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1 Einleitung 
 

1.1 Peroxisomen 
 

Peroxisomen sind intrazelluläre ubiquitär vorkommende Organellen eukaryotischer 

Zellen mit einem Durchmesser von 0,1 bis 1 µm [1]. Sie wurden erstmals 1954 von 

Rhodin beschrieben [2] und zeichnen sich durch eine hohe Dynamik und Variabilität 

aus, was sich in der unterschiedlichen Größe, Form, Anzahl pro Zelle und 

enzymatischen Ausstattung abhängig vom Organismus, der Zellart und den 

metabolischen Ansprüchen äußert [3]. Unter die Gruppe der „microbodies“ fallen 

außer den Peroxisomen auch die Glyoxisomen, in denen in Pflanzen Teile des 

Glyoxylatzykluses ablaufen [4] und die Glycosomen, die in Trypanosomen die 

wichtigsten Enzyme für die Glycolyse enthalten [5]. 

  

 
Abbildung 1.1: Kristalliner Einschluss von Uratoxidase in Peroxisomen  

Elektronenmikroskopische Aufnahme von Peroxisomen in Rattenleber durch Markierung von 
Uratoxidase mittels der Ceriummethode [6], Vergrößerung: 50400, PO: Peroxisom. Entnommen aus 
[7] mit Genehmigung des Springer Verlags. 
 

Aufgrund hoher Konzentrationen an Enzymen in der peroxisomalen Matrix finden 

sich oft kristalline Einschlüsse, die elektronenmikroskopisch wie in Abbildung 1.1 

identifiziert werden können [8, 9]. Peroxisomen spielen in vielen katabolischen und 

anabolischen Stoffwechselwegen wie zum Beispiel bei der α- und β-Oxidation von 

langkettigen und verzweigten Fettsäuren und bei der Synthese von Etherlipiden wie 

z.B. Plasmalogenen, Gallensäuren und Cholesterin eine wichtige Rolle [10-13]. Der 

Abbau des bei einigen dieser Reaktionen entstehenden Wasserstoffperoxids durch 
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das Enzym Katalase stellt einen fundamentalen Vorgang innerhalb der Peroxisomen 

dar und ist verantwortlich für deren Bezeichnung [1, 14].  

 

Die essentielle Bedeutung des peroxisomalen Stoffwechsels zeigt sich in der 

Ausbildung schwerwiegender Krankheitsbilder beim Menschen bei defekter 

peroxisomaler Funktion [15]. Beispiele hierfür stellen die Rhizomelische 

Chondrodysplasia Punctata und die verschiedenen Formen des Zellweger-

Spektrums dar, die sich durch gestörte peroxisomale Biogenese auszeichnen [16, 

17]. Zudem können auch durch Mutationen, wie bei der Adrenoleukodystrophie, die 

Funktionen einzelner peroxisomaler Enzyme ausfallen [18]. 

 

1.2 Peroxisomale Biogenese 
 

Zusätzlich zur Vermehrung durch Wachstum und Teilung bereits vorhandener 

Peroxisomen („growth-and-divison-model“) [19], können diese Organellen auch 

komplett neu gebildet werden.  

 

Bisher sind 32 Proteine bekannt, die so genannten Peroxine (PEX), die an der 

Biogenese von Peroxisomen beteiligt sind. Dieser Prozess lässt sich einteilen in die 

Bildung der peroxisomalen Membran, die Insertion peroxisomaler Membranproteine 

und dem Import der Matrixproteine. Da Peroxisomen im Gegensatz zu Mitochondrien 

keine DNA besitzen, müssen die meisten peroxisomalen Membran- und 

Matrixproteine posttranslational importiert werden [20]. Mutationen in den Genen für 

PEX3, PEX16 und PEX19, den „frühen Peroxinen“, führen zur kompletten 

Abwesenheit von detektierbaren peroxisomalen Strukturen, was eine Beteiligung 

dieser Proteine bei der Bildung peroxisomaler Vorläufer in der frühen Phase darlegt. 

Die Entdeckung, dass in diesen Zelllinien durch Wiedereinführung der 

entsprechenden cDNA voll funktionsfähige Peroxisomen gebildet werden können, 

zeigt die Unvollständigkeit der von Lazarow und Fujiki postulierten „growth-and-

divison“-Theorie und wirft Fragen zur Herkunft der peroxisomalen Membran bei 

Neubildung der Organellen auf [21-25]. Im Folgenden wird der Vorgang der 

Neubildung von Peroxisomen im Gegensatz zum Wachstum und der Teilung bereits 

existierender Peroxisomen auch als de novo Synthese bezeichnet.  
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1.2.1 Bildung der peroxisomalen Membran 
 

Der Transport von Phospholipiden vom endoplasmatischen Reticulum (ER) als Ort 

der Biosynthese zu den einzelnen Organellen kann entweder bei sehr geringem 

Abstand über unilateralen Transfer wie bereits für Mitochondrien beschrieben [26] 

oder aber durch vesikulären Transport erfolgen. Tatsächlich zeigten 

elektronenmikroskopische Aufnahmen, dass Peroxisomen sich oft sehr nahe beim 

ER befinden [27, 28] und ein nicht-vesikulärer, COPI- und COPII-unabhängiger, 

bidirektionaler Transport von Phosphatidylserin zwischen ER und Peroxisomen 

konnte in Hefen beobachtet werden [29]. Verschiedenste Versuche legen eine 

Beteiligung des vesikulären Transports vom ER bei der de novo Entstehung von 

Peroxisomen nahe [30-41].  

 

In einem Pex3p-defizienten (ΔPex3p) Stamm von Saccharomyces cerevisiae wurde 

neu synthetisiertes Pex3p zunächst im ER detektiert bevor Pex3p-haltige Vesikel in 

Abhängigkeit von Pex19p abgeschnürt wurden und Pex3p an den de novo 

gebildeten Peroxisomen zu sehen war [30-32]. Ähnliches wurde auch von Titorenko 

und Rachubinski für Pex2p und Pex16p in Wildtyp Yarrowia lipolytica beobachtet 

[33], dem einzigen Hefestamm der ein Gen für Pex16p besitzt. In „pulse-chase“ 

Experimenten waren diese Proteine zuerst am ER zu finden und gelangten nach 

posttranslationaler Glycosylierung anschließend in die Peroxisomen. Zudem wurde in 

zellfreien in vitro Versuchen mit ER-Membranen aus Hefezellen und exogen 

zugeführtem Cytosol die Bildung von Pex3p- und Pex11p- bzw. Pex15p-positiven 

vesikulären Strukturen aus dem ER gezeigt [34, 35]. Neuere Untersuchungen in 

Wildtyp S. cerevisiae von Van der Zand et al. schreiben der Neubildung von 

Peroxisomen in Abhängigkeit vom ER eine größere Rolle zu als bisher 

angenommen. Verschiedenste peroxisomale Membranproteine (PMPs) inserierten 

über die Importkomplexe Sec61p oder Get3p zunächst ins ER, bevor sie an 

Peroxisomen detektiert werden konnten [36]. Daher wurde für Hefen ein Modell 

entwickelt, das die Abschnürung von Vesikeln von der ER-Membran nach Insertion 

von Pex3p postuliert (Abbildung 1.2).  
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Abbildung 1.2: Modell der peroxisomalen Biogenese in Hefen 

Zur Neubildung von Peroxisomen inserieren peroxisomale Membranproteine (PMPs), u.a. Pex3p, in 
das endoplasmatische Reticulum (ER), woraufhin ein präperoxisomales Kompartiment entsteht. In 
Abhängigkeit von Pex3p und Pex19p werden präperoxisomale Vesikel abgeschnürt, die mit Hilfe von 
Pex1p und Pex6p und durch Import peroxisomaler Matrixproteine zu Peroxisomen reifen. 
Anschließend werden diese Peroxisomen durch Pex11p und verschiedenen Drps (dynamin-related 
protein) durch Teilung vermehren. Alternativ wird auch die Fusion präperoxisomaler Vesikel mit reifen 
Peroxisomen angenommen. Modifiziert aus [42]. 
 

Die Beobachtung, dass PEX3 mRNA in Hefen spezifisch am ER lokalisiert ist, stützt 

zumindest für PEX3 die Annahme eines Importweges in die Peroxisomen über das 

ER [37]. Außerdem wurde postuliert, dass die cotranslationale Insertion von Pex3p in 

das ER über den ER-Importkomplex Sec61p eine Voraussetzung für die Neubildung 

von Peroxisomen in S.cerevisiae darstellt [38]. Sec61-Mutanten zeigten einen 

starken Defekt der peroxisomalen de novo Synthese nach Induktion des unter dem 

GAL1prom stehenden Pex3p.    

 

Ob dieses Modell auch auf Zellen höherer eukaryotischer Organismen übertragen 

werden kann, ist aufgrund diverser Unterschiede bisher ungeklärt. Zum Beispiel 

besitzen Hefen bis auf Y. lipolytica kein Pex16p, wohingegen PEX16 in Säugerzellen 

absolut essentiell für die peroxisomale Biogenese ist [21, 25]. In murinen 

dendritischen Zellen wurde von Geuze et al. elektronenmikroskopisch die 

Anwesenheit von PEX13 und PMP70 in einem komplexen peroxisomalen Netzwerk 
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gezeigt, das durchgängig mit den Cisternen des ER verbunden war und frei von 

Ribosomen oder Komponenten des COPI- oder COPII-coats war [39]. Zudem konnte 

die Neubildung von Peroxisomen in PEX3-defizienten humanen Fibroblasten nach 

Lokalisation von exprimiertem PEX3 am ER und Entstehung PEX3 positiver Vesikel 

beobachtet werden [40]. Auch in COS7 Zellen wurde exogenes PEX16 zunächst am 

ER detektiert bevor es in den Peroxisomen zu sehen war [41]. Die peroxisomale 

Biogenese in Säugerzelllinien scheint nicht von den klassischen COPI- oder COPII-

Wegen abhängig zu sein [43-45]. Allerdings wurde kürzlich die Beteiligung von 

Sec16B, das eine Rolle bei der Bildung des COPII-coats spielt, beim Export von 

PEX16 aus der ER-Membran gezeigt [46].  

 

1.2.2 Import peroxisomaler Membranproteine 

 

Die „frühen Peroxine“ PEX3, PEX16 und PEX19 sind sowohl bei der Bildung von 

präperoxisomalen Vesikeln während der de novo Synthese von Peroxisomen als 

auch beim Import von weiteren Membranproteinen in die peroxisomale Membran 

involviert. 

 

Der Import von Membranproteinen und Matrixproteinen läuft in Peroxisomen über 

komplett unabhängige Mechanismen ab [47, 48]. In Zelllinien mit mutierten Genen, 

die für die Expression des peroxisomalen Matrixprotein-Importkomplexes kodieren, 

können keine Matrixproteine mehr in die Peroxisomen transportiert werden. Diese 

Zelllinien sind aber nach wie vor importkompetent für alle peroxisomalen 

Membranproteine. Dabei entstehen „leere“ mit peroxisomalen Membranproteinen 

versehene Membranhüllen, so genannte „ghosts“ [49-51]. 

 

Peroxisomale Membranproteine der Klasse I besitzen eine in Länge und 

Aminosäuresequenz sehr variable Membrantargetingsequenz (mPTS) [52] und 

werden nach Synthese an freien Ribosomen im Cytosol von PEX19, dem PMP-

Rezeptor, gebunden [53, 54]. In S. cerevisiae konnte gezeigt werden, dass die 

Farnesylierung von Pex19p für eine effiziente Interaktion mit einigen PMPs benötigt 

wird [55, 56]. Da dies allerdings nicht für höhere Eukaryoten bestätigt werden konnte 

[57, 58], ist die Funktion der Farnesylierung von PEX19 in diesen Organismen nach 

wie vor ungeklärt. Nach Transport des Cargo-Rezeptor Komplexes zu den 
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Peroxisomen interagiert dort PEX19 mit dem Importrezeptor PEX3 und inseriert die 

Cargoproteine in die peroxisomale Membran [58-60]. Anschließend wird PEX19 für 

weiteren PMP-Import wieder ins Cytosol entlassen [61, 62]. Inwieweit diese Prozesse 

abhängig von ATP (Adenosintriphosphat) sind, ist bisher noch unklar [61, 63]. Ein 

Modell für den Import peroxisomaler Membranproteine in Säugerzellen ist in 

Abbildung 1.3 dargestellt. 

 

 
Abbildung 1.3: Import peroxisomaler Membranproteine der Klasse I 

Peroxisomale Membranproteine (PMPs) der Klasse I werden anhand ihrer peroxisomalen 
Membrantargetingsequenz nach Translation im Cytosol von dem PMP-Rezeptor PEX19 erkannt und 
gebunden. Dabei ist die Funktion der Farnesylierung von PEX19 in höheren Eukaryoten nach wie vor 
unklar. Nach Transport an die peroxisomale Membran interagiert dort PEX19 mit dem Importrezeptor 
PEX3 und die PMPs werden in Abhängigkeit von PEX3 und PEX19 in die Membran eingebracht. 
Anschließend wird PEX19 für erneuten PMP-Import wieder ins Cytosol entlassen. Eine Funktion für 
PEX16 als PEX3-Membranrezeptor oder als Komponente des Membrantranslokationskomplexes wird 
vermutet. Die Rolle von ATP bei Import peroxisomaler Membranproteine wird nach wie vor kontrovers 
diskutiert. Abbildung entnommen und modifiziert aus [64]. 
 

Ebenfalls essentiell für die Bildung peroxisomaler Membranstrukturen ist die 

Anwesenheit von PEX16 in der peroxisomalen Membran [21, 25]. Obwohl die Rolle 

von PEX16 noch weitestgehend unbekannt ist, wird eine Funktion für PEX16 als 

PEX3-Membrananker oder Komponente des Membrantranslokationskomplexes für 

PMPs diskutiert [41, 65]. 

 

Für PEX3 und PEX16 wurde ein Importweg über das ER postuliert [30-32, 41, 58, 

60, 66], wobei für PEX16 auch die Möglichkeit des posttranslationalen Imports in 

Abhängigkeit von PEX19 und PEX3 besteht [21, 60].  
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1.2.3 Import peroxisomaler Matrixproteine 
 

Im Gegensatz zum endoplasmatischen Reticulum und den Mitochondrien, die 

ungefaltete Polypeptide importieren [67], können komplett gefaltete und Cofaktor-

gebundene Proteine und Oligomere durch die peroxisomale Membran eingeführt 

werden [68-71]. 

 

Peroxisomale Matrixproteine werden anhand ihrer peroxisomalen Targetingsignale 

(PTS) im Cytosol von löslichen Rezeptoren erkannt und gebunden, zu der 

peroxisomalen Membran transportiert und durch diese in die Matrix importiert. Die 

am häufigsten vorkommende Targetingsequenz PTS1 wurde als erstes in Luciferase 

entdeckt [72] und besteht aus drei Aminosäureresten mit der Konsensus-Sequenz 

SKL (Ser/Cys/Ala-Lys/Arg/His-Leu) am C-Terminus [73-75]. Der PTS1-Rezeptor 

PEX5 bindet Proteine mit einer PTS1 posttranslational im Cytosol [76, 77]. Alternativ 

besitzt ein geringer Anteil von Matrixproteinen, wie z.B. Thiolase, die Signalsequenz 

PTS2, die ein Nonapeptid (Arg/Lys-Leu-X5-Gln/His-Leu) am N-Terminus darstellt [78, 

79]. Diese Proteine werden nach Bindung an den PTS2-Rezeptor PEX7 mit Hilfe 

einer alternativen Spliceform von PEX5 (PEX5L) zu den Peroxisomen transportiert 

[80-83]. 

 

Der Rezeptor-Cargo Komplex wird anschließend an der peroxisomalen Membran 

über Interaktion der PTS-Rezeptoren mit dem „docking“-Komplex bestehend aus 

PEX14 und PEX13 (und in Hefen Pex17p) assoziiert [84, 85]. Der „docking“-Komplex 

interagiert mit dem RING-Finger Komplex (RING: really interesting new gene) aus 

PEX2, PEX10 und PEX12 zur Bildung des so genannten Importomers [86]. Wie die 

Translokation der vollständig gefalteten Matrixproteine durch die peroxisomale 

Membran abläuft und inwieweit PEX5 bei diesem Vorgang in die peroxisomale 

Membran inseriert ist bisher weitestgehend unbekannt. Ein Modell („transient pore 

hypothesis“), nach dem die PTS-Rezeptoren selbst zu der Bildung einer 

vorübergehenden Importpore beitragen, wurde bereits vorgeschlagen [87]. 
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Abbildung 1.4: Import peroxisomaler Matrixproteine in Säugerzellen 

Peroxisomale Matrixproteine mit einer peroxisomalen Targetingsequenz (PTS1 oder PTS2) werden 
nach Translation im Cytosol von den löslichen Rezeptoren PEX5 und PEX7 gebunden und zur 
peroxisomalen Membran transportiert. Dort assoziiert der Rezeptor-Cargo-Komplex mit dem 
„docking“-Komplex bestehend aus PEX13 und PEX14. Durch Interaktion des „docking“-Komplexes mit 
dem RING-Finger Komplex (RING: really interesting new gene) aus PEX2, PEX10 und PEX12 wird 
das Importomer gebildet und die Matrixproteine werden durch die Membran importiert. Um einen 
neuen Importzyklus zu starten werden die PTS-Rezeptoren über die AAA-ATPasen (AAA: ATPase 
associated with a variety of cellular activities) PEX1 und PEX6 und deren Membranrekrutierungsfaktor 
PEX26 unter ATP-Verbrauch erneut ins Cytosol entlassen. Dabei markiert Monoubiquitinierung (Ub) 
von PEX5 den Export aus der peroxisomalen Membran. 
 

Nach dem Import der Matrixproteine werden die Rezeptoren PEX5 und PEX7 für 

einen neuen Importzyklus unter ATP-Verbrauch ins Cytosol abgegeben. Dabei 

spielen die AAA-ATPasen (AAA: ATPase associated with a variety of cellular 

activities) PEX1 und PEX6 und deren Membranrekrutierungsfaktor PEX26 eine Rolle 

für den Export von PEX5 ins Cytosol [88-90]. Monoubiquitinierung von PEX5 stellt 

eine Markierung für den Export des PTS-Rezeptors dar und ist eine Voraussetzung 

für diesen Vorgang [91-93], wohingegen Polyubiquitinierung zur Qualitätskontrolle 

und als Signal zur Abgabe von defekten PTS-Rezeptoren aus der peroxisomalen 

Membran dient [94]. In Hefen üben dabei alle drei RING-Finger Proteine PEX2, 

PEX10 und PEX12 eine Aktivität als Ubiquitin-Ligase auf PEX5 aus [95, 96], wobei 
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PEX2 und PEX10 eher für die Polyubiquitinierung und PEX12 für die 

Monoubiquitinierung von PEX5 zuständig zu sein scheinen. Abbildung 1.4 zeigt ein 

Modell für den Import peroxisomaler Matrixproteine in Säugerzellen. 

 

1.3 Intrazellulärer Transport 
 

Der Transport von Organellen, Vesikeln, Proteinkomplexen und mRNA ist essentiell 

für die zelluläre Morphologie und Funktion und erfolgt entlang des Cytoskeletts mit 

Hilfe von Motorproteinen unter ATP-Hydrolyse [97]. Das Cytoskelett setzt sich aus 

Mikrofilamenten, Mikrotubuli und Intermediärfilamenten zusammen. Mikrofilamente 

oder Aktinfilamente bestehen aus Aktinuntereinheiten, die durch Aktin-bindende 

Proteine gebündelt und vernetzt werden und sind vor allem an der Plasmamembran 

lokalisiert, durchziehen aber auch das Cytoplasma und bilden Oberflächenstrukturen 

wie Mikrovilli aus. Myosine wandern entlang von Aktinfilamenten und dienen in 

Säugerzellen zum langsamen Transport über kurze Strecken.  

 

Polymerisierung der Proteine Tubulin α und Tubulin β führt zur Bildung von 

röhrenförmigen Mikrotubuli, wobei sich am Minus-Ende der Filamente α-Tubulin 

befindet und am Plus-Ende β-Tubulin freigelegt ist. In den meisten Zelltypen sind die 

Mikrotubuli während der Interphase über das α-Tubulin am Mikrotubuli-

Organisationszentrum (MTOC: microtubule organizing center) verknüpft [98], das 

normalerweise perinukleär lokalisiert ist. Die Mikrotubuli werden am MTOC gebildet 

und breiten sich von dort strahlenförmig durch die ganze Zelle aus [99]. Dabei 

bleiben die Mikrotubuli Minus-Enden am MTOC verankert, während die wachsenden 

Plus-Enden in die Zellperipherie reichen [100]. Mikrotubuli dienen unter anderem als 

Transportwege für die Mikrotubuli-assoziierten Motorproteine der Kinesin- und 

Dyneinfamilie (Abbildung 1.5) [101, 102].  

 

Intermediärfilamente, deren Zusammensetzung je nach Zelltyp und intrazellulärer 

Lokalisation variiert, umgeben den Zellkern und sind aber auch im kompletten 

Cytoplasma ausgebreitet. Sie spielen nicht nur eine wichtige Rolle bei der 

Kommunikation zwischen Mikrotubuli und Aktinfilamenten [103], sondern sind auch 

beim Organellentransport z.B. von Melanosomen in Xenopus Pigmentzellen 

involviert [104]. 
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Abbildung 1.5: Intrazellulärer Transport über Mikrotubuli-assoziierte Motorproteine 

Die Motorproteine der Kinesin- und Dyneinfamilie dienen unter anderem zum Transport von 
Zellorganellen, Vesikeln und Proteinkomplexen entlang von Mikrotubuli. Dabei wandern die meisten 
Kinesine von den Minus-Enden der Mikrotubuli, die in den meisten Zelltypen am Mikrotubuli 
Organisationszentrum nahe des Zellkerns verankert sind, zu den Plus-Enden in der Zellperipherie. 
Dyneine sind verantwortlich für den Transport in Richtung der Mikrotubuli Minus-Enden. Entnommen 
und modifiziert aus [105]. 
 

1.3.1 Kinesine 

 

Kinesine sind in Säugerzellen verantwortlich für den intrazellulären unidirektionalen 

Transport entlang von Mikrotubuli über längere Strecken und üben außerdem 

Funktionen während der Zellteilung aus. Sie besitzen alle eine hoch konservierte 

Motordomäne, die sowohl eine ATP-Bindungsstelle als auch die Mikrotubuli-

Bindestelle enthält [106]. Dies lässt auf einen gemeinsamen Mechanismus zur 

Generierung von Energie aus der ATP-Hydrolyse schließen. Trotzdem üben die 

einzelnen Proteine der Kinesinfamilie unterschiedlichste zelluläre Funktionen aus, 

wie Transport von Organellen und Vesikeln, Verzweigung oder Depolymerisierung 

von Mikrotubuli, korrekte Assemblierung der Teilungsspindel und Trennung der 

Spindelpole während der Mitose und Meiose [107-110].  
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Abbildung 1.6: Domänenstruktur verschiedener Kinesine  

Die Familie der Kinesine wird entsprechend der Lage der Motordomäne im Protein eingeteilt. N-
Kinesine tragen die Motordomäne am N-Terminus, bei M-Kinesinen liegt diese in der Mitte des 
Proteins und bei C-Kinesinen ist die Motordomäne am C-Terminus lokalisiert. Zusätzlich enthalten 
Kinesine eine coiled-coil Domäne und weitere funktionelle Domänen. aa: Aminosäuren, PH: Pleckstrin 
Homologie, PX: Phox Homologie. Entnommen und modifiziert aus [108]. 
 

 

Die Familie der Kinesine lässt sich, wie in Abbildung 1.6 dargestellt, in verschiedene 

Gruppen einteilen, wobei die Lage der Motordomäne im Protein ausschlaggebend für 

deren Funktion und die Transportrichtung ist [108, 111]. N-Kinesine besitzen ihre 

Motordomäne am N-Terminus, bei M-Kinesinen liegt diese in der Mitte des Proteins 
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und C-Kinesine tragen ihre Motordomäne am C-Terminus. Während N- und C-

Kinesine für den Transport entlang von Mikrotubuli in Richtung des Plus- bzw. Minus-

Endes verantwortlich sind, tragen M-Kinesine meist durch Depolymerisierung zur 

Regulierung der Stabilität von Mikrotubuli bei [112].  

 

Das in Abbildung 1.7 dargestellte konventionelle Kinesin bzw. Kif5 aus der Kinesin-1 

Gruppe ist das als erstes entdeckte und bisher am besten charakterisierte Kinesin 

[106]. Das dimerisierte Protein besteht aus zwei leichten und zwei schweren Ketten, 

wobei die schweren Ketten die Motordomäne in der „head region“ enthalten, die an 

die Mikrotubuli bindet [113, 114]. Die „tail region“ befindet sich in den leichten Ketten 

und ist verantwortlich für die Interaktion mit der zu transportierenden Ladung [115]. 

Zwischen diesen beiden Regionen ist das Protein in einem langen α-helikalen coiled-

coil Stiel angeordnet [116]. Der Transport erfolgt nach ATP-Hydrolyse an der 

Motordomäne über eine Konformationsänderung, die eine schrittweise Bewegung 

des Proteins von einer Tubulinuntereinheit zur nächsten entlang des Mikrotubulus 

bewirkt [117, 118]. Die Kristallstruktur dieses Kinesins in Komplex mit einem 

Mikrotubulus wurde kürzlich veröffentlicht [119]. 

 

 
Abbildung 1.7: Struktur des konventionellen Kinesins (Kif5) 

Konventionelles Kinesin (Kif5) ist ein Motorprotein der Gruppe Kinesin-1 und stellt ein Homodimer dar. 
Die „head region“ enthält die Mikrotubulibindedomäne und die Motordomäne, wo die ATP-Hydrolyse 
abläuft. Die beiden Kopfregionen sind über einen „neck linker“ verbunden, der die schrittweise 
Bewegung des Proteins ermöglicht. Die cargo-Bindedomäne ist verantwortlich für die Bindung des 
Kinesins an die zu transportierende Ladung. Zwischen den beiden Enden des Kinesins befindet sich 
ein langer spiralisierter coiled-coil Stiel. Entnommen und modifiziert aus [101].  
 

Kinesin-1 (Kif5) bewegt verschiedenste Organellen wie Peroxisomen und 

Mitochondrien in die Zellperipherie in Richtung der Plus-Enden von Mikrotubuli [120-

127]. Diese hohe Variabilität der zu transportierenden Ladung wird unter anderem 

über Bindung an Adaptorproteine wie Syntabulin und Kinectin oder Rezeptoren wie 
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Syntaxin ermöglicht [120, 128-130]. Zudem konnte kürzlich gezeigt werden, dass 

intrinsisch ungeordnete Bereiche in der cargo-Bindedomäne von Kif5 existieren 

[131], die zu einer hohe Flexibilität der Struktur führen, und somit in Kombination mit 

posttranslationalen Modifikationen [132] eine spezifische Bindung an verschiedene 

Organellen erlauben.  

 

Im Gegensatz dazu existieren auch Kinesine, die C-Kinesine, die verschiedene 

intrazelluläre Strukturen in das Zellinnere in Richtung des MTOCs transportieren 

können [133, 134]. Beim Menschen kommen die drei verschiedenen C-Kinesine 

KifC1/HSET, KifC2 und KifC3 vor [135] und bei Mäusen zusätzlich KifC4 und KifC5, 

die alle der Struktur des Kif5 ähneln. Sie besitzen ebenfalls eine Motordomäne, einen 

langen Stiel und eine „tail region“ [136]. KifC1/HSET (human spleen, embryo, testes) 

spielt nicht nur eine Rolle beim Transport von frühen endocytotischen Vesikeln [137] 

sondern ist auch wie die C-Kinesine Ncd in Drosophila melanogaster, Kar3p in S. 

cerevisiae und XCTK2 in Xenopus laevis bei der korrekten Assemblierung der 

mitotischen Spindel involviert [134, 138-142]. Dagegen wird KifC2 hauptsächlich in 

Neuronen exprimiert und ist vor allem in den Dendriten lokalisiert [143]. Dieses 

Kinesin scheint nicht bei der Zellteilung involviert zu sein, sondern eine Rolle beim 

retrograden axonalen Transport von synaptischen Vesikeln zu spielen [144]. KifC4 

und KifC5 kommen Funktionen in der murinen Spermatogenese zu [145, 146]. 

 

Das in dieser Arbeit untersuchte C-Kinesin KifC3, dem zunächst eine allgemeine 

Funktion beim intrazellulären Transport zugesprochen wurde, wird ubiquitär 

exprimiert [146, 147]. Beim Menschen befindet sich das entsprechende Gen auf dem 

Chromosom 16q13-q21, das einem beim Bardet-Biedl Syndrom betroffenen Bereich 

entspricht [148, 149]. Daher wird beim Menschen eine Rolle von KifC3 in dieser 

autosomal-rezessiv vererbten Krankheit vermutet, die sich durch retinale Dystrophie, 

Adiposositas, Polydaktylie und Abnormalitäten der Niere auszeichnet [150]. KifC3-/- 

„knockout“ Mäuse zeigten dagegen keinen krankhaften Phänotyp. Sie waren 

überlebensfähig und entwickelten und reproduzierten sich normal [151].  

Die zum Minus-Ende von Mikrotubuli gerichtete Motoraktivität von KifC3 konnte in 

vitro verfolgt werden und zeigte eine Geschwindigkeit des Proteins von 75 nm/s (4,5 

µm/s) [147]. Zudem ist KifC3 sowohl in polarisierten Epithelzellen aus Nierengewebe 

als auch in polarisierten MDCK (Madin-Darby canine kidney) Zellen nahe der 
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apikalen Plasmamembran lokalisiert. Diese Zellen besitzen keine centrosomalen, 

sondern mit den Minus-Enden an der apikalen Plasmamembran verankerte 

Mikrotubuli. Der apikale Transport von Annexin XIIIb- und Hämagglutinin-positiven, 

Cholesterin-reichen Vesikeln aus dem Trans-Golgi-Netzwerk wurde durch 

Expression einer dominant negativen Mutante des KifC3 verlangsamt bzw. durch 

Überexpression von intaktem KifC3 beschleunigt [147]. Zudem wurde die Bewegung 

von KifC3 in Caco2-Zellen (menschliche Epithelzellen des Dickdarms) entlang der 

Mikrotubuli zu den Adhäsionsverbindungen mit einer Geschwindigkeit von 216 nm/s 

beobachtet. Da der „knockdown“ von KifC3 mit siRNA zu einer Auflösung der Zonula 

adhaerens führte, wird eine Rolle für KifC3 bei der Organisation dieser 

Kontaktverbindungen vermutet [152].  

 

Die Beteiligung von KifC3 bei der Positionierung des Golgi-Apparates zusammen mit 

cytoplasmatischem Dynein wurde ebenfalls beschrieben [153]. Dabei war der Golgi-

Apparat in adrenokortikalen Zellen aus KifC3-/- „knockout“ Mäusen bei verringertem 

Cholesterin-Spiegel nicht mehr kompakt perinukleär lokalisiert sondern um den 

Zellkern ausgebreitet. Die korrekte Reassemblierung des Golgi-Apparates nach 

Fragmentierung durch Behandlung mit Nocodazol oder Brefeldin A war in KifC3-/- 

„knockout“ Zellen bei verringertem Cholesterin-Spiegel ebenfalls durch eine 

reduzierte Bewegung der Golgi-Fragmente in Richtung der Mikrotubuli Minus-Enden 

gestört.  

 

In Docetaxel- und Paclitaxel-resistenten Brustkrebszellen (MDA MB 231/468) wurde 

eine erhöhte mRNA- und Proteinmenge an KifC3 detektiert, die dem Mikrotubuli 

stabilisierenden Effekt der Zytostatika entgegen wirkte [154, 155]. Da die meisten C-

Kinesine in Vorgänge während der Zellteilung involviert sind, kann vermutet werden, 

dass KifC3 durch Destabilisierung von Mikrotubuli zusätzlich zum intrazellulären 

Transport auch eine Funktion während der Mitose zukommt. Tatsächlich konnte die 

Interaktion von KifC3 mit ZWINT (ZW10 interacting protein), einer Komponente des 

Kinetochor-Komplexes, und CEP170 (centrosomal protein 170), das eine Rolle bei 

der Organisation von Mikrotubuli spielt, gezeigt werden [156].  
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1.3.2 Dyneine 
 

Dyneine stellen die größten Motorproteine dar und bestehen aus mehreren 

Untereinheiten aus schweren und leichten Ketten, wobei alle Formen als größte 

Untereinheit eine schwere Kette mit einer Größe von 500 kDa besitzen, die für die 

ATPase und Motoraktivität verantwortlich ist [157-159]. Die Gruppe der Dyneine setzt 

sich zusammen aus cytoplasmatischem Dynein und axonemalem Dynein, wobei 

letzteres eine Rolle bei der Bewegung von Zilien und Flagellen spielt [160]. 

 

Cytoplasmatisches Dynein bildet beim intrazellulären Transport das direkte 

Gegenstück zu den N-Kinesinen und ist somit verantwortlich für den retrograden 

Transport in das Zellinnere in Richtung der Minus-Enden von Mikrotubuli [161-163]. 

Dabei werden diverse Membranstrukturen wie endcytotische Vesikel und Organellen 

wie Endosomen, Lysosomen, Mitochondrien und Peroxisomen durch Dynein 

transportiert [125, 127, 164-166]. Für diesen Vorgang wird Dynactin als zusätzlicher 

Faktor für die korrekte Motorfunktion und als Regulator für die Aktivität von Dynein 

benötigt [167, 168]. Außerdem spielt Dynein auch eine Rolle in der Zellteilung bei der 

Trennung der Chromosomen und bei der Bildung der Teilungsspindel [168, 169]. Die 

Kristallstruktur der Motordomäne von Dynein aus Hefen und aus Dictyostelium wurde 

kürzlich veröffentlicht [170, 171]. 

 

1.3.3 Peroxisomaler Transport 

 

Im Gegensatz zu anderen Organellen, wie dem endoplasmatischen Reticulum oder 

dem Golgi-Apparat, sind Peroxisomen gleichmäßig innerhalb der Zelle verteilt [172]. 

Die große Nähe zwischen Peroxisomen und Cytoskelett konnte 

elektronenmikroskopisch schon früh gezeigt werden [173, 174] und die Bindung 

dieser Organellen an Mikrotubuli wurde schließlich bestätigt [172, 175, 176]. 

Abbildung 1.8 zeigt die Assoziation von Peroxisomen an Mikrotubuli in vitro.  

 

Durch Lebendzellbeobachtungen nach Markierung mit fluoreszierenden Farbstoffen 

konnte die Bewegung der Peroxisomen entlang von Mikrotubuli beobachtet und 

charakterisiert werden [124, 177]. Dabei wird der bidirektionale peroxisomale 

Transport in Säuger- und Drosophilazellen überwiegend durch die Motorproteine 
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Dynein und Kinesin-1 (Kif5) ermöglicht [124-127]. Dagegen werden Peroxisomen in 

Hefen mit Hilfe des Motorproteins Myo2p aus der Myosin-Klasse V entlang des 

Aktinskeletts transportiert [178, 179]. Inp2p wirkt dabei als peroxisomaler Rezeptor 

für Myo2p [180], wobei neuere Ergebnisse ebenfalls eine Beteiligung von Pex19p bei 

der Assoziation von Myo2p an die Peroxisomen nahe legen [181].   

 

 
Abbildung 1.8: Bindung aufgereinigter Peroxisomen an Mikrotubuli in vitro  

Isolierte und aufgereinigte Peroxisomen aus Rattenleber waren in vitro an Taxol-stabilisierte 
Mikrotubuli aus Rinderhirn in Abhängigkeit von ATP assoziiert. Aufgenommen mittels DIC (differential 
interference contrast) Mikroskopie. Po: Peroxisomen, MT: Mikrotubuli, Abbildung entnommen aus 
[177] mit Genehmigung des Wiley Verlags. 
 

Die Beweglichkeit von Peroxisomen stellt deren gleichmäßige Positionierung 

innerhalb der Zelle sicher, was unter anderem essentiell für die peroxisomale 

Funktion beim Abbau oxidativer Spezies ist [1, 14]. Zudem kann der Transport von 

Peroxisomen in einen bestimmten zellulären Bereich notwendig sein. Die Interaktion 

von Peroxisomen mit anderen zellulären Organellen wie dem ER oder Lipidtröpfchen 

[182-184], die ebenfalls an Mikrotubuli gebunden sind, scheint eine wichtige Rolle 

beim peroxisomalen Lipidmetabolismus zu spielen [185]. Es ist bekannt, dass 

Peroxisomen auch untereinander interagieren und sogar peroxisomale Netzwerke 

ausbilden können [124]. Kürzlich zeigten Lebendzellbeobachtungen lange gerichtete 

Bewegungen von Peroxisomen, die zu engen Kontakten mit anderen Peroxisomen 

führten [186]. Der Austausch von Proteinen oder Metaboliten zwischen Peroxisomen 

konnte allerdings bisher nicht nachgewiesen werden [186-188]. 
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1.3.4 Bidirektionaler Transport 
 

Die Beobachtung der Bewegung verschiedenster Organellen in vivo an lebenden 

Zellen zeigte, dass der Transport entlang von Mikrotubuli bidirektional mit häufigen 

Richtungswechseln erfolgt und durch die gleichzeitige Bindung entgegen gesetzter 

Motorproteine an dieselbe zu transportierende Ladung verursacht wird [105, 189, 

190]. Dabei werden unter anderem Mitochondrien [191], Peroxisomen [124-127], 

Endosomen [192], Phagosomen [193], sekretorische Vesikel [194] und 

Intermediärfilamentbausteine [195] bidirektional transportiert. Allerdings sind die 

Mechanismen, die die Aktivität der involvierten Motorproteine koordinieren und die 

daraus resultierende Transportrichtung regulieren, bisher kaum verstanden.  

 

Verschiedenste Modelle wurden entwickelt um die teilweise kontroversen Ergebnisse 

hierzu zu erklären (Abbildung 1.9). Bei dem so genannten „tug-of-war“ Modell üben 

entgegen gerichtete Motorproteine, die gleichzeitig an dieselbe zu transportierende 

Ladung gebunden sind, gegensätzliche Kräfte aus und erzeugen dadurch eine 

Spannung an dieser Ladung, z.B. an einem Vesikel [196-198]. Die resultierende 

Transportrichtung ergibt sich aus der überwiegenden Kraft in eine Richtung durch 

erhöhte Anzahl der in die entsprechende Richtung transportierenden Motorproteine 

[105, 189, 199]. Dabei benötigen die Motoren immer ihre Gegenmotoren zur 

Ausführung der Motoraktivität. Der „knockdown“ von Kinesin-1 oder Dynein in 

Drosophila Zellen mittels siRNA resultierte in einem kompletten Verlust der 

peroxisomalen Bewegung [125, 126]. Ähnliche Phänomene wurden auch beim 

Transport anderer Organellen wie Mitochondrien oder Lysosomen beobachtet [123, 

200]. Es konnte gezeigt werden, dass sich entgegengesetzte Motoren sogar 

gegenseitig aktivieren können [126]. Der Verlust der peroxisomalen Bewegung nach 

Kinesin-1 bzw. Dynein „knockdown“ konnte durch Expression anderer Minus- bzw. 

