am Objektträger zu nutze (Abb. 1.6). 

Der anregende Lichtstrahl wird so durch das Objektiv auf die Probe gelenkt, dass er 

aufgrund der Brechung schräg auf den Objektträger trifft und dort, wenn der Einfallswinkel 

den kritischen Winkel übersteigt, vollständig reflektiert wird. Aufgrund der Totalreflexion bildet 

sich auf der Oberseite des brechenden Mediums eine sogenannte evaneszente Welle, die 

mit steigender Entfernung exponentiell abnimmt. Die Eindringtiefe solcher Wellen beträgt 

typischerweise 100 – 400 nm. Diese Technik hat den Vorteil, dass ausschließlich nahe an 

der Oberfläche bzw. auf der Oberfläche lokalisierte Objekte angeregt werden und damit im 

Vergleich zur klassischen Fluoreszenzmikroskopie das angeregte Volumen sehr klein ist und 

daher nur sehr geringe Hintergrundfluoreszenzen erwartet werden. Durch die Möglichkeit zur 

Beobachtung einzelner Moleküle können außerdem Effekte durch Überlagerungen der 

Signale vieler verschiedener Moleküle ausgeschlossen werden. 
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Abb. 1.6 Funktionsprinzip der TIRF-Spektroskopie. Wird das Anregungslicht unterhalb der kritischen 
Winkels eingestrahlt (gestrichelte grüne Linie), so wird es an der Oberfläche des Probenträgers nicht 
reflektiert. Der gesamte belichtete Teil der probe wird angeregt. Oberhalb des kritischen Winkels 
(durchgezogene grüne Linie) findet eine Total-Reflexion des Anregungslichtes statt, und auf der 
Oberseite des Probenträgers bildet sich ein evaneszentes Feld. Nur Objekte innerhalb des 
evaneszenten Feldes werden angeregt. Die von Objekt emittierte Fluoreszenz wird über einen Filter 
vom reflektierten Anregungslicht getrennt. [http://objects.olympus-europa.com/micro/uploads/tirf.jpg, 
verändert] 
 

 

Für Fluoreszenzmessungen nach dem TIRF-Verfahren muss daher dafür Sorge getragen 

werden, dass sich das zu untersuchende Objekt nahe der Oberfläche aufhält. Bei 

Messungen in Lösung besteht außerdem das Problem, dass die Objekte nicht fixiert sind und 

sich daher aus dem Fokus des Fluoreszenzmikroskopes bewegen können. Für die meisten 

Anwendungen ist daher eine Immobilisierung des Objektes notwendig. Die einfachste Form 

der Immobilisierung stellt dabei das Einfrieren der Lösung mit den Untersuchungsobjekten 

dar. Auch kann das Objekt in Poly-Vinyl-Alkohol (PVA) eingebettet und in einem dünnen Film 

auf die Oberfläche aufgebracht werden („spin coating“; Tietz et al., 2001). Gerken et al. 

(2002) immobilisierten den LHCII, indem dieser – ähnlich der bereits von Rogl et al. (1998) 

durchgeführten Immobilisierung an einer Ni2+-Sepharose-Säule - über einen  His6-Tag an ein 

Meerrettich-Peroxidase-Ni2+-NTA-Konjugat gekoppelt wurde. Die Meerrettichperoxidase 

besitzt die Eigenschaft, spontan an Glasoberflächen zu adsorbieren. Durch diese 

Immobilisierung wurde eine orientierte Ausrichtung der Komplexe auf der Oberfläche 

gewährleistet. In diesen Experimenten wurde gezeigt, dass das von einzelnen 

immobilisierten monomeren Komplexen emittierte Fluoreszenzlicht eine gerichtete 
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Polarisation aufweist, was auf nur ein einziges fluoreszierendes Chlorophyll a-Molekül 

hindeutet (Gerken et al. 2002). Somit konnte experimentell die interne Energieweiterleitung 

zwischen den Chlorophyllen nach dem Förster-Mechanismus nachgewiesen werden. Zudem 

wurde die prinzipielle Machbarkeit von Einzelmolekülstudien am LHCII gezeigt.  

 

 

1.5 Die Faltung des LHCII-Apoproteins 

 
Ein Protein kann seine native Funktion nur dann erfüllen, wenn es in einer ganz bestimmten 

Art und Weise gefaltet in der Zelle vorliegt. Diese Form wird vorgegeben durch die Abfolge 

der einzelnen Aminosäuren (Primärstruktur), durch die auch die Sekundärstruktur (α-Helix, β-

Faltblatt oder Zufallsknäuel (random coil)) definiert wird. Die Anordnung dieser Strukturen im 

Raum wird als Tertiärstruktur bezeichnet (z.B. die Lage verschiedener Helices zueinander). 

Übergeordnete Strukturen – beispielsweise die Bildung von Oligomeren – werden unter dem 

Begriff Quartärstruktur zusammengefasst.  

 

Um vom neu synthetisierten Protein zum funktionell gefalteten Komplex zu gelangen, stehen 

objektiv gesehen unendlich viele verschiedene Wege zur Verfügung – der fertig gefaltete 

Zustand ist dabei prinzipiell der energetisch günstigste (Dobson, 2003). Wenn dieser 

Zustand während der Faltung durch zufälliges „ausprobieren“ verschiedener 

Konformationskombinationen erreicht werden sollte, so wäre zu erwarten, dass dieser 

Prozess einige Zeit in Anspruch nehmen sollte, in der Realität ist dies aber nicht der Fall 

(Heldt, 2000). Daher wird angenommen, dass im Verlauf der Proteinfaltung ein definierter 

Weg beschritten wird, der die strukturellen Möglichkeiten zunehmend weiter einschränkt. Der 

Faltungsweg folgt dabei dem Weg zum energetischen Minimum – man spricht hier auch vom 

„Faltungstrichter“ (folding funnel) (Bowie, 2005). Im Verlauf der Faltung können dabei auch 

stabile Intermediate entstehen, die noch nicht den energetisch günstigsten Zustand 

repräsentieren – hier muss Energie aufgewendet werden, um den Faltungsweg aus diesem 

energetischen Loch heraus fortsetzen zu können – in diesem Falle hat der Faltungstrichter 

keine glatte Oberfläche, sondern weist verschiedene „Dellen“ und Erhebungen auf. 

Experimentell kann sich das Vorhandensein von solchen Zwischenstufen dadurch äußern, 

dass in Faltungsexperimenten mehrere Reaktionszeiten identifiziert werden können. 

Allerdings ist es ebenso möglich, dass unterschiedliche Faltungswege entlang des 

Faltungstrichters unterschiedlich lange dauern – auch so können unterschiedliche 

Reaktionszeiten zustande kommen. 

Eine wichtige begleitende Rolle während der Faltung vieler wasserlöslicher Proteine 
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spielen in vivo die Chaperone („Anstandsdamen“), sie sorgen dafür, dass während der 

Synthese am Ribosom oder auch während der Membranpassage – wenn das Protein im 

allgemeinen vollständig entfaltet vorliegt – keine Fehlerhaften inter- oder intramolekuaren 

Assoziationen entstehen. Auch nach der Proteinfaltung spielen diese Chaperone eine 

wichtige Rolle, um die Entfaltung von Proteinen unter ungünstigen äußeren Bedingungen – 

beispielsweise hohen Temperaturen – zu vermeiden. 

 

Im Unterschied zu löslichen Proteinen unterstehen Membranproteine weiteren Zwängen, die 

in den hydrophoben, im gefalteten Zustand innerhalb der Membran liegenden Bereichen 

begründet liegen (Bowie, 2005). Während die in vitro-Rekonstitution bei löslichen Proteinen 

relativ gut beschrieben ist, sorgt diese zusätzliche Hürde dafür, dass im Verhältnis zu 

löslichen Proteinen nur für relativ wenige Membranproteine eine in vitro-Rekonstitution 

beschrieben wurde – als Beispiele seinen hier Bakteriorhodopsin (bR) (das erste 

Membranprotein, das in vitro rückgefaltet werden konnte; Huang et al., 1981; London & 

Khorana, 1982), OmpA (Escherichia coli K-12 outer membrane protein A; Surrey & Jähnig, 

1992), KcsA (Kaliumkanalprotein aus Sacharomyces cervisiae; Valiyaveetil et al., 2002), und 

der LHCII (Plumley und Schmidt, 1987, Paulsen et al., 1990) genannt. Im Unterschied zu 

löslichen Proteinen herrscht in SDS- oder Harnstoff-solubilisierten denaturierten 

Membranproteinen von vornherein ein höherer Grad an Strukturierung, von der aus die 

Faltung starten kann (Booth & Curnow 2006). Dennoch ist auch vom vollständig entfalteten 

LHCII-Apoprotein aus eine Rückfaltung möglich (Yang et al., 2003). 

  

Ein Großteil des aktuellen Wissens über den Faltungsmechanismus von Membranproteinen 

stammt aus Untersuchungen zur Faltung von Bakteriorhodopsin (bR). Für dieses Protein 

wird eine Faltung in drei Phasen postuliert (Engelmann et al., 2003). Im Gegensatz dazu 

wurde für den Komplexbildungsprozess des LHCII zunächst eine Faltung in einem Schritt mit 

einer Dauer von einigen Minuten detektiert (Booth & Paulsen, 1996). In späteren Messungen 

konnte ein zweiter, schnellerer Faltungsschritt aufgelöst werden. Als Monitor in diesen 

Experimenten diente der Aufbau eines Energietransfers von Chlorophyll (Chl) b auf Chl a 

(Reinsberg et al., 2000 und 2001; siehe auch Abschnitt 1.3). Anhand der in diesen 

Experimenten aufgenommenen Fluoreszenzsignale konnten durch mathematische 

Funktionsanpassung den Kurven zwei Faltungsphasen zugeordnet werden, die sich 

abhängig von den Rekonstitutionsbedingungen in einem Zeitrahmen von 10-30 s bzw. 50–

300 s bewegten. Horn und Paulsen (2002) beobachteten die Komplexbildung, indem die 

Bildung α-helikaler Bereiche des Proteingerüstes als Monitor diente. Hierzu wurden zu 

solubilisiertem Apoprotein gelöste Pigmente zugegeben und die Komplexbildung 

fluoreszenzspektroskopisch und CD-spektroskopisch anhand der Änderungen in den 
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Spektren verfolgt. In diesen Messungen wurde der Zeitrahmen, in dem sich die zwei 

Faltungsphasen bewegten, bestätigt. Darüber hinaus konnte auch gezeigt werden, dass die 

Bindung von Pigmenten eng mit der Bildung von Sekundärstrukturen gekoppelt ist. 

Weiterführende Experimente von Horn und Paulsen (2004) mit farbstoffmarkiertem LHCII 

Apoprotein konnten zeigen, dass während der Komplexbildung Chl a vor Chl b gebunden 

wird. Wird für die Faltungsexperimente zunächst nur Chl a zur Verfügung gestellt, so kann 

ein teilweise gefaltetes Intermediat detektiert werden, das sich erst nach Zugabe von Chl b in 

einen funktionellen Zustand weiterfaltet (Horn et. al., 2007). In diesem Zusammenhang 

konnte die oben beschriebene schnelle Phase der LHCII-Komplexformation der Bindung von 

Chl a zugeschrieben werden, die Bindung von Chl b erfolgt in einem zweiten, langsameren 

Schritt. Die Beobachtung der schrittweisen Komplexierung der beiden unterschiedlichen 

Chlorophyll-Typen deckt sich mit Untersuchungen zur Faltung des LHCII in vivo, hier ist die 

Anwesenheit von Chl b ebenfalls unabdingbar für die Entstehung von funktionalem LHCII 

(Kuttkat et al., 1997; Hoober & Eggink, 2001; siehe auch Abschnitt 1.3.2). Möglicherweise 

spielt die Fähigkeit des LHCII zur spontanen Selbstorganisation auch in vivo eine Rolle, mit 

hoher Wahrscheinlichkeit sind hier aber auch noch andere Faktoren beteiligt – ein möglicher 

Kandidat ist hier ALB3, das an der Integration des LHCII in die Thylakoidmembran beteiligt 

ist (Moore et al., 2000, Gerdes et al., 2006). In ALB3- - Mutanten kann kein funktioneller 

LHCII gefunden werden.  

