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Motivation

Am Ende des 19. bzw. zum Beginn des 20. Jahrhunderts standen Wissenschaftler vor dem Problem, dass
sie die Limitationen der klassischen Lichtmikroskopie erreicht hatten. Auch wenn heutige Lichtmikroskope
technisch gesehen mit Sicherheit ausgefeilter sind, so ist die entscheidende Limitation physikalischer Na-
tur. Bereits 1873 erkannte Abbe, dass die Aufldsung der Lichtmikroskopie einer natiirlichen Beschrankung
unterliegt, welche mit der beriihmten Abbe-Formel (Gleichung 1) beschrieben werden kann, wobei A\ die
Wellenldnge des verwendeten Lichts, n der Brechungsindex zwischen Objektiv und Objekt und o der ma-
ximale halbe Offnungswinkel zwischen einem Objektpunkt und dem Objektiv ist. Das Produkt 7 sin o wird
auch numerische Apertur (N A) genannt.
A A
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Bei einem Mikroskopobjektiv ist der maximale halbe Aperturwinkel oo auf 90° beschrankt. Die numeri-

sche Apertur N A kann also nicht groBer als n werden. Der Brechungsindex der heute in der Lichtmikroskopie
verwendeten Materialien kann aus praktischen Griinden nicht wesentlich iiber n = 1,5 gesteigert werden.
Das Auflosungsvermogen eines Mikroskops ist also maBgeblich abhiangig von der Wellenlange des verwende-
ten Lichts (Cremer, 2011). Bei der Verwendung von sichtbarem Licht ware die kleinstmdgliche Wellenlange
ca. 420 nm (blaues Licht) und das zugehdrige Auflésungsvermdgen lage bei d = 140 nm. Objekte die dichter
beieinander liegen lassen sich im Lichtmikroskop nicht als separate Objekte erkennen.

Durch die Entdeckung des Welle-Teilchen-Dualismus erkannten Forscher, dass die Verwendung eines
Elektronenstrahls anstelle von Licht dieses Limit deutlich reduzieren kénnte. Durch den von Louis de Broglie
postulierten Zusammenhang zwischen der Wellenlange eines Teilchens und seinem Impuls (Gleichung 2),
kann die Wellenldnge von Elektronen ermittelt werden. Da die Elektronen in einem Elektronenmikroskop
auf einen wesentlichen Anteil der Lichtgeschwindigkeit beschleunigt werden, miissten fiir die Berechnung
der Wellenlinge eigentlich relativistische Effekte beriicksichtigt werden. Darauf wird an dieser Stelle jedoch

nicht weiter eingegangen.

=2 2)

Bei einer Beschleunigungsspannung von 10kV betrdgt die Wellenlange eines Elektrons A ~ 0,01 nm

und das zugehdrige Aufldsungsvermdgen d lage bei unter einem A, wodurch Aufnahmen mit atomarer
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Auflésung moglich wiren (Cremer, 2011). Heutige Elektronenmikroskope (EMs) arbeiten sogar mit deutlich
hoheren Beschleunigungsspannungen (200 kV bis 300 kV). Dies hat aber andere Griinde und die tatsichlich
erzielte Auflésung ist meist durch andere Faktoren limitiert und erreicht nicht die theoretisch physikalisch
moglichen Werte. In den Materialwissenschaften konnte zuletzt eine Auflésung von 0,45 A erzielt werden
(Sawada, Shimura, Hosokawa, Shibata & lkuhara, 2015). Im Bereich der Strukturbiologie liegt der aktuelle
Auflésungsrekord in der Nihe von 1,2 A (Nakane et al., 2020). Bei einer so hohen Auflésung lassen sich alle
Atome eines Proteins als individuelle Signale anhand ihrer Elektronendichte erkennen.

Das erste funktionale Elektronenmikroskop wurde 1931 von Ernst Ruska und Max Knoll entwickelt,
woflir Ruska 1986 den Physik-Nobelpreis erhielt (Ruska, 1932). Dadurch revolutionierte sich die biologische
Forschung, da erstmals Viren und Zellbestandteile wie der Golgi-Apparat, das endoplasmatische Retikulum
oder Mitochondrien in hoher Auflosung sichtbar gemacht werden konnten. Weitere technische und methodi-
sche Entwicklungen sorgten dafiir, dass Elektronenmikroskopie heutzutage dazu verwendet werden kann um
die Struktur von Proteinen mit (quasi-)atomarer Auflésung zu bestimmen. Fiir diese Entwicklungen erhielten
Jacques Dubochet, Richard Henderson und Joachim Frank 2017 den Chemie-Nobelpreis.

Die Bedeutung dieser Entwicklungen zeigt sich, wenn man die Statistiken der Proteindatenbank PDB
(https://www.rcsb.org/) betrachtet. In Abbildung la ldsst sich erkennen, dass die Gesamtzahl der mit
EM geldsten Strukturen noch nicht an die von Kernmagnetischer-Resonanz (nuclear magnetic resonance;
NMR) oder insbesondere Réntgenkristallographie heranreicht. Der Blick auf die jahrlich hinzukommenden

Strukturen in Abbildung 1b zeigt jedoch, dass sich hier eine deutliche Trendwende abzeichnet.
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Abbildung 1: Anzahl der (a) insgesamt und (b) jéhrlich verdffentlichten Strukturen in der Proteindatenbank PDB

Rontgenkristallographie leidet seit jeher unter der Limitierung, dass das zu untersuchende Protein fiir
die Strukturbestimmung kristallisiert werden muss. Mit diesem Aspekt werden Sie sich im Praktikumsver-
such Proteinkristallisation beschaftigen. Der Vorteil dieser Methode ist, dass routinemaRig die héchsten
Auflésungen erzielt werden. NMR-Untersuchungen haben den groRen Vorteil, dass hiermit dynamische Pro-
zesse untersucht werden konnen. Allerdings eignet sich diese Methode nur fiir relativ kleine Proteine. Die
Strukturbestimmung mit EM hat als einzige Limitation, dass die Proteine nicht zu klein sein diirfen, da sie
sonst nicht sichtbar sind. Aktuell liegt dieses Limit im Bereich von 50 kDa bis 100 kDa. Allerdings gibt es
neue Ansdtze um diese Grenze immer weiter zu verringern (Liu, Huynh & Yeates, 2019).

Fiir die meisten der mit EM geldsten Strukturen in der PDB wurde eine sogenannte Einzelpartikelanalyse
durchgefiihrt. Fiir diesen Versuch werden Sie dies exemplarisch mit dem Protein 3-Galactosidase durchfiihren.
Der Versuch findet an zwei Tagen statt und ist auch inhaltlich in zwei Teile gegliedert. Im ersten Teil werden
Sie die Proteinprobe fiir das Elektronenmikroskop vorbereiten und Daten aufnehmen. Im zweiten Teil werden

Sie die aufgenommenen Daten prozessieren um eine 3D-Struktur des Proteins zu rekonstruieren.


https://www.rcsb.org/
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Teil |
Probenpraparation und Datenaufnahme

am Elektronenmikroskop

1 Grundlagen

In der vorangehenden Beschreibung der Motivation fiir diesen Versuch wurde darauf eingegangen, warum
Elektronenmikroskope (quasi-)atomare Auflésungen erreichen konnen und welche Bedeutung dies fiir die
biologische Forschung hat. In diesem Kapitel werden wir auf die wichtigsten Grundlagen eines Elektronen-

mikroskops und deren Bedeutung fiir diesen Versuch eingehen.

1.1 Aufbau eines Elektronenmikroskops

Bei Elektronenmikroskopen unterscheidet man zwei wichtige Bauweisen. Rasterelektronenmikroskope (scan-
ning electron microscope; SEM) bestrahlen mit einem diinnen Elektronenstrahl die Oberflache eines Objekts.
Abhingig von der Beschaffenheit der Oberflache interagiert der Elektronenstrahl auf unterschiedliche Wei-
se mit dessen Atomen und verliert dabei Energie. Dadurch entstehen unter anderem Wairme, sekundéare
Elektronen mit niedriger Energie, riickgestreute Elektronen mit hoher Energie und Réntgenstrahlen. Bei
klassischen SEMs werden die sekundaren Elektronen detektiert. Die Oberfliche des Objekts wird mit dem
Elektronenstrahl gerastert und aus der Intensitdt der detektierten Signale wird ein Bild generiert.