Plusmotoren wieder aufgehoben werden.  

 

Allerdings scheinen aber in vivo Motorproteine nicht wahllos aktiv zu sein und daher 

wurden Mechanismen zur Koordination entgegengesetzter Motoren vorgeschlagen 

[125, 201], die z.B. die spezifische und unabhängige Bewegung unterschiedlicher 

Organellen erklären könnten. Möglichkeiten zur Regulation könnten unter anderem 

sterische Hinderungen oder posttranslationale Modifikationen darstellen [189]. Auch 
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die Existenz eines Koordinators, der als Schalter für die Motoraktivität wirken könnte, 

wurde postuliert [197, 202-204]. In Fischen ist z.B. der Transport von Melanophoren 

in Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes abhängig vom cAMP-Spiegel (cyclisches 

Adenosinmonophosphat) und von der Aktivität der Proteinkinase A [205]. Der 

Transport von Mitochondrien [206, 207] und Lipidtröpfchen [197, 203] scheint 

ebenfalls reguliert zu sein. Einen Mechanismus zur Regulation der 

Organellenbewegung stellt die Phosphorylierung von Motorproteinen dar [208-210]. 

So konnte gezeigt werden, dass sowohl konventionelles Kinesin (Kif5) als auch 

cytoplasmatisches Dynein in vivo phosphoryliert werden [211-214], wobei die 

Phosphorylierung die Bindung der Motorproteine an die zu transportierende Ladung 

löste und somit den Pool der ungebundenen Proteine im Cytoplasma erhöhte. 

 

 

 
Abbildung 1.9: Modelle für den bidrektionalen Transport von Organellen 

Für den bidirektionalen Organellentransport existieren verschiedene Modelle: Bei dem „tug-of-war“ 
Modell (A) sind entgegengesetzte Motorproteine gleichzeitig an die zu transportierende Ladung 
gebunden und erzeugen durch Ausübung gegensätzlicher Kräfte ein Spannung an dieser Ladung. Die 
resultierende Transportrichtung ergibt sich aus der überwiegenden Nettokraft, die durch die Anzahl 
und die Stärke der einzelnen Motoren bestimmt wird. Ein anderes Modell (B) dagegen postuliert die 
Koordination der Aktivität der einzelnen an die Fracht gebundenen Motorproteine. Entnommen und 
modifiziert aus [105]. 
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1.4 Ziel dieser Arbeit 
 

Mutationen in den Genen, die für die Peroxine PEX3, PEX16 und PEX19 kodieren, 

führen zur völligen Abwesenheit detektierbarer peroxisomaler Strukturen. Beim 

Menschen äußert sich dies in schweren Ausprägungen des Zellweger Syndroms, 

das bereits in den ersten Lebensjahren letal verläuft. In Zelllinien dieser Patienten 

können durch Wiedereinführung des betroffenen Gens vollständig funktionsfähige 

Peroxisomen de novo gebildet werden. Vor allem die frühen Phasen der 

peroxisomalen Biogenese sind bisher wenig verstanden und es bestehen z.B. 

Unklarheiten hinsichtlich des Ursprungs der peroxisomalen Membran und der 

Funktionen von PEX3, PEX16 und PEX19 während der Neubildung der 

Peroxisomen. 

 

Im Rahmen dieser Arbeit sollte die peroxisomale de novo Synthese am Beispiel der 

Komplementation PEX16-defizienter Zelllinien (ΔPEX16) untersucht werden und 

hinsichtlich der einzelnen Schritte der peroxisomalen Biogenese mittels 

Immunfluoreszenzmikroskopie charakterisiert werden. Auch die Fragestellung zum 

Herkunftsorts der peroxisomalen Membran sollte bearbeitet werden und sowohl die 

Plasmamembran als auch das endoplasmatische Reticulum diesbezüglich 

berücksichtigt werden. Der tatsächliche Vorgang der Vesikelabschnürung 

präperoxisomaler Vorläuferstrukturen konnte bisher nicht dargestellt werden und 

daher boten sich hierzu Beobachtungen an lebenden Zellen an. Präperoxisomale 

Vesikel und ER sollten durch Expression von PEX16-YFP und eines ER-Markers in 

ΔPEX16 Zellen markiert werden und die Position und Bewegung dieser beiden 

Organellen relativ zueinander untersucht werden. 

 

Die Peroxine PEX3 und PEX19 sind zusätzlich essentiell für den Import 

peroxisomaler Membranproteine der Klasse I. Ob diese Proteine auch eine Rolle 

beim Import von PEX3 in die peroxisomale Membran spielen, wird kontrovers 

diskutiert. „Knockdown“ Experimente mit siRNA gegen PEX19 und PEX16 in 

humanen Fibroblasten sollten Aufschluss über den Importweg von PEX3 in die 

peroxisomale Membran geben.  
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Eine sehr häufige Ursache für das Zellweger-Syndrom stellen Mutationen im Gen für 

PEX1 dar. Die Aufklärung der Funktion von PEX1 und die damit verbundene Suche 

nach Interaktionspartnern für PEX1 stellt daher eine wichtige Aufgabe der 

peroxisomalen Forschung dar. Bei einem „yeast-two-hybrid“ Screeningverfahren mit 

PEX1 wurde zuvor das C-terminale Kinesin KifC3 detektiert. Daher sollte die Rolle 

von KifC3 beim peroxisomalen Transport anhand von „knockdown“ Experimenten mit 

siRNA gegen KifC3 untersucht werden. Ausbildung und Art des peroxisomalen 

Phänotyps sollten dabei Aufschluss über die eventuelle Beteiligung dieses Kinesins 

beim Prozess der peroxisomalen Bewegung entlang von Mikrotubuli geben. 

Außerdem sollte die Interaktion von PEX1 mit KifC3 in Säugerzellen sowohl in vivo 

als auch in vitro mittels Coimmunopräzipitation überprüft werden. 

 

Die Ergebnisse dieser Arbeit sollten zu einem tieferen Verständnis sowohl 

hinsichtlich der de novo Synthese und der darin involvierten Faktoren als auch der 

peroxisomalen Bewegung und der Regulation des Transports von Peroxisomen 

führen.  
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2 Material und Methoden 
 

2.1 Reagenzien, Lösungen, Puffer und Medien 
 

Alle Chemikalien wurden entweder von Roth (Karlsruhe) oder von Sigma Aldrich 

(München) bezogen. Die Reagenzien für molekularbiologische Methoden waren 

soweit nicht anders angegeben von Fermentas (Thermo Fisher Scientific/Fermentas, 

St. Leon-Roth). Alle Oligonukleotide und Primer für die PCR wurden von Biomers 

(Ulm) synthetisiert. Für alle Puffer, Lösungen und Reaktionsansätze wurde 

Reinstwasser verwendet, das über verschiedene Ionenaustauscher und 

Membranfilter mittels einer Milli-Q Apparatur von Millipore (Schwalbach) aufgereinigt 

wurde. 

 
Tabelle 2.1: Zur Klonierung und Proteinanalyse verwendete Lösungen, Puffer und Medien 

Klonierung 

6x DNA Probenpuffer 10 mM Tris, 60% (v/v) Glycerin, 60 mM EDTA, 0,43 mM Bromphenolblau, 

pH 7,6 

5x TBE 450 mM Tris, 450 mM Borsäure, 10 mM EDTA, pH 8,0 

LB-Medium 1% (w/v) Peptone, 171 mM NaCl, 0,5% (w/v) Hefeextrakt 

LB-Amp LB-Medium, 100 µg/mL Ampicillin 

LB-Kan LB-Medium, 50 µg/mL Kanamycin 

LB-Agar LB-Medium, 1,5% (w/v) Agar 

SOC-Medium 2% (w/v) Peptone, 0,5% (w/v) Hefextrakt, 10 mM NaCl, 2,5 mM KCl, 10mM 

MgCl2, 10 mM MgSO4, 10 mM Glucose 

Proteinanalyse 

SDS-PAGE  

2x SDS-Probenpuffer 125 mM Tris pH 6,8 (HCl),138 mM SDS, 10% (v/v) β-ME, 20% (v/v) 

Glycerin, 0,29 mM Bromphenolblau 

SDS-Laufpuffer 25 mM Tris, 192 mM Glycin, 3,5 mM SDS 

Western Blot  

Blotting Puffer 

(Semidry) 

20 mM Tris, 150 mM Glycin, 1,73 mM SDS, 20% (v/v) Methanol 

Blotting Puffer  

(Tank-Blot) 

25 mM Tris, 192 mM Glycin, 0,35 mM SDS, 20% (v/v) Methanol 

Ponceau S Lösung 2,63 mM Ponceau S, 3% (v/v) HCl 
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TBS 1 M Tris, 1 M NaCl, pH 7,4 (HCl) 

TBS-Tween TBS, 0,1% (v/v) Tween-20 

PBS 10 mM Na2HPO4, 1,8 mM KH2PO4, 140 mM NaCl, 2,7 mM KCl 
PBS-Tween PBS, 0,1% (v/v) Tween-20 

PBS-T PBS, 0,1% (v/v) Triton X-100 

PBS-ST PBS, 0,69 mM SDS, 0,1% (v/v) Triton X-100 

Coimmunopräzipitation (CoIp) 

CoIp-Puffer 20 mM HEPES, 110 mM KAc, 5 mM NaAc, 2 mM MgAc, 1 mM EDTA, pH 

7.3 (KOH) 

Lysepuffer CoIp-Puffer, 0,5% (v/v) Triton, 72,46 mM BSA, 10% (v/v) Glycerin, 

Protease-Inhibitor-Cocktail (1:200, Sigma Aldrich, P-8340) 

 

2.2 Molekularbiologische Methoden 
 

Für alle molekularbiologischen Experimente wurde der in Tabelle 2.2 beschriebene 

E. coli Stamm DH5α verwendet. Die in dieser Arbeit benützten Vektoren sind in 

Tabelle 2.3 aufgelistet. 

 
Tabelle 2.2: Für molekurbiologische Methoden verwendeter E. coli Stamm  

Stamm Genotyp Herkunft 

DH5α F-Φ80lacZΔM15, Δ(lacZYA-argF)U169, recA1, endA1, hsdR17 

(rK-,mK+), phoA, supE44, thi-1, gyrA96, relA λ- 

Invitrogen (Karlsruhe) 

 

 
Tabelle 2.3: In dieser Arbeit verwendete Vektoren 

Vektor Ursprung 

pLVTHM Addgene, Cambridge, USA 

psuper puro Oligoengine, Washington, USA 

pGem-T Promega, Mannheim 

pcDNA3.1zeo Invitrogen, Darmstadt 

pEYFPN1 Takara Bio Europe/Clontech, Saint-Germain-en-Laye, Frankreich 
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2.2.1 Herstellung elektrokompetenter E.coli Zellen 
 

500 mL LB-Medium wurden mit 1 mL einer Übernachtkultur von DH5α angeimpft und 

bis zu einer OD600 von 0,5 kultiviert. Die Zellen wurden 15-30 Minuten auf Eis gekühlt 

und 40 min bei 3220 x g und 4°C abzentrifugiert. Nach Waschen mit 100 mL 

eiskaltem autoklaviertem Reinstwasser und 5 mL eiskalter 10%iger (v/v) 

Glycerinlösung wurde das Sediment in 5 mL 10%iger (v/v) Glycerinlösung 

aufgenommen und die Zellen bei -80°C eingefroren. 

 

2.2.2 Transformation von Plasmiden in elektrokompetente E. coli Zellen 

 

Zur Amplifizierung von Plasmiden wurden 50 µL elektrokompetente E.coli Zellen mit 

0,5 µg Plasmid-DNA gemischt und in 2 mm Elektroporationsküvetten bei 2500 V für 6 

ms elektroporiert. Anschließend wurden die Bakterienzellen in 500 µL SOC Medium 

aufgenommen und für 60 min bei 37°C inkubiert. 20 µL dieser Vorkultur wurden auf 

Selektionsagarplatten ausgestrichen und über Nacht bei 37°C inkubiert. 

 

2.2.3 Plasmidpräparation 

 

Die Plasmidpräparation erfolgte aus 50 mL LB-Selektionsmedium Kulturen, die am 

Abend zuvor mit Einzelklonen von Selektionsagarplatten oder aus Glycerinkulturen 

angeimpft wurden. Die Zellen wurden durch Zentrifugation für 15 min bei 3220 x g 

pelletiert und die Plasmid-DNA mit Hilfe des NucleoBond PC100 (Midi) Kits von 

Macherey-Nagel (Düren) nach Anweisung des Herstellers extrahiert (Plasmid DNA 

Purification User Manual, Nucelo Bond PC100, 09/2006, Rev.04, Macherey-Nagel). 

Die aufgereinigte Plamid-DNA wurde in 100 µL autoklaviertem Reinstwasser 

aufgenommen.  

 

 

 

 

 



Material und Methoden 

 24 

2.2.4 Konzentrationsbestimmung von DNA 
 

Die Konzentration isolierter Plasmid-DNA wurde photometrisch durch Messung der 

Absorption bei 260 nm in einer Quarzküvette bestimmt. Dabei entspricht eine 

optische Dichte von 1 bei 260 nm einer Konzentration von 50 µg/mL 

doppelsträngiger DNA. Die Reinheit der DNA-Proben wurde über den Quotienten 

aus der Absorption bei 260 nm und der Absorption bei 280 nm ermittelt, wobei ein 

Wert von 1,8 einer reinen DNA-Lösung entspricht. Verunreinigungen durch Proteine 

zeigen sich durch Abnahme dieses Quotienten.   

 

2.2.5 Agarose Gelelektrophorese 

 

Zur Bestimmung der Größe von DNA-Fragmenten und zur Trennung von DNA-

Gemischen mit unterschiedlicher Größe wurde eine Agarose Gelelektrophorese 

durchgeführt. Zunächst wurde die Agarose in 50 mL 0,5 x TBE Puffer geschmolzen 

und Ethidiumbromid in einer Konzentration von 1 mg/mL zugegeben. Dabei wurde 

entweder Sea Kem LE Agarose oder NuSieve GTG low melting Agarose (Biozym, 

Hessisch Oldendorf) verwendet. Nach Gießen und Erkalten des Gels wurde die 

Laufkammer mit 0,5 x TBE Puffer gefüllt. Die DNA-Proben wurden mit 6x DNA-

Probenpuffer versetzt und in die Taschen des Agarose-Gels überführt. Die 

Elektrophorese wurde für 1 Stunde bei 100 V durchgeführt. 

 

2.2.6 Klonierung von Plasmiden für den „knockdown“ von PEX19 mit shRNA 

 

Zur Herstellung eines Plasmids für den „knockdown“ von PEX19 wurden die 

verschiedenen Sequenzen, die für die Expression von shRNA gegen PEX19 

kodierten (Tabelle 2.4), einschließlich des H1-Promotors aus dem Vektor pLVTHM 

(pAD104, 105 und 106, Diplomarbeit Anne Dueck [215], siehe Tabelle 2.3 und 

Tabelle 2.11) geschnitten und in den Vektor psuper kloniert (siehe Tabelle 2.3), der 

die DNA-Sequenz für eine Puromycin Resistenz enthielt. Soweit nicht anders 

angegeben wurden alle zur Klonierung verwendeten Enzyme, Puffer und 

Chemikalien von Fermentas (Thermo Fisher Scientific/Fermentas, St. Leon-Roth) 

bezogen. 
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Tabelle 2.4: Oligonukleotide für die Expression von shRNA gegen PEX19 

Name Sequenz Funktion 

GD360 5’-cgc gtc ccc gtg ctc ttg atg att tcg att caa gag atc gaa atc atc aag 

agc act ttt tgg aaa t-3’ 

shPEX19-85 forw 

GD361 5’-cga ttt cca aaa agt gct ctt gat gat ttc gat ctc ttg aat cga aat cat 

caa gag cac ggg ga-3’ 

shPEX19-85 rev 

GD362 5’-cgc gtc ccc gag atc gcc agg aga cac ttt caa gag aag tgt ctc ctg 

gcg atc tct ttt tgg aaa t-3’ 

shPEX19-170 forw 

GD363 5’-cga ttt cca aaa aga gat cgc cag gag aca ctt ctc ttg aaa gtg tct cct 

ggc gat ctc ggg ga-3’ 

shPEX19-170 rev 

GD364 5’-cgc gtc ccc tgc cac tga cct tca gaa ctt caa gag agt tct gaa ggt cag 

tgg cat ttt tgg aaa t-3’ 

shPEX19-431 forw 

GD365 5’-cga ttt cca aaa atg cca ctg acc ttc aga act ctc ttg aag ttc tga agg 

tca gtg gca ggg ga-3’ 

shPEX19-431 rev 

 

Die Ausgangsplasmide und der Zielvektor wurden präparativ mit den 

Restriktionsenzymen EcoRI und ClaI verdaut und die DNA Fragmente in einem 2% 

(w/v) Agarose (low melt, Biozym Hessisch Oldendorf) Gel bzw. 0,8% (w/v) Agarose 

(Biozym, Hessisch Oldendorf) Gel aufgetrennt (siehe Kapitel 2.2.5). Die 

entsprechenden Banden wurden aus dem Gel ausgeschnitten und die Plasmid-DNA 

Fragmente unter Verwendung des Gelextraktionskits QiaexII von Qiagen (Hilden) 

aus dem Agarose Gel extrahiert. Dabei wurde die DNA in 20 µL sterilem 

Reinstwasser aufgenommen. Das einzuführende Fragment und der Vektor wurden in 

einem Verhältnis von 5:1 für 16 Stunden bei 16°C ligiert. Dafür wurde folgender 

Ligationsansatz hergestellt: 

 

25 ng  Vektor (psuper) 
43,05 ng  Insert (Oligonuklotide) 
1 µL   T4 DNA Ligase  
2 µL  T4 DNA Ligase Puffer 
ad 20 µL H2O (Reinstwasser, autoklaviert) 
 

Nach Ligation wurden die Ansätze für 20 Minuten gegen Reinstwasser dialysiert. 

Dafür wurden die Ansätze auf einen Nitrocellulose-Filter (0,25 µm VSWP, 

Merck/Millipore) gegeben, der auf 5 mL Reinstwasser in einer Zellkulturschale 

schwamm. Anschließend wurden die ligierten Plasmide in elektrokompetente E.coli 

transformiert, wie in Kapitel 2.2.2 beschrieben. 
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2.2.7 Klonierung eines Vektors für die Expression von KifC3-NLS 
 

Zur Herstellung eines Plasmids, das murines (m) KifC3 mit einem 

Kernlokalisationssignal (NLS) exprimierte, wurde zunächst mit Hilfe einer 

Polymerasekettenreaktion (PCR [216]) die DNA-Sequenz für KifC3 amplifiziert und 

über die verwendeten PCR-Primer (siehe Tabelle 2.5) Schnittstellen für die 

Restriktionsenzyme HindIII und BamHI eingebaut. Soweit nicht anders angegeben 

wurden alle zur Klonierung verwendeten Enzyme, Puffer und Chemikalien von 

Fermentas (Thermo Fisher Scientific/Fermentas, St. Leon-Roth) bezogen. 

 
Tabelle 2.5: PCR-Primer für die Klonierung von KifC3-NLS 

Name Sequenz Funktion 

GD453 5’-gcaagcttcgagctgtacaagtcc-3’ 
       HindIII 

PCR Primer KifC3 (m) forw 

GD454 5’-ggatccggctgacggctg-3’ 
   BamHI 

PCR Primer KifC3 (m) rev 

 

Es wurde folgender PCR-Ansatz hergestellt: 

 

100 ng  KifC3(m)-pEGFPC1 (pDD04)[152] 
5 µL   Primer GD453 (10 pmol/µL) 
5 µL   Primer GD454 (10 pmol/µL) 
1 µL   Pfu DNA Polymerase (2,5 U/µL) 
1 µL   dNTPs (10 mM)  
ad 50 µL  H2O (Reinstwasser, autoklaviert) 
 

und die PCR-Reaktion mit folgendem Programm durchgeführt: 

 

5 min  95°C 
3 min  95°C 
1 min  60°C 
4,5 min 72°C 
15 min 72°C 
Pause  4°C 
 

Anschließend wurden die 3’A-Überhänge der PCR Produkte durch Zugabe von 1 µL 

Taq-Polymerase und Inkubation für 15 Minuten bei 72°C angehängt. Die PCR 

Produkte wurden unter Verwendung des mi-PCR Purificatios Kits (Metabion, 

Martinsried) nach Angaben des Herstellers aufgereinigt und mit 50 µL sterilem 

Reinstwasser eluiert. Zur Ligation der PCR-Produkte mit dem Klonierungsvektor 

30 Zyklen 
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pGEM-T (siehe Tabelle 2.3) wurde folgender Reaktionsansatz (Vektor, Enzyme und 

Puffer von Promega, Mannheim) hergestellt und für 16 Stunden bei 16°C inkubiert: 

 

5 µL   2x Ligationspuffer  
1 µL   pGEM-T Vektor 
1 µL   PCR Produkt 
1 µL   T4 Ligase 
ad 10 µL  H2O (Reinstwasser, autoklaviert) 
 

Die Ligationsansätze wurden für 10 Minuten gegen Reinstwasser dialysiert und in 

elektrokompetente E.coli transformiert, wie im vorherigen Kapitel (2.2.6) beschrieben. 

Die positiven Klone wurden durch Blau-Weiß-Selektion ermittelt. Dafür wurden die 

elektroporierten Bakterien auf LBAmp/IPTG/X-Gal Agar-Platten ausgestrichen und über 

Nacht bei 37°C inkubiert. Positive Klone zeichneten sich durch eine Weißfärbung 

gegen blau gefärbte negative Klone ab, da das lacZ Gen im pGEM-T Vektor so 

angeordnet ist, dass es durch das Insert unterbrochen wird. Aus positiven Klonen 

wurde eine Übernachtkultur angesetzt und das klonierte Plasmid aufgereinigt (Kapitel 

2.2.3).  

 

Die DNA-Sequenz für murines KifC3 wurde nun aus dem Vektor pGEM-T in die 

multiple cloning site des Plasmids pSE7 (siehe Tabelle 2.11) kloniert, das die 

Sequenz für PEX6 mit einem dreifachen Flag-Tag und dreifacher NLS enthielt. Dafür 

wurde ein präparativer Restriktionsverdau für 2 Stunden bei 37°C mit 5 µg KifC3-

pGEM-T bzw. 5 µg pSE7 und den Restriktionsenzymen HindIII und BamHI 

durchgeführt um die Sequenz für PEX6-Flag aus dem Plasmid zu schneiden.  

 

Die DNA-Fragmente des Restriktionsansatzes wurden in einem 0,8%igen (w/v) bzw. 

0,5%igen (w/v) Agarose-Gel aufgetrennt. Die entsprechenden Banden wurden aus 

dem Agarose-Gel ausgeschnitten, die Plasmid-DNA Fragmente mit dem 

Gelextraktionskit QiaexII von Qiagen (Hilden) nach Angaben des Herstellers 

extrahiert und in 20 µL sterilem Reintswasser aufgenommen. Zuletzt wurden das 

Insert und der Vektor in einem Verhältnis von 5:1 nach Herstellung des folgenden 

Reaktionsansatzes für 16 Stunden bei 16°C ligiert: 
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25 ng  Vektor (pcDNA3-NLS) 
55,89 ng  Insert (KifC3) 
1 µL   T4 DNA Ligase  
2 µL  T4 DNA Ligase Puffer 
ad 20 µL H2O (Reinstwasser, autoklaviert) 
 

Die Ligationsansätze wurden für 10 Minuten gegen Reinstwasser dialysiert (siehe 

Kapitel 2.2.6) und das ligierte Plasmid in elektrokompetente E. coli transformiert, wie 

in Kapitel 2.2.2 beschrieben. 

 

2.2.8 RNA Isolierung aus Säugerzellen und cDNA Synthese 

 

Mit siRNA behandelte Zellen einer 75 cm2 Kulturflasche wurden nach Trypsinierung 

mit 10 mL Hanks(-) Puffer (ohne Ca2+ und Mg2+) gewaschen und aus den Zellpellets 

unter RNAse freien Bedingungen die RNA mit Hilfe des RNA spin Kit (PrepEase, 

Affymetrix/USB, High Wycombe, UK) nach den Angaben des Herstellers extrahiert. 

Die RNA wurde mit 40 µL RNAse freiem Wasser eluiert und 500 ng der extrahierten 

RNA wurden zu cDNA umgeschrieben. Dafür wurde die RNA-Lösung mit 1 µL einer 

Lösung der reversen Transkriptase aus MMLV (moloney murine leukemia virus) mit 

RNAse H+ Aktivität und 4µL einer Reaktionsmischung, die Oligo(dT)-Primer und 

„random hexamer primer“ enthielt, nach Angaben des Herstellers versetzt (iScript 

cDNA-Synthese-Kit, BioRad, München). Die cDNA wurde mit folgendem Programm 

im PCR-Block synthetisiert: 

 

5 min   25°C 
30 min 42°C 
5 min  85°C 
Pause  4°C 
 

2.2.9 Quantitative real-time PCR 

 

Zur relativen Quantifizierung der cDNA Mengen wurde eine quantitative real-time 

PCR durchgeführt. Die Reaktionsansätze wurden mit 1µL der synthetisierten cDNA, 

12,5 µL MaximaTM SYBR Green/ROX qPCR Master Mix (Thermo Fisher 

Scientific/Fermentas, St. Leon-Roth) und 0,75 µL (0,3 µM) der in Tabelle 2.6 

aufgelisteten Primer (bezogen von Biomers, Ulm) nach Angaben des Herstellers in 
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einer 96 Well-Platte (MicroAmp, Applied Biosystems, Darmstadt) angesetzt. Die 

Reaktionen wurden in einem StepOne Plus Real-time PCR System (Applied 

Biosystems, Darmstadt) mit folgendem Programm durchgeführt: 

 

2 min   50°C 
10 min 95°C 
15 s  85°C 
1 min  60°C 
 

Die Daten wurden während des 60°C-Schrittes gesammelt und im Anschluss an die 

PCR eine Schmelzkurvenanalyse nach folgendem Programm durchgeführt: 

 

15 sec  95°C 
1 min  60°C 
15 sec  95°C 
15 sec  60°C 
 

Die Reduzierung der mRNA Menge wurde nach der 2-ΔΔct Methode [217] berechnet, 

wobei GAPDH als internes Kontrollgen [218] benutzt wurde. 

 
Tabelle 2.6: Primer für die quantitative real-time PCR 

Name Sequenz Funktion 

GD234 5’-cat caa gaa ggt ggt gaa gca g-3’ GAPDH forw 

GD235 5’-caa agt ggt cgt tga ggg gca atg-3’ GAPDH rev 

GD456 5’-gag tgc tga gat tga ttc tga tg-3’ Kif5B forw 

GD457 5’-cgg aga tct gca tta tca cg-3’ Kif5B rev 

GD239 5’-cag caa ctg gga aga g-3’ PEX16 forw 

GD278 5’-tga gtg aca ggc ctg a-3’ PEX16 rev 

Hs_KifC3_1_SG QuantiTect® Primer Assay, Qiagen KifC3 primer mix 

 

2.2.10 Analyse des DNA-Gehalts mittels Durchflusszytometrie 

 

Um die Verteilung von COS7 Zellen in den verschiedenen Zellphasen nach 

„knockdown“ von KifC3 zu untersuchen, wurden die mit siRNA behandelten Zellen 

mittels Durchflusszytometrie auf ihren DNA-Gehalt hin untersucht. Dafür wurden 

COS7 Zellen einer 35 mm Schale 48 Stunden nach der zweiten Elektroporation 

abgeerntet und mit PBS-Puffer gewaschen. Die Pellets wurden in 0,5 mL PBS-Puffer 

resuspendiert und in 4,5 mL eiskaltes 70%iges (v/v) Ethanol überführt. Nach 

40 Zyklen 
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zweistündiger Fixierung auf Eis wurden die Zellen erneut mit PBS-Puffer gewaschen. 

Anschließend wurden die Zellen in 1 mL Propidiumiodid-Färbelösung (PBS-Puffer 

mit 1% (v/v) Triton X-100, 0,2 mg/mL RNAse A (AppliChem, Darmstadt) und 50 

µg/mL Propidiumiodid) resuspendiert und für 15 Minuten bei 37°C inkubiert. 

Mindestens 104 Zellen wurden mit dem LSR II (BD Biosciences, Heidelberg) 

Durchflusszytometer analysiert und die Verteilung der Zellen in den entsprechenden 

Zellphasen anhand des DNA-Gehalts der Zellen mit der FACS Diva Software 

quantifiziert. 

 

2.3 Proteinbiochemische Methoden 

2.3.1 SDS-PAGE 

 

Proteine aus Zellpellets (siehe Kapitel 2.4.2) bzw. Zelllysaten (siehe CoIp Kapitel 

2.3.3) wurden mittels diskontinuierlicher SDS-PAGE, modifiziert nach Lämmli, 

aufgetrennt [219]. Dafür wurden 20 µg (zur Detektion von PEX3 und PEX19) bzw. 40 

µg Protein (zur Detektion von KifC3 und PEX1) je nach Größe des zu detektierenden 

Proteins auf ein 8%iges bzw 12%iges SDS-Gel (Zusammensetzung siehe Tabelle 

2.7) aufgetragen und die Elektrophorese in einer mit SDS-Laufpuffer gefüllten 

Kammer bei einer Spannung von 150 V durchgeführt. 

 
Tabelle 2.7: Zusammensetzung der SDS-Gele 

 8% Trenngel 12% Trenngel 5% Sammelgel 

Acrylamid-Bisacrylamid* 26% (v/v)  40% (v/v) 16,5% (v/v) 

1,5 M Tris (pH mit HCl eingestellt) 390 mM (pH 8,8) 390 mM (pH 8,8) 185 mM (pH 6,8) 

350 mM SDS 3,47 mM 3,47 mM 3,43 mM 

440 mM APS 4,38 mM 4,38 mM 4,38 mM 

TEMED 5,16 mM 5,16 mM 8,51 mM 

*Mischung aus 30%iger Acrylamid- und 0,8%iger Bisacrylamid-Lösung in einem Verhältnis von 37,5:1 
(Rotiphorese Gel 30, Carl Roth, Karlsruhe) 
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2.3.2 Western Blotting 
 

Zur Durchführung der Immunodetektion [220] bestimmter Proteine wurden die im 

SDS-Gel aufgetrennten Proteine auf PVDF- (zur Detektion von PEX3, PEX16 und 

PEX19) bzw. auf Nitrocellulose-Membranen (zur Detektion von KifC3 und PEX1) für 

1 Stunde bei 20 V mit Hilfe eines Semidry-Blotting Systems (Bio-Rad, München) und 

Blotting Puffer übertragen.  

 
Tabelle 2.8: Zur Immunodetektion verwendete Antikörper beim Western Blotting 

Primäre Antikörper Ursprung Verdünnung Herkunft 

α-hsKifC3 Kaninchen 1:333 ProteinTech Group, Manchester, UK 

α-hsMAPK Maus 1:1000 QIAexpress Tag•100,  

MAP kinase 2 Epitop (EETARFQPGYRS), 

Qiagen, Hilden 

α-hsPEX1 Kaninchen 1:10000 AG Kunau, Bochum 

α-hsPEX3.1 Kaninchen 1:1000 Nora Treiber, AG Dodt 

α-hsPEX16 Kaninchen 1:1000 ProteinTech Group, Manchester, UK 

α-hsPEX19.1 Kaninchen 1:10000 Nora Treiber, AG Dodt 

α-ggTub α Maus 1:2000 Sigma Aldrich, München (T 6199) 

α-hsTub β I+II Maus 1:2000 Sigma Aldrich, München (T 8535) 

Sekundäre Antiköper Ursprung Verdünnung Herkunft 

α-Maus-HRP Ziege 1:15000 Sigma Aldrich, München 

α-Kaninchen-HRP Ziege 1:15000 Sigma Aldrich, München 

 

PVDF Membranen (Roti-PVDF, 0,45 µm, Roth, Karlsruhe) wurden nach Aktivierung 

in Methanol und anschließendem Waschen mit Puffer mit 10% (w/v) Milchpulver 

(blotting grade, fettarm, Roth, Karlsruhe) für 2 Stunden bei Raumtemperatur geblockt 

und Nitrocellulose Membranen (Roti-NC, 0,2 µm, Roth, Karlsruhe) mit 5% (w/v) 

Milchpulver über Nacht bei 4°C. Die Inkubation der primären Antikörper erfolgte für 2 

Stunden bei Raumtemperatur in TBS-Tween mit 5% (w/v) Milchpulver für α-KifC3, α-

PEX16, α-Tub α und α-Tub β Antikörper und in PBS-ST mit 5% Milchpulver für α-

PEX19 und α-PEX3 Antikörper. Die α-MAPK Antikörper wurden mit 5% (w/v) 

Milchpulver in TBS-Tween für 1 Stunde bei Raumtemperatur auf den Membranen 

inkubiert und die Detektion von PEX1 erfolgte mit Hilfe von α-PEX1 Antikörpern in 

PBS-Triton mit 2% (w/v) Milchpulver, die über Nacht bei 4°C inkubiert wurden. Alle 

Antikörper wurden wie in Tabelle 2.8 angegeben verdünnt. Die Membranen wurden 
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mehrmals gewaschen und der Peroxidase gekoppelte Sekundärantikörper für 1 

Stunde bei Raumtemperatur auf der Membran inkubiert. Nach erneutem Waschen 

wurden die Proteinbanden unter Verwendung des „ECL Western Blotting Substrates“ 

(Pierce, Thermo Fisher Scientific, Bonn) nach Angaben des Herstellers markiert und 

mit Hilfe eines lichtempfindlichen Films (Amersham HyperfilmTM ECL, GE Healthcare, 

München) detektiert. 

 

2.3.3 Coimmunopräzipitation 

 

Die Coimmunpräzipitation (CoIp) von KifC3 mit PEX1-myc wurde aus Zelllysaten 

durchgeführt. Dazu wurden COS7 Zellen einer 25 cm2-Kulturflasche transient mit 5 

µg PEX1-myc und 2,5 µg pcDNA3.1zeo, 2,5 µg KifC3-pLPCX und 5 µg pcDNA 

3.1zeo oder 5 µg PEX1-myc und 2,5 µg KifC3-pLPCX lipofiziert (siehe Kapitel 2.4.3, 

Plasmide siehe Tabelle 2.3 und Tabelle 2.11). 48 Stunden nach der Transfektion 

wurden die Zellen abgeerntet, zweimal mit 5 mL Hanks Puffer (mit Ca2+, Mg2+) 

gewaschen und nach Zugabe von 300 µL Lysepuffer (siehe Tabelle 2.1) für 30 

Minuten auf Eis inkubiert. Die Zellmembranen wurden durch Zentrifugation für 15 

Minuten bei 16100 x g und 4°C abgetrennt und die Überstände für die CoIp 

verwendet. 

 

Zunächst wurden die Magnetpartikel (Dynabeads® M-280, Invitrogen, Darmstadt), die 

mit α-Maus IgGs aus dem Schaf gekoppelt waren, wie vom Hersteller angegeben mit 

CoIp-Puffer vorbereitet und über Nacht bei 4°C mit α-myc Antikörpern aus der Maus 

in einer 1:100 Verdünnung mit 14,5 mM BSA inkubiert. Am nächsten Tag wurden die 

Partikel mit 1 mL CoIp-Puffer, der 14,5 mM BSA und 0,5% (v/v) Triton X-100 enthielt, 

gewaschen und in 200 µL Zelllysaten resuspendiert. Das Gemisch wurde für 2 

Stunden bei 4°C geschwenkt, die Partikel abgetrennt, und der Überstand mit SDS-

Probenpuffer für 5 Minuten auf 80°C erhitzt. Die Magnetpartikel wurden mehrere 

Male mit 0,5 mL CoIp-Puffer, der 1% (v/v) Triton X-100, 72,5 mM BSA, 4,8 mM 

Natriumdesoxycholsäure, 10% (v/v) Glycerin und Proteaseinhibitorcocktail (Sigma 

Aldrich, München, 1:200) enthielt, gewaschen und anschließend mit 25 µL 2x SDS-

Probenpuffer für 5 Minuten bei 80°C erhitzt. Nach Abtrennen der Magnetpartikel 

wurden 10 µL der Eluate und 40 µL der Überstände in einem 8%igen SDS-Gel (siehe 

Kapitel 2.3.1) aufgetrennt und die Proteine durch Tank-Blotting für 5 Stunden bei 30 



Material und Methoden 

 33 

V auf eine Nitocellulosemembran übertragen. Die Detektion von KifC3 und PEX1 

erfolgte wie in Kapitel 2.3.2 beschrieben.  

 

2.4 Zellbiochemische Methoden 
 

2.4.1 Kultivierung von Säugerzellen 

 

Alle Zellkulturmedien und Pufferlösungen wurden von PAA (Cölbe), Nunc (Fisher 

Scientific, Langenselbold) oder BD Biosciences (Heidelberg) erworben. Die 

verwendeten Zelllinien (siehe Tabelle 2.9 und Tabelle 2.10) wurden bei 37°C und 

8,5% CO2 in DMEM (4,5 g/L Glukose) kultiviert, das mit 10% (v/v) standardisiertem 

fötalem Kälberserum (FCS Gold), 2 mM L-Glutamin und 0,1 mM (50 mg/mL) 

Gentamicin versetzt worden war. Die verwendeten Patientenzelllinien (Tabelle 2.10) 

mit peroxisomalen Biogenese-Störungen sowie die Zelllinien GM5756T, COS7 und 

HEK293T waren zuvor mit dem großen T-Antigen des SV-40 Viruses transformiert 

worden, wie bereits beschrieben [221].  

 
Tabelle 2.9: Verwendete Säugerzelllinien 

Zelllinie Beschreibung Herkunft 

A549 humane Epithelzellen eines Lungenadenokarzinoms Probst, Tübingen  

(ATCC: CCL-185) 

COS7 immortalisierte CV-1 (Fibroblasten aus Nierengewebe 

der grünen Meerkatze) 

Probst, Tübingen 

(ATTC: CRL-1651) 

GM5756T immortalisierte humane Hautfibroblasten Moser, Baltimore (USA)  

HEK293T immortalisierte humane embryonale Epithelzellen aus 

der Niere 

Probst, Tübingen  

(ATTC: CRL-1573) 

HELA humane Epithelzellen eines Zervixkarzinoms Rapaport, Tübingen 

(ATCC: CCL-2) 

HepG2 humane Epithelzellen eines Leberzellkarzinoms Probst, Tübingen  

(ATCC: HB 8065) 
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Tabelle 2.10: Zelllinien von Patienten mit peroxisomalen Biogenese-Störungen 

PBD 

Nummer 

KG betroffenes 

Gen 

Beschreibung  Bezeichnung Herkunft 

PBD061 9 PEX16 PEX16-defiziente immortalisierte 

humane Hautfibroblasten 

(GM6231T) [21] 

ΔPEX16 Moser, 

Baltimore (USA) 

PBD399 14 PEX19 PEX19-defiziente humane 

Hautfibroblasten 

ΔPEX19 Wanders, 

Amsterdam 

(Niederlande) 

PBD009 1 PEX1 PEX1-defiziente immortalisierte 

humane Hautfibroblasten [222] 

ΔPEX1 Moser, 

Baltimore (USA) 

 

In der Gasphase von flüssigem Stickstoff gelagerte Zellen wurden schnell bei 37°C 

aufgetaut und in 5 mL Medium resuspendiert, das zusätzlich mit 10% FCS versetzt 

worden war (Auftaumedium). Nach Abzentrifugieren für 5 Minuten bei 200 x g 

wurden die Zellen in 5 mL Auftaumedium aufgenommen und in einer 25 cm2 

Zellkulturflasche kultiviert. Nach 2 Passagen wurde mit normalem Medium weiter 

kultiviert. 