 
 

1.6 Zielsetzung dieser Arbeit 
 

Diese Arbeit beschäftigt sich mit der Frage, ob den von Horn und Paulsen 2002 und 2004 

beschriebenen zwei Faltungsphasen des LHCII während der Rekonstitution tatsächlich eine 

zweistufige Faltungskinetik zu Grunde liegt, oder ob es sich vielmehr um zwei 

unterschiedliche Wege vom entfalteten Protein zum funktionelle Komplex handelt, die sich 

überlagern und im Resultat der Ensemble-Fluoreszenzaufnahmen zur gleichen Beobachtung 

führen. Im Gegensatz zu früheren Experimenten sollten daher in dieser Arbeit 

einzelmolekulare Messungen zur Faltung und Entfaltung des LHCII durchgeführt und über 

die Änderung der Fluoreszenz aufgezeichnet werden. Solche Untersuchungen zur Faltung 

einzelner Moleküle sind in der Literatur mittlerweile beschrieben (Schuler & Eaton, 2008). Im 

Falle eines einzigen Faltungsweges sollte dann bezüglich der Faltungskinetik eine Gauß-

Verteilung beobachtet werden, im Falle von zwei von der Geschwindigkeit her 

unterschiedlichen Faltungswegen sollten zwei (möglicherweise überlappende) 

unterscheidbare Zeiten gemessen werden können. Die Faltung einzelner LHCII Proteine 
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sollte anhand eines sich während der Faltung aufbauenden Energietransfers von den 

Komplexen auf einen daran gekoppelten Akzeptorfarbstoff aufgezeichnet werden, wie dies 

auch schon von Horn und Paulsen (2004) im Ensemble durchgeführt wurde. Darüber hinaus 

besteht auch die Möglichkeit, Informationen über die Bindungsreihenfolge der verschiedenen 

im Komplex gebundenen Pigmentspezies während der Komplexbildung zu erhalten. Parallel 

zu diesen Experimenten sollten auch Untersuchungen zur gezielten Denaturierung einzelner 

LHCII Komplexe erfolgen, um festzustellen, ob sich diese in einem ähnlichen Zeitrahmen 

bewegt wie die Bildung von Komplexen während der Rekonstitution. 

 

Zur Durchführung solcher einzelmolekularer Faltungskinetiken muss der LHCII so fixiert 

werden, dass er für weitere experimentelle Schritte wie beispielsweise die Rekonstitution 

zugänglich ist. Daher sollte zunächst eine solche Methode zur Immobilisierung von LHCII 

Apoproteinen und Komplexen auf Glasoberflächen etabliert werden. Die Fähigkeit des LHCII, 

auch in immobilisiertem Zustand noch rückfalten zu können, wurde bereits von Rogl et al. 

(1998) gezeigt. Da die bereits zur einzelmolekularen Beobachtung gefalteter LHCII 

Komplexe veröffentlichte Methode (Gerken et al., 2002) auf einer relativ schwachen Bindung 

zwischen einem am Protein angebrachten His6-Tag mit Ni2+ auf der Glasoberfläche beruhte, 

sollten im Verlauf dieser Arbeit Immobilisierungen entwickelt werden, die stringenteren 

Bedingungen, wie sie während der Rekonstitution des LHCII herrschen, standhalten können. 

Im weiteren Verlauf dieser Arbeit bestand die Aufgabe darin, ein Protokoll zur Rekonstitution 

der Immobilisierten LHCII Apoproteine zu etablieren, sowie dessen Anpassung an die 

Anforderungen der Einzelmolekülspektroskopie. 
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2.1 Verwendete Geräte 
 
 

Absorptionsspektrometer: 
 

- UV-2101PC, UV-VIS-scanning spectrophotometer, Shimadzu, Kyoto, Japan 

 

 

Evaneszenz-Feld-Resonanz-Gerät: 
 

- IAsys Affinity sensor, Thermo labsystems, Cambridge 

- Software Version 4.0 

 

 
Fluoreszenzspektrophotometer: 
 

- FluoroMax-2, Jobin Yvon Spex, Grasbrunn, Deutschland mit R928 

Photomultiplier, Hamatsu Photonics Deutschland, GMBH, Herrsching 

- Software: Datamax Software Version 2.24/ Grams 32 

- Front-Face Apparatur 

- Kühlung: Digital Thermostat Ministat Compatible Control, Huber Kältemaschinen 

Bau GMBH, Offenburg-Elgersweiler, Deutschland 

 

 

Gelelektrophorese, analytisch: 
 

- Hoefer® Mighty Small®, Hoefer Pharmacia, San Francisco, CA, USA 

- Digitalisierung: ScanJet 4c, Hewlett Packard Instruments, Oregon, USA 

- Geltrocknung: Slab Gel Dryer LKB, Bromma, Schweden 

- Gelgießapparatur: Hoefer® Multiple Gel Caster, Hoefer Pharmacia, 

San Francisco, CA, USA 
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HPLC-Anlage, analytisch: 
 

- Detektor: MD 1515, Jasco Labor und Datentechnik GmbH, Deutschland 

- Pumpe: PU 1580, Jasco Labor und Datentechnik GmbH, Deutschland 

Gradientenmischer: LG-1580-04, Jasco Labor und Datentechnik GmbH, 

Deutschland 

- Spannungsgeber: LC-Net II/ADC, Jasco Labor und Datentechnik GmbH, 

Deutschland 

- Säule: Chromolith Speed ROD, RP 18e-50-4.6, Jasco Labor und Datentechnik 

GmbH, Deutschland 

- Degasser: DG-1580-53, 3-Line-Degasser, Jasco Labor und Datentechnik GmbH, 

Deutschland 

- Software: Jasco-PDA, Borwin, Version 1.5 

 

 

HPLC-Anlage, präparativ: 
 

- Gradientenmischer 510, Waters Millipore GmbH (Eschborn) 

- Pumpe 501, Waters Millipore GmbH (Eschborn) 

- Detektoren GAT LCD 500, γ-Analysen Technik (Bremerhaven) 

- RF 535, Shimadzu (Kyoto, Japan) 

- Vorsäule LiCrosphere RP 8,5 μm, 20 x 4,6 mm, Mainzer Analysentechnik (Mainz) 

- Säule Waters Bondapak C18, 125A, 10 μm, 30 • 300 mm 

- Software Max 820, Waters Millipore GmbH (Eschborn) 

 

Mikrotiterplattenreader: 
 

- SPECTRAmaxPLUS, Molecular Devices, Sunnyvale, California 

- Software: SOFTmax ® PRO 

 

 

Vortexer: 
 

- Vortex-Genie 2, Scientific Industries 

- MS2 Minishaker IKA® Labortechnik 
17 
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Zentrifugen: 
 

- Kühlzentrifugen: 

o Beckman CH-J2 HS, USA mit Rotoren JA 20 und JLA-10500 

o Universal 30 RF, Hettich, Tuttlingen, Deutschland mit zugehörigen Rotoren 

o Mikro 22 R, Hettich, Tuttlingen, Deutschland mit zugehörigen Rotoren 

 

- Tischzentrifuge: 

o Hettich Mikroliter Typ 220, Tuttlingen, Deutschland 

 

- Ultrazentrifugen: 

o Beckman Coulter XL 100K Ultracentrifuge, USA, mit Rotor SW 60Ti 

o Beckman Coulter LE 80K Ultracentrifuge, USA, mit Rotor SW 60Ti 

 

 

Sonstige Geräte : 
 

- Rotationsverdampfer: VV2000, Heidloph 

- Speed-Vac: Vakuum Concentrator, Bachofer, Reutlingen, Deutschland 

- Ultraschallbad: SONOREX super, RK102H, Bandelin, Berlin, Deutschland 

- French press: Cell Press, SLM Aminco, SLM Instruments, Inc. 

- Blattmaterialaufschluss: Waring heavy duty blender CB 6 2 T und Zubehör 

- Heizbad: HB4 Basie Heizbad, IKA ® Labortechnik 

- Digitalkamera: Olympus Camedia Digital Camera C-3040Zoom mit 3,3 Megapixel 

- Trockenschrank: Typ U30, Memmert, Schwabach, Deutschland 

- Brutschrank: Typ B50, Memmert, Schwabach, Deutschland 

- Sterilbank: Laminar Flow SLEE Semiconductor Technik GmbH, Mainz 

- Autoklav: Varioklav Typ 500 H-P Labortechnik GmbH, Oberschleißheim, München 

- pH-Meter: Serie 500 Krick Elektronische Messgeräte, Berlin und InoLab pH Level 2 

WTW GmbH, Weilheim 

 

 

2.2 Chemikalien 
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2.2.1 Lösungsmittel 
 
Die in dieser Arbeit verwendeten Lösungsmittel stammen von den Firmen Merck 

(Darmstadt), Riedel de Häen (Hannover) und Carl Roth (Karlsruhe).  

 

Um eine höhere Reinheit zu erreichen, wurde technisches Aceton einmal destilliert.  

 

Diethylether für die Pigmentextraktion wurde unter Zugabe von KOH zwei Stunden unter 

Rückfluss zur Beseitigung von Peroxiden aufgekocht und anschließend destilliert. 

 

2.2.2 Gase 
 
Stickstoff 5.0 wurde von der Firma AirLiquide (Düsseldorf) bezogen und sowohl zum 

Eintrocknen von Pigmenten als auch zum trocknen der modifizierten Glasoberflächen im 

Rahmen der Silanisierung verwendet. 

 

 

2.2.3 Weitere Chemikalien 
 
Alle anderen Chemikalien wurden bei folgenden Herstellern in p.A. Qualität bezogen: 

 

ABCR, Karlsruhe 

Alfa Aesar, USA 

Biomol, Hamburg 

Bio-Rad, USA 

Boehringer, Mannheim 

Dyomics, Jena 

Greiner Bio-One, Kremsmünster 

MobiTec, Göttingen 

Molecular Probes, USA 

Serva, Heidelberg 

Sigma-Aldrich, Deisenhofen 
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2.2.4 Protein-Längenstandards 
 
SDS7-Marker wurde von Sigma-Aldrich (Deisenhofen) bezogen und vor Gebrauch 2 

min bei 100 °C denaturiert. Die Zusammensetzung des Proteinmix ist in Tab. 2.1 mit 

Angabe der molekularen Proteinmasse dargestellt. 

 

Masse Protein, Herkunft 

67,0 kDa (Kilo-Dalton)  Albumin, Rinderserum 

45,0 kDa Albumin, Hühnereiweiß 

36,0 kDa Glycerinaldehyd-3-Phosphat Dehydrogenase, Kaninchenmuskel 

29,0 kDa  Carboanhydrase, Rindererythrocyten 

24,0 kDa Trypsinogen, Rinderpankreas 

20,1 kDa Trypsin-Inhibitor, Sojabohne 

14,2 kDa α-Lactalbumin, Kuhmilch 

Tab. 2.1: SDS7-Proteinmix mit Angabe des Molekulargewichtes 

 

 
2.3 Fluoreszenzfarbstoffe 
 

R-ITC  

Hersteller: Sigma-Aldrich 

Formel: C29H30CIN3O3S 

Molekulargewicht: 536,08 g/mol 

max. Absorption (Ethanol):  542 nm 

max. Emission (Ethanol):   560 nm 

molarer Extinktionskoeffizient:  106000 [cm-1 x M-1] 

Löslich in: Methanol, Ethanol, Wasser  
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TMR  

Hersteller: Molecular Probes, USA 

Formel: C28H23N3O5 

Molekulargewicht: 481,51 g/mol 

max. Absorption (Methanol): 541 nm 

max. Emission (Methanol):  567 nm 

molarer Extinktionskoeffizient: 95000 [cm-1 x M-1] 

Löslich in: DMSO, Methanol 

 
 

DY700  

Hersteller: DYOMICS, Jena 

Formel: C39H44N2O6S 

Molekulargewicht: 668,86 g/mol 

max. Absorption (Ethanol): 707 nm 

max. Emission (Ethanol): 730 nm 

molarer Extinktionskoeffizient: 140000 [cm-1 x M-1] 

Löslich in: Methanol, Ethanol, DMF, DMSO 

 
 

 

DY776  

Hersteller: DYOMICS, Jena 

Formel: C44H47N2O9S2Na 

Molekulargewicht: 834,98 g/mol 

max. Absorption (Ethanol): 771 nm 

max. Emission (Ethanol): 793 nm 

molarer Extinktionskoeffizient: 240000 [cm-1 x M-1] 

Löslich in: Methanol, Ethanol, DMF, DMSO 
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Schüttler (190 Upm) angezogen, und zunächst 1 h wachsen gelassen. Anschließend wird die 

Expression des unter dem lac-Operon stehenden Lhcb1-Gens durch Zugabe des Laktose-

Analogons Isopropyl-β-D-thiogalactopyranosid (IPTG) zu einer Endkonzentration von 1 mM 

in der Kultur induziert und die Bakterien weitere 4-5 Stunden bei 37 °C wachsen gelassen. 