Transmissionselektronenmikroskope (TEM) durchstrahlen mit den Elektronen das Objekt, weshalb die-
ses sehr diinn sein muss. Wie zuvor beim SEM interagiert der Elektronenstrahl mit dem Objekt, wodurch es
zu unterschiedlichen Effekten kommt, welche wiederum abhangig von der Beschaffenheit des Objekts sind.
Zum einen kommt es zu den gleichen Effekten wie schon beim SEM. Zum anderen kann der Elektronen-
strahl die Probe durchstrahlen, da diese entsprechend diinn ist. Dabei kann der Elektronenstrahl die Probe
passieren ohne mit dieser zu interagieren, oder er wird (in)elastisch gestreut. Die aus der Probe austre-
tenden Elektronen werden detektiert und erzeugen so ein Bild des Objekts. Da in diesem Versuch nur mit
einem Transmissionselektronenmikroskop gearbeitet wird, wird im Folgenden auch nur genauer auf dieses
eingegangen. Ein schematischer Aufbau eines TEMs ist in Abbildung 2 dargestellt.

An der Elektronenquelle werden die Elektronen aus einer Wolfram- oder LaBg-Kathode durch hohe
Spannung extrahiert (thermionisch oder Feldemission) und mit einer Anode beschleunigt. Das darauffol-
gende Kondensor-Linsensystem biindelt den divergierenden Elektronenstrahl sodass dieser moglichst parallel
die Probe bestrahlt. Das Objektiv-Linsensystem fokussiert den Elektronenstrahl nachdem dieser die Probe
passiert hat. Das abschlieBende Projektions-Linsensystem erweitert den Elektronenstrahl auf die Detekti-
onsebene. Die Detektion der Elektronen erfolgt entweder durch einen phosphoreszierenden Schirm, friiher
durch spezielle Filme, oder heutzutage durch Kameras, in welchen die Elektronen zuerst in ein optisches
Signal tiberfiihrt (charge coupled device; CCD), oder direkt detektiert (direct detecting device; DDD) werden
(Rose, 2008; Egerton, 2005). Erst die Entwicklung dieser direkten Elektronendetektoren erlaubte die Struk-
turbestimmung von Proteinen mittels EM mit hoher Auflésung und fiihrte zu der sogenannten resolution
revolution (Kiihlbrandt, 2014).

Bei der Bildentstehung in einem EM unterscheidet man zwischen Amplituden- und Phasenkontrast.

Der schematische Strahlengang fiir diese beiden Kontrastarten ist in Abbildung 3 dargestellt. Wenn der
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Abbildung 2: Schematischer Aufbau eines Transmissionselektronenmikroskops (Orlova & Saibil, 2011)
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Abbildung 3: Schematischer Strahlengang bei der Bildentstehung durch (a) Amplitudenkontrast und (b) Phasenkon-
trast (Bhushnan, 2017)
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Elektronenstrahl die Probe passiert, so sind fiir die Kontrastgebung zwei Aspekte entscheidend. Ein Teil der
Elektronen passiert die Probe ohne gestreut zu werden und ein anderer Teil wird an der Probe (um genau
zu sein an den Atomkernen) gestreut. Der Streuwinkel der Elektronen ist dabei umso groRer, je groRer und
geladener der Atomkern ist. Befinden sich in der Probe groRe Atomkerne (in der Regel Schwermetalle), so
wird der Elektronenstrahl so stark abgelenkt, dass der gestreute Elektronenstrahl durch eine Apertur von
dem nicht-gestreuten Strahl getrennt werden kann (Abb. 3a). Abhangig davon, wie viele Atomkerne sich an
einer Stelle in der Probe befinden, verdndert sich dadurch die Intensitat des detektierten Strahls, weswegen
man von Amplitudenkontrast spricht. Befinden sich in der Probe allerdings nur vglw. kleine Atomkerne (was
bei biologischen Proben in der Regel der Fall ist), so ist der Streuwinkel zu gering um die Strahlen durch eine
Apertur zu trennen. In diesem Fall werden der nicht-gestreute und der gestreute Strahl durch die Objektiv-
Linse wieder zusammengefiihrt. Da der gestreute Strahl eine hohere Wegdifferenz hat, existiert zwischen
den Strahlen ein Phasenversatz. Der Phasenversatz kann jedoch durch die Detektoren (wie auch durch das
menschliche Auge) nicht wahrgenommen werden. Die konstruktive/destruktive Interferenz zwischen Primar-
strahl und gestreutem Strahl in der Bildebene (vgl. Abb. 3b) fiihrt nur zu geringen Amplitudenunterschieden.
Phasenplatten, die in der Lichtmikroskopie etabliert sind und den Phasenversatz gezielt verstarken, sind fiir
die Elektronenmikroskopie noch nicht zuverl3ssig technisch umgesetzt. Daher wird in der Elektronenmikro-
skopie der Phasenunterschied durch eine Defokussierung der Objektivlinse verstarkt (vertiefende Theorie
hierzu finden Sie in Franken, Griinewald, Boekema und Stuart (2020), siehe besonders hier Abbildung 6).
Die Auswirkung der Defokussierung auf die Ubertragungsfunktion des Mikroskops wird lhnen im Versuch
demonstriert.

Im Gegensatz zu den Linsen von Lichtmikroskopen, handelt es sich bei den Linsen von Elektronenmi-
kroskopen nicht um geschliffene Glaslinsen, sondern um elektromagnetische Linsen, welche den Elektronen-
strahl durch prizise Magnetfelder ablenken. Diese magnetischen Linsen arbeiten weitaus weniger perfekt
als optische Linsen, weshalb es bei Elektronenmikroskopen zu asymmetrischen Verzerrungen des Elektro-
nenstrahls kommt, welche als Astigmatismus bekannt sind. Daher verfiigen Elektronenmikroskope aullerdem
iiber sogenannte Stigmatoren, welche durch schwache elektrische oder magnetische Quadrupol-Felder diesen
Astigmatismus ausgleichen bzw. korrigieren kénnen (Rose, 2008).

Fiir den Betrieb eines Elektronenmikroskops muss im Inneren ein Hochvakuum erzeugt werden. Hierfiir
gibt es zwei Hauptgriinde. Zum einen wiirden anwesende Gasmolekiile dazu fiihren, dass es zwischen der
Anode und der Kathode in der Elektronenquelle zu einem Lichtbogen kommen wiirde, wodurch die Elek-
tronenquelle beschadigt wiirde. Zum anderen wiirde der Elektronenstrahl an Gasmolekiilen stark gestreut
werden, wodurch es unméglich wére ihn adaquat zu fokussieren etc. Dieser Umstand spielt eine entschei-
dende Rolle bei der Probenpraparation fiir Elektronenmikroskope, worauf im nachsten Abschnitt genauer

eingegangen wird.

1.2 Probenpraparation fiir die Elektronenmikroskopie

Am Ende des vorausgehenden Kapitels wurde darauf eingegangen, dass im inneren eines EMs fiir den Betrieb
ein Hochvakuum erzeugt werden muss. Gerade fiir biologische Proben stellt dies ein groRes Problem dar,
da diese natiirlicherweise einen hohen Wasseranteil haben. Damit die biologischen Proben nicht durch das
Vakuum beschidigt werden, miissen sie daher vorher dehydriert oder anders stabilsiert werden. Fiir die
Transmissionselektronenmikroskopie unterscheidet man dabei grundsitzlich zwischen zwei Varianten der
Probenvorbereitung: dem negative staining (Abb. 4a) und dem plunge freezing (Abb. 4b).

Bei beiden Verfahren wird die Probe auf ein EM-Grid aufgetragen, welches man mit einem Objekttra-

ger der Lichtmikroskopie vergleichen kann. Typische EM-Grids bestehen aus Kupfer oder Gold, haben einen
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Abbildung 4: Schematische Darstellung der Probenpraparation fiir Elektronenmikroskopie mittels (a) negative staining
und (b) plunge freezing (Orlova & Saibil, 2011)

Durchmesser von 3mm und sind wenige nm dick. Das Grid ist in ein Gittermuster aufgeteilt, wobei man
unterscheidet, wie viele dieser Squares sich auf dem Grid befinden (angegeben wird dies in Mesh = Anzahl
der Squares pro Inch). Auf diesen Squares wird ein Film aufgetragen, welcher typischerweise eine periodi-
sche Anordnung von Ldchern, oder eine ungleichmaRigen Wabenstruktur (lacey) aufweist. Manchmal wird
auf diese Grids zusatzlich ein diinner Carbon-Film (~ 5nm) oder eine + einatomige Schicht Graphenoxid
aufgetragen.

