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ac   Acetylierung 
AEL   after egg laying 
AS   Aminosäure 
bp   Basenpaare 
BSA   Rinderserumalbumin 
CB   Cystoblast 
CC   Cap cells, Cap- Zelle 
cDNA   doppelsträngige DNA- Kopie der mRNA 
ChIP   Chromatin-Immunopräzipitation 
CID   centromere identifier 
DAPI   4,6-Diamino-2-phenylindol   
DIG   Digoxigenin 
DNA   Desoxyribonukleinsäure   
DOC   Desoxycholat 
EDTA   Ethylendiamintetraessigsäure 
EGTA    Ethylenglycol-bis-(βaminoethylether)N,N,N',N'-tetraessigsäure 
EGFP    Enhanced Green Fluorescent Protein 
EMS    Ethylmethansulfonat 
ESC   escort stem cell 
EU   Euchromatin 
E(var)    Enhancer of Variegation 
E8.0   embryonic day 8 of mouse development 
FC   follicle cell 
for   forward    
FSC   follicle stem cell 
GAM   goat anti mouse 
GAR   goat anti rabbit 
GSC   ovarian germ line stem cell 
HDAC   Histondeacetylase 
HEPES  2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
HET   Heterochromatin 
H3K4    Lysin 4 von Histon H3  
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H3K27   Lysin 27 von Histon H3 
H3K36   Lysin 36 von Histon H3 
IGS   inner germarial sheath cells 
KMTase   Histonmethyltransferase 
kb    Kilobasen 
LSM    Laser Scanning Microscope 
me    Methylierung 
me1 (2, 3)  Mono- (Di-, Tri-) Methylierung 
NC   nurse cell, Nährzelle 
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PBS    Phosphate Buffered Saline 
PBST    Phosphate Buffered Saline + 0.2% Tween 20 
PCR    Polymerase Chain Reaction 
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PGC   primordial germ line stem cell 
PMSF    Phenylmethansulfonylfluorid 
qPCR   quantitative PCR 
rev   reverse 
RNA    Ribonukleinsäure 
RNAi    RNA interference 
RNase    Ribonuclease 
RT   Raumtemperatur 
SDS    Natriumdodecylsulfat 
SET    Su(var)3-9 / Enhancer of zeste / trithorax 
SGPs   somatic gonadal precursors 
shmiRNA  small hairpin microRNA 
SSC   saline sodium citrate 
SSC   somatic stem cell 
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TF   terminal filament cells 
Tris    Tris(hydroxymethyl)aminomethan 
UAS   upstream activating sequence 
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1  Einleitung 

 

Bereits im späten 19. Jahrhundert wurde erstmals bei tierischen Lebewesen eine 

Trennung in Soma und Keimbahn beschrieben. 1893 veröffentlichte August Weismann 

seine Keimplasma- Theorie, laut der die Vererbung allein durch Keimbahn-Zellen und 

nicht durch somatische Zellen erfolgt (Weismann 1893). Die genetische Information 

kann nicht von somatischen Zellen an Keimbahnzellen übertragen und von dort an die 

nächste Generation weitergegeben werden. Diese Zellen werden weder durch 

Umwelteinflüsse, noch durch morphologische Veränderungen, die während der 

Lebensdauer eines Organismus stattfinden, beeinflusst, was auch heute noch als sog. 

Weismann-Barriere bezeichnet wird.  

Die Keimbahn stellt bei Tieren die Abfolge von Zellen dar, die, beginnend mit der 

befruchteten Eizelle (Zygote), im Laufe der Individualentwicklung zur Bildung der 

Keimdrüsen und Keimzellen (Eizellen und Spermien) führt. Kommt es zu Mutationen 

in der Keimbahn, so werden diese, im Gegensatz zu somatischen Mutationen, an die 

Nachkommen weitergegeben. Diese Mutationen spielen auch im Rahmen der 

Evolutionstheorie eine große Rolle. 

Keimbahnzellen werden häufig während der Entwicklung deutlich von den somatischen 

Zellen abgegrenzt. Dieser Prozess ist in Caenorhabditis elegans, Drosophila 

melanogaster und Mus musculus besonders gut untersucht (Hayashi et al., 2004; Cinalli 

et al., 2008; Rangan et al., 2008; Surani et al., 2008). Bei einigen Modellorganismen, 

wie C. elegans, D. melanogaster und X. laevis entwickeln sich die Keimbahnzellen im 

Keim- oder Polplasma, das einen Bereich im Zytoplasma darstellt, der bestimmte 

Faktoren für die Entwicklung der Keimzelllinie beinhaltet (Heasman 1984; Ikenishi 

1998; Hubbard 2005; Seydoux und Braun 2006). Das Keimplasma ist auf einige wenige 

Zellen des Embryos beschränkt. Während der Entwicklung differenzieren sich diese 

Zellen zu primordialen Keimbahnstammzellen (PGC), die an die Stelle wandern, an der 

die Gonaden gebildet werden und formen so die Keimbahn des tierischen Organismus. 

Pflanzen hingegen besitzen keine präformierte Keimbahnzelllinie. 
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Im Detail wurde das Keimplasma bei der Taufliege Drosophila melanogaster 

untersucht. Es befindet sich am posterioren Pol des Embryos und enthält spezifische 

Faktoren, durch die ein Mikroklima geschaffen wird, in dem sich die Vorläufer der 

primordialen Keimbahnstammzellen (PGC oder Polzellen) entwickeln können. Bei 

diesen spezifischen Faktoren handelt es sich um maternal geladene mRNA und Proteine 

unter anderem von Genen der posterioren Gruppe wie oskar, nanos, tudor, vasa, valois, 

cappuccino, spire und mago nashi (Boswell und Mahowald 1985; Lehmann und 

Nüsslein-Volhard 1986; Schüpbach und Wieschaus 1986; Manseau und Schüpbach 

1989; Boswell et al., 1991). Mutationen in diesen Genen führen dazu, dass der 

Organismus keine Polzellen bilden kann oder diese in Apoptose gehen, was zur 

Sterilität in den Adulten und dem sog. grandchildless-Phänotyp führt. Andere Faktoren 

des Polplasmas sind RNAs der Gene cyclinB, orb, germ cell less (gcl), hsp83 und Polar 

granule component (Pgc) (Raff et al., 1990; Lantz et al., 1992; Jongens et al., 1994; 

Ding et al., 1993; Nakamura et al., 1996) sowie ribosomale RNA der Mitochondrien.  

Von den Bestandteilen des Keimplasmas spielen oskar, nanos und germcell-less (gcl) 

eine besonders wichtige Rolle. Oskar wird benötigt, um andere Proteine und RNAs zu 

rekrutieren und so ein funktionelles Keimplasma zu bilden. Nanos verhindert, dass 

Mitose und eine somatische Differenzierung der Polzellen stattfindet, indem es die 

Translation maternaler RNAs unterdrückt, die NREs (Nos response elements) enthalten. 

Die Unterdrückung der Translation von Cyclin B mRNA ist für die mitotische 

Quiescence während der Wanderung unbedingt erforderlich (Asaoka-Taguchi et al., 

1999). Der Verlust von Nanos führt zur Apoptose der PGC während ihrer Wanderung 

(Starz-Gaiano und Lehmann 2001; Hayashi et al., 2004). Germcell-less, wird für die 

Polzellbildung selbst benötigt (Lehmann und Nüsslein-Volhard 1991; Barker et al., 

1992; Kobayashi et al., 1996; Lin und Spradling 1997).  

Es konnte aber auch gezeigt werden, daß bei Drosophila epigenetische Prozesse an der 

sog. Quiescence, der transkriptionellen Stillegung der Gene, in Keimbahnzellen 

beteiligt sind (Strome und Lehmann 2007; Rudolph et al., 2007).  

 

Im Gegensatz zu Drosophila führt bei C. elegans ein Zusammenspiel von PIE-1 und der 

nichtkodierenden mRNA Polar granule component (Pgc) zur Blockierung der 

Phosphorylierung und somit der Deaktivierung der RNA-Polymerase II, was eine 

Herunterregulierung der Transkription in den primordialen Keimbahnzellen zur Folge 

hat (Seydoux und Dunn 1997; Asaoka-Taguchi et al., 1999; Blackwell 2004; Seydoux 
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und Braun 2006; Nakamura und Seydoux 2008). Dieser PIE-1 abhängige Prozeß scheint 

jedoch auf Nematoden beschränkt zu sein, da keine Orthologen von PIE-1 in anderen 

Organismen bekannt sind (Schaner und Kelly 2006).   

Da die Keimzellen bei Drosophila am posterioren Pol gebildet werden, müssen sie im 

Laufe der weiteren Embryonalentwicklung in die unmittelbare Nähe der somatischen 

gonadalen Vorläuferzellen (SGPs) gebracht werden, um mit diesen die Gonaden zu 

bilden (Boyle und DiNardo 1995; Jaglarz und Howard 1995; Boyle et al., 1997; Moore 

et al., 1998). Die erste Phase der Migration ist passiv, da die ca. 50 Polzellen vom sich 

einstülpenden Mitteldarm umhüllt werden. Die aktive Wanderung erfolgt hingegen 

durch Anziehung und Abstoßung. So spielen die Gene tre-1 (trapped in endoderm-1), 

das einen G-Protein-gekoppelten Rezeptor kodiert und rho1, eine kleine GTPase, eine 

sehr wichtige Rolle bei der aktiven Wanderung durch die Darmwand des Mitteldarms 

ins Hämocoel (Kunwar et al., 2003, 2006). Die Expression von wunen und wunen2 , die 

für Lipidphosphatasen kodieren, ist wichtig für die aktive Fortbewegung durch 

Abstoßung und das Überleben der PGC während der Wanderung (Sano et al., 2005). 

Durch die Aktivierung von columbus und hedgehog migrieren die PGC zu den 

mesodermalen Vorläufern der Gonaden und bilden später mit ihnen die Gonaden des 

Embryos (Kunwar et al., 2006). Durch die Verhinderung der hid mRNA Translation 

und der Beschränkung der skl Expression auf die Polzellen, reprimiert Nanos während 

der gesamten Wanderung die hid /skl abhängige Apoptose (Sato et al., 2007).  

Selbst bei einer Injektion der primordialen Keimbahnzellen in den apikalen Pol sind 

diese in der Lage, korrekt zu wandern (Illmensee und Mahowald 1974). 

Obwohl die Organismen in ihrer anatomischen Struktur mehr oder weniger stark 

voneinander abweichen, scheint sowohl die Art der Keimzellbildung, als auch die 

Wanderung der primordialen Keimbahnzellen konserviert zu sein (Kunwar et al., 2006). 

Beim Zebrafisch spielt die Signaltransduktion über die zwei CXCR4 (CXC-Motiv-

Chemokinrezeptor 4) Transmembran-Rezeptorproteine, die von den PGC selbst 

exprimiert werden, und deren Ligand Sdf1 (Stromal cell-derived factor 1) eine wichtige 

Rolle bei der Migration der Keimbahnzellen (Doitsidou et al., 2002; Knaut et al., 2003). 

Auch bei Amphibien gibt es Anzeichen, dass ein CXCR4/Sdf1 System existiert. Die 

Wanderung zu den mesodermalen Vorläufern wird von Fibronectin unterstützt, das sich 

auf der extrazellulären Matrix befindet (Rais et al., 1981; Horvay et al., 2006; Takeuchi 

et al., 2010). Bei den Vögeln besteht ebenfalls die Möglichkeit, dass das CXCR4/Sdf1 

System genutzt wird. Die aus dem Epiblasten entstehenden primordialen 
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Keimbahnzellen wandern zum Keimstreif und nutzen dann die Blutgefässe, um zu den 

Gonaden zu gelangen (Stebler et al., 2004).  

Die Säugetiere unterscheiden sich im Bezug auf die Bildung der Keimzellen stark von 

den eben genannten Organismen, da sie kein Keim- oder Polplasma bilden. Es gibt 

vielmehr Hinweise, dass die Spezifizierung der Keimzellen durch Induktion erfolgt. Bei 

der Maus erfolgt diese Induktion über einen BMP4 und 8 (Bone Morphogenetic Protein 

4 und 8) und Smad1/5 abhängigen Weg, bei dem die Signale vom sich außerhalb des 

Embryos befindlichen Ektoderm die Expression von fragilis aktivieren (Hayashi et al., 

2007). Diese Expression führt dazu, dass sich die Zellen zu primordialen 

Keimbahnzellen entwickeln und  an der posterioren Seite der Genitalleiste 

akkumulieren. Neben stella wird auch Blimp1, ein genereller Repressor der 

Transkription exprimiert, der mit Prdm1 interagiert (Ancelin et al., 2006). Auch wenn 

sich die Bildung stark unterscheidet, ist die Migration dieser Zellen ähnlich den 

Amphibien. Neben dem CXCR4/Sdf1 System und Fibronectin spielt auch die 

Ausbildung von Filopodien bei der Wanderung eine große Rolle (Ara et al., 2003; 

Molyneaux et al., 2003). Die Analyse der Migration der PGC in verschiedenen 

Organismen konnte zeigen, dass diese Zellen mit Hilfe von Signalen, die die 

somatischen Zellen entlang ihres Weges abgeben, zu ihrem Bestimmungsort geleitet 

werden (Wylie 1999; Starz-Gaiano und Lehmann 2001).   

Bei Drosophila bilden nach der Wanderung ca. 12 PGC zusammen mit den gonadalen 

Vorläuferzellen die Gonaden (Poirie et al., 1995). Die primordialen Keimbahnzellen 

teilen sich während der larvalen Entwicklung mehrmals, sodass sich bei den Weibchen 

in jedem Ovarium 60-110 PGC befinden (King 1970; Zhu und Xie 2003), die ihren 

potentiellen Stammzellcharakter bis zum Ende des 3. Larvenstadiums behalten. Von 

den 4 bis 7 PGC, die in jeder der 16 larvalen Ovariolen lokalisiert sind, entwickeln sich 

beim Übergang vom Larven- zum Puppenstadium 2 bis 3 zu adulten 

Keimbahnstammzellen (GSC). Dieser Prozess ist stark von der Interaktion mit 

benachbarten somatischen Zellen in den embryonalen bzw. larvalen Gonaden abhängig 

(Asaoka und Lin, 2004). Wahrscheinlich handelt es sich bei diesen somatischen Zellen 

um Vorläufer der Nischenzellen im Germarium der adulten Weibchen, die sich 

ebenfalls im 3. Larvenstadium parallel zu den GSC differenzieren (Godt und Laski 

1995; Song et al., 2002; Zhu und Xie 2003). Im Germarium spielen die Nischenzellen 

eine entscheidende Rolle bei der Aufrechterhaltung des Stammzellcharakters der GSC 



Einleitung 

5 

und auch deren Differenzierung (Xie und Spradling 1998, 2000; Gilboa und Lehmann 

2004). 

 

Obwohl die Bildung der Polzellen und deren Wanderung in Drosophila sehr gut 

untersucht sind, ist relativ wenig über die Chromatinstruktur und die Funktionen von 

Chromatin-Modifikatoren in diesen Zellen bekannt. Im Gegensatz dazu ist das 

Chromatin der Somazellen sehr gut untersucht. Chromatin, die Organisation der DNA 

in eukaryotischen Zellen, stellt einen Komplex aus DNA, RNA, Histonen und Nicht-

Histon-Proteinen dar. Die N- terminalen Enden der evolutionär hochkonservierten 

Histone können posttranslationell enzymatisch durch beispielsweise Acetylierung, 

Methylierung oder Phosphorylierung modifiziert werden (Strahl und Allis 2000), 

wodurch die Bindung zwischen DNA und Histonen verstärkt oder geschwächt wird. 

Abhängig davon lassen sich die zwei Chromatinzustände unterscheiden, die Heitz 

bereits 1929 für den Interphasekern beschrieb (Heitz 1929). Man unterscheidet das 

stark kondensierte, transkriptionell inaktive Heterochromatin und das aufgelockerte, 

transkriptionell aktive Euchromatin. Das Heterochromatin, das sehr früh in der 

Embryonalentwicklung etabliert und in darauf folgenden Entwicklungsstadien 

aufrechterhalten wird (Rudolph et al., 2007), ist reich an mittel- und hochrepetitiven 

Sequenzen und macht ca. ein Drittel des Drosophila-Genoms aus (Hilliker et al., 1993). 

Welche molekularen Signalprozesse allerdings an der Initiation der Differenzierung 

von Eu- und Heterochromatin in der frühen Embryogenese beteiligt sind, ist 

weitestgehend unbekannt. Mit Hilfe des In(1)wm4 Rearrangements, bei dem das white- 

Gen in die Nähe des Heterochromatins gebracht und variabel inaktiviert wird, woraus 

ein Mosaik-Augenphänotyp (white- mottled; Muller 1930) resultiert, konnten einige 

wichtige Chromatin-Faktoren des Soma- Chromatins identifiziert werden. Dazu zählen 

beispielsweise die Heterochromatin-assoziierten Proteine SU(VAR)3-9 und 

SU(VAR)2-5 [HP1] sowie SU(VAR)3-3 [dLSD 1] und E(VAR)26B2 [LID] 

(Eissenberg et al., 1992; Tschiersch et. al., 1994; Rudolph et al., 2007; Baisch 2010). 

Die Grundlage der Positionseffekt-Variegations (PEV)-Systeme ist die inhibierende 

Wirkung des Heterochromatins auf die Transkription benachbarter Gene. Die 

heterochromatische Inaktivierung von Genen stellt ein wesentliches Regulationsprinzip 

dar (Reuter und Spierer 1992).  

Auch im Chromatin der Keimbahnzellen müssen koordinierte genetische und 

epigenetische regulatorische Programme ablaufen, über die in Drosophila im 
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Gegensatz zu C. elegans sehr wenig bekannt ist. In C. elegans werden in den frühen 

Keimbahnzellen (P-Linie) aktive Chromatinzustände, die durch H3K4me2 und 

H3K4me3 gekennzeichnet sind, gefunden, die mit denen der somatischen 

Nachbarzellen vergleichbar sind (Schaner et al., 2003). Erst ab dem 100 Zellstadium ist 

in den späteren Keimbahnzellen (Z-Linie), im Unterschied zu den benachbarten 

somatischen Zellen, eine Reduktion der aktiven Histonmodifizierungen H3K4me2 und 

H3K4me3 zu sehen (Schaner et al., 2003). Zu diesem Zeitpunkt der Entwicklung ist die 

DNA der Keimbahnzellen stärker kondensiert und zeichnet sich weiterhin durch eine 

Reduktion von H4K8ac und eine leichte Erhöhung von H3K27me3 aus (Schaner et al., 

2003; Bender et al., 2004). Während in den frühen Keimbahnzellen (P-Linie) eine   

PIE-1 vermittelte Repression zur Quiescence führt, erfolgt in der späteren Entwicklung 

der Keimbahn ein Umschalten zu einem Chromatin-basierten Status (Mello et al., 1996; 

Seydoux et al., 1996; Seydoux und Dunn 1997; Schaner et al., 2003; Schaner und Kelly 

2006). 

 

In Drosophila wird zu jedem Zeitpunkt der PGC-Entwicklung, im Gegensatz zu C. 

elegans, verglichen mit den benachbarten somatischen Zellen, kein bzw. kaum 

H3K4me2 und H3K4me3 gefunden (Schaner et al., 2003; Rudolph et al., 2007, vorl. 

Arbeit). Im Rahmen der Untersuchungen zur vorliegenden Arbeit konnten 

immunzytologische Analysen zeigen, dass sich die PGC von D. melanogaster, genau 

wie in C. elegans, jedoch durch erhöhte Mengen an H3K27me3, und zusätzlich auch 

erhöhte Werte an H3K27me2 und H3K36me2 im Vergleich zu den benachbarten 

somatischen Zellen auszeichnen. Um den Prozess der Chromatinregulation in der 

Keimbahn besser analysieren zu können, wurde ein dem In(1)wm4 Rearrangement 

ähnliches PEV-System etabliert, bei dem das fs(1)K10-Gen als Markergen dem 

somatischen white –Gen äquivalent ist (Mietzsch et al., in prep.). Dabei wurde ein 

fs(1)K10+-Transgen zufallsgemäß in das Genom homozygoter fs(1)K10--Tiere 

integriert. Die fs(1)K10-Mutation führt in Weibchen homozygot zur Sterilität, da 

komplett dorsalisierte Eier gebildet werden, die nicht in der Lage sind, sich zu 

entwickeln (Wieschaus 1978; Wieschaus und Szabad 1979). Bei Männchen zeigt diese 

Mutation keinen Effekt. Fs(1)K10 ist ein negativer Transkriptionsregulator des gurken-

Gens, dessen Genprodukt für das Auslösen der Dorsalisierungskaskade auf der dorsalen 

Seite des Drosophila- Embryos verantwortlich ist (Forlani et al., 1993). 
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Generell handelt es sich bei Insekten-Eiern um relativ große und dotterreiche Eier, die 

präzise positionierte Faktoren für die Bildung der dorso- ventralen und antero- 

posterioren Achse beinhalten (Schwalm 1988). Während die Bildung der antero- 

posterioren Achse auf einem Konzentrationsgradienten von Bicoid (anterior) und 

Nanos (posterior) basiert, wird für die exakte Bildung der dorso- ventralen Achse das 

Gurken- Protein benötigt (Schüpbach und Roth 1994; González-Reyes et al., 1995). Die 

dorso- ventrale Polarität des Embryos bildet sich während der Oogenese im Ovarium 

aus, wenn der Oozytenkern von seiner zentralen zur anterioren asymmetrischen 

Position wandert. Um den Kern akkumuliert gurken mRNA und Protein, sodass sich 

ein Konzentrationsgefälle von dorsal nach ventral bildet (Neuman-Silberberg und 

Schüpbach 1993). Gurken wird dabei nur ungenügend vom Oozytenkern selbst 

exprimiert und genau wie fs(1)K10 nach der Expression in den Nährzellen durch 

Ringkanäle als mRNA in den Embryo geschleust (Wieschaus und Szabad 1979; 

Saunders und Cohen 1999). Da das Gurken-Protein auch die Rezeptoren der 

Follikelzellen auf der ventralen Seite aktivieren, und somit die Dorsalisierung auslösen 

kann (Pai et al., 2000), führt eine Änderung des Gurken-Gradienten auch zu einer 

Verschiebung der dorso- ventralen Achse. Fs(1)K10 wirkt als negativer Regulator, 

wodurch sein Fehlen zur verstärkten Expression von gurken und somit zu einer 

Ausbreitung des Gurken-Proteins auch zur ventralen Seite führt. Da es auch dort die 

EGF- Rezeptoren binden und aktivieren kann, wird die Dorsalisierungs-Signalkaskade, 

die über mehrere Zwischenstufen verläuft, auf beiden Seiten induziert (Pai et al., 2000; 

Shmueli et al., 2002). Das Ergebnis ist ein komplett dorsalisiertes Ei mit 2 fusionierten 

Eifilament-Paaren, das sich phänotypisch leicht von einem normalen Wildtyp-Ei 

unterscheiden lässt.  

Verschiedene Aspekte der dorso- ventralen Achsenbildung sind sogar zwischen 

Insekten und Vertebraten hochkonserviert (Ferguson 1996; Lall und Patel 2001). Das 

neu etablierte Keimbahn-spezifische PEV-System basiert darauf, dass der 

Mutantenphänotyp der kompletten Dorsalisierung nur gerettet werden kann, wenn das 

fs(1)K10-Transgen in einem euchromatischen Bereich inseriert. Die Weibchen sind 

dann wieder in der Lage, Wildtyp-Eier zu produzieren. Erfolgt die Integration in einen 

Heterochromatin- ähnlichen Bereich, so findet keinerlei Rettung des Phänotyps statt. 

Inseriert das fs(1)K10-Transgen jedoch in die Nähe eines heterochromatischen Bereichs 

in der Keimbahn, so resultiert ein variegierender Phänotyp, der mit dem Mosaik-

Augenphänotyp des In(1)wm4 Rearrangements vergleichbar ist, da sowohl Wildtyp- als 
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auch komplett dorsalisierte K10-Eier gelegt werden. Mit Hilfe dieses Systems können 

Funktionen bereits bekannter Chromatin-Faktoren im Soma auch auf dessen Funktion 

in der Keimbahn untersucht werden. Dabei zeigen die im Rahmen der vorliegenden 

Arbeit gewonnenen Ergebnisse erstmals eine Funktionen für E(Z), SU(VAR)3-9, HP1, 

dSETDB1 und andere Chromatin- Faktoren in der Modifikation des Keimbahn- 

Chromatins.  

Obwohl die primordialen und die ovarialen Keimbahnstammzellen in Drosophila gut 

untersucht sind, fehlten bisher essentielle Methoden, wie die direkte genetische Analyse 

der Chromatinregulation und die molekulare Analyse des Keimbahn- Chromatins 

mittels ChIP. Im Rahmen dieser Arbeit sollten mit Hilfe des keimbahnspezifischen 

fs(1)K10-PEV-Systems Erkenntnisse über den Aufbau und die Regulation des 

Keimbahn- Chromatins gewonnen werden. Des Weiteren sollte auf der Grundlage des 

UAS/GAL4-Systems aus Hefe eine Methode etabliert werden, mit der es möglich ist, 

spezifisch Keimbahn- Chromatin zu isolieren und anschließend mittels ChIP molekular 

zu analysieren. Eine immunzytologische Analyse der PGC und GSC im Wildtyp, den 

Null-Allelen Su(var)3-906 und egg1473 sowie der taiman-Mutante (Tschiersch et al., 

1994; Clough et al., 2007; Lein 2011) diente ebenfalls der besseren Charakterisierung 

dieser Stammzellen. Eine weitere Möglichkeit, den essentiellen Charakter von 

somatischen Chromatinfaktoren, wie SU(VAR)3-9, SUV4-20, HP1 oder dSETDB1 

(Tschiersch et al., 1994; Schotta et al., 2002; Eissenberg et al., 1992; Clough et al., 

2007) auch in der Keimbahn zu beweisen und ihre genaue Wirkungsweise näher zu 

bestimmen, stellt ein Knockdown mittels RNAi (TRiP consortium, Boston, USA) dar, 

der durch spezifische nanosGAL4-Treiber nur in Keimbahnzellen induziert wurde. Mit 

Hilfe all dieser Methoden konnten intensive Analysen des Chromatins der 

Keimbahnstammzellen erfolgen und neue Erkenntnisse zu epigenetischen 

Kontrollmechanismen in diesen Zellen gewonnen werden. 
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2  Material und Methoden 
 

 

Genetische Methoden 
2.1. Anzucht und Haltung von Drosophila melanogaster 

Die Anzucht und Haltung der Fliegen erfolgte auf einem Standardmedium (1 % Agar, 

2,5 % Rosinen, 3 % Grieß, 5 % Hefe, 0,1 % Nipagin) in Glasröhrchen bzw. 0,5l 

Glasflaschen. Stämme wurden bei einer Temperatur von 18°C gehalten, Kreuzungen 

entwickelten sich bei 25°C. Zur Sammlung von Embryonen (für 

Transformationsexperimente, RNA-Extraktion und Immunmarkierung) wurden 

Ablegeröhrchen und austauschbare Ablegeschalen mit Nährmedium (22g/l Agar; 100g/l 

Zucker und Aktivkohle) benutzt.        

Zur Analyse der Eiproduktion einzelner Weibchen wurden speziell angefertigte 

Ablegeapparaturen, bestehend aus 19 aneinander geklebten Plastikröhren, verwendet. 

Die Legeapparaturen wurden bei 25°C inkubiert und die tägliche Eiproduktion jedes 

Weibchens für einen Zeitraum von 10 Tagen erfasst. Zur Stimulierung der Eiablage 

dienten Männchen, die zu den Weibchen gesetzt wurden sowie eine kleine Menge Hefe.  

 

2.2 Verwendete Stämme und Stabilisierungschromosomen von  Drosophila 

melanogaster  

Die in der vorliegenden Arbeit verwendeten Stämme und Stabilisierungschromosomen 

sind in Lindsley und Zimm (1992) detailliert beschrieben. Sie sind in Tabelle 2.1a und 

2.1.b aufgeführt.  
 
Tabelle 2.1a Verwendete Stabilisierungschromosomen von Drosophila melanogaster 
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Tabelle 2.1b Verwendete Mutationen von Drosophila melanogaster 
 

 
 

 

2.3 P-Element vermittelte Keimbahntransformation von Drosophila melanogaster 

Zur Erzeugung transgener Drosophila melanogaster-Stämme werden DNA- Sequenzen 

mit flankierenden P-Element-repeats (P-Vektoren) genutzt, die mit Hilfe einer 

Transposase in das Fliegengenom integriert werden (Rubin und Spradling,1982). Die 

Injektion der P-Vektoren erfolgt gemeinsam mit einer Transposasequelle (Turbo-

Plasmid, pπ25.1-Derivat; Robertson et al., 1988) im präblastodermalen Stadium der 

Embryonalentwicklung in den posterioren Teil in einen Drosophila-Stamm, der eine 

Mutation für den entsprechenden Selektionsmarker des Transformationsvektors trägt.  

Die Selektion auf transgene Tiere erfolgt, indem die überlebenden Tiere mit dem zur 

Injektion verwendeten Stamm gekreuzt werden. Transgene prägen den 

Selektionsmarker aus. Im Rahmen dieser Arbeit diente das vermillion-Gen als Marker. 

Für die Etablierung eines transgenen Stammes und die genetische Lokalisierung des 

Insertionsortes wurden Kreuzungen mit Stabilisierungschromosomen für das zweite und 

dritte Chromosomenpaar (v1/ v1; SM6a / Sco; ry506/ry506 bzw. v1/ v1; +/+; ry506/TM3, ryRK 

Sb1 Ser1) durchgeführt. Aufgrund der Aufspaltungen der jeweiligen Balancer in 

Verbindung mit der braunen Augenfarbe in der F2- Generation (werden zusammen 

vererbt oder segregieren auseinander) konnten die Chromosomen, auf denen die 

Transgene inserierten, bestimmt werden. Tritt bei beiden Kreuzungen in der F1-

Generation der braune Augenphänotyp nur bei Weibchen auf, liegt ein 

geschlechtsgebundener Erbgang vor, das heißt die Integration ist in das X-Chromosom 

erfolgt. Können anhand der Balancer- Kreuzungen das 2. und 3. Chromosom 

ausgeschlossen werden und anhand der nicht geschlechtsspezifisch ausgeprägten 

Augenfarbe auch das X- Chromosom, so ist eine Integration in das 4. Chromosom 
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erfolgt. Die im Rahmen der vorliegenden Arbeit erstellten Konstrukte sind in Abbildung 

2.1a und 2.1b schematisch dargestellt. 

 
 

 
Abb.2.1a. Allgemeiner schematischer Aufbau der injizierten Promotor-Konstrukte.  
Die Abbildung zeigt den allgemeinen Aufbau der Konstrukte, die zur Transformation von Drosophila 
melanogaster verwendet wurden. Die 1,5kb Fragmente der Promotoren von vasa und ovo wurden über 
XbaI und ApaI kloniert.  Gal4 VP16 wurde über NotI und SalI gerichtet in die Polylinkersequenz des 
pGS-Vektorsystems (Schotta et al., 2000) kloniert. Als Selektionsmarker wurde das vermillion-Gen 
genutzt. Nach erfolgter Sequenzierung wurden die Konstrukte transformiert. 

 

 

 
Abb.2.1b. Allgemeiner schematischer Aufbau der injizierten Gen-Konstrukte.  
Die Abbildung zeigt den allgemeinen Aufbau der Konstrukte, die zur Transformation von Drosophila 
melanogaster verwendet wurden. Die kodierende Regionen der Histone H2A und H2B wurden über NotI  
in die Polylinkersequenz des pGS-Vektorsystems (Schotta et al., 2000) kloniert. Mittels PCR wurde 
nachträglich der Biotin-Tag (BIO), der zur Aufreinigung des Keimbahn-Chromatins genutzt wurde, 
eingebracht. Als Selektionsmarker diente das vermillion-Gen. Nach erfolgter Sequenzierung wurden die 
Konstrukte transformiert. 

 

 

2.4 Kreuzungsexperimente 

Um den Einfluss verschiedener Deletionen und Chromatin-Faktoren aus dem Soma auf 

die Keimbahn genetisch zu überprüfen, wurde das fs(1)K10-Variegationssystem 

genutzt. Es mussten zunächst die entsprechenden Mutanten in einen fs(1)K10 

defizienten genetischen Hintergrund gebracht werden. Dazu wurden bereits in früheren 

Arbeiten etablierte fs(1)K10 defiziente Balancer- Stämme für das 2. und 3. Chromosom 

(ClB/fs(1)K10- w-;SM6b/Sco;+/+ bzw. ClB/fs(1)K10- w-;+/+;TM3/PrDr) genutzt. Die 

Männchen, die die Mutation im Chromatin-Modifikator balanciert tragen 

(wm4h/Y;ModifikatorMut/SM6b;+/+ bzw. wm4h/Y;+/+;TM3/ModifikatorMut) wurden mit 

Jungfrauen  des  balancierten  fs(1)K10-Stammes  (ClB/fs(1)K10-w-;SM6b/Sco;+/+  bzw.  
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Tabelle 2.2 Etablierte stabile Linien der Chromatin- Modifikatoren, die die Mutation balanciert im 
defizienten fs(1)K10- Hintergrund tragen 
 

 
 

 

ClB/fs(1)K10- w-;+/+;TM3/PrDr) gekreuzt Nach anschließender Rückkreuzung der 

entstehenden Männchen mit Jungfrauen des balancierten fs(1)K10-Stammes 

(ClB/fs(1)K10- w-;SM6b/Sco;+/+ bzw. ClB/fs(1)K10- w-;+/+;TM3/PrDr) konnten stabile 

Linien etabliert werden, die die Mutation des Chromatin- Modifikators balanciert im 

defizienten fs(1)K10- Hintergrund tragen (fs(1)K10-w-/ClB; ModifikatorMut/SM6b;+/+ 

bzw. fs(1)K10-w-/ClB;+/+ ; ModifikatorMut/TM3). Die so etablierten Linien sind in Tabelle 

2.2 nochmals aufgeführt. Im Rahmen der Arbeit wurde jedoch nur ein Teil der Linien 

verwendet. Um den Einfluss der Chromatin-Modifikatoren auf die Keimbahn zu testen, 

wurden diese gegen Jungfrauen gekreuzt, die das fs(1)K10-Gen transgen nahe 

heterochromatischen Regionen enthalten, was zu einem variegierenden Ei-Phänotyp 

führt. Diese Weibchen legen sowohl Wildtyp- als auch K10- Eier. Das 

Kreuzungsschema wird am Beispiel der taiman-Mutation  und der Linie 124 dargestellt, 

die das fs(1)K10- Transgen auf dem 2. Chromosom enthält. 
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fs(1)K10- w- /fs(1)K10- w-;P{fs(1)K10+w+}124/SM6a    X       fs(1)K10- w- /Y; Df(2L)tai2/SM6b 

 

Aus dieser Kreuzung wurden 38 Kontrollweibchen (fs(1)K10-w-/fs(1)K10-w 

;P{fs(1)K10+w+}124/SM6b;+/+ ) sowie 38 Testweibchen (fs(1)K10-w-/fs(1)K10-w-

;P{fs(1)K10+w+}124/Df(2L)tai2;+/+) isoliert, und die Eiproduktion für jedes einzelne 

Weibchen über 10 aufeinander folgende Tage erfasst.         
 