Danach werden die Kulturen bei 9000 Upm (JLA 10.500, Beckmann) für 6 min abzentrifugiert 

und das Pellet in 30 ml H2Odest resuspendiert und 24 mg DTT sowie 83 µl DNase I-Lösung 

zugegeben und die Suspension 3 min sonifiziert und anschließend auf Eis gelagert. Danach 

werden die Bakterien mit Hilfe der „French press“ unter hohem Druck aufgeschlossen. Nach 

Abnahme eines kleinen Aliquots (= Gesamtprotein) werden durch erneutes Zentrifugieren (6 

min, 9000 Upm, 4 °C, JA20, Beckmann) die löslichen bakteriellen Proteine, die sich im 

Zentrifugationsüberstand befinden, abgetrennt und das Pellet in 8 ml Detergenz-Puffer 

resuspendiert. Nach einer weiteren Zentrifugation (6 min, 9000 Upm, 4 °C, JA20, Beckmann) 

wird das Pellet in 8 ml Triton-Puffer resuspendiert und über Nacht am Drehrad bei 4 °C 

inkubiert. Am nächsten Morgen werden die IBs durch Zentrifugation (6 min, 9000 Upm, 15 

°C, JA20, Beckmann) pelletiert, das Pellet sollte jetzt weiß sein. Andernfalls wird erneut in 8 

ml Detergenz-Puffer resuspendiert und wie beschrieben verfahren. Ist das Pellet rein weiß, 

so wird es zunächst in 8 ml Tris-Puffer resuspendiert, erneut pelletiert (6 min, 9000 Upm, 4 

°C, JA20, Beckmann) und in 1-2 ml Tris-Puffer resuspendiert. Die Qualität der so 

gewonnenen IBs wurde über eine denaturierende Gelelektrophorese untersucht, die 

Quantität wurde Absorptionsphotometrisch bestimmt. Bis zur weiteren Verwendung wurden 

die IBs bei –20 °C eingefroren. 

 
Material: 
 
LB-Medium, steril  [0,5% Hefeextrakt; 1% Trypton; 1% NaCl; pH 7,5 (NaOH)] 
Amp    [100 mg/ml] 
DNase I-Lösung  [1 mg/ml DNase in 29 mM Tris/HCL pH 8,0; 50 mM NaCl; 1 mM DTE; 

1 mM DTT; BSA (0,1 mg/ml); 50% Glycerin] 
Detergenz-Puffer  [200 mM NaCl; 1% Desoxycholsäure; 20 mM Tris pH 7,5; 2 mM EDTA;  

10 mM β-Mercaptoethanol; 1% Triton] 
Triton-Puffer   [0,5% Triton X-100; 1 mM EDTA; 20 mM Tris pH 7,5] 
Tris-Puffer   [20 mM Tris pH 7,5; 1 mM EDTA] 
IPTG    [1 M] 
MgCl2   [1 M] 
MnCl2   [1 M] 
H2Odest. 
DTT 
 

 

3.1.2 Konzentrationsbestimmung der isolierten IBs bzw. Proteinlösungen  
 
Zur Bestimmung der Konzentration von Proteinen in wässrigen Lösungen kann man sich die 

Absorption von aromatischen Amonsäuren bei 280 nm Wellenlänge zu nutze machen. Die 
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jeweiligen Umrechnungsfaktoren für die unterschiedlichen Lhcb1-Klone (Hobe 1995 für alle 

Lhcb1-Klone außer S3C∆49 bzw. Horn 2004 für die Mutante S3C∆49 ) sind dabei von der 

AS-Sequenz abhängig.  

 

Lhcb1:  0,1 OD280 nm, 1 cm = 53 µg/ml 

S3C∆49:  0,1 OD280 nm, 1 cm = 49 µg/ml 

 

Zur Bestimmung der Absorption wird dazu zunächst eine geeignete Verdünnung der 

Proteinsuspension mit A280-Puffer hergestellt und diese für 3 min gekocht. Zur besseren 

statistischen Absicherung werden dabei von jeder Probe je drei unabhängige Meßansätze 

durchgeführt, als Referenz dient eine Verdünnung der jeweiligen Puffer – bzw. 

Detergenzlösung mit A280-Puffer. Vor der Messung müssen die Proben noch abgekühlt 

werden. Eventuelle DNA-Verunreinigungen können durch Aufnahme eines Spektrums von 

200 – 300 nm erkannt werden. 

 
Material:  
 
Protein    [IBs in Trispuffer oder gelöst in 1% SDS] 
Tris-Puf fer  [20 mM Tris pH 7,5; 1 mM EDTA] 
SDS   [1%]  
A280- Puffer  [10 mM Tris- HCl, pH 6.8, 2 % SDS, 1 mM ß- Mercaptoethanol] 
H2O dest.  
 

 
3.1.3 Markierung von LHCII-Apoprotein 
 
Für die in dieser Arbeit durchgeführten Arbeiten war eine Markierung der eingesetzten 

Proteine zwingend notwendig, um einerseits den Erfolg der Oberflächenimmobilisierung von 

LHCII Apoprotein nachweisen zu können, andererseits als Monitor für eine erfolgreiche 

Rekonstitution der immobilisierten Proteine. Zusätzlich war eine Biotinylierung der Proteine 

zur Koppelung an Neutravidin-Oberflächen notwendig. 

Prinzipiell stehen für eine Markierung bzw. Biotinylierung verschiedene Möglichkeiten zur 

Verfügung: Zum einen kann bei Proteinen prinzipiell der N-Terminus für eine Markierung 

herangezogen werden, wobei hier allerdings genau auf den pH-Wert während der Reaktion 

geachtet werden muss, um eine spezifische Markierung ausschließlich am N-Terminus zu 

erreichen und nicht ungewollte zusätzliche Markierungen an Aminosäuren mit sekundären 

Aminogruppen zu erhalten. Zum anderen können für eine Markierung auch in der 

Aminosäuresequenz vorhandenen Cysteine herangezogen werden. Hier erhält man eine 

hochspezifische, ortsgerichtete Markierung, wobei der Ort der Markierung dank einer großen 
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Anzahl an zur Verfügung stehender Lhcb1-Mutanten relativ frei wählbar ist. Da in den in 

dieser Arbeit verwendeten LHCII-Mutanten stets nur ein Cystein in der Aminosäurekette 

vorhanden ist, kann daher von einer singulären Markierung ausgegangen werden. 

In dieser Arbeit wurden zur Markierung der N-Terminus Isothiocyanat- (ITC-) bzw. N-

Hydroxy-Succinimid-(NHS-)funktionalisierte Fluoreszenzfarbstoffe bzw. Biotin-Derivate 

eingesetzt, zur Cysteinmarkierung stets Maleimid-funktionalisierte Agentien.  

 

Markierung des Lhcb1 am N-Terminus 

 

Bei der Markierung des N-Terminus mit Fluoreszenzfarbstoffen wurde stets ein 15-facher 

molarer Überschuss an Farbstoff im Verhältnis zur eingesetzten Proteinmenge verwendet. 

100 µg Lhcb1 IBs wurden zunächst abzentrifugiert und das Pellet mit 500 µl ddH2O 

gewaschen. Nach erneutem pelletieren wurde das Protein in 32 µl 1% SDS aufgenommen, 

für 2 min gekocht und nach Abkühlen mit 10 mM Na-P pH 6,5 auf 320 µl aufgefüllt. 

Anschließend wurde der Ansatz mit 6 µl der jeweiligen Farbstofflösung [10mM in DMSO] 

bzw. Biotinlösung [5 µg/ml in DMSO] versetzt und für 2 – 4 h bei RT inkubiert. Danach wurde 

die Reaktion durch Zugabe von 4 µl Aminoethanol gestoppt und das Protein zur weiteren 

Aufarbeitung aus dem Markierungsansatz ausgefällt. 

 
Material: 
 
SDS   [1%] 
Na-P   [10 mM pH 6,5] 
Farbstofflösung  [10 mM in DMSO] 
Biotinlösung  [5 mg/ml in DMSO] 
Aminoethanol 
ddH2O 
 

Markierung des Lhcb1 am Cystein 

 

Bei der Markierung des Cysteins wurden die gleichen Verhältnisse der beiden Reaktanden 

zueinander eingehalten wie auch bei der Markierung des N-Terminus.  Allerdings muß hier 

das Cystein zunächst reduziert werden, um eventuell vorhandene Schwefelbrücken 

zwischen 2 Proteinen aufzulösen.  Daher wurden 100 µg Lhcb1 nach dem Lösen in 40 µl 1% 

SDS zunächst für 2 min gekocht, anschließend mit 360 µl 10 mM Na-P pH 7,4 und mit 16 µl 

Tris-Cyano-Ethinphosphine (TCP) zur Reduktion versetzt. Die Reduktion erfolgte dann für 30 

min bei 37 °C auf dem Drehrad. Vor der Zugabe des Farbstoffes wurde der 

Markierungsansatz auf Eis abgekühlt, danach 6 µl der Farbstoff- bzw. Biotin-Lösung 

zugegeben und für mindestens 4 h, meist aber üN auf dem Drehrad bei 37 °C inkubiert. 
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Danach wurde die Markierungsreaktion durch Zugabe von 20 µl DTT gestoppt und das 

Protein ebenfalls ausgefällt. 

 
Material: 
 
SDS   [1%] 
Na-P   [10 mM pH 7,4] 
TCP   [100 mM in DMF] 
Farbstofflösung  [10 mM in DMSO] 
Biotinlösung  [5 mg/ml in DMSO] 
DTT   [1 M] 
 

 

3.1.4 Proteinfällung 
 
Nach der Markierung wurde das Protein durch Zugabe von 0,1 Volumen (Vol) Essigsäure 

und 2,3 Vol Aceton für Pigmente ausgefällt. Der mit Aceton und Essigsäure versetze 

Markierungsansatz wurde dazu für mind. 2 h, meist aber üN bei -20 °C aufbewahrt. 

Anschließend wurde das gefällte Protein durch Zentrifugation (14000 UpM / 20 min / 4 °C in 

der Hettich Kühlzentrifuge) pelletiert und das zweimal zur Abtrennung von freiem Farbstoff 

bzw. Biotin in 70% Ethanol resuspendiert und erneut abzentrifugiert. Schließlich wurde das 

Protein mit 100% Ethanol überschichtet und pelletiert. Der Überstand wurde abgenommen 

und das Pellet für 15 min in der SpeedVac getrocknet. Die Aufbewahrung erfolgte bis zur 

Quantifizierung und Markierungseffizienzbestimmung über denaturierende 

Gelelektrophorese  (3.1.2) getrocknet bei -20 °C.  

 
Material: 

 
Aceton   [100% für Pigmente] 
Essigsäure  [100 mM] 
Ethanol technisch [70%] ; [ [100%] 
 

 

3.1.5 Polyacrylamid-Gelelektrophorese 

 

Eine gängige Methode zur Auftrennung von Proteingemischen stellt die von Laemmli (1970) 

entwickelte Methode der Gelelektrophorese dar. Hierbei werden die Proteine mit einem 

geladenen Detergenz – meist SDS – solubilisiert und dann in einem elektrischen Feld auf 

einer Gelmatrix anhand ihrer Ladung – die im Idealfall analog der Proteingröße ist – 

aufgetrennt. Der Laufweg im Gel ist dabei in ein Sammelgel, in dem die Fokussierung der 
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Proteine erfolgt, und ein Trenngel, in dem die eigentliche Größenauftrennung geschieht, 

unterteilt.  

In dieser Arbeit wurde die denaturierende Gelelektrophorese zum einen zur Qualitativen 

Untersuchung isolierter IBs, vor allem aber zur Kontrolle der Proteinmarkierung mit 

Fluoreszenzfarbstoffen eingesetzt. Eine Variante dazu sind schwach denaturierende Gele, 

die zur Auftrennung intakter Komplexe eingesetzt wurden. 

 

Herstellung von Polyacrylamid-Gelen (PAA-Gelen) 

 

Die Herstellung von Polyacrylamidgelen beruht auf der Kopolymerisierung Acrylamid und 

dem Vernetzer Bisacrylamid, wodurch ein klares Gel entsteht. Die Porengröße wird dabei 

zum Einen von der Gesamtkonzentration an Acrylamid, zum Anderen aus dem Verhältnis 

von Acrylamid zu Bisacrylamid bestimmt. 

Die in dieser Arbeit verwendeten Gele waren jeweils 0,75 mm dick und bestanden aus einem 

4,5%igen Sammelgel und einem 10%igen bzw. 15%igen Trenngel. Für die Gele wurde das 

Hoefer® Multiple Gel Caster Gelkammersystem eingesetzt, in das die Aluminiumoxid- und 

Glasplatten sowie die 0,75 mm-Spacer eingelegt wurden. Die Glas- und 

Aluminiumoxidplatten wurden zuvor mit Ethanol abgewischt, um fettfreie Oberflächen zu 

erhalten.  