Beim negative staining werden die biologischen Proben mit einer Schwermetallsalz-Lésung (hdufig Ura-
nylacetat oder Uranylformiat) eingebettet. Die Schwermetalle lagern sich als gleichméaRiger Film auf der
Gridoberfliche ab. Auf der Probe selbst lagern sich dabei nur wenige Schwermetalle ab. Neben der Probe
lagern sich hingegen sehr viel mehr Schwermetalle ab. Da der Elektronenstrahl an den Atomkernen der
Schwermetalle sehr stark abgelenkt wird, erfolgt die Bildgebung in diesem Fall durch Amplitudenkontrast
(vgl. Kapitel 1.1 und Abb. 3a). Da sich auf der Probe nur wenige Schwermetalle ablagern wird der Elek-
tronenstrahl hier weniger abgelenkt als in der Umgebung, weshalb das detektierte Signal stérker ist und die
Probe im Elektronenmikroskop weill erscheint. Ein Nebeneffekt des negative stainings ist, dass eine chemi-
sche Fixierung der Probe stattfindet, wodurch es meist zu staining Artefakten kommt und die biologischen
Strukturen in der Probe konnen unter Umstidnden denaturieren. Da das Signal bei negative stain Proben
aus der Streuung an den Atomkernen der Schwermetalle resultiert, und die deutlich kleineren Atomkerne der
biologischen Probe dabei praktisch keine Rolle spielen, ist auch die Auflésung dieses Verfahrens auf ca. 10 A
bis 20 A limitiert (Scarff, Fuller, Thompson & ladaza, 2018). Meist wird die Methode des negative stain
daher nur noch fiir einen initialen screen verwendet. Obwohl| keine hohen Aufldsungen erreicht werden kon-
nen, eignet sich die Methode sehr gut um einen schnellen Eindruck der Probenqualitdt und -konzentration

zu erhalten.
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Um hochauflésende Strukturen aufzuklaren werden die Proben in einem Kryogen wie z.B. fliissigem
Ethan eingefroren (Abb. 4b). Das Einfrieren findet dabei so schnell statt, dass die Wassermolekiile sich nicht
in klassischen Eiskristallen anordnen kénnen, sondern eine Konservierung des Zustands, wie er in der fliissigen
Phase vorlag, stattfindet. Durch diesen Prozess (Vitrifizierung) wird die Probe daher in einem sogenannten
near-native-state fixiert. Da bei dieser Praparation auch nicht mit Schwermetallen gearbeitet wird, erfolgt
die Bildgebung durch Phasenkontrast (vgl. Kapitel 1.1 und Abb. 3b). Der deutliche Vorteil ist, dass so die
Streuung des Elektronenstrahls an den Atomkernen der biologischen Probe abgebildet wird, weswegen mit
diesem Verfahren deutlich hdhere Auflésungen erzielt werden kénnen. Diese Methode ist allerdings auch sehr
viel aufwendiger. So muss beispielsweise das Grid, nachdem es gefroren wurde, konstant auf unter —150°C
gekiihlt werden. Samtliche folgende Arbeitsschritte wie das Laden des Grids in das Mikroskop erfolgen daher
in Flussigstickstoff. Aus diesem Grund werden wir uns in diesem Praktikum lediglich mit negative stain

beschaftigen.

2 Vorbereitung auf den Versuch

1. Was sind die Vor- und Nachteile von Elektronen und Photonen bei der Mikroskopie. Wie bewerten Sie
die ldee Neutronen fiir die Mikroskopie zu verwenden?

2. Nennen Sie die drei wesentlichen Linsensysteme eines Elektronenmikroskops und erklaren Sie kurz

deren Funktion.

3. Recherchieren und erklaren Sie die Anwendungsgebiete und Vorteile von Energiefiltern bei der Elek-

tronenmikroskopie.

4. Welche Beschleunigungsspannungen kommen bei der transmissions Elektronenmikroskopie von bio-
logischen Proben typischerweise zum Einsatz? Welche Wellenldnge haben die Elektronen bei diesen

Beschleunigungsspannungen unter Beriicksichtigung relativistischer Effekte?

5. Warum ist es nicht méglich Zellen ohne eine spezielle Praparation in einem Elektronenmikroskop zu
betrachten? Welche Techniken kommen zum Einsatz um dieses Problem zu I6sen? Nennen Sie Vor-
und Nachteile.

6. Was versteht man unter glow discharging und warum kommt dieses Verfahren bei der Praparation

von Proben fiir das Elektronenmikroskop zum Einsatz?

3 Durchfithrung

An diesem Praktikumstag werden Sie aufgereinigte $-Galactosidase mit negative staining fiir das Elektro-
nenmikroskop praparieren und anschlieRend mit Ihrem Betreuer am Elektronenmikroskop Daten aufnehmen.
Da die negative stain Prdparation nur wenig Zeit in Anspruch nimmt werden Sie Grids mit unterschiedlichen
Proteinkonzentrationen anfertigen, um sich die Unterschiede im Elektronenmikroskop zu betrachten und

eine geeignete Konzentration fiir die Datenaufnahme zu finden.

Wichtige Informationen

Fiir das negative staining verwenden Sie eine Uranylacetat-Lésung. Uran ist radioaktiv und zerfillt
vorwiegend unter Aussendung von Alphastrahlen, die besonders biologisch wirksam sind. Die Reich-

weite der Alpha-Strahlung von Uran betrigt in Luft wenige Zentimeter und in Kdrpergewebe je nach
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Dichte wenige Millimeter bis Bruchteile von Millimetern. Sie wird bereits durch Kleidung effektiv
abgeschirmt und stellt bei intakter Haut keine Gefahr bei einer Strahlenbelastung von AuBen dar.
Wir verwenden zur Herstellung der Uranylacetat-Lésung ein Salz, das aus abgereichertem Uran 238U
hergestellt wurde und dessen Anteil an radioaktivem 2*°U (natiirlicherweise 0,7 %-Anteil) weiter re-
duziert wurde. Die spezifische Gesamtaktivitat des im Versuch verwendeten Uranylacetat-Dihydrat
betrigt 14,2kBqg~!. Sie werden im Versuch mit je 50 pl Aliquots einer bereits fiir Sie hergestellten
Losung arbeiten (1% w/v in H20).

Uranylacetat ist nicht nur radioaktiv, sondern auch dulerst giftig, gesundheitsschadlich und umwelt-
gefdhrdend. Beim Umgang mit dieser Losung ist daher besonders vorsichtig vorzugehen.

Die Durchfiihrung des negative staining kann immer nur von einer Person durchgefiihrt werden. Das
staining darf ausschlielich in dem dafiir vorgesehenen Bereich durchgefiihrt werden und keine Pipet-
ten, Pinzetten oder anderes aus dem staining Bereich darf auRerhalb des Bereiches gelagert werden.

Weiterhin ist darauf zu achten, dass die Person die das staining durchfiihrt, mit den Handschuhen

nichts beriihrt was aullerhalb des staining Bereichs gelagert ist.

10.

11.

12.

13.

. Verdiinnen Sie die Proteinldsung in dem bereitgestellten Puffer, sodass Sie eine finale Konzentration

von 1 mg/ml, 0,5 mg/ml und 0,1 mg/ml haben.

. Jeder Studierende stained insgesamt 3 Grids mit den oben aufgefiihrten Proteinkonzentrationen.

Glow dischargen Sie zusammen mit |hrem Betreuer die Grids fiir 30 s.
Schneiden Sie ein etwa Handflachen groBes Stiick Parafilm ab und legen Sie es in den staining Bereich.

Pipettieren Sie pro Grid drei 20 pl Tropfen destilliertes Wasser und zwei 20 pl Tropfen 1 % Uranlyacetat

auf den Parafilm.

Nehmen Sie nun mit einer Pinzette ein Grid auf. Fassen Sie das Grid dabei so weit wie moglich am

Rand des Grids an ohne es jedoch fallen zu lassen.
Pipettieren Sie 3,5 pl auf die obere Seite des Grids und warten Sie fiir 30's bis 60s.
Entfernen Sie die Fliissigkeit mit Hilfe eines Filterpapiers (Blotten).

Beriihren Sie mit der Grid Oberfliche vorsichtig den ersten Tropfen Wasser. Blotten Sie direkt mit

Hilfe des Filterpapiers und wiederholen Sie den Vorgang mit dem zweiten und dritten Tropfen Wasser.
Wiederholen sie diesen Vorgang ein weiteres Mal fiir den ersten Tropfen Uranylacetat.

Beriihren Sie nun mit der Gridoberfliche den zweiten Tropfen Uranylacetat und warten Sie fiir 20s.