 

Molekularbiologische Methoden 
2.5 Molekularbiologische Standardmethoden 

Plasmid-DNA wurde mittels alkalischer Lyse (Birnboim und Doly 1979) bzw. mit Hilfe 

des Plasmid-Minipräparations-Kits (Fermentas GmbH) isoliert. Großpräparationen 

erfolgten mittels des Plasmid-Midipräparations-Kits (Macherey-Nagel) nach 

Herstellerangaben. Für Restriktionen und Ligationen wurden Enzyme der Firma 

Fermentas GmbH genutzt. Die Isolation von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen wurde 

mit dem Nucleobond-Kit der Firma Macherey-Nagel nach Herstellerangaben 

durchgeführt. Agarose-Gelelektrophorese, Behandlung mit Alkalischer Phosphatase,  

A-tailing, Ligation und die Transformation von E. coli erfolgten nach 

Standardprotokollen (Sambrook et al., 1989). Für PCR-Reaktionen wurden Taq-

Polymerase bzw. Pfu-Polymerase (Promega) verwendet. Die Klonierung von PCR-

Fragmenten erfolgte mit dem pGEMT Cloning Kit (Promega). Die Sequenzierung 

wurde mit dem „ABI PRISM® Big Dye®
 Terminator Cycle Sequencing Ready Reaction 

Kit – Version 2.0“ (Applied Biosystems) nach Angaben des Herstellers durchgeführt. 

Zum Vergleich von Sequenzhomologien diente das Programm GCG-Wisconsin 

Package Version 10.3-UNIX und die Datenbank des Berkeley Drosophila 

Genomprojektes (BDGP) (Rubin 1996). 

 

2.5.1 Isolation genomischer DNA  

Die Präparation genomischer DNA erfolgte nach der ,,Quick Fly Genomic DNA Prep’’- 

Methode von E. Jay Rehm (Berkeley Drosophila Genome Project, BDGP). 
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2.5.2 Single-Fly DNA-Präparation 

Die Isolation geringer Mengen genomischer DNA aus adulten Fliegen wurde in 

Anlehnung an die single fly prep Methode von Gloor und Engels 1992 durchgeführt. 

 

2.5.3. Isolation von RNA 

100 adulte Fliegen wurden in 1ml TRIzol® (Invitrogen) homogenisiert und bei RT 5 min 

inkubiert. Nach Zugabe von 200µl Chloroform wurde die Probe 5 min kräftig 

geschüttelt und danach 30 min bei RT zentrifugiert. Die Oberphase wurde in ein neues 

Reaktionsgefäß überführt und nach Zugabe von 700µl Isopropanol und einer 10 

minütigen Inkubationszeit bei RT 30min bei 15000rpm gefällt. Das entstandene Pellet 

wurde anschließend in 70% igem Ethanol gewaschen, getrocknet, in 50µl DEPC Wasser 

aufgenommen und bis zur weiteren Verwendung bei -80°C gelagert. Die 

Konzentrationsbestimmung erfolgte photometrisch (Ultraspec 3100, Amersham).  

 

2.6 Reverse Transkription 

Die reverse Transkription erfolgte mit der M-MLV Reversen Transkriptase (Promega) 

in einem Trioblock oder T- Gradienten (Biometra). Auf ein Gesamtvolumen von 14µl 

wurden 2ng RNA (DNase behandelt), 1µl Primer (Random Hexamer Primer, Promega) 

und x µl DEPC Wasser pipettiert und der Ansatz 10 min bei 70°C inkubiert. Nachdem 

die Proben 1 min auf Eis abgekühlt wurden, erfolgte die Zugabe von 4µl 5x 

Reaktionspuffer (Promega), 1µl dNTP (10mM) und 1µl Reverse Transkriptase (200 U/ 

µl, Promega). Der Ansatz wurde für 1h bei 37°C inkubiert. Die entstandene cDNA 

diente als template für nachfolgende PCR- Analysen. 

 

2.7 Inverse PCR und Sequenzierung von P-Element Insertionen 

Die Inverse PCR ist eine Methode zur Amplifizierung flankierender DNA-Sequenzen 

ausgehend von einer bekannten Sequenz, bei der im Gegensatz zur normalen PCR die 

Primer nicht aufeinander zugerichtet sind, sondern deren Richtung in die unbekannten 

umgebenen Bereiche zielt. Sie wurde zur Bestimmung des Insertionsortes von P-

Elementen eingesetzt und erfolgte in Anlehnung an die Methode von Huang et al. 

(2000) mit folgenden Änderungen: Die PCR-Reaktion am Ligationsansatz erfolgte 

zunächst mit den P- Element-Primern 5`Pfor1 und 5`Prev1 (siehe Anhang). Um die 

Spezifität der PCR zu erhöhen, wurden 5µl der ersten PCR als template für eine zweite 

geschachtelte (nested) PCR mit den Primern 5`Pfor2 und 5`Prev2 (siehe Anhang) 
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verwendet. Nach der Gelelution erfolgte die Sequenzierung mit 5`Prev2, der vom P-

Element in Richtung der angrenzenden genomischen DNA orientiert ist. Durch einen 

Datenbankvergleich der an das P-Element angrenzenden DNA-Bereiche mit der 

Gesamtsequenz konnten die entsprechenden Insertionsstellen identifiziert werden. 

 

2.8 Klonierung von DNA-Fragmenten  

2.8.1 Verwendete Bakterienstämme und Vektoren 

Für die Vermehrung von Plasmid-DNA wurde der E.coli-Stamm DH5α (Invitrogen;  

F-Φ80dlacZ∆M15 ∆[lacZYA-argF] U169 recA1 endA1 hsdR17[rk-, mk+] phoA supE44 

λ- thi-1 gyrA96 relA1) verwendet.  

Die für Klonierungen verwendeten Vektoren sind in Tabelle 2.3 aufgeführt. 
 
Tabelle 2.3 Verwendete Vektoren 
 

 
 

 

2.9 Chromatin-Immunopräzipitation (ChIP)  

2.9.1 ChIP an adulten Fliegen 

200 adulte Fliegen wurden in Stickstoff schockgefroren und die Köpfe von den Körpern 

durch verschiedenmaschige Siebe getrennt. Danach wurden die Köpfe mit frisch 

hergestelltem 1,8% Formaldehyd in 1ml X-linking-Puffer (50 mM HEPES [pH 8.0];     

1 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM EGTA [pH 8.0]; 100 mM NaCl) plus 0,2% Triton X-

100 versetzt und 20 min bei RT auf dem Drehrad bei höchster Geschwindigkeit 

inkubiert, um die Proteine fest mit der DNA zu verbinden (cross-linking). Die Reaktion 

wurde nach Zugabe von 100µl 1,25 M Glycin für 5 min bei 4°C gestoppt, der 

Reaktionsansatz zum Waschen bei 4°C mit 1ml ChIP wash A (10 mM HEPES [pH 7.6]; 

10 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM EGTA [pH 8.0]; 0,25% Triton X100) inkubiert und 

danach mit 1ml ChIP wash B (10 mM HEPES [pH 7.6]; 1 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM 

EGTA [pH 8.0]; 0,01% Triton X100; 100mM NaCl) auf dem Drehrad gewaschen. Der 

Überstand wurde abgenommen und die Köpfe mit Hilfe eines Spachtels in 5ml TEN140 

(10 mM Tris-HCl [pH 8.0]; 1 mM EDTA; 140 mM NaCl) plus 1 mM PMSF überführt. 

Die Lösung wurde sonifiziert (BioruptorTM; Diagenode) und das fragmentierte 

Chromatin anschließend nacheinander mit 50µl 10% SDS, 250µl 2% DOC und 500µl 
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10% Triton X100 versetzt, wobei die Ansätze zwischen der Zugabe je 2 min bei 4°C auf 

dem Drehrad gemäßigt rotierten. Anschließend folgten weitere 10 min Inkubation und 

eine anschließende Zentrifugation zum Pelletieren der Zelltrümmer. Von der Lösung 

wurden 800 µl als Input (ca. 13% vom Gesamtchromatin) entnommen und bis zum 

nächsten Tag bei 4°C gelagert. Das restliche Volumen wurde in drei gleiche Teile 

aufgeteilt. Davon war ein Teil die no antibody control, die anderen beiden dienten der 

Immunopräzipitation mit 2 Protein-spezifischen Antikörpern, von denen je 5 µg zu der 

Probe gegeben und über Nacht bei 4°C auf dem Drehrad inkubiert wurde. Am nächsten 

Tag wurden die an den Antikörper gebundenen Protein-DNA-Stücke mit 50µl Protein-

G-Sepharose-Beads (50% Lösung in RIPA-PMSF) präzipitiert. Danach wurden die 

Beads 5 mal mit je 1ml RIPA-PMSF (140 mM NaCl; 10 mM Tris-HCl [pH 8.0]; 1 mM 

EDTA [pH 8.0];1% Triton X100; 0,1% SDS; 0,1%DOC), einmal mit LiCl ChIP Puffer 

(250 mM LiCl; 10 mM Tris-HCl [pH 8.0]; 1 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5% NP40;       

0,5% DOC) und letztendlich zweimal mit 1ml TE-Puffer (10 mM Tris-HCl [pH8.0]; 0,1 

mM EDTA [pH8.0]) gewaschen und am Ende in 100µl TE-Puffer resuspendiert. Der 

Input wurde ab dem folgenden Schritt mit dem achtfachen Volumen mitbehandelt. Die 

Beads wurden mit 1µl RNAseA (10mg/ml, Marligen) versetzt und für 30 min bei 37°C 

inkubiert. Danach erfolgte die Zugabe von 7,5µl 10% SDS und 3,8µl Proteinase K 

(20mg/ml, Fermentas GmbH) und die Proben inkubierten über Nacht bei 37°C. Am 

folgenden Tag wurden die Proben für mind. 6 h bei 65°C inkubiert, um die DNA-

Protein Vernetzungen zu lösen (reverses cross-linking). Nachfolgend wurden die 

Proben mit dem NucleoSpin Extract II Kit (Machery-Nagel) laut Herstellerangaben 

gereinigt. Die anschließenden qPCR-Analysen erfolgten in Anlehnung an Dellino et al. 

(2004). 

 

2.9.2 ChIP an Embryonen 

Für die ChIP- Analyse an Embryonen wurde das unter Punkt 2.9.1 beschriebene ChIP-

Protokoll mit folgenden Erweiterungen und Änderungen verwendet: Es wurden 200mg 

Embryonen in 10ml frisch hergestelltem X-linking-Puffer (50 mM HEPES [pH 8.0];     

1 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM EGTA [pH 8.0]; 100 mM NaCl) mit 1,8% Formaldehyd 

in Gegenwart von 30ml n-Heptan 20min bei RT auf dem Drehrad bei höchster 

Geschwindigkeit inkubiert, um die Proteine fest mit der DNA zu verbinden (cross-

linking). Danach wurden die Embryonen abzentrifugiert und der Überstand verworfen. 

Nach der Zugabe von 50ml eiskalter Stopp-Lösung (1,25M Glycin, 10% TritonX-100 in 
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1x PBS) wurde die Reaktion gestoppt und es folgten mehrere Waschschritte bei 4°C mit 

2ml ChIP wash A (10 mM HEPES [pH 7.6]; 10 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM EGTA 

[pH 8.0]; 0,25% Triton X100) und 2ml ChIP wash B (10 mM HEPES [pH 7.6]; 1 mM 

EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM EGTA [pH 8.0]; 0,01% Triton X100; 100mM NaCl) auf dem 

Drehrad. Der Überstand wurde abgenommen und die Embryonen mit Hilfe eines 

Spatels in 5ml TEN140 (10 mM Tris-HCl [pH 8.0]; 1 mM EDTA [pH8.0]; 140 mM 

NaCl) plus 1 mM PMSF überführt. Die nachfolgenden Schritte erfolgten wie unter 2.9.1 

beschrieben.  

 

2.9.3 Keimbahn-ChIP an Embryonen 

Für die Keimbahn-ChIP- Analysen wurden die unter Punkt 2.9.1 und 2.9.2 

beschriebenen ChIP-Protokolle mit folgenden Erweiterungen und Änderungen 

verwendet: Es wurde 1g Embryonen in 10ml frisch hergestelltem X-linking-Puffer (50 

mM HEPES [pH 8.0]; 1 mM EDTA [pH 8.0]; 0,5 mM EGTA [pH 8.0]; 100 mM NaCl) 

mit 1,8% Formaldehyd in Gegenwart von 30ml n-Heptan bei RT auf dem Drehrad bei 

höchster Geschwindigkeit inkubiert. Die folgenden Schritte bis zum Waschen der 

Protein-G-Sepharose-Beads in LiCl ChIP Puffer erfolgten wie unter 2.9.1 bzw. 2.9.2 

beschrieben.  

Da das Material einer zweiten, sich direkt anschließenden ChIP unterzogen wurde, um 

das Soma- und Keimbahn-Chromatin zu trennen, erfolgte die weitere Bearbeitung in 

Anlehnung an Tag 2 des Protokolls von Gendrel et al.  (2002) und  Lawrence et al. 

(2004) mit folgenden Modifikationen: Die Immunkomplexe wurden 3 mal mit je 250µl 

Elutionspuffer (1% SDS; 0,1M NaHCO3) bei 37°C eluiert und die Beads anschließend 

bei 6000rpm 30sec abzentrifugiert. Die Elutionen wurden vereinigt und 1:1 mit ChIP 

Dilution Buffer (1,1% TritonX-100; 1,2mM EDTA [pH8.0]; 16,7mM Tris-HCl [pH 

8.0]; 167mM NaCl) verdünnt.  

Zur Trennung des Soma- und Keimbahnchromatins wurde der Dynal(R) 

kilobaseBINDERTM Kit der Firma Invitrogen verwendet. Die Beladung der Beads 

erfolgte lt. Herstellerangaben. Nach einer einstündigen Inkubation bei RT auf dem 

Drehrad erfolgte die Separierung mittels eines Magneten und 10mal Waschen mit je 

250 µl ChIP Dilution Buffer (1,1% TritonX-100; 1,2mM EDTA [pH8.0]; 16,7mM Tris-

HCl [pH 8.0]; 167mM NaCl). Zuletzt wurde nochmals mit 40 µl dest. Wasser 

gewaschen und die Beads in 100µl TE-Puffer  mit 1µl RNaseA (10mg/ml) 
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aufgenommen. Nachfolgend wurden die Proben wie unter Punkt 2.9.1 beschrieben 

weiter behandelt. 

 

Immunzytologische Methoden 
2.10 Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung (FISH) an polytänen Speicheldrüsen-     

        Chromosomen von  Drosophila melanogaster 

2.10.1 Präparation der Speicheldrüsenchromosomen von Drosophila melanogaster                     

Die Präparation von Speicheldrüsen aus Larven des 3. Stadiums erfolgte in Anlehnung 

an die Methode von Ashburner (Laboratory Manual, 1989). Die Speicheldrüsen wurden 

in 0,7% NaCl-Lösung auf einem silikonisierten Objektträger präpariert und 

anschließend in 45% Essigsäure 3 min fixiert. Die fixierten Drüsen wurden dann unter 

leichtem Druck zwischen Deckglas und Objektträger vorsichtig gequetscht und die 

Chromosomen gespreitet. Nach dem Schockgefrieren der Präparate in flüssigem 

Stickstoff und der Absprengung des Deckglases inkubierten diese für 10 min in 96% 

Ethanol und trockneten anschließend bei Raumtemperatur. Die Präparate lagerten bis 

zur weiteren Verwendung bei 4°C.   

 

2.10.2 Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung (FISH) 

Die präparierten Speicheldrüsen wurden in 2 x SSC für 1h im Wasserbad bei 65°C 

inkubiert. Nach Abkühlung auf Raumtemperatur wurden die Präparate für 1.30 min in 

Denaturierungspuffer (2 x SSC; 70 mM NaOH) getaucht und sofort danach in einer 

aufsteigenden Ethanolreihe (70%, 80%, 90%) bei -20 °C für je 5 min inkubiert. Die per 

PCR hergestellte und mit DIG markierte Sonde (in Hybridisierungspuffer [6% 

Lachsspermien-DNA; 7% 3M Natriumacetat; 70% Ethanol (96%)]) wurde zur 

Hybridisierung auf die Präparate gegeben und über Nacht in einer feuchten Kammer bei 

37°C inkubiert. Nach dreimaligem Waschen in 2 x SSC bei 42°C wurden die Präparate 

für 30 min in einer feuchten Kammer bei 37°C mit Blocking-Lösung (4 x SSC; 0,1% 

TritonX-100; 5% Milchpulver) inkubiert. Anschließend wurden die Präparate mit 

Antikörperlösung (1: 100 anti-DIG-Fluorescein bzw. anti-DIG-Rhodamin[Roche]) 1h 

bei 37°C gefärbt. Nach dreimaligem Waschen in 4 x SSC + 0,1% TritonX-100 bei 42°C 

wurden die Präparate für 5 min in einer DAPI - Lösung (1:3000) gefärbt. Nach 

erneutem Waschen in 0,2 x SSC wurden die Präparate in Citifluor – mounting (Agar 

Scientific) eingedeckelt und im Anschluss mit Nagellack versiegelt und bei 4°C 
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gelagert. Die Auswertung erfolgte am konfokalen Laser Scanning Mikroskop (LSM 

510, Carl Zeiss). 

 

 

2.11 Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung (FISH) an Embryonen von 

       Drosophila melanogaster 

2.11.1 Präparation der Embryonen von Drosophila melanogaster  

Für die FISH-Analyse von Drosophila-Embryonen wurde die Methode nach Rothwell 

und Sullivan (2000) wie folgt modifiziert: Die gesammelten Embryonen wurden nach 

der Dechorionisierung in Waschpuffer (0,7% NaCl, 0,05% Triton X-100) bei 100°C 

fixiert. Anschließend wurden die Embryonen auf Eis gestellt und durch Zugabe von 

kaltem Waschpuffer auf RT abgekühlt. Die Embryonen wurden nun durch Zugabe von 

Heptan und Methanol durch kräftiges Schütteln devitellinisiert und in frischem 

Methanol aufgenommen. Anschließend erfolgte die Rehydrierung durch Entfernung des 

Methanols und vorsichtige Zugabe von PBTA. Dann folgten 3 Waschschritte in PBTA 

(1x PBS, 0.2% Triton X-100, 0,02% Natriumazid, 1% BSA) und eine Inkubation für 15 

min bei RT auf dem Drehrad.   

                                                     

2.11.2 Fluoreszenz-in situ-Hybridisierung (FISH) 

Die rehydrierten Embryonen wurden 15 min bei 70°C in Hybridisierungslösung erhitzt. 

Nach dem Abkühlen auf Raumtemperatur wurde die Sonde zugegeben und wie unter 

Punkt 2.10.2 beschrieben weiter verfahren. 

 

2.12 Immunmarkierung von Embryonen 

Für die Immunmarkierung  wurden die Drosophila-Embryonen wie unter Punkt 2.11.1 

beschrieben, behandelt. Der primäre Antikörper wurde auf einem Drehrad über Nacht 

bei 4°C in PBTA mit den Embryonen inkubiert. Nach drei Waschschritten mit PBTA 

wurde der sekundäre Antikörper zugegeben und es erfolgte eine Inkubation bei 37°C für 

2h. Nach wiederum drei Waschschritten mit PBTA wurde die DNA-Färbung mit einem 

DAPI-PBS-Glycerol-Gemisch  (20µg/ml DAPI; 1:1 PBS : Glycerol) durchgeführt, die 

Embryonen auf Objektträgern eingedeckelt und mit Nagellack versiegelt. Die Färbung 

wurde mit entsprechenden Einstellungen am konfokalen Laser Scanning Mikroskop 

(LSM 510, Carl Zeiss) ausgewertet. 
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2.13 Immunmarkierung von Ovarien 
 
2.13.1 Präparation von Ovarien  

Die Präparation der Ovarien aus adulten Weibchen von Drosophila melanogaster 

erfolgte in Anlehnung an die Methode von Ashburner (Laboratory Manual, 1989). Die 

Ovarien wurden in 1x PBS präpariert, aufgerissen und in einem Reaktionsgefäß auf Eis 

gesammelt. Nach Zugabe von 250µl 5% Paraformaldehyd (in PBS) wurden die Ovarien 

30min auf einem Drehrad bei RT inkubiert. Durch dreimaliges Spülen mit PBTA wurde 

das Paraformaldehyd entfernt und nach Zugabe von 250µl Methanol erfolgte eine 

Dehydrierung der Präparate. Nach 30sec wurde erneut mit PBTA gespült und die 

Ovarien anschließend 1 Stunde in 600µl PBTA auf dem Drehrad bei RT rehydriert. Die 

Färbung erfolgte analog zu den Embryonen wie unter Punkt 2.12 beschrieben. Vor dem 

Eindeckeln wurden die Ovariolen mit Wolfram-Nadeln vereinzelt. Die Auswertung 

erfolgte am konfokalen Laserscanning Mikroskop (LSM 510, Carl Zeiss). 
 
 
 
 
 
Tab. 2.4: Verwendete primäre Antikörper für die immunzytologischen Analysen und ChIP 
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Tab. 2.5: Verwendete sekundäre Antikörper für die immunzytologischen Analysen 
 

 
 
 
 
 
2.14 SPURR-Einbettung von Ovarien zur elektronenmikroskopischen Analyse 

Diese Methode erfolgte in Anlehnung an A. R. Spurr (1969) und wurde wie folgt 

modifiziert: Nach der Präparation wurden die Ovarien 2 h in einer Fixierlösung (3% 

Glutaraldehyd in 0,1M Natriumcacodylatpuffer [pH 7.2]) bei RT auf langsamster Stufe 

geschüttelt und anschließend 6x für 10 min mit Natriumcacodylatpuffer gewaschen. Es 

folgte eine einstündige Behandlung mit 1% Osmiumtetroxid (in Natrium-

cacodylatpuffer) und ein dreimaliges Waschen für 10 min in dest.Wasser. Die Präparate 

wurden dann jeweils 1 h mit einer aufsteigenden Ethanolreihe (10%, 30%, 70%) 

behandelt, 1 h in einem 70%igen Ethanol-Uranylacetat (1%)-Gemisch gelagert und über 

Nacht in reinem 70%igem Ethanol bei 4°C inkubiert. Am nächsten Tag wurde die 

Ethanolreihe fortgesetzt (70%, 90%, 2 x 100%) für jeweils 30 min bei RT. Daraufhin 

konnte die Infiltration mit Epoxidharz (nach Spurr) stattfinden, wobei SPURR zunächst 

für 4 h in einem Verhältnis von 1:3 (SPURR:Ethanol) zugegeben wurde. Danach 

erfolgte die Inkubation für 4 h in einem 1:1 SPURR-Ethanol-Gemisch und die Lagerung 

über Nacht in 3:1 SPURR-Ethanol. Am folgenden Tag wurden die Proben 8 h in reinem 

SPURR gelagert und über Nacht in SPURR inkubiert. Die Einbettung erfolgte in 

Silikonformen mit reinem SPURR. Das Auspolymerisieren der Proben fand für 24 h bei 

70°C statt. Mit Hilfe eines Diamantmessers wurden Ultradünnschnitte angefertigt. Die 

Auswertung erfolgte an einem Transmissions- Elektronenmikroskop (EM 900, Carl 

Zeiss). 
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3  Ergebnisse 
 

 
 
3.1 Immunzytologische Analyse des Keimbahn-Chromatins 
 
Die frühe Embryonalentwicklung von Drosophila lässt sich in Mitosezyklen und 

Stadien unterteilen. Die ersten 14 Teilungen sind dabei sehr schnell und erfolgen 

innerhalb von 180 Minuten. Zunächst finden nur Kernteilungen ohne Bildung von 

Zellen statt, sodass ein synzytiales Blastoderm entsteht. Bereits im Ovarium ist eine 

Differenzierung des posterioren Pols durch eine VASA-Färbung erkennbar. VASA ist 

keimbahnspezifisch und wird sehr früh zygotisch exprimiert. Das Protein wird maternal 

geladen und ist ein wichtiger Bestandteil des Polplasmas (Schüpbach und Wieschaus 

1986; Rongo und Lehmann 1996). Das Polplasma bietet durch seine Zusammensetzung 

aus verschiedenen maternal geladenen mRNAs, wie beispielsweise staufen und nanos 

ein  spezifisches  Mikroklima  für die  Entwicklung  der  primordialen  Keimbahnzellen  

 

 
 

 
Abb.3.1. Das zelluläre Blastoderm-Stadium. Die Furchungsteilungen bei Drosophila sind synzytial. 
Nach dem Mitosezyklus 14 können drei verschiedene Zellkerne unterschieden werden. A. somatische 
Blastodermzellkerne B. Dotterkerne (yolk nuclei) C. Primordiale Keimbahnzellen (rot- DNA (DAPI)-
Färbung).  
 

.                                                                                                           
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Abb.3.2. Die Dotterzellkerne des zellulären Blastoderm-Stadiums zeigen keine 
Chromatindifferenzierung. Die Dotterzellkerne (yolk nuclei) im Inneren des Embryos differenzieren 
sich nicht. Es ist keine eindeutige Differenzierung des Chromatins erkennbar. A. Die euchromatische 
Modifizierung H3K4me1 zeigt in einigen Kernen eine starke Färbung, H3K4me2 ist dagegen kaum 
detektierbar. B. Die Färbung der heterochromatischen H3K9 Dimethylierung ist ebenfalls kaum sichtbar. 
H3K27me2 zeigt eine schwache punktuelle Färbung (rot- DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper).  
 
 

(PGC), die ab dem Kernteilungszyklus 10 von den somatischen Kernen unterschieden 

werden können. Im Mitosezyklus 14, in dem das zelluläre Blastoderm gebildet ist, 

lassen sich drei Arten von Zellkernen unterscheiden (Abb. 3.1). Die somatischen 

Zellkerne zeigen eine längliche Struktur, die sich im Laufe der Zyklen 10 bis 14 

ausbildet (Abb. 3.3). Es lässt sich eine deutliche Trennung von Eu- und 

Heterochromatin, die sog. Rabl-Konfiguration, erkennen. Während ab dem 

Mitosezyklus 8 die meisten somatischen Zellkerne an die Oberfläche des Embryos 

wandern, verbleiben die Dotter-Zellkerne (yolk nuclei) im Inneren des Embryos und 

differenzieren sich nicht (Abb. 3.2). Ab dem Zyklus 10 kann man am posterioren Pol 

erstmals primordiale Keimbahnzellkerne (PGC) erkennen, die sich im speziellen 

Mikroklima des Polplasmas unabhängig von den übrigen somatischen Kernen teilen 

und zu einem früheren Zeitpunkt zellularisieren als die somatischen Kerne. Im Laufe 

der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Keimbahn-Zellkerne ebenfalls 

die Rabl-Konfiguration des Chromatins ausprägen, obwohl sie im Gegensatz zu den 

Blastodermkernen kugelförmig sind (Abb. 3.3A).   

 
 
3.1.1 Das Chromatin der primordialen Keimbahnzellen zeigt eine  

apiko- basale Organisation  
 
Da der Chromatin-Aufbau in den Keimbahnzellen von Drosophila bisher nicht näher 

untersucht worden ist, sollte zunächst eine immunzytologische Charakterisierung 

erfolgen. Es wurden Zellkerne von Embryonen des Mitosezyklus 14 (Entwicklungs-
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stadium 5) mit DAPI angefärbt, um näheres über die Struktur des Keimbahn-

Chromatins zu erfahren. Es zeigte sich, dass auch in primordialen Keimbahnzellen eine 

apiko- basale Chromatindifferenzierung nachweisbar ist (Abb. 3.3A). In beiden 

Zelltypen ist die sog. Rabl-Konformation (Foe et al., 1993) erkennbar (Abb. 3.3A), die 

sich in den Mitosezyklen 10 bis 14 ausbildet (Abb. 3.3B). Die stark kondensierten 

Bereiche sind dabei apikal gelegen, die aufgelockerten euchromatischen Bereiche basal. 

Somit ist eine Elongation der Kerne, die nur in den somatischen Kernen zwischen dem 

Mitosezyklus 10 und 14 induziert wird, keine Voraussetzung für die Ausbildung der 

Rabl- Konfiguration (Abb. 3.3B). Durch Antikörperfärbungen gegen die 

heterochromatische Histonmodifizierung H3K9me2 bzw. das zentromerspezifische 

CID- Protein und FISH- Analysen mit subtelomerischen Sonden konnte dieses anhand 

der DNA-Färbung erhaltene Ergebnis nochmals untermauert werden (Abb.3.4). Die in 

der DNA- Färbung stark kondensiert erscheinenden, apikal lokalisierten Bereiche 

können durch die H3K9me2 Antikörperfärbung eindeutig dem Heterochromatin 

zugeordnet werden. Dies korreliert mit den Positionen der apikal gelegenen Zentromere 

(Färbung gegen das CID-Protein)  und  der basal  lokalisierten  Telomerbereiche  (FISH  

 

A 

 
 

B 

 
 
Abb.3.3. Das Chromatin somatischer Zellen und primordialer Keimbahnzellen ist in der Rabl-
Konfiguration organisiert. DNA(DAPI) –Färbung (rot) beider Zelltypen im Mitosezyklus 14. A. 
Vergleich zwischen somatischen Zellen und primordialen Keimbahnzellen. Die intensive DAPI- Färbung 
markiert Heterochromatin. B. DAPI- intensiv gefärbtes Heterochromatin zwischen den Mitosezyklen 10 
und 14 während der Ausbildung der Rabl- Konformation (Messbalken 1µm).  
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mit einer Invader4- Sonde). Bei der Färbung gegen das CID-Protein können 

signifikante Unterschiede zwischen den somatischen Zellen und den Keimbahnzellen 

nachgewiesen werden. Während bei den somatischen Zellkernen alle Zentromere in 

einem Fokus sind, werden in den Keimbahnzellen vier getrennte Foci (entsprechend der 

4 Chromosomen von Drosophila) gefunden (Abb. 3.4). In den elongierten somatischen 

Zellen wird offensichtlich schon in den Blastodermkernen ein Chromozentrum 

ausgebildet. Untersuchungen der kugelkern- Mutante [Df(3R)kuk15, Brandt et al., 

2006], bei der keine Elongation der Blastodermkerne erfolgt, zeigen allerdings ebenfalls 

getrennte Foci bei einer Antikörperfärbung gegen das CID- Protein (Abb. 3.5). Somit 

könnte auch die globuläre Zellkernform Ursache für die getrennten Foci sein.  
 
  

 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
Abb.3.4. Nachweis der Rabl-Konfiguration in Soma- und Keimbahnzellen mittels 
Antikörperfärbung.  DNA (DAPI) –(rot) und Antikörperfärbung (grün) beider Zelltypen im 
Mitosezyklus 14. Die intensive DAPI- Färbung korreliert in Soma und Keimbahn mit der 
heterochromatischen H3K9me2 Modifizierung. Die apikale Färbung gegen das CID- (centromere 
identifier) Protein zeigt im Gegensatz zum Soma in den PGC vier distinkte Punkte. Basal werden die 
Telomere in beiden Zelltypen durch eine Invader4- Sonde detektiert (Messbalken 2µm). 
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Abb.3.5. Die Kernelongation ist für die Ausbildung der Rabl- Konfiguration nicht notwendig. 
Dargestellt sind Blastodermzellen von Embryonen im Mitosezyklus 14. In der kugelkern- Mutante 
[Df(3R)kuk15] wird auch die im Wildtyp gefundene Rabl- Konformation ausgebildet, obwohl  keine 
Kernelongation stattfindet. Die apikale Färbung gegen das CID- (centromere identifier) Protein zeigt 
allerdings in der Mutante mehrere distinkte Punkte (DNA (DAPI) -rot; Antikörper bzw. FISH-Sonde-
grün; Messbalken 3µm). 
 