 

Zur Passagierung wurden die adherenten Zellen einer 75 cm2 Zellkulturflasche mit 

10 mL Hanks(-) Puffer (Hank’s Balanced Salt Solution (BSS) ohne Ca2+, Mg2+) 

gewaschen und mit 2 mL Trypsin-EDTA-Lösung (0,5 mg/mL Trypsin, 0,75 nM EDTA, 

PAA Pasching, Österreich) behandelt. Nachdem sich die Zellen durch die Trypsin-

Behandlung abgelöst hatten, wurden sie in Medium aufgenommen und in einer 

geeigneten Verdünnung auf neue Kulturflaschen verteilt. 

 

Die Lagerung der Säugerzellen erfolgte bei -196°C in der Gasphase von flüssigem 

Stickstoff. Um die Zellen einer 75 cm2 Zellkulturflasche einzufrieren, wurden sie 

trypsiniert, in 10 mL Medium aufgenommen und für 5 Minuten bei 200 x g 

abzentrifugiert. Nach Resuspension in 3,8 mL kaltem Medium, das zusätzlich mit 

10% (v/v) FCS und 10% (v/v) Dimethylsulfoxid (DMSO) versetzt worden war 

(Einfrier-Medium), wurden die Zellen auf zwei Kryoröhrchen verteilt und zunächst für 

zwei Stunden bei -20°C und anschließend über Nacht bei -80°C eingefroren, bevor 

sie in die Gasphase des Stickstofftanks überführt wurden. 
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Mikrotubuli in COS7 Zellen bzw. in ΔPEX16T Zellen wurden durch Zugabe von 5 µM 

Nocodazol (AppliChem, Darmstadt) bei 37°C für zwei Stunden bzw. für 24 Stunden 

depolymerisiert. Zu siRNA-behandelten COS7 Zellen wurde direkt nach der zweiten 

Elektroporation Cytochalasin B (AppliChem, Darmstadt) in einer Konzentration von 4 

µM gegeben und für 48 Stunden bis zur Präparation auf den Zellen inkubiert. 

ΔPEX16T Zellen wurden mit 1 µM und 2 µM Cytochalasin B für 24 Stunden 

behandelt. Um Zellen mit KifC3 „knockdown“ in der S-Phase des Zellzyklusses zu 

synchronisieren, wurde Thymidin (Carl Roth, Karlsruhe) in einer Konzentration von 

10 mM für 24 Stunden zugegeben.  

 

Zellen, die mit einem Plasmid transfiziert wurden, das die Sequenz für eine 

Puromycinresistenz enthielt (pDD01, pDD02, pDD03) wurden mit Puromycin (PAA, 

Pasching, Österreich) 2-3 Tage nach der Transfektion zunächst in einer 

Konzentration von 0,2 µg/mL für 4-7 Tage selektiert und anschließend die Puromycin 

Konzentration auf 1,0 µg/mL erhöht. Nach weiteren 7 Tagen war die Selektion 

abgeschlossen und die Zellen wurden mit einer Konzentration an Puromycin von 0,2 

µg/mL weiter kultiviert. 
 

2.4.2 Herstellung von Zellpellets 
 

Zur proteinbiochemischen Analyse mittels SDS-PAGE (siehe Kapitel 2.3.1) und 

Western Blotting (siehe Kapitel 2.3.2) wurden aus den Zellkulturen Proteinpellets 

hergestellt. Dafür wurden die Zellen einer 75 cm2 Zellkulturflasche wie in Kapitel 

2.4.1 beschrieben trypsiniert und durch Zentrifugation für 5 Minuten bei 200 x g 

pelletiert. Die Pellets wurden zweimal mit 10 mL Hanks(+) Puffer (Hanks BSS mit 

Ca2+ und Mg2+) gewaschen und die Zellen in 100 µL autoklaviertem Reinstwasser 

aufgenommen. Die Proteinprobe wurde mit SDS-Probenpuffer versetzt, für 5 Minuten 

aufgekocht und schließlich bei -20°C gelagert.  
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2.4.3 Transfektion von Plasmiden in Säugerzellen 
 

Zellen einer 25 cm2 Kulturflasche bzw. –schale wurden, soweit nicht anders 

angegeben, mit 5 µg Plasmid-DNA (Tabelle 2.11) lipofiziert.  

 
Tabelle 2.11: Verwendete Vektoren und Plasmide zur transienten Transfektion 

Name Vektor Insert Ursprung 

pDsRed2-ER pDsRed2 ER-targeting-DsRed2 
DsRed2-KDEL 

Takara Bio Europe/Clontech, Saint-
Germain-en-Laye, Frankreich 

pDD05 pLPCX KifC3(h) De et al. [154] 

pDD04 pEGFP-C1 KifC3(m) Meng et al. [152] 

pDD06 pGem-T KifC3(m) Denise Dietrich 

pDD07 pcDNA3 KifC3(m)-3xNLS Denise Dietrich 

pHP57 pcDNA3.1zeo PEX1-myc Herma Portsteffen 

pMS20 pcDNA3.1zeo PEX3-myc Monika Soukupova 

PEX3-YFP pEYFP-N1 PEX3 Anja Muntau 

pGD152 pcDNA3 PEX5L-myc Gabriele Dodt 

pBM36 pcDNA3.1zeo PEX6-myc Britta Moellers 

pSE7 pcDNA3 PEX6-3xFlag-3xNLS Patrick Schulte-Euler 

pHCP7 pcDNA3.1zeo PEX11β-myc Heike Pieper 

pAD12 pEYFP-C1 PEX13 Alexandra Dieterle 

pGKW48 pcDNA3 PEX14-myc Garnet Will 

pBG4.15 pEYFP-N1 PEX16 Birgit Gürke 

pKB8.1 pcDNA3.1zeo PEX16-myc Katrin Bagner 

PEX19-YFP pcDNA3 PEX19-YFP Anja Muntau 

pAD104 pLVTHM shPEX19, GD 360/361 Anne Dueck 

pAD105 pLVTHM shPEX19, GD362/363 Anne Dueck 

pAD106 pLVTHM shPEX19, GD364/365 Anne Dueck 

pDD01 psuper puro shPEX19, GD 360/361 Denise Dietrich 

pDD02 psuper puro shPEX19, GD362/363 Denise Dietrich 

pDD03 psuper puro shPEX19, GD364/365 Denise Dietrich 

pJD10 pcDNA3.1zeo PEX26-myc Jan Diekmann 

PMP70-myc pcDNA3 PMP70-myc Steve Gould 

pEB22.11 pEGFP-C1 PTS1 Elisabeth Becker 

pFL4 pEYFP-N1 PTS2 Florian Leese 

 

Dafür wurde zunächst die DNA und 10 µL jetPEI (Polyethylenimin) von PeqLab 

(Erlangen) in 250 µL 150 mM NaCl separat gelöst. Anschließend wurde die jetPEI-

Lösung zum DNA-Gemisch gegeben und 20 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. 
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Nachdem das Medium auf den Zellen zu Antibiotika freiem Medium gewechselt 

worden war, wurde der jetPEI-DNA-Mix tropfenweise direkt in das Medium gegeben. 

Nach 3-4 Stunden Inkubation bei 37°C wurde das Medium wieder zu Vollmedium 

gewechselt. 

 

2.4.4 Indirekte Immunfluoreszenz-Anfärbung und Mikroskopie 

 

Die am Vortag auf Deckgläser ausgesäten Zellen wurden mit Dulbeccos PBS (D-

PBS, Gibco/Invitrogen, Darmstadt) gewaschen und 20 Minuten lang mit 3% (v/v) 

Formaldehyd (in D-PBS) fixiert. Anschließend wurden die Zellmembranen mit 1% 

(v/v) Triton X-100 (in D-PBS) für 5 Minuten permeabilisiert. Die Erstantikörper 

wurden so wie in Tabelle 2.12 angegeben in D-PBS verdünnt und pro Deckglas 30 

µL Antikörperlösung auf Parafilm pipettiert. Die Deckgläser wurden mit der 

zellbewachsenen Seite nach unten auf die Tropfen aufgelegt und die Zellen für 30 

Minuten mit der Antikörperlösung inkubiert. Nach zehnmaligem Waschen mit D-PBS 

erfolgte die Inkubation der mit Fluoreszenzfarbstoffen gekoppelten Zweitantikörper 

für 10 Minuten. Anschließend wurden die Zellen erneut zehnmal mit D-PBS Lösung 

gewaschen und mit 15 µL Mowiol-Einbettlösung pro Deckglas (9,6% (w/v) Mowiol    

4-88, 24% (w/v) Glycerin, 11,8 mM n-Propylgallat, 0,1 M Tris-HCl, pH 8) auf 

Objektträgern fixiert.  

 

Aktinfilamente wurden durch Bindung von Phalloidin, das mit Tetramethylrhodamin B 

Isothiocyanat gekoppelt war (Sigma Aldrich, München), in einer Verdünnung von 

1:500 analog zu den primären Antikörpern detektiert. Um Mitochondrien anzufärben 

wurden die Zellen mit einem mitochondrialen Marker (MitoTracker Red CMXRos, 

Molecular Probes/Invitrogen, Darmstadt) in einer Konzentration von 37,6 µM 30 

Minuten vor der Fixierung bei 37°C inkubiert. 

 

Die Präparate wurden am nächsten Tag mit Hilfe des Fluoreszenzmikroskops 

Axiovert 200 M (Zeiss, Jena), ausgestattet mit einem AxioPlan Apochromat 1.4 63x 

Ölobjektiv, betrachtet. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen wurden mit Hilfe einer 

AxioCam MR Kamera in Kombination mit der AxioVision 4.7.2 Software (Zeiss, Jena) 

angefertigt. 
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Tabelle 2.12: Für die Immunfluoreszenz-Färbung verwendete Antikörper 

Primäre Antikörper Ursprung Verdünnung Herkunft 

α-AFP (3E6) Maus 1:400 QBiogene/MP Biomedicals, Illkirch, Frankreich 

α-hsCav-1 Maus 1:200 Acris Antibodies, Herford 

α-hsEEA1 Maus 1:100 BD Biosciences, Heidelberg 

α-mmFlot I Kaninchen 1:100 Sigma Aldrich, München 

α-hsFlot II Kaninchen 1:50 Sigma Aldrich, München 

α-rnGM130 Maus 1:50 BD Biosciences, Heidelberg 

α-hsKifC3 Kaninchen 1:50 ProteinTech Group, Manchester, UK 

α-myc (9B11) Maus 1:200 Cell Signaling/NEB, Frankfurt a.M.  

(Epitop: EQKLISEEDL) 

α-hsPEX14 Kaninchen 1:400 Garnet Will, AG Kurnau, Bochum [223] 

α-hsPMP70 Schaf 1:100 Stephen Gould, Baltimore, USA 

α-ggTub α Maus 1:100 Sigma Aldrich, München 

α-hsTub β I+II Maus 1:100 Sigma Aldrich, München 

α-hsThiolase  Kaninchen 1:100 Stephen Gould, Baltimore, USA 

Sekundäre Antikörper Ursprung Verdünnung Herkunft 

Alexa Fluor-488  

α-Maus/Kaninchen 

Ziege/Esel 1:300 Molecular Probes/Invitrogen, Darmstadt 

Alexa Fluor-594  

α-Maus/Kaninchen 

Ziege/Esel 1:200 Molecular Probes/Invitrogen, Darmstadt 

Alexa Fluor-488  

α-Schaf 

Esel 1:300 Molecular Probes/Invitrogen, Darmstadt 

Alexa Fluor-594  

α-Schaf 

Esel 1:200 Molecular Probes/Invitrogen, Darmstadt 

 

2.4.5 Lebendzellbeobachtung von Säugerzellen 

 

Um die Bewegung von Peroxisomen in vivo in Echtzeit zu verfolgen, wurden die zu 

beobachtenden Zellen auf 3,5 cm Zellkulturschalen mit Glasboden (MatTek, Ashland, 

USA) ausgesät und mit 0,5 µg PEX16-YFP, 0,5 µg ER-Marker bzw. 0,3 µg YFP-

PTS1 pro Schale transfiziert. Direkt vor der Lebendzellbeobachtung wurde das 

Medium über den Zellen entfernt und durch Hanks(+) Puffer (mit Ca2+, Mg2+) ersetzt. 

Die Aufnahme der Zeitreihen erfolgte soweit nicht anders angegeben 24 Stunden 

nach der Transfektion entweder mit einem Fluoreszenzmikroskops Axiovert 200 M 

(Zeiss, Jena), ausgestattet mit einem AxioPlan Apochromat 1.4 63x Ölobjektiv und 

einer AxioCam MR in Kombination mit der AxioVision 4.7.2 Software oder mit dem 

Axio Observer.Z1, ausgestattet mit einem alpha Plan-Fluar 1.45 100x Ölobjektiv und 
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einer AxioCam MR3 in Kombination mit der AxioVision 4.8 Software. Während der 

Aufnahmen wurden die Zellen bei 37°C in einer Wärmekammer (Heating Insert P, 

PeCon GmbH, Erbach) inkubiert. Es wurden 40 bis 80 Bilder bei einer 

Belichtungszeit von 40 bis 200 ms bei maximaler Geschwindigkeit in einer z-Ebene 

aufgenommen. Die Bewegung der Peroxisomen wurde mit Hilfe der Tracking 

Software (AxioVision 4.8.2) von Zeiss manuell über die komplette Zeitreihe verfolgt.  

 

2.4.6 Transfektion von siRNA in Säugerzellen 

 

Um mittels RNAi gezielt mRNA herunter zu regulieren wurden GM5756T-Zellen (zum 

„knockdown“ von PEX16 und PEX19) bzw. COS7-Zellen und ΔPEX16T-Zellen (zum 

„knockdown“ von KifC3 und Kif5B) mit siRNA (bezogen von Qiagen, Hilden, 

Sequenzen siehe Tabelle 2.13) elektroporiert. Zellen einer 75 cm2 Flasche wurden 

wie in Kapitel 2.4.1 beschrieben trypsiniert, in Medium aufgenommen und 3x106 

Zellen pro Elektroporationsansatz für 5 Minuten bei 200 x g zentrifugiert. Die 

Zellpellets wurden in 0,5 mL 4°C kaltem DMEM ohne Zusätze resuspendiert. In 

Elektroporationsküvetten mit 4 mm Spaltbreite wurde 1 nmol (20 µM) siRNA gegen 

PEX19, Kif5B und KifC3 bzw. 0,6 nmol (20 µM) siRNA gegen PEX16 vorgelegt und 

mit der Zellsuspension gemischt. Die Elektroporation erfolgte mit dem „time constant 

protocol“ des Elektroporators Gene Pulser XCell (BioRad, München) für 25 ms bei 

230 V. Die elektroporierten Zellen wurden sofort in 1 mL vorgewärmten Vollmedium 

aufgenommen und für GM5756T und ΔPEX16T Zellen zwei Elektroporationsansätze 

in eine 75 cm2 Kulturflasche überführt bzw. für COS7 Zellen ein 

Elektroporationsansatz in eine 75 cm2 Kulturflasche überführt. Nach 24 Stunden 

wurde die siRNA Behandlung auf die gleiche Weise wiederholt. Die Zellen wurden 

zur Überprüfung der mRNA-Menge 24 Stunden nach der zweiten Elektroporation 

abgeerntet und die Kontrolle des „knockdowns“ auf Proteinebene sowie die 

Präparation für die Immunfluoreszenzmikroskopie erfolgte, soweit nicht anders 

angegeben, 48 Stunden nach der zweiten siRNA Behandlung.  
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Tabelle 2.13: Verwendete siRNA 

Name Sequenz Ursprung 

siPEX19 5’-gag auc gcc agg aga cac utt-3’ Jones et al.[60] 

siPEX16.2 5’-gga cca ucc ugc ugc ucu att-3’ Petra Krensel, AG Dodt[224] 

siKifC3 5’-ggc ugu gca cga gaa ucu att-3’ Qiagen (Hs_KifC3_5), Hilden 

siKif5B 5’-gcc uua ugc auu uga ucg gtt-3’ Splinter et al.[225] 

siKontrolle AllStars Neg. Control siRNA Qiagen, Hilden 
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3 Ergebnisse 
 

Peroxisomen zeichnen sich durch eine sehr hohe Dynamik aus, die sich in 

verschiedensten Aspekten äußert. Dabei stellt nicht nur die Variabilität ihrer Anzahl 

pro Zelle je nach metabolischen Ansprüchen [3] sondern auch die gleichmäßige 

Verteilung innerhalb der Zelle eine wichtige Eigenschaft dieser Organellen dar. Die 

Vermehrung von Peroxisomen kann außer über Wachstum und Teilung [19] auch 

über deren komplette Neubildung in Abhängigkeit der Peroxine PEX3, PEX16 und 

PEX19 erfolgen [21-23, 226].  

 

Im Rahmen dieser Arbeit wurden zwei verschiedenen Bereiche bearbeitet, die die 

hohe peroxisomale Dynamik verdeutlichen. Zum einen wurden die einzelnen Schritte 

der de novo Synthese von Peroxisomen in einer Peroxisomen-defizienten Zelllinie 

genauer charakterisiert und verschiedene mögliche Faktoren, die in diesen Prozess 

involviert sein könnten, analysiert. Zum anderen wurde der Transport und die 

Positionierung von Peroxisomen in Abhängigkeit zwei verschiedener Kinesine, 

Kinesin-1 (Kif5) und KifC3, untersucht. Dafür wurde zunächst die Art der Bewegung 

von Fluoreszenz-markierten Peroxisomen mittels Lebendzellbeobachtung verfolgt 

und beschrieben. Anschließend wurde durch „knockdown“ der beiden Kinesine 

mittels siRNA die Beteiligung dieser Motorproteine beim Prozess der peroxisomalen 

Verteilung innerhalb der Zelle gezeigt.  

 

3.1 Peroxisomenbiogenese 
 

Patientenzelllinien des Zellweger Syndroms mit Mutationen in den Genen für PEX3, 

PEX16 und PEX19 zeichnen sich durch völlige Abwesenheit detektierbarer 

peroxisomaler Strukturen aus. Einführung des entsprechenden Gens durch 

Plasmidtransfektion der Peroxisomen-defizienten Zelllinien führt zur Neubildung von 

Peroxisomen [21-24]. Diese de novo Biogenese lässt sich in drei Schritte einteilen: 

Zunächst wird die peroxisomale Membran gebildet (1), in die die Membranproteine 

importiert werden (2) und anschließend den Import der Matrixproteine ermöglichen 

(3). 
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Verschiedenste bereits veröffentlichte Studien legen zwar die Beteiligung des 

endoplasmatischen Reticulums (ER) bei der Neubildung von Peroxisomen nahe [30-

32, 39-41], allerdings ist der Mechanismus nach wie vor weder für niedere noch für 

höhere Organismen geklärt. Daher wurde in dieser Arbeit die zeitliche Abfolge der 

einzelnen Schritte während der Komplementation PEX16-defizienter Zelllinien 

(ΔPEX16) analysiert und auf die Herkunft der peroxisomalen Membran eingegangen, 

wobei sowohl das ER als auch andere Membransysteme als Ursprungsort 

berücksichtigt wurden. Zudem wurde der Einfluss des Cytoskeletts und Mikrotubuli-

assoziierter Motorproteine auf die peroxisomale de novo Synthese in den frühen 

Schritten untersucht. 

 

Auch der zweite Schritt des Imports von Membranproteinen in die peroxisomale 

Membran wird kontrovers diskutiert [66, 227-229]. Der bisher angenommen 

Mechanismus eines posttranslationalen Imports der peroxisomalen Membranproteine 

aus dem Cytosol in Abhängigkeit der Peroxine PEX19 und PEX3 [19] wird durch 

neuere Erkenntnisse in Frage gestellt. In Hefen wurde gezeigt, dass ein Großteils der 

Membranproteine nach Insertion in das ER über vesikulären Transport vom ER zu 

den Peroxisomen gelangt [36]. Dabei ist vor allem der Importweg für PEX3, ein 

peroxisomales Membranprotein der Klasse II [60, 65], noch relativ unklar. Im 

Rahmen dieser Arbeit wurden „knockdown“ Experimente mit siRNA durchgeführt, die 

die Rolle von PEX19 und PEX16 beim Import von PEX3 in die peroxisomale 

Membran klären sollten. 

 

3.1.1 Komplementation von PEX16-defizienten humanen Fibroblasten 

 

Humane Fibroblasten der Linie GM6231T enthalten aufgrund einer PEX16-

Punktmutation im Codon für Arginin 176, was zu einem Nonsense-Codon führt, kein 

PEX16-Protein und können somit keine peroxisomalen Strukturen ausbilden. Nach 

Transfektion mit Konstrukten, die für die Expression von PEX16 kodieren, bilden sich 

in verschiedenen Schritten erneut voll funktionsfähige Peroxisomen aus [21, 25]. 

 

In den folgenden Kapiteln wurde die Kinetik der peroxisomalen Biogenese PEX16-

defizienter humaner Fibroblasten charakterisiert und die Herkunft der Membran 

präperoxisomaler Vesikel in den frühen Stadien untersucht sowie der Einfluss des 
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Cytoskeletts und zwei verschiedener Motorproteine auf die Bildung dieser Vesikel 

analysiert. 

 

3.1.1.1 Kinetik der Komplementation von PEX16-defizienten Fibroblasten 

 

Bevor die Kinetik der peroxisomalen Biogenese untersucht werden konnte, wurde 

zunächst die Abwesenheit von Peroxisomen in PEX16-defizienten humanen 

Fibroblasten (ΔPEX16) überprüft. Dafür wurden ΔPEX16-Zellen mit einem Plasmid 

transient transfiziert, das für die Expression des mit YFP gekoppelten peroxisomalen 

Targetingsignals 1 (PTS1) kodierte. Die Zellen wurden 24 Stunden nach der 

Transfektion fixiert und GFP, PEX14, ein peroxisomales Membranprotein, und 

Thiolase, ein peroxisomales Matrixprotein mit PTS2, mit spezifischen Erstantikörpern 

und Alexa 488 bzw. Alexa 594 markierten Sekundärantikörpern sichtbar gemacht.  

 

  
Abbildung 3.1: Peroxisomendefizienz in humanen ΔPEX16-Fibroblasten 

Humane PEX16-defiziente Fibroblasten wurden mit YFP-PTS1 transient transfiziert und 24 Stunden 
nach der Transfektion mit Erstantikörpern gegen GFP und Alexa 488 gekoppelten Zweitantikörpern 
bzw. mit Erstantikörpern gegen PEX14 und Thiolase und Alexa 594 markierten Sekundärantikörpern 
sichtbar gemacht. Durch PEX16-Defizienz wurden keine peroxisomalen Strukturen ausgebildet. Daher 
waren peroxisomale Matrixproteine wie YFP-PTS1 und Thiolase cytosolisch lokalisiert, wohingegen 
PEX14, ein peroxisomales Membranprotein, an den Mitochondrien mislokalisiert war. Die 
Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Bei der Analyse der Präparate mittels Fluoreszenzmikroskopie zeigte sich, dass in 

ΔPEX16-Zellen keine peroxisomalen Strukturen detektierbar waren. Dies äußerte 

sich in der cytosolischen Lokalisation der beiden Matrixproteine YFP-PTS1 

(Abbildung 3.1) und Thiolase, da Peroxisomen zum Import dieser Proteine fehlten. 



Ergebnisse 

 44 

Aufgrund der Abwesenheit peroxisomaler Membranen wurde PEX14, wie in 

Abbildung 3.1 ersichtlich, in die Mitochondrien mislokalisiert.  

 

Um die Peroxisomenbiogenese und somit die Komplementation auszulösen, wurden 

ΔPEX16-Zellen mit Konstrukten transfiziert, die für die Expression von PEX16-YFP 

oder PEX16-myc kodierten. Zur Kontrolle wurden der Leervektor und ein Plasmid 

transfiziert, das für die Expression von YFP-PTS1 kodierte. Die Zellen wurden 24, 48 

und 72 Stunden nach der Transfektion fixiert und myc, PEX14 und Thiolase durch 

Verwendung spezifischer Erstantikörper und Alexa 488 bzw. Alexa 594 markierten 

Zweitantikörper sichtbar gemacht. In Abbildung 3.2 ist exemplarisch die 

Komplementation von ΔPEX16 Zellen mit PEX16-myc dargestellt. Einen Tag nach 

der Transfektion waren die ersten präperoxisomalen Strukturen zu sehen, die bereits 

PEX16-myc enthielten. Kotransfektion mit PEX3-YFP zeigte, dass PEX3 ebenfalls 

nach 24 Stunden in die Vesikel importiert wurde. Peroxisomale Membranproteine wie 

PEX14 waren allerdings noch in den Mitochondrien mislokalisiert, was zu einem 

fehlenden Import der peroxisomalen Matrixproteine wie Thiolase führte. Doch einen 

Tag später waren die peroxisomalen Vesikel auch positiv für die Membranproteine 

PEX14 (Abbildung 3.2) sowie PEX13 (Diplomarbeit Mathias Stotz [45]) und weitere 

24 Stunden später wurden auch Matrixproteine wie Thiolase (Abbildung 3.2) und 

Katalase (Diplomarbeit Mathias Stotz [45]) erfolgreich in die Peroxisomen importiert, 

womit die Biogenese der Peroxisomen drei Tage nach der Transfektion 

abgeschlossen war. 
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       Abbildung 3.2: Komplementation von humanen ΔPEX16 Fibroblasten 
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Humane PEX16-defiziente Fibroblasten wurden mit PEX16-myc transient transfiziert und 24 Stunden, 
48 Stunden und 72 Stunden nach der Transfektion für die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert. 
PEX14 und Thiolase wurden durch Verwendung von spezifischen Erstantikörpern und Alexa 594 
gekoppelten Zweitantikörpern markiert. Der myc-Tag wurde durch Verwendung von α-myc 
Erstantikörpern und Alexa 488 gekoppelten Zweitantikörpern detektiert. In der obersten Zeile wurde 
zusätzlich PEX3-YFP transfiziert. 24 Stunden nach der Transfektion waren präperoxisomale 
Strukturen sichtbar, die hier durch punktierte Färbung von PEX16-myc und PEX3-YFP angezeigt 
wurden. Der Import von PEX14 als peroxisomales Membranprotein erfolgte nach 48 Stunden, 
wohingegen peroxisomale Matrixproteine wie Thiolase erst 72 Stunden nach der Transfektion in die 
Peroxisomen transportiert wurden. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

 

Quantifizierung der ΔPEX16-Zellen mit PEX16-positiven Vesikeln (Abbildung 3.3A), 

PEX14-positiven Vesikeln (B) und Thiolase-positiven Vesikeln (C) 24 Stunden, 48 

Stunden und 72 Stunden nach der Transfektion mit PEX16-myc oder PEX16-YFP 

(D) bestätigte diese Ergebnisse. Bereits nach 24 Stunden war das Maximum an 

Zellen mit PEX16-positiven präperoxisomalen Vesikeln erreicht. Dagegen waren 

zwar schon nach 24 Stunden Vesikel mit importiertem PEX14 vorhanden, aber die 

Zahl der Zellen mit PEX14-positiven Präperoxisomen erhöhte sich in den weiteren 24 

Stunden noch um den Faktor 1,5 bis 2, so dass erst 48 Stunden nach der 

Transfektion der Import dieses Membranproteins abgeschlossen war. Eine 

vollständige Komplementation der ΔPEX16-Zellen mit reifen Thiolase-positiven 

Peroxisomen zeigte sich erst 3 Tage nach der Transfektion.  

 

Bei Vergleich der Komplementationsfähigkeit der beiden verwendeten PEX16 

Konstrukte war ein deutlicher Unterschied zu erkennen: Trotz sinkender 

Expressionsraten des PEX16-myc Proteins (Abbildung 3.3D) über die beobachteten 

3 Tage, waren nach Transfektion dieses Konstrukts 1,5 bis 2 mal mehr Zellen mit 

PEX16- und PEX14-positiven Vesikeln vorhanden verglichen mit PEX16-YFP 

transfizierten Zellen (A und B). Zudem waren nach Transfektion mit PEX16-myc 

bereits nach 48 Stunden Thiolase-positive Vesikel sichtbar, was nach Transfektion 

mit PEX16-YFP nicht der Fall war (C). Diese schlechtere Komplementationseffizienz 

des PEX16-YFP Konstrukts lässt sich auf die Toxizität des Proteins bei sehr hohen 

Expressionsmengen zurück führen. Die Zellen, die sehr viel PEX16-YFP 

exprimierten starben ab, bevor eine Komplementation eintreten konnte. 
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Abbildung 3.3: Charakterisierung der verschiedenen Phasen der peroxisomalen Biogenese  

Die peroxisomale Lokalisation verschiedener Proteine wurde 24 Stunden (h), 48 Stunden und 72 
Stunden nach Transfektion PEX16-defizienter Fibroblasten mit PEX16-YFP oder PEX16-myc 
quantifiziert. Zur Kontrolle wurden der Leervektor und YFP-PTS1 kotransfiziert. Es ist exemplarisch 
jeweils ein Versuch dargestellt, wobei A und D den Mittelwert und die Streuung innerhalb eines 
Versuches durch Auszählen zwei verschiedener Objektträger anzeigen. Es wurden jeweils 
mindestens 500 Zellen ausgezählt. 
 

 

3.1.1.2 Charakterisierung der Faktoren zur Bildung von Präperoxisomen 

 

Die Herkunft der peroxisomalen Membran bei der peroxisomalen Biogenese nach 

Komplementation Peroxisomen-defizienter Zelllinien wird kontrovers diskutiert und ist 

bisher noch nicht geklärt (siehe hierzu auch Kapitel 1.2.1). Für Saccharomyces 

cerevisiae wurde ein Modell postuliert, das die Abschnürung von Vesikeln vom 

endoplasmatischen Reticulum nach Insertion von PEX3 annimmt [30, 31]. Ob dieses 

Modell auch auf Zellen höherer eukaryotischer Organismen übertragen werden kann, 

ist bisher nicht geklärt. Mit Hilfe von „pulse-chase“ Versuchen mit photoaktivierbarem 

PEX16-GFP konnte gezeigt werden, dass PEX16 in COS7 Zellen nach Insertion in 

das ER zu den Peroxisomen transportiert wurde [41].  
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Allerdings konnte in Säugerzelllinien keine Abhängigkeit der peroxisomalen 

Biogenese von COPI- oder COPII-Wegen bestätigt werden [43-45]. Sowohl der 

peroxisomale Import von neu synthetisiertem PEX3-myc und GFP-getaggten PMPs 

(PEX2-GFP, PEX3-GFP, PEX16-GFP, GFP-PMP70) in humanen Fibroblasten als 

auch die Neubildung von Peroxisomen nach Komplementation von ΔPEX3-Zellen 

war weder beeinflusst durch die Inkubation mit Brefeldin A, einem Inhibitor für die 

Bildung des COPI-coats, noch durch die Überexpression einer dominant negativen 

Mutante von SAR1, der GTPase für die Bildung des COPII-coats. Zudem war auch 

die Komplementation von ΔPEX16-Zellen nach Transfektion mit PEX16-YFP nicht 

durch Zugabe von Brefeldin A gestört und die präperoxisomalen Vesikel zeigten 

keine Kolokalisation mit der COPII-coat Komponente Sec31A. 

 

Des weiteren zeigten aber die entstehenden präperoxisomalen Vesikel nach 

Transfektion von ΔPEX16 Zellen mit PEX16 auch keine Kolokalisation mit anderen 

zellulären Membranstrukturen wie z.B. frühen Endosomen oder Lysosomen 

(unveröffentlichte Daten, AG Dodt), was einen Hinweis auf die Herkunft der 

peroxisomalen Membran geben würde.  

 

Präperoxisomen kolokalisieren nicht mit Markern für „lipid rafts“ 
 

Bisher wurde nicht überprüft, ob die Membran der präperoxisomalen Vesikel aus der 

Plasmamembran stammen könnte. Abgesehen von endocytotischen Vesikeln mit 

Clathrin-coat haben auch Vesikel, die von „lipid rafts“ herrühren ihren Ursprung u.a. 

in der Plasmamembran [230]. „Lipid rafts“ sind Cholestrin- und Sphingolipid-reiche 

Domänen innerhalb von Membranen, die resistent gegenüber der Extraktion mit 

nicht-ionischen Detergenzien sind [231] und eine Rolle beim Proteintransport, bei der 

Signaltransduktion und bei der Organisation des Cytoskeletts spielen. 

Typischerweise enthalten die Vesikel, die von „lipid rafts“ aus der Plasmamembran 

abstammen, Caveolin-1 (Cav-1) als Gerüstprotein in so genannten Caveolae [232]. 

Davon lassen sich die nicht-caveolaren „lipid rafts“ unterscheiden, bei denen die 

Funktion von Cav-1 u.a. durch Flotilline (Flot) ersetzt wird [233, 234].  
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Die Ergebnisse von Woudenberg et al. geben Hinweise, dass „lipid rafts“ in der 

peroxisomalen Membran eine Rolle bei der peroxisomalen Biogenese spielen 

könnten. Mittels Flotationsgradientenzentrifugation wurde gezeigt, dass die 

peroxisomalen Membranproteine PMP70 und PEX14 nach Extraktion aus HepG2 

Zellen mit Triton X-100 oder Lubrol WX teilweise an „lipid rafts“ der peroxisomalen 

Membran assoziiert sind. Die Reduzierung zellulärer Cholesterin-Mengen und die 

damit ausgelöste Zerstörung der „lipid rafts“ bewirkte eine starke Beeinträchtigung 

des korrekten peroxisomalen Imports von Katalase und ALDP, was in einem diffusen 

zellulären Staining dieser Proteine resultierte [235]. Außerdem wurde Caveolin-1 an 

der peroxisomalen Membran in Hepatozyten der Ratte detektiert. Der „knockdown“ 

von Caveolin-1 beeinflusste die Lokalisation peroxisomaler Membranproteine und die 

Anzahl und Form der Peroxisomen aber nicht [236]. 

 

Um zu überprüfen, ob präperoxisomale Vesikel in der frühen Phase typische Marker 

für „lipid rafts“ enthalten, wurden PEX16-defiziente humane Fibroblasten (ΔPEX16) 

transient mit PEX16-YFP transfiziert und die Zellen 24 Stunden nach Transfektion für 

die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert. „Lipid rafts“ wurden mit spezifischen 

Erstantikörpern gegen Caveolin-1 (Cav-1), Flotillin-1 (Flot-1) und Flotillin-2 (Flot-2) 

und Alexa 594 gekoppelten Zweitantikörpern markiert (Abbildung 3.4). Die durch 

Transfektion entstandenen PEX16-YFP positiven Vesikel kolokalisierten mit keinem 

der verwendeten Marker für „lipid rafts“. Cav-1 war hauptsächlich in der 

Plasmamembran und in kleinen Vesikeln zu sehen, die die Caveolae markierten, 

aber zu keinem Zeitpunkt PEX16-YFP enthielten. Im Gegensatz dazu sind Flotillin-1 

und Flotillin-2 als Marker für nicht-caveolare „lipid rafts“ wie bereits beschrieben [237, 

238] u.a. an Membranen der Endosomen und des trans-Golgi-Netzwerks vorhanden, 

was in Abbildung 3.4 durch die Lokalisation dieser Proteine an intrazellulären 

Membranen bestätigt wurde. Wie im Falle von Cav-1 waren auch Flotillin-1 und 

Flotillin-2 markierte Vesikel nicht positiv für PEX16-YFP.    
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Abbildung 3.4: Präperoxisomale Strukturen kolokalisieren nicht mit „lipid rafts“ 

24 Stunden nach transienter Transfektion von PEX16-defizienten Fibroblasten mit PEX16-YFP 
wurden präperoxisomale Vesikel durch Markierung von GFP bzw. „lipid rafts“ durch Verwendung von 
spezifischen Erstantikörpern gegen Caveolin-1 (Cav-1), Flotillin-1 (Flot-1) und Flotillin-2 (Flot-2) und 
Alexa 594 gekoppelten Zweitantikörpern sichtbar gemacht. PEX16-positive präperoxisomale Vesikel 
kolokalisierten nicht mit „lipid rafts“. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

 

Somit scheinen „lipid rafts“ und die davon abstammenden Vesikel bei der Bildung 

von Präperoxisomen zumindest in der frühen Phase keine Rolle zu spielen. Die 

beobacheteten „lipid rafts“ in der peroxisomalen Membran [236] könnten allerdings 

zu einem späteren Zeitpunkt der Biogenese entstehen. Der in der peroxisomalen 

Biogenese später folgende Schritt des Imports von Matrixproteinen wie Katalase 

könnte daher, wie von Woudenberg et al [235] beschrieben, abhängig von „lipid rafts“ 

und den damit verbundenen Gerüstproteinen wie Caveolin-1 in der peroxisomalen 

Membran sein. 
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Position und Bewegung der Präperoxisomen relativ zum endoplasmatischen 
Reticulum 

 

Da andere zelluläre Membransysteme wie Plasmamembran (Abbildung 3.4), frühe 

Endosomen oder Lysosomen (unveröffentlichte Daten, AG Dodt) als Ursprung für die 

peroxisomale Membran unwahrscheinlich sind, scheint nach wie vor am ehesten das 

endoplasmatische Reticulum als Membranlieferant für die Peroxisomen über einen 

COPI- und COPII-unabhängigen Weg in Frage zu kommen. Geuze et al. konnten in 

dendritischen Zellen der Maus durch elektronenmikroskopische Untersuchungen die 

Anwesenheit von PEX13 und PMP70 in einem komplexen peroxisomalen Netzwerk 

zeigen, das durchgängig mit den Cisternen des ER verbunden war und frei von 

Ribosomen oder Komponenten des COPI- oder COP-coats war [39]. 

 

Daher wurde im Folgenden die Position und Bewegung präperoxisomaler Vesikel 

relativ zu den Lamellen des ER an lebenden Zellen hinsichtlich eventueller 

Anhaftung oder Verbindung zwischen Präperoxisomen und ER oder Abschnürung 

von Vesikeln vom ER untersucht.  