Blotten Sie anschlieBend das Grid mit Hilfe von Filterpapier und lassen Sie es fiir ca. 5 min trocknen.

Entfernen Sie jegliche verbleibende Fliissigkeit zwischen den Pinzetten-Beinen mit einem Filterpapier-
zuschnitt und legen Sie das Grid vorsichtig auf die bereitgestellten Matten ab.

Das nachfolgende Proben screening und die Datenaufnahme werden Sie mit Ihrem Betreuer zusam-
men durchfiihren. Auf den folgenden Seiten finden Sie Abbildungen und Erklarungen der wichtigsten

Bedienelemente des Mikroskops und der verwendeten Software.
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In Abbildung 5 sehen Sie das vollstandige Interface mit dem das Mikroskop gesteuert und iiberwacht
werden kann. Wichtige Aspekte sind dabei hervorgehoben und in Abbildung 6 vergroRert dargestellt.
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Abbildung 5: Uberblick iiber die Steuerungssoftware des Elektronenmikroskops
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Abbildung 6: Uberblick iiber die wichtigsten Komponenten der Steuerungssoftware des Mikroskops. a) Druckanzeigen
und Kontrolle der Column Valves, b) Position und Einstellungen der Stage, c) wichtige Mikroskopein-
stellungen

Abbildung 6a (1 in Abb. 5) zeigt den Status der Column Valves und eine Ubersicht iiber die Driicke, die
in dem Mikroskop herrschen (beachten Sie, dass es sich um logarithmische Angaben handelt). Die Column
Valves sind Ventile, die die Gun vom Rest des Mikroskops trennen. Da die Gun besonders empfindlich
gegeniiber Einbriichen des Vakuums ist, sollten die Column Valves daher nur gedffnet werden, wenn alle
anderen Driicke in einem akzeptablen Bereich liegen. Die Druckangaben sind dann besonders wichtig, wenn
Sie eine neue Probe in das Mikroskop geladen haben. Dabei wird es immer zu einem geringfiigigen Einbruch

des Vakuums kommen. Bevor Sie die Column Valves wieder 6ffnen konnen, muss der Druck in der Siule
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(Column) niedriger als 10 Log sein.

Abbildung 6b (2 in Abb. 5) zeigt die aktuelle Position der Stage und erlaubt diesbeziigliche Einstel-
lungen. Der in Abbildung 5 mit 3 markierte Bereich zeigt Ihnen die aktuelle VergroBerung des Mikroskops.
Abbildung 6¢ (4 in Abb. 5) zeigt wichtige Parameter des Mikroskops. Die wichtigsten davon werden kurz

erlautert:

e Spot size: Dieser Wert beeinflusst wie stark der Strahl zu Beginn fokussiert wird und regelt dadurch,

wie viele Elektronen auf die Probe geleitet werden. (kleinerer Wert — mehr Elektronen)

e Defocus: gibt an, wie weit die Probe von der Fokusebene entfernt ist (Dieser Wert muss gut eingestellt

werden, da der Benutzer ihn unabhéngig von der tatsachlichen Position auf 0 setzen kann.)

e X,Y, Z, A: Hiermit wird die Position und die Neigung der Stage (und damit auch der Probe) angegeben.

Um die wichtigen Parameter des Mikroskops wie Spot size, Defocus, Stage Position usw. zu verdndern,
verwendet man zwei Bedienpaneele. Diese sind in Abbildung 7 dargestellt. Die wichtigsten Komponenten

werden in der folgenden Auflistung erklart:

e Multifunction X/Y: Die Multifunction Kndpfe werden ausschliellich fiir das Alignment des Mikroskops

verwendet. Im Praktikum werden wir hiermit den beam shift und die pivot points alignieren.

e Intensity: Hierdurch kann eingestellt werden, in welchem Durchmesser der Strahl auf die Probe trifft
(illumination area). Da die Gesamtzahl der Elektronen, die auf die Probe trifft, durch die Spot size
bestimmt wird, verdndern Sie dadurch auch die Intensitat des Strahls (kleinerer Strahl — intensiverer
Strahl)

e Magnification: Hiermit kann die VergroRerung des Mikroskops eingestellt werden.

e Focus: Dieser Drehknopf besteht eigentlich aus zwei Kndpfen. Mit dem oberen kdnnen Sie den Focus
(Defocus) einstellen. Der untere ermdglicht zu steuern, wie fein oder grob der obere Knopf arbeitet

(focus step).

e Z axis: Mit diesen beiden Knépfen kann die Stage nach oben oder nach unten bewegt werden. Ziel ist
es, die Position so einzustellen, dass sich die Probe in der euzentrischen Héhe befindet. Ist die Probe
euzentrisch, verdndert sich der sichtbare Ausschnitt der Probe nicht, wenn die Stage gekippt wird.
Zudem ist die euzentrische Hohe diejenige Referenzhéhe, auf die alle Linsen des Mikroskops optimal

durch uns justiert (aligniert) sind.

e Joystick: Mit dem Joystick kann die Stage in der xy-Ebene bewegt werden, wodurch eingestellt werden

kann, welcher Teil der Probe von dem Elektronenstrahl abgebildet wird.

e L1-L3 / R1-R3: Die Funktion dieser Knopfe kann vom Benutzer frei belegt werden. Dadurch kann zum
Beispiel die Spot size verdndert werden. Im Praktikum werden Sie haufig L1 bendtigen, da dadurch der
Fluscreen gehoben bzw. gesenkt wird. Durch R3 wird der alpha wobbler aktiviert. In diesem Modus
kippt die Stage zwischen —15° und 15° hin und her. Diese Funktion werden wir nutzen, um die

euzentrische Hohe grob einzustellen.

Einige mechanische Einstellungen des Mikroskops miissen per Hand vorgenommen werden. Abbildung 8
zeigt das Elektronenmikroskop. Fiir den Versuch von hdchster Relevanz ist die Objektivblende (Objektiva-

pertur). Die Blende kann mittels des mechanischen Hebels aus dem Strahlengang bewegt werden. Dies ist
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Abbildung 7: Bedienpulte die zur Steuerung des Mikroskops verwendet werden. a) linkes Bedienpult und b) rechtes
Bedienpult

notwendig fiir kleine VergroRerungen (LM-Modus; < ca. 2000x), da sonst das Bildfeld begrenzt wird. Die
GroRe der Apertur muss an das Experiment angepasst werden. An unserem Mikroskop stehen Objektivblen-
den mit Durchmessern von 10 pm, 20 pm, 40 pm und 100 pm zur Verfiigung. Kleinere Objektivblenden bieten

mehr Amplitudenkontrast (vgl. Abb. 3a), begrenzen jedoch die Aufldsung. Dies wird ihnen experimentell in
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fouriertransformierten Bildern demonstriert werden. Dies Zentrierung der Blende muss eingestellt werden.
Uber der Objektivblende befindet sich die Blende des zweiten Kondensorlinsensystems (C2). Die C2-
Blende (an unserem Mikroskop 50 pm, 70 pm, 100 pm und 150 pm verfiigbar) bestimmt entscheidend die
Beleuchtung und muss ebenfalls vor der Bildaufnahme zentriert werden. Die oberste Blende (Blende des
ersten Kondensorlinsensystems (C1)) soll nicht von dem Nutzer verstellt werden. Die unterste Blende (SA,

selective area) kann zur Kontrastgebung im LM-Modus verwendet werden.

o —— ;

Abbildung 8: F30 Elektronenmikroskop; markiert sind die einzelnen Blenden des Mikroskops
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Teil 11
Datenprozessierung

4 Grundlagen

Im ersten Teil dieses Praktikumsversuchs haben Sie eine Probe von §-Galactosidase fiir das Elektronenmikro-
skop prapariert und Bilder von den Proteinen aufgenommen. In diesem Teil werden Sie die aufgenommenen

Daten prozessieren um daraus eine Struktur des Proteins zu rekonstruieren.