Zum Gießen der Gele wurden zunächst die Lösungen für das Sammel- bzw. Trenngel in eine 

Saugflasche zusammenpipettiert (Tab. 3.2). Die Mengenangaben beziehen sich dabei auf 

eine Gelgießkammer zur Herstellung von 5 Gelen. Vor der Zugabe von APS und TEMED 

werden die Lösungen an der Wasserstrahlpumpe für ca. 15 min entgast, um die Entstehung 

von Blasen in den Gelen zu vermeiden.  

 

Stammlösungen 4,5 % Sammelgel 10% Trenngel 15% Trenngel 

1 M Tris/HCl pH 6,8 2,6 ml - - 

1 M Tris/HCl pH 8,8 - 11,3 ml 11,3 ml 

80% Glycerin 2,5 ml 1,7 ml 1,7 ml 

dH2O 11,8 ml 5,6 ml 0,9 ml 

30% Acrylamid/ 

1% Bisacrylamid 

3,0 ml 9 ml 13,7 ml 

Die Lösungen müssen vor Zugabe von APS und TEMED zunächst entgast werden! 
Die Zugabe von APS und TEMED erfolgt erst kurz vor der Verwendung! 

TEMED 10µl 13 µl 13 µl 

APS 100 µl 200 µl 200 µl 

Tab. 3.2: Zusammensetzung der in dieser Arbeit verwendeten Polyacrylamid-Gele 
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Nach dem Entgasen wird die Polymerisierung der Trenngels durch Zugabe von APS uns 

TEMED gestartet und die Lösung bis ca. 3 cm unter den Rand in die Gießapparatur 

gegossen. Anschließend wird jedes Gel vorsichtig mit ca. 200 µl dH2O überschichtet, um 

Luftsauerstoff von der Polymerisation auszuschließen und eine glatte Geloberfläche zu 

erhalten. Nach ca. 45-60 min ist das Trenngel auspolymerisiert und das dH2O kann mit Hilfe 

von Filterpapier abgesaugt werden. Nun wird auch die Sammelgellösung mit APS und 

TEMED versetzt und in die Gießkammer auf das Trenngel gegeben. Anschließend wird 

zügig in jedes Gel ein Gelkamm  mit 10 bzw. 15 Zinken eingesteckt, um die Taschen für den 

Probenauftrag zu erhalten. Nach weiteren 45-60 min ist auch das Sammelgel 

auspolymerisiert, und die Gele können aus der Gelgießkammer entnommen, von 

Acrylamidresten gereinigt und bis zur weiteren Verwendung bei 4 °C in Klarsichtfolie 

verpackt ca. 2 Wochen aufbewahrt werden. 

 
Material: 
 
Tris/HCl  [1 M pH 6,8] [1 M pH 8,8] 
Glycerin  [80%] 
dH2O 
Acrylamid  [30% Acrylamid / 1% Bisacrylamid] 
APS   [10%] 
TEMED 
dH2O 
 

 

Volldenaturierende SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) („blaue Gele“) 

 

Die denaturierende SDS-Gelelektrophorese beruht auf dem von Laemlli 1970 entwickelten 

System mit unterschiedlichen pH-Werten in Sammel- (pH 6,8) und Trenngel (pH 8,8). Das 

Sammelgel dient dabei zur Fokussierung der Proteine, das Trenngel zur Größenauftrennung. 

Beim Auftrag ist darauf zu achten, dass eine Proteinmenge von 4 µg pro Tasche nicht 

überschritten wird, da ansonsten keine klare Bandenbildung mehr erreicht werden kann. Das 

Probenvolumen sollte dabei zwischen 10 und 20 µl liegen (für ein Gel mit 10 Taschen), 

wobei sich  jede Probe aus 2/3 Volumen der Proteinlösung und 1/3 Volumen 3x Sparmix 

zusammensetzt. Vor dem Auftrag auf das Gel wird diese Mischung noch für 2 min gekocht. 

Das im Sparmix enthaltene SDS lagert sich dabei anlog zur Proteingröße an die Proteine an, 

so dass die Wanderungsgeschwindigkeit im Gel im Idealfall nur von der Größe und nicht von 

der Aminosäureseqenz abhängt.  

Nach Einsetzten des 15%igen Gels in die Laufkammer und der Zugabe von SDS-

Elektrophoresepuffer können die Geltaschen mit den vorbereiteten Proben beladen werden. 
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Zur Bestimmung der Proteingrößen wird eine Tasche mit einem Größenstandard-Marker 

beladen, in dieser Arbeit wurde stets SDS7-Marker (Sigma) verwendet.  

Der Lauf wird bis zum Erreichen der Grenze zwischen Sammel- und Trenngel zunächst mit 

80 V gestartet, danach wird die Spannung auf 180 V erhöht. Nach ca. 1,5 h erreicht die 

Laufmittelfront den unteren Rand des Gels und der Lauf wird beendet. Zur Anfärbung der 

Proteinbanden wird das Gel anschließend in eine Coomassie-Färbelösung eingelegt. 

 
Material: 
 
15% Polyacrylamidgele   
3x Sparmix   [100 mM Tris/HCl pH 6,8 / 1,4 M β-Mercaptoethanol / 4% SDS /  

24% Glycerin /  0,4 mM Bromphenolblau] 
SDS-Elektrophoresepuffer [25 Tris Base / 192 mM Glycerin / 0,1% SDS / 0,5 mM EDTA] 

 

 

Schwach denaturierende Gelelektrophorese („grüne Gele“) 

 

Im Unterschied zur SDS-Page, bei der alle in den Proben enthaltenen Proteinen vollständig 

denaturiert werden, können bei der schwach denaturierenden Gelelektrophorese auch 

intakte Pigment-Protein-Komplexe augetrennt werden. Aufgrund der fehlenden 

Denaturierung durch SDS gehen allerdings die Größentrennungseigenschaften der SDS-

PAGE verloren, da hier auch die Eigenladung und die Konformation das Laufverhalten 

beeinflussen. Den Proben wird vor dem Auftragen auf das Gel noch 1/3 Volumen 

Saccharose zugesetzt, um der Probe die nötige Dicht zu verleihen, um in die Geltaschen 

einzusinken. 

Die Gelkammer wird nach Einsetzen des 10%igen Gels mit LDS-Elektrophoresepuffer befüllt 

und mit Hilfe eines Durchflusskühlers auf 4 °C vortemperiert, um ein Denaturieren der 

Proben zu vermeiden. Nach dem Probenauftrag wird das Gel zunächst mit 40 V gestartet 

und die Spannung nach Erreichen der Grenze zwischen Sammel- und Trenngel auf 80 V 

erhöht. Nach ca. 3 h wird die Elektrophorese abgebrochen und das Ergebnis mit der 

Digitalkamera dokumentiert.  

Um die in den Komplexbanden enthaltenen Proteine sichtbar zu machen, kann das Gel 

anschließend mit Coomassie angefärbt und erneut fotografiert werden. 

 
Material: 
 
10% Polyacylamidgele 
LDS-Elektrophoresepuffer [25 mM Tris Base / 192 mM Glycin / 0,1% LDS / 5 mM EDTA]  
Saccharose   [2 M] 
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3.1.6 Coomassie-Färbung 

 

Um die Proteinbanden nach einer Gelelektrophorese sichtbar zu machen, ist eine Färbung 

mit einem Proteinspezifischen Farbstoff notwendig. Eine Möglichkeit dazu ist die Färbung mit 

Coomassie Brilliant Blue.  

Das Gel wird dazu für 30 min in Coomassie-Lösung eingelegt und dabei auf dem 

Gelschüttler ständig in Bewegung gehalten. Anschließend muß durch Zugabe von 1. 

Entfärber und 30 min. schütteln der Überschuß an Farbstoff wieder entfernt werden. Danach 

wird, um die Proteinbanden nicht ebenfalls wieder zu entfärben, das Gel in den 2. Entfärber 

überführt, in dem es auch für längere Zeit aufbewahrt werden kann. Die Dokumentation 

erfolgte durch fotografieren mit der Digitalkamera. 

 
Material: 
 
Coomassie-Lösung  [175 mg Serva Blue; 50% Ethanol; 7% Essigsäure] 
1. Entfärber   [10% Ethanol / 7% Essigsäure] 
2. Entfärber   [10% Essigsäure] 
 

 

3.1.7 Eintrocknen von Polyacrylamid-Gelen 

 
Bevor die angefärbten Gele eingetrocknet werden können, muss die Essigsäure aus den 

Färbe- bzw. Entfärbelösungen aus dem Gel entfernt werden. Die geschieht durch 

mehrmaliges gründliches Waschen mit dH2O, bis kein Essiggeruch mehr wahrnehmbar ist. 

Zum Trocknen wird das Gel luftblasenfrei zwischen zwei Cellophanfolien gelegt und unter 

Vakuum und Erwärmen für ca. 1 h getrocknet.  

 
Material: 
 
dH2O 
Cellophanfolie 
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3.2 Pigmente und Farbstoffe 
 
 

3.2.1 Anzucht von Pisum sativum 
 

Zur Anzucht von Pisum sativum (Erbse) wurden getrocknete Samen für 24 h unter 

gründlicher Belüftung quellen gelassen und anschließend in Vermiculit ausgesät. Die 

Anzucht erfolgte dann für 12- 14 Tage bei 16 h Belichtung und 22 °C im Klimaraum. 

 

3.2.2 Isolierung von Pigmenten aus Blattmaterial von Pisum sativum 
 

Von ca. 14 Tage alten Pisum sativum-Pflanzen wurde die oberen Blätter mit einer Schere so 

abgeschnitten, dass der Anteil an Blattfläche zum Stielanteil möglichst groß ist. Das 

Frischgewicht betrug dabei meist etwa 1000 g. Anschließend wurde das Blattmaterial 

zusammen mit ca. 2 l kaltem Aufschlußpuffer im Waring Blendor zu einem flüssigen Brei 

zerkleinert, der dann durch 3 Lagen Baumwollgaze in 500 ml Zentrifugenbecher abfiltriert 

wurde. Hierbei ist wie auch bei allen weiteren Schritten darauf zu achten, dass alle 

pigmenthaltigen Produkte stets kalt und dunkel verwahrt werden. Nach Zentrifugation des 

Filtrates (10 min, 4 °C, 9000 UpM, Beckmann JLA 10.500) wir der Überstand verworfen und 

das Pellet mit den Zelltrümmern in insgesamt 500 ml Aceton resuspendiert. Nach einem 

weiteren Zentrifugationsschritt wird der pigmenthaltige acetonische Überstand bis zur 

weiteren Verarbeitung in einem verschlossenen Gefäß dunkel uns auf Eis gelagert, das 

Pellet wird verworfen. Neben den Pigmenten Chlorophyll a und b, Neoxanthin, Violaxanthin, 

Lutein und β-Carotin sind in diesem Totalextrakt auch pflanzliche Lipide enthalten. 

Um den acetonischen Extrakt zu trocknen, wird dieser mit peroxidfreiem Dieethylether und 

2M NaCl im Verhältnis 2:2:1 in einem Scheidetrichter ausgeschüttelt, wobei die Pigmente 

und Lipide aus der wässrigen Acetonphase in die weitgehend wasserfreie Etherphase 

übergehen. Nach Abtrennung der wässrigen Acetonphase wird die Etherphase auf Eis 

gesammelt und zum Ausfrieren von Restwasser bei -45 °C für mind. 2 h oder über Nacht 

eingefroren. Anschließend wurde das nun auskristallisierte Wasser mit Hilfe eines kalten 

Porzellantrichters mit Faltenfilter und einer Saugflasche an der Wasserstrahlpumpe abfiltriert 

und die nun wasserfreie Etherphase am Rotationsverdampfer eingetrocknet. Die 

eingetrockneten Pigmente wurden mit Stickstoff überschichtet und bei -20 °C eingelagert. 

 
Material: 
 
Pisum sativum    Ca.14 Tage alte Pflanzen 
Aufschlußpuffer   [25 mM Tris (pH 7.5) / 1 mM 1,4-Dithiotreitol (DTT) / 330 mM Sorbitol] 
Aceton    [100%] 
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3.2.3 Quantifizierung der Pigmente über Absorptionsspektroskopie 
 

Die Quantifizierung des Isolierten Totalextraktes erfolgte absorptionsspektroskopisch anhand 

des Chlorophyllgehaltes. Dazu wurde der Pigmenttotalextrakt in 100% Aceton gelöst und ein 

Aliquot davon mit 80% Aceton so verdünnt, dass die Absorptionswerte in der 

Größenordnung von 0,1 – 1 lagen. Aus der Absorption von in 80% Aceton gelöstem 

Totalextrakt kann mit Hilfe der von Porra et al. (1989) veröffentlichten Formel die 

Chlorophyllkonzentration bestimmt werden: 

 

[Chl a] = 12,3 • A663,6 – 2,55 • A646,6 [µg/ml] 

[Chl b] = 20,3 • A646,6 – 4,8 • A663,6 [µg/ml] 

 

Anhand der errechneten Konzentration wurden die Pigmente in Aliquots zu 0,2, 1 und 5 mg 

aufgeteilt und unter stetigem Stickstoffstrom eingetrocknet. Die mit Stickstoff überschichteten 

Pigmentaliquots wurden bei – 20 °C im dunklen gelagert.  