 

3.1.2 Histonmodifizierungen in primordialen Keimbahnzellen 
unterscheiden sich signifikant von denen der somatischen 
Blastodermzellen  

 
Nach der Analyse der generellen Topologie des Interphase-Chromatins in primordialen 

Keimbahnzellen (PGC) erfolgte die genauere immunzytologische Untersuchung 

verschiedenener eu- und heterochromatischer Histonmodifikationen. Bis auf H3K4me2 

und H3K4me3, die nur sehr schwach oder gar nicht gefunden werden, sind alle 

Modifizierungen auch im Chromatin der PGC nachweisbar (Abb.3.6 - 3.11). Diese 

schwachen bzw. nicht vorhandenen Färbungen für H3K4me2 und H3K4me3 in den 

primordialen Keimbahnzellen (Abb. 3.6) korrelieren mit der sog. transkriptionellen 

Quiescence der PGC. Beide Modifizierungen werden in Drosophila mit 

transkriptioneller Aktivität in Verbindung gebracht (Rudolph et al., 2007; Kouzarides 

2002; Gerber und Shilatifard 2003; Hampsey und Reinberg 2003). Im Gegensatz zu 

H3K4me2 und H3K4me3 ist H3K4me1 in gleichem Maße in somatischen und 

Keimbahnzellen  sowohl  im  Eu-  als  auch  im  Heterochromatin  zu  sehen  (Abb. 3.6).  
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Abb.3.6. H3K4 Methylierung in 
somatischen und Keimbahnzellen. 
DNA (DAPI) –(rot) und 
Antikörperfärbung (grün) im 
Mitosezyklus 14. H3K4me1 wird in 
Soma und Keimbahn im Eu- und 
Heterochromatin etabliert. H3K4me2 
und H3K4me3 zeigen in den 
Blastodermzellen eine eu-
chromatische Verteilung und sind in 
den PGC nicht bzw. kaum 
detektierbar (a. vergrößerte 
Blastodermzelle, b. vergrößerte PGC; 
Messbalken 20 µm). 
 

 

 

 

 

Generell wird die Monomethylierung der untersuchten Histon-Modifizierungen H3K4, 

H3K9, H3K27 und H3K36 in somatischen und Keimbahnzellen in beiden 

Chromatinzuständen detektiert (Abb. 3.6, 3.8, 3.9, 3.11). Dies spricht für eine doppelte 

Indizierung des Heterochromatins. H3K4me2 und H3K4me3 sind in Zyklus 14 

Embryonen in den somatischen Zellen im gesamten basalen euchromatischen Bereich 

zu finden (Abb. 3.6). Wie Abbildung 3.7 zeigt, kann in den PGC H3K4me3 nur an 

distinkten Stellen (Pfeilspitzen) detektiert werden, die wahrscheinlich 

transkriptionsaktive  Bereiche  in  der  DNA  repräsentieren.  Dies  ist ein Hinweis, dass  

 

 
 
Abb.3.7. Unterschiede in der H3K4 Trimethylierung in somatischen und Keimbahnzellen im 
Mitosezyklus 14. Vergrößerte Blastoderm- und primordiale Keimbahnzelle. In den Blastodermzellen 
zeigt H3K4me3 eine euchromatische Verteilung. In den PGC sind nur zwei distinkte Punkte 
(Pfeilspitzen) detektierbar (rot- DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 2µm). 
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keine absolute transkriptionelle Inaktivität vorliegt. Des Weiteren ist in den somatischen 

Zellen der Embryonen des Mitosezyklus 14 auch ein Unterschied in der Quantität der 

verschiedenen H3K4 Methylierungsstufen zu erkennen (Abb. 3.6). Die intensivste 

Färbung wird bei H3K4me1 detektiert, welche auch in den PGC eine signifikante 

Färbung zeigte. Die schwächste Färbung wird für H3K4me3 gefunden.  

Neben der H3K4 Methylierung stellt H3K36 eine weitere euchromatische Histon-

Modifikation dar, die ebenfalls untersucht wurde (Abb. 3.8). H3K36me2 und 

H3K36me3 werden, ähnlich der H3K4 Methylierung, nur im Euchromatin gefunden. 

Dagegen kann H3K36me1 in beiden Chromatinzuständen detektiert werden (Abb. 3.8). 

Im Gegensatz zu den H3K4 Methylierungen werden jedoch alle H3K36 Methylierungen 

in Blastodermzellen und PGC nachgewiesen (Abb. 3.8). In den PGC wird sogar eine 

signifikant stärkere Färbung für H3K36me2 gefunden. In den Blastodermzellen sind 

keine Unterschiede im Ausmaß der Färbung für alle 3 Methylierungsstufen von H3K36 

zu erkennen (Abb. 3.8).  

Neben H3K36me2 zeigen auch H3K27me2 und H3K27me3 in den Polzellen eine 

intensivere Färbung (Abb. 3.9). In Abbildung 3.10 ist am Beispiel von H3K27me3 

jedoch erkennbar, dass sich in beiden Zelltypen nicht die Verteilung der 

Modifizierungen unterscheidet, sondern nur die Quantität.  
 
 

 
 
 
Abb.3.8. H3K36 Methylierungen in 
somatischen und Keimbahnzellen. 
DNA (DAPI) –(rot) und 
Antikörperfärbung (grün) im 
Mitosezyklus 14. Die Etablierung 
von H3K36me1 erfolgt in Soma und 
Keimbahn in beiden 
Chromatinzuständen. H3K36me2 
und H3K36me3 sind in 
Blastodermzellen und PGC nur im 
Euchromatin detektierbar. Eine 
signifikantere Färbung der PGC zeigt 
die Dimethylierung (a. vergrößerte 
Blastodermzelle, b. vergrößerte 
PGC; Messbalken 20 µm) 
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Abb.3.9. H3K27 Methylierungen 
in somatischen und 
Keimbahnzellen. DNA (DAPI) –
(rot) und Antikörperfärbung (grün) 
im Mitosezyklus 14. H3K27me1 
wird in Soma und Keimbahn 
gleichermaßen in Eu- und 
Heterochromatin gefunden. 
H3K27me2 und H3K27me3 zeigen 
eine euchromatische Verteilung. In 
den PGC ist für H3K27me2 und 
H3K27me3 eine stärkere Färbung 
detektierbar als im Soma (a. 
vergrößerte Blastodermzelle, b. 
vergrößerte PGC; Messbalken 20 
µm). 
 
 

 

 

Die ebenfalls untersuchte H3K9 Di- und Trimethylierung zeigt eine erwartungsgemäße 

Färbung im apikalen heterochromatischen Bereich, wobei keinerlei Unterschiede 

zwischen Soma- und Keimbahnzellen zu sehen sind (Abb. 3.11). H3K9me1 ist 

wiederum in beiden Chromatinzuständen detektierbar. Eine besondere Stellung nimmt 

H3K9me3 ein. Obwohl im Zyklus 14 keine Unterschiede in der Färbeintensitätsität 

zwischen Soma und Keimbahn gefunden werden (Abb. 3.11), zeigt sich eine zeitlich 

versetzte Etablierung von H3K9me3 in beiden Zelltypen (Abb. 3.12). Im Mitosezyklus 

 

 

 
 
Abb.3.10: Verteilung der H3K27 Trimethylierung  in somatischen und Keimbahnzellen im 
Mitosezyklus 14. Vergrößerte Blastoderm- und primordiale Keimbahnzelle. Die H3K27 Trimethylierung 
ist zwar in stärkerem Maße in den primordialen Keimbahnzellen etabliert, zeigt aber dennoch keine 
Unterschiede in der Verteilung (rot- DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 2µm). 
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Abb.3.11. H3K9 Modifikationen in 
somatischen und Keimbahnzellen. 
DNA (DAPI) –(rot) und Anti-
körperfärbung (grün) im Mitose-
zyklus 14. H3K9me1 ist im Eu- und 
Heterochromatin detektierbar. Die 
Etablierung von H3K9me2 und 
H3K9me3 erfolgt ausschliesslich in 
den heterochromatischen Bereichen. 
H3K9ac zeigt eine eindeutige 
euchromatische Verteilung. Es zeigen 
sich keine Unterschiede zwischen 
Soma und Keimbahn (a. vergrößerte  
Blastodermzelle, b. vergrößerte PGC; 
Messbalken 20 µm). 
 
 

 

 

 

 

 

11 ist H3K9me3 erstmals in den primordialen Keimbahnzellen detektierbar, jedoch erst 

2 Zyklen später auch in den somatischen Blastodermzellen.  

Neben der Heterochromatin- assoziierten H3K9 Di- und Trimethylierung kann auch 

eine Acetylierung von H3K9 als euchromatische Modifikation vorliegen. Beide 

Modifizierungen  schließen  sich  jedoch aus. Daher  zeigt  sich die  Acetylierung in den   
 

 
Abb.3.12. Zeitlich versetzte Etablierung von H3K9me3 in somatischen und Keimbahnzellen am 
posterioren Pol. Diese Modifikation wird bereits in Mitosezyklus 11 ausschliesslich in den primordialen 
Keimbahn-Stammzellen detektiert (Pfeilspitzen). Erst ab Mitosezyklus 13 ist H3K9me3 auch in den 
heterochromatischen Bereichen der somatischen Zellen zu sehen (rot- DNA (DAPI)-Färbung, grün- 
Antikörper; Messbalken 20µm). 
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somatischen Blastodermzellen im Gegensatz zu H3K9me2 und H3K9me3 nur in den 

euchromatischen Bereichen. Des Weiteren können bei der Acetylierung keine 

Unterschiede zwischen Soma und Keimbahn detektiert werden (Abb. 3.11). 

Zusammenfassend zeigen sich signifikante Unterschiede im Chromatinaufbau zwischen 

den somatischen Blastodermzellen und primordialen Keimbahnstammzellen: (1) eine 

intensivere Färbung für H3K27me2 und me3 sowie H3K36me2 in den PGC, (2) eine 

zeitlich versetzte Etablierung von H3K9me3 in Soma und Keimbahn, (3) das Fehlen 

von H3K4me2 und die sehr schwache Färbung für H3K4me3 in den PGC. Obwohl die 

PGC weitestgehend transkriptionell inaktiv sind, zeigen sie aber dennoch verschiedene 

euchromatische Histonmodifikationen in gleichem oder im Falle von H3K36me2 

stärkerem Maße als die transkriptionell aktiven somatischen Blastodermzellen. Die 

Ergebnisse der Färbungen sind in Tabelle 3.1 nochmals zusammengefasst.  

Eine schematische Darstellung der Ergebnisse für die immunzytologischen Färbungen 

an Wildtyp-Embryonen ist in Abbildung 3.13 gezeigt. Neben der Analyse der 

Histonmodifizierungen im Zyklus 14 erfolgte auch eine genauere Untersuchung zum 

Zeitpunkt der Etablierung der jeweiligen Modifikationen (Abb. 3.13A). Dabei ist eine 

deutliche Korrelation zwischen dem Beginn der Bildung der Rabl-Konfiguration ab 

Mitosezyklus 10 und dem Auftreten von trimethylierten Histonen zu sehen (Abb. 

3.13B). Während H3K27me1, H3K36me1 und H3K36me2 vom ersten Zyklus an 

detektiert werden können, werden die Trimethylierungen erst ab Zyklus 10/ 11 

(H3K36me3 und H3K4me3) bzw. Zyklus 13 (H3K9me3 und H3K27me3) 

nachgewiesen. H3K4me2 und H3K4me3 können wie alle Methylierungsstufen von 

H3K9 erst ab Zyklus 11 mittels Antikörperfärbung sichtbar gemacht werden, wobei die 

bereits erwähnte Differenz in der Etablierung von H3K9me3 in Soma und Keimbahn 

besonders bemerkenswert ist (Abb. 3.13). 
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B 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb.3.13. Chromatin- Modifikationen in der frühen Embryogenese von Drosophila. A. 
Antikörperfärbungen von somatischen Kernen in verschiedenen Zyklen während der frühen 
Embryogenese. H3K4me2, H3K4me3, H3K9ac und H3K9me2 sind zu unterschiedlichen Zeiten erstmals 
nachweisbar. B. Schema der Histonmodifizierungen und deren Etablierung während der ersten 14 
Entwicklungszyklen von Drosophila (rot- DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; roter Balken 
heterochromatische Modifizierung, grüner Balken euchromatische Histonmodifizierung). 
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3.1.3. In primordialen Keimbahnzellen werden keine Chromozentren 
gebildet 

 

Während der Gastrulation, die nach dem Mitosezyklus 14 beginnt, erfolgt die 

Invagination, die die primordialen Keimbahnzellen mit den somatischen Zellen der 

posterioren Mitteldarmanlage passiv ins Körperinnere bringt. Von dort transmigrieren 

sie aktiv das Darmepithel und wandern ins benachbarte Mesoderm, wo sie mit den 

somatischen gonadalen Vorläuferzellen (SGPs) die Gonaden bilden. Mit Hilfe des nur 

in Keimbahnzellen exprimierten und im Zytoplasma lokalisierten VASA-Proteins 

lassen sie sich auch während der Wanderung verfolgen und von somatischen Zellen 

differenzieren (Abb. 3.14).  

Im Unterschied zu den somatischen Blastodermzellen werden in den Polzellen (PGC) 

keine Chromozentren gebildet, wie eine Färbung gegen das CID-Protein im 

Mitosezyklus 14 nachweist (Abb. 3.4). Bei einer Antikörperfärbung gegen H3K9me2 in 

den Gonaden von späten Embryonen im Entwicklungsstadium 14 zeigte bereits die 

DNA-Färbung eine Trennung der Homologenpaare in den Keimbahnzellen (Abb. 3.15). 

In der Färbung gegen die heterochromatische Histonmodifikation H3K9me2 sind vier 

separate Spots erkennbar. Dies entspricht der Zahl der Homologenpaare und zeigt, dass   

 

 
Abb.3.14. Wanderung der primordialen Keimbahnzellen nach Mitosezyklus 14 
(Entwicklungsstadium 5). Antikörperfärbung (grün) gegen das keimbahnspezifische VASA- Protein zur 
Verfolgung der Wanderung der PGC während der Gastrulation. Laterale und dorsale Ansicht des 
Embryos in Stadium 6, 11 und 14 (rot-DNA; grün-VASA; Messbalken 100µm). 



Ergebnisse 

34 

 
 

Abb.3.15. In den Keimbahnzellen der Gonaden werden keine Chromozentren gebildet. Gonaden 
(A), bzw. vergrösserte Keimbahnzelle (B) und vergrößerte somatische Zelle (C) von Embryonen im 
Entwicklungsstadium 14. Antikörperfärbung gegen das keimbahnspezifische VASA-Protein (grün) zur 
Unterscheidung von somatischen und Keimbahnzellen. A. Sowohl die DNA (DAPI)-Färbung (rot) als 
auch die H3K9me2 Färbung (blau) zeigt 4 separate Spots. B. Vergrösserte Aufnahme einer 
Keimbahnzelle. C. Vergrösserung einer somatischen Zelle ohne VASA-Färbung und ohne Separierung 
der Chromosomen (Messbalken 2,5µm).  
 

 

auch in PGC die Paarung der vier Chromosomenpaare von Drosophila auftritt (Abb. 

3.15A und B). Benachbarte somatische Zellen, die kein VASA-Protein exprimieren, 

differenzieren Chromozentren, was sowohl in der DNA- als auch in der 

Antikörperfärbung erkennbar ist (Abb. 3.15C). Die Separierung der Homologenpaare in 

den Keimbahnzellen konnte bei einer weiteren Analyse der ebenfalls 

heterochromatischen Modifizierung H3K27me3 nicht beobachtet werden, da hierbei 

nicht die Chromozentren, sondern die Chromosomenarme gefärbt waren (Abb. 3.16). 

Aufgrund der nicht ausreichenden Auflösung lassen sich jedoch keine einzelnen Arme 

unterscheiden. In den PGC ist jedoch eine intensivere H3K27me3 Färbung zu erkennen, 

die in den umliegenden somatischen Zellen etwas schwächer ist (Abb. 3.16B und C). In 

den somatischen Zellen können zahlreiche, über das gesamte Genom verteilte Foci 

detektiert werden (Abb. 3.16C).   
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Abb.3.16. H3K27me3 in den Gonaden später Embryonen. Embryonen im Entwicklungsstadium 14. 
Keimbahnspezifische VASA- Färbung (grün) zur Unterscheidung von somatischen und Keimbahnzellen. 
A. Gonade. B. Vergrösserte Aufnahme einer Keimbahnzelle. C. Vergrösserung einer somatischen Zelle 
ohne VASA-Färbung. Stärkere Färbung von H3K27me3 in den PGC (Messbalken 2,5µm). 
 
 
 
 
3.1.4 Der Chromatinaufbau ovarialer Keimbahnstammzellen (GSC) 

zeigt wenige Unterschiede zu dem der PGC 
 
Bei Drosophila bilden nach der Wanderung ca. 12 PGC zusammen mit den gonadalen 

Vorläuferzellen die weiblichen embryonalen Gonaden, die ebenfalls im Rahmen dieser 

Arbeit untersucht wurden. Die Wanderung dieser Zellen lässt sich mit Hilfe eines 

Antikörpers gegen das keimbahnspezifische VASA-Proteins gut verfolgen. Während 

der larvalen Entwicklung teilen sich die primordialen Keimbahnzellen mehrmals, 

sodass sich in jedem Ovarium 60-110 PGC befinden (King 1970; Zhu und Xie 2003), 

die ihren potentiellen Stammzellcharakter bis zum Ende des 3. Larvenstadiums 

behalten. Von den 4 bis 7 PGC, die in jeder der 16 larvalen Ovariolen lokalisiert sind, 

entwickeln sich beim Übergang vom Larven- zum Puppenstadium 2 bis 3 zu ovarialen 

Keimbahnstammzellen (GSC).  
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Jedes Drosophila-Weibchen besitzt paarig angeordnete Ovarien, die aus jeweils 12- 16 

Ovariolen bestehen. Am apikalen Bereich jeder Ovariole befindet sich das Germarium, 

in dem die ovarialen Keimbahnstammzellen (GSC) in ihrer Nische lokalisiert sind und 

welches sich in verschiedene Abschnitte (1, 2a, 2b, 3, Abb. 3.17) einteilen lässt (King 

1970). Am meisten apikal liegen die 8-10 Terminalfilamentzellen (TF), die dicht 

gepackt sind und an ihrem basalen Ende mit den 5-7 Cap-Zellen (CC oder CpC) in 

Verbindung stehen. 

 
 
A 

 
B                       

 
Abb.3.17. Die adulten Keimbahnstammzellen 
(GSC) und ihre Nische. Germarium mit den  
adulten Keimbahnstammzellen (GSC). A. 
Immunzytologische Aufnahme eines 
Germariums. Einteilung in verschiedene 
Abschnitte (1, 2a, 2b, 3). Antikörperfärbung 
gegen das Keimbahn-spezifische VASA-Protein 
(grün), DNA-Färbung mit DAPI (rot).  
rechtes Bild: grüne Schrift – Keimbahnzellen 
(GSC, CB- Cystoblasten);  rote Schrift - 
somatische Zellen (TF- Terminalfilamentzellen, 
CC- Cap- Zellen, IGS- inner germarial sheath 
cells, ESC-escort stem cells, FC- Follikelzellen; 
Messbalken      15 µm). B. Elektronenmikros-
kopische Aufnahme der GSC. 
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Abb.3.18. Frühe Eikammer in einem Wildtyp-Ovarium. Antikörperfärbung (grün) gegen das 
keimbahnspezifische VASA- Protein. Zwei verschiedene Zelltypen sind erkennbar: somatische 
Follikelzellen (FC) ohne VASA-Färbung und Nährzellen mit VASA- Färbung. Die Eizelle (nicht im Bild) 
zeigt auch VASA- Färbung. rot- DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 5µm. 
 
 
 
Die GSC teilen sich kontinuierlich. Während eine Stammzelle in der Nische verbleibt 

und den Stammzellcharakter beibehält, diffenziert sich die zweite Zelle zum 

Cystoblasten (CB). Dieser teilt sich noch viermal synchron wobei infolge einer 

unvollständigen Zytokinese letztlich eine 16 Zell-Zyste gebildet wird (King 1970). 

Nachdem diese von Follikelzellen (FC) eingeschlossen wurde, verlässt sie als 

eigenständige Eikammer das Germarium (Abb. 3.18). Im Rahmen dieser Arbeit sollte 

das wie bei den PGC nur ungenügend epigenetisch charakterisierte Chromatin der GSC 

mittels Antikörperfärbungen gegen verschiedene Histonmodifizierungen näher 

untersucht  und mit dem  Chromatinaufbau der  PGC, die die  Vorläufer  der  GSC  dar- 
 

 

 

 

 
Abb.3.19. H3K4 Methylierungen 
im Germarium der Ovarien 
adulter Drosophila-Weibchen. 
H3K4me1 und H3K4me2 färben 
nur die euchromatischen Bereiche 
der Kerne. Es gibt keine 
Unterschiede zwischen somatischen 
Zellen (Terminalfilamentzellen und 
Cap-Zellen) und den 
Keimbahnzellen (GSC und Cysto-
blasten). H3K4me3 ist vom 
Germarium gänzlich ausge-
schlossen und wird erst  in späteren 
Eikammern detektierbar. Die GSC 
sind eingekreist. rot-DNA (DAPI)-
Färbung, grün- Antikörper; Mess- 
balken 5µm. 
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Abb.3.20. Etablierung der H3K4 Trimethylierung während der Oogenese im Ovarium adulter 
Drosophila Weibchen. H3K4me3 ist vom Germarium in somatischen Zellen und Keimbahnzellen 
ausgeschlossen. Erste Antikörperdetektionen sind ab der zweiten Eikammer (Stadium 2) möglich. Auch 
in späteren Eikammern (Stadium 4-8) ist eine fast vollständige Beschränkung auf die transkriptionell sehr 
aktiven Nährzellen detektierbar (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 20 µm). 
 
 

stellen, verglichen werden. In den Germarien können keine signifikanten Unterschiede 

in den untersuchten Histonmodifizierungen zwischen Soma (Terminalfilamentzellen, 

Cap-Zellen) und Keimbahn (GSC, Cystoblasten) detektiert werden. Die in den PGC in 

der frühen Embryogenese für H3K4me2, H3K4me3 (nicht bzw. kaum in PGC), 

H3K27me2, H3K27me3 und H3K36me2 (erhöht in PGC) nachgewiesenen 

Unterschiede sind in den GSC nicht mehr vorhanden. Es konnten auch keine globalen 

epigenetischen Unterschiede zwischen den undifferenzierten, pluripotenten adulten 

Keimbahnstammzellen (GSC) und den differenzierten, aus den GSC durch Teilung 

hervorgegangenen Cystoblasten im Bezug auf die untersuchten Modifizierungen 

detektiert werden (Abb. 3.19 – 3.23). 
 

 
 
 
 
 
Abb.3.21. H3K9 Modifizierungen 
im Germarium der Ovarien 
adulter Drosophila-Weibchen. 
H3K9me1 und H3K9ac sind 
uniform im Kern detektierbar, 
H3K9me2 und H3K9me3 färben 
heterochromatische Bereiche. 
Zwischen somatischen (Terminal-
filament- und Cap-Zellen) und 
Keimbahnzellen (GSC und Cysto-
blasten) werden keine Unterschiede 
gefunden. Die GSC sind eingekreist. 
rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- 
Antikörper; Messbalken 5µm. 
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Für H3K4me2 läßt sich ein signifikanter Unterschied zwischen PGC und GSC 

erkennen. Diese Histonmodifizierung ist in den GSC abundant (Abb. 3.19) während 

H3K4me2 in den PGC früher Embryonen aufgrund der transkriptionellen Quiescence 

vollständig fehlte (Abb. 3.6). H3K4me3 wird in Germarien weder in den somatischen 

noch in den Keimbahnzellen gefunden und ist erst in späteren Eikammern vorwiegend 

in den transkriptionell sehr aktiven Nährzellen detektierbar (Abb. 3.20).  

Sowohl H3K9ac als auch H3K9me1 sind uniform im Kern der GSC im Wildtyp-

Germarium detektierbar (Abb. 3.21). H3K9me2 zeigt hingegen nur eine distinkte 

Färbung heterochromatischer Bereiche der Kerne, die auch eine intensivere DAPI-

Färbung aufweisen. Für H3K9me3 ist diese distinkte Färbung ebenfalls nachweisbar. 

Allerdings scheinen auch die euchromatischen Bereiche H3K9me3 Färbung zu zeigen 

(Abb. 3.21).  

Die mit einer Inaktivierung von aktiven Genen in Verbindung stehende H3K27 

Methylierung zeigt in allen 3 Methylierungsstufen eine homogenere Verteilung über 

den gesamten Kern der adulten pluripotenten Keimbahnstammzellen (Abb. 3.22). 

Zwischen den verschienen H3K27 Methylierungsstufen in den GSC sind keine 

signifikanten Unterschiede nachweisbar.  

 
 

 
 

 
 
 
Abb.3.22. H3K27 Methylierungen 
im Germarium der Ovarien 
adulter Drosophila-Weibchen. 
H3K27me1, H3K27me2 und 
H3K27me3 sind vorrangig in den 
euchromatischen Bereichen der 
Kerne detektierbar. Es zeigen sich 
keine signifikanten Unterschiede 
zwischen somatischen Zellen 
(Terminalfilamentzellen und Cap-
Zellen) und den Keimbahnzellen 
(GSC und Cystoblasten) 
nachweisbar. Die GSC sind 
eingekreist. rot-DNA (DAPI)-
Färbung, grün- Antikörper; 
Messbalken 5µm. 
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Abb.3.23. H3K36 Methylierungen 
im Germarium der Ovarien adulter 
Drosophila-Weibchen. H3K36me1, 
H3K36me2 und H3K36me3 sind in 
verschiedener Stärke im Germarium 
detektierbar. Es zeigen sich keine 
Unterschiede zwischen somatischen 
Zellen (Terminalfilamentzellen und 
Cap-Zellen) und den Keimbahnzellen 
(GSC und Cystoblasten). Die GSC 
sind eingekreist. rot-DNA (DAPI)-
Färbung, grün- Antikörper; 
Messbalken 5µm. 
 

 

 

 

Auch die euchromatischen Modifizierungen H3K36me1, H3K36me2 und H3K36me3 

sind in den GSC in unterschiedlicher Quantität detektierbar (Abb. 3.23). Das stärkste 

Antikörpersignal wird für die Monomethylierung gefunden, die über den gesamten Kern 

verteilt ist. Etwas schwächer, aber ebenfalls im gesamten GSC-Kern detektierbar ist die 

H3K36 Dimethylierung. Sehr punktuell und diffus ist die Antikörperfärbung für 

H3K36me3 (Abb. 3.23).  

Aufgrund der umfassenden Analysen an PGC und der sich im Laufe der Entwicklung 

daraus differenzierenden GSC lassen sich im Bezug auf die untersuchten 

Histonmodifizierungen Gemeinsamkeiten und Unterschiede im Chromatinaufbau 

feststellen. Das Chromatin beider Keimbahnstammzellen ist ähnlich, aber keinesfalls 

identisch. Eine Zusammenfassung der erhaltenen Ergebnisse zeigt Tabelle 3.1.  

Nach der Analyse verschiedener Histonmodifizierungen in primordialen und adulten 

Keimbahnstammzellen sollte in einem weiteren Schritt geklärt werden, welche der 

bekannten Chromatinfaktoren diese Modifizierungen in der Keimbahn kontrollieren. 

Weiterhin wurde untersucht, welche Auswirkungen bei einem Verlust dieser 

Funktionen für die weitere Entwicklung der Keimbahn resultieren. Es wurden die 

bereits bekannten somatischen Chromatinfaktoren SU(VAR)3-9, dSETDB1 (eggless), 

TAIMAN, HP1 und E(Z) im Bezug auf ihre Funktion in der Keimbahn analysiert. 

Neben hypomorphen [Df(2L)tai2] und Null-Allelen [Su(var)3-906, egg1473 {dSETDB1}] 

wurden in einem UAS/GAL4-basierten System (TRiP consortium, Boston) mittels 
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RNAi spezifisch die Gene, die für dSETDB1 [eggless], HP1 [Su(var)2-5] und E(Z) 

[E(z)] kodieren, in der Keimbahn herunterreguliert. 

 
Tabelle 3.1. Histonmodifizierungen in primordialen und ovarialen Keimbahnstammzellen im 
Vergleich zu somatischen Zellen 
 

 
EU- Euchromatin; HET- Heterochromatin 

-  keine Färbung ;  +  normale Färbung  ;   ++  starke Färbung;  rote Schrift - Unterschiede 

 

3.1.5 Die KMTasen SU(VAR)3-9 und dSETDB1 kontrollieren 
entwicklungsspezifisch die H3K9 Methylierung in somatischen  
und Keimbahnzellen 

 
Die Lysine der N- terminalen Enden der Histone können mono-, di- oder trimethyliert 

werden (Santos- Rosa et al., 2002; Peters et al., 2003). Eine Kombination der 

verschiedenen Modifizierungen etabliert entweder eu- oder heterochromatische 

Chromatinzustände (Peters et al., 2003; Rice et al., 2003; Schotta et al., 2004; Ebert et 

al., 2004). Die Methylierung am Lysin 4 kennzeichnet euchromatische 

Chromatinzustände, das Heterochromatin und Gen- Silencing ist mit H3K9 

Methylierungen verbunden (Bannister et al., 2001; Lachner et al., 2001). Diese 

Methylierungen werden von Histon-Methyltransferasen (KMTasen) vermittelt, die in 

der Lage sind, Methylgruppen von SAM (Donor) spezifisch auf die Lysine der Histone 

zu übertragen. In Drosophila sind vor allem SU(VAR)3-9 und dSETDB1 als H3K9-

spezifische Methyltransferasen gut charakterisiert. Für beide konnte eine eindeutige 

Funktion in polytänen Chromosomen der larvalen Speicheldrüsen nachgewiesen 



Ergebnisse 

42 

werden. Dabei vermittelt SU(VAR)3-9 die Di- und Trimethylierung im Chromozentrum 

(Schotta et al., 2002; Ebert et al., 2004; Ebert et al., 2006), während dSETDB1 

H3K9me1 und H3K9me2 in einigen euchromatischen Banden und H3K9me2 im 4. 

Chromosom katalysiert (Seum et al., 2007; Tzeng et al., 2007). Weiterhin ist dSETDB1 

essentiell für Transgen-Silencing im 4. Chromosom (Seum et al., 2007). Beide Proteine 

besitzen eine SET-Domäne, die nach den 3 Drosophila-Genen (Su(var)3-9, E(z) und 

trithorax) benannt ist (Tschiersch et al., 1994), bei denen diese Domäne erstmals 

beschrieben wurde. Dabei besitzt aber die SET-Domäne von dSETDB1 eine 

Besonderheit, da sie wie beim menschlichen homologen SETDB1 zweigeteilt und 

gabelförmig angeordnet ist, was bei Drosophila einzigartig ist (Clough et al., 2006). 

Obwohl die Funktionen beider H3K9-spezifischen Methyltransferasen in den polytänen 

Speicheldrüsenchromosomen von Drosophila gut charakterisiert sind, ist nichts über 

ihre Funktionen in frühen Embryonalstadien und in der Keimbahn bekannt. Daher 

wurden zunächst Embryonen der Nullallele Su(var)3-906 und egg1473 (dSETDB1) im 

Mitosezyklus 14 im Bezug auf die H3K9 Methylierungen vergleichend untersucht. Als 

Referenz diente der Wildtyp. Das Allel Su(var)3-906 ist homozygot  lebensfähig,  sodass 

 

 

 
Abb.3.24. dSETDB1 vermittelt die H3K9 Di- und Trimethylierung in der frühen Embryogenese 
von Drosophila. Die homozygoten Su(var)3-906 Embryonen zeigen eine starke Reduktion von H3K9me1, 
jedoch keine Unterschiede bei H3K9me2 und H3K9me3 verglichen mit dem Wildtyp. In Embryonen 
heterozygoter egg1473/+ Weibchen ist hingegen eine geringe Reduktion von H3K9me1 und eine sehr 
starke Reduktion von H3K9me2 und H3K9me3 nachweisbar (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- 
Antikörper; Messbalken 20 µm). 
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die untersuchten Embryonen alle homozygot waren. Die verwendete dSETDB1- 

Mutation egg1473 ist semiletal, da homozygote Weibchen nicht in der Lage sind, Eier zu 

produzieren (Pohl 2010). Es wurden daher Embryonen gefärbt, die aus einer Kreuzung 

von heterozygoten Tieren hervorgegangen sind, wobei 3 Kombinationen möglich sind: 

heterozygote Embryonen (egg1473/+), homozygote Embryonen (egg1473/egg1473) und 

Embryonen, die die Mutation nicht mehr tragen (+/+). Da keine embryonalen Marker 

existieren, die eine Unterscheidung der Genotypen sehr früher Embryonen ermöglichen, 

und auch keine Unterschiede in der Färbung erkennbar waren, lässt sich keine Aussage 

darüber treffen, ob die abgebildeten Embryonen die egg1473-Mutation homo- oder 

heterozygot trugen (Abb. 3.24). Unabhängig davon zeigten alle egg1473 Embryonen in 

somatischen Blastodermzellen und den PGC eine schwache Reduktion für H3K9me1. 

H3K9me2 und H3K9me3 waren hingegen kaum detektierbar und zeigten im Bezug auf 

den Wildtyp eine sehr starke Reduktion, sodass auf eine wichtige Rolle von dSETDB1 

in der frühen Embryonalentwicklung im Bezug auf diese Histonmodifizierungen 

geschlossen werden kann (Abb.3.24). Reziproke Kreuzungen, bei denen die egg1473- 

Mutation heterozygot sowohl maternal als auch   paternal  gegen den  Wildtyp gekreuzt 

 

 

 
Abb. 3.25. dSETDB1 ist eine maternale Komponente. Reziproke Kreuzungen der heterozygoten 
egg1473- Mutation (egg1473/+) gegen den Wildtyp (+/+). Nur bei maternaler Herkunft der egg1473- Mutation 
ist eine Reduktion von H3K9me2 in frühen Embryonen detektierbar (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- 
Antikörper; Messbalken 20 µm). 
 
 



Ergebnisse 

44 

wurde, zeigten, dass dSETDB1 eine mütterliche Komponente ist. Nur bei maternaler 

Herkunft der Mutation ist eine Reduktion von H3K9me2 im Mitosezyklus 14 

detektierbar, nicht jedoch wenn die egg1473- Mutation paternalen Ursprungs ist (Abb. 