Wichtige Informationen

Aufgrund der Covid-19 Situation kdnnen wir lhnen keinen Computer-Arbeitsplatz in unseren Biiros
zur Verfiigung stellen. Sie werden die Prozessierung in unserem Seminarraum an Laptops durchfiihren
und sich fiir die Berechnungen mit unseren Hochleistungsrechnern verbinden.
Sollten Sie nicht die Mdglichkeit haben fiir diesen Versuchsteil einen eigenen Laptop mitzubringen,
so teilen Sie uns dies bitte schnellstmdglich mit, damit wir Ihnen fiir diesen Tag einen Laptop zur
Verfiigung stellen kdnnen.
Wenn Sie die Datenprozessierung an lhrem eigenen Laptop durchfiilhren mdchten, dann stellen Sie
bitte sicher, dass Sie die folgenden Programme installiert haben (Wenn Sie nicht Windows verwenden,
dann kontaktieren Sie uns, damit wir absprechen kdnnen welche Software Sie sonst bendtigen.):

1. Pulse Secure (beziehbar iiber Microsoft Store)

2. PuTTY

3. Xming

4. ChimeraX

. w

Bei der Einzelpartikelanalyse wird erst einmal davon ausgegangen, dass die Proteine zufillig orientiert
auf dem Grid liegen. In den aufgenommenen Daten finden sich also Projektionsbilder des Proteins (welche
wir ab jetzt Partikel nennen werden) aus allen mdglichen Projektionsrichtungen. Die Hauptaufgabe der
Datenprozessierung ist es, die Position dieser Partikel auf den aufgenommenen Bildern zu bestimmen und
die Projektionsrichtung fiir jeden einzelnen Partikel zu ermitteln. Mit diesen Informationen ist es dann
moglich das urspriingliche Objekt aus seinen Projektionsbildern zu rekonstruieren. Der prinzipielle Ablauf

dieses Vorgehens ist in Abbildung 9 dargestellt. Im Folgenden wird auf die einzelnen Schritte eingegangen.

4.1 Datenimport / Bewegungskorrektur

Fiir die Prozessierung der Daten wird in diesem Versuch das Programm RELION (REgularised Llkelihood
OptimisatioN) verwendet (Scheres, 2012). Der Punkt Datenimport ist offensichtlich trivial. Das Programm
muss lediglich dariiber informiert werden, wo die Daten zu finden sind, die prozessiert werden sollen.

Die Bewegungs-Korrektur der Daten hat in der heutigen Einzelpartikelanalyse eine groRe Bedeutung.
Da dieser Schritt fiir den Praktikumsversuch allerdings nicht relevant ist, soll an dieser Stelle nur kurz
darauf eingegangen werden. W3hrend der Aufnahme eines Bildes im Elektronenmikroskop interagiert der
Elektronenstrahl mit der Probe. Diese Interaktion fiihrt unter anderem dazu, dass sich die Probe wahrend
der Aufnahme bewegt. Diese Bewegung wihrend der Aufnahme sorgt fiir eine Bewegungsunschérfe der Bil-
der und stellt somit eine erhebliche Limitation der erreichbaren Auflésung dar. Die in Kapitel 1.1 erwdhnte

resolution revolution resultierte daraus, dass es gelang diese Bewegungsunscharfe zu korrigieren. Moderne


https://www.putty.org/
https://sourceforge.net/projects/xming/
https://www.cgl.ucsf.edu/chimerax/
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Abbildung 9: Prinzipieller Ablauf der Datenprozessierung bei einer Einzelpartikelanalyse von EM-Daten

Direkte-Elektronendetektoren sind in der Lage mit hoher Geschwindigkeit Bilder hintereinander aufzuneh-
men. Anstatt also wahrend der Belichtungszeit ein Bild aufzunehmen, wird stattdessen eine ganze Serie von
sehr kurzen Einzelbildern (ca. 0,2s) aufgenommen. Die Bewegungsunschirfe innerhalb jedes Einzelbildes
kann dadurch auf ein Minimum reduziert werden. Bei der Bewegungskorrektur wird der Versatz zwischen
den Einzelbildern einer Serienaufnahme ermittelt und korrigiert, bevor die Einzelbilder wieder zu einem Bild
aufsummiert werden. Da die erreichbare Aufldsung in diesem Versuch aber ohnehin dadurch limitiert ist,

dass negative stain Daten aufgenommen werden, spielt die Bewegungs-Korrektur keine bedeutende Rolle.

4.2 CTF-Korrektur

In Kapitel 1.1 wurde bereits erwadhnt, dass die elektromagnetischen Linsen in einem EM alles andere als
perfekt arbeiten. Dieser Umstand fiihrt dazu, dass nicht alle Informationen der Probe von einem Elektronen-
mikroskop gleich gut auf der Detektionsebene abgebildet werden. Berechnet man die Fourier-Transformation
eines EM-Bildes lasst sich dies sehr deutlich daran erkennen, dass manche Bildfrequenzen sehr gut und an-
dere sehr schlecht iibertragen werden. Diese charakteristischen Muster werden auch Thon-Ringe genannt
und sind beispielhaft in Abbildung 10 dargestellt.

Diese Ringmuster beschreiben eine zweidimensionale gedampfte Oszillation. Die Funktion die diese
Oszillation beschreibt wird contrast-transfer-function (CTF) genannt. Bei der Prozessierung von EM-Daten
ist es entscheidend diese CTF prazise zu bestimmen um den Effekt, dass nicht alle Bildfrequenzen gleich
gut iibertragen wurden, zu korrigieren. Die entscheidenden Parameter bei der Bestimmung der CTF sind
der Defocus und der Astigmatismus. Je weiter entfernt vom Fokus die Bilder aufgenommen wurden, desto
schneller oszilliert die CTF. Astigmatismus sorgt dafiir, dass das CTF-Signal elliptisch ist (vgl. Abb. 10).

4.3 Manuelle / automatische Detektion von Partikeln

Gerade bei groBen Datensitzen wiirde es viel zu viel Zeit in Anspruch nehmen alle Partikel manuell zu
selektieren (picken). Es gibt daher Algorithmen, mit denen dies automatisch erfolgt. Im einfachsten Fall

kann hierfiir ein Gaus-Blob verwendet werden. Der Algorithmus versucht dann zu ermitteln, welche Teile
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Abbildung 10: Elektronenmikroskopische Bilder und ihre Fourier-Transformationen bei unterschiedlichen Defoci und
bei Fehlen/Vorliegen von Astigmatismus (Orlova & Saibil, 2011)

des Bildes gut mit diesem Blob korrelieren. Bei sehr guten Daten und relativ globuldren Proteinen kann dies
gut funktionieren. Es kann jedoch auch sein, dass dieser Algorithmus viele Partikel nicht pickt und viele
falsch-positive Partikel pickt.

Eine etwas robustere Vorgehensweise verwendet daher Templates, welche aus manuell gepickten Par-
tikeln generiert wurden. Der Algorithmus muss dann nur die Positionen auf den Bildern finden, welche
den Templates dhnlich sehen. Hierfiir werden manuell einige hundert Partikel gepickt, extrahiert und 2D-
Klassifiziert. Bei einer 2D-Klassifikation werden die Partikel miteinander verglichen und es werden Gruppen
von Partikeln gesucht, welche durch Translation und Rotation miteinander in Deckung gebracht werden kon-
nen. Im Anschluss werden diese Gruppen aufsummiert, wodurch Bilder mit hohem Signal-Rausch-Verhiltnis
entstehen. Dann werden die besten dieser 2D-Klassen fiir das automatische Partikel-Picken ausgewahlt.

4.4 Datenbereinigung

Auch der Autopicking-Algorithmus mit Templates macht Fehler und pickt falsch-positive Partikel. Diese
miissen aus dem Datensatz eliminiert werden. Im ersten Schritt werden die automatisch gepickten Partikel
hierfiir wieder extrahiert und 2D-Klassifiziert. Das Ergebnis sind idealerweise Klassen mit sehr gutem Signal-
Rausch-Verhaltnis welche Projektionen des Proteins widerspiegeln. Neben diesen guten Klassen wird es
auch schlechte Klassen geben, welche aus falsch-positiven oder schlechten Partikeln bestehen und an dieser
Stelle aus dem Datensatz eliminiert werden. Der auf diese Weise bereinigte Datensatz eignet sich dann
fir die 3D-Rekonstruktion. Es kann jedoch auch sein, dass nicht alle Partikel Projektionen von ein und
der selben 3D-Struktur sind. Diese strukturelle Heterogenitat kann daraus resultieren, dass das Protein in
unterschiedlichen Konformationen vorliegt, oder, dass z.B. einige Proteine noch einen zusatzlichen Faktor
gebunden haben, wahrend dies bei anderen nicht der Fall ist. Um diese strukturelle Heterogenitat aufzuldsen
kann eine 3D-Klassifikation durchgefiihrt werden. Im Wesentlichen dhnelt dieser Schritt der 2D-Klassifikation
mit der Ausnahme, dass nun fiir die Partikel auBerdem ermittelt werden muss, welche Projektionsrichtung
des Proteins sie reprasentieren. Um dies verldsslich machen zu kdnnen bendtigt der Algorithmus daher eine
3D-Referenz um berechnete Projektionen dieser Referenz mit den Partikeln zu vergleichen. So eine 3D-
Referenz kann im Idealfall aus den 2D-Daten de novo ermittelt werden. Der zugrundeliegende Algorithmus
wird stochastic gradient descent (SGD) genannt. Die mathematischen Hintergriinde dieses Algorithmus sind
komplex. Im Wesentlichen ist SGD ein Optimierungs-Algorithmus welcher nach einem Minimum sucht und
dabei versucht lokale Minima zu umgehen.