 
Material: 
 
Pigmenttotalextrakt  
Aceton    [100%] ; [80%] 
Stickstoff 
 

 

3.2.4 Charakterisierung der Pigmente über analytische HPLC 
 

Zur Bestimmung der Reinheit wird der zuvor isolierte Totalextrakt mittels analytischer HPLC 

untersucht. Hierbei werden die Pigmente in einem geeigneten Lösemittel auf eine Reversed-

Phase- (RP-) Säule aufgetragen und mit einem Acteongradienten anhand ihrer 

Hydrophobizität aufgetrennt.  

 

Probenvorbereitung 

 

Zur Untersuchung wurde ein kleines Aliquot getrockneter Pigmente in 80% Aceton 

aufgenommen, wobei die Menge an Aceton so gewählt wurde, dass die resultierende 

Lösung nur noch schwach gefärbt war. Vor dem Einspritzen in die analytische HPLC wurde 

die Lösung noch für 1 min bei 14 000 Upm in der Tischzentrifuge zentrifugiert, um eventuell 

vorhandene Schwebstoffe nicht auf die Säule der HPLC aufzutragen.  
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Probenauftrag und Funktion der analytischen HPLC 
 
Die analytische HPLC wurde mit dem Gradientenprogramm „ChromolithA“ betrieben, der 

dabei erzeugte Acetongradient ist in Abb. 3.1 dargestellt.  

 

Gradientenprogramm analytische HPLC
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Abb. 3.1: Gradientenverlauf des Programmes „ChromolithA“ der analytischen HPLC 
 

Zur Trennung der verschiedenen Pigmente macht man sich die unterschiedliche Löslichkeit 

in Aceton zunutze, um diese nacheinander durch einen geeigneten Acetongradienten von 

der HPLC-Säule zu eluieren. Die von der Säule eluierenden Pigmente werden mit Hilfe eines 

Durchfluß-Dioden-Array-Detektors erfasst und mit Hilfe der Steuerungssoftware „Borwin 

PDA“ wird das Elutionsprofil bei A440 nm dargestellt.  

Durch Integrieren die Fläche der Peaks kann zudem die Menge der in der Probe enthaltenen 

Pigmente errechnet werden. Hierzu wurden von der Software folgende 

Umrechnungsfaktoren verwendet (Tab 3.3), die von S. Hobe (Universität Mainz) durch 

Erstellen einer Eichgerade mit Pigmentlösungen bekannter Konzentration ermittelt wurden. 

 
Pigment Umrechnungsfaktor 

Neoxanthin 1,227 • 10-4 

Violaxanthin 1,002 • 10-4 

Lutein 1,154 • 10-4 

Chlorophyll b 3,855 • 10-4 

Chlorophyll a 5,593 • 10-4 

Tab. 3.3: Umrechnungsfaktoren, mit deren Hilfe die Borwin-Software der analytischen HPLC die in der 
Probe enthaltenen Pigmentmengen ermittelt. 
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3.2.5 Herstellung von Farbstoff-Stammlösungen 

 

Aufgrund der geringen Stoffmengen, die bei der Herstellung von 10 mM 

Fluoreszenzfarbstoff-Stammlösungen einzusetzen sind, wurden die Lösungen nicht durch 

Einwiegen des Feststoffes, sondern durch eine photometrische Konzentrationsbestimmung 

angesetzt. Dazu wird vom jeweiligen Feststoff eine geringe Menge in ein Eppendorf-Gefäß 

überführt und zunächst in 50 µl wasserfreiem DMSO aufgenommen. Anschließend wird von 

dieser Lösung eine geeignete Verdünnung hergestellt und photometrisch die Absorption 

bestimmt. Anhand der Absorption und den von den Herstellern angegebenen 

Extinktionskoeffizienten (Tab. 3.4) kann unter Berücksichtigung der Verdünnung die 

Konzentration errechnet werden.  

 

Farbstoff         Extinktionskoeffizient       bei Wellenlänge  

  ε        λ 

Rhodamin-Isothiocyanat 

(R-ITC) (Sigma) 

49000 M-1cm-1 (Ethanol) 547 nm 

Tetramethylrhodamin-5-
Maleimid (TMR)  

(Molecular Probes) 

 

95000 M-1cm-1 (Methanol) 

 

541nm 

DY700 (Dyomics) 140000 M-1cm-1 (Ethanol) 707 nm 

DY776 (Dyomics) 240000 M-1cm-1 (Ethanol) 771 nm 

Tab. 3.4: In dieser Arbeit eingesetzte Farbstoffe und deren Extinktionskoeffizienten zur 
Konzentrationsbestimmung. 
 
Die Farbstofflösungen wurden auf eine Konzentration von 10 mM eingestellt und bei -20 °C 

im Dunklen aufbewahrt. 
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3.3 Oberflächenchemie 
 
 

3.3.1 Reinigung von Glasoberflächen zur anschließenden Funktionalisierung 
 
Bevor Glasoberflächen funktionalisiert werden können, muss sichergestellt werden, dass die 

Oberfläche von allen Verunreinigungen befreit wurde. Die Funktionalisierung von 

Glasoberflächen erfolgt nur dann wirklich homogen, wenn mit einer absolut sauberen 

Oberfläche gearbeitet wird. Daher ist vor der Verwendung des Glases eine gründliche 

Entfernung von jeder Art von Verschmutzung (Staub, Fingerabdrücke etc.) zwingend 

notwendig.  

Die Reinigung der zur Funktionalisierung vorgesehenen Glasoberflächen erfolgte durch 

Einlegen der zurechtgeschnittenen Objektträger bzw. der Deckgläschen in konzentrierte 

Chromschwefelsäure. Nach Inkubation ÜN wurde die Chromschwefelsäure mit dH2O 

entfernt, bis das Spülwasser keine Gelbfärbung mehr aufwies. Die Gläschen wurden 

anschließend einzeln mit N2 trockengeblasen und zur Entfernung von Restwasser für 30 min 

bei 80 °C in den Wärmeschrank gestellt. Die Lagerung der trockenen gereinigten Gläschen 

erfolgte bei RT in einem geschlossenen, staubfreien Gefäß.  

Da sich diese Reinigungsprozedur im Laufe dieser Arbeit jedoch als nicht ausreichend 

erwies, wurden die Glasoberflächen vor dem Chromschwefelsäurebad mit Mucasol 

vorgereinigt. Dazu wurden die zurechtgeschnittenen Glasstücke bzw. die Deckgläschen 

zunächst in 5% Mucasol in dH2O eingelegt und drei Mal für je 10 min sonifiziert. Danach 

wurde das Mucasol mit dH2O abgewaschen und die Gläschen üN in das 

Chromschwefelsäurebad eingelegt.  

 
Material: 
 
Mucasol 
H2O dest. 
Chromschwefelsäure konzentriert 
 
 
 
3.3.2 Vorbereitung von Glimmeroberflächen zur anschließenden 
Funktionalisierung 
 

Die Funktionalisierung von Glimmer mit Aminosilanen setzt eine saubere, reduzierte 

Oberfläche des Glimmers voraus. Um eine Oxidation des Glimmers vor der 

Funktionalisierung zu vermeiden, wird daher der kristalline Glimmer erst unmittelbar vor dem 

Einlegen in die Silanisierungslösung gespalten.  
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Die Spaltung erfolgt durch Aufkleben eines Tesafilms auf die Oberfläche. Beim Abziehen 

bleibt die oberste Schicht des Glimmers am Tesafilm kleben. Anschließend wird der Glimmer 

sofort in die Silanisierungslösung eingelegt. 

 

3.3.3 Aminofunktionalisierung der gereinigten Glas- bzw. Glimmer-Oberflächen 
mit Aminosilanen 
 

Zur Funktionalisierung von Glas- bzw. Glimmeroberflächen werden bevorzugt Silan-

Verbindungen verwendet, die reaktiv genug sind, mit den OH-Gruppen auf der Glas- bzw. 

Glimmeroberfläche zu reagieren. Hierbei entstehet eine kovalente Bindung zwischen diesen 

OH-Gruppen und den Methoxy- oder Ethoxy-Gruppen des eingesetzten Silans. Hierfür steht 

eine ganze Reihe kommerziell erhältlicher Silane zur Verfügung. In dieser Arbeit wurden 

zwei unterschiedliche Aminosilane verwendet, um nach der Funktionalisierung eine mit 

Aminogruppen belegte Glasoberfläche zu erhalten.  

Die Silanisierung wurde in speziell angefertigten Kunststoff-Reaktionsgefäßen für 

zurechtgeschnittene Glasobjektträger (9 x 25 mm) bzw. Deckgläschen (22 x 22 mm) 

durchgeführt, die für die Dauer der Reaktion in ein mit einem Filzring verschlossenem 

Einmachglas aufbewahrt wurden, um eine übermäßige Verdunstung des Lösemittels zu 

vermeiden. Im Verlauf dieser Arbeit wurden verschiedene Methoden zur Silanisierung von 

Glasoberflächen verwendet. Die zu Beginn dieser Arbeit angewendete Prozedur (5% 

Aminopropyltriethoxysilan (APTES) in getrocknetem Toluol für 2 h bei 80 °C) erwies sich im 

Verlauf dieser Arbeit als wenig geeignet, um eine homogene aminofunktionalisierte 

Glasoberfläche zu erhalten. Nach verschiedenen Experimenten mit unterschiedlichen 

Konzentrationen (0,1 – 0,5%) an APTES und Aminopropyldimethethoxysilan (APDMES) und 

verschiedenen Lösemitteln (Toluol, Methanol, jeweils mit und ohne Zusatz von  1% ddH2O) 

erwies sich für die Silanisierung ein Gemisch aus 0,5% APDMES, das in 99% Methanol und 

1% ddH2O gelöst wurde, als am besten geeignet, um homogene aminofunktionalisierte 

Glasoberflächen zu erhalten. Die in diese Mischung eingelegten Gläschen wurden üN bei RT 

inkubiert, anschließend wurden die Gläschen einzeln je zwei Mal mit Methanol p.A. 

gewaschen und mit N2 trockengeblasen. Die Lagerung erfolgte in einem geschlossenen, 

staubfreien Gefäß bei RT.  

 
Material: 
 
Toluol p.A., getrocknet 
Methanol p.A. 
Aminopropyltriethoxysilan 
Aminopropyldimethylethoxysilan 
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3.3.4 Biotinylierung der aminofunktionalisierten Glas- bzw. Glimmer-
Oberflächen 
 

Um eine biotinylierte Oberfläche zu erreichen, wird an die Aminogruppen des Silans ein 

NHS-funktionalisiertes Biotin gekoppelt. Für die anschließende Bindung von Neutravidin ist 

an dieser Stelle auf eine geeignete Länge des Spacers zwischen der NHS-Gruppe und dem 

Biotin zu achten. Ein zu kurzer Spacer hat eine schlechte Bindung zur Folge, da das Biotin 

nicht bis in die Biotinbindetaschen des Neutravidins reichen kann. Bei zu langen Spacern 

besteht die Gefahr, dass alle Biotinbindestellen des Neutravidins belegt werden und somit 

keine weitere Proteinkoppelung an derart funktionalisierte Oberflächen möglich ist. Als 

geeignet erwies sich die Verwendung von Sulfo-LC-NHS-Biotin mit einer Spacerlänge von 

22,4 Å. 

 

Die silanisierten Glas- bzw. Glimmerstückchen wurden zunächst in speziell angerfertigte  

Kunststoff-Reaktionsgefäße eingelegt und mit 600 µl Biotin-Bindungspuffer für 10 min unter 

leichtem Schütteln inkubiert. Vor der Zugabe von 6 µl Sulfo-LC-NHS-Biotin wurde der Biotin-

Bindungspuffer abgezogen und durch 600 µl frischen Puffer ersetzt, wobei stets darauf zu 

achten ist, dass die Oberflächen nicht trockenfallen. Anschließend wurde der 

Bindungsansatz unter leichtem schütteln bei RT inkubiert.  

Nach 2 h wurde die Reaktion durch Zugabe von 4 µl Aminoethanol gestoppt. Danach wurde 

verbliebenes ungebundenes Biotin durch zweimaligen Puffertausch mit Biotin-

Bindungspuffer entfernt.  