 

In Abbildung 3.5 sind ∆PEX16 Zellen 24 Stunden nach Transfektion mit PEX16-YFP 

und dem ER-Marker pDsRed2-ER dargestellt, der für die Expression des rot 

fluoreszierenden Proteins DsRed2, gekoppelt an die ER-targeting Sequenz (ER-

targeting-DsRed2) von Calreticulin und die ER-Retentionssequenz KDEL (DsRed2-

KDEL), kodierte. Die entstandenen PEX16-YFP positiven präperoxisomalen Vesikel 

schienen entlang der einzelnen Lamellen des endoplasmatischen Reticulums 

angeordnet zu sein. Die Zeitreihe der Abbildung 3.5 (siehe Anhang 8.2.1) zeigte eine 

teilweise parallele Bewegung der präperoxisomalen Vesikel (Charakterisierung der 

Bewegung siehe Kapitel 3.2.1) und den Lamellen des ER. Die Präperoxisomen 

schienen sich teilweise mit dem ER zu bewegen, was ein Hinweis auf eine Anhaftung 

der Vesikel an das ER sein könnte. 
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Abbildung 3.5: Lebendzellbeobachtung von transfizierten ΔPEX16 Zellen 

Transfektion von ΔPEX16-Zellen mit PEX16-YFP und dem ER-Marker pDsRed2-ER resultierte nach 
24 Stunden in der Bildung von präperoxisomalen Vesikeln, die teilweise mit einzelnen Lamellen des 
endoplasmatischen Reticulums überlagerten und sich parallel mit dem ER bewegten 
(Lebendzellbeobachtung, Zeitreihe, Anhang 8.2.1). Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Außerdem wurde die Position der präperoxisomalen Vesikel relativ zu den Lamellen 

des ER im Raum dargestellt. Dazu wurden ∆PEX16-Zellen mit PEX16-YFP und ER-

Marker transfiziert und 24 Stunden nach der Transfektion die entstandenen 

Präperoxisomen lebend beobachtet. Ein Bilderstapel mit Schnitten in der z-Ebene 

einer Zelle wurde aufgenommen, aus diesem z-Stapel nach Dekonvulierung der 

Daten ein 3D Modell erzeugt (Abbildung 3.6 B und C, Anhang 8.2.2) und Schnitte in 

verschiedenen Ebenen des Modells erstellt (Abbildung 3.6 D-F). Die AxioVision-

Software (Zeiss) errechnete im „Oberflächenmodus“ solide Oberflächen aus den 

Grauwerten, wodurch die Innenseite der Oberflächen dargestellt werden konnte (pink 

in Abbildung 3.6 D-F). Die längliche Form der Vesikel ergab sich zum einen aus der 

Bewegungsunschärfe der Präperoxisomen, da die Zellen lebend analysiert wurden 

und zum anderen aus der schlechteren Auflösung entlang der z-Achse.  

 

Das 3D Modell in Abbildung 3.6 zeigte, dass die PEX16-YFP positiven Vesikel 

zwischen den einzelnen Lamellen des ER lokalisiert waren. Mit dieser Methode 

konnte allerdings weder eine Anlagerung der Vesikel an das ER beobachtet werden 

noch konnten Verbindungselemente zwischen Präperoxisomen und ER dargestellt 

werden. Zudem konnte aufgrund der Auflösungsgrenze der verwendeten Methode 

kein Abschnürungsvorgang von präperoxisomalen Vesikeln vom ER aufgenommen 

werden. 
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Abbildung 3.6: ΔPEX16 Zellen nach Transfektion mit PEX16-YFP im 3D Modell 

ΔPEX16-Zellen wurden mit PEX16-YFP und dem ER-Marker pDsRed2-ER transient transfiziert. Nach 
Ausbildung der präperoxisomalen Vesikel 24 Stunden nach Transfektion wurde ein Bilderstapel von 
46 Schnitten in der z-Ebene im Abstand von 0,24 µm aufgenommen (A: Überlagerung der z-Stapel). 
Nach iterativer Dekonvulierung wurde mit Hilfe der AxioVision Software von Zeiss ein 3D Modell 
erstellt (B, C) um die Lokalisation der Präperoxisomen relativ zum endoplasmatischen Reticulum 
darzustellen. D-F zeigt das 3D Modell nach Schnitten durch unterschiedliche Ebenen im 
„Oberflächenmodus“. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm.  
 

 

Einfluss des Cytoskeletts und der Motorproteine auf die frühen Phasen der 
Komplementation 
 

Wenn von einer Abschnürung präperoxisomaler Vesikel von existierenden 

Membranen ausgegangen wird, stellt sich die Frage nach der Rolle des Cytoskeletts 

und der Motorproteine bei diesem Vorgang. Ältere Ergebnisse von Brocard et al. 

zeigten die Abwesenheit von präperoxisomalen Vesikeln in ∆PEX16 Zellen 48 

Stunden nach Mikoinjektion von PEX16 nach Depolymerisierung der Mikrotubuli 

durch Inkubation mit Nocodazol. Auch die Überexpression von p150Glued, einer 

Untereinheit des Dynein-Motorkomplexes mit dominant negativem Einfluss auf den 

retrograden Transport vom ER zum Golgi-Komplex, übte einen inhibierenden 

Einfluss auf die Bildung der Präperoxisomen aus [239].  

 

Um diese Fragestellung weiter zu bearbeiten wurde die Bildung von Präperoxisomen 

in der frühen Phase nach transienter Transfektion von ∆PEX16-Zellen mit PEX16-

YFP in Abhängigkeit vom Cytoskelett und von den Motorproteinen Kinesin-1 (Kif5) 

und KifC3, einem Minusmotor aus der Familie der Kinesine, untersucht. 
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Zunächst wurden in ∆PEX16-Zellen die Mikrotubuli durch Zugabe von Nocodazol in 

einer Konzentration von 5 µM und das Aktinskelett durch Inkubation mit Cytochalasin 

B in einer Konzentration von 1 µM depolymerisiert. Abbildung 3.7 zeigt, dass die 

verwendeten Konzentrationen der Reagenzien über den Zeitraum von 24 Stunden 

ausreichend waren, um die beiden Komponenten des Cytoskeletts vollständig 

abzubauen. 

 

 
Abbildung 3.7: Depolymerisierung des Cytoskeletts in ΔPEX16 Fibroblasten 

Mikrotubuli bzw. Aktinfilamente PEX16-defizienter Fibroblasten (ΔPEX16) wurden durch Inkubation 
mit 5 µM Nocodazol (Noc) bzw. 1 µM Cytochalasin B (Cyto B) für 24 Stunden zerstört. Zur Kontrolle 
wurden die Zellen mit dem jeweils gleichen Volumen an DMSO, das als Lösungsmittel für die 
Reagenzien diente, behandelt. Die Markierung von Mikrotubuli erfolgte mit Hilfe von spezifischen 
Antikörpern gegen Tubulin β (Tub β) und mit Fluoreszenzfarbstoffen markierten Zweitantikörpern. Die 
obere Reihe zeigt intakte Mikrotubuli (links) bzw diffuse cytosolische Lokalisation von Tubulin (rechts) 
nach Zugabe von Nocodazol. In der unteren Reihe wurden Aktinfilamente durch Bindung von 
Rhodamin getaggtem Phalloidin (Ph-Rh) markiert. Links sind intakte Aktinfilamente zu sehen während 
rechts nach Behandlung mit Cytochalasin B die Filamente abgebaut sind. Die Größenmarkierung 
entspricht 10 µm.  
 

Daher wurden ∆PEX16-Zellen 4 Stunden vor bzw. 4 Stunden nach der Transfektion 

mit PEX16-YFP mit Nocodazol oder Cytochalasin B versetzt und für 24 Stunden bis 

zur Präparation für die Immunfluoreszenzmikroskopie mit den Reagenzien inkubiert. 

Als Leerkontrolle wurden die Zellen mit jeweils dem gleichen Volumen an DMSO 

versetzt, das als Lösungsmittel diente. Die hier bereits beschriebene (Kapitel 3.1.1.1) 

Bildung PEX16-YFP positiver Vesikel 24 Stunden nach Transfektion wurde durch die 

Anwesenheit von DMSO nicht beeinflusst (Abbildung 3.8). Zudem waren auch vor 

bzw. nach Zugabe von Nocodazol oder Cytochalasin B im gleichen Zeitraum 

Präperoxisomen sichtbar.  
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Abbildung 3.8: Peroxisomenbiogenese ist nicht abhängig vom Cytoskelett 

PEX16-defiziente Fibroblasten (ΔPEX16) wurden 4 Stunden vor bzw. nach der Transfektion (v Tr bzw. 
n Tr) mit PEX16-YFP mit den Reagenzien Nocodazol (Noc, 5 µM) und Cytochalasin B (Cyto B, 1 µM 
für Versuch 1 (V1), 2 µM für Versuch 2 (V2)) zum Abbau des Cytoskelettes bzw. mit DMSO als 
Kontrolle behandelt und 24 Stunden nach der Transfektion für die Immunfluoreszenzmikroskopie 
präpariert. Präperoxisomen wurden auch in Abwesenheit von Mikrotubuli oder Aktinfilamenten 
ausgebildet. Quantifizierung der Zellen mit PEX16-YFP positiven Vesikeln nach Behandlung mit den 
Reagenzien zeigte keine wesentliche Beeinflussung in der frühen Phase der Peroxisomenbiogenese 
durch Depolymerisierung der Mikrotubuli oder durch Abbau des Aktinskeletts. In den Grafiken sind 
zwei unabhängige Versuche (V1 und V2) dargestellt, wobei die Balken die Mittelwerte und die 
Streuung innerhalb eines Versuches durch Auszählen zwei verschiedener Objektträger anzeigen 
(Ausnahme: V1, Cyto B v Tr nur eine Zählung). Es wurden jeweils mindestens 500 Zellen ausgezählt. 
Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

 

Die Quantifizierung der Zellen mit PEX16-YFP positiven Vesikeln vor bzw. nach 

Zugabe der Reagenzien in zwei unabhängigen Versuchen zeigte keine wesentliche 

Beeinflussung der Peroxisomenbiogenese in der frühen Phase durch Abwesenheit 

der Mikrotubuli oder des Aktinskeletts (Abbildung 3.8). Die Bildung erster 

präperoxisomaler Strukturen 24 Stunden nach Transfektion von ∆PEX16-Zellen mit 
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PEX16-YFP war daher unabhängig von Mikrotubuli oder dem Aktinskelett. Im 

Gegensatz zu der veröffentlichten Studie von Brocard et al. [239] zeigten die 

Ergebnisse der Arbeitsgruppe Dodt, dass die Bildung von präperoxisomalen 

Strukturen unabhängig von den Mikrotubuli erfolgt (siehe diese Arbeit, Abbildung 3.8 

und Diplomarbeit Mathias Stotz [45]).  

 

Zusätzlich wurde die Rolle von Kinesin-1 (Kif5) als Plusmotor und von KifC3, einem 

Minusmotor aus der Familie der Kinesine, bei der Entstehung von Präperoxisomen 

untersucht. Da KifC3 bei einem „yeast-two-hybrid“ Screeningverfahren mit PEX1 

detektiert wurde und, wie in Kapitel 3.2.2 gezeigt, eine Funktion bei der 

Positionierung der Peroxisomen ausübt, könnte dieses Kinesin auch eine Rolle bei 

der peroxisomalen Biogenese spielen. 

 

Daher wurden ∆PEX16-Zellen zweimal im Abstand von 24 Stunden mit siRNA gegen 

Kif5B (schwere Kette des Kinesin-1) oder gegen KifC3 bzw. mit Kontroll-siRNA 

elektroporiert und der „knockdown“ auf RNA-Ebene 24 Stunden nach der zweiten 

Elektroporation überprüft. Um die Bildung präperoxisomaler Vesikel zu induzieren 

wurden die ∆PEX16-Zellen 24 Stunden nach dem zweiten „knockdown“ transient mit 

PEX16-YFP transfiziert und nach weiteren 24 Stunden für die 

Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert.  

 

Sowohl nach der Behandlung der Zellen mit Kontroll-siRNA als auch nach 

„knockdown“ der Motorproteine Kinesin-1 (Kif5) oder KifC3 bildeten sich 24 Stunden 

nach Transfektion Präperoxisomen aus (Abbildung 3.9). Quantifizierung der Zellen 

mit PEX16-YFP positiven Vesikeln zeigte bei „knockdown“ der mRNA um 78% für 

Kif5B bzw. um 76% für KifC3 keine Beeinflussung der peroxisomalen Biogenese in 

der frühen Phase. Sowohl Plusmotor-Kinesine als auch Minusmotor-Kinesine 

scheinen somit keine große Rolle bei der Entstehung präperoxisomaler Vesikel in 

∆PEX16 Zellen nach Transfektion mit PEX16-YFP zu spielen. 
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Abbildung 3.9: Kinesine sind nicht notwendig zur Peroxisomenbiogenese 

PEX16-defiziente Fibroblasten (ΔPEX16) wurden zweimal im Abstand von 24 Stunden mit siRNA 
gegen KifC3 oder Kif5B (schwere Kette des Kinesin-1) bzw. mit Kontroll-siRNA elektroporiert (siehe 
auch Kapitel 3.2.2.2). Die Zellen wurden 24 Stunden nach dem zweiten „knockdown“ mit PEX16-YFP 
transfiziert und nach weiteren 24 Stunden mit spezifischen Erstantikörpern gegen PEX14 und GFP 
und Fluoreszenz-markierten Zweitantikörpern behandelt. Trotz Reduzierung der mRNA Menge an 
KifC3 um 76% bzw. an Kif5B um 78% wurden PEX16-YFP positive präperoxisomale Vesikel 
ausgebildet. Die Quantifizierung der Zellen mit präperoxisomalen Vesikeln zeigte keinen Defekt der 
Peroxisomenbiogenese in der frühen Phase nach „knockdown“ von KifC3 oder Kif5B im Vergleich zu 
den Kontrollzellen. Im Diagramm sind die Werte eines Versuches dargestellt, wobei die Mittelwerte 
und die Streuung innerhalb dieses Versuches durch Auszählen zwei verschiedener Präparate 
angezeigt ist. Es wurden jeweils mindesten 500 Zellen ausgezählt. Die Größenmarkierung entspricht 
10 µm. 
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3.1.2 Import peroxisomaler Membranproteine 
 

Der Import peroxisomaler Membranproteine kann auf zwei unterschiedlichen Wegen 

erfolgen (siehe auch Kapitel 1.2.2): Die meisten Membranproteine werden über ihre 

peroxisomale Membrantargeting Sequenz (mPTS) nach Translation im Cytosol von 

dem Transport- und Chaperonmolekül PEX19 erkannt, gebunden und zu den 

Peroxisomen transportiert. In einem nachfolgenden Schritt werden dann in 

Abhängigkeit von PEX3, das als Membranrezeptor für PEX19 dient, die 

Membranproteine in die peroxisomale Membran importiert. Ein PEX19-unabhängiger 

Import peroxisomaler Membranproteinen wurde für PEX3 postuliert [60, 61, 66].  

 

Neuere Ergebnisse von Matsuzaki et al, die einen PEX19- und PEX16-abhängigen 

Import von PEX3 in die peroxisomale Membran beschreiben [65], werfen erneut 

Fragen zum Import peroxisomaler Membranproteine und der Rolle von PEX19 und 

PEX16 bei diesem Prozess auf. Daher wurde zunächst der Einfluss eines 

langfristigen „knockdowns“ von PEX19 mittels shRNA auf die Morphologie und 

Anzahl der Peroxisomen untersucht. Außerdem wurde die Rolle von PEX19 und 

PEX16 beim Import des Membranproteins PEX3 analysiert. 

 

3.1.2.1 „Knockdown“ von PEX19 mit shRNA  

 

Ein wiederholter „knockdown“ von PEX19 über mehrere Tage wurde bereits mit 

siRNA in der Arbeitsgruppe Dodt durchgeführt [224] und bewirkte teilweise eine 

Abnahme der Peroxisomenanzahl pro Zelle und vereinzelt auch Peroxisomen-

defiziente Zellen. Allerdings war die Prozedur der wiederholten siRNA-Transfektion 

extrem schädigend für die verwendeten Zellen und der peroxisomale Phänotyp 

konnte nur über 9 Tage verfolgt werden. Daher sollte im Rahmen dieser Arbeit 

shRNA zum „knockdown“ von PEX19 verwendet werden mit dem Ziel einen 

schonenderen und zusätzlich längerfristigen „knockdown“ von PEX19 zu erreichen. 

Dadurch sollte eine Zelllinie mit einem ausgeprägteren peroxisomalen Phänotyp 

hergestellt werden, die eventuell sogar komplett Peroxisomen-defizient ist. Bei 

Verwendung eines induzierbaren Vektors könnte mit dieser Zelllinie eine 

kontrolliertere Untersuchung der peroxisomalen Biogenese erfolgen als mit 

Peroxisomen-defizienten Patientenzelllinien.  
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Im Rahmen einer Diplomarbeit [215] wurde bereits versucht eine Zelllinie mit stabil 

integriertem und induzierbarem Vektor für den „knockdown“ von PEX19 mit drei 

verschiedenen shRNA-Sequenzen herzustellen. Die Induktion des Vektors mit 

Doxycyclin zeigte sich durch Expression von EGFP als erfolgreich. Allerdings konnte 

mit maximal 60% „knockdown“ keine ausreichende Reduzierung der PEX19 

Proteinmenge erreicht werden, um einen peroxisomalen Phänotyp zu beobachten.  

 

Daher sollte hier zunächst untersucht werden, ob die verwendeten shRNA-

Sequenzen einen ausreichenden „knockdown“ von PEX19 mit peroxisomalem 

Phänotyp erzielen können. Der in der Diplomarbeit verwendete Vektor pLVTHM war 

sehr groß und kompliziert aufgebaut. Daher wurden die Sequenzen, die für die 

Expression der drei verschiedenen shRNAs kodierten (siehe Kapitel 2.2.6), 

einschließlich des H1-Promotors (pAD 104, 105, 106), in einen kleineren, nicht-

induzierbaren Vektor kloniert, der die Sequenz für eine Puromycinresistenz enthielt 

(psuper puro). 

 

Die so hergestellten Plasmide (pDD01, pDD02, pDD03, siehe Anhang 8.1) wurden 

dann in verschiedenen Ansätzen transient in HELA-Zellen und transformierte 

humane Hautfibroblasten (GM5756T) mit PTS2-YFP kotransfiziert und die Zellen 

mittels Puromycin selektiert (siehe Kapitel 2.4.1). Zwei Wochen nach Transfektion 

war die Selektion abgeschlossen und die Zellen wurden hinsichtlich des PEX19-

Proteingehalts überprüft. Abbildung 3.10 zeigt die Quantifizierung der PEX19-

Bandenintensität eines Western Blots bezogen auf die mit Leervektor transfizierten 

Zellen.  

 

In drei Zelllinien (Abbildung 3.10, A: HELA-1, B: GM5756T-1, C: GM5756T-2) konnte 

mit dem Plasmid pDD02 eine Reduzierung der Proteinmenge an PEX19 um 67%, 

44% und 96% erreicht werden. Die beiden anderen Konstrukte erzielten nur in den 

Zelllinien GM5756T-2 (Abbildung 3.10C) einen moderaten „knockdown“ von 59% und 

64%. Bei Reduzierung von Proteinen mittels RNAi wird ein „knockdown“ um etwa 

80% als notwendig angesehen um die Auswirkungen und die Rolle dieses Proteins in 

einem resultierenden Phänotyp zu analysieren. Folglich konnte nur eine Zelllinie mit 

ausreichender Reduzierung an PEX19 durch Expression von shRNA hergestellt 

werden (Abbildung 3.10C, GM5756T-2+pDD02). 
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Abbildung 3.10: Proteinmenge an PEX19 nach Transfektion der „shPEX19-Vektoren“ 

Verschiedene Ansätze von HELA Zellen (HELA-1 und HELA-2) und von immortalisierten humanen 
Hautfibroblasten (GM5756T-1 bis -3) einer 25 cm2 Zellkulturflasche wurden mit 4 µg Plasmid zur 
Expression von shRNA gegen PEX19 (pDD01, pDD02, pDD03, Plasmidkarten siehe Anhang 8.1) 
transient transfiziert und 2-3 Tage nach der Transfektion mit Puromycin selektiert (siehe Kapitel 2.4.1). 
Zur Transfektionskontrolle wurde jeweils 1 µg PTS2-YFP kotransfiziert. 2 Wochen nach der 
Transfektion wurden die Zellen abgeerntet und jeweils 20 µg Protein in einem 12% SDS-Gel 
aufgetrennt. Nach Blotting auf eine PVDF Membran wurden PEX19 und MAPK (mitogen-activated 
protein kinase) als Ladekontrolle mit spezifischen Erstantikörpern (Verdünnung 1:10000 bzw. 1:1000) 
und HRP-markierten Zweitantikörpern (Verdünnung 1:15000) detektiert. Die Intensität der PEX19 
Banden in Bezug auf die jeweilige Kontrolle mit Leervektor wurde mit Hilfe der AIDA Software (Image 
Analyzer v.4.19) nach Normalisierung mit MAPK quantifiziert (Werte unterhalb der jeweiligen PEX19-
Bande).  
 

 

Durch Kotransfektion der Plasmide mit PTS2-YFP und Markierung der Peroxisomen 

mit spezifischen Erstantikörpern gegen PEX14 und Alexa 594 gekoppelten 

Zweitantikörpern konnten die Auswirkungen des PEX19 „knockdowns“ auf die 

Morphologie und Anzahl der Peroxisomen untersucht werden. Selbst die Zelllinie mit 

96% Reduktion an PEX19-Protein (GM5756T-2+pDD02) zeigte nur eine geringe 

Ausprägung eines peroxisomalen Phänotyps. Es waren teilweise Zellen mit 

verringerter Anzahl an Peroxisomen zu sehen. Alle anderen Zelllinien wiesen keine 

peroxisomalen Veränderungen auf. 
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Auch der bereits von Fang et al. durchgeführte „knockdown“ von PEX3 mit siRNA in 

humanen Fibroblasten (GM5756) resultierte 2 Tage nach der siRNA Behandlung 

nicht in Peroxisomen-defizienten Zellen. Trotz fehlender Peroxisomenlokalisation des 

PMP-Rezeptors PEX19 und Importdefekt der Membranproteine der Klasse I nach 

Reduzierung der PEX3 Proteinmenge um 90% waren noch peroxisomale Strukturen 

vorhanden, die Membran- und Matrixproteine enthielten [59]. 

 

Aufgrund des geringen Erfolges hinsichtlich des “knockdowns“ der PEX19-

Proteinmenge und des peroxisomalen Phänotyps nach Expression von shRNA 

wurden die folgenden „knockdown“ Experimente mit siRNA durchgeführt. 

 

3.1.2.2 PEX3 Import nach „knockdown“ von PEX19 mit siRNA 

 

PEX3 wurde zuvor als peroxisomales Membranprotein der Klasse II beschrieben, 

dessen Import in die peroxisomale Membran unabhängig von PEX19 erfolgt [60]. 

Das kürzlich postulierte Modell von Matsuzaki et al., das von einem PEX19- und 

PEX16-abhängigen Import von PEX3 ausgeht, gibt Anlass diese Fragestellung 

erneut zu bearbeiten [65]. 

 

Um die Rolle des PMP-Rezeptors PEX19 beim Import von PEX3 in die peroxisomale 

Membran zu untersuchen, wurden transformierte humane Hautfibroblasten 

(GM5756T) zweimal im Abstand von 24 Stunden mit siRNA gegen PEX19 (Sequenz 

siehe Kapitel 2.4.6 und [60]) bzw. Kontroll-siRNA elektroporiert. Der „knockdown“ 

wurde auf Proteinebene 48 Stunden nach der zweiten Elektroporation mittels 

Immunoblotting gegen PEX19 überprüft. Abbildung 3.11 zeigt exemplarisch die 

Reduktion der PEX19-Proteinmenge um 83% nach siRNA-Behandlung verglichen 

mit den Kontrollzellen. Gleichzeitig wurde eine Reduktion an PEX3 in Zellen mit 

PEX19 „knockdown“ und in ΔPEX19-Zellen beobachtet. Dies spricht dafür, dass 

PEX19 nicht nur auf Klasse I PMPs [60] sondern, wie bereits in vivo beobachtet [65], 

auch auf PEX3 eine stabilisierende Wirkung als Chaperon ausübt. Diese Tatsache 

konnte in der Arbeitsgruppe Dodt bestätigt werden. Isothermische 

Titrationskalorimetrie mit dem cytosolischen Teil von PEX3 (PEX341-373) zeigte eine 

erhöhte Stabilität für diese PEX3-Mutante in vitro nach Bindung an PEX19. Zudem 
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führten Mutationen in der PEX19-Bindedomäne des kompletten PEX3 zu reduzierter 

PEX3 Expression in vivo [240].  

 

 

 
Abbildung 3.11: Reduktion an PEX19- und PEX3-Protein nach „knockdown“ von PEX19 

Humane transformierte Hautfibroblasten (GM5756T) wurden zweimal im Abstand von 24 Stunden mit 
siRNA gegen PEX19 oder Kontroll-siRNA elektroporiert. Zur Überprüfung des „knockdowns“ auf 
Proteinebene wurden die Zellen 48 Stunden nach der zweiten siRNA-Behandlung abgeerntet und 
jeweils 20 µg Protein in einem 12% SDS-Gel aufgetrennt. Nach Blotting auf eine PVDF-Membran 
wurden PEX3 und PEX19 bzw. Tubulin α und Tubulin β als Ladekontrolle mit Hilfe von spezifischen 
Erstantikörpern und HRP-markierten Zweitantikörpern (Verdünnungen siehe Kapitel 2.3.2) detektiert. 
Quantifizierung der Bandenintensität mit Hilfe der AIDA Software (Image Analyzer v.4.19) nach 
Normalisierung mit Tubulin β zeigte eine Reduzierung der Proteinmenge an PEX19 um 83% nach 
„kockdown“ von PEX19 bei gleichzeitiger Abnahme an PEX3 im Vergleich zu Kontrollzellen, die mit 
Kontroll-siRNA behandelt wurden. 
 

Nach erfolgreichem „knockdown“ von PEX19 wurden die Zellen 24 Stunden nach der 

zweiten Elektroporation transient mit Plasmiden transfiziert, die für die Expression 

von myc-getaggtem PEX3 oder PMP70 kodierten. So sollte der Einfluss der 

reduzierten PEX19-Menge auf den Import neu synthetisierter Membranproteine 

untersucht werden. Zur Normalisierung der Transfektionseffizienz wurde in beiden 

Fällen YFP-PTS1 kotransfiziert und die Zellen 6 Stunden, 12 Stunden und 24 

Stunden nach der Transfektion für die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert. 

 

Beide peroxisomalen Membranproteine PMP70-myc und PEX3-myc wurden in den 

Kontrollzellen erfolgreich in die Peroxisomen importiert, was durch eine 

Kolokalisation mit dem Peroxisomenmarker YFP-PTS1 nachgewiesen wurde 

(Abbildung 3.12). Auch der „knockdown“ von PEX19 änderte die Lokalisation dieser 
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Proteine nicht. Daher wurden die Zellen mit exprimiertem PEX3-myc bzw. PMP70-

myc quantifiziert und diese Raten mit den Expressionsraten für YFP-PTS1 

normalisiert. Entsprechend der beschriebenen Rolle von PEX19 als Importrezeptor 

für peroxisomale Membranproteine (Kapitel 1.2.2) bewirkte die Reduzierung der 

PEX19-Proteinmenge zu allen drei Zeitpunkten nach der Plasmidtransfektion einen 

Importdefekt für PMP70-myc in die peroxisomale Membran. Es wurde 1,5 mal 

weniger PMP70-myc in PEX19 „knockdown“-Zellen detektiert als in den 

Kontrollzellen (Abbildung 3.12), was auf einen Abbau des PMP70-myc im Cytosol 

aufgrund des gestörten Imports zurück zuführen ist. Im Gegensatz dazu zeigte der 

„knockdown“ von PEX19 zu keinem Zeitpunkt einen Einfluss auf den Import von 

PEX3-myc. PEX3-myc wurde sowohl in den „knockdown“-Zellen als auch in den 

Kontrollzellen in gleichem Maße exprimiert und in die peroxisomale Membran 

importiert. 

 

Diese Beobachtungen stimmen mit den Ergebnissen von Jones et al. [60] bei 

Verwendung der gleichen siRNA Sequenz und der gleichen Zelllinie überein. Diese 

Arbeitsgruppe beschreibt zwar nach „knockdown“ von PEX19 mit siRNA eine 

vierfache Reduktion des Imports von PMP34-myc in die peroxisomale Membran, 

konnte aber keinen Importdefekt für die verkürzte Form PEX3-mPTS (PEX3aa1-50) 

detektieren. Dieses Modell wird zusätzlich von der Tatsache gestützt, dass 

verschiedene PEX3-Varianten mit Mutationen in der PEX19-Binderegion erfolgreich 

in die peroxisomale Membran importiert wurden [240]. Somit konnte hier im 

Gegensatz zu der postulierten These von Matsuzaki et al. ein PEX19-unabhängiger 

peroxisomaler Import von PEX3 gezeigt werden [65].  
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Abbildung 3.12: PEX19 unabhängiger Import von neu synthetisiertem PEX3 
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Mit siPEX19 bzw. Kontroll-siRNA behandelte transformierte humane Hautfibroblasten (GM5756T) 
wurden 24 Stunden nach dem zweiten „knockdown“ mit Plasmiden, die für die Expression von 
PMP70-myc oder PEX3-myc kodierten, transient transfiziert. In beiden Fällen wurde zur 
Normalisierung der Transfektionsraten YFP-PTS1 kotransfiziert. Die Zellen wurden 6 Stunden, 12 
Stunden und 24 Stunden nach der Transfektion für die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert durch 
Markierung mit spezifischen Erstantikörpern gegen myc und mit Alexa 594 gekoppelten 
Zweitantikörpern. PMP70-myc und PEX3-myc waren sowohl in den Kontrollzellen als auch in den 
Zellen mit PEX19 „knockdown“ ausschließlich peroxisomal lokalisiert, was durch Kolokalisation mit 
YFP-PTS1 nachgewiesen wurde. Die Balkendiagramme zeigen die Mittelwerte und 
Standardabweichungen (N=3) der Transfektionsraten von PEX3-myc und PMP70-myc, die jeweils mit 
den Transfektionsraten von YFP-PTS1 normalisiert wurden. Der peroxisomale Import von PMP70-myc 
wurde durch „knockdown“ von PEX19 um den Faktor 1,5 reduziert, wohingegen der PEX19 
„knockdown“ keinen Einfluss auf den PEX3-myc Import ausübte. Es wurden jeweils mindestens 1000 
Zellen ausgezählt. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

3.1.2.3 PEX3 Import nach „knockdown“ von PEX16 mit siRNA 

 

PEX16 wurde als peroxisomales Membranprotein der Klasse I beschrieben, das 

abhängig von PEX19 und PEX3 in die Membran importiert wird [53, 54]. PEX16-

defiziente Zellen enthalten keine detektierbaren peroxisomalen Strukturen, können 

aber durch die Transfektion mit dem entsprechenden Gen wieder vollständig 

komplementiert werden [21], was eine essentielle Rolle von PEX16 in der Biogenese 

darlegt. Ob PEX16 zusätzlich eine Rolle beim Import peroxisomaler 

Membranproteine zukommt ist nicht geklärt. Bei Matsuzaki et al. störte der 

„knockdown“ von PEX16 mit siRNA den Import von PEX11α, einem weiteren 

peroxisomalen Membranprotein, nicht. Allerdings führte die reduzierte PEX16-Menge 

zu einem Importdefekt von PEX3-myc, der sich in der Mislokalisation von PEX3-myc 

an den Mitochondrien äußerte [65]. 

 

Aufgrund der abweichende Ergebnisse dieser Gruppe von den eigenen Ergebnissen 

beim „knockdown“ von PEX19 (siehe Kapitel 3.1.2.2) wurde überprüft, ob der Import 

von PEX3 bzw. PMP70, einem Membranprotein der Klasse I, in humanen 

transformierten Hautfibroblasten (GM5756T) ebenfalls unabhängig von PEX16 ist. 

 

Dafür wurden humane Hautfibroblasten (GM5756T) zweimal im Abstand von 24 

Stunden mit siRNA gegen PEX16 bzw. mit Kontroll-siRNA elektroporiert. Der 

„knockdown“ auf RNA-Ebene wurde nach RNA Extraktion und cDNA-Synthese 

mittels quantitativer real-time PCR 24 Stunden nach der zweiten Elektroporation 

überprüft. Die Reduktion der PEX16-Proteinmenge wurde 48 Stunden nach der 

zweiten siRNA-Behandlung mittels Western Blotting gezeigt. In Abbildung 3.13 ist 
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exemplarisch der „knockdown“ der PEX16-Proteinmenge um 89% nach Behandlung 

mit siRNA gegen PEX16 verglichen mit den Kontrollzellen dargestellt. Die Menge an 

PEX16 mRNA konnte in vier Versuchen durchschnittlich um 84,31 ± 7,27% reduziert 

werden. 

 
Abbildung 3.13: Reduktion der PEX16-Proteinmenge nach „knockdown“ von PEX16 

Mit siPEX16 bzw. Kontroll-siRNA behandelte transformierte humane Hautfibroblasten (GM5756T) 
wurden 48 Stunden nach der zweiten Elektroporation pelletiert. Gleiche Mengen an Protein (20 µg) 
wurden mittels SDS-PAGE in einem 12%igen SDS-Gel aufgetrennt. Nach Semidry-Blotting auf eine 
PVDF Membran wurden PEX16 und Tubulin α als Ladekontrolle mit spezifischen Erstantikörpern 
(Verdünnungen 1:1000 bzw. 1:2000) und HRP-markierten Zweitantikörpern (Verdünnung 1:15000) 
detektiert. Der abgebildete repräsentative Western Blot zeigt einen „knockdown“ der PEX16 
Proteinmenge um 89% nach Behandlung mit siRNA gegen PEX16 verglichen mit den Kontrollzellen, 
die mit Kontroll-siRNA elektroporiert wurden. Die Intensität der PEX19 Banden wurde mit Hilfe der 
AIDA Software (Image Analyzer v.4.19) nach Normalisierung mit Tubulin α quantifiziert. 
 

Nach erfolgreichem „knockdown“ von PEX16 wurden die Zellen 16 Stunden nach der 

zweiten Elektroporation mit Plasmiden transfiziert, die für die Expression von myc-

markiertem PMP70 bzw. PEX3 kodierten. Zur Normalisierung der Transfektionsraten 

wurde in beiden Fällen YFP-PTS1 kotransfiziert und die Zellen 6 Stunden, 12 

Stunden und 24 Stunden später für die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert.  

 

Beide Membranproteine waren sowohl in den Kontrollzellen als auch in den Zellen 

mit reduzierter PEX16 Proteinmenge ausschließlich an den Peroxisomen zu sehen 

und in keine anderen Organellen mislokalisiert, was in Abbildung 3.14 durch 

Überlagerung mit dem Peroxisomenmarker YFP-PTS1 dargestellt ist. Daher wurden 

die Zellen mit exprimiertem PEX3-myc bzw. PMP70-myc quantifiziert und die Raten 

mit den Expressionsraten für YFP-PTS1 normalisiert. 
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Abbildung 3.14: Import von PEX3-myc und PMP70-myc in Abhängigkeit von PEX16 

Nach „knockdown“ von PEX16 wurden transformierte humane Hautfibroblasten (GM5756T) 16 
Stunden nach der zweiten siRNA-Behandlung mit Plasmiden, die für die Expression von PMP70-myc 
oder PEX3-myc kodierten, transient transfiziert. In beiden Fällen wurde YFP-PTS1 kotransfiziert. Die 
Zellen wurden 6 Stunden, 12 Stunden und 24 Stunden nach der Transfektion für die 
Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert und mit Erstantikörpern gegen myc und Fluoreszenz-
markierten Zweitantikörpern behandelt. PEX3-myc und PMP70-myc waren ausschließlich peroxisomal 
lokalisiert, was hier durch Überlagerung mit YFP-PTS1 gezeigt ist. Die mit den Transfektionsraten von 
YFP-PTS1 normalisierten Transfektionsraten von PMP70-myc und PEX3-myc zeigten, dass der 
„knockdown“ von PEX16 keinen Einfluss auf den peroxisomalen Import von PMP70-myc hatte. Der 
Import von PEX3-myc war nur in den frühen Phasen nach der Plasmidtransfektion durch PEX16 
„knockdown“ beeinflusst. Die Balkendiagramme stellen die Mittelwerte und Standardabweichungen 
bei N=3 dar. Es wurden jeweils mindestens 1000 Zellen ausgezählt. Die Größenmarkierung entspricht 
10 µm. 
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Die Grafiken in Abbildung 3.14 zeigen, dass der „knockdown“ von PEX16 keinen 

Einfluss auf den Import von neu synthetisiertem PMP70-myc hatte. Das 

Membranprotein wurde sowohl in den Kontrollzellen als auch in den Zellen mit 

reduziertem PEX16 in gleichem Maße exprimiert. Im Falle von PEX3-myc konnte ein 

Importdefekt sechs Stunden nach der Plasmidtransfektion festgestellt werden, der 

aber über den Zeitraum von 12 und 24 Stunden nach der Transfektion wieder 

ausgeglichen wurde. In der frühen Phase nach der Plasmidtransfektion wurde in den 

PEX16 „knockdown“-Zellen nur halb so viel PEX3-myc im Vergleich zu Kontrollzellen 

importiert, was für eine Rolle von PEX16 beim Import von PEX3-myc bei endogenen 

Mengen an PEX3 in der peroxisomalen Membran spricht.  

 

Daher lässt sich vermuten, dass PEX16 beim peroxisomalen Import geringer 

Mengen an PEX3 durchaus eine Rolle spielt, dieser Effekt aber über die Zeit (12 und 

24 Stunden nach Transfektion) durch hohe exprimierte Mengen an PEX3 

ausgeglichen werden kann und dann PEX3 nach Sättigung des Importweges über 

endogenes PEX16 auch unabhängig von PEX16 in die peroxisomale Membran 

inseriert. Da es sich hier nur um eine Reduzierung an PEX16 und keinen 

vollständigen „knockout“ handelt, lässt sich allerdings nicht vollständig ausschließen, 

dass die geringe verbleibende Proteinmenge an PEX16 das PEX3 in der Membran 

trotzdem langsam über die Zeit erhöht, so dass der Effekt des PEX16 „knockdowns“ 

nur in den frühen Phasen zu erkennen war.  

 

Es konnte hier dargelegt werden, dass ein längerfristiger „knockdown“ von PEX19 

durch shRNA zu einem eher moderaten Phänotyp und nicht zur 

Peroxisomendefizienz führte (Kapitel 3.1.2.1). Der „knockdown“ von PEX19 mittels 

siRNA in humanen Fibroblasten resultierte bei einem beobachteten Importdefekt für 

PMP70-myc nicht in einer Abnahme des peroxisomalen Imports von neu 

synthetisiertem PEX3-myc (Kapitel 3.1.2.2). Auch die Reduktion der PEX16 

Proteinmenge durch Behandlung mit siRNA zeigte nur in den frühen Phasen nach 

der Plasmidtransfektion einen Einfluss auf den PEX3-Import in die peroxisomale 

Membran (Kapitel 3.1.2.3). 
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3.2 Bewegung von Peroxisomen 
 

Die Bindung von Organellen an Mikrotubuli ist essentiell für deren Verteilung 

innerhalb der Zelle, für deren Beweglichkeit und für die Aufrechterhaltung ihrer Form. 

Im Gegensatz zu anderen zellulären Organellen wie dem Golgi-Apparat und dem 

endoplasmatischen Reticulum sind Peroxisomen gleichmäßig innerhalb der Zelle 

verteilt. Die Bindung von Peroxisomen an Mikrotubuli wurde bereits in vitro [177] als 

auch elektronenmikroskopisch in vivo [175] gezeigt.  