3.25). 

Die Embryonen homozygoter Su(var)3-906-Weibchen zeigten hingegen im Vergleich 

zum Wildtyp nur eine starke Reduktion von H3K9me1. Für H3K9me2 und H3K9me3 

wurden keine Unterschiede zum Wildtyp gefunden. Auch bei dieser Mutante sind wie 

bei egg1473 keine Unterschiede zwischen somatischen Blastodermzellen und 

primordialen Keimbahnstammzellen feststellbar (Abb. 3.24). Aus den Ergebnissen kann 

geschlossen werden, dass SU(VAR)3-9 in der frühen Embryogenese nur die Reaktion 

von unmodifiziertem H3K9 zu H3K9me1 katalysiert. In larvalem und adultem Gewebe 

wird jedoch die Reaktion von H3K9me1 zu H3K9me2 und in geringem Umfang von 

H3K9me2 zu H3K9me3 katalysiert (Schotta et al., 2002; Ebert et al., 2004). Daher 

stellte sich die Frage nach der Regulation der enzymatischen Spezifität von  

SU(VAR)3-9 während der Entwicklung von Drosophila. Wahrscheinlich erfolgt die 

Umschaltung der Spezifität nach der Gastrulation im frühen ersten Larvenstadium, da 

auch in Embryonen des Stadiums 14 am Ende der Gastrulation im Bezug auf H3K9me2 

gleiche Effekte wie in Embryonen des Mitosezyklus 14 nachweisbar sind (Abb. 3.26). 

   Da gleichartige Veränderungen der H3K9 Methylierungen in beiden Mutanten auch in 

den PGC detektiert wurden, sollte der Einfluss der Mutationen auf die weitere 

Keimbahnentwicklung untersucht werden. Schon phänotypisch unterscheiden sich die 

Ovarien der Mutanten stark voneinander (Abb.3.27). Die Ovarien der homozygoten       

Su(var)3-906-Weibchen zeigen weder in Größe noch in der Anzahl der Ovariolen 

Unterschiede zum Wildtyp- Ovarium. Jedoch ist bereits in der heterozygoten egg1473 

Mutante erkennbar, dass die Ovarien kleiner sind und die Anzahl der Ovariolen 

reduziert ist. Diese Weibchen sind fertil, da die Entwicklung innerhalb der Ovariolen 

normal verläuft. Die homozygoten egg1473- Mutantenweibchen sind hingegen steril, da 

die Ovarien nicht nur in ihrer Größe sehr stark reduziert sind, sondern auch keine 

Entwicklung innerhalb der Ovarien stattfindet (Pohl 2010). Grund hierfür sind die 

fehlenden adulten  Stammzellen  und  die völlig  fehlende  Struktur  eines  Germariums. 
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Abb. 3.26. dSETDB1 vermittelt die H3K9 Dimethylierung in den PGC bis zum Ende der 
Embryogenese. Gonaden von Embryonen im Entwicklungsstadium 14 am Ende der Gastrulation. Nur 
die Embryonen von heterozygoten egg1473- Mutantenweibchen zeigen eine starke Reduktion von 
H3K9me2 in PGC und benachbarten somatischen Zellen verglichen mit dem Wildtyp. Die Embryonen 
von homozygoten Su(var)3-906- Weibchen zeigen im Bezug auf H3K9me2 keinen Unterschied zum 
Wildtyp. Die PGC sind eingekreist (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün, blau- Antikörper; Messbalken          
5 µm). 
 
 

 

 

 
 
Abb.3.27. Phänotypische Effekte der Allele egg1473 und Su(var)3-906  auf die Ovarienentwicklung im 
adulten Weibchen. Bereits im heterozygoten Zustand des egg1473 Allels (egg1473/+) zeigt sich eine 
phänotypische Reduktion der Größe der Ovarien, die Weibchen sind fertil. Homozygote egg1473-
Weibchen (egg1473/egg1473) sind jedoch steril und besitzen stark rudimentäre Ovarien  .  Die Su(var)3-906 
Mutation hat keinen Einfluß auf die Größe der Ovarien und die Anzahl der Ovariolen. Die Weibchen sind 
fertil.   
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Für vergleichende Analysen der H3K9 Methylierungen in GSC konnten nur 

heterozygote egg1473- Mutanten untersucht werden. Bei der Analyse wird deutlich, dass 

im Vergleich zur frühen Embryonalentwicklung eine Umschaltung in der Spezifität bei 

beiden Proteinen in der Keimbahn stattgefunden haben muss. In den ovarialen 

Stammzellen (GSC) im Germarium zeigt sich bei den homozygoten Su(var)3-906 -und 

den heterozygoten egg1473 – Mutantenweibchen für H3K9me1 und H3K9me3 kein 

Unterschied zum Wildtyp (Abb.3.28). Yoon et al. (2008) konnten mit einer anderen 

dSETDB1- Mutante (dsetdb1G19561), die auch homozygot in der Lage ist, GSC zu 

bilden, zeigen, dass H3K9me3 in den Germarien tatsächlich durch dSETDB1 katalysiert 

wird. Aus den Ergebnissen kann geschlussfolgert werden, dass H3K9me1 durch 

mindestens eine weitere H3K9 spezifische Methyltransferase in den Ovarien adulter 

Weibchen kontrolliert wird. Für die KMTase dG9a wurde jedoch gezeigt, dass in den 

Mutantentieren H3K9me1 unverändert ist (Lee et al., 2010). 

 

 

 

 
Abb.3.28. SU(VAR)3-9 und nicht dSETDB1 vermittelt die H3K9 Dimethylierung in den GSC von 
Drosophila. In den adulten Stammzellen der Ovarien homozygoter Su(var)3-906 Weibchen zeigt sich 
verglichen mit dem Wildtyp keine Reduktion von H3K9me1 und H3K9me3. H3K9me2 ist hingegen nicht 
mehr detektierbar. In den  Ovarien homozygoter egg1473 Weibchen werden keine GSC gebildet, daher 
wurden heterozygote Weibchen genutzt Verglichen mit dem Wildtyp zeigen die GSC der heterozygoten 
egg1473 Weibchen keine Reduktion für H3K9me1, H3K9me2 und H3K9me3. Die GSC sind eingekreist 
(rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 5 µm). 
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Abb.3.29. SU(VAR)3-9 vermittelt die H3K9 Dimethylierung in den GSC von Drosophila. In den 
GSC homozygoter Su(var)3-906 Weibchen ist, verglichen mit dem Wildtyp, kein H3K9me2 mehr 
detektierbar. In der homozygoten Überexpressionslinie 2x P{Su(var)3-9} zeigt sich eine Verstärkung für 
H3K9me2. In den GSC heterozygoter Weibchen des gain-of-function Allels Su(var)3-9ptnD scheint 
H3K9me2 über den ganzen Kern verteilt zu sein und ist nicht wie beim Wildtyp auf distinkte Regionen 
begrenzt. Die GSC sind eingekreist (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 5 µm). 
 

DSETDB1 scheint nur H3K9me3 in den GSC zu katalysieren (Yoon et al., 2008), da 

auch H3K9me2 im Vergleich zum Wildtyp unverändert ist. Jedoch handelt es sich bei 

den untersuchten Ovarien um die heterozygoter Weibchen, da die homozygote Mutante 

aufgrund der sehr stark reduzierten Ovarien und fehlender GSC nicht analysierbar war. 

Es zeigt sich aber eindeutig, dass SU(VAR)3-9 in den GSC H3K9me2 katalysiert, da 

diese Modifikation in den GSC der homozygoten Su(var)3-906 Mutante völlig fehlt. Es 

scheint allerdings ein Unterschied zu den somatischen Terminalfilament- Zellen zu 

bestehen, da diese H3K9me2 noch aufweisen. Um die Funktion von SU(VAR)3-9 im 

Bezug auf H3K9me2 in den GSC näher zu untersuchen, wurden neben der 

homozygoten Nullmutante Su(var)3-906 auch eine Überexpressionlinie (2x P{Su(var)3-

9}) und das dominant negative Allel Su(var)3-9ptnD untersucht (Abb.3.29). Verglichen 

mit dem Wildtyp zeigt das Nullallel Su(var)3-906 eine sehr starke Reduktion für 

H3K9me2 während in der Überexpressionslinie (2x P{Su(var)3-9}) eine Erhöhung 

dieser Histonmodifikation detektierbar ist. Die Su(var)3-9ptnD- Mutation führt zu 

dominanter weiblicher Sterilität und in den Mutantentieren wird eine verstärkte 

Kondensation des perizentrischen Heterochromatins gefunden (Kuhfittig et al., 2001). 

An polytänen Speicheldrüsenchromosomen der Larven von Drosophila konnte gezeigt 

werden, dass H3K9me2 und H3K9me3 stark erhöht und ektopisch verteilt sind (Ebert et 

al., 2004). Auch in den GSC von Su(var)3-9ptnD- Weibchen wird eine ektopische 

Verteilung von H3K9me2 gefunden (Abb. 3.29). Während beim Wildtyp eine Färbung 

distinkter Bereiche im Kern zu sehen ist, erscheint die Färbung bei der Su(var)3-9ptnD-
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Mutante diffus im Kern verteilt. Eine Färbung von H3K9me3 in den GSC der   

Su(var)3-9ptnD-Mutante muss noch durchgeführt werden. Zusammenfassend läßt sich 

eine entwicklungsabhängige Aktivität und Spezifität der H3K9 spezifischen KMTasen 

SU(VAR)3-9 und dSETDB1 erkennen (Abb. 4.1).   

 

 

3.1.6 Ecdyson- Signaling und Chromatindifferenzierung in  der 
weiblichen Keimbahn von Drosophila 
 

Wie bereits im Rahmen dieser Arbeit gezeigt werden konnte, erfolgt die 

Differenzierung in Eu- und Heterochromatin während der frühen Embryogenese von 

Drosophila. Obwohl einige der Kontrollfaktoren, die in der frühen 

Embryonalentwicklung an der Bildung eu- und heterochromatischer Bereiche beteiligt 

sind, bereits identifiziert werden konnten, sind die molekularen Signale, die diese 

Differenzierung initiieren, bisher unbekannt. Eine Rolle von Ecdyson- Signaling konnte 

durch Analysen von taiman- Mutationen nachgewiesen werden. Die 5 existierenden 

Insertionsmutanten und die interne semiletale Deletionsmutante [Df(2L)tai2] des EcR- 

Koaktivators manifestieren einen dominanten Suppressoreffekt auf die white- 

Variegation in In(1)wm4- Tieren (Apelt 2005, Lein 2011).  

TAIMAN ist das Drosophila- Homologe des Säugerproteins SRC-3 (Steroid Receptor 

Coactivator 3) und verstärkt als Coaktivator im Ecdyson-Rezeptorkomplex dessen 

transkriptionelle Aktivität (Anzick et al., 1997). In taiman- Mutanten wird das 

Migrationsverhalten der Border- Zellen, die eine essentielle Funktion beim Aufbau der 

Mikropyle haben, in den Ovarien signifikant beeinflusst (Bai et al., 2000). Wird 

Ecdyson in adulte Weibchen injiziert, so wird eine frühere Wanderung induziert, das 

Fehlen von Ecdyson führt zur verspäteteten Migration dieser Zellen (Bai et al., 2000). 

Mit Hilfe von Semidünnschnitten eingebetteter Ovarien der Wildtypweibchen und der 

internen semiletalen Deletionsmutante  [Df(2L)tai2] konnte gezeigt werden, dass die 

Wanderung der Border-Zellen in dieser Mutante beeinflusst ist, da weniger Zellen 

migrieren (Bär 2008). Dies zeigt, dass es sich bei dem dabei untersuchten taiman- Allel 

[Df(2L)tai2] um eine hypomorphe Mutante handelt, was durch RT-PCR-Analysen 

bestätigt werden konnte (Bär 2008). 

Mit Hilfe eines gegen das TAIMAN-Protein generierten Antikörpers konnte es als 

euchromatisches Protein charakterisiert werden, das in Interbanden polytäner 

Speicheldrüsenchromosomen bindet (Lein 2011). 
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Abb.3.30. Die Defizienz im taiman-Gen führt zu massiven Veränderungen im Chromatin der 
primordialen Keimbahnstammzellen. Globale Veränderungen am Chromatin der somatischen 
Blastodermzellen und der PGC in Embryonen der taiman- Mutante Df(2L)tai2. Die Veränderungen 
betreffen euchromatische Modifizierungen (H3K9ac) und heterochromatische Modifizierungen 
(H3K9me2 und H3K9me3). Die H3K4 Methylierungen sind in den primordialen Keimbahnstammzellen 
nicht verändert. Die stärkste Veränderung zeigen H3K27me3 und RPD3 (rot-DNA (DAPI)-Färbung, 
grün- Antikörper; Messbalken 20 µm). 
 

Bereits in früheren Arbeiten wurden globale Veränderungen von Histonmodi-

fizierungen an larvalen polytänen Speicheldrüsenchromosomen der hypomorphen 

Deletionsmutante Df(2L)tai2 detektiert. Neben einer Reduktion von H3K9me2 sind 

sowohl H3K27me3 als auch H3K9ac erhöht (C. Apelt pers. Mitteilung). Neuere 

Arbeiten beweisen einen Einfluss von TAIMAN auf die Keimbahn von Drosophila, da 

in den untersuchten Mutanten die Anzahl der adulten Keimbahnstammzellen (GSC) 

erhöht war (König et al., 2011). Da es bisher keine weiteren Analysen zur Funktion von 

TAIMAN in der Keimbahnentwicklung gibt, wurde die Deletionsmutante Df(2L)tai2 

hinsichtlich dieses Aspektes näher untersucht. Dabei wurden Embryonen homozygoter 

Defizienz-Weibchen [Df(2L)tai2/ Df(2L)tai2] analysiert. In der frühen Embryogenese 
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zeigen sich im Vergleich zum Wildtyp globale Chromatinveränderungen in der 

Df(2L)tai2-Mutante (Abb. 3.30). Diese Veränderungen betreffen eu- und 

heterochromatische Modifikationen. Besonders starke Erhöhungen zeigen H3K27me3 

und H3K9ac. Auch die Histon-Deacetylase RPD3 (HDAC1) ist verstärkt detektierbar. 

Eine signifikante Erhöhung wird auch für H3K4me3 gefunden. Diese Verstärkung 

betrifft jedoch nur die somatischen Blastodermzellen und, im Gegensatz zu allen 

anderen veränderten Modifikationen, nicht die primordialen Keimbahnstammzellen 

(PGC). Eine deutliche Reduktion ist bei den heterochromatischen Histonmodifikationen 

H3K9me2 und H3K9me3 detektierbar. Westernblot-Analysen bestätigen die 

gefundenen Veränderungen im embryonalen Chromatin (Lein 2011).  

In weiteren Analysen wurden die Ovarien der adulten homozygoten Df(2L)tai2 

Weibchen untersucht. Phänotypisch erscheinen die Ovarien dieser Weibchen etwas 

kleiner als beim Wildtyp, jedoch ist die Anzahl der Ovariolen kaum reduziert (Abb. 

3.31). Die taiman- Weibchen zeigen den sog. grandchildless-Phänotyp, da die von 

ihnen produzierten Eier sich nicht bzw kaum zu Adulten entwickeln. Des Weiteren 

werden nicht in allen Ovariolen Eier produziert. Häufig wird in den Ovariolen, die keine 

Eier entwickeln, eine Dekondensierung des Eizellkern-Chromatins beobachtet, das im 

Wildtyp immer als sehr stark kondensiertes Karyosom vorliegt (Abb. 3.32).  
 
 
 

 
 

Abb.3.31. Phänotypischer Effekt der Defizienz Df(2L)tai2 auf die Ovarienentwicklung 
adulter Weibchen. Die Ovarien der homozygoten taiman-Defizienz –Weibchen erscheinen 
etwas kleiner als die des Wildtyps. Die Weibchen der taiman-Defizienz sind in der Lage, Eier zu 
produzieren, die sich aber nicht bis zum Adulten entwickeln. (grandchildless-Phänotyp). Die 
Entwicklung verläuft nicht in allen Ovariolen normal.  
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Abb.3.32. Einfluss der Defizienz Df(2L)tai2 auf die Chromatinstruktur des Eizellkerns. A. In den 
Eikammern einiger Ovariolen homozygoter Df(2L)tai2- Weibchen ist der Eizellkern im Vergleich zum 
stark kondensierten Karyosom des Wildtyps dekondensiert. Die Färbung gegen C(3)G (grün) zeigt den 
Eizellkern. Der Eizellkern ist eingekreist. B. Färbungen gegen H3K27me2 und H3K4me2 (grün) zeigen 
große Unterschiede im Eizellkern beim Wildtyp und der taiman-Mutante. Ein Pfeil markiert den 
Eizellkern. (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 10 µm [A] bzw. 5 µm [B]). 
 

  
Eine Färbung gegen das C(3)G- Protein, das am Aufbau des transversalen Filamentes 

des synaptonemalen Komplexes beteiligt ist, (Page und Hawley 2001) kann in späteren 

Eikammern nur im Eizellkern nachgewiesen werden. Diese Färbung diente als 

Nachweis, dass es sich bei den dekondensierten Kernen tatsächlich um Eizellkerne 

handelt (Abb. 3.32A). Abbildung 3.32B zeigt, dass die Dekondensierung des 

Oozytenkerns auch mit Veränderungen von Histonmodifizierungen einhergeht. Bei 

einer Färbung gegen H3K27me2 lässt sich im Karyosom von Wildtyp-Eizellen eine 

sehr starke Färbung des gesamten Kerns beobachten. Beim dekondensierten Eizellkern 

der taiman- Mutante [Df(2L)tai2] scheinen nur distinkte Bereiche stärker gefärbt zu 

sein, die auch bei der DAPI-Färbung verdichtet erscheinen. Im Gegensatz dazu ist ein 

erhöhtes Niveau von H3K4me2 zu sehen, das eine euchromatische Histonmodifikation 

darstellt. Im stark kondensierten Oozytenkern ist im Wildtyp nur eine schwache 

Färbung für H3K4me2 detektierbar, die sich im dekondensierten Kern von Df(2L)tai2 

homozygoten Weibchen um ein Vielfaches verstärkt und über den ganzen Kern verteilt 

ist. Die Färbung zeigt, dass die Kernstruktur mit der beobachteten Veränderung in den 
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eu- und heterochromatischen Modifikationen korreliert. In diesen Ovariolen entwickeln 

sich keine Eier, was vermuten läßt, dass die starke Kondensierung des Oozytenkerns 

essentiell ist. Eine Dekondensierung resultiert in der verringerten Eiproduktion der 

Weibchen. Da nicht alle Ovariolen betroffen waren, sollte geklärt werden, ob 

Veränderungen im Chromatin der adulten Stammzellen (GSC) für die Dekondensierung 

des Oozytenkerns verantwortlich sein könnten (Abb. 3.33). Dazu wurden die Histon- 

Modifizierungen in GSC untersucht, die bereits in den PGC in Df(2L)tai2 Embryonen 

analysiert wurden (Abb. 3.33). Es konnten 2 Arten von GSC  in  den  taiman-Mutanten 

 

 
Abb.3.33. Die Defizienz im taiman-Gen zeigt kaum Einfluss auf die Chromatinstruktur ovarialer 
Keimbahnstammzellen in den Ovarien adulter Drosophila Weibchen. Die taiman- Mutation führt 
kaum zu Veränderungen im Chromatin der adulten Keimbahnstammzellen (GSC). Aufgrund der 
Dekondensierung des Karyosoms in einigen Ovariolen desselben Ovariums wurden die GSC beider 
Ovariolentypen (Ovariolen mit Karyosom und Ovariolen mit dekondensiertem Eizellkern) aufgenommen. 
Nur H3K9ac, RPD3 [HDAC1] und H3K9me3 zeigen Unterschiede zum Wildtyp. Nur für RPD3 wird ein 
Unterschied bei den GSC der verschiedenen Ovariolentypen detektiert. Die GSC sind eingekreist (rot-
DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper; Messbalken 5 µm). 
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 [Df(2L)tai2] gefunden werden, die untereinander und mit dem Wildtyp verglichen 

wurden. Da sich an der Spitze jeder Ovariole 2-3 GSC befinden, wurden sowohl GSC 

normaler Ovariolen als auch GSC von Ovariolen mit dekondensiertem Eizellkern 

untersucht. Dabei zeigte sich nur bei der Histondeacetylase RPD3 in den GSC ein 

Unterschied zwischen den beiden Ovariolentypen (Abb. 3.33). Im Gegensatz zu den 

primordialen Keimbahnstammzellen (PGC), die globale Veränderungen im Chromatin 

zeigen und mehrere eu- und heterochromatische Histonmodifizierungen signifikant 

verändert sind, weisen die ovarialen Stammzellen (GSC) keine solch massiven 

Veränderungen im Bezug auf die untersuchten Modifizierungen auf. H3K4me2, 

H3K4me3, H3K9me2 und H3K27me3 zeigen keinen Unterschied zum Wildtyp. Im 

Gegensatz dazu ist H3K9me3 wie in den PGC des frühen Embryos reduziert. 

Verglichen mit dem Wildtyp ist in den GSC der taiman-Mutante [Df(2L)tai2] wie in der 

frühen Embryogenese eine Erhöhung von H3K9ac detektierbar. Nur bei RPD3 ist 

jedoch eine Differenz zwischen den beiden Ovariolentypen (kondensiertes Karyosom 

oder dekondensierter Eizellkern) in der taiman-Mutante [Df(2L)tai2] detektierbar. 

Ausschließlich in den Ovariolen mit dekondensiertem Oozytenkern ist eine verstärkte 

Färbung für RPD3 nachweisbar. Da dieser einzige Unterschied zwischen den GSC der 

beiden Ovariolentypen der taiman-Mutante [Df(2L)tai2] allein aber nicht ursächlich für 

die Dekondensierung des Eizellkerns sein kann, sind weitere Untersuchungen anderer 

Histon-Modifizierungen und weiterer Chromatinproteine erforderlich.  

Zusammenfassend hat die taiman-Mutation [Df(2L)tai2] einen sehr starken Einfluss auf 

die Chromatindifferenzierung in der frühen Embryogenese auch in den PGC, da 

massive globale Veränderungen (Reduktion von H3K9me2 und H3K9me3, Erhöhung 

von H3K4me3 [nicht in PGC], H3K9ac, H3K27me3 und RPD3) detektiert werden 

konnten. Diese massiven Chromatinveränderungen sind in den ovarialen 

Keimbahnstammzellen nicht so stark nachweisbar (H3K4me3, H3K9me2 und 

H3K27me3 unverändert; H3K9me3,  H3K9ac und RPD3 gleiche Veränderung wie in 

PGC).  
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3.1.7 E(Z), HP1 und dSETDB1 sind essentiell für eine normale  
            Keimbahnentwicklung  
 
 Die Entdeckung, dass doppelsträngige RNAs (dsRNA) zum Knockdown verschiedener 

Gene genutzt werden können (Fire et al., 1998), ist Grundlage vieler heute existierender 

RNAi-basierter Methoden in verschiedenen Organismen. Voll nutzbar wurden die 

RNAi-basierten Methoden allerdings erst nach Totalsequenzierung der Genome. In 

Drosophila ist es möglich, RNAi- Konstrukte kontrolliert in einem UAS/GAL4-

basierten Expressionssystem zu nutzen und somit die Funktionen verschiedener Gene 

zell- und gewebespezifisch aufzuklären (Brand und Perrimon 1993). Es konnte bereits 

gezeigt werden, dass transgene RNAi- Linien in allen somatischen Geweben einen 

effektiven RNAi- Knockdown induzieren können(Dietzl et al., 2007). Für einen 

effektiven Keimbahn- Knockdown sind diese UAS- RNAi-Konstrukte jedoch nicht 

geeignet. Aus diesem Grund entwickelte das TRiP-Consortium aus Boston 

(http://www.flyrnai.org/) UAS-RNAi- Konstrukte (VALIUM-Vektoren; Ni et al., 2008; 

Ni et al., 2009), die auch in der weiblichen Keimbahn einen effektiven RNAi- 

Knockdown mittels shmiRNAs induzieren. Basierend auf  dem phiC31 System (Groth et 

al., 2004) erfolgte die spezifische Integration der RNAi-Transgene in vorher auf gute 

Expression getestete attP landing sites, sodass ein Positionseffekt ausgeschlossen 

werden konnte (Markstein et al., 2008). Der große Vorteil dieser Methode ist, dass 

neben der spezifischen Expression in verschiedenen Zellen und Geweben auch GAL4-

Linien mit verschiedenen Expressionsstärken und die Coexpression mit UAS-Dicer2 

(Dietzl et al., 2007) den RNAi Knockdown verstärken oder schwächen können und 

variierende Phänotypen erzeugen.  

Im Rahmen dieser Arbeit wurden RNAi-Linien für unterschiedliche Chromatinfaktoren 

wie HP1, SUV4-20, E(Z) und RPD3 genutzt, um mit Hilfe verschiedener nanos- und 

vasaGAL4-Treiber einen Keimbahn-spezifischen Knockdown zu erreichen und die 

Funktion der entsprechenden Gene in der Keimbahn zu analysieren. Als 

Positivkontrolle für die Effektivität der Treiber und RNAi- Linien dienten vasa-RNAi- 

Linien, da kommerziell ein sehr guter Antikörper gegen das VASA-Protein erhältlich 

ist. Zunächst wurde mit Hilfe der Positiv-Kontrolle und eines Keimbahn-spezifischen 

nanosGAL4-Treibers in reziproken Kreuzungen untersucht, ob die maternale oder 

paternale Herkunft des Treibers eine Rolle spielt (Abb. 3.34). Wie erwartet zeigte sich, 

dass es einen effektiven vasa Knockdown nur bei maternaler Herkunft des Treibers gibt,  
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Abb.3.34. Effektiver RNAi Knockdown in der Keimbahn mittels nanosGAL4 Treiber. Spezifischer 
vasa RNAi Knockdown in der Keimbahn in einem UAS/GAL4-basierten System (TRiP Consortium, 
Boston) mit einem nanosGAL4- Treiber. Die Färbung gegen das VASA Protein zeigt einen effektiven 
RNAi Knockdown nur bei maternaler Vererbung des Treibers. Bei paternaler Herkunft ist der vasa RNAi 
Knockdown ineffektiv und das Protein ist in Ovarien adulter F1-Weibchen noch immer detektierbar (rot-
DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA-Antikörper; Messbalken 30 µm). 
 

da nanos in den Ovarien der Weibchen sehr stark exprimiert und in den Embryo 

geladen wird. Somit wird auch der nanosGAL4 Treiber bei einer maternalen Kreuzung 

in großer Menge in den Embryo geladen, was den effektiveren Knockdown erklärt. In 

den untersuchten Ovarien der F1-Weibchen (P{UAS-

Dcr2}/+;P{nanosGAL4}/+;P{UAS-vasa RNAi}/+) wird bei einer Kreuzung des 

nanosGAL4-Treibers mit paternaler Herkunft eine VASA-Färbung gefunden, die dem 

Wildtyp entspricht. Wird der Treiber jedoch maternal vererbt, so zeigen die Ovarien der 

F1-Weibchen keine VASA-Färbung mehr, was den effektiven Knockdown für vasa 

zeigt.  

Die F1-Weibchen (P{UAS-Dcr2}/+;P{nanosGAL4}/+;P{UAS-vasa RNAi}/+) sind in 

der Lage Embryonen zu produzieren, die sich jedoch nicht entwickeln. Dabei 

unterscheiden sich die beiden verwendeten vasa- RNAi- Linien im Bezug auf den 

Entwicklungsarrest, der entweder sehr früh in der Embryogenese (vor Zyklus 10) oder 

in der Gastrulation erfolgt (Tab. 3.2). Während in der vasa- RNAi-Linie HMS00373 

97% der Embryonen, die die F2-Generation darstellen, in der frühen Embryogenese 

sterben, überleben in der Linie HMS00431 24,9% der Embryonen bis zur Gastrulation 

(Tab. 3.2). In keinem der Embryonen ist eine VASA-Färbung detektierbar, was zeigt, 

dass sie nicht in der Lage sind, funktionelles Keimplasma und somit primordiale 

Keimbahnstammzellen (PGC) zu bilden (Abb. 3.36). Im Gegensatz dazu wird in den 

Embryonen der F1- Generation die Keimbahn zunächst normal gebildet, was an der 

keimbahnspezifischen VASA-Färbung der PGC erkennbar ist (Abb. 3.35). In den sich 
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daraus entwickelnden adulten Weibchen ist in den Ovarien keine VASA- Färbung 

nachweisbar (Abb. 3.34). Ursache für die sich zunächst normal entwickelnde Keim- 

bahn könnte die transkriptionelle Quiescence der PGC in der frühen Embryogenese 

sein.   
 

 
Abb.3.35. Der spezifische RNAi Knockdown von vasa führt nicht zum Verlust der Keimbahn in 
Embryonen der F1- Generation. Posteriorer Pol von Embryonen im Mitosezyklus 14. Durch eine 
Kreuzung von P{UAS-Dcr2}; P{nanosGAL4} mit P{UAS-vasa RNAi} kommt es in der F1- Generation 
nicht zum Verlust der PGC am posterioren Pol, wie eine Färbung mit dem keimbahnspezifischen VASA-
Antikörper zeigt (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA-Antikörper; Messbalken 20 µm). 
 

 

 

 
Abb.3.36. Der spezifische RNAi Knockdown von vasa führt zum Verlust der Keimbahn in der F2-
Generation. VASA-Färbung von Embryonen am Ende der Gastrulation. Im Entwicklungsstadium 14 
sind die Gonaden gebildet (WT). Nach der Kreuzung von P{UAS-Dcr2}; P{nanosGAL4} mit P{UAS-
vasa RNAi} produzieren die Weibchen der F1- Generation Embryonen, die keine PGC mehr bilden (rot-
DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA-Antikörper; Messbalken 100 µm).  
 

 

Tab.3.2. Der spezifische RNAi Knockdown von vasa führt zum Entwicklungsarrest der Embryonen 
in der F2-Generation. 
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Neben nanos ist auch vasa ein Keimbahn- spezifisch exprimiertes Gen. Im Rahmen der 

Arbeit wurden unter einem anderen Aspekt vasaGAL4-Fliegenlinien hergestellt, bei 

denen das vasaGAL4- Transgen an verschiedenen Stellen im Genom integriert ist. Für 

Testkreuzungen mit der UAS-vasa RNAi wurde die X- chromosomale vasaGAL4- 

Linie P{vasaGAL4}#2, die Linie P{vasaGAL4}#9 im 2. Chromosom und die Linie 

P{vasaGAL4}#10 im 3. Chromosom genutzt. Um die Menge an Treiber zu erhöhen, 

und somit den RNAi Knockdown noch zu verstärken, wurden in einer weiteren 

Kreuzung die P{vasaGAL4}Transgene des 2. und 3. Chromosoms kombiniert (Abb. 

3.37). Anhand der VASA- Färbung der Ovarien der F1- Weibchen läßt sich erkennen, 

dass der Knockdown offensichtlich nicht effektiv genug funktioniert, da  eine  Wildtyp-  

 

 

 
 

 
 
Abb.3.37. Partieller RNAi Knockdown mit verschiedenen vasaGAL4 Treibern. Testung 
keimbahnspezifischer vasaGAL4- Fliegenlinien mit Integration des P{vasaGAL4}-Transgens an 
verschiedenen Stellen und auf verschiedenen Chromosomen im Genom. Der Treiber wurde maternal 
gegen die P{UAS-vasa RNAi}- Linie gekreuzt. Eine Erhöhung der Treiber- Dosis wurde durch die 
Kombination der Linie 9 (2. Chromosom) und Linie 10 (3. Chromosom) erreicht. Der Knockdown mit 
vasaGAL4- Treibern ist ineffektiv, da in den Ovarien der F1-Weibchen noch immer VASA-Protein 
detektierbar ist (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA-Antikörper; Messbalken 30 µm).  
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ähnliche Verteilung detektiert werden kann. Nur bei der Kombination der vasaGAL4-

Transgene des 2. und 3. Chromosoms kann man eine schwache Reduktion der VASA- 

Färbung im Vergleich zum Wildtyp sehen. Eine weitere Möglichkeit, den RNAi 

Knockdown mittels vasaGAL4- Treiber zu verbessern, ist die Co-Expression von UAS-

Dicer2 (Dietzl et al., 2007).  