Wourde mit SGD eine gute 3D-Referenz ermittelt, kann durch die 3D-Klassifikation die strukturelle
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Heterogenitat aufgelost werden. Dabei kann es sein, dass sich 3D-Klassen von kaputten Partikeln ergeben,
bei welchen es so aussieht als fehlten Bestandteile des Proteins, und/oder es kann sein, dass sich mehr als
eine gute 3D-Klasse ergibt, welche das Protein in unterschiedlichen Konformationen zeigt. Dieser bereinigte

und/oder separierte Datensatz kann dann fiir die finalen Rekonstruktionen verwendet werden.

4.5 3D-Rekonstruktion und Post-Prozessierung

Der 3D-refinement Algorithmus ist das Herzstiick von RELION. Der Algorithmus aligniert alle Partikel zu
der Referenz, rekonstruiert eine Struktur und verfeinert diese Struktur iterativ. Wahrend dieses Prozesses
ermittelt der Algorithmus automatisch die aktuelle Auflésung der Struktur und gleicht die Sampling-Rate
daran an, um die beste Kombination von Geschwindigkeit und Prazision zu gewahrleisten. Der Algorithmus
erkennt automatisch wenn er konvergiert hat und rekonstruiert die finale Struktur.

Zur Berechnung der Auflésung von EM-Strukturen wird eine sogenannte Fourier-Shell-Correlation (FSC)
berechnet. Hierfiir wird der Datensatz in zwei Halften geteilt und es werden zwei unabhangige Strukturen
rekonstruiert. AnschlieRend wird berechnet, wie gut die Fourier-Signale diese Strukturen korrelieren. Bei
niedrigen Frequenzen (grobe Strukturen) wird die Korrelation sehr gut sein und dann bei héheren Frequenzen
immer schlechter werden. Das aktuell géngige (und haufig sehr kontrovers diskutierte) Verfahren um die
Auflésung zu bestimmen ist es, zu ermitteln bei welcher Frequenz/Auflésung die Korrelation schlechter als
0,143 wird.

Allerdings muss man bedenken, dass die Box, in der sich die rekonstruierte Struktur befindet, nicht voll-
standig mit der Proteinstruktur ausgefiillt ist. Der Rest der Box ist im Endeffekt mit zufilligem Rauschen
gefiillt, welches logischerweise schlecht korreliert. Um die tatsdchliche Auflésung des Proteins zu ermitteln,
erzeugt man daher eine Maske, welche eng an der rekonstruierten Struktur anliegt, und fiihrt die FSC-
Berechnung nur fiir die Daten innerhalb der Maske durch. Neben dieser Maskierung findet wihrend der
sogenannten Post-Prozessierung auch noch eine B-Faktor Korrektur statt, welche als sharpening bezeichnet
wird. In Abbildung 10 konnten Sie sehen, dass das CTF-Signal gedampft ist und dass die hohen Frequenzen
vom Mikroskop schlechter iibertragen wurden als die niedrigen. Allerdings sind es gerade die hohen Frequen-
zen, welche besonders detaillierte Informationen der Struktur tragen. Beim sharpening wird daher der Abfall
des CTF-Signals linear gefittet und die hohen Frequenzen werden in ihrer Intensitat so verstarkt, dass alle
Frequenzen in etwa die gleiche Intensitdt haben. Beide Aspekte der Post-Prozessierung spielen jedoch erst
bei vglw. guten Aufldsungen eine Rolle, welche mit dem Praktikumsversuch nicht erreicht werden kénnen,

weswegen dieser Schritt auch nicht durchgefiihrt wird.

5 Vorbereitung auf den Versuch

1. Wie ist der Zusammenhang zwischen der Pixelgroe eines Bildes und der theoretisch maximalen

Aufldsung der Informationen die aus diesem Bild generiert werden kénnen?

2. Welchen Aspekt der Fourier-Transformation eines Bildes kdnnen Sie in einem Power-Spektrum nicht

direkt beobachten? Kénnen Sie dennoch Aussagen iiber diese fehlenden Informationen machen?

3. Was versteht man unter einem Hoch-, Tief- und Bandpass Filter? Erklaren Sie kurz deren Bedeutung

fir die Bildverarbeitung.

4. Warum ist es fiir die Rekonstruktion von hochauflésenden Strukturen mittels Einzelpartikelanalyse

wichtig, dass nicht alle Daten bei dem selben oder sehr dhnlichem Defocus aufgenommen wurden?
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6 Durchfiihrung

Da einige der Berechnungen von RELION ausgesprochen rechenintensiv sind, ist es notwendig, diese entweder
auf Rechen-Clustern, oder auf speziellen Computern mit hochleistungs-Grafikkarten durchzufiihren. Sobald
Sie sich iiber VPN mit unserem Netzwerk verbunden haben, kdnnen Sie diese Computer mit Putty (oder

einer anderen Linux-Shell) iiber SSH fernsteuern.

Verbindung zu GPU-Rechnern herstellen und RELION starten

Jeder von |hnen wird eine eigene GPU-Maschine verwenden. Die folgende Liste zeigt lhnen welche
Maschinen in unserer Arbeitsgruppe zur Verfiigung stehen und nennt lhnen die IP-Adresse die Sie
zum Herstellen der Verbindung brauchen. Sprechen Sie mit dem Betreuer welche Maschine aktuell

frei ist und von lhnen verwendet werden kann.

GPU-Rechner IP-Adresse

android 10.10.12.144
vulcan 10.10.12.146

borg 10.10.12.149
romulan 10.10.12.151
klingon 10.10.12.153

Offnen Sie Putty (oder eine andere Linux-Shell) und tragen Sie die IP-Adresse des Rechners ein den Sie
verwenden sollen. Achten Sie darauf, dass Sie die Unterstiitzung fiir X11-Verbindungen aktivieren.
Als Benutzername und Passwort verwenden sie 'studentl’ bzw. 'student2’. Um in einer shell das
Arbeitsverzeichnis zu dndern verwenden Sie den Befehl 'cd’ (change directory). Schreiben Sie 'cd
/home/studentl/PBP/SPA" (bzw. student2) und bestitigen Sie die Eingabe. Sobald Sie sich in

diesem Ordner befinden, kdnnen Sie mit dem Befehl 'relion’ die grafische Oberflache des Programms

offnen.

Eine Ubersicht der grafischen Oberfliche von RELION ist in Abbildung 11 dargestellt. Die wichtigsten

Komponenten sind dort markiert und werden im Folgenden erklart:
1. Liste der verfiigbaren Jobs:
e Immer wenn Sie einen neuen Job starten wollen, wahlen Sie den entsprechenden Eintrag in dieser
Liste.

2. Alias-Feld:

e Wenn Sie einen neuen Job anlegen, dann sollten Sie ihm in diesem Feld einen Namen geben!

3. Display-Feld:

e Mit diesem Feld kdnnen Sie den relevanten Input/Output und das Logfile von jedem abgeschlos-

senen Job anzeigen.

4. Job-Ubersicht:

e Diese Felder zeigen lhnen die abgeschlossenen und aktuell laufenden Jobs an. Wenn Sie einen
Job anklicken sehen Sie den zugehdrigen Input/Output. Die beiden unteren Felder geben Infor-
mationen bzgl. des Fortschritts eines Jobs und evtl. auftretenden Fehlern. Zugriff auf relevanten
Input/Output und das Logfile erhalten Sie iiber Feld # 3.



Elektronenmikroskopie - Einzelpartikelanalyse

18

RELION-3.1-beta-commit-06afb9: fhome/reitz/Desktop/ftutorial /SPA (on vulcan)
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20 initial model

2D claszification
2D auto-refine

2D multi-bady

CTF refinement
Bayezian polizhing
Hask creation

Join star files
Particle subtraction
Post-proceszing
Lacal rezolution

Laboratory of
MRC Molecular Blology

2 11

External
1
[ 1/0 view Job actions

| [Furrent:[Giue_alias_here

l](?isplau:

-
-

Finizhed jobs

l lRunning Jjobs

l [Input to thiz job

Scheduled jobs

l [Dutput from this job

stdout will go here:

double-click this window to open stdout in a separate window

stderr will go here:

double-click this window to open stderr in & separate window

4

Abbildung 11: Grafische Benutzeroberfldche von RELION 3.1

Wichtige Informationen!