 

Durch Lebendzellbeobachtungen nach spezifischer Markierung der Peroxisomen 

konnte die peroxisomale Dynamik charakterisiert werden. Der Großteil der 

Peroxisomen ist relativ statisch und übt nur sehr kurze vibrationsartige Bewegungen 

aus, die von der Brown’schen Molekularbewegung herrühren. Ein geringer Anteil der 

Peroxisomen führt allerdings schnelle, lange und gerichtete Bewegungen entlang 

von Mikrotubuli aus, die sowohl unidirektional als auch bidirektionaler Natur sein 

können [175, 176]. Diese langen Bewegungen sind ATP-abhängig und Dynein und 

Kinesin-1 (Kif5) wurden als verantwortliche Motorproteine beschrieben [124-127]. 

 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde zunächst die Bewegung von Peroxisomen in 

normalen menschlichen Fibroblasten und die Dynamik von präperoxisomalen 

Vesikeln nach Transfektion PEX16-defizienter humaner Fibroblasten mit PEX16 

mittels Lebendzellbetrachtung in vivo charakterisiert. Anschließend wurde der 

Einfluss des C-terminalen Kinesins KifC3, dessen Rolle in der peroxisomale 

Bewegung bisher noch nicht beschrieben wurde, und des N-terminalen Kinesin-1 

(Kif5) auf die Positionierung und Bewegung von Peroxisomen untersucht. Zuletzt 

wurde nach Interaktionen von KifC3 mit peroxisomalen Proteinen und möglichen 

Bindungspartner von KifC3 an Peroxisomen gesucht.  
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3.2.1 Lebendzellbeobachtung nach Markierung von Peroxisomen 
 

Um die Bewegung von Peroxisomen in vivo in Echtzeit zu verfolgen, wurden 

zunächst COS7 Zellen mit einem Plasmid transfiziert, das für die Expression von 

PEX16-YFP kodierte. 24 Stunden nach der Transfektion wurden die Zellen mit Hilfe 

eines Fluoreszenzmikroskops lebend beobachtet und Zeitreihen aufgenommen 

(siehe auch Anhang 8.2.3). Durch Verwendung der Tracking-Software (AxioVision 

4.8.2) von Zeiss konnten anschließend einzelne Peroxisomen markiert und deren 

Bewegung über die Zeit verfolgt werden. Dabei wurden die Bewegungsbahnen der 

markierten Peroxisomen aufgezeichnet, wie in Abbildung 3.15 durch eine Linie 

dargestellt.  

 

 
Abbildung 3.15: Aufnahme der peroxisomalen Bewegungsbahn in COS7 Zellen 

Die Bewegung von Peroxisomen in COS7 Zellen wurde 24 Stunden nach transienter Transfektion mit 
PEX16-YFP durch die Eigenfluoreszenz des YFP in Echtzeit verfolgt. Im Abstand von 4,2 Sekunden 
wurden 60 Bilder über 250 Sekunden aufgenommen. Es ist die Zelle zum Zeitpunkt 0 dargestellt (A) 
sowie die Überlagerung aller Bilder der Zeitreihe (B) und zwei vergrößerte Ausschnitte der 
Überlagerung (C und D). Die Bewegung von acht (E-H) bzw. fünf (I-L) verschiedenen Peroxisomen 
wurde aufgenommen. In der Farbprojektion sind die unterschiedlichen Wege in Abhängigkeit der Zeit 
von 0 (blau) bis 250 Sekunden (rot) dargestellt (G, H, K, L). Der Großteil der Peroxisomen bewegte 
sich in einem kleinen Radius mit sehr kurzen schnellen Bewegungen in variierende Richtungen (E-H), 
wohingegen ein kleiner Teil sich gerichtet über eine längere Distanz hinweg fortbewegte (I-L). Im 
Anhang 8.2.3 ist die entsprechende Zeitreihe dargestellt. Die Mikroskopeinstellungen wurden wie in 
Kapitel 2.4.5 beschrieben übernommen. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
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In normalen COS7 Zellen übte der Großteil der Peroxisomen kurze vibrationsartige 

Bewegungen in unterschiedliche Richtungen aus (Abbildung 3.15, E-H), die in der 

Überlagerung aller Bilder der Zeitreihe (Abbildung 3.15 B und Vergrößerung in D) als 

kleine „Wolken“ zu sehen waren. Der gesamte zurück gelegte Weg der acht 

markierten Peroxisomen in Abbildung 3.15 E-H variierte von 8 bis 27 µm und die 

Strecke zwischen Start- und Endpunkt des aufgezeichneten Weges betrug im Mittel 

1,9 µm bei mittleren Geschwindigkeiten von 0,04 bis 0,12 µm/s und maximalen 

Geschwindigkeiten bis 0,68 µm/s (siehe Tabelle 3.1). Diese Art der peroxisomalen 

Bewegung kommt durch die Brown’sche Molekularbewegung zustande und ist 

unabhängig von Motorproteinen [175, 176].  
 

Tabelle 3.1: Charakterisierung der ungerichteten peroxisomalen Bewegung in COS7 Zellen 

Die in Abbildung 3.15 (E-H) dargestellten ungerichteten Bewegungen von Peroxisomen in COS7 
Zellen wurden hinsichtlich des zurück gelegten Weges (Track), der Strecke zwischen Start- und 
Endpunkt der Bewegungsbahn, der mittleren Geschwindigkeit über den beobachteten Zeitraum und 
der Maximalgeschwindigkeit mit Hilfe der Tracking Software (AxioVision 4.8.2) von Zeiss 
charakterisiert. 
 
Track zurück gelegter 

Weg (µm) 

Strecke von Start 

zu Ende (µm) 

Mittlere  

Geschwindigkeit (µm/s) 

Maximale 

Geschwindigkeit (µm/s) 

1 9 4 0,04 0,09 

2 8 0 0,04 0,07 

3 9 2 0,04 0,17 

4 18 1 0,08 0,17 

5 27 4 0,12 0,68 

6 23 2 0,10 0,45 

7 19 0 0,08 0,23 

8 22 2 0,10 0,27 

 

Zusätzlich zeigten sich aber schon in der Überlagerung der Zeitreihen (Abbildung 

3.15, B und C) lange gerichtete Bewegungen eines kleinen Teils der Peroxisomen in 

derselben Zelle. Die Aufzeichnung der Bewegungsbahnen dieser Peroxisomen (I-L) 

verdeutlichte den Unterschied zur ersten Population: Die zurückgelegten Wege 

waren mit 34-154 µm etwa viermal so lang bei zehnmal höheren mittleren 

Geschwindigkeiten von 0,33-0,91 µm/s und maximalen Geschwindigkeiten bis zu 

2,57 µm/s (Tabelle 3.2). Zudem zeichnete sich diese Art der Bewegung durch 

geringe Richtungswechsel aus, was in einer großen zurück gelegten Strecke über 

die Zeit resultierte und sich in einem großen Abstand zwischen Start- und Endpunkt 

der Bewegungsbahn äußerte (Tabelle 3.2). Dies spricht für eine gerichtete 
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Bewegung der Peroxisomen ausgelöst durch den Transport entlang von Mikrotubuli 

mit Hilfe von Motorproteinen. Die bisher für die peroxisomale Bewegung 

beschriebenen Motorproteine sind Kinesin-1 (Kif5) und Dynein [124-127].  

 
Tabelle 3.2: Charakterisierung der gerichteten peroxisomalen Bewegung in COS7 Zellen  

Die in Abbildung 3.15 (I-L) dargestellten langen, gerichteten Bewegungen von Peroxisomen in COS7 
Zellen wurden hinsichtlich des zurück gelegten Gesamtweges (Track), der Strecke zwischen Start- 
und Endpunkt der Bewegungsbahn, der mittleren Geschwindigkeit über den beobachteten Zeitraum 
und der Maximalgeschwindigkeit mit Hilfe der Tracking Software (AxioVision 4.8.2) von Zeiss 
charakterisiert. 
 

Track zurück gelegter 

Weg (µm) 

Strecke von Start 

zu Ende (µm) 

Mittlere  

Geschwindigkeit (µm/s) 

Maximale 

Geschwindigkeit (µm/s) 

1 75 33 0,33 1,34 

2 33 4 0,88 1,92 

3 34 31 0,91 1,60 

4 74 32 0,85 2,57 

5 154 19 0,67 2,13 

 

Nachdem die Bewegung von Peroxisomen in normalen Zellen charakterisiert worden 

war, sollte diese mit der Bewegung präperoxisomaler Vesikel nach Transfektion von 

PEX16-defizienten humanen Fibroblasten mit PEX16-YFP verglichen werden. 

Nachdem 16 Stunden nach Transfektion die ersten präperoxisomalen Vesikel 

sichtbar waren (Abbildung 3.16, A und B), wurden Zeitreihen einzelner Zellen 

aufgenommen (siehe Anhang 8.2.4). Die Überlagerung aller Bilder der Zeitreihe 

(Abbildung 3.16 C und D) zeigte wie in Abbildung 3.15 B und D ausschließlich die 

„wolkenartigen“ Strukturen, die durch vibrationsartigen Bewegungen der 

präperoxisomalen Vesikel zustande kamen. Es wurden keine langen gerichteten 

peroxisomalen Bewegungen gefunden. Beispielhaft wurden die Bewegungsbahnen 

fünf verschiedener Präperoxisomen aufgezeichnet (Abbildung 3.16 E-H), die denen 

der Peroxisomen ausgelöst durch die Brownsche Molekularbewegung (Abbildung 

3.15 E-H) glich. 
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Abbildung 3.16: Aufnahme der Bewegungsbahn von präperoxisomalen Strukturen 

PEX16-defiziente humane Fibroblasten wurden transient mit PEX16-YFP transfiziert und 16 Stunden 
später die Bewegung der präperoxisomalen Strukturen durch die Fluoreszenz des YFP in Echtzeit 
verfolgt. Im Abstand von 140 ms wurden 80 Bilder über 11 Sekunden aufgenommen. Es ist die 
erfolgreiche Bildung präperoxisomaler Strukturen zum Zeitpunkt 0 (A) und ein vergrößerter Ausschnitt 
(B) sowie die Überlagerung aller 80 Bilder der Zeitreihe (C) und derselbe vergrößerte Ausschnitt (D) 
gezeigt. Fünf verschiedene Präperoxisomen wurden verfolgt und deren Bewegung aufgenommen (E, 
F). Die Farbprojektion (G, H) reflektiert die unterschiedlichen Wege in Abhängigkeit der Zeit von 0 
(blau) bis 11 (rot) Sekunden. Die verfolgten Präperoxisomen bewegten sich auf die für die Brownsche 
Molekularbewegung typische Weise in einem kleinen Radius in variierende Richtungen. Die 
entsprechende Zeitreihe ist im Anhang 8.2.4 dargestellt. Die Mikroskopeinstellungen wurden wie in 
Kapitel 2.4.5 beschrieben übernommen. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 
Tabelle 3.3: Charakterisierung der Bewegung von Präperoxisomen  

Die in Abbildung 3.16 (E-H) dargestellten ungerichteten Bewegungen von Präperoxisomen nach 
Transfektion von ΔPEX16 Zellen mit PEX16-YFP wurden hinsichtlich des zurück gelegten 
Gesamtweges (Track), der Strecke zwischen Start- und Endpunkt der Bewegungsbahn, der mittleren 
Geschwindigkeit über den beobachteten Zeitraum und der Maximalgeschwindigkeit mit Hilfe der 
Tracking Software (AxioVision 4.8.2) von Zeiss charakterisiert. 
 

Track zurück gelegter 

Weg (µm) 

Strecke von Start 

zu Ende (µm) 

Mittlere  

Geschwindigkeit (µm/s) 

Maximale 

Geschwindigkeit (µm/s) 

1 11 0,6 0,97 2,59 

2 12 0,7 1,06 2,55 

3 15 0,2 1,32 3,67 

4 14 1,1 1,24 3,51 

5 12 0,9 1,09 2,3 

 

Doch schon 8 bis 14 Stunden später zeigten die präperoxisomalen Vesikel ebenfalls 

lange gerichtete Bewegungen, wie in Abbildung 3.17 beispielhaft für zwei 

transfizierte Zellen dargestellt. Die aufgezeichneten Bewegungsbahnen (Abbildung 

3.17 C, D, G, H) glichen denen für gerichteten peroxisomalen Transport in normalen 

COS7 Zellen (Abbildung 3.15 I-L) bei vergleichbaren mittleren und maximalen 
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Geschwindigkeiten (Tabelle 3.4). Die Tatsache, dass die zurück gelegten Wege der 

Präperoxisomen (Tabelle 3.4) im Vergleich zu reifen Peroxisomen (Tabelle 3.2) 

verringert waren, kann entweder durch veränderte metabolische Bedingungen und 

Ansprüche der Zellen erklärt werden oder lässt sich auf die noch nicht vollständige 

Komplementation der peroxisomalen Vorläufer 24 bzw. 30 Stunden nach 

Transfektion mit PEX16-YFP zurück führen. Wie in Kapitel 3.1.1.1 gezeigt, waren die 

Peroxisomen erst 72 Stunden nach der Transfektion vollständig komplementiert. 

 

 
Abbildung 3.17: Aufnahme der peroxisomalen Bewegungsbahn nach Komplementation 

24 Stunden (A-D) und 30 Stunden (E-H) nach Transfektion von PEX16-defizienten Fibroblasten mit 
PEX16-YFP wurden die Peroxisomen durch die Fluoreszenz des YFP verfolgt, die lange gerichtete 
Bewegungen ausführten. Es wurden 40 (A-D) bzw. 80 Bilder (E-H) im Abstand von 4,1 Sekunden über 
160 Sekunden (A-D) bzw. im Abstand von 500 ms über 40 Sekunden (E-H) aufgenommen. Es sind 
die Zellen zum Zeitpunkt 0 (A, E), die Überlagerung aller Bilder der Zeitreihe (B, F), die 
aufgenommene peroxisomale Bewegung (C, G) und die zurückgelegten Wege in Abhängigkeit der 
Zeit (D, H) zum Startzeitpunkt (blau) bis zum Endzeitpunkt (rot) dargestellt. Die entsprechenden 
Zeitreihen sind im Anhang 8.2.5 zu finden. Die Mikroskopeinstellungen wurden wie in Kapitel 2.4.5 
beschrieben übernommen. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Tabelle 3.4: Charakterisierung der gerichteten Bewegung präperoxisomaler Vesikel 

Die in Abbildung 3.17 (C, D, G, H) dargestellten langen, gerichteten Bewegungen von 
Präperoxisomen nach Transfektion von ΔPEX16 Zellen mit PEX16-YFP wurden hinsichtlich des 
zurück gelegten Gesamtweges (Track), der Strecke zwischen Start- und Endpunkt der 
Bewegungsbahn, der mittleren Geschwindigkeit über den beobachteten Zeitraum und der 
Maximalgeschwindigkeit mit Hilfe der Tracking Software (AxioVision 4.8.2) von Zeiss charakterisiert. 
 

Track zurück gelegter 

Weg (µm) 

Strecke von Start 

zu Ende (µm) 

Mittlere  

Geschwindigkeit (µm/s) 

Maximale  

Geschwindigkeit (µm/s) 

1 21,2 6,9 0,316 1,160 

2 11,3 5,1 0,100 0,38 

3 10,2 6,3 0,603 1,30 

4 23,7 19,9 2,360 3,61 
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Die entstandenen präperoxisomalen Vesikel nach Transfektion von ΔPEX16 Zellen 

mit PEX16-YFP schienen also zunächst nur in einem geringen Radius beweglich zu 

sein, eventuell durch Verbindung mit dem endoplasmatische Reticulum (siehe dazu 

Kapitel 3.1.1.2) und bewegten sich nur vibrationsartig durch die Brown’sche 

Molekularbewegung. Doch 8 bis 14 Stunden später zeigten sich die ersten 

gerichteten Bewegungen der Präperoxisomen, die durch den Transport entlang von 

Mikrotubuli, wahrscheinlich mit den gleichen Motorproteinen wie beim peroxisomalen 

Transport in normalen Zellen, zustande kamen. Das bedeutet, dass zwar die Bildung 

präperoxisomaler Vesikel unabhängig von Kinesinen ist (Ergebnisse siehe Kapitel 

3.1.1.2, Abbildung 3.9), aber der Transport der Präperoxisomen entlang von 

Mikrotubuli durch Motorproteine erfolgt. 
 

In den nachfolgenden Kapiteln wird nun der Einfluss von Kinesin-1 (Kif5) und dem C-

terminalen Kinesin KifC3, dessen Rolle in der peroxisomalen Bewegung bislang 

unbekannt ist, auf den Transport von Peroxisomen gezeigt und charakterisiert. 

 

3.2.2 Bewegung von Peroxisomen in Abhängigkeit von Kinesinen 

 

Die überwiegenden Motorproteine für den peroxisomalen Transport entlang von 

Mikrotubuli sind Kinesin-1 (Kif5) und Dynein [124-127]. Zusätzlich wurde aber die 

Interaktion von PEX1, einer peroxisomalen AAA-ATPase, mit dem C-terminalen 

Kinesin KifC3 bereits mit Hilfe eines „yeast-two-hybrid“-Systems gezeigt [241]. Die 

beiden Proteine wurden N-terminal mit Domänen markiert, die DNA-bindende und 

Transkriptions-aktivierende Eigenschaften für GAL4 besaßen. Bei Interaktion der 

beiden Proteine wurde GAL4 als Reportergen exprimiert. Mit PEX1 als „prey-Protein“ 

wurde eine cDNA-Bibliothek aus HELA Zellen gescreent und viermal C-terminale 

Reste (160 AS) des „bait-Proteins“ KifC3 detektiert. 

 

Daher wurde im Rahmen dieser Arbeit der Einfluss von KifC3 und zusätzlich die 

Rolle von Kinesin-1 (Kif5) auf die peroxisomale Bewegung innerhalb der Zelle 

analysiert. Hierfür wurde zum einen KifC3 in COS7 Zellen überexprimiert und zum 

anderen die Menge an KifC3 und Kinesin-1 (Kif5) mit Hilfe von siRNA drastisch 

reduziert. In beiden Fällen wurden die Zellen hinsichtlich der peroxisomalen 

Verteilung innerhalb der Zelle untersucht. Die Wechselwirkung von KifC3 mit 



Ergebnisse 

 76 

peroxisomalen Proteinen wurde in vivo mit Hilfe eines Kernlokalisationsversuches 

überprüft und die Interaktion von KifC3 und PEX1 konnte sowohl in vivo als auch in 

vitro durch eine Coimmunopräzipitation bestätigt werden. 

 

3.2.2.1 Nachweis und Überexpression von KifC3 

 

Zunächst wurde endogenes KifC3 in verschiedenen Zelllinien detektiert und die 

Lokalisation des Proteins in vivo untersucht, um daraus eventuell erste Rückschlüsse 

auf die Funktion des Kinesins ziehen zu können. KifC3 wurde in verschiedenen 

Zelllinien mittels Immunoblotting mit unterschiedlich starker Expression 

nachgewiesen (Abbildung 3.18). Der verwendete Antikörper detektierte eine 

Doppelbande bei 70 kDa, wie bereits zuvor beschrieben [153, 154], die durch 

Überexpression von KifC3 in COS7 Zellen als KifC3 spezifisch verifiziert wurde. Bei 

COS7 Zellen und bei geringerer Belichtungszeit auch bei A549 Zellen zeigte sich 

knapp oberhalb der Doppelbande noch eine dritte Bande, bei der es sich um 

phosphoryliertes Protein handeln könnte.  

 
Abbildung 3.18: KifC3 wurde in Säugerzelllinien unterschiedlich stark exprimiert 

Proteine aus Zellpellets verschiedener Säugerzelllinien wurden mittels SDS-PAGE in einem 8%igen 
SDS-Gel aufgetrennt und mit Hilfe von Western Blotting auf eine Nitrocellulose-Membran übertragen. 
Die Membran wurde auseinander geschnitten und KifC3 und MAPK als Ladekontrolle mit spezifischen 
Erstantikörpern (Verdünnungen 1:333 bzw. 1:1000) und HRP-markierten Zweitantikörpern 
(Verdünnung 1:15000) detektiert. Es wurden unterschiedliche Proteinmengen der verschiedenen 
Zellpellets aufgetragen (HELA: 40 µg, A549: 10 µg, HEK 293T: 40 µg, HepG2: 40 µg, GM5756T: 40 
µg, COS7: 13 µg, COS7+KifC3: 83 ng).  
 

Da KifC3 in A549 und COS7 Zellen am höchsten exprimiert war und daher gut 

detektiert werden konnte, wurden für die weiteren Versuche diese beiden Zelllinien 

verwendet. Auffällig ist zudem, dass es sich bei diesen beiden Zelllinien um stark 

proliferierende und schnell wachsende Zellen handelt. Die hohe Expression von 

KifC3 in diesen beiden Zelllinien könnte eventuell ein Hinweis auf eine mögliche 
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Rolle von KifC3 in der Zellteilung sein. Andererseits könnte sich hier aber auch der 

erhöhte Bedarf an Motorproteinen in diesen Zelllinien bedingt durch das schnelle 

Wachstum und der damit verbundenen Bewegung und Umordnung der Zelle äußern. 

 

Anschließend wurde die Lokalisation von endogenem KifC3 in COS7 Zellen 

untersucht. Hierfür wurden COS7 Zellen fixiert und mittels indirekter 

Immunfluoreszenzfärbung KifC3, das peroxisomale Membranprotein PMP70 und 

Tubulin α spezifisch markiert (siehe Abbildung 3.19). KifC3 war innerhalb der Zelle 

Zellphasen-abhängig unterschiedlich lokalisiert. Bei Zellen in der Interphase wurde 

KifC3 vermehrt nahe dem Zellkern detektiert (obere Reihe), wobei eine sehr starke 

Konzentrierung des Proteins am Centrosom auftrat. Durch Überlagerung mit Tubulin 

α zeigte sich, dass es sich hierbei um das Organisationszentrum der Mikrotubuli 

(MTOC) handelte.  

 

Die Lokalisation von KifC3 sowohl am Centrosom als auch an der Zonula adhaerens 

(Adhäsionsgürtel) wurde bereits für menschliche Epithelzellen des Dickdarms 

(Caco2) beschrieben [152]. Die Autoren postulieren, dass KifC3 über Mikrotubuli zu 

den Adhäsionsverbindungen gelangt, deren Minus-Enden nicht am Centrosom 

sondern apikal an der Zonula adhaerens verankert sind. Da es sich bei COS7 Zellen 

nicht um Epithelzellen sondern um Fibroblasten handelt und diese somit 

hauptsächlich radiale, am Centrosom verankerte Mikrotubuli besitzen, wurde hier 

KifC3 nur am Centrosom detektiert. 

 

Zellen in der Metaphase der Mitose zeigten ein verstärktes Vorkommen von KifC3 an 

den Spindelpolen und an den Spindelfasern (Abbildung 3.19, untere Reihe). Auch 

andere C-terminale Kinesine wurden bereits in verschiedenen Organismen an den 

Spindelpolen und an der Spindel selber detektiert [138, 140-142]. Für alle diese 

Kinesine wurde eine Rolle in der Mitose oder Meiose beschrieben u.a. bei der 

Anordnung der Teilungsspindel und der Trennung der Spindelpole und somit der 

korrekten Verteilung der Chromatiden. Daher ist es wahrscheinlich dass KifC3 

ebenfalls eine Rolle in der Zellteilung einnimmt.  
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Abbildung 3.19: Zellphasen-abhängige Lokalisation von endogenem KifC3 

COS7 Zellen wurden auf Deckgläser ausgesät und nach 24 Stunden mittels indirekter 
Immunfluoreszenzfärbung mit spezifischen Erstantikörpern gegen KifC3 und Alexa 594 markierten 
Zweitanikörpern bzw. mit Erstantikörpern gegen PMP70 und Tubulin α und Alexa 488 markierten 
Zweitantikörpern behandelt. Die oberste Zeile zeigt eine Lokalisation von KifC3 am MTOC einer Zelle 
in der Interphase, was durch Überlagerung mit der Tubulin α Färbung dargestellt wird. Die Markierung 
von KifC3 überlagerte zu keinem Zeitpunkt mit der PMP70-Färbung (mittlere Reihe). In der untersten 
Zeile ist eine Zelle in der Metaphase dargestellt, in der KifC3 an den Spindelpolen und Spindelfasern 
zu sehen ist. KifC3 kolokalisierte hier mit Tubulin α. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

KifC3 konnte zu keinem Zeitpunkt an den Peroxisomen, die durch Färbung von 

PMP70 sichtbar gemacht wurden, nachgewiesen werden (Abbildung 3.19, mittlere 

Reihe). Das bedeutete aber nicht, dass KifC3 nicht an Peroxisomen lokalisiert. Nur 5-

10% der Peroxisomen führen lange Bewegungen entlang von Mikrotubuli aus [175, 

176], was impliziert, dass nur ein sehr geringer Teil an Peroxisomen mit 

Motorproteinen beladen ist. Zudem werden Motorproteine nur transient und in sehr 

geringen Mengen (1-10 Moleküle pro Peroxisom [125]) gebunden, so dass hier die 

Nachweisgrenze der Immunfluoreszenzmikroskopie weit überschritten wird. 

 

Als nächstes wurden COS7 Zellen transient mit einem Plasmid, das für die 

Expression von menschlichem KifC3 codiert, transfiziert um über Lokalisation von 

KifC3 und phänotypische Veränderungen auf die Rolle von KifC3 innerhalb der Zelle 
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zu schließen. Überexprimiert konnte KifC3 an den Mikrotubuli detektiert werden, was 

durch Überlagerung mit Tubulin α in Abbildung 3.20 dargestellt ist (obere Reihe). 

Dies zeigt, dass das Protein an Mikrotubuli bindet und eventuell auch als Motor für 

den Transport entlang von Mikrotubuli dient. Tatsächlich wurde eine Rolle für KifC3 

beim apikalen Transport von Vesikeln aus dem Trans-Golgi-Netzwerk in 

Epithelzellen bereits beschrieben [147]. Die postulierte Beteiligung von KifC3 bei der 

Positionierung und Integration des Golgi-Apparates [153] konnte in dieser Arbeit 

allerdings nicht bestätigt werden (siehe Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 3.28).  

 

So wie im Fall von endogenem KifC3 war KifC3 auch im überexprimierten Zustand 

nicht an den Peroxisomen lokalisiert. Allerdings zeigt die Vergrößerung der 

Überlagerung in Abbildung 3.20 (untere Reihe) eine Anlagerung der Peroxisomen an 

die Mikrotubuli (hier durch Anfärbung des überexprimierten KifC3 sichtbar gemacht).  

 

 
Abbildung 3.20: Lokalisation von überexprimiertem KifC3 an Mikrotubuli 

24 Stunden nach transienter Transfektion mit humanem KifC3 (KifC3(h)-pLPCX) wurden COS7 Zellen 
für die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert. Überexprimiertes KifC3 konnte durch Inkubation mit 
Erstantikörpern gegen KifC3 und Alexa 594 markierten Zweitantikörpern an den Mikrotubuli detektiert 
werden (obere Zeile). Mikrotubuli bzw. Peroxisomen wurden mit Erstantikörpern gegen Tubulin α (Tub 
α) bzw. gegen PMP70 und Alexa 488 markierten Zweitanikörpern sichtbar gemacht. KifC3 zeigte 
keine Kolokalisation mit PMP70 (untere Zeile). Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Bei Überexpression sowohl von humanem (h) als auch murinem (m) KifC3 konnte 

keine phänotypische Veränderung hinsichtlich der peroxisomalen Verteilung 

bestimmt werden (Tabelle 3.5). Im Großteil der Zellen waren die Peroxisomen 

gleichmäßig im Cytosol angeordnet. Ein geringer Anteil der Zellen wies geclusterte 

Peroxisomen auf, die allerdings sowohl in den Zellen mit überexprimiertem KifC3 als 
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auch in den Zellen mit transfiziertem Leervektor in der gleichen Größenordnung zu 

finden waren. Peroxisomen sind sehr flexible Organellen, die auf verschiedene 

Weise auf metabolische Veränderungen innerhalb der Zelle reagieren können. Das 

Clustering der Peroxisomen in einigen Zellen kann z.B. Ursache von bestimmten 

metabolischen Bedingungen oder aber auch Ergebnis von Stress durch die 

Überexpression von Plasmid sein.  

Auch andere Organellen wie der Golgi-Apparat zeigten keine Veränderungen 

hinsichtlich ihrer Positionierung innerhalb der Zelle und die Überexpression von 

KifC3 hatte keinen Einfluss auf die Morphologie und das Vorkommen der Mikrotubuli. 

 
Tabelle 3.5: Verteilung der Peroxisomen bei Überexpression von KifC3 

COS7 Zellen wurden transient mit Plasmiden transfiziert, die murines (m) GFP-getagtes KifC3 oder 
humanes (h) KifC3 ohne Tag exprimierten bzw. mit den entsprechenden Leervektoren. Die Zellen 
wurden hinsichtlich der peroxisomalen Verteilung analysiert, wobei nur die Zellen berücksichtigt 
wurden, die offensichtlich transfiziert waren. Es wurden jeweils mindestens 500 Zellen ausgezählt. 
 

 

 

3.2.2.2 „Knockdown“ von KifC3 mit siRNA 

 

Da die Überexpression von KifC3 keinen zellulären Phänotyp zeigte und somit keine 

Rückschlüsse auf die Funktion des Proteins hinsichtlich der Bewegung von 

Peroxisomen gezogen werden konnte, wurde die Proteinmenge an KifC3 mit Hilfe 

von RNAi drastisch reduziert. Hierfür wurden COS7 Zellen mit siRNA gegen KifC3 

und Kif5B (schwere Kette des Kinesin-1) als Plus-Motorprotein bzw. mit Kontroll-

siRNA zweimalig elektroporiert. Die Effizienz des „knockdowns“ wurde 24 Stunden 

nach der zweiten Elektroporation auf mRNA-Ebene überprüft und 48 Stunden nach 

der zweiten siRNA-Behandlung auf Proteinebene. Die quantitative real-time PCR 

zeigte eine Reduktion der mRNA-Menge von KifC3 auf 22,3 ± 0,08% (N=14) im 

Vergleich zur Kontrolle nach KifC3 „knockdown“. Gleichzeitig änderte sich bei diesen 

Proben der mRNA Gehalt von Kif5B (schwere Kette des Kinesin-1) nicht (siehe 

Abbildung 3.21), was eine spezifische Reduzierung der KifC3-mRNA Menge anzeigt. 

Auf Proteinebene konnte KifC3 durch siRNA-Behandlung durchschnittlich um 86,4 ± 

transfiziertes Plasmid Anteil der Zellen mit 
geclusterten Peroxisomen 

KifC3(m)-pEGFP-C1 
pEGFP-N1 

2,99% 
2,59% 

KifC3(h)-pLPCX 
pcDNA3.1zeo 

1,20% 
1,41% 
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11,99% (N=11) verringert werden. In Abbildung 3.21 ist ein beispielhafter Western 

Blot dargestellt, der einen „knockdown“ der KifC3 Proteinmenge um 90% anzeigt.  

 

 
Abbildung 3.21: „Knockdown“ von KifC3 auf mRNA und Proteinebene 

COS7 Zellen wurden zweimal im Abstand von 24 Stunden mit siRNA gegen KifC3 oder mit Kontroll-
siRNA elektroporiert. Die Reduzierung der mRNA wurde 24 Stunden nach der zweiten siRNA 
Behandlung mittels quantitativer real-time PCR überprüft (Mittelwerte und Standardabweichung bei 
KifC3: N=14 und Kif5B: N=6) und der „knockdown“ auf Proteinebene 48 Stunden nach der zweiten 
siRNA-Behandlung nachgewiesen. Dafür wurden 40 µg Protein in einem 8%igen SDS-Gel aufgetrennt 
und die Proteine auf eine Nitrocellulose Membran geblottet. Die Proteinbanden wurden nach 
Inkubation mit spezifischen Erstantikörpern (α-KifC3 1:333, α-MAPK 1:1000) und HRP-gekoppelten 
Zweitantikörpern (1:15000) unter Verwendung des „ECL Western Blotting Substrates“ (Pierce) 
markiert. Der repräsentative Western Blot zeigt eine Reduzierung der KifC3 Proteinmenge um 90%, 
wobei die MAPK Färbung als Ladekontrolle diente. Die Quantifizierung der Bandenintensitäten 
erfolgte mit Hilfe der AIDA Software (Image Analyzer v.4.19). 
 

 

Peroxisomaler Phänotyp nach „knockdown von KifC3 und Kif5B 
 

Dem Zeitpunkt der Bestimmung der Proteinmenge entsprechend wurden die Zellen 

48 Stunden nach der zweiten siRNA-Behandlung für die 

Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert und auf phänotypische Veränderungen 

hinsichtlich der peroxisomalen Verteilung untersucht (siehe Abbildung 3.22). 

Zellproben, die mit siRNA gegen KifC3 behandelt worden waren, wiesen doppelt so 

viele Zellen mit geclusterten Peroxisomen auf im Vergleich zu den Kontrollzellen. Im 

Gegensatz dazu konnte bei Reduktion der Kif5B-Menge durch siRNA eine Abnahme 

der Zellen mit geclusterten Peroxisomen um 70% festgestellt werden und die Anzahl 

der Zellen mit gleichmäßig verteilten Peroxisomen nahm zu. 
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Der „knockdown“ von KifC3 scheint also die Bewegung der Peroxisomen in Richtung 

des Zellkerns und somit in Richtung des Minus-Endes der Mikrotubuli zu 

begünstigen, was für eine überwiegende Aktivität des Minus-Motors Dynein spricht. 

Diese Theorie und ein Modell für den Einfluss von KifC3 auf den peroxisomalen 

Transport wird in der Diskussion (Kapitel 4.2.2) ausführlich behandelt.  

 

 
Abbildung 3.22: Clustering von Peroxisomen nach „knockdown“ von KifC3 

siRNA-behandelte COS7 Zellen wurden 48 Stunden nach dem zweiten „knockdown“ fixiert und die 
Peroxisomen mit Hilfe von α-PEX14 Erstantikörpern und Fluoreszenz-markierten Zweitantikörpern 
sichtbar gemacht. Durch die Reduzierung der KifC3 Proteinmenge zeigten sich doppelt so viele Zellen 
mit geclusterten Peroxisomen im Vergleich zu den Kontrollzellen. Mit siKif5B (schwere Kette des 
Kinesin-1) behandelte Zellen („knockdown“ der mRNA um 78,6 ± 3,34% bei N=2) wiesen dagegen 
weniger Clustering der Peroxisomen auf. Die Balkendiagramme zeigen den jeweiligen Mittelwert und 
die Standardabweichung (für KifC3 bei N=4) bzw. die Streuung (für Kif5B bei N=2). Es wurden 
mindestens 500 Zellen ausgezählt. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Im Gegensatz dazu trat bei Reduktion der Kif5B-Menge weniger Clustering der 

Peroxisomen auf, was für eine Abschwächung der Peroxisomenbewegung in 

Richtung des Minus-Endes spricht. Tatsächlich wurde bereits eine reduzierte 

peroxisomale Bewegung bei Inaktivierung oder „knockdown“ von Kinesin-1 (Kif5) 

oder Dynein beobachtet [124-126].  

 

Drosophila S2 oder COS7 Zellen wurden mit siRNA gegen Kin-1 oder Dynein 

behandelt bzw. Dynamitin, das einen dominant negativen Effekt auf die 

Dyneinaktivität ausübt, wurde überexprimiert. Dadurch wurde nicht nur der 

peroxisomale Transport in die Richtung des betroffenen Motorproteins inhibiert, was 
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sich in peroxisomalem Clustering geäußert hätte, sondern die komplette 

peroxisomale Bewegung in beide Richtungen war gestört. Die Peroxisomen waren 

bei Ausfall eines der beiden Motorproteine trotzdem gleichmäßig in der Zelle verteilt. 

Dieses Phänomen kann durch das so genannte „tug-of-war“ Modell (siehe auch 

Einleitung, Kapitel 1.3.4) beschrieben werden. Demnach binden gegensätzliche 

Motorproteine gleichzeitig an eine zu transportierende Ladung und üben entgegen 

gerichtet Kräfte auf diese aus bis eine Kraft in eine Richtung überwiegt und der 

Transport in diese Richtung erfolgen kann. Diese Spannung an einer zu 

transportierenden Ladung ist essentiell für deren Bewegung entlang von Mikrotubuli 

und sobald der Gegenpart eines Motorproteins fehlt, kommt der Transport komplett 

zum erliegen. Wenn also wie in Abbildung 3.22 die Menge an Kinesin-1 (Kif5) stark 

reduziert wird, kann keine Spannung mehr an den Peroxisomen aufgebaut werden 

und Dynein ist ebenfalls inaktiv, so dass der peroxisomale Transport komplett 

ausfällt.  

 

Die Mikrotubuli wiesen hinsichtlich Verteilung und Anzahl weder bei Behandlung mit 

siKifC3 noch mit siKif5B eine Veränderung im Vergleich zu den Kontrollzellen auf. 

Das Clustering der Peroxisomen nach KifC3 „knockdown“ kam somit nicht durch 

Fehlen von Mikrotubuli in der Zellperipherie zustande. Markierung von Peroxisomen 

und Mikrotubuli nach siRNA-Behandlung in Abbildung 3.23 zeigte zudem, dass die 

Reduzierung der KifC3-Menge nicht in einer Ablösung der Peroxisomen von den 

Mikrotubuli resultierte, sondern die Peroxisomen auch nach „knockdown“ von KifC3 

an die Mikrotubuli angelagert waren. 

 
Abbildung 3.23: KifC3 unabhängige Anlagerung der Peroxisomen an Mikrotubuli 

48 Stunden nach dem zweiten „knockdown“ von KifC3 bzw. Behandlung mit Kontroll-siRNA wurden 
die COS7 Zellen fixiert und Peroxisomen mit spezifischen Erstantikörpern gegen PEX14 und Alexa 
488 gekoppelten Zweitantikörpern und Mikrotubuli mit Erstantikörpern gegen Tubulin α und Alexa 594 
gekoppelten Zweitantikörpern markiert. Die Peroxisomen waren nach Reduzierung der KifC3-Menge 
nach wie vor an die Mikrotubuli angelagert (rechts). Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
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Die Rolle des Cytoskeletts bei der Ausbildung des peroxisomalen Phänotyps 
 

Um zu überprüfen inwieweit das Clustering der Peroxisomen bei „knockdown“ von 

KifC3 abhängig vom Cytoskelett ist, wurden siRNA-behandelte Zellen mit Nocodazol 

und Cytochalasin B versetzt. Die Depolymerisierung der Mikrotubuli durch Nocodazol 

erfolgte für 4 Stunden direkt vor der Präparation der Zellen für die 

Immunfluoreszenzmikroskopie. Zur Zerstörung des Aktinskeletts wurden die Zellen 

48 Stunden lang mit Cytochalasin B bis zur Fixierung inkubiert. Abbildung 3.24 zeigt 

COS7 Zellen nach Zugabe von Nocodazol (obere Reihe) und Cytochalasin B (untere 

Reihe) bzw. DMSO, das als Lösungsmittel diente. Sowohl die Mikrotubuli als auch 

das Aktinskelett konnten durch die Behandlung mit den Reagenzien erfolgreich 

abgebaut werden. 