 
Material: 
 
Biotin-Bindungspuffer  [10 mM Na-P pH 7,4 / 0,5% LM] 
Sulfo-LC-NHS-Biotin  [5 mg/ml in DMSO] 
Aminoethanol 
 

 

3.3.5 Neutravidin-Bindung an biotinylierte Glas- bzw. Glimmer-Oberflächen 
 
Neutravidin ist ein tetrameres Protein, das pro Monomer eine Bindestelle für Biotin besitzt. 

Diese Bindung stellt die stärkste bekannte biologische nicht-kovalente Bindung dar und kann 

nur unter sehr stark denaturierenden Bedingungen (8 M Guanidiniumhydrochkorid pH 1,5) 

gespalten werden. Da bei den in dieser Arbeit vorgesehenen Versuchen eine starke 

Beanspruchung der Oberflächenimmobilisierung erwartet wurde, erwies sich diese Form der 

Koppelung als  Methode der Wahl. 
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Zunächst musste zur Bindung von Neutravidin durch mehrmaligen Pufferwechsel das von 

der Biotinylierung der Oberfläche noch vorhandene LM abgewaschen werden. Dazu wurde 

mindestens zwei Mal mit Neutravidin-Bindungspuffer gewaschen. Die eigentliche Bindung 

des Neutravidins erfolgte durch Einlegen der Glasoberfläche in 490 µl kalten Neutravidin-

Bindungspuffer und Zugabe von 10 µl Neutravidin. Anschließend wurde der Ansatz bei 4 °C 

unter langsamem Schütteln üN inkubiert. 

Am nächsten Morgen wurde überschüssiges nicht-gebundenes Neutravidin durch 

zweimaligen Pufferwechsel mit kaltem Neutravidin-Bindungspuffer entfernt. 

 
Material: 
 
Neutravidin-Bindungspuffer [20 mM Na-P pH 5,85] 
Neutravidin   [5 mg/ml in ddH2O] 
 

 

3.3.6 Bindung von LHCII-Apoprotein an Neutravidin-beschichtete Oberflächen 
zur Messung im Fluoromax2 
 
Zur Bindung von LHCII Apoproteinen an die Neutravidin-Oberflächen müssen die 

Oberflächen zunächst in den Protein-Bindungspuffer überführt werden, was durch 

zweimaligen Pufferwechsel mit Protein-Bindungspuffer geschieht. Anschließend wird die 

Oberfläche in 495 µl Protein-Bindungspuffer überführt und 5 µl LHCII-Stammlösung A 

hinzugegeben. Anschließend wird der Ansatz für 2 h unter leichtem schütteln bei RT 

inkubiert. Um die Bindung abzubrechen und nicht gebundenes Protein zu entfernen, wird der 

Proteinbindungspuffer auf der Oberfläche zweimal gegen frischen Puffer ausgewechselt. 

Der Erfolg der Oberflächenimmobilisierung von LHCII Apoproteinen kann jetzt in Protein-

Bindungspuffer im Fluoromax2 überprüft werden. 

 
Material: 
 
Protein-Bindungspuffer  [20 mM Na-P pH 5,85 / 1% OG / 0,2% SDS] 
LHCII-Stammlösung A  [0,2 µg/µl LHCII-Apoprotein in 1% SDS] 
 

 

3.3.7 Bindung von LHCII-Apoprotein an Neutravidin-beschichtete Oberflächen 
zur Messung im Einzelmolekül-Aufbau 
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Verdünnung der LHCII Stammlösung A um den Faktor 100 (2 ng/µl LHCII Apoprotein in 1% 

SDS = LHCII Stammlösung B; siehe Abschnitt 3.3.6). Die übrige Vorgehensweise wird 

beibehalten. 

 
Material: 
 
Protein-Bindungspuffer  [20 mM Na-P pH 5,85 / 1% OG / 0,2% SDS] 
LHCII-Stammlösung B  [2 ng/µl LHCII-Apoprotein in 1% SDS] 
 

 

 

3.3.8 Bindung von LHCII-Komplexen an Neutravidin-beschichtete Oberflächen 
zur Messung im Fluoromax2 
 
Zur Bindung von rekonstitutierten und durch Saccharosedichtegradientenzentrifugation 

aufgereinigten Komplexen müssen die Neutravidin-Oberflächen zunächst in 

Komplexbindungspuffer überführt werden, was ebenfalls durch zweimaligen Pufferwechsel 

geschieht. Danach wird die Neutravidinoberfläche in 495 µl Komplexbindungspuffer eingelegt 

und 5 µl einer Lösung mit 500 µM LHCII Komplexen in Komplexbindungspuffer zugesetzt. 

Dieser Ansatz wird bei 4 °C für 30 min im dunkeln leicht geschüttelt.  

 
Material: 
 
LHCII Komplexe A  [500 µM in Komplexbindungspuffer] 
Komplexbindungspuffer  [5 mM Na-P pH 6,5 / 0,6 M Saccharose / 0,1% LM] 
 

 

3.3.9 Bindung von LHCII-Komplexen an Neutravidin-beschichtete Oberflächen 
zur Messung im Einzelmolekül-Aufbau 
 

Zur Beobachtung vereinzelter immobilisierter Komplexe im Einzelmolekülmessaufbau wurde 

eine im Vergleich zu 3.3.8 um den Faktor 100 verdünnte Komplexlösung eingesetzt. Die 

übrige Vorgehensweise blieb unverändert. 

 
Material: 
 
LHCII Komplexe B  [5 µM in Komplexbindungspuffer] 
Komplexbindungspuffer  [5 mM Na-P pH 6,5 / 0,6 M Saccharose / 0,1% LM] 
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3.4 Rekonstitution von rekombinantem LHCII 
 
 

3.4.1 Rekonstitution von rekombinantem LHCII in Lösung 
 

In E. coli überexprimierte und isolierte IBs können unter geeigneten Bedingungen unter 

Zugabe von Pigmenten und einem anschließenden Detergenzwechsel in vitro rekonstituiert 

werden (Detergenzwechselrekonstitution, Paulsen et al. 1993). 

 

50-100 µg IBs werden in 150 µl 2x Solubilisierungspuffer gelöst (bei unmarkiertem Lhcb1 

durch 1 min kochen, im Falle von markiertem Lhcb1 durch 15 min sonifizieren) und 

anschließend 150 µl dH2O zugesetzt. 200-250 µg TE wurde in 20-25 µl Ethanol p.A. (10 

µg/µl) gelöst und unter gründlichem Vortexen mit den vorbereiteten Proteinlösungen 

vermischt. Nach 10 min Inkubation bei RT im Dunklen wurden 32 µl OG zugesetzt und die 

Lösung kurz vermischt, nach weiteren 10 min Ruhezeit wurden 34 µl KCl zugegeben und die 

Lösung nach erneutem Mischen für mindestens 20 min auf Eis gestellt. Durch die Zugabe 

von KCl wird das SDS in Form von Kaliumdodecylsulfat (KDS) ausgefällt. 

Im Anschluß daran wird das gefällte KDS durch eine viertelstündige Zentrifugation (13000 

Upm, 4 °C, Hettich Kühlzentrifuge) pelletiert und der Überstand mit den rekonstituierten 

Komplexen bis zur weiteren Verwendung auf Eis aufbewahrt. Die Abtrennung von 

überschüssigem Pigment erfolgte entweder durch Saccharosedichtegradienten-

Ultrazentrifugation oder über eine schwach denaturierende Gelelektrophorese. 

 
Material: 
 
TE 
IBs 
2x Solubilisierungspuffer [200 mM Na-P pH 8.0 / 4% SDS / 10 mM ß-Mercaptoethanol] 
dH2O 
OG    [10%] 
KCl    [2 M] 

 

 
3.4.2 Rekonstitution von LHCII auf einer Nickelsäule 
 

Rogl et al. veröffentlichten 1998 eine Methode zur Rekonstitution von immobilisiertem Lhcb1. 

Dazu wurden in Harnstoff solubilisierte Proteine über einen zuvor in die Aminosäuresequenz 

eingefügten His6-Tag an eine Ni2+-Sepharose-Säule gebunden und erst anschließend durch 

Zugabe von Pigmenten rekonstituiert.  
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Zur Verwendung kommt hierbei NTA- oder IDA-Sepharose, die mit Ni2+ ein Chelat bilden 

kann. Hierbei werden 3 der 6 Koordinierungsstellen des Ni2+ belegt, über die freien 

Koordinierungsstellen werden die Histidine des His6-Tags gebunden (Kågedal, 1989). 

 

Vorbereitung der Ni2+-Sepharose-Säule: 

 

Die in 20% Ethanol aufbewahrte IDA-Sepharose wird in eine BioRad Poly-Prep®-Säule 

pipettiert, bis nach Sedimentation des Säulenmaterials ein Volumen von ca. 0,5 ml erreicht 

ist. Nach spülen mit einem Säulenvolumen (SV) dH2O werden 2 SV NiCl2 zugegeben. Das 

Säuleneluat wird hierbei getrennt gesammelt und dem Schwermetallabfall zugeführt. 

Anschließend wird die Säule mit 2 SV Äquilibrierungspuffer äquilibriert und ist nun zur 

weiteren Verwendung bereit.  

 

Immobilisierung und Rekonstitution von LHCII1 auf einer Ni2+-Sepharose-Säule 

 

1 SV von in Solubilisierungspuffer oder Harnstoff gelöstem LHCII Apoprotein (1 mg/ml) wird 

bei RT auf die vorbereitete Säule aufgetragen. Anschließend wird nicht gebundenes Protein 

mit 3 SV LDS-Säulenpuffer weggewaschen, anschließend wird das auf der Säule 

immobilisierte LHCII Apoprotein in 1 SV OG-Säulenpuffer überführt. In der Zwischenzeit wird 

das benötigte Pigment (1 µg Chlorophyll / 1 µg LHCII Apoprotein) in 100% Ethanol gelöst (10 

µg/µl) und auf dem Vortexer mit OG-Säulenpuffer auf 1 SV aufgefüllt. Dieser Pigmentpuffer 

wird auf die Säule aufgetragen, dann wird die Säule gestoppt und bei 4 °C für 30 min im 

dunklen inkubiert.  Anschließend wird die Säule zunächst mit 1 SV OG-Säulenpuffer, dann 

mit 3-4 SV Triton-Säulenpuffer gespült, bevor die gefalteten Komplexe durch Zugabe von 

Eluatpuffer von der Säule gewaschen werden. Der Erfolg der Rekonstitution kann 

Fluoreszenzspektroskopisch kontrolliert werden.  

 

Regeneration der Ni2+-Sepharose-Säule 

 

Zur Regeneration des Säulenmaterials werden verbliebene Proteinverunreinigungen sowie  

die Ni2+-Ionen durch Zugabe von je 2 SV Regenerierungslösung, 0,5 M EDTA und 20% bzw. 

60 % Ethanol vom Säulenmaterial abgewaschen. Die so gereinigte Sepharose wird 

gesammelt und im Kühlschrank in 20% Ethanol aufbewahrt. Vor der erneuten Verwendung 

wird diese Reinigungsprozedur ein weiteres Mal durchgeführt.  
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Material: 
 
NiCl2    [300 mM] 
Äquilibrierungspuffer  [50 mM Tris/HCl pH 7,5] 
Solubilisierungspuffer  [200 mM Na-P pH 8.0 / 4% SDS / 10 mM ß-Mercaptoethanol] 
Harnstoff   [8 M] 
LDS-Säulenpuffer  [2% LDS / 100 mM Tris/HCl pH 9,0 / 100 mM NaCl / 20 mM Imidazol] 
OG-Säulenpuffer  [1% OG / 100 mM Tris/HCl pH 9,0 / 12,5% Saccharose]  
Ethanol    [100%] ; [60%] ; [20%] 
Triton-Säulenpuffer  [0,05% Triton X-100 / 0,1 mg/ml PG / 100 mM Tris/HCl pH 7,5] 
Eluatpuffer [0,05% Triton X-100 / 0,1 mg/ml PG / 100 mM Tris/HCl pH 7,5 / 

300 mM Imidazol] 
Regenerierungslösung [2% SDS / 400 mM Imidazol] 
EDTA [0,5 M] 
 

 

 

3.4.3 Rekonstitution von oberflächenimmobilisiertem LHCII Apoprotein 
 

Die mit LHCII Apoprotein beschichteten Glasoberflächen (siehe Abschnitt 3.3.6 bzw. 3.3.7) 

wurden zunächst zweimal mit SDS-Spülpuffer gewaschen. Nach vollständigem Abnehmen 

des Spülpuffers wurden die Glasoberflächen mit 50 µl 1% SDS benetzt. In der Zwischenzeit 

wurde die benötigte Pigmentmenge (20 – 200 µg Chlorophyllgehalt, die für diese 

Rekonstitution eingesetzte Pigmentmischung wurde auf ein Chl a/b-Verhältnis von 1 

eingestellt und zusätzlich mit 100µg Gesamtcarotinoiden / 1 mg Chlorophyll angereichert) in 

40 µl 100% Ethanol gelöst auf dem Mischgerät mit 410 µl OG-Rekonstitutionspuffer 

vermischt. Diese pigmenthaltige Lösung wurde auf die Gläschen gegeben (= 500 µl 

Gesamtvolumen im Rekonstitutionsansatz), mit der Pipette kurz durchmischt und für 30 min 

bei RT abgedunkelt stehen gelassen.  