Import/reference).

werden und die Standardeinstellungen sollten nicht gedndert werden.

e Dieses Script wird lhnen vorgeben welche Einstellungen Sie fiir die unterschiedlichen Jobs zu

setzen haben. Input-Felder, die in diesem Script nicht erwdhnt werden, miissen nicht beachtet

e Immer wenn Sie einen neuen Job starten, sollten Sie in dem Alias-Feld (Feld #2) einen passen-
den Namen vergeben! Andernfalls werden Ihre Jobs job001, job002, job003, ... benannt und Sie
verlieren vermutlich den Uberblick. RELION benennt Jobs auf folgende Weise: Job-Typ/Alias;
es ist daher nicht nétig einem Import-Job ein Alias wie 'Import’ zu geben. Das Alias sollte
vielmehr helfen zwischen unterschiedlichen Import-Jobs zu unterscheiden (e.g. Import/images;

e Sobald Sie alle notwendigen Einstellungen gemacht haben, starten Sie einen Job mit dem
'Run!’-Button.




Elektronenmikroskopie - Einzelpartikelanalyse

e Wenn Sie das Gefiihl haben, dass ein Job fertig ist, er aber noch in der Liste der laufenden Jobs
angezeigt wird, versuchen Sie ihn anzuklicken. Wenn er wirklich fertig ist, sollte er dadurch in

die Liste der fertigen Jobs verschoben werden.

e Die meisten Jobs erzeugen ein Logfile, welches interessante Informationen enthalt. Wahlen Sie
einen Job in der Liste der fertigen Jobs aus und nutzen Sie das 'Display:’ drop-down Menii
(Feld #3) um das Logfile zu 6ffnen.

e Im Verlauf der Prozessierung wird es notwendig sein, dass Sie Befehle in der Shell ausfiihren.
Die Shell erlaubt lhnen Eingaben mit der 'Tab'-Taste lhrer Tastatur automatisch zu vervoll-
standigen.

Bsp.: Sie méchten das Programm 'relion _image handler’ ausfiihren. Sie starten die Eingabe
mit 'relion _im’ und driicken die 'Tab'-Taste. Die Shell wird den Eintrag vervollstandigen, da es
kein anderes Programm gibt, welches zu der initialen Eingabe passt. Dieses Prinzip funktioniert
auch um einen Pfad zu vervollstandigen wenn Sie mit dem 'cd’-Befehl zu einem anderen Ordner

wechseln.

6.1 Datenimport und CTF-Korrektur

Importieren der Bilder

Starten Sie einen 'Import’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der verfligharen

Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e Movies/mics-Tab:
— Raw input files: Micrographs/*.mrc

Are these multi-frame movies?: No

Pixel size: 2.464

Spherical aberration: 1.4

Starten Sie einen 'CTF estimation’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verflighbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:

— Input micrographs STAR file: Klicken Sie auf 'Browse’ und wihlen Sie die

micrographs.star Datei des vorherigen Import-Jobs.

— Use micrograph without dose-weighting: No

e CTFFIND-4.1-Tab:
— Use CTFFIND-4.1: Yes

— CTFFIND-4.1 executable: Suchen Sie nach der Datei und navigieren Sie in der Ordner-
hierarchie zweimal nach oben (../), wahlen Sie den Ordner 'ctffind4" und darin die Datei
‘ctffind’.

CTF der Bilder ermitteln
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— FFT box size: 1024

— Defocus step size: 100

e Running-Tab:
— Number of MPI procs: 12

6.2 Partikel manuell generieren

Manuelles Picken der Partikel

Starten Sie einen 'Manual picking’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:

— Input micrographs: Klicken sie auf Browse und wihlen Sie die micrographs_ ctf.star Datei

des vorherigen CtfFind jobs.

e Display-Tab:
— Particle diameter (A): 250

— Scale for micrographs: 0.2 (oder passen Sie den Wert an lhren Monitor an)

Sobald Sie den Job gestartet haben &ffnet sich eine Liste mit den verschiedenen Bildern. Klicken sie
auf 'pick’ neben einem der Bilder und beginnen Sie Partikel zu markieren. Wenn Sie eine gepickte
Position wieder l6schen wollen, klicken sie mit dem Mausrad darauf. Markieren Sie ungefdhr 30
Partikel und speichern Sie lhre Auswahl mit einem Rechtsklick auf das Bild — 'Save STAR with
coordinates'!

Picken Sie insgesamt ungefdhr 400 Partikel. Versuchen Sie auf den meisten Bildern zu picken und
versuchen Sie unterschiedliche Blickwinkel der Partikel zu picken! Sobald Sie damit fertig sind kénnen

Sie die Liste einfach schlieRen.

Starten Sie einen 'Particle extraction’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verflighbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:

— micrograph STAR file: Klicken Sie auf Browse und wahlen Sie die micrographs ctf.star
Datei des CtfFind Jobs.

— Input coordinates: Klicken Sie auf Browse und wahlen Sie die
coords _suffix manualpick.star Datei des vorherigen ManualPick Jobs.
e Extract-tab:
— Particle box size: 220
— Invert contrast?: No

— Diameter background circle: -1

Manuell gepickte Partikel extrahieren
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6.3 Generieren von Templates fiir die automatische Partikel-Detektion

2D Klassifikation zur Generierung von Templates fiir das Auto-Picking

Starten Sie einen '2D classification’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der
verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:
e |/O-Tab:

— Input images STAR file: Klicken sie auf Browse und wahlen Sie die particles.star Datei

des vorherigen Extract jobs.

CTF-Tab:

— lIgnore CTF until first peak?: Yes

Optimisation-Tab:
— Number of classes: 8

— Mask diameter: 300

e Compute-Tab:
— Pre-read all particles into RAM: Yes
— Use GPU acceleration: Yes

e Running-Tab:

— Number of MPI procs: 9

— Number of threads: 4

Sobald der Job fertig ist miissen Sie die generierten 2D-Klassen inspizieren und diejenigen auswihlen,

die sich als Templates fiir das Auto-Picking eigenen.

Auswahl guter 2D-Klassen als Templates fiir das Auto-Picking

Starten Sie einen 'Subset selection’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verflighbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

o |/O-Tab:

— Select classes from model.star: suchen Sie nach der run it025 model.star Datei des

vorherigen Class2D jobs

Stellen Sie sicher, dass in dem Dialog der sich 6ffnet '"Max. nr. images:’ auf -1 gesetzt ist und driicken
Sie 'Display’. Selektieren Sie jetzt in etwa 5 gute Klassen. Gut bedeutet, dass Sie guten Kontrast
haben, keine Artefakte in der Umgebung aufweisen und nicht verschmiert aussehen. Versuchen Sie
so viele verschiedene Blickwinkel wie moglich auszuwahlen. Fragen Sie den Betreuer nach Hilfe wenn
Sie sich nicht sicher sind!

Speichern Sie lhre Auswahl mit einem Rechtsklick — Save selected classes
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6.4 Partikel automatisch generieren

Automatisches Picken der Partikel mithilfe der generierten Templates

Starten Sie einen 'Auto-Picking’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:

— Input micrographs for autopick: Suchen sie nach der micrographs ctf.star Datei des
CtfFind Jobs.

— 2D references: Suchen Sie nach den selektierten 2D-Klassen des vorherigen Select Jobs.

o References-Tab:
— References have inverted contrast?: No

— lIgnore CTFs until first peak?: Yes
e autopicking-Tab:
— Picking threshold: 0.5

— Minimum inter-particle distance: 110

— Use GPU acceleration: Yes

e Running-Tab:
— Number of MPI procs: 4

Sobald das Picking fertig ist, selektieren Sie den Job in der Liste der fertigen Jobs. In dem Display-Feld
(#3 / mittig-rechts in der RELION GUI) wahlen Sie 'out: coords suffix autopick.star’. Dadurch 6ffnet
sich eine dhnliche Liste wie Sie sie wihrend dem manual Picking hatten. Sie kdnnen diese Liste nutzen,
um die Ergebnisse des Auto-Pickings zu inspizieren. Der GroRteil aller Partikel sollte nun auf jedem Bild
markiert sein. Sind Sie zufrieden mit den Ergebnissen? Wenn Sie den Eindruck haben, dass zu viele/wenige
Partikel gepickt wurden, dann starten Sie einen zweiten Auto-Picking Job und verdndern Sie den threshold

dementsprechend.