 

 
Abbildung 3.24: Depolymerisierung des Cytoskeletts in COS7 Zellen 

Mikrotubuli in COS7 Zellen wurden durch Inkubation mit Nocodazol in einer Konzentration von 5 µM 
für 4 Stunden depolymerisiert. Zugabe von Cytochalasin B in einer Konzentration von 4 µM für 48 
Stunden bis zur Fixierung der Zellen zerstörte das Aktinskelett. Als Kontrolle dienten jeweils mit den 
gleichen Volumina an DMSO als Lösungsmittel inkubierte Zellen. Durch Behandlung mit α-Tubulin α 
Erstantikörpern und Alexa 488 markierten Zweitantikörpern wurden Mikrotubuli sichtbar gemacht und 
das Aktinskelett über Bindung von Rhodamin markiertem Phalloidin (Ph-Rh) angefärbt. Die 
Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Nachdem gesichert war, dass sowohl die Mikrotubuli als auch das Aktinskelett durch 

die verwendeten Reagenzien abgebaut werden konnten und die Konzentration an 

Nocodazol von 5 µM bzw. an Cytochalasin B von 4 µM ausreichend und zugleich 

nicht toxisch für die verwendeten Zellen waren, wurden die Auswirkungen der 

fehlenden Cytoskelett-Komponenten auf die Ausbildung des peroxisomalen 

Phänotyps nach „knockdown“ von KifC3 untersucht. Dafür wurden die Zellen wie 
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bereits beschrieben mit siRNA gegen KifC3 bzw. Kontroll-siRNA behandelt und direkt 

nach dem zweiten „knockdown“ für 48 Stunden mit Cytochalasin B versetzt bzw. für 

4 Stunden vor der Fixierung mit Nocodazol inkubiert. Abbildung 3.25 zeigt die durch 

α-PEX14 Antikörper markierten Peroxisomen nach der jeweiligen Behandlung mit 

den Reagenzien.  

 

Die mit Lösungsmittel behandelten Zellen zeigten nach „knockdown“ von KifC3 den 

bereits beschriebenen Phänotyp (obere Reihe) des Peroxisomenclusterings. Auch 

nach Zugabe von Cytochalasin B zur Zerstörung des Aktinskeletts nahm das 

peroxisomale Clustering wie bei der Leerprobe (mit DMSO) beobachtet nach 

Behandlung mit siKifC3 im Vergleich zu den Kontrollzellen zu. Die quantitative 

Auswertung ist in Abbildung 3.25 im Säulendiagramm dargestellt. Die Tatsache, dass 

die Peroxisomen nach „knockdown“ von KifC3 trotz Fehlen des Aktinskeletts am 

Centrosom clustern, zeigt, dass die Peroxisomen nicht entlang des Aktinskeletts in 

Richtung Kern transportiert werden und dass der peroxisomale Phänotyp somit 

unabhängig von Aktinfilamenten ist. 

 

 
Abbildung 3.25: Peroxisomaler Phänotyp ist abhängig von Mikrotubuli 

Mit siRNA behandelte COS7 Zellen wurden direkt nach dem zweiten „knockdown“ für 48 Stunden mit 
Cytochalasin B in einer Konzentration von 4 µM inkubiert bzw. 4 Stunden vor der Fixierung mit 
Nocodazol in einer Konzentration von 5 µM versetzt. Zur Leerkontrolle wurden jeweils gleiche 
Volumina an DMSO, das als Lösungsmittel diente, hinzugegeben. Die Peroxisomen wurden unter 
Verwendung von α-PEX14 Erstantikörpern und Alexa 594 markierten Zweitantikörpern sichtbar 
gemacht. Die Ausbildung des peroxisomalen Phänotyps nach „knockdown“ von KifC3 war abhängig 
von den Mikrotubuli und unabhängig von Aktinfilamenten. Das Balkendiagramm zeigt die Auszählung 
von Zellen mit geclusterten Peroxisomen eines Versuches. Es wurden jeweils mindestens 500 Zellen 
ausgezählt. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
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Nach Depolymerisierung der Mikrotubuli allerdings waren die Peroxisomen nicht auf 

die beschriebene Weise am Kern geclustert, sondern entweder gleichmäßig verteilt 

oder in mehreren „Haufen“ im Cytosol angeordnet. Dieser Phänotyp der 

„Haufenbildung“ der Peroxisomen ist bekannt [124, 176, 242] und typisch nach 

Behandlung der Zellen mit Nocodazol, da Mikrotubuli zur gleichmäßigen Verteilung 

der Peroxisomen in der Zelle benötigt werden. Um auszuschließen, dass die 

beobachteten Haufen nicht aus zuvor gebildeten Peroxisomenclustern entstanden 

sind, wurden die Zellen ausgezählt, die Peroxisomen in Haufen aufwiesen. Sowohl 

die Proben mit reduziertem KifC3 als auch die Kontrollproben enthielten gleich viele 

Zellen mit angehäuften Peroxisomen wie im Balkendiagramm in Abbildung 3.25 

dargestellt. Somit ist die Ausbildung des peroxisomalen Phänotyps bei „knockdown“ 

von KifC3 nach Depolymerisierung der Mikrotubuli nicht mehr möglich. Die 

Mikrotubuli sind notwendig um die Peroxisomen zum Minus-Ende zu transportieren. 

Diese Ergebnisse konnten mehrere Male unter variierenden Versuchsbedingungen 

reproduziert werden (Daten nicht gezeigt). 

 

Der peroxisomale KifC3 „knockdown“ Phänotyp ist nicht abhängig von der 
Zellphase  

 

Da vielen Motorproteinen und vor allem C-terminalen Kinesinen eine Rolle bei der 

Zellteilung und bei der Organisation von Mikrotubuli zukommt, ist es nicht 

unwahrscheinlich, dass auch KifC3 in diese Prozesse involviert ist. In Docetaxel- und 

Paclitaxel-resistenten Brustkrebszellen (MDA MB 231/468) wurde eine erhöhte 

Menge sowohl an KifC3 mRNA als auch an KifC3 Protein detektiert, das dem 

Mikrotubuli stabilisierenden Effekt der Zytostatika entgegen wirkte [154, 155].  

 

Daher stellte sich die Frage, ob der beobachtete Phänotyp des 

Peroxisomenclusterings durch Akkumulierung der Zellen in einer bestimmten 

Zellphase z.B. durch Stabilisierung oder Destabilisierung der Mikrotubuli durch 

reduzierte KifC3-Menge entsteht. Um dies zu überprüfen wurden mit siKifC3 und 

Kontroll-siRNA behandelte COS7 Zellen 48 Stunden nach dem zweiten „knockdown“ 

mit Propidiumjodid behandelt und per Durchflusszytometrie der Anteil der Zellen in 

den verschiedenen Zellphasen bestimmt. Abbildung 3.26 zeigt die Histogramme der 
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Fluoreszenzintensitäten, die dem DNA-Gehalt der Zellen entsprechen, für die 

Kontrollzellen und für die Zellen mit reduzierter KifC3 Menge.  

 

Nachdem die Peaks den jeweiligen Zellphasen zugeordnet worden waren, zeigte die 

Quantifizierung der Histogramme (Balkendiagramm, Abbildung 3.26) keine 

veränderte Verteilung der Zellen in den verschiedenen Zellphasen nach „knockdown“ 

von KifC3.  

 

 
Abbildung 3.26: Per Durchflusszytometrie ermittelte Verteilung der Zellen in den 
verschiedenen Zellphasen 

Die DNA von COS7 Zellen, die mit siRNA behandelt worden waren, wurde 48 Stunden nach dem 
zweiten „knockdown“ mit Propidiumiodid markiert und per Durchflusszytometrie ein Histogramm der 
Fluoreszenzintensität aufgenommen. Das Balkendiagramm zeigt die Quantifizierung der Zellen in den 
verschiedenen Zellphasen aus den Histogrammen als Mittelwerte und Streuung (N=2). Die 
Reduzierung der KifC3-Menge zog keine Akkumulierung der Zellen in einer bestimmten Zellphase 
nach sich. 
 

Die Reduzierung der KifC3-Menge zog somit keine Akkumulierung der Zellen in einer 

bestimmten Zellphase nach sich. Das bedeutet, dass die Zunahme der Zellen mit 

geclusterten Peroxisomen nach Behandlung mit siRNA gegen KifC3 nicht aus einem 

sekundären Effekt auf die Zellteilung oder die Stabilität der Mikrotubuli resultierte. 

Trotzdem schließen diese Ergebnisse nicht aus, dass KifC3 eine Rolle bei der 

Zellteilung und Organisation von Mikrotubuli einnimmt. An der Zellteilung und vor 
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allem am Aufbau der mitotischen Spindel sind sehr viele verschiedene Motorproteine 

beteiligt deren Funktionen sich oft überschneiden oder komplementär sind. Daher 

kann der Einfluss eines einzelnen Motorproteins auf die Zellteilung bei einfachem 

„knockdown“ oft nicht bestimmt werden, da sich nur bei „knockdown“ von mehreren 

Motorproteinen gleichzeitig ein zellulärer Phänotyp zeigt. Beispiele hierfür werden in 

S.cerevisiae bei Hoyt et al. und Roof et al. gezeigt [243, 244]. 

 

Um diese Ergebnisse zu bestätigen, wurden COS7 Zellen und A549 Zellen nach 

Behandlung mit siRNA gegen KifC3 bzw. mit Kontroll-siRNA durch Zugabe von 

Thymidin in der S-Phase des Zellzykluses geblockt und hinsichtlich der 

peroxisomalen Verteilung betrachtet. Abbildung 3.27A zeigt die 

Fluoreszenzhistogramme von A549 Zellen mit und ohne Behandlung von Thymidin.  

 

Durch den Thymidin-Block fand eine Verschiebung der Zellverteilung aus der G1- in 

die S-Phase um 30% statt und der Anteil der Zellen in der S-Phase konnte mehr als 

verdoppelt werden. Die quantitative Auswertung des peroxisomalen Phänotyps nach 

siRNA-Behandlung von COS7 und A549 Zellen mit und ohne Thymidin-Block ist in 

Abbildung 3.27B als Balkendiagramm dargestellt. Sowohl in COS7 als auch in A549 

Zellen verdoppelte sich die Anzahl der Zellen mit geclusterten Peroxisomen nach 

Behandlung mit siRNA gegen KifC3. Auch nach Akkumulierung der Zellen in der S-

Phase durch einen Thymidin-Block war die Anzahl der Zellen mit geclusterten 

Peroxisomen in beiden Zelllinien nach KifC3 „knockdown“ stark erhöht im Vergleich 

zu den Kontrollzellen. Somit hatte die Änderung der Zellverteilung in den Zellphasen 

keinen Einfluss auf die Ausprägung des peroxisomalen Phänotyps nach „knockdown“ 

von KifC3, was nahe legt, dass der Phänotyp nicht Zellphasen-abhängig ist. 

Allerdings war insgesamt die Anzahl der Zellen mit geclusterten Peroxisomen nach 

Behandlung mit Thymidin sowohl bei den Kontrollzellen als auch bei den Zellen mit 

reduzierter KifC3-Menge leicht erhöht, was durch veränderte metabolische 

Bedingungen der Zellen verursacht durch die Thymidin-Inkubation bedingt sein kann. 
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Abbildung 3.27: Der peroxisomale Phänotyp ist nicht Zellphasen-abhängig 

(A) A549 Zellen wurden durch 24 stündige Inkubation mit Thymidin in der S-Phase akkumuliert. Nach 
Markierung der DNA mit Propidiumiodid per Durchflusszytometrie wurden Fluoreszenzhistogramme 
von Zellen mit und ohne Tymidin-Behandlung aufgenommen. Die Tabelle zeigt den Anteil der Zellen in 
der jeweiligen Zellphase nach Quantifizierung der Histogramme. (B) 24 Stunden nach der zweiten 
Behandlung mit siKifC3 bzw. Kontroll-siRNA wurden COS7 und A549 Zellen wie in (A) mit Tymidin 
geblockt und 24 Stunden später für die Immunfluoreszenzmikroskopie präpariert. Das 
Balkendiagramm zeigt die Auszählungen von Zellen mit geclusterten Peroxisomen als Mittelwerte und 
Standardabweichungen (COS -Thym, N=4) bzw. Streuungen (Cos +Thym, A549 ±Thym, N=2). Es 
wurden jeweils mindestens 500 Zellen ausgezählt. 
 

 

Einfluss des KifC3 „knockdowns“ auf andere Organellen 
 

Nachdem der Einfluss von KifC3 auf die Verteilung der Peroxisomen innerhalb der 

Zelle gezeigt werden konnte, wurden auch andere Organellen nach „knockdown“ von 

KifC3 betrachtet. COS7 Zellen wurden 48 Stunden nach der zweiten siRNA 

Behandlung fixiert und die Mitochondrien, das endoplasmatische Reticulum, frühe 

Endosomen und der Golgi-Apparat mittels Immunfluoreszenzfärbung sichtbar 

gemacht (siehe Abbildung 3.28).  
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Abbildung 3.28: Positionierung von Organellen nach „knockdown“ von KifC3 



Ergebnisse 

 91 

Nach zweimaliger Elektroporation von COS7 Zellen mit siRNA gegen KifC3 bzw. mit Kontroll-siRNA 
wurden die Zellen 48 Stunden nach der zweiten Behandlung für die Immunfluoreszenzmikroskopie 
präpariert. Frühe Endosomen und der Golgi-Apparat wurden unter Verwendung von Erstantikörpern 
gegen EEA-1 bzw. GM130 als Markerproteine und Alexa 488 gekoppelten Zweitantikörpern markiert. 
Peroxisomen wurden mit Erstantikörpern gegen PEX14 und Alexa 594 gekoppelten Zweitantikörpern 
detektiert. Um die Mitochondrien anzufärben wurden die Zellen 30 Minuten vor der Fixierung mit 
einem MitoTracker inkubiert und das endoplasmatische Reticulum wurde durch transiente 
Transfektion mit dem pDsRed2-ER Vektor 24 Stunden vor der Fixierung sichtbar gemacht. Die 
Abbildungen für die Mitochondrien und das endoplasmatische Reticulum sind hier mit Falschfarben in 
grün dargestellt. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Die Mitochondrien zeigten nach „knockdown“ von KifC3 einen deutlichen Phänotyp. 

In Zellen, in denen ein Peroxisomenclustering vorlag, waren auch die Mitochondrien 

nicht mehr gleichmäßig in der Zelle aufgehängt, sondern konzentrierten sich an der 

gleichen Stelle am Zellkern wie die Peroxisomen. Mitochondrien sind wie 

Peroxisomen sehr dynamische Organellen deren Morphologie und intrazelluläre 

Organisation z.B. durch Teilung und Verschmelzung stark reguliert ist [245]. Die 

Bindung von Mitochondrien an das Cytoskelett ist notwendig für deren Funktion [246, 

247] und der mitochondriale Transport entlang von Mikrotubuli dient u.a. dazu, diese 

zu Regionen mit hohem ATP Bedarf in der Zelle zu rekrutieren [248].  

 

Schnelle mitochondriale Bewegungen über längere Distanzen wurden bereits 

beobachtet [249, 250] und genau wie beim peroxisomalen Transport wurden Kinesin-

1 (Kif5) und Dynein als die primären Motorproteine beschrieben [122, 123, 251]. 

Trotzdem scheinen auch andere Kinesine wie z.B. Kinesin-3 (Kif1B) in Neuronen 

[252] einen Einfluss auf den mitochondrialen Transport zu haben, der abhängig vom 

Organismus, Zelltyp und metabolischen Ansprüchen der Zelle variiert [253]. 

 

Der „knockdown“ von KifC3 wirkte sich ebenfalls auf die Morphologie des 

endoplasmatischen Reticulums (ER) aus: Die einzelnen tubulären Strukturen waren 

zwar noch komplett in der Zelle aufgehängt, aber es fand eine deutliche 

Konzentrierung von ER-Strukturen nahe dem Zellkern ebenfalls an der gleichen 

Stelle wie das Peroxisomenclustering statt. Genauso wie für den peroxisomalen und 

mitochondrialen Transport sind Kinesin-1 (Kif5) und Dynein die Hauptmotoren für 

den anterograden und retrograden Transport von ER-Strukturen [254, 255]. Bei 

Inhibierung dieser Motorproteine wurde bereits zuvor eine Änderung der ER-

Morphologie beobachtet, die sich in der Zunahme und Akkumulierung 

lamellenförmiger Strukturen äußerte [256, 257].  
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Bei der hier beobachteten perinukleären Konzentrierung von ER-Strukturen nach 

„knockdown“ von KifC3 in Abbildung 3.28 könnte es sich ebenfalls um ein Clustering 

der lamellenförmigen Strukturen des ERs handeln. Zudem können ER-Strukturen 

aber auch durch Bindung an Plus-Enden von wachsenden Mikrotubuli über TACs (tip 

attachment complex) in die Zellperipherie transportiert werden [254]. Somit existiert 

für den Transport von ER-Strukturen ein zusätzlicher Mechanismus, der unabhängig 

von Motorproteinen ist, was die weniger starke Ausprägung des ER-Phänotyps nach 

„knockdown“ von KifC3 erklären könnte. 

 

Für frühe Endosomen und den Golgi-Apparat resultierte dagegen keine sichtbare 

phänotypische Veränderung aus der Reduktion der KifC3-Menge. Diese Organellen 

waren sowohl in den Kontrollzellen als auch in den Zellen mit KifC3 „knockdown“ 

überwiegend perinukleär lokalisiert.  

 

Eine andere Arbeitsgruppe zeigte die Beteiligung von KifC3 bei der Integration und 

der Positionierung des Golgi-Apparates bei verringertem Cholesterin-Spiegel in der 

Zelle [153]. In adrenokortikalen Zellen aus KifC3-/- „knockout“ Mäusen wies der Golgi-

Apparat eine kompakte perinukleäre Lokalisation auf vergleichbar mit der aus 

normalen Zelllinien. Erst bei verringertem Cholesterin-Spiegel änderte sich in den 

KifC3-/- „knockout“ Zellen diese kompakte Morphologie und der Golgi-Apparat 

fragmentierte um den Zellkern. Die Behandlung dieser Zellen mit Nocodazol oder 

Brefeldin A resultierte ebenfalls in einer Fragmentierung des Golgi-Apparates und die 

Reassemblierung des Golgi-Apparates nach Entfernen der Reagenzien war in den 

KifC3-/- „knockout“ Zellen gestört durch reduzierte Bewegung der Golgi-Fragmente in 

Richtung des Zellkerns bei verringertem Cholesterin-Spiegel. Die Autoren schließen 

daraus, dass KifC3 zusammen mit Dynein bei der Positionierung des Golgi-

Apparates kooperiert. Unter normalen Bedingungen ist hauptsächlich Dynein für den 

Transport des Golgi-Apparates in Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes 

verantwortlich. Daher resultiert der „knockout“ von KifC3 nicht in einer Änderung der 

Morphologie des Golgi-Apparates. Es wurde postuliert, dass Dynein bei verringertem 

Cholesterin-Spiegel aus den zu transportierenden Vesikeln gelöst wird und KifC3 

dann die Rolle von Dynein übernimmt, so dass sich ein KifC3 „knockout“ Phänotyp 

hinsichtlich der Golgi-Morphologie nur bei verringertem Cholesterin-Spiegel zeigt.  
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Wie in Abbildung 3.22 dargestellt scheint die starke Reduzierung der KifC3-Menge 

nach Behandlung mit siRNA nicht nur die Positionierung von Peroxisomen zu 

beeinflussen sondern auch die Morphologie der Mitochondrien und des 

endoplasmatischen Reticulums zu verändern (Abbildung 3.28). Das Clustering der 

Organellen nahe dem Zellkern spricht für eine Begünstigung des retrograden 

Transports in Richtung der Minus-Enden von Mikrotubuli, der bei allen drei 

Organellen hauptsächlich durch Dynein zustande kommt. Der „knockdown“ von 

KifC3 scheint also in einer erhöhten Aktivität von Dynein zu resultieren. Diese 

Theorie und ein Modell für den Einfluss von KifC3 auf den Organellentransport wird 

in Kapitel 4.2.2 ausführlich behandelt. 

 

3.2.2.3 Interaktion von KifC3 mit peroxisomalen Proteinen 

 

Nachdem ein Einfluss von KifC3 auf die Positionierung von Peroxisomen innerhalb 

der Zelle gezeigt werden konnte, wurde nun mit Hilfe eines 

Kernlokalisationsversuches nach Interaktionen peroxisomaler Proteine mit KifC3 

gesucht. Dafür wurden COS7 Zellen mit einem Plasmid transient transfiziert, das für 

die Expression von murinem KifC3 kodierte, das mit einem Kernlokalisationssignal 

(NLS) versehen war. Gleichzeitig wurden verschiedene peroxisomale Matrix- und 

Membranproteine koexprimiert. Bei Bindung an KifC3-NLS sollten diese 

peroxisomalen Proteine zusammen mit KifC3 in den Zellkern transportiert werden. 

Die Funktionalität dieses Versuches wurde schon zuvor in der Dissertation von 

Patrick Schulte-Euler gezeigt [258]. Hier konnte die Interaktion von PEX1 und PEX6-

NLS über deren Kernlokalisation nachgewiesen werden. 

 

Immunostaining gegen KifC3 zeigte, dass KifC3-NLS aufgrund des 

Kernlokalisationssignals wie erwartet in den Zellkern transportiert wurde (Abbildung 

3.29). Koexprimierte peroxisomale Membranproteine wie PEX3-myc, PEX16-myc, 

PEX14-myc, PEX13-YFP, PEX26-myc und PEX11β-myc waren ausschließlich an 

den Peroxisomen zu finden (Abbildung 3.29). Es besteht die Möglichkeit, dass trotz 

existierender Interaktion von peroxisomalen Membranproteinen mit KifC3-NLS das 

peroxisomale Membrantargeting Signal überwiegt. Allerdings konnte zuvor eine 

Interaktion von PEX26-myc mit PEX6-NLS über die Relokalisation von PEX6-NLS 

aus dem Zellkern zu den Peroxisomen nachgewiesen werden [258]. Koexpression 
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von KifC3-NLS mit verschiedenen peroxisomalen Membranproteinen resultierte 

dagegen in der ausschließlichen Lokalisation von KifC3-NLS im Zellkern und nicht an 

den Peroxisomen. Daher konnte mit dieser Versuchsanordnung keine Interaktion von 

KifC3 mit peroxisomalen Membranproteinen gezeigt werden. 

 

 

Abbildung 3.29: Kernlokalisationsversuch mit KifC3 und verschiedenen Peroxinen 

COS7 Zellen wurden transient mit Plasmiden transfiziert, die für die Expression von murinem KifC3 
kodierten, das mit einem Kernlokalisationssignal (NLS) versehen war. Gleichzeitig wurden 
verschiedene peroxisomale Proteine, die mit myc oder YFP getagt waren, koexprimiert. Die Zellen 
wurden 24 Stunden nach der Transfektion für die Immunfluoreszenzmikroskopie durch Inkubation mit 
Erstantikörpern gegen KifC3 und myc und Alexa 594 bzw. Alexa 488 markierten Zweitantikörpern 
präpariert. Die Tabelle zeigt die Kategorisierung der exprimierten Proteine hinsichtlich ihrer 
Lokalisation. Mit dem Kernlokalisationsversuch konnte keine Interaktion zwischen KifC3-NLS und den 
untersuchten Peroxinen nachgewiesen werden. Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
 

Der Importrezeptor PEX5-myc und die AAA-ATPase PEX6-myc waren cytosolisch 

lokalisiert während das Peroxin PEX19-YFP und die AAA-ATPase PEX1-myc sowohl 

im Cytosol als auch an den Peroxisomen zu finden waren (Abbildung 3.29). Bei 

gleichzeitiger Expression mit KifC3-NLS zeigte sich teilweise eine Kernlokalisation 

von PEX19-YFP, PEX6-myc und PEX1-myc, die aber auch in den Kontrollen ohne 

KifC3-NLS Expression zu sehen war. Daher konnte die Interaktion von KifC3 mit 
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diesen Peroxinen in dieser Versuchsanordnung nicht eindeutig nachgewiesen 

werden. 

 

Aufgrund der erwähnten Schwierigkeiten Interaktionen von KifC3 mit Peroxinen im 

Kernlokalisationsversuch zu zeigen, wurde die Wechselwirkung zwischen KifC3 und 

PEX1 mit einer anderen Methode untersucht. Bei Durchführung eines „yeast-two-

hybrid“ Screeningverfahrens mit PEX1 als „bait-Protein“ wurden bereits zuvor Reste 

der C-terminale Domäne aus etwas 160 Aminosäuren des „prey-Proteins“ KifC3 

gefunden [241]. Diese Interaktion sollte im Folgenden sowohl in vivo (Abbildung 

3.30) als auch in vitro mittels Coimmunopräzipitation (Abbildung 3.31) bestätigt 

werden. 

 

 
Abbildung 3.30: Überexprimiertes PEX1 kolokalisiert mit KifC3 an den Mikrotubuli 

PEX1-defiziente menschliche Fibroblasten wurden mit KifC3, PEX1-myc oder beiden Konstrukten 
gleichzeitig transient transfiziert und 48 Stunden nach der Transfektion mit Erstantikörpern gegen 
KifC3, Tubulin α, myc und PEX14 und mit Alexa 488 bzw. Alexa 594 markierten Zweitantikörpern 
sichtbar gemacht. Überexprimiertes KifC3 war an den Mikrotubuli lokalisiert (obere Reihe), 
wohingegen PEX1-myc zu den Peroxisomen transportiert wurde (mittlere Reihe). Bei gleichzeitiger 
Überexpression von PEX1-myc und KifC3 kolokalisierten beide Proteine an den Mikrotubuli (untere 
Reihe). Die Größenmarkierung entspricht 10 µm. 
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Zunächst wurden PEX1-defiziente humane Fibroblasten (ΔPEX1) transient mit 

PEX1-myc oder humanem KifC3 oder beiden Konstrukten gleichzeitig transfiziert. 

Wie schon für COS7 Zellen gezeigt (Abbildung 3.20, Kapitel 3.2.2.1), war 

überexprimiertes KifC3 auch in ΔPEX1-Zellen an den Mikrotubuli lokalisiert, was in 

Abbildung 3.30 durch Überlagerung mit einer Tubulin α Färbung gezeigt ist. PEX1-

myc hingegen war zusammen mit PEX14 an den Peroxisomen zu finden. Bei 

Koexpression von KifC3 und PEX1-myc allerdings wurde PEX1-myc zu den 

Mikrotubuli transportiert, wo es mit KifC3 kolokalisierte. Dies ist ein Hinweis darauf, 

dass PEX1 über Interaktion mit KifC3 zu den Mikrotubuli rekrutiert werden kann. 

 

Um die Interaktion von KifC3 mit PEX1 zu bestätigen, wurde eine 

Coimmunopräzipitation (CoIp) mit Zelllysaten aus COS7 Zellen durchgeführt, die 

entweder PEX1-myc oder KifC3 oder beide Proteine gleichzeitig überexprimierten. 

PEX1-myc wurde über α-myc Antikörper an magnetische Partikel gebunden und 

KifC3 nach Bindung an PEX1 eluiert. In Abbildung 3.31 sind sowohl die Überstände 

vor Elution (links) als auch die Eluate der Coimmunpräzipitation (rechts) dargestellt 

nach Auftrennung der Proben mittels SDS-PAGE und Immunoblotting mit 

Antikörpern gegen KifC3 und PEX1. Die Anwesenheit von KifC3 in den Überständen 

vor Elution zeigt, dass KifC3 im Überschuss exprimiert wurde und die 

Bindungsstellen für KifC3 vollständig besetzt waren (Abbildung 3.31, links). Die 

Verschiebung der KifC3-Bande in diesen Proben zu höheren Molekulargewichten 

lässt sich dadurch erklären, dass zur Absättigung unspezifischer Bindungsstellen 

sehr viel Rinderserumalbumin während der CoIp zugegeben wurde, das auf der 

gleichen Höhe wie KifC3 im SDS-Gel läuft und somit die KifC3 Bande verzerrte.  

 

PEX1-myc konnte erfolgreich an die Magnetpartikel gebunden werden und wurde 

nach Elution (Abbildung 3.31 rechts, erste und zweite Spur) detektiert, wobei ein sehr 

geringer Anteil an endogenem PEX1 unspezifisch gebunden hatte (letzte Spur). Bei 

Proben, die PEX1-myc und KifC3 koexprimierten, konnte KifC3 mit PEX1-myc 

interagieren und wurde nach Elution detektiert (Abbildung 3.31 rechts, zweite Spur). 

Allerdings trat eine unspezifische Bindung von KifC3 an die Partikel auf, da KifC3 

auch in Eluaten detektiert wurde, die kein PEX1-myc enthielten (letzte Spur). 

Quantifizierung der Bandenintensitäten zeigte, dass bei Koexpression von KifC3 mit 

PEX1-myc doppelt so viel KifC3 eluiert wurde. Somit erbrachte die 
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Coimmunopräzipitation von KifC3 mit PEX1-myc einen weiteren Beweis für die 

Interaktion dieser beiden Proteine. 

 

 
Abbildung 3.31: Coimmunopräzipitation von KifC3 mit PEX1 aus Zelllysaten 

COS7 Zellen, die transient entweder PEX1-myc oder humanes KifC3 oder beide Proteine gleichzeitig 
exprimierten, wurden 48 Stunden nach der Transfektion lysiert. Aus den Zelllysaten wurde KifC3 über 
Bindung an PEX1-myc, das über Antikörper an magnetische Partikel gekoppelt worden war, 
präzipitiert und im Eluat nachgewiesen. Die Proben wurden in einem 8%igen SDS-Gel aufgetrennt 
und mittels Tank-Blotting auf eine Nitrocellulose Membran übertragen. Die Proteinbanden wurden 
durch spezifische Erstantikörper (α-KifC3 1:333, α-PEX1 1:10000) und HRP-markierten 
Zweitantikörper (Verdünnung 1:15000) sichtbar gemacht. Links sind die Überstände vor Elution (40 µL 
aufgetragen) und rechts die Eluate (10 µL aufgetragen) der CoIp dargestellt. Die Detektion von KifC3 
im Eluat bei gleichzeitiger Anwesenheit von PEX1 bestätigt die Interaktion von KifC3 und PEX1 in 
vivo. Die Bande bei 55kDa im rechten Blot (*) kommt durch die verwendeten IgGs zustande und kann 
als Ladekontrolle betrachtet werden. 
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4 Diskussion 
 

Die Ergebnisse dieser Arbeit verdeutlichen die hohe Dynamik von Peroxisomen in 

den zwei bearbeiteten Teilaspekten der peroxisomalen de novo Synthese und 

Bewegung.  

 

Die Entdeckung der de novo Synthese von voll funktionsfähigen Peroxisomen in 

Zelllinien, die aufgrund von Mutationen keine nachweisbaren peroxisomalen 

Strukturen enthalten (ΔPEX3, ΔPEX16, ΔPEX19), nach Einführung der 

entsprechenden cDNA [21-23, 226] stellte das bisher verbreitete Modell in Frage, 

nach dem sich Peroxisomen ausschließlich durch Wachstum und Teilung bereits 

existierender Peroxisomen vermehren [19]. Auch wenn verschiedenste Experimente 

die Beteiligung des endoplasmatischen Reticulums bei der peroxisomalen Biogenese 

nahe legen, ist der genaue Mechanismus weder für niedere noch für höhere 

eukaryotische Organismen geklärt [31, 34, 35, 39-41].  

 

Hier wurde die Kinetik der peroxisomalen Biogenese in humanen PEX16-defizienten 

Fibroblasten (ΔPEX16) nach Wiedereinführung von PEX16 charakterisiert und in drei 

verschiedene Phasen eingeteilt (Kapitel 3.1.1.1). In der frühen Phase bildeten sich 

präperoxisomale Vesikel, die die Peroxine PEX3 und PEX16 enthielten, aber noch 

nicht kompetent für den Import von peroxisomalen Membran- und Matrixproteinen 

waren. Diese Präperoxisomen schienen nicht von „lipid rafts“ der Plasmamembran 

oder anderen Membranen abzustammen, sondern erweckten eher den Eindruck 

einer Anlagerung an die einzelnen Lamellen des endoplasmatischen Reticulums 

(ER). Weder das Cytoskelett noch die Motorproteine Kinesin-1 (Kif5) und KifC3 

wurden für die Ausbildung peroxisomaler Vorläuferstrukturen benötigt (Kapitel 

3.1.1.2).  

 

Der Import peroxisomaler Membranproteine (PMPs) kann in zwei Klassen eingeteilt 

werden. PMPs der Klasse I werden von PEX19 im Cytosol gebunden und zu den 

Peroxisomen transportiert [53, 54], wo sie in Abhängigkeit von PEX3 und PEX19 

importiert werden [58-60]. Als Vertreter der Klasse II PMPs, die unabhängig von 

PEX19 und PEX16 in die peroxisomale Membran inserieren, wurde bisher nur PEX3 
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angenommen  [60, 66]. Die hier durchgeführten „knockdown“ Experimente mit siRNA 

zeigten die von PEX19 unabhängige peroxisomale Lokalisation von neu 

synthetisiertem PEX3. PEX16 schien nur in den frühen Phasen nach der 

Transfektion zum Import von PEX3 benötigt zu werden (Kapitel 3.1.2.2 und 3.1.2.3). 

 

Als zweiter Teilaspekt wurde die Mobilität von präperoxisomalen Vesikeln bei der de 

novo Synthese und von reifen Peroxisomen in normalen Zellen in Abhängigkeit der 

Motorproteine Kinesin-1 (Kif5) und KifC3 untersucht (Kapitel 3.2). Die Beweglichkeit 

von Peroxisomen stellt deren Positionierung innerhalb der Zelle sicher. Im 

Gegensatz zu anderen Organellen wie dem endoplasmatischen Reticulum und dem 

Golgi-Apparat sind Peroxisomen gleichmäßig in der Zelle verteilt, was unter anderem 

für deren Funktion beim Abbau von ROS, reaktiven oxidativen Spezies, essentiell ist 

[1, 14]. Der Verlust von Peroxisomen in einem Bereich der Zelle kann zu regionalem 

oxidativen Schaden führen [259]. Zudem kann die vermehrte Anwesenheit von 

Peroxisomen in einer bestimmten Umgebung wie z.B. in großer Nähe zum ER oder 

zu Lipidtröpfchen bei besonderen metabolischen Bedingungen notwendig sein [185, 

260, 261]. Diese Interaktionen scheinen eine wichtige Rolle im peroxisomalen 

Lipidmetabolismus zu spielen [182-184]. Lebendbeobachtungen zeigten lange 

gerichtete Bewegungen von Peroxisomen, die in engen Kontakten und Interaktionen 

mit anderen Peroxisomen resultierten [186]. Allerdings konnte der Austausch von 

Proteinen oder Metaboliten zwischen einzelnen Peroxisomen bisher nicht 

nachgewiesen werden [186-188]. 

 

Die im Rahmen dieser Arbeit erhaltenen Ergebnisse werden nun in den folgenden 

Kapiteln getrennt für die beiden Teilaspekte der peroxisomalen Biogenese und der 

peroxisomalen Bewegung diskutiert. 
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4.1 Peroxisomenbiogenese 
 

4.1.1 Rolle des endoplasmatischen Reticulums bei der de novo Synthese von 

Peroxisomen 
 

Die Beteiligung des endoplasmatischen Reticulums (ER) bei der Biogenese von 

Peroxisomen wird mittlerweile weitestgehend angenommen. Allerdings ist die Rolle, 

die das ER bei der de novo Synthese in Peroxisomen-defizienten Zelllinien spielt, 

stark umstritten [42, 64, 227, 228, 262]. Die postulierten Modelle reichen von der 

Annahme, dass Peroxisomen als semiautonome Organellen fungieren [61, 187] bis 

zur Vorstellung, dass Peroxisomen fast vollständig vom ER abhängig sind [36]. 

 

Bei der Ansicht, dass Peroxisomen als semiautonome Organellen fungieren, wird der 

Import sämtlicher peroxisomaler Matrix- und Membranproteine, unter anderem auch 

PEX3, aus dem Cytosol über die Rezeptoren PEX19 und PEX5/PEX7 postuliert [65] 

und das ER wird nur als Lieferant für Lipide über unilateralen Transport angesehen 

[29]. Vesikulärer Transport zwischen ER und Peroxisomen spielt hier keine Rolle. 

Diese Theorie wird zusätzlich durch die Beobachtungen gestützt, dass die 

peroxisomale Biogenese in einer S. cerevisiae Sec61p-Mutante, die einen 

Importdefekt in das ER über den ER-Translocon Sec61-Komplex aufwies, nicht 

gestört war [263]. Zudem konnte bisher keine Abhängigkeit der peroxisomalen 

Biogenese von COPI- oder COPII-Wegen in Säugerzelllinien bestätigt werden [43, 

44]. 

 

Im Gegensatz dazu steht das Modell der Abschnürung präperoxisomaler Vesikel 

vom ER über einen anderen als den bereits bekannten COPI- und COPII-Weg in 

Abhängigkeit von PEX19 nach Insertion von PEX3 und PEX16 ins ER [31, 40, 41]. In 

vitro Experimente, die eine ER abhängige Bildung von Peroxisomen zeigen [34, 35], 

sprechen ebenfalls für dieses Modell. Kürzlich wurde in S. cerevisiae sogar 

beobachtet, dass alle untersuchten PMPs vor peroxisomalem Import über Sec61p 

und Get3p in das ER inserierten [36]. 
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In dieser Arbeit wurde die Biogenese von Peroxisomen in PEX16-defizienten 

humanen Fibroblasten nach Transfektion mit PEX16-YFP über die Zeit verfolgt 

(Kapitel 3.1.1.1). Zunächst entstanden präperoxisomale PEX16- und PEX3-positive 

Vesikel, deren Bildung schon 24 Stunden nach der Transfektion ihr Maximum 

erreicht hatte. In dieser Phase enthielten einige Vesikel schon Membranproteine wie 

PEX14, allerdings nahm die Anzahl der Zellen mit PEX14-positiven Präperoxisomen 

über die nächsten 24 Stunden weiter zu, so dass diese Phase erst 48 Stunden nach 

der Transfektion abgeschlossen war. Zuletzt nach Assemblierung des Translocons 

wurden peroxisomale Matrixproteine importiert, wie in diesem Fall für Thiolase 

beobachtet, womit die Komplementation der Peroxisomen 72 Stunden nach der 

Transfektion abgeschlossen war. Dieser zeitliche Verlauf der Komplementation von 

PEX16-defizienten Fibroblasten stimmt mit vorherigen Ergebnissen überein. South et 

al. beschreiben ebenfalls eine Komplementation PEX16-defizienter Fibroblasten 

nach Mikroinjektion mit PEX16 cDNA in drei Schritten, die erst nach 72 Stunden 

abgeschlossen war [21, 25]. 