Anschließend wurden die Oberflächen zunächst mit für 5 min 500 µl kaltem OG-Spülpuffer, 

dann 3 x für je 10 min mit kaltem LM-Spülpuffer unter langsamem schütteln gewaschen, um 

überschüssiges Pigment zu entfernen. Der Erfolg der Rekonstitution konnte dann 

fluoreszenzspektroskopisch im Ensemble sowie Einzelmolekular in LM-Spülpuffer 

eingebettet kontrolliert werden.  

 
Material: 
 
SDS-Spülpuffer   [0,2% SDS / 20 mM Na-P pH 8,0] 
SDS    [1%] 
OG-Rekonstitutionspuffer [1,22% OG / 15,25% Saccharose / 1,22 mM ß-Mercaptoethanol / 

122 mM Tris/HCl pH 9.0 / 0,122 mg/ml PG] 
OG-Spülpuffer  [1% OG / 12,5% Saccharose; / 1 mM ß-Mercaptoethanol /  

  100 mM Tris/HCl pH 9.0 / 0,1 mg/ml PG] 
LM-Spülpuffer [ 0,05% LM / 12,5% Saccharose / 1 mM ß-Mercaptoethanol /  

100 mM Tris/HCl pH 9.0 / 0,1 mg/ml PG] 
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3.4.4. Denaturierung von immobilisierten LHCII Komplexen 
 
Zur Kontrolle der Stabilität der Oberflächenimmobilisierung des LHCII sowie zur Aufnahme 

von Entfaltungskinetiken wurden immobilisierte Komplexe (siehe Abschnitt 3.3.8 bzw. 3.3.9) 

sowie Rekonstituierter LHCII (siehe Abschnitt 3.4.3) gezielt denaturiert. Hierzu wurde der auf 

den Glasoberflächen befindliche Puffer vollständig abgezogen und 500 µl 

Denaturierungspuffer hinzugegeben. Die Denaturierung konnte anschließend im Ensemble 

fluoreszenzspektroskopisch kontrolliert oder zeitaufgelöst einzelmolekular verfolgt werden. 

 
Material: 
 
Denaturierungspuffer  [20 mM Na-P pH 6,5 / 1% SDS] 
 

 

3.4.5 Saccharose-Dichtegradienten-Ultrazentrifugation 
 

Um den nach der Detergenzwechselrekonstitution in Lösung verbliebenen Überschuss an 

Pigmenten von den gefalteten Komplexen abzutrennen, wurde eine Saccharose-

Dichtegradienten-Ultrazentrifugation durchgeführt. Die Trennung der Rekonstituierten 

Komplexe von freien Pigmenten erfolgt über die unterschiedliche 

Sedimentationsgeschwindigkeit der einzelnen Komponenten.  

Zur Herstellung der Gradienten wurde dazu zunächst eine Dichtegradientenlösung 

hergestellt und je 4 ml davon in entsprechende Polypropylen-Zentrifugenröhrchen 

(Beckmann SW60) eingefüllt. Die befüllten Röhrchen wurden dann bei -20 °C eingefroren 

und am nächsten Tag ca. 4 h vor Beginn der Zentrifugation bei 4-6 °C zum Auftauen 

erschütterungsfrei abgestellt. Vor dem Auftrag der Proben auf die Gradienten wurden jeweils 

die obersten 500 µl von jedem Gradienten abgenommen und anschließend je 250 – 400 µl 

einer Lösung mit rekonstituierten Komplexen vorsichtig daraufpipettiert, so dass die 

Gradientenlösung überschichtet wurde. Die Zentrifugation erfolgte für 17 h bei 4 °C und 

54000 Upm (Beckmann Optima 100, Rotor SW60).  

Nach Ende des Laufes wurden die Gradienten vorsichtig aus den Gehängen genommen und 

in einem Ständer mit der Digitalkamera dokumentiert. Die einzelnen Banden wurden mit 

einer Spritze abgesaugt und auf Eis bis zur weiteren Verwendung für maximal 24 h gelagert. 

 
Material: 
 
Dichtegradientenlösung  [0,6 M Saccharose, 10 mM Na-P pH 7,4] 
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3.4.6 Quantifizierung von aufgereinigten Komplexen 
 

Die Quantifizierung aufgereinigter Komplexe erfolgte über die Bestimmung der Absorption 

bei 670 nm. Mit Hilfe des Extinktionskoeffizienten (ε) von 5,46 • 105 (Butler und Kühlbrandt 

1988) für monomere LHCII Komplexe kann dann die Komplexkonzentration über das Gesetz 

von Lambert und Beer errechnet werden. Für eine 1 cm-Küvette gilt dann: 

 

cLHCII = ALHCII bei λ = 670 nm / εLHCII [Mol/l] 

 

Bei der Absorptionsbestimmung wurde zur Erhöhung der Genauigkeit stets eine 

Mehrfachbestimmung durchgeführt und durch entsprechende Verdünnung darauf geachtet, 

dass die Werte nicht größer als A = 1 sind.  

 

 

 

3.5 Oberflächenanalytik 
 
3.5.1 Rasterkraftmikroskopie (atomic force microscopy (AFM)) 
 
Im Verlauf dieser Arbeit wurde auch die Rasterkraftmikroskopie zur Darstellung der 

modifizierten Oberflächen eingesetzt. Diese Messungen wurden in Zusammenarbeit mit dem 

Institut für Physikalische Chemie (Universität Mainz) von S. Schuy (AG Janshoff,) 

durchgeführt. 

 

Die Technik des AFM beruht auf dem Abtasten der zu untersuchenden Oberfläche mit einer 

molekular feinen Nadel (Tip), die an einer Feder (Cantilever) befestigt ist (Abb. 3.X). Mit 

dieser Nadel wird über die Oberfläche gerastert, und es kann ein Oberflächen-Höhenprofil 

erstellt werden. Die Oberfläche wird also direkt abgebildet. Über das Höhenprofil der 

Oberfläche hinaus können über die federkonstante aber auch Informationen über die 

Beschaffenheit der Oberfläche, wie beispielsweise Adhäsivität oder Härte, gewonnen 

werden. 
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Im einfachsten Fall, dem contact mode, bei dem sie Messspitze in ständigem Kontakt mit der 

Oberfläche steht, stehen hierzu zwei verschiedene Messtechniken zu Auswahl. Im sog. 

„Constant height mode“ wird die Auslenkung des Cantilevers mit Hilfe eines Lasers 

gemessen, der vom Cantilever je nach Biegung unterschiedlich reflektiert wird, woraus dann 
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das Höhenprofil der Oberfläche abgeleitet werden kann. (Abb. 3.2) Um Unterschied dazu 

wird im sog. „Constant force mode“ die Auslenkung des Cantilevers konstant gehalten und 

das Höhenprofil über die dazu notwendigen Höhenkorrekturen ermittelt. Nachteilig bei diesen 

Meßmodi ist die starke mechanische Beanspruchung der Oberflächen durch die laterale 

Bewegung der Messspitze.  

 

A   

        

Abb. 3.2: (A) Standard-Messspitze und 
Cantilever, wie sie im AFM zum Einsatz 
kommen. (B) Schematische Darstellung 
der Messanordnung. Über einen vom 
Cantilever reflektierten Laser kann die 
Auslenkung der Messspitze beim Kontakt 
mit der Probe erfasst und ein Höhenprofil 
erstellt werden. 
[www3.physik.uni-greifswald.de/ 
method/afm/eafm.htm] 
 
 
 

B 

    

 

 

Weitaus schonender für die Oberflächen sind dynamische Betriebsmodi wie der non-contact-

mode oder der tapping mode. Bei ersterem werden die Cantilever jenseits der Eigenfrequenz 

– diese liegt bei den Standard-Siliziumcantilevern bei ca. 300 – 400 MHz – angeregt und 

berühren die Oberfläche nicht. Eine Annäherung zwischen Messspitze und Oberfläche kann 

über eine sog. Tylorentwicklung mathematisch berechnet werden. Im tapping mode wird der 

Cantilever mit seiner Eigenfrequenz angeregt, was zu einer deutlich größeren Amplitude 

führt. Nur im Bereich der größten Auslenkung berührt der Cantilever dabei die Oberfläche, 

was laterale Beanspruchungen weitgehend vermeidet. Allerdings ist der technische Aufwand 

für diese Meßmodi größer. Auch hier stehen zur Erstellung des Höhenprofils der „constant 

height mode“ und der „constant force mode“ zu Verfügung.  
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Das Ergebnis solcher AFM-Messungen ist aus naheliegenden Gründen sehr stark davon 

Abhängig, welche „Grundrauhigkeit“ das für die Experiment eingesetzte Trägermaterial 

besitzt, d.h. auf sehr rauen Oberflächen lassen sich kleine Höhendifferenzen nicht mehr 

auflösen und können daher nicht mehr gemessen werden. Der bevorzugte Träger ist 

Glimmer, ein kristallines Material, das nach seiner Spaltung eine Rauhigkeit von nur 0,1 nm 

aufweist. Im Unterschied zum neutralen Glas ist es negativ geladen, weist aber ansonsten 

eine sehr ähnliche Oberflächenchemie auf. Für die in dieser Arbeit durchgeführten  AFM-

Messungen wurde daher, nachdem sich Glas als wenig brauchbar erwiesen hatte, stets 

frisch gespaltener Glimmer als Trägermaterial verwendet (siehe 3.3.2).  

 

Die nach der Anleitung in 3.3 dieser Arbeit angefertigten Proben wurden dann in den 

jeweiligen Puffer eingebettet in einer Teflon-Probenhalterung in das Rasterkraftmikroskop 

eingesetzt und vermessen. Zur Messung wurde ein AFM des Typs Dimension 3100 mit 

einem NanoScope IIIA Controller der Firma Veeco Instruments (Mannheim) eingesetzt. 

 
 
 
3.5.2 Evaneszenz-Feld-Resonanz-Messungen 
 

Für einige Experimente dieser Arbeit wurde die Evaneszenz-Feld-Resonanz-Technik 

eingesetzt. Hierbei kann die Anlagerung von Molekülen an eine planare Oberfläche über 

eine Änderung des Brechungsindexes des Trägermaterials gemessen werden.  
 

Die Messzelle besteht aus einem Prisma mit einem aufgelagerten Sandwich aus einer 

niedrig-brechenden und einer stark brechenden Schicht. Durch den speziellen 

Einstrahlwinkel das Lasers kommt es innerhalb der stark brechenden Schicht zur 

vollständigen Reflektion des Lichtes, es entsteht ein sog. „resonant mirror“. Auf der 

Oberseite dieser Schicht kommt es zur Ausbildung eines evaneszenten Feldes, innerhalb 

dessen sich Anlagerungen an die Oberfläche auf die Brechungseigenschaften auswirken. 

Eine Änderung des Brechungsindexes führt dann zu einer Änderung des Ausfallswinkels des 

Resonanzlichtes. Nachteilig ist bei dieser Methode, dass nicht zwischen einer unspezifischen 

Adsorption und einer spezifischen Oberflächenkoppelung unterschieden werden kann, wozu 

daher generell Kontrollexperimente notwendig sind. Da pro Meßeinsatz des für diese 

Experimente eingesetzten Gerätes (IAsys Affinity sensors) nur zwei Meßkammern 

vorhanden sind und verschiedene Meßeinsätze mit gleicher Oberflächenfunktionalisierung 

sich aber in ihren Bindungseigenschaften unterscheiden (persönliche Mitteilung von R. 
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Lauterbach), sind stets mehrere Experimente notwendig, um gesicherte Ergebnisse zu 

erhalten. 