Im Rahmen dieser Arbeit wurden für die weiteren Analysen aufgrund der besseren 

Ergebnisse beim vasa RNAi Knockdown sowohl der nanosGAL4- Treiber als auch der 

nanosGAL4- Treiber mit co-exprimiertem UAS-Dicer2 verwendet. Mit Hilfe dieser 

Treiber wurden verschiedene, aus dem Soma bereits bekannte, und teilweise gut 

charakterisierte Chromatin- Faktoren wie SUV4-20, HP1, dSETDB1, E(Z) und die 

Komponente der RNAi- Maschinerie piwi in Keimbahnzellen spezifisch mittels RNAi 

herunterreguliert (Abb. 3.38). Als Kontrolle wurde der Wildtyp und die UAS- RNAi- 

Linie ohne Treiber genutzt. Ein signifikant stärkerer RNAi-Knockdown wurde bei 

Coexpression von UAS-Dicer2 (Dietzl et al. 2007) nachgewiesen (Abb. 3.38). In 

Genotypen mit dem nanosGAL4- Treiber sind die Ovarien des eggless [dSETDB1], 

E(z), Su(var)2-5 [HP1] und piwi Knockdowns (P{nanosGAL4}/+; P{UAS-TRiP 

RNAi}/+) zwar reduziert, die Weibchen aber fertil. In Genotypen mit nanosGAL4 und 

Dicer2 (P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-TRiP RNAi}/+) sind die Ovarien 

stark reduziert und die Weibchen vollständig steril. Die wenigen Embryonen, die 

gebildet werden, entwickeln sich nicht. Einen ähnlichen Effekt zeigt die Rpd3-RNAi-

Linie HMS00607, bei der nur die Weibchen mit nanosGAL4 und UAS-Dcr2 stark 

reduzierte Ovarien aufweisen. Die RNAi- Linien für Suv4-20, Rpd3 (HMS00164), 

taiman und Su(var)3-1 [JIL-1] zeigen hingegen weder mit nanosGAL4 allein noch mit 

nanosGAL4 und UAS- Dicer2 eine Reduktion der Ovarien (Abb. 3.38). Um die Frage 

klären zu können, ob SUV4-20, TAIMAN und JIL-1 nicht essentiell für die 

Keimbahnentwicklung sind oder der RNAi Knockdown ineffektiv war, müssten weitere 

RNAi-Linien dieser Regulatoren untersucht werden, die inzwischen beim TRiP 

Consortium für Suv4-20 und taiman erhältlich sind. 
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Abb.3.38. Spezifischer RNAi Knockdown verschiedener bekannter Chromatin-Faktoren in der 
Keimbahn von Drosophila. Dargestellt sind die Ovarien der Wildtypkontrolle, der RNAi-Linien ohne 
Treiber und die Ovarien der Weibchen der F1-Generation aus der Kreuzung von P{nanosGAL4} bzw. 
P{UAS-Dcr2};P{nanosGAL4} und P{UAS- TRiP RNAi}. Als Positivkontrolle für einen effektiven 
RNAi Knockdown dienten die P{UAS-vasa RNAi}-Linien. Es wurden Chromatin-Faktoren aus dem 
Soma auf ihre Funktion in der Keimbahn getestet. Die Treiber waren immer maternaler Herkunft, die 
RNAi- Linien paternalen Ursprungs. Nur bei einer Kreuzung von P{UAS-Dcr2};P{nanosGAL4} mit 
P{UAS- vasa RNAi}, P{UAS- Su(var)2-5 RNAi}, P{UAS- egg RNAi}, P{UAS- E(z) RNAi} und 
P{UAS- piwi RNAi} waren die adulten Weibchen der F1-Generation vollständig steril (roter Stern). 
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Die Weibchen der RNAi- Linien E(z), eggless [dSETDB1] und Su(var)2-5 [HP1] mit 

nanosGAL4 und Dicer2 (P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-TRiP RNAi}/+), 

die komplett steril waren, wurden immunzytologisch untersucht.  

Zunächst wurde in PGC von P{UAS- Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-E(z) 

RNAi}/+ Embryonen im Mitosezyklus 14 die H3K27 Methylierung untersucht. In 

diesen Embryonen wurde im Vergleich zum Wildtyp kein Unterschied in der H3K27 

Mono- Di- und Trimethylierung detektiert (Abb. 3.39). Auch scheint der E(z) 

Knockdown auf die Bildung der Gonaden später Embryonen keinen Einfluss zu 

besitzen, wie eine VASA-Färbung zeigt (Abb. 3.40). Die Gonaden zeigen keine 

morphologischen Unterschiede im Vergleich zum Wildtyp. Eine Färbung der Gonaden 

mit H3K27me1, H3K27me2 und H3K27me3 muss noch erfolgen. 

 

 

 

  
 

Abb.3.39. In den PGC der Embryonen des Mitosezyklus 14 ist der spezifische RNAi Knockdown 
von E(z) anhand der H3K27 Methylierung nicht nachweisbar. Verglichen mit dem Wildtyp, bei dem 
H3K27me1, H3K27me2 und H3K27me3 in den PGC (Pfeil) sichtbar ist, zeigt der E(z) Knockdown keine 
Unterschiede bei den H3K27 Methylierungen (rot-DNA (DAPI)-Färbung, weiß- Antikörper; Messbalken 
20 µm). 
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Abb.3.40. Der spezifische RNAi Knockdown 
von E(z) in der Keimbahn hat keinen Einfluss 
auf die Entwicklung der Gonaden in späten 
Embryonen. Antikörperfärbung  gegen das 
keimbahnspezifische VASA- führt bis zum Ende 
der Embryogenese nicht zum Verlust der PGC 
(rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA-
Antikörper; Messbalken 5 µm). 
 
 

 

Im Gegensatz zu den PGC werden in den Ovarien adulter P{UAS-Dcr2}/+; 

P{nanosGAL4}/+;P{UAS-E(z) RNAi}/+ Weibchen signifikante Entwicklungsdefekte 

nachgewiesen. Die Gonaden der Weibchen sind stark reduziert und es können zwei 

Typen von Ovarien unterschieden werden (Abb. 3.41). Die Ovarien des Typs A zeigen 

noch eine mehr oder weniger gute Entwicklung bis zur Bildung früher Eikammern. Es 

werden nur wenige Eier gebildet, die sich nicht weiter entwickeln. Die VASA-Färbung 

zeigt, dass diese Ovarien zwar reduziert sind, die Keimbahnidentität aber weitestgehend 

 

 

 
Abb.3.41. Der spezifische RNAi Knockdown von E(z) in der Keimbahn führt zu sterilen Weibchen 
mit sehr stark reduzierten Ovarien. P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-E(z) RNAi}/+ 
Weibchen haben im Vergleich zum Wildtyp stark reduzierte Ovarien. Dabei können die Ovarientypen A 
und B unterschieden werden. Beim Typ A erfolgt die Entwicklung nur bis zu einem frühen Stadium. Die 
VASA- Färbung zeigt, dass die Keimbahnidentität bis zur Entwicklung von frühen Eikammern erhalten 
geblieben ist. Die Weibchen sind komplett steril. Beim Typ B ist keine Entwicklung in den Ovariolen 
detektierbar. Eine VASA-Färbung zeigt, dass die Keimbahnidentität fast vollständig verloren ist (rot-
DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA- Antikörper; Messbalken 150µm). 

DNA 
α-VASA 



Ergebnisse 

62 

erhalten geblieben ist (Abb. 3.41 Typ A). Die Typ B- Ovarien beim E(z) Knockdown 

zeigen keinerlei Entwicklung innerhalb der Ovariolen. Immunzytologisch kann das 

VASA- Protein nur sehr schwach detektiert werden. Dies deutet auf einen fast 

vollständigen Verlust der Keimbahnidentität hin (Abb. 3.41 Typ B). Bei diesem 

Ovarientyp konnten keine GSC detektiert werden, sodass die Analyse der H3K27 

Methylierungen nur in den GSC der Ovarien des Typs A durchgeführt wurde.  

Die Färbungen zeigen, dass der E(z) Knockdown in den Keimbahnzellen sehr effektiv 

und spezifisch ist. Nur die GSC und Cystoblasten in den Germarien zeigen einen 

vollständigen oder nahezu vollständigen Verlust der H3K27 Methylierungen, nicht 

jedoch die Terminalfilament- und Cap- Zellen, die somatischen Ursprungs sind (Abb. 

3.42). Aufgrund der Ergebnisse des RNAi Knockdowns kann E(Z) eine große Rolle in 

der Keimbahnentwicklung zugeschrieben werden.  

 

 
 

 
Abb.3.42. Der RNAi Knockdown von E(z) in der Keimbahn führt zur Reduktion der H3K27 
Methylierung in GSC. Im Wildtyp sind H3K27me1, H3K27me2 und H3K27me3 in den GSC 
nachweisbar. In den Ovarien der P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-E(z) RNAi}/+ Weibchen 
ist keine der H3K27 Methylierungen in den Keimbahnzellen (GSC, Cystoblasten) detektierbar. Die 
somatischen Zellen im Germarium (unter anderem Terminalfilamentzellen, Cap-Zellen) zeigen dasselbe 
Färbemuster wie der Wildtyp. Die GSC sind eingekreist (rot-DNA (DAPI)-Färbung, weiß- Antikörper; 
Messbalken 5 µm). 
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Der Einfluß von dSETDB1 und HP1 auf H3K9me2 und H3K9me3 in den PGC wurde 

ebenfalls immunzytologisch näher charakterisiert. Dabei konnte kein Unterschied 

zwischen   Wildtyp   und   dSETDB1   bzw.   HP1   Knockdown   (P{UAS-Dcr2}/+;    
 
 

 
 
Abb.3.43. Der spezifische RNAi Knockdown von eggless [dSETDB1] in der Keimbahn ist anhand 
der H3K9 Methylierung in PGC der Embryonen des Mitosezyklus 14 nicht nachweisbar. Es kann 
kein Unterschied von H3K9me2 und H3K9me3 in den PGC zwischen Wildtyp und  P{UAS-Dcr2}/+; 
P{nanosGAL4}/+;P{UAS-egg RNAi}/+ Embryonen detektiert werden (rot-DNA (DAPI)-Färbung, weiß- 
Antikörper; Messbalken 20 µm). 
 

 

 
 
Abb.3.44. In P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-Su(var)2-5 RNAi}/+ Embryonen wird keine 
Reduktion der H3K9 Methylierung gefunden. Der Su(var)2-5 [HP1] Knockdown zeigt bei H3K9me2 
und H3K9me3 in den PGC der Embryonen im Mitosezyklus 14 keinen Unterschied zum Wildtyp (rot-
DNA (DAPI)-Färbung, weiß- Antikörper; Messbalken 20 µm). 
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P{nanosGAL4}/+;P{UAS-egg RNAi}/+, Abb. 3.43 und P{UAS-Dcr2}/+; 

P{nanosGAL4}/+;P{UAS-Su(var)2-5 RNAi}/+ , Abb. 3.44). Es muss noch untersucht 

werden, ob ein Einfluss der beiden Faktoren auf die Bildung der embryonalen Gonaden 

besteht.  

In den P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+;P{UAS-egg RNAi}/+ Weibchen und den 

Su(var)2-5 [HP1] Knockdown- Weibchen werden wiederum rudimentäre Ovarien 

gefunden. Die VASA- Färbung zeigt, dass in den stark reduzierten Ovarien keine bzw. 

fast keine Entwicklung stattfindet und die Keimbahnidentität in den Ovariolen fast 

vollständig verloren ist (Abb. 3.45B und C). Des Weiteren wurden in diesen Ovarien 

keine GSC gefunden, sodass eine Analyse von H3K9me2 und H3K9me3 in diesen 

Zellen nicht erfolgen konnte. Die Ausbildung der Typ 1 (keine VASA- Färbung) und 

Typ 2 (schwache VASA- Färbung) Ovariolen in den Ovarien des HP1 und dSETDB1 

Knockdowns könnte durch eine mosaikartige Expression des nanosGAL4- Treibers 

verursacht werden (J. Szabad pers. Mitteilung). 
 

 
 
Abb.3.45. Der RNAi Knockdown von eggless (dSETDB1) und Su(var)2-5 (HP1) in der Keimbahn 
führt zu sterilen Weibchen mit sehr stark reduzierten Ovarien. Die P{UAS-
Dcr2}/+;P{nanosGAL4}/+;P{UAS-TRiP RNAi}/+ Weibchen haben sehr stark reduzierte Ovarien im 
Vergleich zum Wildtyp. Die VASA- Färbung zeigt einen fast vollständigen Verlust der 
Keimbahnidentität. A. Wildtyp- Ovarium. B. HP1- RNAi Knockdown. Sehr stark reduzierte Ovarien in 
P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+; P{UAS-Su(var)2-5 RNAi}/+ Weibchen. Keine Entwicklung in den 
Ovariolen. Die Weibchen sind vollständig steril. C. dSETDB1- RNAi Knockdown. Sehr stark reduzierte 
Ovarien in P{UAS-Dcr2}/+; P{nanosGAL4}/+; P{UAS-egg RNAi}/+ Weibchen. Die Weibchen sind 
ebenfalls vollständig steril (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- VASA- Antikörper; Messbalken 150µm).  

DNA α-VASA 



Ergebnisse 

65 

Zusammenfassend ist es gelungen, mit Hilfe der RNAi- Linien des TRiP Consortiums 

aus Boston einen effektiven Knockdown verschiedener im Soma identifizierter 

Chromatin- Faktoren spezifisch in der Keimbahn zu zeigen. Aus den Ergebnissen kann 

geschlossen werden, dass E(Z), dSETDB1 und HP1 eine grosse Rolle bei der 

Keimbahnentwicklung spielen.  
 
 
3.2     Genetische Analyse der Chromatinstruktur der weiblichen 

    Keimbahn 
 

Für die Identifizierung und molekulare Analyse von Faktoren, die Heterochromatin und 

Gen- Silencing in Drosophila kontrollieren, stellen Suppressor- und 

Enhancermutationen von PEV wichtige Hilfsmittel dar. Mit Hilfe dieser Mutanten 

konnten zentrale epigenetische Regulatoren wie SU(VAR)3-9, HP1 und SU(VAR)3-7 

gefunden werden. Die funktionelle Bedeutung für heterochromatisches Gen- Silencing 

ist im In(1)wm4 Rearrangement direkt phänotypisch am Ausmaß der white Variegation 

erkennbar.  

Da epigenetische Prozesse zellerblich sind, sollte im Rahmen der Arbeit geklärt werden, 

inwieweit epigenetische Veränderungen innerhalb der Keimbahn auch auf die nächste 

Generation „vererbt“ werden. Über solche Prozesse in den Keimbahnzellen ist 

allerdings auch in Drosophila bisher wenig bekannt. Um die Chromatinregulation in der 

Keimbahn genetisch analysieren zu können, wurde ein dem In(1)wm4 Rearrangement 

ähnliches PEV-System etabliert, bei dem das fs(1)K10- Gen als keimbahnspezifisches 

Markergen variabel epigenetisch inaktiviert werden kann (Wieschaus 1978, 1980, 

Mietzsch et al. in prep.). 

 

 

3.2.1  Das fs(1)K10 PEV- System 
 

Der erste Schritt in der Ausbildung der Segmentierung des Embryos ist die Definition 

der dorso- ventralen und antero- posterioren Achse während der Oogenese (Nüsslein- 

Volhard 1979). Für die exakte Bildung der dorso- ventralen Achse in der Oogenese 

wird das Gurken-Protein benötigt, das für das Auslösen der Dorsalisierungskaskade 

durch Bindung der Torpedo-Rezeptoren (Drosophila Homologes des EGF-Rezeptors) 

auf der dorsalen Seite der sich entwickelnden Eizelle verantwortlich ist. Fs(1)K10   

stellt einen    negativen  Transkriptionsregulator  des  gurken-Gens  dar.   Bei   Verlust  



Ergebnisse 

66 

 
Abb.3.46. fs(1)K10 als Markergen für PEV-Analysen in der Keimbahn. A. Bei der loss-of- function 
Mutation  fs(1)K101 handelt es sich um einen Basenaustausch an Stelle 1320 im ersten Exon des Gens, 
der zu einem nonsense-Codon und somit zum verfrühten Translationsstopp führt. B. Die Mutation führt 
zu einer kompletten Dorsalisierung des Embryos. Der Wildtypembryo besitzt am anterioren Pol zwei 
freie Eifilamente. In der Mutante entstehen aufgrund der kompletten Dorsalisierung zwei Paare von 
Eifilamenten, die miteinander verwachsen sind. 
 

von FS(1)K10 kommt es zur vollständigen Dorsalisierung des Eies (Abb. 3.46B) und 

maximal 10% der Embryonen erreichen die Gastrulation (Abb. 3.47). Homozygote 

fs(1)K10- - Weibchen sind daher steril. Phänotypisch sind K10- - Embryonen leicht von 

Wildtyp- Embryonen  zu  unterscheiden, da  sie im  Vergleich  zum  Wildtyp  durch  die 

 
 
 
Abb.3.47. Frühe Entwicklung der 
Embryonen von homozygoten, fs(1)K101- 
Weibchen. Antikörperfärbung (grün) gegen 
das keimbahnspezifische VASA- Protein. 90% 
der gebildeten Embryonen sterben sehr früh in 
der Entwicklung. 10% entwickeln sich bis zur 
Gastrulation, in der Defekte auftreten. PGC 
(grün) werden entweder nicht gebildet oder 
gebildet aber nicht internalisiert (rot- DNA 
(DAPI)-Färbung, grün- VASA; Messbalken 
100 µm). 
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komplette Dorsalisierung rund erscheinen und am anterioren Pol zwei Eifilamentpaare 

besitzen, die miteinander verschmolzen sind (Abb. 3.46B). 

Im Rahmen der Arbeit konnte zunächst durch Sequenzanalysen gezeigt werden, dass es 

sich bei der fs(1)K101 Mutation (Wieschaus 1978, 1980) um einen EMS- induzierten 

Basenaustausch von Guanin zu Adenin an Position 1320 handelt. Dies führt zu einem 

verfrühten Translationsstopp (TGG → TAG) und einem kompletten Funktionsverlust 

(Abb. 3.46A). Der Verlust von K10 führt zur kompletten Dorsalisierung der Eizelle, zu 

Defekten in der Embryogenese und Sterilität der homozygoten fs(1)K101 Weibchen 

(Abb. 3.46B).  

Das fs(1)K10 PEV- System basiert auf einer zufälligen Integration eines fs(1)K10+ - 

Transgens in das Genom homozygoter fs(1)K10- - Weibchen (Abb. 3.48). Je nach 

Insertionsort kann die Sterilität komplett oder nur  partiell  gerettet  werden (Abb. 3.48).  

 

 
 
Abb.3.48. Rettung des fs(1)K101 Phänotyps durch ein K10-Transgen in Abhängigkeit vom 
Insertionsort. Homozygote fs(1)K101 Weibchen sind steril. Die vollständig dorsalisierten Embryonen 
sterben früh. In Abhängigkeit vom Insertionsort kann ein fs(1)K10- Transgen den Phänotyp der 
weiblichen Sterilität retten. Inseriert das Transgen in einen epigenetisch inaktiven Genombereich, findet 
keine Rettung statt. Liegt das Transgen in einem epigenetisch aktiven Genombereich, erfolgt eine 
vollständige Rettung. Ist das Transgen in der Nähe eines epigenetisch inaktiven Bereichs inseriert, so 
kann sich dieser inaktive Chromatinstatus auch teilweise über das Transgen ausbreiten und es entsteht ein 
variegierter Phänotyp. Diese Weibchen legen sowohl Wildtyp- als auch K10-Eier (roter Stern = K10-Ei). 
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Bei einer Integration in einen epigenetisch inaktiven Genombereich wird ein Silencing 

des Transgens beobachtet und keine Rettung des Mutantenphänotyps gefunden. Erfolgt 

eine Insertion in einen Genombereich, der keinem Silencing unterliegt, wird der 

Mutantenphänotyp vollständig gerettet. Interessant sind jedoch die Linien, die in 

unmittelbare Nähe von epigenetisch inaktiven Genombereichen inserieren, da hier ein 

partielles Silencing des Transgens beobachtet wird. Diese sogenannten Mosaikweibchen 

zeigen eine Variegation im Eiphänotyp und produzieren zwei Arten von Eier: Wildtyp-

Eier und K10-Eier. Durch das Einkreuzen von bereits bekannten Chromatin- Faktoren 

des Somas kann nun genetisch gezeigt werden, ob diese eine gleichartige Funktion im 

Keimbahn- Chromatin besitzen. 

Durch die Remobilisierung X- chromosomaler fs(1)K10+- Insertionen wurde eine 

Kollektion von 178 transgenen Fliegenlinien etabliert. Anknüpfend an Vorarbeiten 

(Schulze 2003) konnten im Rahmen der Arbeit fast alle Insertionsorte der K10- 

Transgene mittels Inverser PCR und FISH-Analysen bestimmt werden, so dass bei 175 

von 178 K10-Linien die exakte Position im Genom bekannt ist (Abb. 3.49). Davon sind 

9 Transgene im X- Chromosom, 72 Linien im 2. Chromosom und bei 97 Linien erfolgte 

eine Insertion in das 3. Chromosom. Es wurde keine transgene Linie im 4. Chromosom 

isoliert. Obwohl das 2. und 3. Chromosom viele fs(1)K10+ - Insertionen tragen, erfolgte 

keine Insertion in perizentrisches Heterochromatin oder in repetetive Sequenzen der 

Telomere (Abb. 3.49). Solche Insertionen konnten im K10- System erwartungsgemäß 

nicht isoliert werden, da P- Element- Insertionen nur sehr selten in heterochromatischen 

Sequenzen gefunden werden (Ryder et al., 2004).  

Auf molekularer Ebene konnten 114 intragenische, 54 intergenische und 4 Transposon- 

Insertionen (1360, gypsy, 3S18) detektiert werden. Von den 114 intragenischen K10- 

Transgenen wurden 11 im 5`UTR- Bereich, 50 in Exon- und 53 in Intronbereichen 

gefunden. In Abhängigkeit vom Insertionsort wurden in den Linien unterschiedliche 

K10- Variegationen detektiert. 12,6% (21 Linien) zeigen dabei eine Variegation von 

über 1%. Bei 23,4% der isolierten Linien (39 Linien) auf dem 2. und 3. Chromosom 

werden mit sehr geringer Frequenz K10- Eier gefunden, die eventuell auf spontane 

mitotische Rekombination zurückzuführen sind. Das Silencing von K10 wird klonal 

initiiert. Da keine partiell dorsalisierten Eier gefunden werden, kann das K10- Silencing 

mit dem Spreading eines benachbarten inaktiven Chromatinzustandes erklärt werden. 

Der größte Teil der Linien (102 Linien, 61,1%) zeigt eine vollständige Rettung und ist 

somit in epigenetisch aktive Genombereiche inseriert. Um die K10- Transgen- Insertion  
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Abb.3.49. Insertionsorte der fs(1)K10 Transgene im 2. und 3. Chromosom. Zytologische Karte der 
Chromosomen. Die Dreiecke repräsentieren die Insertionsorte der Transgene. Die Transgene zeigen eine 
vollständige (schwarz) oder partielle Rettung (rot, grau, grün) des fs(1)K101-Mutantenphänotyps in 
Abhängigkeit vom Insertionsort. Blaue Dreiecke stellen transgene Fliegenlinien dar, die eine Variegation 
für white im Auge zeigen. Bei den 3 nicht in die Karte eingezeichneten Linien (157, 138, 9) muss der 
Insertionsort in der genomischen Sequenz noch bestimmt werden. Die Insertionsorte verteilen sich über 
nahezu das gesamte 2. und 3. Chromosom, es finden sich aber Regionen mit häufigen Insertionen (21B) 
und ohne Insertion (41).  



Ergebnisse 

70 

in den Fliegen sichtbar zu machen, wurde das white- Gen als Markergen genutzt. 

Insgesamt zeigen 1,8% der Linien (3 Linien) eine Variegation für das white- Gen 

(somatisches Gen- Silencing), als auch ein Keimbahn- spezifisches Silencing des 

fs(1)K10- Transgens. Hier scheint sowohl im Soma als auch in der Keimbahn ein 

benachbarter epigenetisch inaktiver Genombereich das Transgen partiell zu 

inaktivieren. Weitere 2 Linien (1,2%) zeigen nur eine Variegation für das white- Gen. 

Hier unterscheiden sich die Chromatin- Zustände zwischen Soma und Keimbahn, da in 

den Keimbahnzellen eine vollständige Rettung des K10- Phänotyps erfolgte und kein 

Silencing detektiert werden konnte.  

Von den 21 K10- Linien, die eine K10- Variegation über 1% zeigen, wurden 10 Linien 

mit Variegationen von 29,2 bis 96% ausgewählt, deren Insertionsorte im 2. und 3. 

Chromosom in der genomischen Sequenz bestimmt sind. Bei diesen Linien erfolgte die 

Analyse der Wirkung von Mutationen, die Chromatin- Regulatoren betreffen. In diesen 

Untersuchungen sollte geprüft werden, ob diese Faktoren und die von ihnen 

kontrollierten epigenetischen Prozesse auch in der Keimbahn eine Rolle spielen.  

 

3.2.2 Genetische Analyse bekannter Chromatinfunktionen auf ihre 
Wirkung in der Keimbahn mit Hilfe des K10- PEV- Systems 

 
 
Um die bereits aus dem Soma bekannten Chromatin- Faktoren SU(VAR)3-9, 

SU(VAR)2-5 [HP1], SUV4-20, SU(VAR)3-1 [JIL-1], E(Z), SU(VAR)3-3, LID, 

TAIMAN und eggless [dSETDB1] im K10- PEV testen zu können, wurden diese 

zunächst in einen K10- Mutantenhintergrund gekreuzt. Weiterhin wurde auch piwi als 

Komponente der RNAi- Maschinerie untersucht. Insgesamt wurden Mutanten für 11 

verschiedene Chromatin- Regulatoren auf ihre modifizierende Wirkung in den 10 K10- 

Variegationslinien P{fs(1)K10+w+}11, 12, 45, 46, 82, 124, 128, 131, 171 und 174 

untersucht (Abb. 3.50 – 3.55; 7.2 – 7.8).  Dabei wurden die K10- Transgene 

grundsätzlich aus dem Weibchen (K10-/K10-; P{K10vw+}/+) und die Mutationen für die 

Chromatinfaktoren aus dem Männchen (K10-/Y; Su/+) gekreuzt. In der F1- Generation 

wurde die Eiablage (WT- Eier : K10- Eier) jeweils von 38 Kontroll- (K10-/K10-;  

P{K10vw+}/+) und 38 Testweibchen (K10-/K10-;  P{K10vw+}/Su) über 10 Tage für jedes 

individuelle Weibchen bestimmt. Zur Quantifizierung der K10- Variegation wurde 

neben der Frequenz der K10- Eier auch die Frequenz der Mosaikweibchen bestimmt. 

Diese Weibchen produzieren sowohl WT- als auch K10- Eier.  
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Die Analyse der Effekte der Faktoren in den unterschiedlichen K10- Linien zeigt, dass 

die im somatischen Gen- Silencing isolierten Chromatinregulatoren auch eine Rolle im 

Keimbahn- Chromatin spielen. Allerdings scheint es mehrere verschiedene molekulare 

Reaktionswege von Gen- Silencing in der Keimbahn zu geben, da in jeder K10- Linie 

eine unterschiedliche Anzahl der Regulatoren einen Effekt zeigt. Des Weiteren konnten 

nach der Art der Wirkung der Effektoren drei verschiedene Wirkungsmodi 

unterschieden werden: (1) der reguläre Modus, bei dem nur der Testgenotyp, der die 

Su(var)- Mutation trägt, supprimiert ist, nicht aber die Kontrolle, (2) der parentale 

Modus, bei dem beide Genotypen [Kontrollgenotyp ohne Su(var) und Testgenotyp mit 

Su(var)] einen Suppressor- Effekt zeigen und (3) der unerwartet aufgetretene alternative 

Modus, der im Soma nie beobachtet wurde. Hier ist nur der Kontrollgenotyp ohne 

Su(var)- Mutation supprimiert. Der Genotyp mit der Su(var)- Mutation zeigt hingegen 

in einigen Fällen eine Erhöhung über die Kontrolle hinaus. Da reziproke Kreuzungen 

gleiche Resultate erbrachten, können paternale oder maternale Effekte der Mutationen 

als Ursache für die drei Wirkungsmodi ausgeschlossen werden (Abb. 3.53; 7.3-7.4). 

In der K10- Linie 11 (K10- Variegation 38%), die auf dem 2. Chromosom im 5`UTR-

Bereich des an Apoptose- Prozessen beteiligten Rep2- Gens (DNA fragmentation 

factor-related protein 2, Drep2; Inohara und Nunez 1999) inseriert ist, zeigt nur E(z)15 

den regulären Modus (Abb. 3.50). Die Suv4-20BG00814 Mutation ist der einzige 

untersuchte Modifikator, der auf das Ausmaß der K10- Variegation an dieser Stelle im 

Keimbahn- Chromatin offensichtlich keinen Einfluß hat. Sowohl das Su(var)3-102- Allel 

[JIL-1] als auch Su(var)2-101 zeigen einen alternativen Wirkungsmodus auf die K10- 

Variegation (Abb. 3.50). Su(var)3-906, Su(var)2-505 [HP1], Su(var)3-309, Df(2L)tai2, 

eggless1473 [dSETDB1] und piwi zeigen den parentalen Modus, bei dem beide 

Genotypen supprimiert sind. An der Insertionsstelle der Linie 11 gibt es offensichtlich 

einen SUV4-20 unabhängigen Reaktionsweg der Etablierung eines inaktiven 

Chromatinzustandes (Abb. 3.50). Das Gen- Silencing steht an dieser Stelle im 

Keimbahngenom unter Kontrolle von SU(VAR)3-9, SU(VAR)2-5 [HP1], SU(VAR)3-1 

[JIL-1], E(Z), SU(VAR)2-1, SU(VAR)3-3, LID, TAIMAN, dSETDB1 und Piwi. 
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P{fs(1)K10+w+}11 

 
 
Abb.3.50. Einfluß von Chromatinfaktoren auf K10 Silencing in der Keimbahn bei der 
Insertionslinie P{fs(1)K10+w+}11. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) in die Linie 
P{fs(1)K10+w+}11. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde über 10 
Tage verfolgt. A. Genomischer Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+} 11 in Region 45C4. B. Alle 
getesteten Mutationen, außer Suv4-20BG00814 zeigen einen Effekt auf die K10- Variegation der Linie 
P{fs(1)K10+w+}11. Die Frequenz an Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm dargestellt. Die 
gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}11 Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- 
Eiern (Kontrolle).  
 

 

Die Variegation der Linie 12, bei der eine Insertion in den Intronbereich den Gens Df31 

(Decondensation factor 31; Crevel und Cotterill 1995) erfolgte, beträgt 29,2% (Abb. 

3.51). Nur an diesem Insertionsort manifestieren Su(var)3-906, Suv4-20BG00814 und E(z)15 

einen alternativen Modus. E(var)lid10424-8 zeigt den regulären Modus. Bei Su(var)3-309, 

egg1473 und piwi ist in beiden Genotypen eine Erhöhung über die Kontrolle hinaus 

nachweisbar. Das Gen- Silencing steht an der Insertionsstelle der Linie 12 unter 

Kontrolle von SU(VAR)3-9, SUV4-20, E(Z) und LID (Abb. 3.51). Eine Beeinflussung 

der Genomstruktur durch Piwi, SU(VAR)3-3 und dSETDB1 kann ebenfalls nicht 

ausgeschlossen werden. 
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P{fs(1)K10+w+}12 

 
Abb. 3.51. Analyse des Gen- Silencings in der Keimbahn am Insertionsort des fs(1)K10- Transgens 
12. Die Mutationen der Chromatinfaktoren sind paternaler Herkunft, das untersuchte fs(1)K10- Transgen 
12 maternalen Ursprungs. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen wurde über 10 Tage verfolgt. 
A. Genomischer Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}12 in Region 39E3. B. Nur Su(var)3-906,               
Suv4-20BG00814, Su(var)3-102, E(z)15, E(var)lid10424-8, Su(var)3-309, egg1473 und piwi  zeigen einen Effekt 
auf die K10- Variegation der Linie P{fs(1)K10+w+}12. Die Anzahl der Weibchen, die sowohl K10- als 
auch WT- Eier legten (Mosaikweibchen), ist als Frequenz der Mosaikweibchen unter dem Diagramm 
dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}12 Kontrolllinie gemessene 
Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle). 
 

 

Bei der Linie 46, deren K10- Variegation ca. 60% beträgt, erfolgte die K10- Transgen- 

Insertion in die 5`UTR des Gens Mvl (Malvolio), das für einen transmembranen Metall- 

Ionen- Transporter kodiert (Orgad et al., 1998; Southon et al., 2008). E(z)15 zeigt genau 

wie Suv4-20BG00814 und Su(var)3-309 den regulären Modus (Abb. 3.52). An dieser Stelle 

wird weder für Su(var)3-906 noch Su(var)3-102 [JIL-1] ein signifikanter Effekt 

nachgewiesen. Su(var)2-101 zeigt wiederum den alternativen Modus. Su(var)2-505 

[HP1], E(var)lid10424-8, Df(2L)tai2, eggless1473 [dSETDB1] und piwi prägen erneut den  
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P{fs(1)K10+w+}46 

 
 
Abb.3.52. Analyse der Bildung epigenetisch inaktiver Chromatinstrukturen in der Keimbahn am 
Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}46. Das fs(1)K10- Transgen 46 ist maternalen Ursprungs, die 
Mutationen der Chromatinregulatoren paternaler Herkunft. Für jede Mutation wurde die Eiablage von 38 
Kontroll- und Testweibchen über 10 Tage verfolgt. A. Genomischer Insertionsort der Linie 
P{fs(1)K10+w+}46 in Region 93B8. B. Am Insertionsort der Linie 46 sind bis auf Su(var)3-906 und 
Su(var)3-102 alle getesteten Faktoren am Gen- Silencing beteiligt. Unter dem Diagramm ist die Frequenz 
der Mosaikweibchen (legen K10- und WT- Eier) dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der 
P{fs(1)K10+w+}46 Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle). 
 
parentalen Modus aus. An dieser Stelle steht das Silencing in der Keimbahn 

offensichtlich nicht unter Kontrolle von SU(VAR)3-9 und SU(VAR)3-1 [JIL-1], 

sondern wird durch SU(VAR)2-5 [HP1], SUV4-20, E(Z), SU(VAR)2-1, SU(VAR)3-3, 

LID, TAIMAN, dSETDB1 und Piwi bestimmt (Abb. 3.52). 