 

4.1.1.1 Abschnürung präperoxisomaler Vesikel vom endoplasmatischen 

Reticulum 
 

Gleichzeitige Markierung von Präperoxisomen in der frühen Phase und den 

einzelnen ER-Lamellen durch Expression von PEX16-YFP und eines ER-Markers 

ermöglichte die Beobachtung dieser beiden Strukturen in lebenden Zellen (Kapitel 

3.1.1.2). Die Positionierung der PEX16-positiven Präperoxisomen entlang der 

einzelnen ER-Lamellen und die teilweise parallele Bewegung der beiden Strukturen 

könnte für eine Anhaftung der Vesikel an das ER sprechen. Sowohl der meist 

geringe Abstand zwischen Peroxisomen und ER [27, 28] als auch die Lokalisation 

peroxisomaler Membranproteine in retikulären Strukturen, die durchgängig mit dem 

ER verbunden waren, wurden bereits beobachtet [39]. Zudem wurde in zellfreien in 

vitro Versuchen mit ER-Membranen aus Hefezellen und exogen zugeführtem Cytosol 

über die Verfolgung von Pex11p-HA und Pex3p-GFP bzw. Pex15p-GFP die Bildung 

von vesikulären Strukturen aus dem ER in Abhängigkeit von Pex19p und anderen 

cytosolischen Faktoren gezeigt [34, 35]. Aus der Coelution von Pex3p-GFP und 

Pex11p-HA in der durchgeführten Affinitätschromatographie bzw. Pex3p und GST-

Pex15p nach Bindung an eine Glutathion-Agarose-Matrix schlossen die Autoren, 
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dass Pex11p und Pex3p bzw. Pex15p und Pex3p in denselben Vesikeln lokalisiert 

waren. 

 

Bei dem in dieser Arbeit angefertigten 3D Modell konnten wie bereits zuvor mit 

aufwendigen Rekonstruktionstechniken [28] weder Verbindungselemente zwischen 

Präperoxisomen und einzelnen ER-Lamellen noch „budding“ von Vesikeln aus dem 

ER dargestellt werden. Da die präperoxisomalen Vesikel von Anfang an gleichmäßig 

in der Zelle verteilt waren, scheinen die „exit sites“ für diese Vesikel nicht auf eine 

Region beschränkt zu sein, sondern vielmehr gleichmäßig verteilt an zahlreichen 

Stellen entlang der ER-Lamellen zu existieren.  

 

Trotz aller bisher erbrachter Hinweise auf die Beteiligung des endoplasmatischen 

Reticulums bei der de novo Synthese von Peroxisomen, zeigt die Möglichkeit der 

Neubildung von Peroxisomen aus den Mitochondrien in ΔPex3p S. cerevisiae bei 

Expression einer mit einem mitochondrialen Targetingsignal versehenen Pex3p-

Mutante [264], dass eventuell jedes endogene Membransystem, das Pex3 enthält, 

als Ursprung für die peroxisomale Membran dienen kann.  

 

4.1.1.2 Rolle der „frühen Peroxine“ PEX3, PEX16 und PEX19 bei der Bildung 
präperoxisomaler Vesikel  

 

Ein weiterer Hinweis auf die Herkunft der Präperoxisomen ergibt sich aus der 

teilweisen Lokalisation von PEX16 im ER bei Überexpression von hohen Mengen 

dieses Proteins zusätzlich zur cytosolischen bzw. peroxisomalen Lokalisation sowohl 

in humanen ΔPEX16 Fibroblasten und anderen Peroxisomen-defizienten 

Fibroblasten-Zelllinien (ΔPEX3 und ΔPEX19) als auch in normalen humanen 

Fibroblasten (Daten nicht gezeigt) [40, 41]. Ob dies einen Effekt der Überexpression 

oder einen Transportweg von PEX16 über das ER mit nachfolgender 

Vesikelabschnürung darstellt, konnte aufgrund der sehr geringen endogenen 

Mengen an PEX16, vor allem in Peroxisomen-defizienten Zelllinien (ΔPEX3 und 

ΔPEX19 [224]), und der dafür fehlenden Detektionsmethode bisher nicht geklärt 

werden.  
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Mit Hilfe von „pulse-chase“ Versuchen mit photoaktivierbarem (PA) PEX16-GFP 

wurde im ER lokalisiertes PEX16-PAGFP selektiv angeregt und anhand derselben 

Zelle die Bildung PEX16-positiver Vesikel über die Zeit verfolgt [41]. Dabei beruhte 

die Versuchsanordnung auf der Beobachtung, dass das in COS7 Zellen exprimierte 

PEX16-GFP ausschließlich im ER und den Peroxisomen lokalisiert war und sich 

nicht, wie z.B. in humanen Hautfibroblasten, auch ein Teil des Proteins im Cytosol 

befand. Allerdings impliziert die Tatsache, dass im Cytosol keine YFP-Fluoreszenz 

zu sehen war nicht, dass dort auch kein PEX16-YFP vorhanden war. Eine in vitro 

Transkriptions-Translations-Reaktion, bei der in Anwesenheit von ER-Mikrosomen 

mehr PEX16 in die Membranen gelangte als bei Zugabe der Mikrosomen nach 

Abschluss der Reaktion, sollte den cotranslationalen Import von PEX16 in das ER 

zeigen [41]. Allerdings schließt die Versuchsanordnung dieser Studie nicht aus, dass 

bei Photoaktivierung auch im Cytosol befindliche PEX16-PAGFP Moleküle angeregt 

wurden, die aus dem Cytosol in die Peroxisomen transportiert wurden und stellt 

somit keinen endgültigen Beweis für die Neubildung von Peroxisomen aus dem ER 

dar.  

 

Bei Toro et al. lokalisierte PEX16-GFP auch in PEX16-defizienten Zelllinien 

(ΔPEX16) zunächst im ER bevor es später an PEX16-positiven präperoxisomalen 

Strukturen zu sehen war [40]. Lebendzellbeobachtungen von ΔPEX16 Zellen nach 

Transfektion mit PEX16-YFP über 16 Stunden zeigten in eigenen Versuchen, dass 

die Zellen, die anfangs so hohe Mengen an PEX16-YFP exprimierten, dass eine 

Lokalisation im ER sichtbar war, aufgrund der hohen exprimierten Mengen des 

Proteins über den beobachteten Zeitraum in Apoptose gingen (Daten nicht gezeigt). 

Eine sehr geringe, zu Anfang nicht detektierbare Expression an PEX16-YFP führte 

dagegen eher zur erfolgreichen Komplementation bei hohen Überlebensraten der 

Zellen. In der erwähnten Studie wurde die Bildung präperoxisomaler Vesikel nicht in 

einzelnen Zellen verfolgt, sondern zu unterschiedlichen Zeitpunkten Proben 

entnommen und für die Fluoreszenzmikroskopie präpariert. Daher kann nicht 

automatisch davon ausgegangen werden, dass die Zellen, die zu Anfang PEX16-

GFP im ER lokalisierten auch die Zellen waren, die zu späteren Zeitpunkten PEX16-

YFP positive Vesikel ausbildeten und komplementierten.    
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Sowohl in PEX3-defizienten Hefen als auch in humanen ΔPEX3 Fibroblasten wurde 

neu synthetisiertes PEX3 nach Wiedereinbringung der entsprechenden cDNA 

zunächst am ER beobachtet bevor sich PEX3-positive Vesikel bildeten [30-32, 40]. 

Zudem belegt die Glycosylierung von PEX3 in humanen Fibroblasten nach 

künstlicher Einführung einer N-Glycosylierungsstelle das Vorhandensein von 

glycosyliertem PEX3 in den Peroxisomen [40].  

 

In dieser und anderen Arbeitsgruppen konnte PEX3 allerdings nur bei gleichzeitiger 

Überexpression von PEX16 am ER detektiert werden [41], wobei hierfür die ersten 

33 Aminosäuren des PEX3 N-Terminus (PEX31-33) zur Bindung von PEX3 an PEX16 

ausreichend waren [240]. In Peroxisomen-defizienten ΔPEX19 Zellen wurde PEX3 

bei endogenen Mengen an PEX16 in die Mitochondrien mislokalisiert [240]. Somit 

scheint eine ausreichend hohe Menge an PEX16 nötig zu sein, um PEX3 in das ER 

zu inserieren. Die ER-Lokalisation von PEX16 scheint dagegen unabhängig von 

PEX3 zu sein, da PEX16-GFP auch in ΔPEX3 Zellen am ER detektiert wurde [40]. 

Bei der Annahme einer Abschnürung von präperoxisomalen Vesikeln vom ER lassen 

diese Beobachtungen die Spekulation zu, dass PEX16 in frühere Schritte der 

peroxisomalen Biogenese involviert sein könnte und die Anwesenheit von PEX16 in 

der ER-Membran essentiell für die nachfolgende Insertion von PEX3 in das ER und 

Ausbildung von Präperoxisomen in Abhängigkeit von PEX19 sein könnte.  

 

Der Vergleich des zeitlichen Verlaufs der Komplementation von ΔPEX16 und ΔPEX3 

Zellen zeigt ebenfalls einen Unterschied. In PEX16-defizienten Fibroblasten wurden 

schon 48 Stunden nach Transfektion mit PEX16 Matrixproteine, in diesem Fall 

Thiolase, in die neu gebildeten Peroxisomen importiert und spätesten 72 Stunden 

nach Transfektion war die Komplementation abgeschlossen, wohingegen die 

vollständige Komplementation von ΔPEX3 Fibroblasten 3-7 Tage benötigte [23, 240]. 

Ob sich diese längere Zeitspanne bei der Komplementation von ΔPEX3-Fibroblasten 

im Gegensatz zu ΔPEX16-Fibroblasten auf die Beteiligung der beiden Peroxine in 

zeitlich unterschiedlichen Schritten bei der peroxisomalen de novo Synthese 

begründet oder eventuell durch eine sehr niedrige Proteinmenge an PEX16 in 

ΔPEX3 Zellen begründet ist [224], lässt sich anhand der bisherigen Ergebnisse nicht 

eindeutig klären. Die Effizienz der Komplementation und somit der zeitliche Rahmen, 
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in dem diese abläuft, sind auch immer abhängig von den verwendeten Plasmiden 

und deren Transfektionseffizienz.  

 

Gleichzeitige Verfolgung von neu synthetisiertem PEX3 und PEX16 mit Hilfe von 

„pulse-chase“ Versuchen in Peroxisomen-defizienten ΔPEX3 und ΔPEX16 Zellen 

könnte eventuell anhand der Lokalisation beider Proteine Aufschluss geben, ob eine 

zeitliche Reihenfolge für diese beiden Peroxine bei der de novo Synthese von 

Peroxisomen existiert. 

 

4.1.1.3 Import weiterer Membranproteine in die präperoxisomalen Vesikel  

 

Die Rolle des ERs beim Import peroxisomaler Membranproteine ist sowohl bei der de 

novo Synthese von Peroxisomen in Peroxisomen-defizienten Zelllinien als auch in 

normalen Zelllinien mit bereits vorhandenen Peroxisomen umstritten. Das 1985 von 

Lazarow und Fujiki postulierte Modell des posttranslationalen Imports für 

peroxisomale Membran- und Matrixproteine [19], wird durch neuere Ergebnisse, die 

die peroxisomale Lokalisation verschiedener PMPs nach Insertion in das ER zeigen, 

immer mehr hinterfragt [36, 40]. Van der Zand et al. beschreiben in Wildtyp und 

ΔPex3p S. cerevisiae die Insertion mehrerer beobachteter PMPs (Pex2p, Pex8p, 

Pex10p, Pex11p, Pex13p, Pex14p, Pex15p, Ant1p) in das ER, bevor diese in 

punktierten Bereichen am ER und schließlich in Abhängigkeit von Pex3p und Pex19p 

in vom ER unabhängigen Peroxisomen zu sehen waren. Die Autoren schließen 

daraus, dass PMPs zumindest in S. cerevisiae grundsätzlich immer über vesikulären 

Transport vom ER zu den Peroxisomen gelangen und der Import von Matrixproteinen 

anschließend aus dem Cytosol in diese Präperoxisomen erfolgt. 

 

Aufgrund diverser Unterschiede hinsichtlich der peroxisomalen Biogenese und der 

peroxisomalen Proteinausstattung zwischen Hefen und Säugerzellen können die für 

Hefen entwickelten Modelle nicht immer automatisch für Säugerzellen übernommen 

werden. Bei der hier durchgeführten Komplementation der Peroxisomenbiogenese in 

PEX16-defizienten humanen Fibroblasten bildeten sich in einer frühen Phase 

PEX16- und PEX3-positive präperoxisomale Vesikel aus, die größtenteils noch nicht 

importkompetent für Membranproteine waren (siehe Kapitel 3.1.1.1). PEX14 war in 

dieser Phase in den Mitochondrien mislokalisiert und wurde zu keinem Zeitpunkt am 
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ER detektiert. Erst 24 Stunden später wurden PEX14 (Kapitel 3.1.1.1, Abbildung 3.3) 

und PEX13 [45] in die Präperoxisomen importiert. Diese Ergebnisse sprechen für 

einen ER unabhängigen posttranslationalen Transportweg der peroxisomalen 

Membranproteine (hier für PEX14 gezeigt, für PEX13 siehe [45]) aus dem Cytosol zu 

den Peroxisomen in Säugerzellen. 

 

Dieselbe Arbeitsgruppe, die den Import aller PMPs über vesikulären Transport vom 

ER postulierte [36], zeigte kürzlich in S. cerevisiae die Abschnürung 

verschiedenartiger präperoxisomaler Vesikel vom ER und die Ausbildung reifer 

Peroxisomen nach Fusion dieser Vesikel und Import von Matrixproteinen [265]. 

Haploide Hefezellen mit unterschiedlichem „mating type“, die verschiedene Peroxine 

jeweils mit einer anderen Hälfte des fluoreszierenden Venus-Proteins exprimierten, 

wurden gepaart und Interaktionen zwischen den getagten Proteinen durch 

erscheinende Fluoreszenz angezeigt. Die einzelnen Komponenten des „docking“ 

Komplexes (Pex13p und Pex14p) und des RING-Finger Komplexes (Pex2p, Pex10p) 

interagierten bereits im ER und wurden als separate Vesikel abgeschnürt, so dass 

das Translocon aus „docking“ Komplex und RING-Finger Komplex zum Import 

peroxisomaler Matrixproteine in diesen Vesikeln noch nicht ausgebildet war. Erst 

durch Fusion dieser Vesikel in Abhängigkeit von Pex1p und Pex6p konnten nach 

Ausbildung des Translocons Matrixproteine importiert werden. Die Tatsache, dass 

Pex1p und Pex6p ebenfalls in unterschiedlichen Vesikeln vorhanden waren, nämlich 

Pex1p in Pex13p-haltigen Vesikeln und Pex6p in Pex10p-haltigen Vesikeln, wurde 

bereits zuvor von Titorenko et al. in vitro gezeigt [266]. Pex1p und Pex6p waren nach 

Dichtegradientenzentrifugation von Y. lipolytica Extrakten in verschiedenen 

Fraktionen zu sehen, die unterschiedliche peroxisomale Vorläufer darstellten und in 

Abhängigkeit von Pex1p und Pex6p und ATP zu größeren Vesikeln fusionierten. 

 

Im Falle von Säugerzellen wurde bisher nicht von verschiedenartigen 

präperoxisomalen Vesikeln berichtet. Verschiedene Experimente in normalen 

Säugerzellen mit bereits vorhandenen Peroxisomen lassen die Fusion zumindest von 

reifen Peroxisomen aufgrund von nicht detektierbarem Austausch von Membran- und 

Matrixproteinen zwischen Peroxisomen unwahrscheinlich erscheinen [186, 188]. Die 

Fusion von Zellen mit unterschiedlich markierten peroxisomalen Matrix- bzw. 

Membranproteinen nach Behandlung mit Cycloheximid zeigte keine Überlagerung 
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der beiden Signale [188]. Lebendzellbeobachtungen bestätigten diese Ergebnisse. 

Nach Fusion von Zellen mit unterschiedlich markierten peroxisomalen 

Matrixproteinen konnten zwar Interaktionen und Kolokalisationen von Peroxisomen 

detektiert werden, allerdings trennten sich diese nach einiger Zeit wieder ohne 

sichtbaren Austausch von Matrixproteinen [186].  

 

Anhand dieser und in den folgenden Kapiteln erhaltener Erkenntnisse wird in Kapitel 

4.1.4 ein Modell für die peroxisomale de novo Synthese in Säugerzellen vorgestellt. 

 

4.1.2 Rolle der peroxisomalen de novo Biogenese in Zelllinien mit bereits 

vorhandenen Peroxisomen 

 

Die Anzahl der Peroxisomen innerhalb einer Zelle vergrößert sich während des 

Zellzyklus und bei Teilung werden die Peroxisomen zwischen den beiden 

entstehenden Zellen aufgeteilt. Auf welche Art die Vermehrung der Peroxisomen 

abläuft, ist ebenfalls ein sehr stark diskutiertes Thema [267-269]. Zusätzlich zu 

Wachstum und Teilung existierender reifer Peroxisomen [19] zeigten neuere 

Ergebnisse die Möglichkeit der de novo Synthese von Peroxisomen auch in Zellen 

mit bereits vorhandenen Peroxisomen [36, 41]. Allerdings ist bisher ungeklärt, 

welchen Anteil die Neubildung im Gegensatz zu Wachstum und Teilung bei der 

Vermehrung von Peroxisomen spielt.  

 

Die im vorherigen Kapitel 4.1.1 beschriebene Studie von Van der Zand et al. [36] 

geht von der Insertion aller peroxisomaler Membranproteine (PMPs) in das ER und 

Ausbildung präperoxisomaler Vesikel als grundsätzlichen Importweg für PMPs in S. 

cerevisiae aus. Im Gegensatz dazu existieren Daten und daraus entwickelte Modelle, 

die Wachstum und Teilung als einzigen Mechanismus zur Vermehrung von 

Peroxisomen bei bereits vorhandenen reifen Peroxisomen annehmen [187].  

 

Die Beobachtung, dass ein Großteil markierter reifer Peroxisomen importkompetent 

für neu synthetisierte Membran- und Matrixproteine bei gleichzeitig nicht 

detektierbarem Austausch von Proteinen zwischen Peroxisomen war, spricht gegen 

einen ausschließlichen Importweg über das ER und für eine posttranslationale 

Insertion in bereits vorhandene reife Peroxisomen [188]. Dagegen zeigten „pulse-
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chase“ Experimente mit photoaktivierbarem GFP-SKL in NRK (normal rat kidney) 

Zellen nach zweimaliger Aktivierung eine heterogene Verteilung von „altem“ und 

„neuem“ Fluoreszenzsignal [41]. Die Autoren schließen daraus, dass die erst nach 

dem zweiten pulse sichtbaren Peroxisomen, die 20% der kompletten Population 

ausmachten, de novo gebildet wurden. Dies basiert auf der Voraussetzung, dass bei 

Teilung reifer Peroxisomen alle Komponenten gleichmäßig auf die beiden 

entstehenden Kompartimente verteilt werden. Es konnte allerdings gezeigt werden, 

dass nach Verlängerung eines Peroxisoms vor dessen Teilung die enthaltenen 

PMPs asymmetrisch verteilt waren. Nach Einschnürung der Struktur wurden die noch 

fehlenden PMPs und Matrixproteine in den „neuen“ Teil importiert und die so 

entstandenen Peroxisomen geteilt [270].  

 

Diese Studien schließen zwar die Möglichkeit der de novo Synthese als zusätzlichen 

Weg zur Vermehrung von Peroxisomen nicht aus, zeigen aber, dass Wachstum und 

Teilung bereits vorhandener Peroxisomen mit nachfolgendem posttranslationalem 

Import, so wie zuvor schon angenommen [19], einen erheblichen Anteil bei der 

Aufrechterhaltung der peroxisomalen Population darstellen.  

 

4.1.3 Importmechanismus für PEX3 in die peroxisomale Membran 
 

Trotz neuerer Erkenntnisse, dass in Hefezellen ein Großteil der peroxisomalen 

Membranproteine über vesikulären Transport zwischen ER und Peroxisomen 

importiert wird [36], wird für Säugerzellen nach wie vor der posttranslationale Import 

der Membranproteine aus dem Cytosol in Abhängigkeit von PEX19 und PEX3 [53, 

54, 58, 59] als überwiegender Importweg angenommen. Das einzige bisher 

beschriebene peroxisomale Membranprotein, das in Säugerzellen unabhängig von 

PEX19 importiert wird, stellt PEX3 dar [60].  

 

Der „knockdown“ von PEX19 mit siRNA in humanen Fibroblasten resultierte zwar in 

einem peroxisomalen Importdefekt für PMP70-myc, übte aber keinen Effekt auf den 

Import von PEX3-myc aus. Behandlung der gleichen Zelllinie mit siRNA gegen 

PEX16 beeinflusste den Import von PEX3-myc nur in den frühen Phasen nach der 

Plasmidtransfektion (Ergebnisse siehe Kapitel 3.1.2.2 und 3.1.2.3). Daher lässt sich 

vermuten, dass PEX16 beim peroxisomalen Import geringer Mengen an PEX3 
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durchaus eine Rolle spielt, dieser Effekt aber über die Zeit durch hohe exprimierte 

Mengen an PEX3 ausgeglichen werden kann und dann PEX3 nach Sättigung des 

Importweges über endogenes PEX16 auch unabhängig von PEX16 in die 

peroxisomale Membran inseriert.  

 

Daraus kann geschlossen werden, dass PEX3 zumindest in normalen Zellen mit 

bereits vorhandenen Peroxisomen unabhängig von PEX19 und nur bei geringen 

Mengen abhängig von PEX16 in die peroxisomale Membran eingebracht wird. Dies 

schließt somit zumindest in normalen Zelllinien mit vorhandenen reifen Peroxisomen 

einen alleinigen Importweg für PEX3 über das ER aus, da der Vorgang der 

Vesikelbildung aus dem ER abhängig von allen drei „frühen Peroxinen“ PEX3, 

PEX16 und PEX19 abläuft. Daher scheint ein posttranslationaler Import von PEX3 

aus dem Cytosol unabhängig von PEX19 als sehr wahrscheinlich. Dabei könnte 

PEX16, wie auch schon zuvor postuliert, bei endogenen Mengen als Ankerprotein für 

PEX3 dienen [41, 65].  

 

4.1.4 Postulierung eines Modells für die semiautonome Biogenese von 

Peroxisomen 
 

Aufgrund der in den vorigen Kapiteln erläuterten Erkenntnisse wird im Folgenden ein 

Modell der peroxisomalen de novo Synthese in Peroxisomen-defizienten Zelllinien 

nach Wiedereinführung der entsprechenden cDNA vorgeschlagen (Abbildung 4.1). 

Das Modell basiert auf den in dieser Arbeit erhaltenen Ergebnissen und 

Beobachtungen aus anderen veröffentlichten Studien [31, 39-41, 45, 224] und 

bezieht sich aufgrund der bereits beschriebenen Unterschiede zwischen Hefen und 

Säugerzellen nur auf die peroxisomale Biogenese in Säugerzellen. 

 

Da in dieser Arbeit kein anderes Membransystem als Ursprung für die Neubildung 

von Peroxisomen detektiert werden konnte (siehe Kapitel 3.1.1.2), wird weiterhin das 

ER als Herkunftsort der beobachteten präperoxisomalen Vesikel angenommen. 

PEX16 wurde in überexprimierten Mengen als PEX16-YFP oder PEX16-myc 

teilweise im ER beobachtet (Daten nicht gezeigt) [41]. Endogenes PEX16 konnte 

allerdings aufgrund der geringen exprimierten Mengen und fehlenden ausreichend 

sensitiven Nachweismethoden nicht detektiert werden. Trotzdem soll in diesem 



Diskussion 

 110 

Modell von einer Insertion von PEX16 in das ER ausgegangen werden. Der Beweis, 

ob dieser Vorgang, wie bereits in Hefen für PEX3 gezeigt, abhängig von den ER-

Importkomplexen Sec61p bzw. Get3p ist [36, 38], muss für Säugerzellen noch 

erbracht werden. 

 

Die Bildung PEX16- und PEX3-positiver Vesikel wurde in einem ersten Schritt der 

peroxisomalen Biogenese beobachtet. Die Abwesenheit detektierbarer 

peroxisomaler Strukturen in ΔPEX3 Zellen [23, 24] zeigt, dass PEX3 in den frühesten 

Phasen der de novo Synthese bei der Ausbildung präperoxisomaler Vesikel eine 

Rolle spielt. Die Lokalisation von PEX3-YFP mit PEX16-myc im ER statt in den 

Mitochondrien bei gleichzeitiger Expression in ΔPEX19 Zellen [41, 240], legt die 

Vermutung nahe, dass PEX3 in einem späteren Schritt als PEX16 bei der 

Vesikelbildung wirkt.  

 

Die Peroxisomendefizienz in Zellen, die aufgrund von Mutationen im PEX19-Gen 

kein PEX19 enthalten, zeigt die Beteiligung dieses Peroxins bei der Ausbildung 

präperoxisomaler Vesikel [22]. Einige Arbeitsgruppen berichteten bereits, dass 

PEX19 für den Export von peroxisomalen Membranproteinen aus dem ER benötigt 

wird [34-36]. Die Bindung zwischen PEX3 und PEX19 wurde als essentiell für die 

peroxisomale de novo Synthese festgestellt [240]. Mutationen in der PEX19-

Bindedomäne von PEX3 (L93N und A323Q) beeinträchtigten die Komplementation 

PEX3-defizienter Zellen. Die Bildung PEX16-positiver präperoxisomaler Vesikel war 

in ΔPEX3 Zellen nach Transfektion von PEX3(L93N) oder PEX3(A323Q) im 

Gegensatz zu unmutiertem PEX3 sehr stark reduziert. 

 

Die Bildung präperoxisomaler Vesikel könnte an anderen Stellen als den typischen 

„ER-exit-sites“ erfolgen. Eine Rolle der weniger gut charakterisierten Isoform Sec16B 

des COPII-coat bildenden Proteins Sec16 beim Export von PEX16 aus dem ER 

wurde für Säugerzellen kürzlich postuliert [46]. In Hefen markiert Sec16p die „ER-

exit-sites“ (ERES) und vereinfacht durch Interaktion mit COPII die Bildung des 

Vesikelcoats [271-273]. Der Isoform Sec16B dagegen scheint in Säugern eine 

abgewandelte Rolle zuzukommen. Die für die peroxisomale Biogenese als essentiell 

detektierten C-terminalen 348 Aminosäuren des Sec16B sind in Sec16A nicht 

konserviert [46]. Somit könnte Sec16B an speziellen ER-Domänen lokalisieren und 
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dadurch die „exit-sites“ für die Bildung der präperoxisomalen Vesikel aus dem ER 

markieren. Durch Interaktion mit bisher nicht bekannten coat-Proteinen könnte dann 

die Vesikelbildung erfolgen.   

 

Nach Bildung erster PEX3- und PEX16-positiver präperoxisomaler Strukturen, erfolgt 

der Import der peroxisomalen Membranproteine aus dem Cytosol über PEX19 und 

PEX3, wobei weiteres PEX3 wahrscheinlich unabhängig von PEX19 in die 

präperoxisomale Membran gelangt. Nach Assemblierung des Importkomplexes für 

peroxisomale Matrixproteine können diese eingebracht werden. Ob die Reifung der 

Peroxisomen in Säugerzellen durch Fusion verschiedenartiger Vesikel erreicht wird, 

wie bereits für Hefezellen beobachtet [265], muss in weiteren Experimenten noch 

gezeigt werden. 

 

Gleichzeitige Markierung von z.B. PEX14 und PEX12 während der de novo Synthese 

von Peroxisomen in Peroxisomen-defizienten Zelllinien nach Einführung der 

entsprechenden cDNA könnte Aufschluss darüber geben, ob auch in menschlichen 

Zellen während der peroxisomalen Biogenese der „docking“ Komplex und der RING-

Finger Komplex zunächst in getrennten Vesikeln vorhanden sind. Außerdem könnten 

Säugerzellen, die Peroxine des „docking“ Komplexes (PEX13 und PEX14) oder des 

RING-Finger Komplexes (PEX2, PEX10 und PEX12) mit jeweils einer anderen Hälfte 

eines fluoreszierenden Proteins (z.B. Venus) exprimieren, mit Polyethylenglycol 

(PEG) fusioniert werden, wie schon in S. cerevisiae durchgeführt [265]. Das 

Auftreten von Fluoreszenz nach Fusion würde dann die Interaktionen dieser 

Peroxine anzeigen. 
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Abbildung 4.1: Modell für die peroxisomale de novo Synthese in Säugerzellen  

Zur Neubildung von Peroxisomen in Peroxisomen-defizienten Zelllinien nach Einführung der 
entsprechenden cDNA werden in einem ersten Schritt PEX3 und PEX16 in das endoplasmatische 
Reticulum (ER) inseriert. Ob dieser Prozess co- oder posttranslational abläuft und ob diese Proteine, 
wie in Hefen bereits gezeigt, über den Importkomplex Sec61 transportiert werden, muss noch gezeigt 
werden. PEX3- und PEX16-haltige präperoxisomale Vesikel werden in Abhängigkeit von PEX19 
abgeschnürt, wobei Sec16B eine Rolle für die Markierung der „exit sites“ spielen könnte. 
Anschließend erfolgt der Import peroxisomaler Membranproteine (PMPs) über PEX19 und PEX3 und 
peroxisomaler Matrixproteine mit Hilfe von PEX5 bzw. PEX7 nach deren Translation an freien 
Ribosomen im Cytosol.    
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4.2 Bewegung von Peroxisomen 
 

4.2.1 Peroxisomaler Transport in Abhängigkeit von Kinesin-1 und Dynein 

 

Die Bindung von Peroxisomen an Mikrotubuli konnte bereits in vitro als auch in vivo 

gezeigt werden [172, 175-177, 274]. Die Markierung von Peroxisomen durch 

Expression fluoreszierender Markerproteine ermöglichte die Verfolgung und 

Charakterisierung der peroxisomalen Bewegung innerhalb der Zelle in Echtzeit [124, 

177]. Die Motorproteine Kinesin-1 (Kif5) und cytoplasmatisches Dynein konnten als 

die verantwortlichen Motoren für den Transport von Peroxisomen identifiziert werden 

[124-127]. 

 

In dieser Arbeit wurde die Bewegung von Peroxisomen in PEX16-YFP 

exprimierenden COS7 Zellen mit Hilfe der Tracking Software AxioVision von Zeiss 

aufgezeichnet. Der Großteil der Peroxisomen übte sehr kurze vibrationsartige 

Bewegungen mit häufigen Richtungswechseln aus, die an die Brown’sche 

Molekularbewegung erinnerten. Allerdings vollzog ein kleiner Teil der Peroxisomen 

lange gerichtete Bewegungen, die sich durch sehr geringe Richtungswechsel 

auszeichneten (Kapitel 3.2.1, Abbildung 3.15) und wie bereits beschrieben durch den 

Transport entlang von Mikrotubuli mit Hilfe der Motorproteine Kinesin-1 (Kif5) und 

Dynein ausgelöst werden [124-127]. Diese langen Bewegungen erfolgten mit einer 

mittleren Geschwindigkeit von 0,7 ± 0,2 µm/s (N = 5) über 33 bis 154 µm bei 

resultierenden zurück gelegten Distanzen zwischen Start- und Endpunkt der 

aufgezeichneten Bewegung von 4 bis 33 µm (Kapitel 3.2.1, Tabelle 3.2.). 

 

Der „knockdown“ von Kif5B (schwere Kette des Kinesin-1) mittels siRNA bewirkte 

keine Änderung der peroxisomalen Verteilung innerhalb der Zelle. Die Peroxisomen 

waren wie in den Kontrollzellen nach wie vor gleichmäßig innerhalb der Zelle verteilt 

(Kapitel 3.2.2.1, Abbildung 3.22). Allerdings schien aus der reduzierten Kif5B-Menge 

eine Gesamtabnahme der peroxisomalen langen gerichteten Bewegungen 

unabhängig von der Bewegungsrichtung zu resultieren (Daten nicht gezeigt). Dieses 

Phänomen wurde ebenfalls von anderen Arbeitsgruppen in Drosophila S2 Zellen 

sowohl nach „knockdown“ von Kinesin-1 als auch von Dynein beobachtet [125, 126] 



Diskussion 

 114 

und lässt sich mit Hilfe des „tug-of-war“ Modells erklären (siehe auch Einleitung, 

Kapitel 1.3.4).  

 

Nach diesem Modell sind gegensätzliche  Motorproteine gleichzeitig an die zu 

transportierende Ladung gebunden und üben dadurch in entgegengesetzte 

Richtungen wirkende Kräfte aus. Dabei entsteht eine Art Spannung an der zu 

transportierenden Ladung, die essentiell für die Aktivität der Motorproteine und den 

Organellentransport ist [196-198]. Bei „knockdown“ eines der Motorproteine kann 

diese Spannung nicht mehr aufgebaut werden und das andere noch vorhandene 

Motorprotein kann ebenfalls keine Motoraktivität ausüben, was sich in einem 

kompletten Verlust des Transports äußert.  

 

4.2.2 Die Rolle von KifC3 beim Transport von Organellen 

 

In dieser Arbeit wurde das C-Kinesin KifC3 als zusätzlicher Faktor für die 

peroxisomale Positionierung und Bewegung identifiziert. Die Interaktion der 

peroxisomalen AAA-ATPase (ATPase associated with a variety of cellular activities) 

PEX1 mit KifC3 wurde bereits mit Hilfe eines „yeast-two-hybrid“-Systems gezeigt 

[241]. 

 

Die Minusmotoraktivität von KifC3 konnte sowohl in vitro als auch in vivo durch 

Beteiligung beim apikalen Transport in polarisierten Epithelzellen nachgewiesen 

werden, deren Mikrotubuli Minus-Enden nicht am Centrosom, sondern apikal an der 

Plasmamembran verankert sind. KifC3 war in diesen Zellen am Minus-Ende der 

Mikrotubuli direkt an der apikalen Plasmamembran an kleinen Cholesterin-reichen 

Vesikeln lokalisiert [147]. Diese Lokalisation von KifC3 wurde sowohl durch 

Erniedrigung der Temperatur als auch durch Inkubation mit Brefeldin A reduziert, 

einem Inhibitor für die Bildung des COPI-coats, woraus die Autoren auf eine 

Beteiligung von KifC3 beim Transport vom Trans-Golgi-Netzwerk (TGN) zur apikalen 

Plasmamembran schlossen. „Pulldown“ Experimente zeigten die Assemblierung von 

KifC3 in Annexin XIIIb-positiven Vesikeln, die apikal transportierte Vesikel darstellen 

[275]. Die Expression einer dominant negativen KifC3-Mutante mit fehlender 

Motordomäne resultierte in reduziertem Vorkommen von KifC3, Annexin XIIIb und 

Hämagglutinin (HA), einem Marker für die apikale Plasmamembran, an den 
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Mikrotubuli Minus-Enden. Die Überexpression von intaktem KifC3 dagegen erzeugte 

eine vermehrte apikale Lokalisation dieser Proteine. Außerdem konnte die zum 

Minus-Ende der Mikrotubuli gerichtete Bewegung von EGFP-markiertem KifC3 in 

lebenden Caco2-Zellen (menschliche Epithelzellen des Dickdarms) verfolgt werden 

[152]. 

 

Bei den in dieser Arbeit verwendeten COS7 Zellen lokalisierte KifC3 in Zellen in der 

Interphase ebenfalls am Minus-Ende der Mikrotubuli nahe dem Zellkern, was durch 

Markierung der Mikrotubuli als Centrosom verifziert werden konnte (Kapitel 3.2.2.1, 

Abbildung 3.19). Überexpression von KifC3 zeigte keine phänotypische Veränderung 

hinsichtlich der intrazellulären Verteilung der Peroxisomen. Wie in Kapitel 3.2.2.2 

dargestellt, resultierte allerdings der „knockdown“ von KifC3 in COS7 Zellen mittels 

siRNA in einer Verdopplung der Zellzahl mit perinukleär geclusterten Peroxisomen 

(Abbildung 3.22). Depolymerisierung des Cytoskeletts mit Nocodazol bzw. 

Cytochalasin B bestätigte die Notwendigkeit der Mikrotubuli zur Ausbildung des 

peroxisomalen Phänotyps nach „knockdown“ von KifC3, wohingegen das Aktinskelett 

hierfür nicht benötigt wurde (Abbildung 3.25). 

 

Bei einer Minus-Motoraktivität von KifC3 an den Peroxisomen wäre nach 

„knockdown“ dieses Kinesins eine Beeinträchtigung des Transports zu Mikrotubuli 

Minus-Enden mit daraus resultierender erhöhter Plus-Motoraktivität zu erwarten, was 

sich in einem Clustering der Peroxisomen an den Mikrotubuli Plus-Enden in der 

Zellperipherie äußern würde. Tatsächlich wurde bereits in adrenokortikalen Zellen 

aus KifC3-/- „knockout“ Mäusen bei verringertem Cholesterin-Spiegel eine erhöhte 

Fragmentierung des Golgi-Apparates beobachtet, die durch eine reduzierte 

Bewegung von Golgi-Fragmenten zu den Mikrotubuli Minus-Enden in Richtung des 

Zellkerns verursacht wurde [153]. 

 

Bei einer Beteiligung von KifC3 in einem „tug-of-war“ (siehe vorheriges Kapitel und 

Einleitung Kapitel 1.3.4) würde der „knockdown“ von KifC3 durch das „tug-of-war“ 

Phänomen, wie bereits schon für Kinesin-1 und Dynein beschrieben, keinen 

Phänotyp hinsichtlich der Verteilung der Peroxisomen zeigen. Die Reduzierung der 

KifC3-Menge mittels siRNA würde in einer Inaktivierung des entgegengesetzten 
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Plus-Motors resultieren, was sich in einer Abnahme der peroxisomalen 

Gesamtbewegung äußern würde.  

 

Der hier beobachtete KifC3 „knockdown“ Phänotyp des perinukleären Clusterings der 

Peroxisomen deckt sich allerdings mit keinem der erwarteten Phänotypen. Vielmehr 

scheint die Reduzierung an KifC3 nach Behandlung mit siRNA eine zum Minus-Ende 

der Mikrotubuli gerichtete Bewegung der Peroxisomen zum Zellkern zu begünstigen 

(siehe Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 3.22). Daher kann hier nicht von einer typischen 

Funktion von KifC3 als Minusmotor beim peroxisomalen Transport ausgegangen 

werden. Es stellte sich nun die Frage, wie der beobachtete Phänotyp hinsichtlich der 

Funktion von KifC3 beim peroxisomalen Transport bzw. bei der Positionierung der 

Peroxisomen erklärt werden kann. 