                       
Abb. 3.3: Schematische Darstellung der Funktionsweise der Evaneszenz-Feld-Resonanz-Technik. 
Eine Substanzanlagerung an die Meßoberfläche ändert die Brechungseigenschaften des „resonant 
mirror“ und führt in der Folge zu einem veränderten Abstrahlwinkel des reflektierten Lichtes, der 
gemessen werden kann. [http://www.immunology.unibe.ch/services/iasys/iaindex.htm] 
 
Vor der Durchführung einer Evaneszenz-Feld-Resonanz-Messung wurde zunächst ein 

Biotin-funktionalisierter Meßeinsatz in das Gerät eingesetzt und die Meßkammern so lange 

mit Spülpuffer 1 gespült, bis keine Signaländerung mehr sichtbar war. Anschließend wurden 

48 µl Spülpuffer 1 und 2 µl Neutravidin in beide Meßkammern hineinpipettiert und unter 

rühren (Stirrer auf 80% eingestellt) für 15 min inkubiert, bis sich das Signal nur noch sehr 

langsam änderte. Danach wurde nicht gebundenes Neutravidin durch Spülen mit Spülpuffer 

1 entfernt und die Meßzellen in Spülpuffer 2 überführt. Erst nachdem keine Signaländerung 

mehr sichtbar war, wurde 50 µl mit LHCII-Apoprotein (200 µg /ml) versetzter Spülpuffer 2 in 

die Meßzellen pipettiert, wobei jeweils eine Meßzelle mit biotinyliertem bzw. nicht-

biotinyliertem LHCII Apoprotein befüllt wurde. Die Signaländerung der beiden Meßzellen 

wurde unabhängig voneinander durch die Geräte-Software aufgezeichnet.  

Nach Abschluß der Oberflächenkoppelung wurde der Meßeinsatz regeneriert, indem die 

Meßzellen mit 8 M GuHCl (pH 1,5) so lange gespült wurden, bis wieder das Anfangssignal 

vor Zugabe des Neutravidins erreicht wurde. Gegebenenfalls wurde diese Prozedur 

mehrmals wiederholt. 
 
Material: 
 
IBs 
Spülpuffer 1:   20 mM Na-P pH 5,85 
Spülpuffer 2:   20 mM Na-P pH 5,85 / 1% OG / 0,2% SDS 
Neutravidin:   5 mg/ml in ddH2O 
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3.6 Spektroskopische Methoden 
 

3.6.1 Absorptionsspektroskopie 
 

Zur Aufnahme aller Absorptionsspektren dieser Arbeit wurde ein Spektralphotometer (UV-

2101PC, UV-VIS scanning spectrophotometer) eingesetzt. Mit dieser Methode wird 

bestimmt, welcher Wellenlängenbereich des eingestrahlten Lichtes von der Probe in 

welchem Umfang absorbiert wird. Durch eine Referenzmessung mit dem entsprechenden 

Lösungsmittel bzw. Puffer kann die Absorption der Probe genau ermittelt werden. In dieser 

Arbeit wurde die Absorptionsspektroskopie zur Konzentrationsbestimmung von 

Farbstofflösungen und von aufgereinigten LHCII Komplexen herangezogen. Die 

Konzentration der jeweiligen Lösung kann unter Berücksichtigung der Verdünnung über 

folgende Formel errechnet werden: 

 

c = A / (ε x d) (Lambert-Beer) 

 

wobei c = Konzentration in mol/l, A = Absorption, ε = molarer Extinktionskoeffizient, d = 

Schichtdicke der bei der Messung eingesetzten Küvette in cm (i.d.R d = 1 cm). 

 

Um größere Messungenauigkeiten zu vermeiden, sollte die Konzentration der Probe so 

eingestellt werden, dass die Absorption zwischen 0,1 und 1 liegt.  

 

Zur Konzentrationsbestimmung von Chlorophylllösungen wurde die von Porra et al. (1989) 

veröffentlichte, bereits in Abschnitt 3.2.3 beschriebene Formel verwendet.  

 

 
3.6.2 Fluoreszenzspektroskopie 
 

Chlorophylle und Fluoreszenzfarbstoffe geben bei der Rückkehr vom angeregten Zustand 

(S1) in der Grundzustand (S0) die aufgenommene Energie in Form von Fluoreszenzlicht ab. 

Da ein Teil der aufgenommenen Energie bei Relaxationsvorgängen verloren geht, ist die 

Fluoreszenz gegenüber dem Anregungslicht stets in den längerwelligen, energieärmeren 

Bereich verschoben. Im Verlauf dieser Arbeit wurde die Fluoreszenzspektroskopie zur 

Kontrolle der Intaktheit rekonstituierter Komplexe nach der Aufreinigung (im Ensemble) und 

zur Kontrolle der Immobilisierung und Rekonstitution bzw. Denaturierung von 

immobilisiertem LHCII (im Ensemble sowie Einzelmolekülspektrsokopisch) eingesetzt. 
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Ensemble-Messungen 
 

Alle Ensemble-Fluoreszenzemissionsmessungen dieser Arbeit wurden an einem Fluoromax2 

Fluoreszenzspektrometer durchgeführt. Hierbei sind zwei unterschiedliche 

Messanordnungen verwendet worden: 

 

Fluoreszenzbestimmung von Lösungen 

 

Zur Aufnahme von Fluoreszenzspektren in Lösung wurde die Fluoreszenzemission stets 

über einen 90 ° Winkel gegenüber dem Anregungsstrahl gemessen. Hierdurch wird 

gewährleistet, dass kein Anregungslicht in den Detektor gelangen kann und die Ergebnisse 

nicht verfälscht werden. Es wurden generell stark verdünnte Lösungen gemessen, um eine 

Reabsorption der Fluoreszenzemmission innerhalb der Probe zu unterbinden. Die für die 

Fluoreszenzmessungen dieser Arbeit eingestellten Messparameter sind in Tab. 3.5 

aufgelistet. 

 
Anregung von Chl a Chl b DY776 

Anregungswellenlänge 410 nm 470 nm 730 nm 

Reduction S/R S/R S/R 

Messbereich 600 – 750 / 850 nm 600 – 750 / 850 nm 780 – 850 nm 

Integrationszeit 0,2 s 0,2 s 0,2 s 

Spaltbreite Anregung 2 nm 2 nm 2 nm 

Spaltbreite Emission 4 nm 4 nm 4 nm 

Filter Anregung 

 Emission 

 

530 nm Filter 

 

530 nm Filter 

730 nm Interferenzfilter 

780 nm Filter 

Tab. 3.5: Messparameter für Fluoreszenz-Messungen an Lösungen 

 

Fluoreszenzbestimmung von Oberflächen 

 

Zur Messung der Fluoreszenzemission von auf Glasoberflächen immobilisierten Proteinen 

wurde die „front face“ - Apparatur eingesetzt. Hierbei wird das in Richtung des 

Anregungsstrahls emittierte Fluoreszenzlicht über zwei Spiegel in den Detektor gelenkt. Als 

Glas wurden auf das Format 9 x 25 mm zurechtgeschnittene Objektträger (Menzel) 

verwendet. Zur Messung der Oberflächen wurde die in Abb. 3.4 für diese Arbeit entwickelte 

Halterung eingesetzt, um eine gerichtete Orientierung der Glasoberfläche innerhalb des 

Fluoreszenzspektrometers zu gewährleisten.  
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Abb. 3.4 Probenhalterung für zurechtgeschnittene beschichtete Glasobjektträger zur Aufnahme von 
Ensemble-Fluoreszenzspektren. Das Gläschen wurde zur Messung stets zum Anregungslicht 
gerichtet positioniert. (aus Köhler, 2005) 
 
 
Für die Ensemble-Messungen an beschichteten Glasoberflächen wurden die in Tab. 3.6 

aufgelisteten Messparameter eingestellt 

 
Anregung von Chl a Chl b DY776 

Anregungswellenlänge 410 nm 470 nm 730 nm 

Reduction S S S 

Messbereich 600 – 850 nm 600 – 850 nm 780 – 850 nm 

Integrationszeit 0,5 s 0,5 s 1 s 

Spaltbreite Anregung 6 nm 6 nm 10 nm 

Spaltbreite Emission 6 nm 6 nm 10 nm 

Filter Anregung 

 Emission 

 

530 nm Filter 

 

530 nm Filter 

730 nm Interferenzfilter 

780 nm Filter 

Tab. 3.6 Meßparameter für Ensemble-Fluoreszenzmessungen von Glasoberflächen am Fluoromax2. 

 

Einzelmolekül-Messungen 
 

Die im Verlauf dieser Arbeit angefertigten Einzelmolekül-Fluoreszenzaufnahmen wurden in 

Kooperation mit dem 3. Physikalischen Institut der Universität Stuttgart von Sebastian 

Schuler und Peter Schwaderer (AG Wrachtrup) angefertigt. Für diese Experimente wurden 

einseitig beschichtete Deckgläschen (22 x 22 mm, Menzel) als Basis verwendet. Die 

gesamte Oberflächenchemie von der Funktionalisierung der silanisierten Oberfläche bis zu 

Fluoreszenzmessung wurde in den in Abb. 3.5 dargestellten Halterungen durchgeführt. Zur 

Messung der Fluoreszenz wurden zwei verschiedene, von P. Schwaderer und S. Schuler 

zusammengestellte Messaufbauten verwendet, deren Funktionsweise schematisch in Abb. 

3.6 dargestellt ist. 
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Deckgläschen
Verschlussschrauben

Dichtungsgummi

Unterteil Oberteil

Zusammengebaute
Vorrichtung

 
Abb. 3.5: Probenhalterung für 22 x 22 mm Deckgläschen. Die gesamte Oberflächenmodifikation von 
der einseitigen Biotinylierung bis zur Bestimmung der Fluoreszenz einseitig immobilisierter Proteine 
wurde in diesen Halterungen durchgeführt. 
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Abb. 3.6 (A) Schematischer 
Aufbau des konfokalen 
Einzelmolekül-Fluoreszenz-
mikroskopes. Das 
eingestrahlte Laserlicht wird 
über ein Pellin-Broca-Prisma 
wellenlängenbereinigt und 
über verschiedene Linsen und 
ein Objektiv auf das Objekt 
gelenkt. Das von der Probe 
emittierte Fluoreszenzlicht 
wird über einen Strahlteiler 
vom Anregungslicht getrennt 
und mittels einer avalanche 
photo diode (APD) gemessen. 
(aus Wolf-Klein, 2001) 
 (B) TIRF-Aufbau zur 
zeitaufgelösten Fluoreszenz-
messung einzelner Moleküle. 
Der Laser-Anregungsstrahl 
wurde über verschiedene 
Linsen und Spiegel auf die 
Probe gelenkt. Die 
Fluoreszenzemission wird 
über einen Strahlteiler vom 
Anregungslicht getrennt und 
durch Filter in die CCD-
Kamera gelenkt. (aus 
Schwaderer 2005)  

 

Die Fluoreszenz der auf der Oberfläche immobilisierten Proteine wurde durch abrastern der 

Oberfläche mit einer Photodiode (APD in Abb. 3.5 A = avalanche photo diode im konfokalen 

Messaufbau; SPCM-AQR 16, EG&G) bzw. durch Aufnahme mit einer CCD-Kamera im TIRF-

Aufbau gemessen (CCD in Abb. 3.5 B; Cascade-512, Photometrics). Die Funktion des TIRF 

wurde bereits in der Einleitung dargestellt (Siehe Abschnitt 1.3.2).  

Das konfokale Fluoreszenzmikroskop wurde zur Kontrolle der Immobilisierung von DY776-

markiertem LHCII Apoprotein mit den in Tab 3.7 dargestellten Messparametern eingesetzt. 

Die Fluoreszenzemission wurde durch den Einsatz eines 750 nm Langpass-Filters auf den 

Bereich Oberhalb von 750 nm eingegrenzt, die einzelnen Moleküle anhand des 

Bleichungsverhaltens und der Emissionsstärke identifiziert. 
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Anregung von DY776 

Anregungswellenlänge 720 nm 

Integrationszeit 4 ms / Pixel 

Anregungsleistung vor dem Objektiv 3 – 30 µW 

Filter 750 nm Langpass 

Tab. 3.7 Messparameter des konfokalen Einzelmolekül-Fluoreszenzmikroskopes. 

 

Im Unterschied dazu arbeitet der TIRF-Aufbau mit einer CCD-Kamera, die einen größeren 

Bildausschnitt permanent aufzeichnet. Die Wellenlängen der Fluoreszenzemission wurden 

hier – ähnlich dem konfokalen Aufbau – durch den Einsatz von Langpass.Filtern eingegrenzt. 

Für diesen Messaufbau wurde ein Laser anderer Wellenlänge eingesetzt, mit dem spezifisch 

Chl b angeregt werden kann. Die für diese Messungen angewendeten Parameter sind in 

Tab. 3.8 aufgelistet.  

 

Anregung von Chl b 

Anregungswellenlänge 488 nm 

Integrationszeit 100 – 200 ms / Bild 

Anregungsleistung vor dem Objektiv 0,3 – 4 mW 

Filter 540 nm Langpass (für Chl-Fluoreszenz) 

750 nm Langpass (für DY776-Fluoreszenz) 

Tab. 3.8: Messparameter zur Aufnahme zeitaufgelöster Einzelmolekül-Fluoreszenzen 
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