Um zu klären, ob der parentale Modus, der bei SU(VAR)2-5 [HP1] in der K10- Linie 46 

auftritt, von der elterlichen Herkunft der Su(var)- Mutation abhängig ist, wurden 

reziproke Kreuzungen durchgeführt (Abb. 3.53A). Zwischen den reziproken 

Kreuzungen wurden keine Unterschiede gefunden. Der Effekt ist somit unabhängig vom 

Geschlecht der Eltern. Im genetischen Hintergrund des CyRoi- Balancer- Chromosoms, 
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das in der Kontrolle enthalten ist, könnte sich aber theoretisch auch ein Su(var) für K10 

Silencing befinden. Dagegen spricht, dass bei bestimmten Suppressorgenotypen, wie 

z.B. Su(var)2-505, Su(var)2-101, piwi und Df(2L)tai2 in den K10- Linien 12, 81, 131 und 

171, die CyRoi Kontrolltiere keine Reduktion der K10- Variegation aufweisen. Des 

Weiteren wurden bei einer Kreuzung mit einem Scutoid (Sco)- Chromosom (fs(1)K10-

w-/Y; Su(var)2-505/Sco) ebenfalls eine Suppression der K10- Variegation im Sco- 

Genotyp gefunden (Abb. 3.53 B). Somit kann ein Suppressor im CyRoi- Chromosom 

sicher ausgeschlossen werden. Es kann ebenfalls ausgeschlossen werden, dass sich im 

Sco- Chromosom ein Suppressor befindet, da bei einer Kreuzung von fs(1)K10-w-/Y; 

Su(var)2-101 Sco/+ Männchen in den Sco F1- Kontrolltieren keine Reduktion der K10- 

Frequenz auftritt (Abb. 3.58 B). 

 
 

P{fs(1)K10+w+}46 

 
 
Abb.3.53. Der parentale Modus von Su(var)2-505 ist unabhängig von der Herkunft der Su(var)- 
Mutation und unabhängig vom CyRoi- Chromosom. Dargestellt sind die Ergebnisse nach einer 
Einkreuzung von Su(var)2-505 in die Linie P{fs(1)K10+w+}46. A. Reziproke Kreuzungen zeigen keinen 
Unterschied in der Frequenz der K10- Eier. B. Auch das CyRoi- Balancer- Chromosom hat keinen 
Einfluss auf die Suppression des Kontrollphänotyps, da auch mit einem  Scutoid (Sco)- Chromosom 
derselbe supprimierte Phänotyp ausgeprägt wird.  
 

 

 



Ergebnisse 

76 

P{fs(1)K10+w+}82 

 
 
Abb.3.54. Analyse des Gen- Silencings in der Keimbahn mit Hilfe des K10- PEV am Insertionsort 
der Linie P{fs(1)K10+w+}82. Ergebnisse nach Einkreuzung der Chromatinfaktoren (♂) in die K10- Linie 
P{fs(1)K10+w+}82. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen wurde über 10 Tage verfolgt. A. 
Genomischer Insertionsort des fs(1)K10- Transgens 82 in Region 90F6. B. Keiner der getesteten Faktoren 
ist am Insertionsort der Linie 82 am Gen- Silencing beteiligt. Die Frequenz der Mosaikweibchen spiegelt 
die Weibchen wider, die sowohl K10- als auch WT- Eier legten. Die gestrichelte Linie markiert die in der 
P{fs(1)K10+w+}82 Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle). 
 
Bei der K10-Linie 82, die eine K10- Variegation von 96% aufweist, ist das Transgen in 

den Intronbereich des Gens Ssdp (Sequence-specific single-stranded DNA-binding 

protein) inseriert. Das Ssdp- Protein ist Bestandteil eines Chip/Ap 

Transkriptionsregulations- Komplexes (van Meyel et al., 2003). An diesem Insertionsort 

zeigt keiner der untersuchten Modifikatoren einen signifikanten Einfluss auf die K10- 

Variegation. (Abb. 3.54B). Obwohl kein Einfluß der Mutationen auf die K10- 

Variegation gefunden wird, zeigen sich Unterschiede in der Anzahl der 

Mosaikweibchen (Abb. 3.54B). Ähnliche Effekte wurden auch bei den K10- Linien 131 

und 174 (Abb. 7.6 und 7.8) beobachtet. Offensichtlich ist das Gen- Silencing in der 

Linie 82 unabhängig von allen untersuchten Faktoren und wird von einem neuen, noch 

unbekannten Reaktionsweg kontrolliert. 
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P{fs(1)K10+w+}128 

 
 
Abb.3.55. Einfluß von Chromatinfaktoren auf K10 Silencing in der Keimbahn bei der 
Insertionslinie P{fs(1)K10+w+}128. Das K10- Transgen 128 ist maternalen Ursprungs, die Mutationen 
der Chromatinfaktoren paternaler Herkunft. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen wurde über 
10 Tage verfolgt. A. Genomischer Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}128 in Region 88E12. B. Bis 
auf Suv4-20BG00814 haben alle getesteten Mutationen einen Einfluß auf das K10 Silencing der Linie 128. 
Sie sind somit am Aufbau epigenetisch inaktiver Strukturen am Insertionsort der Linie 128 beteiligt. 
Unter dem Diagramm ist die Anzahl der Weibchen dargestellt, die sowohl WT- als auch K10- Eier legten 
(Mosaikweibchen). Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}128 Kontrolllinie 
gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle). 
 
Bei der Linie 128 (55% K10- Variegation) ist das P{fs(1)K10+w+} Transgen in den 

Intronbereich des Gens Tm1 (Tropomyosin1) inseriert. Tm1 ist ein Bestandteil des 

Polplasmas in frühen Embryonen (Erdelyi et al., 1995). Auch bei dieser Linie lässt sich 

ein anderer molekularer Reaktionsweg von Gen- Silencing vermuten, da Suv4-20BG00814 

keinen Effekt zeigt und bei E(var)lid10424-8  beide Genotypen erhöht sind (Abb. 3.55). 

Der reguläre Modus tritt bei Su(var)3-906, Su(var)3-102 [JIL-1] und Su(var)3-309 auf. 

Die Faktoren SU(VAR)2-5 [HP1], E(Z), TAIMAN [Df(2L)tai2], eggless [dSETDB1] 

und piwi zeigen den parentalen Modus, da sowohl der Kontrollgenotyp [ohne Su(var)] 

als auch der Genotyp mit Su(var)- Mutation supprimiert sind. Wie in den beiden K10- 

Linien 11 und 46 zeigt Su(var)2-101 wiederum den alternativen Modus. An dieser Stelle 
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im Keimbahn-Chromatin gibt es einen von SU(VAR)3-9, SU(VAR)2-5 [HP1], 

SU(VAR)3-1 [JIL-1], E(Z), SU(VAR)2-1, SU(VAR)3-3, E(VAR)LID, TAIMAN, 

dSETDB1 und Piwi abhängigen Reaktionsweg. SUV4-20 hat offensichtlich hier keine 

Funktion.  

Zusammenfassend konnte mit Hilfe des K10- PEV- Systems erstmals genetisch gezeigt 

werden, dass die im Soma identifizierten und intensiv analysierten Chromatin- Faktoren 

SU(VAR)3-9, SU(VAR)2-5 [HP1], SUV4-20, SU(VAR)3-1 [JIL-1], E(Z),    

SU(VAR)2-1, SU(VAR)3-3, E(VAR)LID, TAIMAN, dSETDB1 und Piwi auch an der 

Kontrolle von Silencing- Prozessen in der Keimbahn beteiligt sind. Dabei zeigen sich 

aber in Abhängigkeit des Insertionsortes der K10- Transgene Unterschiede in der 

Kontrolle der Silencing- Prozesse (Abb. 7.10).  
 
 
3.2.3 Untersuchung zur möglichen Rolle von Transvection beim Gen- 

Silencing in der Keimbahn  
 
Abschließend wurden Experimente durchgeführt, mit deren Hilfe geprüft werden sollte, 

ob paarungsabhängige Prozesse (Transvection) bei den parentalen und alternativen 

Effekten der Su(var)- Mutationen auf K10- Variegation in den Nachkommenweibchen 

eine Rolle spielen. Zunächst konnten durch gezielte Kreuzungsanalysen maternale und 

paternale Effekte ausgeschlossen werden (vgl. Abschnitt 3.2.2). Eine mögliche 

Erklärung der Suppressorwirkung im Kontrollgenotyp, der die Su(var)- Mutation nicht 

enthält, könnten Transvection- Prozesse sein, die im Soma von Drosophila bereits 

umfassend analysiert wurden (Gemkov et al., 1998; Pirrotta 1999; Duncan 2002). Diese 

Paarungs- abhängige Expression von Mutantenphänotypen wurde erstmals von Lewis 

(1954) am Bithorax- Komplex (BX- C) beschrieben und Transvection genannt. 

Inzwischen wurde Transvection auch am yellow-, decapentaplegic- und eyes absent- 

Locus nachgewiesen. Molekular beruhen diese Effekte auf einer Paarungs- abhängigen 

Wirkung von Enhancer- Elementen auf Promotoren in trans im homologen Chromosom 

(Kaufman et al., 1973). In einigen Fällen wurde eine Beteiligung des Zeste- Proteins bei 

Transvection- Prozessen nachgewiesen. Generell wird postuliert, dass DNA- bindende 

Proteine das Paaren der homologen Chromosomen durch Selbst-Aggregation 

unterstützen (Chen et al., 1992). Im Fall des parentalen Modus im K10- PEV wäre es 

möglich, dass in den diploiden parentalen Stammzellen die Su(var)- Mutation auf 

beiden homologen Chromosomen die Chromatinstruktur am Insertionsort des 

P{fs(1)K10+w+} Transgens beeinflusst. In den Keimbahnzellen der F1- Tiere paart die 
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Region, die das K10- Transgen trägt, mit der homologen, parental modifizierten Region. 

Durch Transvection- Prozesse könnte die „offenere“ Chromatinstruktur auch im 

Kontrollgenotyp auf die homologe Region übertragen werden, die das K10- Transgen 

enthält. Das Ergebnis wäre sowohl ein supprimierter Kontroll- [ohne Su(var)] als auch 

ein supprimierter Testgenotyp [mit Su(var)] (Abb. 3.56). Auch der alternative Modus 

könnte über Transvection- ähnliche Mechanismen erklärt werden. Würde eine analoge 

Situation in somatischen Zellen auftreten, wäre es nicht möglich, die Mutation zu 

isolieren, weil die Nachkommen des Suppressor- Ausnahmetieres einen Su(var) zeigen, 

die Mutation aber nicht vorhanden ist. Ein alternativer Modus der Su(var)- Wirkung trat 

im K10- PEV immer mit Su(var)2-101 und an einigen K10-Insertionsstellen auch bei 

Df(2L)tai2, E(var)lid10424-8, eggless1473 [dSETDB1] und piwi auf (Abb. 3.50-3.55; 7.2; 

7.5-7.8).  
 

 

 
 
Abb.3.56. Transvection als möglicher Mechanismus des parentalen und alternativen Modus. 
Transvection bezeichnet die Übertragung von Chromatinzuständen von einem Chromosom auf ein 
homologes Chromosom. A. Genomische Region um die Insertionsstelle der Linie P{fs(1)K10+w+}11. 
Die genutzte Deletion Df(2R)BSC279 (schwarzer Balken) deletiert die homologe Region. B. In der 
Parentalgeneration ist der Bereich der K10-Insertion in einem epigenetisch inaktiven Zustand. Der 
homologe Bereich ist im Suppressor -Hintergrund des Vaters in einem offenen Chromatinzustand. In der 
F1-Generation kommen beide Chromosomen zusammen und der offene Chromatinzustand wird durch 
Transvection-Effekte und ohne Anwesenheit des Su(var)s auf die homologe Region mit der K10-Insertion 
übertragen. C. Ist die homologe Region deletiert, können die Transvection-Effekte nicht stattfinden und 
die Region der K10- Insertion bleibt in dem epigenetisch inaktiven Zustand.  
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Abb.3.57. Einfluss der Defizienz Df(2R)BSC279 auf K10- Silencing am Insertionsort der Linie 
P{fs(1)K10+w+}11. A. Genomische Region um die Insertionsstelle der Linie P{fs(1)K10+w+}11. Die 
Defizienz  Df(2R)BSC279 (roter Balken) deletiert die homologe Region.  B – D. Die Einkreuzung von 
Su(var)2-101 (B), Su(var)2-505 ([HP1], C)  bzw. egg1473 ([dSETDB1], D) in die Linie P{fs(1)K10+w+}11 
zeigt einen alternativen (Su(var)2-101) bzw. paternalen Modus (HP1 und dSETDB1), der bei 
Vorhandensein der Defizienz nicht ausgeprägt wird. Die Frequenz der Mosaikweibchen ist unter dem 
Diagramm dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}11 Kontrolllinie 
gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle). 
 
 

Um den Einfluss von Transvection- Prozessen direkt zu untersuchen, wurde mit Hilfe 

einer Deletion [Df(2R)BSC279] die homologe Region, in der die Insertionsstelle der 

K10- Linie 11 liegt, deletiert (Abb. 3.57A). In der F1- Generation sollte der 
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Kontrollgenotyp nicht mehr supprimiert sein, da die Region in den homologen 

Chromosomen fehlt. Der Testgenotyp sollte davon unbeeinflusst sein (Abb. 3.56C). Für  

diese Analysen  wurden sowohl  Su(var)2-101  (alternativer Modus) als auch  eggless1473  

 
3.58. Analyse des Effektes der Deletion Df(2R)BSC279 an der Insertionsstelle der Linie 11 über 
mehrere Generationen. A. und C. Kreuzungsschemata. B. Einkreuzung der Defizienz heterozygot über 
Su(var)2-101 (Df(2R)BSC279/Su(var)2-101 Sco) in die K10- Linie 11. Kontrollen der F1- Generation, die 
die Defizienz tragen, zeigen eine signifikante Erhöhung der Frequenz der K10- Eier im Vergleich zur 
Kontrolle (gestrichelte Linie). D. Kreuzung dieser Kontrolltiere mit Su(var)2-101/ CyRoi führt zu einem 
stark erhöhten Silencing von K10 in der Kontrolle der F2- Generation. Die Frequenz der Mosaikweibchen 
ist unter dem Diagramm dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}11 
Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle). 
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[dSETDB1] und Su(var)2-505 [HP1] (parentaler Modus) untersucht. Dazu wurden 

fs(1)K10-w-; ModifikatorMut Sco/ Df(2R)BSC279  Männchen  in  die K10-Linie 11 einge-

kreuzt (Abb. 3.57). In der F1- Generation zeigen die Kontrollen mit der Defizienz keine 

Suppression mehr, sondern eine signifikante Erhöhung der Frequenz der K10- Eier im 

Vergleich zur Kontrollfrequenz (Abb. 3.57, gestrichelte Linie). Die Testgenotypen, die 

die Su(var)- Mutation tragen, sind in allen 3 Fällen unbeeinflusst (Abb. 3.57 B bis D). 

Kreuzt man Jungfrauen des Kontrollgenotyps (K10-/K10-

;Df(2R)BSC279/P{fs(1)K10+w+}) wiederum mit Su(var)2-101/CyRoi Männchen, so zeigt 

sich in der F2- Generation der supprimierte Phänotyp der Kontrollen erneut (Abb. 3.58). 

Diese Ergebnisse sind mit einem E(var)- Effekt der Defizienz am Insertionsort der K10- 

Linie 11 erklärbar (Abb. 3.59C). Dieser E(var)- Effekt tritt nur in der Keimbahn auf und 

ist im Soma mit Hilfe des In(1)wm4 Rearrangements nicht nachweisbar (Abb. 3.59B). 

 
 

 
Abb.3.59. Die Defizienz Df(2R)BSC279 induziert am Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}11 nur 
in der Keimbahn und nicht im Soma einen E(var)- Effekt. A. Genomische Region um die 
Insertionsstelle der Linie P{fs(1)K10+w+}11. Die Defizienz Df(2R)BSC279 (roter Balken) deletiert die 
homologe Region. B. Nach Einkreuzung der Defizienz in das wm4h Rearrangement zeigt sich weder in 
Weibchen noch in den Männchen ein E(var)- Effekt im Auge. C. Im K10- PEV zeigt die Defizienz 
Df(2R)BSC279 den alternativen Modus, wobei der Kontrollgenotyp einen Su(var)- Effekt und der 
Testgenotyp eine Erhöhung [E(var)] über die Variegation der Linie im Stamm hinaus zeigt (gestrichelte 
Linie). 
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Somit konnte mit Hilfe des K10- PEV- Systems erstmals die Funktion einiger wichtiger 

somatischer Chromatin- Modifikatoren in der Keimbahn gezeigt werden. Da die 

Deletion Df(2R)BSC279 einen E(var)- Effekt zeigte, ist eine kleinere Deletion 

notwendig, um zu prüfen, ob auch Transvection- Prozesse in der Keimbahn wirken. 

 
 
3.3    ChIP- Analysen in primordialen Keimbahnzellen (PGC) 
 
3.3.1  Etablierung eines Systems zur spezifischen Isolierung von  
         Chromatin aus PGC 
 
 
Obwohl die primordialen und die ovarialen Keimbahnstammzellen in Drosophila gut 

untersucht sind, fehlte bisher die Möglichkeit, eine molekulare Analyse des Keimbahn-

chromatins mittels ChIP durchzuführen. Da die Keimbahnstammzellen sich immer in 

direkter Nähe zu den somatischen Zellen befinden, ist eine selektive Isolation des 

Keimbahnchromatins nur schwer möglich.   

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit konnte auf der Grundlage des UAS/GAL4-Systems 

eine Methode etabliert werden, mit der es möglich ist, spezifisch Keimbahn- Chromatin 

aus frühen Embryonen zu isolieren und anschließend mittels ChIP molekular zu 

analysieren. Dabei wurde das Histon H2B C-terminal mit einer Biotinylierungssequenz 

(GLNDIFEAQKIEWHE) fusioniert, die von der aus E.coli stammenden BirA-Ligase 

erkannt und biotinyliert werden kann. In transgenen Drosophila- Linien sind beide 

Gene unter der Kontrolle eines UAS-Promotors, der eine gewebespezifische 

Anschaltung der Gene ermöglicht. Mittels eines vasaGAL4-Treibers, der ebenfalls im 

Rahmen dieser Arbeit etabliert wurde, erfolgt eine Keimbahn-spezifische Expression. 

Abbildung 3.60 zeigt, dass die Transkripte von H2BBIO und der BirA- Ligase mittels 

RT-PCR nur beim Vorhandensein des vasaGAL4-Treibers nachweisbar sind (Abb. 

3.60A). Des Weiteren konnte bei einer immunzytologischen Analyse früher Embryonen 

mit einem Biotin- spezifischen Antikörper ebenfalls nur in den Embryonen, die sowohl 

H2B mit der Biotinylierungssequenz (H2BBIO), als auch die BirA- Ligase und den 

vasaGAL4- Treiber exprimieren, eine Färbung der PGC gezeigt werden (Abb. 3.60 B). 

Die Keimbahn- Spezifität des vasaGAL4-Treibers wird dadurch bewiesen, dass nur die 

primordialen Keimbahnstammzellen (PGC) und nicht die somatischen Blastodermzellen 

gefärbt sind.  

Damit konnte die Grundlage für eine spezifische Isolierung von PGC- Chromatin mit 

Hilfe  eines  H2B BIO- Fusionsproteins  geschaffen  werden,  auf  der  nachfolgend  die  
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Abb.3.60. Transgenes System zur spezifischen Isolierung von Keimbahn- Chromatin. A. RT- PCR 
an Embryonen (0-6h AEL) als Nachweis der spezifischen Expression von H2BBIO und der BirA- Ligase 
bei Vorhandensein des vasaGAL4-Treibers. B. Immunzytologische Analysen zeigen, dass nur bei 
zusätzlicher Anwesenheit des vasaGAL4-Treibers eine keimbahnspezifische Expression der beiden 
Transgene erfolgt, da ein Signal des Antikörpers gegen den Biotin- Tag nur in den PGC (Pfeil) zu sehen 
ist (rot-DNA (DAPI)-Färbung, grün- Antikörper). 
 

 

Etablierung der Keimbahn- ChIP erfolgte. Da das Keimbahn- Chromatin sowohl mittels 

des Biotin- Tags und magnetischer Streptavidin- Beads spezifisch isoliert, als auch auf 

Histon-Modifizierungen hin untersucht werden sollte, musste das Material einer 

nochmaligen ChIP unterzogen werden. Die Biotin- Streptavidin- Bindung stellt eine der 

stärksten in der Natur bekannten Bindungen dar und kann nur unter Bedingungen 

getrennt werden, die das Chromatin zerstören würden. Da es für die sich direkt 

anschliessende zweite ChIP aber noch intakt sein sollte, wurde das Chromatin zunächst 



Ergebnisse 

85 

mit Hilfe von spezifischen Antikörpern gegen Histonmodifizierungen isoliert und 

nachfolgend das Keimbahn- Chromatin mittels des Biotin-Tags aus dem Gesamt- 

Chromatin aufgereinigt. Dazu war es nötig, ein neues ChIP-Protokoll zu etablieren. Es 

basiert mit Abwandlungen auf bereits etablierten Drosophila- und Arabidopsis- ChIP-

Protokollen (Dellino et al., 2004; Gendrel et al., 2002; Lawrence et al. 2004). Neben 

den bei Drosophila für die ChIP von Soma- Chromatin genutzten Kontrollen für Eu- (β-

tubulin 56D) und Heterochromatin (359bp satellite repeats, Satellit) wurde vasa als 

Kontrolle für die erfolgreiche Isolation von Keimbahn-Chromatin genutzt, da es in den 

somatischen Zellen transkriptionell völlig stillgelegt ist und nur in Keimbahnzellen 

exprimiert wird (Abb. 3.60). Als zusätzliche Reinheitskontrolle wurde neben den 

Embryonen, die alle drei Transgene P{UAS-H2BBIO}, P{UAS-BirA} und 

P{vasaGAL4} enthalten, eine Wildtyp-Kontrolle mitgeführt. Die untersuchten Gene 

liegen in der Region des Insertionsortes der K10-Linie P{fs(1)K10+w+}124, der sich im 

par-1 Gen befindet (Abb. 3.61A). Es wurden jeweils Primer in den ersten Exons 

(beginnend mit ATG) der untersuchten Gene abgeleitet und die euchromatische 

Histonmodifizierung H3K4me1 untersucht. Bei den ersten Analysen zeigte sich, dass 

die Trennung von Soma- und Keimbahn- Chromatin nur ungenügend erfolgt war, da die 

Werte der als Reinheitskontrolle dienenden Wildtyp-Negativkontrolle ähnlich hoch 

waren wie die Werte des Keimbahn- Chromatins. Um sicher somatisches und 

Keimbahn- Chromatin zu trennen, wurden 10 weitere Waschschritte der Streptavidin- 

Beads mit gebundenem Keimbahn- Chromatin mittels ChIP dilution buffer (Gendrel et 

al., 2002; Lawrence et al., 2004) eingeführt. Dadurch konnte der background (Werte der 

Wildtyp- Kontrolle) so stark reduziert werden, dass eine spezifische Isolation von 

Keimbahn- Chromatin gezeigt werden konnte (Abb. 3.61B). Auf der Grundlage des hier 

erfolgreich etablierten Systems können weitere molekulare Analysen der 

Keimbahnzellen und deren Chromatin erfolgen.  
 

 
 



Ergebnisse 

86 

 
 

Abb.3.61. ChIP- Analyse von differentiell isoliertem Keimbahn- Chromatin aus Embryonen 0-6h 
AEL . Analyse der Region um das par-1 Gen (Insertionsort der K10-Linie P[fs(1)K10+w+]124). Die 
Isolation wurde mit einem H3K4me1 spezifischen Antikörper durchgeführt. A. Genomische Region, die 
mittels ChIP in den PGC untersucht wurde. B. Spezifische Isolation von Keimbahn- Chromatin aus 
Embryonen 0-6h AEL. Es ist eine eindeutige Trennung von Soma (blaue Balken) und Keimbahn (rote 
Balken) erkennbar. Die gestrichelte Linie zeigt den background.  
 

 
 
3.3.2 Analyse des Keimbahn- Chromatins aus PGC 
 
Nach erfolgreicher Etablierung und Optimierung der ChIP- Methodik wurde neben den 

heterochromatischen Modifikationen H3K9me2 und H3K9me3 auch das Histon H2B 

untersucht. Als Kontrollen wurden hierbei wieder β-tubulin 56D (Euchromatin), Satellit 

(359bp satellite repeats, Heterochromatin), vasa (Keimbahn) und par-1 als Insertionsort 

der K10-Linie P[fs(1)K10+w+]124 untersucht. Als Reinheitskontrolle diente der 

Wildtyp ([+/+]; ohne Transgene). Die Ergebnisse der Keimbahn- ChIP mit den 

Antikörpern für H2B, H3K9me2 und H3K9me3 zeigen, dass die entwickelte Methodik 

positive Resultate liefert (Abb. 3.62). In Abbildung 3.62 sind die Analysen von Soma- 

(weiß) und Keimbahn (rot)- Chromatin dargestellt. Die Isolation des Soma-Chromatins 
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erfolgte aus adulten Köpfen (200 pro Probe), das Keimbahn-Chromatin wurde aus 1g 

Embryonen (0-6h AEL) isoliert. Die Werte für Soma und Keimbahn sind untereinander 

zunächst nicht vergleichbar, weil die Assoziation der untersuchten Region mit 

Nukleosomen für die Keimbahn bisher unbekannt ist. Eine Angleichung der 

Nukleosomen an den untersuchten Sequenzen kann über Histone und die Bildung von 

ratios erfolgen.  

In Soma und Keimbahn zeigen die Werte der Kontrollen für die euchromatische 

Modifizierung H3K4me1 eine ähnliche Tendenz (Abb. 3.62). Sowohl im Soma, als 

auch in der Keimbahn zeigt die H3K4 Monomethylierung hohe Werte am tubulin- Gen 

(Euchromatin) und geringe Werte im Bereich der Satellitensequenz (359bp satellite 

repeats, Heterochromatin) und dem Keimbahn- spezifischen vasa-Gen. Für die 

epigenetische   Aktivierung   dieses  Gens   in  der  Keimbahn   scheinen  andere  Modi- 

 

 
 
Abb.3.62. Analyse des Keimbahn- Chromatins mit eu- und heterochromatischen 
Histonmodifikationen. Eine Keimbahn-ChIP mit Antikörpern gegen H3K4me1 (A) , Histon H2B (B), 
H3K9me2 (C) und H3K9me3 (D) zeigt eine spezifische Isolation von Keimbahn- Chromatin. Neben den 
Kontrollen β-tubulin 56D (Euchromatin), Satellit (359bp satellite repeats, Heterochromatin) und vasa 
(Keimbahn) wurde par-1 als Insertionsort der K10-Linie P[fs(1)K10+w+]124 untersucht. Die blauen 
Balken repräsentieren den background.  
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fizierungen verantwortlich zu sein, da der Input- Wert für H3K4me1 auch im 

Keimbahn- Chromatin gering ist. Das par-1 Gen zeigt im Soma einen höheren 

Inputwert für H3K4me1 als vasa und die Satellitensequenz (359bp satellite repeats), 

was eine Expression dieses Gens vermuten lässt. In der Keimbahn könnte dieses Gen 

jedoch epigenetisch inaktiv zu sein, da die Werte für H3K4me1 am par-1 Gen gering 

sind.  

Bei der heterochromatischen H3K9 Dimethylierung zeigen die Inputwerte im tubulin- 

und par-1 Gen zwischen Soma und Keimbahn keine großen Unterschiede. Der Wert für 

das vasa- Gen  zeigt hingegen starke Abweichungen. Erwartungsgemäß entsprechen die 

Inputwerte von vasa im Soma denen der Satellitensequenz, da es in somatischen 

Geweben nicht exprimiert wird. In der Keimbahn hingegen ist der Wert für die 

Satelliten- Sequenz (359bp satellite repeats) ähnlich hoch wie im Soma allerdings weist 

vasa verglichen dazu einen wesentlich geringeren Input-Wert auf.  

Die Satellitensequenz (359bp satellite repeats) zeigt in Soma und Keimbahn die 

höchsten Inputwerte bei H3K9me3. Im Soma scheint die epigenetische Inaktivierung 

von vasa über H3K9me2 zu erfolgen, da die Werte für H3K9me3 verglichen mit der 

Satellitensequenz gering sind. In der Keimbahn ist dieses Gen epigenetisch aktiv, was 

die geringen Werte für H3K9me2 und H3K9me3 erklärt. Tubulin zeigt als 

euchromatisches Gen geringe Werte für H3K9me3 in Soma und Keimbahn.  

Es konnte gezeigt werden, dass Keimbahn- Chromatin isoliert wurde, da (1) der 

erwartete niedrige Inputwert in der Keimbahn für vasa bei H3K9me2 (0,51%) noch weit 

über dem Wert des backgrounds (0,03%) liegt und (2) vasa nur in der Keimbahn 

exprimiert wird und daher dort keine Heterochromatin-assoziierten Modifizierungen 

tragen sollte.  

Zusammenfassend konnte im Rahmen der vorliegenden Arbeit eine wichtige Grundlage 

zur Isolierung und molekularen Analysierung von Keimbahn- Chromatin in frühen 

Embryonen mittels ChIP erfolgreich etabliert werden. Eine Kombination der 

umfangreichen genetischen und jetzt möglicher molekularer Analysen der Keimbahn 

ermöglichen eine umfassende Untersuchung des Chromatins dieser Zellen.  
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4  Diskussion 
 
 

Die epigenetische Regulation der Genexpression durch Chromatin- Faktoren ist 

während der gesamten Entwicklung ein zentraler Prozess, der die Differenzierung 

verschiedener Zelltypen kontrolliert. Die N- terminalen Enden der Histone stellen die 

Ziele posttranslationaler Modifikationen wie Acetylierung, Phosphorylierung oder 

Methylierung dar. Sequenziell oder in Kombination bilden sie den sog. Histon- Code, 

der von verschiedenen Chromatin- assoziierten Proteinen zu unterschiedlichen 

Entwicklungszeitpunkten und in verschiedenen Geweben in Form von 

Transkriptionsaktivierung und Änderungen in der Chromatinstruktur übersetzt werden 

kann (Strahl und Allis 2000; Jenuwein und Allis 2001; Fischle et al., 2003; Berger 

2007). Im Chromatin der Keimbahnzellen sollten ebenfalls koordinierte genetische und 

epigenetische regulatorische Programme ablaufen. Über diese Prozesse ist in 

Drosophila sehr wenig bekannt, da bisher essentielle Methoden für die direkte 

genetische Analyse der Chromatinregulation und die molekulare Charakterisierung des 

Keimbahn- Chromatins fehlten. 

 

4.1   Das Chromatin der PGC ist in der Rabl- Konfiguration 

        angeordnet 
Die Rabl- Konfiguration stellt eine besondere Organisation des Chromatins in der 

Interphase dar, bei der sich die Telomere und Zentromere an den entgegengesetzten 

Polen der Zellkerne befinden. Diese spezifische Organisation entsteht, wenn die 

Konfiguration der Chromosomen aus der Anaphase der Mitose in die Interphase 

übernommen wird (Marshall et al., 1996). Für die somatischen Blastodermzellen von 

Drosophila Embryonen wurde diese Chromatin- Konfiguration bereits in der Literatur 

beschrieben (Hochstrasser et al., 1986; Foe et al., 1993; Marshall et al., 1996; Marshall 

und Sedat 1999), nicht jedoch für die primordialen Keimbahnzellen (PGC). Durch 

Färbungen gegen das Zentromer- assoziierte CID- Protein und einer FISH- Analyse mit 

subtelomerischen Sonden konnte diese Rabl- Konformation im Rahmen der Arbeit auch 

eindeutig für die PGC gezeigt werden (Abb. 3.4, Seite 25). Da die PGC nicht wie die 

somatischen Blastodermzellen eine Kernelongation durchlaufen, scheint die Bildung der 

Rabl- Struktur von diesem Prozess unabhängig zu sein. Eine Analyse der kugelkern- 
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Mutante (Brandt et al., 2006), bei der die Blastodermzellen keine Kernelongation 

durchlaufen, zeigte ebenfalls eine normale Ausbildung der Rabl- Konfiguration. Dies 

untermauert, dass beide Prozesse, die Bildung der Rabl- Konfiguration und die 

Kernelongation, unabhängig voneinander sind (Bär 2008).  

Es wird postuliert, dass die Rabl- Konfiguration bei Organismen mit einem sehr großen 

Genom etabliert wird, um die Organisation langer Metaphase- Chromosomen zu 

erleichtern. Dies trifft für Weizen, Gerste und Hafer (Dong und Jiang 1998) zu, die 

relativ große Genome besitzen, nicht aber für Drosophila, Schizosaccharamyces pombe 

und Sacharomyces cerevisiae , die alle kleine Genome aufweisen und auch die Rabl- 

Konfiguration ausbilden (Funabiki et al., 1993; Gilson et al., 1993; Palladino et al., 

1993; Jin et al., 1998). In Mäusen und dem Menschen, die ebenfalls relativ große 

Genome besitzen, wurde diese Chromatin- Organisation bisher nicht eindeutig 

nachgewiesen (Billia und De Boni 1991; Manuelidis 1984, 1985; Manuelidis und 

Borden 1988; Ferguson und Ward 1992; Croft et al., 1999; Bridger et al., 2000).  

Bei Drosophila sind die stark heterochromatisierten Chromozentren in allen Kernen des 

Embryos nach außen gerichtet. Die Bildung der Rabl- Struktur erfolgt gleichermaßen in 

Soma- und Keimbahnzellen (PGC) innerhalb der Mitosezyklen 11 bis 14. Ein großer 

Unterschied wird aber nach der Färbung gegen das Zentromer- assoziierte CID- Protein 

deutlich. Es scheint eine Separierung der Homologenpaare zu erfolgen, die nur in den 

PGC zu sehen ist, nicht jedoch in den Blastodermzellen. Da diese Separierung weder in 

der H3K9me2- Färbung der Zyklus 14 Embryonen, noch in der FISH- Analyse an den 

Telomeren sichtbar war, sollten weitere Analysen dazu erfolgen. Am Ende der 

Embryogenese konnte in den Gonaden jedoch auch mit der H3K9me2 Färbung die 

Separierung der Chromosomen gezeigt werden (Abb. 3.15, Seite 34).  