 

4.2.2.1 Beteiligung von KifC3 bei der Zellteilung 

 

Eine Ursache für das vermehrte Clustering der Peroxisomen nach „knockdown“ von 

KifC3 könnten sekundäre Effekte durch Funktionen von KifC3 während der 

Zellteilung darstellen. Die Lokalisation von KifC3 an den Spindelpolen und der 

Teilungsspindel während der Mitose (Kapitel 3.2.2.1, Abbildung 3.19) spricht für eine 

Beteiligung von KifC3 bei diesem Prozess. Viele Kinesine, vor allem C-terminale 

Kinesine, spielen eine Rolle bei der Organisation der Mikrotubuli z.B. durch 

Destabilisierung oder Aufbau und Anordnung der Teilungsspindel während der 

Mitose/Meiose [107, 134, 138-142]. Tatsächlich wurde in Docetaxel- und Paclitaxel-

resistenten Brustkrebszellen (MDA MB 231/468) eine erhöhte Expression an KifC3 

auf mRNA- und Proteinebene detektiert, die dem Mikrotubuli stabilisierenden Effekt 

der Zytostatika entgegenwirkte [154, 155]. Daher könnte der „knockdown“ von KifC3 

die Zellen durch Stabilisierung der Mikrotubuli in einer bestimmten Zellphase 

akkumulieren. Mittels Durchflusszytometrie wurde nach Markierung der DNA mit 

Propidiumiodid der Anteil der Zellen in den verschiedenen Zellphasen sowohl bei 

KifC3 „knockdown“ Zellen als auch bei den Kontrollzellen bestimmt (Kapitel 3.2.2.2., 

Abbildung 3.26). Die Zellphasenverteilung der Zellen mit reduzierter KifC3-Menge 

glich der der Kontrollzellen, so dass der „knockdown“ von KifC3 keinen sichtbaren 

Einfluss auf den Zellzyklus hinsichtlich der Verteilung der Zellen in den 

verschiedenen Zellphasen ausübte. 
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Zudem wurden COS7 und A549 Zellen durch Inkubation mit Thymidin in der S-Phase 

des Zellzyklusses nach Behandlung mit siRNA geblockt (Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 

3.27). Die Verschiebung der Zellphasenverteilung hatte in beiden Zelllinien keinen 

Einfluss auf die Ausprägung des peroxisomalen Phänotyps nach „knockdown“ von 

KifC3, so dass von einem Zellphasen-unabhängigen Phänotyp ausgegangen werden 

kann. Insgesamt war die Anzahl der Zellen mit geclusterten Peroxisomen nach 

Behandlung mit Thymidin sowohl bei den Kontrollzellen als auch bei den Zellen mit 

reduzierter KifC3 Menge leicht erhöht, was durch veränderte metabolische 

Bedingungen verursacht durch die Thymidin-Inkubation bedingt sein kann. 

 

In S. cerevisiae, die sich asymmetrisch durch Knospung teilen, wird ein Teil der 

Peroxisomen gezielt mit Hilfe des Myosins Myo2p entlang des Aktinskeletts in die 

entstehende Knospe transportiert [179, 180, 276]. Wie sich Peroxisomen in 

Säugerzellen während der Mitose hinsichtlich ihrer Verteilung verhalten ist bisher 

nicht geklärt. Wiemer et al. beschreiben eine zufällige, ungeordnete Vererbung von 

Peroxisomen in CV-1 Zellen (nicht immortalisierte COS Zellen), die GFP-PTS1 

exprimierten [176]. Während der Mitose waren die Peroxisomen gleichmäßig in 

diesen Zellen verteilt und größtenteils nicht mit den Mikrotubuli der mitotischen 

Spindel assoziiert. Dagegen wurde von einer anderen Arbeitsgruppe während der 

Zellteilung ein peroxisomales Clustering an den mitotischen Spindelpolen sowohl in 

HEK293 als auch in HELA und NIH3T3 Zellen (Fibroblasten aus murinen 

Embryonen) durch Markierung der Peroxisomen mit PTS-mRuby beobachtet [277]. 

Ob zelltypenspezifisch unterschiedliche Mechanismen zur Vererbung der 

Peroxisomen existieren oder ob das Clustering der Peroxisomen an den 

Spindelpolen einen sekundären Effekt der Überexpression darstellt, muss noch 

gezeigt werden. Ein perinukleäres Clustering der Peroxisomen, wie nach dem 

„knockdown“ von KifC3 beobachtete, wurde bisher im Rahmen der Zellteilung nicht 

beschrieben.  
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4.2.2.2 Einfluss der Mikrotubuliausrichtung auf den peroxisomalen KifC3 
„knockdown“ Phänotyp 

 

In polarisierten Zelllinien wie z.B. Epithelzellen existieren außer centrosomalen 

Mikrotubuli, deren Minus-Enden am MTOC gebunden sind, zusätzliche Mikrotubuli, 

die mit den Minus-Enden an der apikalen Plasmamembran verankert sind. 

Fibroblasten wie COS7 Zellen hingegen besitzen hauptsächlich centrosomale 

Mikrotubuli [278]. Im Rahmen dieser Arbeit wurden mit A549 und COS7 Zellen 

sowohl polarisierte als auch nicht-polarisierte Zelllinien auf die peroxisomale 

Verteilung nach „knockdown“ von KifC3 untersucht (Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 3.27). 

Da kein wesentlicher Unterschied hinsichtlich der Ausprägung des peroxisomalen 

Phänotyps zwischen den beiden Zelllinien festgestellt werden konnte, scheinen den 

nicht-centrosomalen Mikrotubuli bei dem hier beschriebenen Clustering der 

Peroxisomen nach Reduktion der KifC3-Menge keine Bedeutung zu zukommen. Um 

die Ausrichtung der Mikrotubuli in den hier verwendeten Zelllinien zu überprüfen, 

könnten die Plus-Enden der Mikrotubuli mit spezifischen Antikörpern z.B. gegen EB1 

markiert werden, das hauptsächlich an den wachsenden Plus-Enden von Mikrotubuli 

lokalisiert ist [279, 280]. 

 

4.2.2.3 Bindung der Peroxisomen an Mikrotubuli 

 

Die Bindung von Peroxisomen an Mikrotubuli ist bereits in vitro als auch in vivo 

gezeigt worden und die Bindungskapazität war in vitro abhängig von pH, Temperatur 

und ATP [175, 177, 274]. Durch Vorbehandlung der Peroxisomen mit KCl oder 

Proteasen konnte die Bindung inhibiert werden, wobei dieser Effekt im Falle der KCl 

Behandlung durch Zugabe von Cytosol reversibel war. Daher wird die Beteiligung 

von peroxisomalen Membranproteinen und cytosolischen Proteinen bei der 

Assoziation der Peroxisomen an die Mikrotubuli angenommen. Es wurde vermutet, 

dass ein CLIP-Protein (cytoplasmic linker protein) als Verbindungselement zwischen 

Peroxisomen und Mikrotubuli dienen könnte, da Fraktionen eines Eluats nach 

Behandlung der Peroxisomen mit KCl mit einem Antikörper gegen CLIP-115 

reagierten [177].  
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Diese Proteine vermitteln die Bindung von Organellen an Mikrotubuli, bevor der 

Transport durch Motorproteine erfolgen kann. Das am besten charakterisierte CLIP 

stellt CLIP-170 dar, das endocytotische Vesikel und frühe Endosomen mit den 

Mikrotubuli verbindet [281, 282]. Die Struktur des CLIP-170 ähnelt der von 

Motorproteinen: Es besitzt eine globuläre Kopfregion, die mit dem C-Terminus über 

eine lange coiled coil Region verbunden ist. Die Bindung von CLIP-170 an 

Mikrotubuli ist ATP-unabhängig, wird allerdings durch Phosphorylierung reguliert 

[283]. Aufgrund der Kolokalisation von CLIP-170 und Dynein an Mikrotubuli Plus-

Enden wurde ein spezifisches Zusammenspiel beim Organellentransport mit dem 

Motorprotein Dynein postuliert [284, 285].  

 

Da KifC3 beim peroxisomalen Transport scheinbar keine typische Motorfunktion 

ausübt, kann spekuliert werden, ob KifC3 eventuell eine ähnliche Funktion als 

statisches Verbindungselement zwischen Peroxisomen und Mikrotubuli zukommt. 

Nur ein kleiner Teil der Peroxisomenpopulation (ca. 5-10%) innerhalb einer Zelle 

führt lange gerichtete Bewegungen entlang von Mikrotubuli aus, wohingegen ein 

Großteil der Peroxisomen an die Mikrotubuli gebunden zu sein scheint [175, 176]. 

Die beobachtete Retraktion des Mitochondrien-Netzwerkes und des 

endoplasmatischen Reticulums nach „knockdown“ von KifC3 (siehe Kapitel 3.2.2.2, 

Abbildung 3.28) würde ebenfalls eine Funktion von KifC3 als Linker für diese 

Organellen an die Mikrotubuli erklären. Beide Zellorganellen sind stark vernetzt und 

die Aufhängung am Cytoskelett ist essentiell für ihre Funktionen [246, 247, 254, 286, 

287]. Die Depolymerisierung von Mikrotubuli mit Nocodazol resultierte ebenfalls in 

einer Retraktion der Mitochondrien und des ER-Netzwerks (Daten nicht gezeigt). 

Dies spricht dafür, dass sowohl ein intaktes Cytoskelett als auch die Assoziation 

dieser Organellen an die Mikrotubuli maßgeblich deren Morphologie bestimmt.  

 

Im Gegensatz dazu entsprach die Verteilung der Peroxisomen nach Behandlung der 

Zellen mit Nocodazol nicht dem peroxisomalen Phänotyp nach KifC3 „knockdown“. 

Die Peroxisomen waren nach Depolymerisierung der Mikrotubuli nach wie vor 

gleichmäßig in der Zelle verteilt bzw. bildeten unterschiedlich große „Haufen“ im 

Cytoplasma (Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 3.25), wohingegen die Reduzierung der 

KifC3-Menge durch siRNA das peroxisomale Clustering nahe dem Zellkern 

begünstigte (Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 3.22). Zudem schienen die Peroxisomen in 
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fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen auch nach „knockdown“ von KifC3 an die 

Mikrotubuli assoziiert zu sein (Kapitel 3.2.2.2, Abbildung 3.23). Allerdings kann mit 

dieser Methode keine genaue Kolokalisation dieser Elemente bestimmt werden und 

Betrachtungen mit einem konfokalen Fluoreszenzmikroskop bzw. 

elektronenmikroskopische Untersuchungen könnten hierüber Gewissheit geben.  

 

4.2.2.4 Entwicklung eines Modells für die Rolle von KifC3 beim peroxisomalen 

Transport 
 

KifC3 scheint also eher einen direkten und selektiven Einfluss auf die peroxisomale 

Bewegung in Richtung des Minus-Endes der Mikrotubuli auszuüben und damit direkt 

in den Kinesin-1 (Kif5) und Dynein abhängigen peroxisomalen Transport involviert zu 

sein, da „knockdown“ von KifC3 die Minus-Motoraktivität an den Peroxisomen 

erhöhte. Die verwendete siRNA gegen KifC3 bewirkte keine Reduzierung der mRNA 

Menge an Kif5B (Kinesin-1, Abbildung 3.21) und auch die Menge an Dynein mRNA 

schien nach KifC3 „knockdown“ nicht konstant hoch reguliert zu sein (Daten nicht 

gezeigt).  

 

Um zu überprüfen, ob KifC3 tatsächlich keine Motorfunktion auf die Peroxisomen 

ausübt, könnte nach „knockdown“ von KifC3 eine KifC3-Variante transfiziert werden, 

die Mutationen spezifisch in der ATP-Bindestelle der Motordomäne enthält. Die 

Revertierung des peroxisomalen „knockdown“ Phänotyps durch diese KifC3-Mutante 

wäre ein Hinweis, dass KifC3 keine Motorfunktion beim peroxisomalen Transport 

ausübt. Allerdings war es bisher nicht möglich eine Plasmidtransfektion der Zellen 

bei gleichzeitigem KifC3 „knockdown“ zu erreichen, da diese Prozedur zu 

schädigend für die verwendeten Zellen war. Daher müsste entweder eine 

schonendere Methode der siRNA Transfektion oder eine effizientere Art der 

Plasmidtransfektion angewendet werden.  

 

Da KifC3, wie zuvor erläutert, nicht als typisches Motorprotein auf die Peroxisomen 

zu wirken scheint, könnte KifC3 eine regulatorische Funktion beim Transport von 

Peroxisomen in Richtung des Minus-Endes von Mikrotubuli ausüben. Verschiedenste 

Arten zur Regulierung des Organellentransports sind bereits bekannt wie z.B. über 

Rab Proteine [288], durch Phosphorylierung [208-210] oder durch Mikrotubuli-
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assoziierte Proteine [289, 290]. Für den peroxisomalen Transport wurde die 

Regulation durch ein GTP-bindendes Protein über einen Peroxisomen-spezifischen 

Gi/Go-Phospholipase A2 Signalweg postuliert [291], der so bisher noch nicht für den 

Transport anderer Organellen beschrieben wurde. Dies stützte sich unter anderem 

auf der Beobachtung, dass Mikroinjektion von GTPγS (Guanosin 5’-O-(3-

thiotriphospat)) die peroxisomale Bewegung inhibierte. Die gleichen Autoren zeigten 

später, dass die extrazelluläre Costimulation von G-Protein gekoppelten Rezeptoren  

mit ATP und Lysophosphatidsäure (LPA) die Beweglichkeit der Peroxisomen 

reduzierte [292]. Der LPA-Signalweg aktiviert die kleine GTPase RhoA über die G-

Proteine G12/13 [293, 294]. Tatsächlich scheint die Assoziation der Peroxisomen an 

die Mikrotubuli über einen RhoA-abhängigen Signalweg reguliert zu sein [295], da 

zum Beispiel die Inaktivierung von RhoA zu einer Zunahme der peroxisomalen 

Bewegungen führte. Daraus schlossen die Autoren, dass aktiviertes RhoA durch 

Bindung an die Peroxisomen diese von den Mikrotubuli löst.  

 

Das einzige bisher detektierte Minus-Motorprotein, das auf Peroxisomen wirkt, stellt 

cytoplasmatisches Dynein dar [124-126]. Somit könnte die Bindung von KifC3 an 

Peroxisomen Dynein behindern oder die Dynein Funktion z.B. durch einfache 

räumliche Hinderung einschränken. Über die Existenz solcher Mechanismen zur 

Regulierung des Organellentransports wurde bereits spekuliert [190, 296]. KifC3 

könnte eventuell den Transportweg in Richtung des Minus-Endes an den Mikrotubuli 

blockieren und so als „Bremse“ wirken bis der peroxisomale Transport in Richtung 

des Centrosoms über einen noch unbekannten Signalweg aktiviert wird (Abbildung 

4.2B). 

 

Dieser Vorgang könnte eventuell über Phosphorylierung von KifC3 reguliert sein. 

Western Blotting verschiedener Zelllinien mit Antikörpern gegen KifC3 zeigte 

teilweise eine zusätzliche Bande, bei der es sich um phosphoryliertes Protein 

handeln könnte (Kapitel 3.2.2.1, Abbildung 3.18). Tatsächlich wurde im Rahmen 

einer Phosphoproteom-Studie aufgereinigter mitotischer Spindelproteine aus 

menschlichen HELA-Zellen eine Phosphorylierungsstelle für KifC3 detektiert [297]. 

Auch andere Motorproteine wie Kinesin-1 (Kif5) und Dynein werden in vivo 

phosphoryliert [211-214]. 
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Nachdem der peroxisomale Transport in Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes 

aktiviert wurde, könnte KifC3 ins Cytosol entlassen werden und das entsprechende 

Peroxisom mit Hilfe von Dynein in Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes 

transportiert werden (Abbildung 4.2A). Wenn nun aufgrund von „knockdown“ mittels 

siRNA die Menge an KifC3 reduziert ist, würde zumindest dieser Teil für die 

Regulierung des peroxisomalen Transports fehlen. Dies würde dann eine verstärkte 

Bewegung der Peroxisomen in Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes hervorrufen 

und sich schließlich im Clustering der Peroxisomen am Centrosom äußern 

(Abbildung 4.2C). 

 

 
Abbildung 4.2: Modell zur Rolle von KifC3 beim peroxisomalen Transport 

(A) Nach dem „tug-of-war“ Modell sind Kinesin (hier Kinesin-1/Kif5) und Dynein gleichzeitig an das zu 
transportierende Peroxisom gebunden und erzeugen durch Ausübung entgegengesetzter Kräfte eine 
Spannung. Die resultierende Transportrichtung ergibt sich aus der überwiegenden Nettokraft, die 
durch die Anzahl und die Stärke der einzelnen gebundenen Motoren bestimmt wird. (B) KifC3 könnte 
den peroxisomalen Transport in Richtung des Minus-Endes der Mikrotubuli regulieren, indem es durch 
sterische Hinderung als „Bremse“ für Dynein wirkt. (C) Bei Reduzierung der Menge an KifC3 durch 
„knockdown“ mittels siRNA würde diese Art der Regulierung des peroxisomalen Transports fehlen und 
sich in einer verstärkten Bewegung der Peroxisomen in Richtung des Minus-Endes von Mikrotubuli 
äußern. Entnommen und modifiziert aus [105, 298]. 
 

Eine ähnliche Funktion wurde für GMAP-210 postuliert, das das cis-Golgi-Netzwerk 

(CGN) an den Mikrotubuli verankert [299]. Überexpression von GMAP-210 resultierte 

in einer Vergrößerung des Golgi-Komplexes, wohingegen die Expression einer 

dominant negativen Mutante den Golgi-Komplex verkleinerte [300]. Eine mögliche 

Erklärung wäre, dass die Größe des Golgi Komplexes durch GMAP-210 reguliert 

wird, indem die Bindung des CGN an die Mikrotubuli über GMAP-210 den 

anterograden Vesikeltransport vom CGN zum medialen Golgi hemmt [300].  
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Im Gegensatz dazu wirkt das Mikrotubuli-assoziierte Protein Tau inhibierend auf die 

Motoraktivität von Kinesin-1 (Kif5) [289]. Die Überexpression von Tau in Zellen aus 

murinen Neuroblastomen (N2a) reduzierte die Bewegung der Peroxisomen in 

Richtung des Mikrotubuli Plus-Endes und bewirkte ein Clustering der Peroxisomen 

am MTOC [301]. 

Ob das peroxisomale Clustering nach „knockdown“ von KifC3 tatsächlich durch 

Zunahme des Transports der Peroxisomen in Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes 

verursacht wird, sollte durch Lebendzellbeobachtungen überprüft werden. Dafür 

wurden die Peroxisomen nach „knockdown“ von KifC3 mit siRNA durch Expression 

von PEX16-YFP markiert. Mehrere Zeitreihen von COS7 Zellen, die mit siRNA gegen 

KifC3 bzw. mit Kontroll-siRNA behandelt worden waren, wurden aufgenommen (wie 

in Kapitel 2.4.5 beschrieben). Die peroxisomale Bewegung sollte anhand dieser 

Zeitreihen, wie in Kapitel 3.2.1 durchgeführt, verfolgt und hinsichtlich der 

Transportrichtung kategorisiert werden. Hierfür wurde eine Tracking-Software 

benötigt, die automatisch die sich bewegenden Peroxisomen erkennt, die gerichtete 

von der ungerichteten Bewegung unterscheidet und die teilweise sehr schnelle 

Bewegung der Peroxisomen in der Zelle über die einzelnen aufgenommenen Bilder 

verfolgt, um ausreichende Datenmenge für eine statistisch relevante Aussage zu 

erlangen. Weder die in dieser Arbeit verwendete Tracking-Software (AxioVision von 

Zeiss) noch eine Testversion einer komplexer aufgebauten Software (Imaris Tracking 

von Bitplane Scientific Software) erfüllte diese Anforderungen. Eine automatische 

Markierung der einzelnen Peroxisomen war zwar mit Hilfe der Imaris-Software 

möglich, allerdings wurden aufgrund der hohen Anzahl der Peroxisomen pro Zelle 

die langen gerichteten Bewegungen nicht automatisch erkannt und verfolgt. Dies war 

unter anderem durch die schnellen Bewegungen und der daraus resultierenden 

großen zurück gelegten Distanzen der Peroxisomen zwischen den einzelnen Bildern 

der Zeitreihe bedingt. Daher war die Auswertung dieser Lebendzellaufnahmen 

hinsichtlich der Gesamtbewegung der Peroxisomen pro Zelle und der 

Bewegungsrichtung bisher nicht möglich.   
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4.2.3 PEX1 als peroxisomaler Adaptor für KifC3 
 

Die Bindung von Motorproteinen an die zu transportierende Ladung über Adaptoren 

ermöglicht die Assoziation eines Motorproteins an unterschiedlichste Organellen. 

Außerdem ergeben sich dadurch zusätzliche Mechanismen zur spezifischen 

Regulierung des Organellentransports. Kinesin-1 (Kif5) bindet z.B. über Kinectin an 

Organellen wie das endoplasmatische Reticulum [129, 130] oder über Syntabulin an 

Mitochondrien [120]. Kif13 assoziiert über die β1-adaptin Untereinheit des AP-1 

Komplexes an Vesikel mit Clathrin-coat [302, 303], wohingegen Spectrin als Adaptor 

für Kif3 dient [304]. Auch Dynein kann sowohl über Spectrin als auch über Bicaudal-

D an zu transportierende Ladungen binden [305-308]. In Hefen dient Inp2p als 

Rezeptor für das Myosin Myo2p an den Peroxisomen [180], wobei neuere 

Ergebnisse ebenfalls eine Beteiligung von Pex19p bei diesem Prozess nahe legen 

[181].  

 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte die Interaktion von KifC3 mit der AAA-ATPase 

PEX1 in Säugerzellen sowohl in vivo als auch in vitro mit Hilfe einer 

Coimmunopräzipitation (CoIp) gezeigt werden (siehe Kapitel 3.2.2.3). In vivo konnte 

KifC3 zwar nicht an den Peroxisomen detektiert werden, allerdings kolokalisierte 

PEX1-myc bei Überexpression mit überexprimiertem KifC3 an den Mikrotubuli. Die 

CoIp wurde aus Zelllysaten von COS7 Zellen durchgeführt, die PEX1-myc und 

humanes KifC3 überexprimierten. Daher kann aufgrund dieser Ergebnisse nicht auf 

eine direkte Interaktion geschlossen werden. Allerdings spricht die Tatsache, dass 

KifC3 auch bei einem „yeast-two-hybrid“ Screeningverfahren mit PEX1 detektiert 

wurde, eher für eine direkte Bindung von KifC3 an PEX1. Somit könnte PEX1 über 

PEX6 und PEX26 als peroxisomaler Adaptor für KifC3 dienen.  

 

Der Import peroxisomaler Matrixproteine in PEX1-defizienten Zelllinien (ΔPEX1) ist 

defekt, so dass in diesen Zellen nur leere Membranhüllen, so genannte „ghosts“, 

vorkommen. Außerdem ist sowohl die Anzahl dieser „ghosts“ als auch deren 

Verteilung innerhalb der Zelle gestört, was sich durch unterschiedlich starkes 

Clustering an verschiedenen Stellen im Cytoplasma äußert. Es wurde beschrieben, 

dass in humanen PEX1-defizienten Fibroblasten im Vergleich zu normalen 

Fibroblasten eine geringere Anzahl an Peroxisomen an die Mikrotubuli gebunden war 
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[242]. Im Rahmen dieser Arbeit konnten nach Markierung der peroxisomalen 

„ghosts“ durch Expression von PEX16-YFP in ΔPEX1 Zellen nach wie vor lange 

gerichtete peroxisomale Bewegungen beobachtet werden (Daten nicht gezeigt). Ob 

diese Bewegungen im Vergleich zu normalen Fibroblasten verringert waren, wurde 

nicht quantifiziert. Eine andere Arbeitsgruppe konnte allerdings keine Abnahme der 

gerichteten peroxisomalen Bewegung in ΔPEX1 Zellen im Vergleich zu normalen 

Fibroblasten feststellen [309].  

 

Aufgrund des gestörten Imports peroxisomaler Matrixproteine herrschen in PEX1-

defizienten Zelllinien andere metabolische Voraussetzungen als in normalen 

Zelllinien mit intakten Peroxisomen. Daher könnte die peroxisomale Bewegung in 

ΔPEX1 Zellen auch über einen anderen als den KifC3-abhängigen Weg reguliert 

sein, so dass hier KifC3 keinen Einfluss auf den Transport von Peroxisomen ausübt. 

Zum Beispiel konnte gezeigt werden, dass die Expression von PEX11β in humanen 

ΔPEX1 Zellen nicht nur durch Proliferation der Organellen eine Zunahme 

peroxisomaler Membranstrukturen bewirkte [310-312], sondern auch die Verteilung 

der peroxisomalen „ghosts“ beeinflusste [242, 313]. ΔPEX1 Zellen, die mit PEX11β 

transfiziert worden waren, wiesen gleichmäßig in der Zelle verteilte peroxisomale 

Reststrukturen auf, wohingegen die „ghosts“ in untransfizierten ΔPEX1 Zellen eher 

zentral um den Zellkern herum angeordnet und teilweise geclustert waren [242]. 

Diese Anordnung entsprach allerdings nicht dem spezifischen Clustering am MTOC, 

wie nach „knockdown von KifC3 in dieser Arbeit beobachtet. Somit könnte die 

beschriebene Verteilung der peroxisomalen Membranstrukturen nach Expression 

von PEX11β in ΔPEX1 Zellen einen Proliferations-abhängigen Regulationsweg für 

den peroxisomalen Transport darstellen.  

 

Somit scheinen zusätzlich zu den verschiedenen im vorherigen Kapitel 

beschriebenen Regulationswegen für den peroxisomalen Transport auch mehrere 

mögliche Bindungsstellen an den Peroxisomen für deren Transport zu existieren. Die 

Ergebnisse dieser Arbeit und anderer veröffentlichter Studien zeigen, dass der 

peroxisomale Transport entlang von Mikrotubuli weitaus komplexer aufgebaut und 

reguliert ist als bisher angenommen und außer den Motorproteinen Kinesin-1 (Kif5) 

und Dynein zahlreiche weitere Faktoren in diesen Prozess involviert sind.  
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5 Zusammenfassung 
 

Peroxisomen sind sehr dynamische, ubiquitäre Zellorganellen, denen wichtige 

Funktionen beim Lipidstoffwechsel und beim Metabolismus oxidativer Spezies 

zukommen. Diese Organellen können zum einen durch Wachstum und Teilung 

vermehrt werden und zum anderen auch de novo gebildet werden. Bisher sind beim 

Menschen 14 Proteine bekannt, die so genannten Peroxine (PEX), die für die 

peroxisomale Biogenese essentiell sind. Fehlen PEX3, PEX16 oder PEX19, können 

in den Zellen keine peroxisomalen Membranstrukturen detektiert werden. Nach 

Transfektion der entsprechenden cDNA werden allerdings wieder voll funktionsfähige 

Peroxisomen ausgebildet. Vor allem die frühen Phasen der peroxisomalen 

Neubildung sind bisher wenig verstanden und die Herkunft der peroxisomalen 

Membran ist umstritten. Zusätzlich sind die Peroxine PEX3, PEX16 und PEX19 auch 

für den Import peroxisomaler Membranproteine (PMPs) verantwortlich.  

 

Im Rahmen dieser Arbeit wurden die verschiedenen Phasen der peroxisomalen 

Neubildung durch Komplementation PEX16-defizienter humaner Fibroblasten 

(ΔPEX16) charakterisiert. Es konnte gezeigt werden, dass zunächst PEX16- und 

PEX3-positive präperoxisomale Vesikel gebildet wurden, die in einem weiteren 

Schritt peroxisomale Membranproteine wie PEX14 importierten. Die Biogenese reifer 

Peroxisomen war nach 72 Stunden mit dem Import der Matrixproteine 

abgeschlossen. Dabei wurden weder Mikrotubuli und Aktinskelett noch die 

untersuchten Kinesine Kif5 (Kinesin-1) und KifC3 für die Entstehung dieser 

präperoxisomalen Vesikel benötigt. Die frühen PEX16-positiven Vesikel 

kolokalisierten nicht mit spezifischen Markern für „lipid rafts“ wie Caveolin-1 und 

Flotillin-1 und -2, so dass diese Membranstrukturen als Ursprung für die Vesikel 

weniger in Frage kamen. Vielmehr schienen die peroxisomalen Vorläufer an die 

einzelnen Lamellen des endoplasmatischen Reticulums (ER) angelagert zu sein, was 

hier durch Lebendzellbeobachtungen nach Expression von PEX16-YFP und eines 

ER-Markers in ΔPEX16 Zellen sichtbar gemacht wurde. Frühere Studien zeigten 

allerdings, dass die peroxisomale Biogenese in Säugerzellen unabhängig von COPI- 

oder COPII-Wegen abläuft. 

 



Zusammenfassung 

 127 

„Knockdown“ von PEX19 und PEX16 mittels siRNA in humanen Fibroblasten zeigte 

einen PEX19-unabhängigen Importweg für PEX3 in die peroxisomale Membran und 

auch PEX16 wurde nur bei geringen Mengen an PEX3 für dessen Import benötigt. 

Daher ist ein posttranslationaler Import von PEX3 aus dem Cytosol in die 

peroxisomale Membran sehr wahrscheinlich. 

 

Im Gegensatz zu anderen Organellen, wie dem endoplasmatischen Reticulum (ER) 

oder dem Golgi-Apparat, sind Peroxisomen gleichmäßig innerhalb der Zelle verteilt. 

Diese peroxisomale Lokalisation wird zum einen durch Bindung der Organellen an 

die Mikrotubuli und zum anderen durch den Transport von Peroxisomen entlang der 

Mikrotubuli mit Hilfe der Motorproteine Kinesin-1 (Kif5) und Dynein aufrecht erhalten. 

Mit Hilfe eines „yeast-two-hybdrid“ Versuches mit der AAA-ATPase PEX1 wurde 

zuvor ein weiteres Motorprotein, das C-terminale Kinesin KifC3, detektiert. Die 

Beteiligung von KifC3 beim peroxisomalen Transport entlang der Mikrotubuli konnte 

in dieser Arbeit gezeigt werden. 

 

Lebendzellbeobachtungen ermöglichten die Verfolgung und Charakterisierung der 

gerichteten peroxisomalen Bewegung in vivo durch Expression von PEX16-YFP. 

„Knockdown“ von KifC3 mittels siRNA bewirkte nicht nur eine Zunahme der Zellen 

mit geclusterten Peroxisomen am Mikrotubuli-Organisationszentrum (MTOC), 

sondern veränderte auch die Morphologie der Mitochondrien und des ERs. Die 

Ausprägung dieses peroxisomalen Phänotyps war unabhängig von der Zellphase, 

wohingegen intakte Mikrotubuli sich als essentiell für das perinukleäre Clustering der 

Peroxisomen heraus stellten. Die Interaktion von KifC3 mit PEX1 konnte sowohl in 

vivo als auch in vitro durch Coimmunopräzipitation nachgewiesen werden.  

 

Es wurde eine regulatorische Rolle für KifC3 beim peroxisomalen Transport in 

Richtung des Mikrotubuli Minus-Endes postuliert, die sich durch Hemmung der 

Motorfunktion von Dynein an den Peroxisomen äußern könnte. „Knockdown“ von 

KifC3 würde somit zu einer Zunahme des peroxisomalen Transports in Richtung der 

Mikrotubuli-Minus Enden führen und ein Clustering der Peroxisomen am MTOC 

bewirken. 
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6 Summary 
 

Peroxisomes are highly dynamic, ubiquitous cell organelles that play fundamental 

roles in the metabolism of lipids and oxidative species. These organelles multiply 

principally by growth and division but can also be synthesized de novo. Until now, 14 

different proteins, the so called peroxins (PEX), are known to be essential for 

peroxisome biogenesis in humans. If PEX3, PEX16 or PEX19 are missing, the cells 

lack any detectable peroxisomal membrane structures. Fully functional peroxisomes 

are formed de novo upon transfection of the corresponding cDNA. The process of 

peroxisomal biogenesis especially the early steps is not well understood, and the 

origin of the peroxisomal membrane is currently under debate. The peroxins PEX3, 

PEX16 and PEX19 are also responsible for import of peroxisomal membrane 

proteins. 

 

In this work the different steps of peroxisomal de novo synthesis were characterized 

by performing complementation studies of PEX16-deficient human fibroblasts. First 

PEX3- and PEX16-positive preperoxisomal vesicles were detected that imported 

peroxisomal membrane proteins like PEX14 in the next step. Biogenesis of mature 

peroxisomes was completed 72 hours after transfection by import of peroxisomal 

matrix proteins. Neither microtubules or the actin skeleton nor the analyzed kinesins 

Kif5 (Kinesin-1) or KifC3 were essential for formation of these preperoxisomal 

vesicles. As no colocalization of the early PEX16-positive vesicles with specific 

markers for „lipid rafts“ like Caveolin-1 and Flotillin-1 and -2 could be detected, these 

preperoxisomal structures are unlikely to originate from „lipid rafts“. These early 

vesicles rather seemed to be attached to the single lamellae of the endoplasmic 

reticulum (ER), which was visualized by live cell imaging after expression of PEX16-

YFP and an ER-Marker in ∆PEX16 cells. However, earlier studies showed that the 

peroxisomal biogenesis was independent of COPI and COPII in mammalian cells. 
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Knockdown of PEX19 and PEX16 by siRNA in human fibroblasts revealed that PEX3 

is imported into the peroxisomal membrane independently of PEX19, and PEX16 

was only needed for import of PEX3 when small amounts of PEX3 were present. 

These data suggest a posttranslational import pathway for PEX3. 

 

In contrast to other organelles like the ER or the golgi apparatus, peroxisomes are 

evenly distributed in the cell. This peroxisomal localisation is maintained first by 

binding of the organelles to microtubules and second by transport of peroxisomes 

along mictotubules with help of the motor proteins kinesin-1 (Kif5) and dynein. 

Another motor protein, the C-terminal Kinesin KifC3, was detected before in a yeast-

two-hybrid assay with the AAA-ATPase PEX1. 

 

The results of this work show that KifC3 is also involved in peroxisomal transport 

along microtubules. The directed long-range movements of peroxisomes were 

tracked and characterized in vivo by means of live cell imaging after expression of 

PEX16-YFP. Knockdown of KifC3 by siRNA not only increased the number of cells 

with clustered peroxisomes at the microtubule organizing center (MTOC), but also 

affected the morphology of mitochondria and the ER. The occurrence of this 

peroxisomal phenotype was independent of the cell phase, while intact microtubules 

were essential for perinuclear clustering of the peroxisomes. Interaction of KifC3 with 

PEX1 was verified in vivo and in vitro by coimmunoprecipitation. 

 

Therefore it was postulated that KifC3 plays a regulatory role in peroxisomal 

transport towards the microtubule minus-ends for example by blocking the motor 

function of dynein at the peroxisomes. „Knockdown“ of KifC3 would then lead to 

increased minus end-directed peroxisomal transport and cause the observed 

peroxisomal clustering at the MTOC. 
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8 Anhang 
 

8.1 Plasmide 

 
 

 
Abbildung 8.1: Plasmid pDD01 zur Expression von shPEX19 

Verwendetes Plasmid zur Expression der shRNA-Sequenz gegen PEX19 mit den Oligonukleotiden 
GD360/361 in psuper mit Puromycin-Resistenz. 
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Abbildung 8.2: Plasmid pDD02 zur Expression von shPEX19 

Verwendetes Plasmid zur Expression der shRNA-Sequenz gegen PEX19 mit den Oligonukleotiden 
GD362/363 in psuper mit Puromycin-Resistenz. 
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Abbildung 8.3: Plasmid pDD03 zur Expression von shPEX19 

Verwendetes Plasmid zur Expression der shRNA-Sequenz gegen PEX19 mit den Oligonukleotiden 
GD364/365 in psuper mit Puromycin-Resistenz. 
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Abbildung 8.4: Plasmid pDD06 

Kloniertes Plasmid zur Expression von murinem KifC3 im Vektor pGem mit Schnittstellen für HindIII 
und BamHI. 
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Abbildung 8.5: Plasmid pDD07 zur Expression von KifC3-NLS 

Verwendetes Plasmid zur Expression von murinem KifC3 mit dreifachem Kernlokalisationssignal 
(NLS) in pcDNA3. 
 

8.2 Zeitreihen von Lebendzellbeobachtungen  
 

Verschiedene Zeitreihen lebender Zellen, die die Beobachtung von Peroxisomen 

durch Expression von PEX16-YFP ermöglichten, sind in 8.2.1 bis 8.2.5 auf der 

beigelegten DVD enthalten.  

 

8.2.1 Lebendzellbeobachtung von transfizierten ΔPEX16 Zellen 
 
Zeitreihe der Abbildung 3.5: Transfektion von ΔPEX16-Zellen mit PEX16-YFP und 

dem ER-Marker pDsRed2-ER resultierte nach 24 Stunden in der Bildung von 

präperoxisomalen Vesikeln, die teilweise mit einzelnen Lamellen des 

endoplasmatischen Reticulums überlagerten und sich eventuell durch Anhaftung mit 

dem ER parallel bewegten.  
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8.2.2 ΔPEX16-Zellen nach Transfektion mit PEX16-YFP im 3D Modell 
 

3D Modell aus Abbildung 3.6: ΔPEX16-Zellen wurden mit PEX16-YFP und ER-

Marker transient transfiziert. Nach Ausbildung der präperoxisomalen Vesikel 24 

Stunden nach Transfektion wurde ein Bilderstapel von 46 Schnitten in der z-Ebene 

im Abstand von 0,24 µm aufgenommen. Nach iterativer Dekonvulierung wurde ein 

3D Modell erstellt um die Lokalisation der Präperoxisomen relativ zum 

endoplasmatischen Reticulum darzustellen.  

 

8.2.3 Verfolgung der peroxisomalen Bewegung in COS7 Zellen 

 

Zeitreihe der Abbildung 3.15: Die Bewegung von Peroxisomen in COS7 Zellen wurde 

24 Stunden nach transienter Transfektion mit PEX16-YFP durch die Fluoreszenz des 

YFP in Echtzeit verfolgt. Im Abstand von 4,2 Sekunden wurden 60 Bilder über 250 

Sekunden aufgenommen. Der Großteil der Peroxisomen bewegte sich in einem 

kleinen Radius mit sehr kurzen schnellen Bewegungen in variierende Richtungen, 

wohingegen ein kleiner Teil sich gerichtet über eine längere Distanz hinweg 

fortbewegte. Die Mikroskopeinstellungen wurden wie in Kapitel 2.4.5 beschrieben 

übernommen.  

 

8.2.4 Verfolgung der Bewegung präperoxisomaler Strukturen 

 

Zeitreihe der Abbildung 3.16: PEX16-defiziente humane Fibroblasten wurden 

transient mit PEX16-YFP transfiziert und 16 Stunden später die Bewegung der 

präperoxisomalen Strukturen durch die Fluoreszenz des YFP in Echtzeit verfolgt. Im 

Abstand von 140 ms wurden 80 Bilder über 11 Sekunden aufgenommen. Die 

Präperoxisomen bewegten sich auf die für die Brownsche Molekularbewegung 

typische Weise in einem kleinen Radius in variierende Richtungen. Die 

Mikroskopeinstellungen wurden wie in Kapitel 2.4.5 beschrieben übernommen.  
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8.2.5 Verfolgung der peroxisomalen Bewegung nach Komplementation 
 

Zeitreihen der Abbildung 3.17: 24 Stunden (A) und 30 Stunden (B) nach Transfektion 

von PEX16-defizienten Fibroblasten mit PEX16-YFP wurden die Peroxisomen durch 

die Fluoreszenz des YFP verfolgt, die lange gerichtete Bewegungen ausführten. Es 

wurden 40 bzw. 80 Bilder im Abstand von 4,1 Sekunden über 160 Sekunden (A) 

bzw. im Abstand von 500 ms über 40 Sekunden (B) aufgenommen. Die 

Mikroskopeinstellungen wurden wie in Kapitel 2.4.5 beschrieben übernommen.  
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