Auch in den globulären Blastodermkernen der kugelkern- Mutante wurden genau wie in 

den PGC bei der CID- Färbung mehrere Foci nachgewiesen (Abb. 3.5, Seite 26). Somit 

könnte auch die kugelförmige Kernstruktur Ursache für die Trennung der Foci sein. In 

nachfolgenden Untersuchungen sollte daher die Chromosomenpaarung in den 

primordialen Keimbahnzellen und den Blastodermkernen der kugelkern- Mutante 

analysiert werden. Dazu könnten Fliegenlinien genutzt werden, bei denen repetetive 

lacO- Sequenzen und lacI-GFP im Genom transgen integriert sind (Vazquez et al., 

2001). Durch die Untersuchung der Bindung von LacI- GFP an den lac Operator lacO 

kann gezeigt werden, ob die Chromosomen gepaart vorliegen. Bei einer Paarung der 
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Chromosomen ist jeweils ein Punkt detektierbar, liegen die Chromosomen getrennt vor, 

sind in der GFP- Färbung zwei Punkte erkennbar.  

Des Weiteren könnten Analysen der PGC am Elektronenmikroskop helfen, die 

gefundene Separierung der Chromosomen hochauflösend darzustellen.  

 

 

4.2   Histonmodifizierungen  und  deren  epigenetische  Kontrolle  in  
       primordialen Keimbahnzellen (PGC) 
 
In der frühen Keimbahn von Drosophila und C. elegans erfolgt die Repression der 

somatischen Genexpression auf mRNA- Ebene. Während bei der Nematode PIE-1 die 

RNA Polymerase II inhibiert (Ghosh und Seydoux 2008; Seydoux und Braun 2006), 

verhindert in Drosophila das Protein Polar granule component (Pgc) durch die Bindung 

an Promotoren die Interaktion der RNA Polymerase II mit dem zur Aktivierung nötigen 

Kinase- Komplex P-TEFb (Nakamura und Seydoux 2008). Aus den Ergebnissen der 

vorliegenden Arbeit kann jedoch geschlussfolgert werden, dass bei Drosophila 

verschiedene Wege der transkriptionellen Repression in den PGC vorliegen. Es konnte 

gezeigt werden, dass die PGC kein H3K4me2 aufweisen (Van Doren et al., 1998; 

Schaner et al., 2003; Abb. 3.6, Seite 26). Das Drosophila- Homologe des LSD-1 

Proteins aus Säugern ist auch in den PGC aktiv und demethyliert die 

transkriptionsaktive Modifikation H3K4me2 (Rudolph et al., 2007; Kouzarides 2002; 

Gerber und Shilatifard 2003; Hampsey und Reinberg 2003). H3K4me3 ist erst in Zyklus 

14 Embryonen (3.5- 4h AEL) in den PGC nur an distinkten Punkten nachweisbar (Abb. 

3.7, Seite 27). Da die von der RNA Polymerase I transkribierten Gene in der Keimbahn 

nicht reprimiert sind (Seydoux und Dunn 1997), könnten die distinkten Punkte in der 

H3K4me3 Färbung mit der rRNA Transkription korrelieren. Um eine mögliche 

Kolokalisation zu zeigen, sollten Doppelfärbungen mit Antikörpern gegen RNA 

Polymerase I und H3K4me3 durchgeführt werden.  

Somit scheint es keinen universellen Mechanismus zu geben, der die Transkription 

generell reprimiert (Van Doren et al., 1998). Vielmehr wird die RNA Polymerase II in 

frühen PGC an der Initiation der Transkription gehindert (Verzögerung [stalling]; 

Seydoux und Dunn 1997; Zeitlinger et al., 2007). Das Verzögern könnte eine effiziente 

Methode zu sein, die Expression der Gene zu inhibieren ohne ihre 

Transkriptionskompetenz durch Veränderungen in der Chromatinstruktur zu 

beeinträchtigen (Nakamura und Seydoux 2008). Damit würde sich auch erklären lassen, 
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warum alle anderen, im Rahmen der Arbeit getesteten euchromatischen Histon- 

Modifizierungen (H3K4me1, H3K9ac, H3K36me1, H3K36me2, H3K36me3) und die 

heterochromatischen Modifikationen (H3K9me1, H3K9me2, H3K9me3, H3K27me1, 

H3K27me2, H3K27me3) die gleiche Verteilung zeigen wie in den transkriptionsaktiven 

somatischen Blastodermzellen. H3K36me2, H3K27me2 und H3K27me3 könnten in den 

primordialen Keimbahnstammzellen sogar eine größere Bedeutung haben, da für diese 

Modifikationen eine stärkere Färbung in den PGC nachweisbar ist. Obwohl sie eine 

stärkere Färbung zeigten, sind sie jedoch wie in den somatischen Blastodermzellen im 

Euchromatin detektierbar (Abb. 3.10, Seite 29). In den PGC von Mäusen spielt 

H3K27me3 erst bei der epigenetischen Reprogrammierung eine wichtige Rolle, da ab 

E8.25 diese Modifizierung verstärkt wird, während die repressive H3K9 

Dimethylierung vollständig verschwindet (Seki et al., 2007). In Drosophila 

unterscheidet sich H3K9me2 in den PGC und Somazellen weder im Verteilungsmuster 

noch in der Intensität und wird auch während der Wanderung der PGC aufrechterhalten 

(Abb. 3.11, Seite 30; Abb. 3.15, Seite 34). 

Der Mechanismus der transkriptionellen Repression in frühen Keimbahnzellen scheint 

sich zwischen den Arten zu unterscheiden, da bei Mäusen die RNA Polymerase II in 

den entstehenden PGC aktiv ist (Sasaki und Matsui 2008). Zwischen E7.5 und E8.25 ist 

die Polymerase II jedoch transient reprimiert, da aufgrund der ablaufenden 

epigenetischen Reprogrammierung zu diesem Zeitpunkt kaum inaktive 

Histonmodifizierungen in den PGC vorhanden sind. In Drosophila scheint auch 

H3K9me3 eine wichtige Rolle im Chromatin der PGC zu spielen, da sie 2 Mitosezyklen 

früher in den Keimbahnzellen detektierbar ist als in somatischen Blastodermkernen. Es 

ist bekannt, dass die transkriptionelle Repression am stärksten ist, wenn die Promotoren 

die H3K9 Trimethylierung tragen (Wang et al., 2003). Da das frühere Auftreten von 

H3K9me3 in den PGC zeitlich mit der Etablierung der euchromatischen 

Histonmodifizierung H3K4me2 in somatischen Kernen korreliert (Abb. 3.13, Seite 32), 

könnte die frühe Etablierung von H3K9me3 ein zusätzlicher Schutzmechanismus der 

PGC sein, um transkriptionelle Quiescence in den PGC zu gewährleisten.  

 
4.2.1 Die H3K9 Methylierung wird in PGC durch SU(VAR)3-9 und dSETDB1 

kontrolliert 

Da H3K9me3 in Drosophila offensichtlich eine sehr wichtige Rolle im Chromatin der 

PGC zu spielen scheint, ist der Faktor, der ihre Etablierung kontrolliert, essentiell für 



Diskussion 

93 

die Keimbahn. In Drosophila sind drei Methyltransferasen näher untersucht worden, die 

die H3K9 Methylierung katalysieren können: SU(VAR)3-9, dSETDB1 (eggless) und 

dG9a. Die drei KMTasen sind in den polytänen Speicheldrüsenchromosomen von 

Drosophila bereits gut untersucht (Tschiersch et al., 1994; Schotta et al., 2002; Seum et 

al., 2007), aber über ihre Funktion in der frühen Embryogenese speziell in den PGC war 

bisher nichts bekannt. In HeLa- Zellen konnte bereits gezeigt werden, dass Suv39h1, 

G9a und SETDB1 in einem multimeren Komplex assoziiert sind (Fritsch et al., 2010). 

Die im Rahmen der vorliegenden Arbeit gewonnenen Daten schließen eine Assoziation 

von SU(VAR)3-9 und dSETDB1 in einem gemeinsamen Komplex bei Drosophila nicht 

aus, wobei sich die Spezifität der beiden H3K9 spezifischen KMTasen 

entwicklungsabhängig unterscheidet. In der frühen Embryogenese zeigte sich, dass in 

somatischen Blastoderm- und primordialen Keimbahnzellen H3K9me1 vorrangig 

SU(VAR)3-9- abhängig ist, H3K9me2 und H3K9me3 werden hingegen durch 

dSETDB1- katalysiert. Da jedoch nur die homozygote eggless1473- Mutation zur 

weiblichen Sterilität führt (Clough et al.,2007; Yoon et al., 2008), die Su(var)3-906- 

Mutation aber kaum Einfluss auf die Fertilität hat (Ebert 2005), scheinen vorrangig 

H3K9me2 und H3K9me3 für die Keimbahnentwicklung essentiell zu sein. H3K9me3 

könnte dabei eine besonders wichtige Rolle spielen, da diese Modifizierung zeitlich 

versetzt zuerst in PGC und und ab Zyklus 13 in Blastodermkernen etabliert wird (Abb. 

3.12, Seite 30). 

Duch reziproke Kreuzungen heterozygoter egg1473- Tiere mit dem Wildtyp konnte 

außerdem gezeigt werden, dass dSETDB1 als mütterliche Komponente in der 

Embryogenese essentiell für die Katalyse von H3K9me2 und H3K9me3 ist (Abb. 3.25, 

Seite 43). Da die starke Reduktion von H3K9me2 in egg1473- Mutanten auch am Ende 

der Embryogenese in den Gonaden nachweisbar ist, in den adulten Weibchen aber keine 

GSC detektierbar sind, kommt es offenbar zum Verlust der Keimbahn. Dieser 

Keimbahnverlust wäre durch die Annahme erklärbar, dass durch die sehr starke 

Reduktion von H3K9me2 und H3K9me3 in den Keimbahnzellen Apoptose induziert 

wird. Um den Zeitpunkt der möglichen Apoptose der PGC oder GSC zu analysieren, 

sollten in weiterführenden Arbeiten die larvalen Gonaden näher untersucht werden. 

Dabei sollten neben dem generellen Aufbau der Gonaden auch Apoptose- Marker 

(Verlust von DIAP1 [Ryoo et al., 2003; Wilson et al., 2002]; Färbung gegen aktive 

Caspase-3 [cleaved- Caspase- 3 Antikörper, Peterson et al., 2003; Fan und Bergmann 

2010]) analysiert werden.  
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Im Rahmen der Arbeit wurde dG9a, die dritte H3K9 spezifische KMTase aus 

Drosophila, nicht näher untersucht. Aus der Literatur ist jedoch bekannt, dass dG9a 

einen Einfluss auf die Fertilität hat (Mis et al., 2006). Da keine Analysen von dG9a in 

embryonalen Stadien und speziell den PGC vorhanden sind, sollten Untersuchungen 

dazu durchgeführt werden. Es sollte auch dBlimp1 (B lymphocyte- induced maturation 

protein 1) in die Analysen einbezogen werden, da es in den PGC der Mäuse essentiell 

für die Repression des somatischen Programmes ist (Ohinata et al., 2005) und mit G9a 

direkt über Zinkfingermotive interagiert (Gyory et al., 2004). Obwohl für den humanen 

Blimp1- Komplex eine spezifische Histonmethyltransferaseaktivität nachgewiesen 

werden konnte (Gyory et al., 2004), gibt es bisher keine Analysen zu diesem Protein in 

Drosophila.  

 
4.2.2   Die Rolle von Ecdyson-Signaling in PGC 

Steroidhormone spielen in verschiedenen physiologischen und Entwicklungsprozessen 

eine Schlüsselrolle. Ecdyson (20- Hydroxyecdyson, 20E), das Haupt-Steroidhormon in 

Drosophila, wirkt über einen heterodimeren Rezeptorkomplex im Zellkern, der aus den 

Komponenten EcR (Ecdyson-Rezeptor) und Usp (Ultraspiracle) besteht (Koelle et al., 

1991; Shea et al., 1990; Oro et al., 1992; Yao et al., 1992, 1993). TAIMAN, einer der 

Coaktivatoren des EcR-Rezeptor- Komplexes, wurde als dominanter Suppressor für 

white- Gen- Silencing im In(1)wm4 Rearrangement identifiziert (Apelt 2005) und ist 

homolog zu den Steroidrezeptor- Coaktivatoren der p160- Familie. Als Coaktivator im 

Ecdyson-Rezeptorkomplex verstärkt TAIMAN dessen transkriptionelle Aktivität 

(Anzick et al., 1997). Bisher erfolgten keine Analysen zur Wirkung von TAIMAN auf 

die epigenetische Programmierung in der frühen Embryogenese. Daher wurden im 

Rahmen der Arbeit Embryonen, die von homozygoten Df(2L)tai2- Weibchen produziert 

werden, näher untersucht. Bereits die Ovarien, in denen die Embryonen gebildet 

werden, sind partiell defekt.  

Obwohl einige Chromatinfaktoren bereits identifiziert werden konnten, die in der frühen 

Embryonalentwicklung an der Bildung eu- und heterochromatischer Bereiche beteiligt 

sind, sind die molekularen Signale, die diese Differenzierung initiieren, bisher 

unbekannt. Die Analyse der homozygoten Df(2L)tai2- Embryonen zeigte massive, 

globale Veränderungen euchromatischer (H3K4me3, H3K9ac) und hetero-

chromatischer (H3K9me2, H3K9me3, H3K27me3) Chromatinmodifikationen in 

Blastodermzellen und den PGC. Daher könnte TAIMAN eine Rolle bei der Initiation 
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der Chromatindifferenzierung in der Embryogenese spielen. Das Protein könnte aber 

auch die Expression von Chromatinfaktoren steuern, die beim Fehlen von TAIMAN 

dereguliert wären. Ein signifikanter Unterschied zwischen Blastodermzellen und PGC 

ist bei H3K4me3 nachweisbar, da diese Modifikation nur in den somatischen Zellen und 

nicht in den PGC der taiman- Mutante signifikant erhöht ist (Abb. 3.30, Seite 49). 

Dieses Ergebnis ist durch die Annahme erklärbar, dass die Expression der H3K4me3 

spezifischen KMTase in den PGC anders reguliert ist als in den Blastodermzellen, da in 

den PGC des Wildtyps im Gegensatz zu den Blastodermzellen nur distinkte Punkte 

einer H3K4me3- Färbung detektierbar sind.  

Weiterhin wurde festgestellt, dass bei etwa 50% aller Df(2L)tai2- Embryonen keine 

PGC ausgebildet werden und einige Embryonen Einstülpungen somatischer 

Zellakkumulationen am posterioren Pol zeigen (Bär 2008). Wahrscheinlich ist die 

Expression der normalerweise maternal geladenen Faktoren des Polplasmas bereits in 

den Ovarien homozygoter Df(2L)tai2- Weibchen gestört, was zum Verlust der 

Keimbahn in den Embryonen führt. Warum sich der Phänotyp aber nur zu 50% 

ausprägt, muss in weiterführenden Analysen näher untersucht werden. Die PGC der 

homozygoten Df(2L)tai2- Embryonen können in späteren Entwicklungsstadien nicht 

weiter analysiert werden, da die Embryonen in der Gastrulation aufgrund der massiven 

Chromatinveränderungen eine hohe Letalitätsrate zeigen (Lein 2011).  

 

 

4.3   Das  Chromatin  in  ovarialen  Stammzellen  (GSC)  zeigt  Unter-   
        schiede zu den PGC und wird anders kontrolliert 
 
Beim Übergang vom Larven- zum Puppenstadium bilden sich aus den PGC die GSC. 

Zell- Zell- Interaktionen zwischen den Nischenzellen (Terminalfilamentzellen und Cap- 

Zellen) und den GSC innerhalb der Germarien regulieren die Proliferation, 

Aufrechterhaltung und Differenzierung der Keimbahnstammzellen (King 1970; Forbes 

et al., 1996; Schulz et al., 2002). Haben die Stammzellen einmal die Nische verlassen, 

wird sofort die Differenzierung eingeleitet (McKearin und Ohlstein 1995; Gilboa et al., 

2003).  

In den ovarialen Stammzellen (GSC) wurden dieselben Histonmodifikationen wie in 

den PGC immunzytologisch analysiert. Dabei zeigte sich, dass beide 

Keimbahnzelltypen in ihrer Chromatinstruktur ähnlich aber nicht identisch sind. 

Signifikante Unterschiede zeigen sich bei H3K4me2 und H3K4me3. Da die GSC sich 
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als Stammzellen kontinuierlich teilen und ständig Faktoren für diesen Prozess benötigt 

werden, ist keine transkriptionelle Quiescence, sondern komplexe genetische Aktivität 

erforderlich. Daher zeigen diese Zellen eine mit transkriptioneller Aktivität 

korrelierende H3K4 Dimethylierung. H3K4me3 hingegen tritt erst in späteren 

Eikammern auf und ist vom Germarium komplett ausgeschlossen (Abb. 3.20, Seite 38).  

In C. elegans werden in den frühen Keimbahnzellen (P-Linie) aktive 

Chromatinzustände gefunden, die durch H3K4me2 und H3K4me3 gekennzeichnet sind 

und die erst ab dem 100 Zellstadium in den späteren Keimbahnzellen (Z-Linie) 

reduziert sind. Ist die Larve geschlüpft und beginnt zu fressen, ist in Z2/Z3 H3K4me2 

und H3K4me3 in den Keimbahnzellen wieder detektierbar (Schaner et al., 2003). Ob 

H3K4me2 in Drosophila auch bereits in den Gonaden der Larven wieder gefunden 

werden kann, konnte bisher aufgrund nicht durchführbarer Doppelfärbungen nicht 

untersucht werden, da keine guten monoklonalen Antikörper für H3K4me2 oder VASA 

erhältlich sind.   

In den GSC von Drosophila wurde sowohl H3K4me2 als auch H3K27me3 

nachgewiesen (Abb. 3.19, Seite 37; Abb. 3.22, Seite 39). In embryonalen Stammzellen 

von Mäusen konnte gezeigt werden, dass bivalente Strukturen aus größeren Regionen 

mit H3K27me3 bestehen, die kleinere Domänen mit H3K4me2 beinhalten. In diesen 

Regionen werden wahrscheinlich Entwicklungsgene stillgelegt, aber für die rasche 

Aktivierung/ Expression bereitgehalten. Diese Regionen sind im Chromatin der ES- 

Zellen im Vergleich zu differenzierten Zellen stark angereichert (Bernstein et al., 2006). 

Untersuchungen von Xenopus- Embryonen zeigten allerdings, dass das Vorhandensein 

von H3K27me3 und H3K4me2 in den gleichen Regionen nicht immer mit bivalenter 

Indizierung gleichzusetzen ist (Akkers et al., 2009). Um zu prüfen, ob in den GSC von 

Drosophila ebenfalls bivalente Chromatinstrukturen vorliegen könnten, müssten 

genomweite ChIP- Analysen für H3K4me2 und H3K27me3 in den GSC durchgeführt 

werden. Dazu ist es nötig, ein Gen zu finden, das nur in den GSC exprimiert wird, um 

einen GSC- spezifischen GAL4- Treiber zu etablieren. Mit Hilfe eines UAS/ GAL4-

basierten Systems könnte dann spezifisch Chromatin aus ovarialen Stammzellen (GSC) 

isoliert werden. Im Rahmen der vorliegenden Arbeit konnte bereits eine ChIP- 

Methodik erfolgreich etabliert werden, mit der in Embryonen spezifisch 

Keimbahnchromatin aus PGC isoliert wurde.  

Für die ChIP- Analysen in GSC könnten allerdings auch Mutationen genutzt werden, 

die zu einer Überproliferation der ovarialen Stammzellen führen. In Drosophila 
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existieren bereits genomweite Expressionsanalysen von bam- - Mutanten und dpp- 

Überexpressionslinien, bei denen die GSC proliferieren ohne sich zu differenzieren (Kai 

et al., 2005). 

 
4.3.1 SU(VAR)3-9 und nicht dSETDB1 kontrolliert die H3K9 Dimethylierung in 

den GSC 

In den primordialen Keimbahnzellen steht nur H3K9me1 unter Kontrolle von 

SU(VAR)3-9, nicht jedoch H3K9me2 und H3K9me3 (Abb. 3.24, Seite 42). Da 

H3K9me1 für die Keimbahnentwicklung eine untergeordnete Rolle zu spielen scheint, 

bilden sich in den adulten homozygoten und fertilen Su(var)3-906-Weibchen normale 

Ovarien mit funktionellen GSC.  

Bereits in früheren Arbeiten wurde H3K9me3 in den GSC adulter Su(var)3-9Mut-

Weibchen untersucht (Yoon et al., 2008). Es zeigten sich in den Germarien keine 

Unterschiede im Vergleich zum Wildtyp. Die Unterschiede bei H3K9me3 zwischen 

Wildtyp und Mutante in späteren Eikammern führten jedoch zu der Schlussfolgerung, 

dass SU(VAR)3-9 in den Germarien keine Funktion besitzt, sondern erst später in den 

Ovariolen H3K9 trimethyliert (Yoon et al., 2008). Im Rahmen der Arbeit konnte 

allerdings eindeutig gezeigt werden, dass H3K9me2 in den Germarien von   

SU(VAR)3-9 katalysiert wird, nicht jedoch H3K9me1 und H3K9me3 (Abb. 3.28, Seite 

46; Abb. 3.29, Seite 47). Somit besitzt SU(VAR)3-9 eine wichtige Funktion in den 

Germarien und bei der epigenetischen Kontrolle des Chromatins der GSC. Es erfolgt 

allerdings eine entwicklungsspezifische Umschaltung der enzymatischen Spezifität von 

H3K9me1 (Embryogenese, PGC) zu H3K9me2 (adulte Weibchen, GSC).  

In den PGC wurden H3K9me2 und H3K9me3 durch dSETDB1 katalysiert (Abb. 3.24, 

Seite 42). Diese beiden Modifizierungen scheinen für eine normale 

Keimbahnentwicklung essentiell zu sein, da homozygote egg1473- Weibchen steril sind 

und nur rudimentäre Ovarien ohne GSC bilden (Pohl 2010). Sehr wahrscheinlich führt 

diese Mutation auch zu männlicher Sterilität, da die Testis ebenfalls stark reduziert sind 

(Pohl 2010). Um zu testen, ob diese Männchen wirklich steril sind, müssten 

homozygote egg1473 Männchen gegen Wildtyp- Weibchen gekreuzt werden.  

Da die homozygoten eggless1473- Weibchen keine GSC bilden, wurden die GSC der 

heterozygoten egg1473- Mutanten untersucht. Dabei ließ sich im Bezug auf H3K9me1, 

H3K9me2 und H3K9me3 kein Unterschied zum Wildtyp erkennen (Abb. 3.28, Seite 

46). Dies widerspricht den Daten von Yoon et al. (2008), die mit der dsetdb1G19561 – 
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Mutante nachweisen konnten, dass dieses Enzym H3K9me3 in den Germarien 

katalysiert. Diese Mutante ist entgegen der egg1473- Mutante jedoch auch homozygot in 

der Lage, ovariale Stammzellen zu bilden. Die Entwicklung in diesen Ovarien stoppt 

erst in Stadium 6. Auch Wang et al. (2011) konnten zeigen, dass dSETDB1 H3K9 in 

den GSC trimethyliert, die H3K9 Dimethylierung aber nicht katalysiert. Im Rahmen der 

Arbeit konnte dies nicht bestätigt werden, da in den Ovarien der heterozygoten adulten 

Weibchen offensichtlich die Hälfte des Genproduktes ausreicht, um die vollständige 

Funktion des Proteins zu erreichen. Somit kann aufgrund der Ergebnisse nicht 

ausgeschlossen werden, dass dSETDB1 tatsächlich in den Germarien H3K9me3 

katalysiert, obwohl keine Unterschiede zwischen egg1473- Mutante und Wildtyp 

gefunden wurden. In weiterführenden Arbeiten sollten in den Ovarien homozygoter 

dsetdb1G19561 – Weibchen (Yoon et al., 2008) die GSC nochmals im Bezug auf 

H3K9me1, H3K9me2 und H3K9me3 untersucht werden.  

Anhand der Ergebnisse kann geschlussfolgert werden, dass die H3K9 spezifischen 

KMTasen SU(VAR)3-9 und dSETDB1 entwicklungsspezifisch kontrollierte Aktivitäten 

zeigen  (Abb. 4.1).  Die  Umschaltung  der  enzymatischen  Spezifitäten  in  Drosophila 

 

 
 

Abb.4.1. Die entwicklungsspezifische Aktivität und Spezifität der H3K9 spezifischen KMTasen 
dSETDB1 und SU(VAR)3-9 in der Keimbahn von Drosophila. Während der Embryogenese katalysiert 
in den PGC hauptsächlich SU(VAR)3-9 H3K9me1. H3K9me2 und H3K9me3 wird in diesem 
Entwicklungsstadium von dSETDB1 übernommen, In den adulten Keimbahnstammzellen (GSC) ist die 
KMTase, die H3K9me1 katalysiert, noch unbekannt. Es könnte ein Komplex aus dG9a und Blimp1 sein. 
Es erfolgt eine Umschaltung in der Spezifität in den GSC, da SU(VAR)3-9 H3K9me2 und dSETDB1 nur 
noch H3K9me3 katalysiert.  
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könnte durch entwicklungsabhängig verschieden assoziierte Bindungspartner gesteuert 

sein. Von SETDB1/ ESET ist bekannt, dass es mit mAM/ hAM interagiert (Ichimura et 

al., 2005). Sowohl in vitro als auch in vivo stimuliert dieser Cofaktor die           

SETDB1/ ESET- abhängige Reaktion von H3K9me2 zu H3K9me3 (Wang et al., 2003). 

In Drosophila wurde bereits das Homologe von mAM, Windei, näher untersucht, das 

ebenfalls als essentieller Cofaktor von dSETDB1 für dessen Lokalisation innerhalb des 

Kerns und dessen Funktion in der weiblichen Keimbahn unbedingt erforderlich ist 

(Koch et al., 2009).  

Welches Enzym H3K9me1 im Germarium katalysiert, kann nur spekuliert werden. Die 

Daten von Lee et al. (2010) zeigen, dass dG9a nicht die verantwortliche KMTase ist, da 

alle drei H3K9 Methylierungsstufen in den Germarien im Vergleich zum Wildtyp nicht 

verändert waren. Ein weiterer Kandidat könnte ,wie bereits im Rahmen der PGC 

Analysen diskutiert, dBlimp1, das Drosophila- Homologe des humanen B lymphocyte- 

induced maturation protein 1 (Blimp1) sein. Für den humanen Blimp1- Komplex 

konnte bereits eine spezifische Histonmethyltransferaseaktivität nachgewiesen werden 

(Gyory et al., 2004). Diese Aktivität war jedoch durch G9a vermittelt und nicht durch 

Blimp1 und es konnte gezeigt werden, dass beide direkt über Zinkfingermotive 

miteinander interagieren (Gyory et al., 2004). Für das Drosophila- Homologe dBlimp1 

wurden bisher keine Untersuchungen zur Histonmethyltransferaseaktivität durchgeführt. 

Wie das humane Protein besitzt es jedoch ebenfalls eine SET- Domäne und mehrere 

Zinkfinger. Um einen Einfluss auf PEV zu zeigen, müsste eine dBlimp1- Mutante 

isoliert und im In(1)wm4 Rearrangement (Soma) bzw. im K10- PEV (Keimbahn) 

untersucht werden. Des Weiteren könnten Histonmethyltransferase- Assays Aufschluss 

über das in vitro Verhalten von dBlimp1 geben. Bei den in vivo Analysen sollten 

immunzytologische Färbungen gegen H3K9me1, H3K9me2 und H3K9me3 zeigen, ob 

das Enzym einen Einfluss auf diese Modifizierungen im Embryo, den larvalen 

polytänen Speicheldrüsenchromosomen oder in den Ovarien adulter Weibchen hat. 

Sollten sich keine Unterschiede zeigen, könnte die Analyse von dBlimp1/ dG9a 

Doppelmutanten Aufschluss darüber geben, ob in Drosophila beide Enzyme ebenfalls 

über eine direkte Interaktion die Methytransferaseaktivität vermitteln.    

 

4.3.2    Der Einfluss von Ecdyson- Signaling auf die Oogenese 

Neuere Analysen beweisen einen Einfluss von TAIMAN auf die ovarialen 

Keimbahnstammzellen von Drosophila (König et al., 2011). Aus früheren Arbeiten ist 
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bereits bekannt, dass Komponenten verschiedener Ebenen des Ecdyson- Signalweges 

funktionell in den Ovarien benötigt werden (Buszczak et al., 1999). Ovarien EcR- 

defizienter Weibchen zeigen verschiedene Defekte in den Eikammern, wie kleinere 

Nährzellkerne, den Verlust von Nährzellen in der frühen Vitellogenese und den Verlust 

von Follikelzellen (Carney und Bender 2000). Solche Defekte konnten in der 

homozygoten taiman- Mutante nicht detektiert werden. In einigen Ovariolen wurde 

jedoch ein dekondensierter Eizellkern nachgewiesen (Abb. 3.32, Seite 51), wodurch die 

Entwicklung wahrscheinlich vor dem Beginn der Vitellogenese stoppt und kein Embryo 

gebildet wird. Es scheint eine Verbindung zwischen Chromatinstruktur und Hormon-

Signalwegen über TAIMAN zu geben, da die Dekondensierung mit dem Anstieg von 

H3K4me2 im Eizellkern korreliert. Für Ecdyson konnte eine solche Verbindung bereits 

gezeigt werden, da es mit dem Chromatin- remodeling- Faktor ISWI und Nurf301, der 

größten Untereinheit des NURF Chromatin- remodeling- Komplexes, funktionell 

interagiert und die Proliferation und Selbsterneuerung der adulten Keimbahn- 

Stammzellen (GSC) kontrolliert (Ables und Drummond-Barbosa 2010).  

Färbungen der GSC gegen die Histon- Modifizierungen H3K4me2, H3K4me3, 

H3K9me2, H3K9me3, H3K27me3, H3K9ac und die Histon- Deacetylase RPD3 zeigten 

im Vergleich zum Wildtyp nur Unterschiede bei H3K9ac, H3K9me3 und RPD3 

(HDAC1; Abb. 3.33, Seite 52). Diese Veränderungen im Chromatin der GSC durch 

TAIMAN stehen allerdings etwas konträr zu den Ergebnissen von König et al. (2011), 

die das TAIMAN- Protein hauptsächlich in den somatischen Zellen (Cap- Zellen, ESC 

[escort stem cells], FSC [follicle stem cells]) und kaum in den Keimbahnzellen 

detektierten. Sie schlossen allerdings eine duale Funktion in Soma und Keimbahn nicht 

aus. Eine weitere mögliche Erklärung für beide Ergebnisse wäre eine indirekte Wirkung 

von TAIMAN in den Keimbahnzellen über eine Vernetzung mit anderen Signalwegen.  

Der einzige Unterschied zwischen den GSC der taiman- Mutante (Ovariolen mit 

Karyosom und Ovariolen mit dekondensierter Eizelle) bei der Deacetylase RPD3 kann 

nicht ursächlich für die beobachtete starke Dekondensierung des Eizellkerns sein. Daher 

sollte untersucht werden, ob TAIMAN neben der Beeinflussung der Wanderung der 

Border- Zellen (Bai et al., 2000) auch über den EcR- Rezeptorkomplex die Expression 

der Faktoren reguliert, die an der Bildung des Karyosoms beteiligt sind. Die möglichen 

Kandidatengene Src64, par-1, Doa, bob, benedict und fried (Djagaeva et al., 2005; 

Navarro et al., 2001; Morris et al., 2003), deren Mutantenphänotyp dem der 

untersuchten taiman- Mutante entspricht, könnten im defizienten taiman- Hintergrund 
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fehlreguliert sein, was dazu führt, dass keine Kondensierung des Eizell- Chromatins 

erfolgt. Um zu zeigen, ob taiman in den Ovarien Faktoren reguliert, die am Aufbau des 

Karyosoms beteiligt sind oder ob es Signalwege beeinflusst, könnte eine 

Expressionsanalyse von Ovarien homozygoter taiman- Defizienz-Weibchen erfolgen.    

        Bei der im Rahmen der Arbeit untersuchten taiman- Mutante [Df(2L)tai2] konnte 

im Bezug auf die Anzahl der GSC und Nischenzellen keine Veränderung in den 

Germarien detektiert werden. Analysen von König et al. (2011) an Ovarien 

transheterozygoter taiman- Mutanten (tai01315; taiEY11718; taiKG02309; taiBG02711 jeweils 

über taiG161 und taik15101) zeigten jedoch einen anderen Phänotyp, bei dem die Anzahl 

der GSC und der Cap- Zellen signifikant erhöht waren. Daraus könnte man 

schlussfolgern, dass TAIMAN im Prozess der GSC- Bildung eine große Rolle zu 

spielen scheint. Die verstärkte Proliferation der Stammzellen in der taiman- Mutante 

deckt sich mit der Rolle des humanen Homologen AIB1 bei der Entstehung von 

Brustkrebs (Bai et al., 2000). Es scheint daher, dass TAIMAN offensichtlich eine 

vielfältige Funktion in der Keimbahn hat und direkt oder indirekt über die Vernetzung 

mit anderen Signalwegen Einfluss auf essentielle Keimbahnfunktionen in den Ovarien 

hat.  

 

 

4.4 E(Z), HP1 und dSETDB1 sind essentiell für die    
Keimbahnentwicklung in Drosophila 

 
Die von Fire et al. (1998) erstmals in C. elegans gezeigte RNA Interferenz (RNAi), die 

zum spezifischen Knockdown verschiedener Gene eingesetzt wird, ist Grundlage vieler 

heute existierender RNAi- basierter Methoden in verschiedenen Organismen. Im 

Rahmen der Arbeit erfolgte der RNAi Knockdown mittels shmi- RNAs, die in einem 

UAS/GAL4- basierten System exprimiert wurden (TRiP consortium Boston, 

http://www.flyrnai.org). Verschiedene Ergebnisse weisen darauf hin, dass Faktoren der 

RNAi- Maschinerie auch in die Kontrolle von Entwicklungsprozessen involviert sind. 

Bei C. elegans wird ego-1 für die Keimbahnentwicklung und die Fertilität der 

Nematode unbedingt benötigt und fördert die RNA Interferenz in der Keimbahn 

(Smardon et al., 2000; Qiao et al., 1995). Auch in der Oogenese von Drosophila spielen 

RNAi- Mechanismen eine große Rolle. Aubergine (aub) und spindle-E (spn-E) sind für 

diese Prozesse in der Oocyte unerlässlich (Kennerdell et al., 2002).  
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Im Rahmen dieser Arbeit wurden RNAi-Linien für verschiedene Chromatinfaktoren wie 

HP1, SUV4-20, E(Z) und RPD3 genutzt, um mit Hilfe von nanosGAL4- und 

vasaGAL4-Treibern einen Keimbahn-spezifischen Knockdown zu erreichen und die 

Funktion der entsprechenden Gene in der Keimbahn zu analysieren. Der RNAi 

Knockdown war bei der maternalen Herkunft des nanosGAL4- Treibers viel effektiver 

als bei der reziproken Kreuzung, da nanos in den Ovarien der Weibchen sehr stark 

exprimiert und in den Embryo geladen wird. Somit wird auch der nanosGAL4- Treiber 

bei einer maternalen Kreuzung in großer Menge in den Embryo geladen (Abb. 3.34, 

Seite 55).  

Mit Hilfe des spezifischen RNAi Knockdowns in der Keimbahn konnten auch Analysen 

von Faktoren erfolgen, deren Mutationen homozygot früh letal sind, wie beispielsweise 

E(z) (LaJeunesse und Shearn 1996). Dabei zeigte sich, dass HP1, eggless [dSETDB1], 

E(z), piwi und vasa für eine korrekte Keimbahnentwicklung unerläßlich sind, da der 

RNAi Knockdown mittels nanosGAL4 und coexprimiertem UAS-Dicer2 zu Sterilität in 

den adulten Weibchen der F1- Generation führte (Abb. 3.38, Seite 59). Jedoch kann 

nicht ausgeschlossen werden, dass die anderen getesteten Regulatoren Funktionen in der 

Keimbahn haben, obwohl die genutzten RNAi- Transgene zunächst keinen Effekt 

zeigten. Daher sollten weitere RNAi- Linien von SUV4-20, JIL-1 und TAIMAN 

analysiert werden, um deren Funktion in der Keimbahn zu bestätigen bzw. 

auszuschliessen. Des Weiteren könnten die RNAi- Linien, die keinen Effekt zeigten, 

mit dem MTD- GAL4- Treiber (maternal triple driver) getestet werden. Dieser Treiber 

enthält neben zwei nanosGAL4- Transgenen auch eine otuGAL4 (ovarian tumour)- 

Insertion. MTD- GAL4 wurde bereits erfolgreich zum Knockdown von domino 

eingesetzt (N. Steffen und S. Vengadasalam pers. Mitteilung). Mit nanosGAL4 und 

coexprimiertem UAS-Dicer2 konnte hingegen kein effektiver domino Knockdown 

gefunden werden.  

Bei der Analyse des RNAi Knockdowns von HP1, eggless und E(z) in frühen 

Embryonen der F1- Generation zeigte sich kein Unterschied zum Wildtyp im Bezug auf 

die untersuchten Histonmodifikationen. Da es zu RNAi- Experimenten in frühen 

primordialen Keimbahnzellen von Drosophila keine Arbeiten gibt, kann nicht 

ausgeschlossen werden, dass die RNAi zu einem so frühen Zeitpunkt in den 

Keimbahnzellen keine Wirkung zeigt. Auch die maternale Ladung von RNA und 

Proteinen könnte eine Rolle dabei spielen, dass die RNAi in den PGC offenbar 

wirkungslos ist. Die Funktionalität des UAS/GAL4 - Systems im frühen Embryo konnte 
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im Rahmen dieser Arbeit anhand des neu etablierten Keimbahn-ChIP- Systems bereits 

gezeigt werden. Wahrscheinlich prägt sich der RNAi- Effekt von HP1, eggless, E(z) und 

vasa erst in den larvalen Gonaden aus. Die Ergebnisse von Sato et al. (2010) zeigen eine 

reduzierte Anzahl der PGC durch einen RNAi Knockdown von Dpp und Hh in den 

Gonaden des 3. Larvenstadiums. Dieses Stadium wurde im Rahmen der Arbeit nicht 

analysiert, sollte jedoch in nachfolgende Analysen unbedingt einbezogen werden.  

In den stark rudimentären Ovarien der adulten Weibchen findet nach dem RNAi 

Knockdown von HP1, eggless und E(z) keine vollständige Oogenese mehr statt (Abb. 

3.41, Seite 61; Abb. 3.45, Seite 64). Für das Auftreten der Typ A Ovarien (reduziert, 

aber GSC vorhanden) und Typ B Ovarien (keine GSC, Verlust Keimbahnidentität) beim 

E(z) Knockdown könnten Schwellenwerte verantwortlich sein. Das Unterschreiten eines 

kritischen H3K27 Methylierungswertes würde so zu Typ B Ovarien ohne GSC führen. 

Liegen die Methylierungswerte geringfügig darüber, entstehen Typ A Ovarien mit GSC. 

Da die Bildung der GSC offensichtlich von der H3K27 Methylierung abhängig ist, 

sollten in weiteren Analysen unbedingt larvale Ovarien des E(z) RNAi Knockdowns 

untersucht werden.   

Für die Ausbildung der Typ 1 Ovariolen (keine VASA- Färbung) und Typ 2 Ovariolen 

(VASA- Färbung) der Ovarien des RNAi Knockdowns von eggless und HP1 ist 

hingegen wahrscheinlich die mosaikartige Expression des nanosGAL4- Treibers 

verantwortlich (J. Szabad pers. Mitteilung). Da in beiden Ovariolentypen keine GSC 

detektiert werden konnten, scheinen neben der H3K27 Methylierung auch H3K9me2 

und H3K9me3 essentiell für die Bildung der ovarialen Stammzellen zu sein. Diese 

Ergebnisse zeigten sich auch bereits bei der Analyse der egg1473- Mutation. Es ist auch 

beim RNAi Knockdown von eggless und HP1 in weiteren Arbeiten unbedingt 

erforderlich, larvale Gonaden zu untersuchen. Dies könnte Aufschluss darüber geben, 

zu welchem Zeitpunkt der Keimbahnentwicklung H3K9me2 und H3K9me3 essentiell 

sind.  

 

 

4.5    In der Keimbahn existieren viele verschiedene Wege zur Bildung 
   epigenetisch inaktiver Chromatinstrukturen  

 

Die Bildung der dorso-ventralen Achse des Embryos beruht auf der Expression von 

mindestens 11 maternalen Genen (Anderson und Nüsslein- Volhard 1984; Gans et al., 
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1975). Eines der am frühesten in die Ausbildung der dorso- ventralen Achse 

involvierten Gene ist fs(1)K10 (Wieschaus und Szabad 1978; Wieschaus 1979, 1980), 

das als negativer Transkriptionsregulator des TGF-α ähnlichen Wachstumsfaktors 

gurken (Neuman-Silberberg und Schüpbach 1993) indirekt an der Achsenbildung 

beteiligt ist (Forlani et al., 1993). Mutationen im K10- Gen führen zur vollständigen 

Dorsalisierung (Wieschaus und Szabad 1978; Wieschaus 1979, 1980) während eine 

Überexpression keinen Effekt auf die embryonale Achsenbildung hat (Forlani et al., 

1993). Dies beruht wahrscheinlich auf einem starken Kompensationsmechanismus in 

der späteren Entwicklung (Driever und Nüsslein- Volhard 1988). Fs(1)K10 diente als 

Markergen in dem PEV- System, das für die genetische Analyse von somatischen 

Chromatin- Faktoren in der Keimbahn genutzt wurde. 

Nach der Remobilisierung eines X- chromosomalen K10- P- Elementes 

[P{fs(1)K10+w+}] wurden insgesamt 178 Insertionen isoliert und im Bezug auf ihren 

Integrationsort und die K10- Variegation näher untersucht (Abb. 3.49, Seite 69). Durch 

die Analyse der Linien, deren Genompositionen identifiziert wurden und die über das 2. 

und 3. Chromosom verteilt sind, kann erstmals eine grobe Aussage darüber gemacht 

werden, wo im Keimbahnchromatin sich genetisch aktive bzw. inaktive Bereiche 

befinden. Es scheinen in der Keimbahn sogar größere Chromatinbereiche genetisch 

inaktiv zu sein als im Soma, da 12,6% der Linien eine K10- Variegation über 1% 

zeigten, aber nur bei 3% der Linien ein white- Gen- Silencing nachgewiesen wird.  

     Von den zufallsgemäß im Genom integrierten 178 K10- Linien wurden 10 

ausgewählt, um Chromatinfaktoren, die im Soma wirken, auf eine mögliche Funktion in 

der Keimbahn zu untersuchen. Dabei konnte bei den analysierten Regulatoren    

SU(VAR)3-9, HP1, SUV4-20, JIL-1, dLSD1 [SU(VAR)3-3], E(Z), dSETDB1, 

TAIMAN, E(VAR)LID, SU(VAR)2-1 und Piwi erstmals auch eine wichtige Rolle im 

Gen- Silencing der Keimbahn von Drosophila nachgewiesen werden. Es können jedoch 

in der Keimbahn mehrere molekulare Wege von Gen- Silencing gefunden werden, da in 

jeder der getesteten K10- Linien eine verschiedene Anzahl der Faktoren einen Effekt 

zeigt. Im Soma existieren allerdings auch mindestens fünf alternative Wege des Gen- 

Silencings in verschiedenen Genombereichen (Phalke et al., 2009). In der Keimbahn 

scheint es hingegen mindestens neun verschiedene Wege zu geben. Da sowohl Linie 82 

als auch Linie 174 keine bzw. schwache Effekte mit den getesteten Regulatoren zeigten, 

aber eine K10- Variegation von über 80% aufweisen, scheint das Silencing an diesen 

Stellen im Genom über mindestens einen zusätzlichen, noch unbekannten Weg zu 
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erfolgen. Obwohl in den weiteren 8 getesteten Linien für eine unterschiedliche Anzahl 

von Chromatinfaktoren Effekte in der Keimbahn nachgewiesen werden können, zeigen 

sich auch Übereinstimmungen. In jedem Silencing- Weg ist mindestens eine H3K9 

KMTase [SU(VAR)3-9 und dSETDB1] und eine H3K4 Demethylase [SU(VAR)3-3 

und E(VAR)LID] involviert (Abb. 7.10, Seite A17). Obwohl in den Silencing-Prozessen 

der Linien 12 und 131 eine Wirkung von SU(VAR)3-9 oder dSETDB1 nachgewiesen 

werden konnte, sind diese Wege unabhängig von HP1. Im Soma von Drosophila 

existiert solch ein alternatives Gen- Silencing ohne HP1 nur bei der Bildung von 

Heterochromatin an den Telomeren (Phalke et al., 2009). In drei der acht K10- Linien 

konnte eine Rolle der H3K27 spezifischen KMTase E(Z) gezeigt werden. Somit scheint 

das Gen- Silencing in der Keimbahn hauptsächlich über H3K9 Methylierung zu 

erfolgen und nur an einigen Stellen über H3K27 Methylierung. Dabei wird das K10- 

Silencing der Linie 131, die im 3S18 Transposons inseriert ist, offensichtlich nur über 

dSETDB1 katalysiert und ist unabhängig von SU(VAR)3-9 und HP1.   

Analysen im Soma zeigten, dass das Heterochromatin der Telomere einer besonderen 

Chromatinorganisation unterliegt und nicht von einem SU(VAR)3-9- abhängigen 

Mechanismus (Schotta et al., 2002, 2004) kontrolliert wird. Allerdings betreffen keine 

der isolierten K10- Insertionen Telomer- und subtelomerische Bereiche oder 

perizentromere Regionen. Die Länge der Chromosomen in Drosophila wird durch die 

hohe Kopienzahl der Retrotransposons HeT-A, TART und Tahre aufrechterhalten. In 

diesen Bereichen können weder H3K9me3 noch HP1, aber eine Anreicherung an 

H4K20me3 detektiert werden (Mason et al., 2008; Phalke et al., 2009; Wacker 2008). 

Daher wäre es interessant, die Chromatinstruktur der Telomerbereiche auch in der 

Keimbahn zu charakterisieren. Um K10- Insertionen auch in diesen Bereichen 

analysieren zu können, müssen site- spezifische Integrationen mit Hilfe des FLP/FRT 

Systems (Golic und Lindquist 1989; Golic 1994) erfolgen. In Vorarbeiten von J. 

Wacker (Wacker 2008) konnten bereits 18 Fliegenlinien etabliert werden, die über RS5- 

Elemente (DrosDel- Kollektion) site- spezifische Insertionen in den Telomerbereich von 

2L (Linie 5-HA-1191), 3R (Linie 5-HA-1992) oder das 4. Chromosom (Linie 5-HA-

2033) erlauben. Ein Konstrukt, das eine spezifische Insertion in RS3- Elemente erlaubt, 

würde die Anzahl der möglichen Insertionsstellen in den gewünschten Bereichen 

vergrößern, da bestimmte Regionen nur mit Hilfe beider Elemente genauer analysiert 

werden können. Es erfolgten bereits Versuche zur Erstellung des pRS3- Konstruktes, die 

jedoch bis jetzt nicht erfolgreich waren (Wacker 2008).  
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4.5.1 Spielen   Transvection- Prozesse   eine   Rolle   im   Gen- Silencing   in   der  

            Keimbahn? 

Mit Hilfe des K10- PEV- Systems konnte für die untersuchten Regulatoren erstmals 

eine wichtige Rolle im Gen- Silencing der Keimbahn von Drosophila nachgewiesen 

werden. Dabei traten jedoch verschiedene und teilweise unerwartete Effekte auf. Nach 

der Art der Wirkung der Effektoren konnten drei verschiedene Wirkungsmodi 

unterschieden werden: (1) der reguläre Modus, bei dem nur der Testgenotyp, der die 

Su(var)- Mutation trägt, supprimiert ist, nicht aber die Kontrolle, (2) der parentale 

Modus, bei dem beide Genotypen [Kontrollgenotyp ohne Su(var) und Testgenotyp mit 

Su(var)] einen Suppressor- Effekt zeigen und (3) der unerwartet aufgetretene alternative 

Modus, der im Soma nie beobachtet wurde. Hier ist nur der Kontrollgenotyp ohne 

Su(var)- Mutation supprimiert. Der Genotyp mit der Su(var)- Mutation zeigt hingegen 

in einigen Fällen eine Erhöhung über die Kontrolle hinaus. Der parentale Modus konnte 

in verschiedenen K10- Linien hauptsächlich bei Su(var)2-5 [HP1], eggless [dSETDB1] 

und piwi detektiert werden, der bisher nur in der Keimbahn aufgetretene alternative 

Modus zeigte sich vorrangig bei Su(var)2-1. Paternale oder maternale Effekte der 

Mutationen als Ursache für die drei Wirkungsmodi können ausgeschlossen werden, da 

reziproke Kreuzungen gleiche Resultate erbrachten.  

Die unerwartete Reduktion des Kontrollgenotyps im parentalen und alternativen Modus 

könnte auf Transvection- Prozessen beruhen, die im Soma von Drosophila bereits 

intensiv analysiert wurden (Gemkov et al., 1998; Pirrotta 1999; Duncan 2002). Die von 

EB Lewis (1954) erstmals am Bithorax- Komplex (BX- C) entdeckten Transvection- 

Prozesse beruhen in fast allen Fällen (außer iab-5,6,7 des BX-C) auf Paarung der 

homologen Chromosomen in somatischen Zellen, was an einigen Stellen die 

Genexpression signifikant beeinflussen kann. Dabei können sowohl Enhancer- 

Elemente als auch Silencer- Elemente in trans involviert sein. In einigen Fällen wird 

das Zeste- Protein für Transvection- Prozesse benötigt, wobei vermutet wird, dass es als 

DNA- bindendes Protein das Paaren der homologen Chromosomen durch Selbst-

Aggregation unterstützt (Chen et al., 1992). Daher sollten sowohl Zeste selbst als auch 

Polycomb in die Untersuchungen einbezogen werden.  

Die Untersuchungen von E(z) [E(z)15] im K10- PEV der Keimbahn zeigte nur in den 

Linien 12 (Intron Df31) und 128 (Intron Tm1) den alternativen bzw. parentalen Modus. 

In den Linien 11 (Intron Drep-2) und 46 (5`UTR Mvl) ist der Kontrollgenotyp 

unbeeinflusst. In ersten Analysen mit einer E(Pc)- Mutante [E(Pc)1] im K10- PEV 
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konnte bereits ein alternativer Modus in den Linien 11 (Intron Drep-2; E(z) regulär) und 

45 (intergenisch, E(z) ohne Funktion) detektiert werden (Abb. 7.1, Seite A8). 

 

Bei den Analysen der Chromatin- Faktoren zeigte sich weiterhin, dass SU(VAR)2-1 für 

den Transvection- Prozess wichtig sein könnte, da es der einzige Faktor ist, bei dem 

immer der alternative Modus detektiert wurde (Abb. 3.50-3.52; Abb. 3.54-3.55; Abb. 

7.2- 7.3A; Abb. 7.5-7.8). Der Transvection- Prozess ereignet sich wahrscheinlich früh in 

der Keimbahnentwicklung. Mit Hilfe der bereits diskutierten Fliegenlinien, bei denen 

repetetive lacO- Sequenzen und lacI-GFP im Genom transgen integriert sind (Vazquez 

et al., 2001) könnten in den primordialen Keimbahnzellen Chromosomenpaarungen 

analysiert werden. Dabei wird die Bindung von LacI- GFP an den lac Operator lacO 

untersucht. Bei einer Paarung der Chromosomen ist jeweils ein Punkt detektierbar, 

liegen die Chromosomen getrennt vor, sind in der GFP- Färbung zwei Punkte 

erkennbar. Somit könnte im Hintergrund der verwendeten Su(var)2-101- Mutation 

immunzytologisch analysiert werden, ob SU(VAR)2-1 eine Rolle bei der Paarung der 

homologen Chromosomen spielt.    

Mit Hilfe der Defizienz Df(2R)BSC279, bei der der homologe Bereich der K10- 

Insertionslinie 11 deletiert war und somit keine Übertragung von Chromatinzuständen 

erfolgen konnte, war es im Rahmen der Arbeit nicht möglich, Transvection- Prozesse in 

der Keimbahn von Drosophila eindeutig zu zeigen. Grund hierfür ist die Größe der 

Defizienz von 393 kb, in der 51 Gene deletiert sind. Es konnte jedoch ein neuer E(var) 

für K10- Variegation innerhalb der Defizienz gefunden werden, der für eine starke 

Erhöhung der Variegation in der Linie 11 verantwortlich ist. Der E(var)- Effekt der 

Defizienz Df(2R)BSC279 ist in der Linie 12 ist ebenfalls nachweisbar (Abb. 7.9, Seite 

A16). In den K10- Linien 46, 124 und 128 prägt diese Deletion jedoch einen starken 

Su(var)- Effekt aus (Abb. 7.9, Seite A16). Da das Einkreuzen dieser Defizienz in das 

In(1)wm4 Rearrangement weder einen Enhancer-, noch einen Suppressor- Effekt zeigte, 

kann davon ausgegangen werden, dass dieser neue Chromatinfaktor Keimbahn- 

spezifisch wirkt. Innerhalb der Defizienz sind die 14 Gene mit unbekannter Funktion 

die wahrscheinlichsten Kandidaten für den Auslöser des E(var)- bzw. Su(var)- Effektes. 

Mit Hilfe überlappender Defizienzen innerhalb des Bereiches der K10- Linie 11 könnte 

der Faktor auf einen kleineren Bereich eingegrenzt und kartiert werden.  

Um Transvection- ähnliche Prozesse in der Keimbahn mit Hilfe von Defizienzen doch 

analysieren zu können, muss eine kleine Deletion selbst hergestellt werden, da keine 



Diskussion 

108 

weiteren Defizienzen für diesen Bereich zur Verfügung stehen. Dabei wird des P- 

Element der K10- Insertion P{fs(1)K10+w+}11 remobilisiert. Erfolgt ein unkorrekter 

Ausbau, besteht die Möglichkeit, dass eine kurze Deletion entsteht, die nur eine kleine 

homologe Region deletiert und damit eine bessere Analyse ermöglicht. Am Aufbau 

einer solchen kleineren Defizienz wird zurzeit gearbeitet.  

 

Somit konnte erstmals gezeigt werden, dass die im Soma bereits intensiv analysierten 

Chromatin- Faktoren auch eine sehr wichtige Funktion bei Gen- Silencing- Prozessen in 

der Keimbahn besitzen. Um das Gen-Silencing in der Keimbahn noch besser 

analysieren zu können und eventuell weitere Wege der epigenetischen Inaktivierung zu 

finden, sollten bisher nicht genauer untersuchte Linien mit K10- Variegation einbezogen 

werden. Weiterhin würde die Analyse bisher nicht in der Keimbahn untersuchter 

Faktoren wie dG9a, RPD3, dBlimp-1, Polycomb oder spindle E als RNAi- Komponente 

ebenfalls dazu beitragen, das Gen- Silencing in Keimbahnzellen besser zu verstehen. 

Um Regulatoren zu detektieren, die ausschließlich im Keimbahn- Chromatin wirken, 

könnten in ihrer Sequenz definierte Deletionen in K10- Linien eingekreuzt werden. 

Dabei muss eine Einkreuzung in mehrere Linien erfolgen, da die im Soma bereits 

untersuchten Modifikatoren nicht in jeder getesteten K10- Linie einen Effekt zeigten. 

Ein Keimbahn- spezifischer Chromatinfaktor konnte im Rahmen der Untersuchungen 

zu Transvection- Prozessen bereits gefunden werden. Jedoch können mit den im 

Rahmen der Arbeit genutzten Analysen die unerwarteten Reduktionen der 

Kontrollgenotypen im alternativen und parentalen Modus nicht vollständig erklärt 

werden.  
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5 Zusammenfassung 
 

Die epigenetische Regulation der Genexpression durch Chromatin- Faktoren ist 

während der gesamten Entwicklung ein zentraler Prozess, der die Differenzierung 

verschiedener Zelltypen kontrolliert. Auch im Chromatin der Keimbahnzellen sollten 

koordinierte genetische und epigenetische regulatorische Programme ablaufen. Über 

diese Prozesse ist in Drosophila sehr wenig bekannt, da bisher essentielle Methoden für 

die direkte genetische Analyse der Chromatinregulation und die molekulare 

Charakterisierung des Keimbahn- Chromatins fehlten.  

Die vorliegende Arbeit zeigt intensive immunzytologische Analysen des Chromatins 

der primordialen (PGC) und ovarialen Keimbahnstammzellen (GSC). Dabei wurden 

neue Erkenntnisse zu epigenetischen Kontrollmechanismen in diesen Zellen gewonnen. 

Es konnte nachgewiesen werden, dass die PGC und die sich daraus entwickelnden GSC 

Unterschiede im Chromatinaufbau aufweisen und somit nicht identisch sind. Für die 

H3K9 spezifischen KMTasen SU(VAR)3-9 und dSETDB1 wurde eine 

entwicklungsspezifisch kontrollierte Aktivität gefunden, die wahrscheinlich durch die 

Assoziation verschiedener Bindungspartner gesteuert ist. H3K9me2 und H3K9me3, 

nicht jedoch H3K9me1, sind offenbar essentiell für die Keimbahnentwicklung. Nur bei 

einer Reduktion der H3K9 Di- und Trimethylierung in den PGC während der frühen 

Embryogenese werden in der späteren Entwicklung rudimentäre Ovarien ohne GSC 

gebildet. Auch die durch E(Z) katalysierte H3K27 Methylierung besitzt eine wichtige 

Funktion in der Keimbahnentwicklung und führt bei Verlust zu sehr stark reduzierten 

Ovarien.  

Steroidhormone spielen in verschiedenen physiologischen und Entwicklungsprozessen 

eine Schlüsselrolle. TAIMAN, einer der Coaktivatoren des EcR-Rezeptor- Komplexes, 

wurde als dominanter Suppressor für white- Gen- Silencing im In(1)wm4 Rearrangement 

identifiziert. Immunzytologische Analysen zeigen, dass TAIMAN offensichtlich eine 

vielfältige Funktion in der Keimbahn besitzt und direkt oder indirekt über die 

Vernetzung mit anderen Signalwegen Einfluss auf wesentliche Keimbahnfunktionen in 

den Ovarien hat. Homozygote Embryonen weisen massive globale Veränderungen in 

der Chromatinstruktur auf, die sowohl euchromatische (H3K4me2, H3K9ac) als auch 

heterochromatische (H3K9me2, me3, H3K27me3) Modifikationen betreffen.  

Mit Hilfe des K10- PEV wurde erstmals genetisch nachgewiesen, dass die im Soma 

bereits intensiv analysierten Chromatin- Faktoren SU(VAR)3-9, HP1, SUV4-20, JIL-1, 
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dLSD1 [SU(VAR)3-3], E(Z), dSETDB1, TAIMAN, E(VAR)LID, SU(VAR)2-1 und 

Piwi auch eine sehr wichtige Funktion bei Gen- Silencing- Prozessen in der Keimbahn 

besitzen. Dabei existieren in der Keimbahn offenbar mehrere molekulare Wege von 

Gen- Silencing. Die Etablierung einer Methode zur spezifischen Isolierung von 

Chromatin aus primordialen Keimbahnzellen ermöglicht nun auch die molekulare 

Analyse von Keimbahn- Chromatin mittels ChIP. Durch einen Vergleich der 

genetischen (K10- PEV) und molekularen (Keimbahn- ChIP) Untersuchungen können 

sehr genaue Analysen definierter genomischer Regionen in der Keimbahn erfolgen, die 

vorher nicht möglich waren.  
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7.4 Zählungen von fs(1)K10 Insertionslinien mit starker Variegation 
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Abb.7.1. Analyse des Einflusses von E(Pc)1 auf Gen- Silencing in der Keimbahn an den 
Insertionsorten der fs(1)K10- Transgene 11 und 45. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) 
in die Linien P{fs(1)K10+w+}11 bzw. 45. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- 
Generation wurde über 10 Tage verfolgt. An beiden Insertionsstellen hat E(Pc) einen starken Einfluss auf 
das Gen- Silencing im Keimbahngenom. Die Frequenz der Mosaik- Weibchen ist unter dem Diagramm 
dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}11 bzw. 45 Kontrolllinie gemessene 
Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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Abb.7.2. Analyse des Gen- Silencings in der Keimbahn am Insertionsort des fs(1)K10- Transgens 
45. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) in die Linie P{fs(1)K10+w+}45. Die Eiablage von 
38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde über 10 Tage verfolgt. A. Genomischer 
Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+} 45 in Region 67E2. B. An dieser Stelle im Keimbahngenom ist 
das Gen- Silencing von Su(var)3-906, Su(var)2-505, Suv4-20BG00814, Su(var)2-101, E(var)lid10424-8, 
Df(2L)tai, eggless1473 und piwi abhängig. Die Frequenz an Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm 
dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}45 Kontrolllinie gemessene 
Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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P{fs(1)K10+w+}45 

 

 

 
 

Abb.7.3. Der alternative Modus von Su(var)2-101 und der parentale Modus von Su(var)2-505 am 
Insertionsort des fs(1)K10- Transgens 45 sind unabhängig von der Herkunft der Su(var)- Mutante. 
Ergebnisse nach Einkreuzung von Su(var)2-101 (A) und Su(var)2-505 (B) in die Linie P{fs(1)K10+w+}45. 
Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde über 10 Tage verfolgt. A. und 
B. Die Wirkungsmodi der Regulatoren sind unabhängig von der Herkunft der Su(var)- Mutation, da 
reziproke Kreuzungen denselben Phänotyp zeigen. Die Frequenz an Mosaikweibchen ist unter den 
Diagrammen dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}45 Kontrolllinie 
gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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P{fs(1)K10+w+}46 

 

 
 

Abb.7.4. Der parentale Modus  von Su(var)2-505 und E(var)lid10424-8 am Insertionsort des fs(1)K10- 
Transgens 46 ist unabhängig von der Herkunft der Mutation. Ergebnisse nach Einkreuzung von 
E(var)lid10424-8 (A) und Su(var)2-505 (B) in die Linie P{fs(1)K10+w+}46. Die Eiablage von 38 Kontroll- 
und Testweibchen der F1- Generation wurde über 10 Tage verfolgt. A. und B. Reziproke Kreuzungen 
zeigen denselben supprimierten Phänotyp für Kontroll- und Testgenotyp bei E(var)lid10424-8 und  
Su(var)2-505. Der Wirkungsmodus der Regulatoren ist im Keimbahngenom am Insertionsort der Linie 46 
daher unabhängig von der Herkunft der Mutation. Die Frequenz an Mosaikweibchen ist unter dem 
Diagramm dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}46 Kontrolllinie 
gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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P{fs(1)K10+w+}124 

 
Abb. 7.5. Analyse der Bildung epigenetisch inaktiver Chromatinstrukturen in der Keimbahn am 
Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}124. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) in die 
Linie P{fs(1)K10+w+}124. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde 
über 10 Tage verfolgt. A. Genomischer Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}124 in Region 56D9. B. 
Am Insertionsort der Linie 124 sind nur Su(var)2-505, E(var)lid10424-8, Df(2L)tai, eggless1473 und piwi am 
Gen- Silencing in der Keimbahn beteiligt. Die Frequenz an Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm 
dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}124 Kontrolllinie gemessene 
Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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P{fs(1)K10+w+}131 

 

 
Abb.7.6. Analyse im Soma bekannter Chromatinfaktoren in der Keimbahn mit Hilfe des K10-PEV 
am Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}131. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) in die 
Linie P{fs(1)K10+w+}131. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde 
über 10 Tage verfolgt. A. Genomischer Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+}131 in Region 55D4. B. 
Offensichtlich ist im Keimbahngenom nur eggless1473 am Aufbau epigenetisch inaktiver Strukturen am 
Insertionsort der Linie 131 beteiligt. Die Frequenz an Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm 
dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der P{fs(1)K10+w+}131 Kontrolllinie gemessene 
Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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P{fs(1)K10+w+}171 

 
Abb. 7.7. Analyse des Gen-Silencings in der Keimbahn am Insertionsort des fs(1)K10- Transgens 
171. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) in die Linie P{fs(1)K10+w+}171. Die Eiablage 
von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde über 10 Tage verfolgt. A. Genomischer 
Insertionsort der Linie P{fs(1)K10+w+} 171 in Region 85B7. B. An dieser Stelle im Keimbahngenom ist 
das Gen- Silencing von Su(var)3-906, Su(var)2-505, E(var)lid10424-8 und eggless1473 abhängig. Die Frequenz 
an Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der 
P{fs(1)K10+w+}171 Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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P{fs(1)K10+w+}174 

Insertion in modulo, 100E3 

 
Abb.7.8. Analyse des Gen- Silencings in der Keimbahn mit Hilfe des K10- PEV am Insertionsort 
der Linie P{fs(1)K10+w+}174. Ergebnisse nach Einkreuzung der Mutationen (♂) in die Linie 
P{fs(1)K10+w+}174. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen der F1- Generation wurde über 10 
Tage verfolgt. A. Die Insertion des fs(1)K10- Transgens 174 erfolgte in das Gen modulo in Region 
100E3. B. Von den getesteten Faktoren am Insertionsort der Linie 174 haben E(var)lid10424-8, Df(2L)tai 
und eggless1473 wahrscheinlich einen Einfluss auf das Gen- Silencing in der Keimbahn. Die Frequenz an 
Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der 
P{fs(1)K10+w+}174 Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- Eiern (Kontrolle).  
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Df(2R)BSC279 

 

 

 
 

 
 
 
Abb.7.9. Die Defizienz Df(2R)BSC279 hat an verschiedenen K10- Insertionsorten Einfluss auf Gen- 
Silencing in der Keimbahn. Ergebnisse nach Einkreuzung der Defizienz (♂) in die Linien 
P{fs(1)K10+w+}11, 12, 45, 46, 124, 128, 171 und 174. Die Eiablage von 38 Kontroll- und Testweibchen 
der F1- Generation wurde über 10 Tage verfolgt. Im K10- PEV zeigt die Defizienz Df(2R)BSC279 einen 
E(var)- Effekt an den Insertionsorten der K10- Linien 11 und 12. In der genomischen Region der K10- 
Linien 46, 124 und 128 tritt ein Su(var)- Effekt auf. Eine Supprimierung des Kontrollgenotyps, der die 
Defizienz nicht trägt, ist in den K10- Linien 11, 45, 46, 124, 128 und 171 nachweisbar. Die Frequenz an 
Mosaikweibchen ist unter dem Diagramm dargestellt. Die gestrichelte Linie markiert die in der 
P{fs(1)K10+w+}11, 12, 45, 46, 124, 128, 171 bzw. 174 Kontrolllinie gemessene Frequenz von K10- Eiern 
(Kontrolle).  
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Abb.7.10. Verschiedene Wege der Heterochromatisierung in der Keimbahn. In Abhängigkeit des 
Insertionsortes der K10- Transgene zeigen sich verschiedene Wege der Bildung von inaktiven 
Chromatinzuständen. Für jede Linie gibt es einen individuellen Weg. In den K10- Linien 82 und 174 
zeigte keiner der getesteten Modifikatoren einen starken Effekt. Sie sind daher hier nicht aufgeführt. (rote 
Schrift – regulärer Modus; blaue Schrift – alternativer Modus; grüne Schrift – parentaler Modus)  
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