Automatisch gepickte Partikel extrahieren

Starten Sie einen 'Particle extraction’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verfiigbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:

— micrograph STAR file: Klicken Sie auf Browse und wahlen Sie die micrographs ctf.star
Datei des CtfFind Jobs.

— Input coordinates: Klicken Sie auf Browse und wahlen Sie die
coords_suffix autopick.star Datei des vorherigen AutoPick Jobs.
e Extract-tab:
— Particle box size: 220

— Invert contrast?: No
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6.5 Datenbereinigung 2D

2D Klassifikation um schlechte Partikel nach dem Auto-Picking zu entfernen

Starten Sie einen '2D classification’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der
verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:
e |/O-Tab:

— Input images STAR file: Klicken Sie auf Browse und wihlen Sie die particles.star Datei

des vorherigen Extract Jobs.

CTF-Tab:

— lIgnore CTFs until first peak?: Yes

Optimisation-Tab:
— Number of classes: 35

— Mask diameter: 300

Compute-Tab:
— Pre-read all particles into RAM: Yes

— Use GPU acceleration: Yes

Running-Tab:
— Number of MPI procs: 9

— Number of threads: 4

Sobald der Job fertig ist inspizieren Sie die Ergebnisse und entfernen Sie die Klassen mit schlechten
Partikeln.

Auswahl von guten 2D-Klassen um schlechte Partikel zu entfernen

Starten Sie einen 'Subset selection” Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:

— Select classes from model.star: Suchen Sie nach der run it025 model.star Datei des

vorherigen Class2D Jobs.

Klicken Sie in dem gedffneten Dialog 'Sort images’ on 'rInClassDistribution” und 'Reverse sort’ und
stellen Sie sicher, dass 'Max. nr. images' und '"Max nr selected parts per class’ auf -1 gesetzt sind und
dass 'Nr. columns’ in der Gegend von 5 bis 10 ist und driicken Sie 'Display’. Wahlen Sie jetzt alle
guten Klassen. Sie miissten sehen konnen, dass alle Klassen im oberen Bereich gut sind. Ab einem
gewissen Punkt sehen Sie, dass die Klassen schlechter werden. Markieren Sie alle Klassen oberhalb
dieses Punkts (wenn Sie einen Rechtsklick machen gibt es die Option 'Select all classes above') und
alle einzelnen guten Klassen bzw. deselektieren Sie einzelne schlechte Klassen. Speichern Sie lhre

Auswahl mit einem Rechtsklick — 'Save selected classes’
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6.6 Datenbereinigung 3D

Generierung einer 3D Referenz aus den Daten

Starten Sie einen '3D initial model’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der
verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:
e |/O-Tab:

— Input images STAR file: Suchen Sie nach der particles.star Datei des vorherigen Select
Jobs.

CTF-Tab:

— lIgnore CTFs until first peak?: Yes

Optimization-Tab:
— Number of classes: 1

— Mask diameter: 300

SGD-tab:

— Number of initial iterations: 25
— Number of in-between iterations: 100

— Number of final iterations: 25

Compute-tab:
— Pre-read all particles into RAM: Yes

— Use GPU acceleration: Yes

Running-tab:
— Number of MPI procs: 9

— Number of threads: 4

Dieser Job dauert relativ lange. Nutzen Sie die Zeit fiir eine Pause und/oder diskutieren Sie mit dem
Betreuer offene Fragen. Sobald der Job fertig ist, miissen Sie untersuchen, ob das Ergebnis akzeptabel ist.
Starten Sie das Programm 'ChimeraX' und 6ffnen Sie die Datei 'run_it300 classO01.mrc’ des vorherigen
InitialModel Jobs. Untersuchen Sie das Volumen und versuchen Sie die Frage zu beantworten, ob diese
Struktur zu Projektionen fiihren kann, die Sie beim Picken und bei den 2D-Klassifikationen gesehen haben.
Sollte dies der Fall sein, haben Sie ein gutes initiales Modell. Falls nicht, sprechen Sie mit dem Betreuer.

Sollte ihr Modell wirklich nicht gut genug sein, wird er Ihnen ein geeignetes zur Verfiigung stellen.

3D-Klassifikation um strukturelle Heterogenitdt aufzulsen

Starten Sie einen '3D classification’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verfligbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:
e |/O-Tab:

— Input images STAR file: Klicken Sie auf Browse und wihlen Sie die particles.star Datei

des letzten Select Jobs
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— Reference map: Suchen Sie nach Ihrem initialen Modell oder verwenden Sie die Referenz

die Sie vom Betreuer erhalten haben

Reference-tab:

— Ref. map is on absolute greyscale: Yes

— Initial low-pass filter: 50

CTF-tab:

— Has reference been CTF-corrected: Yes

Optimisation-tab:
— Number of classes: 4
— Number of iterations: 35

— Mask diameter: 300

Compute-tab:
— Pre-read all particles into RAM: Yes

— Use GPU acceleration: Yes

Running-tab:
— Number of MPI procs: 9

— Number of threads: 4

\. J

Das Ergebnis dieses Jobs sind vier density maps (run_it035 classO0X.mrc), welche Sie wieder in Chi-
meraX betrachten kdnnen. Nachdem die Klassen in ChimeraX geodffnet wurden, sind diese alle liberlagert
und sie konnen vermutlich nicht viel erkennen. Je nachdem wie Sie die Klassen gedffnet haben, haben
diese nun die IDs 1-4 oder 1.1-1.4. Geben Sie folgenden Befehl in der Kommandozeile von ChimeraX ein:
‘tile #1 #2 #3 #4’ bzw. 'tile #1'. Jetzt kdnnen Sie die Strukturen gut vergleichen. Erkennen Sie Unter-
schiede? Sie kdnnen den Threshold und die Farbe der Maps im "Volume Viewer' verandern. Wenn Sie den
Eindruck haben, dass einzelne oder mehrere Klassen schlecht sind, dann kdnnen Sie diese aus dem Datensatz
entfernen, indem Sie in RELION einen neuen 'Subset selection” Job mit der 'run_it035 model.star’ starten.

Wahlen Sie dann nur die Klassen aus, die Sie behalten mochten.

6.7 Beriicksichtigung von Symmetrie

Viele Proteine weisen Symmetrie auf, da sie aus identischen Untereinheiten aufgebaut sind (homo-multimers).
Die Tatsache, dass ein Protein aus identischen Untereinheiten aufgebaut ist, bedeutet jedoch nicht zwangs-
laufig, dass das Protein auch symmetrisch ist. Es kdnnte genauso gut sein, dass einige Untereinheiten in
einem anderen Zustand / einer anderen Konformation vorliegen als die anderen. Wenn ein Protein symme-
trisch ist, dann kann es jedoch einen massiven Einfluss auf die Rekonstruktion von Strukturen aus EM-Daten
haben, wenn man diese Information ausnutzt. Ein Beispiel: Wenn ein Protein eine C3-Symmetrie hat, dann
bedeutet dies, dass drei identische Untereinheiten um eine Rotationsachse herum angeordnet sind. Nutzt
man diese Information fiir die Rekonstruktion, so muss der Algorithmus nur die Struktur einer dieser Unter-

einheiten [6sen, kann dafiir aber die Informationen von allen verfligbaren Untereinheiten verwenden. Effektiv
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steht dem Algorithmus in diesem Fall also die dreifache Menge an Partikeln zur Verfiigung. Andererseits kann
es auch zu schlechteren Strukturen fiihren, wenn Sie eine Symmetrie angeben, die nicht wirklich vorhanden
ist und der Algorithmus versucht unterschiedliche Strukturen in eine einzige zu 'quetschen’.

Es ist daher dulerst wichtig, etwas Zeit zu investieren um sich mit der Suche nach Symmetrie zu
beschiftigen. Schauen Sie sich ihre beste 3D-Klasse an und versuchen Sie zu erkennen, ob irgendeine Sym-

metrie vorliegt. Sprechen Sie auch mit den Betreuern dariiber.

Vorbereitung der Daten auf die Anwendung von Symmetrie

Wenn Sie denken, dass Sie eine Symmetrie gefunden haben und diese bei der Berechnung lhrer
finalen Rekonstruktion beriicksichtigen mochten, dann ist es notwendig die Referenz entsprechend
dieser Symmetrie auszurichten. RELION stellt hierfiir ein simples Script zur Verfiigung.

Offnen Sie eine neue shell und navigieren Sie ('cd’) zu dem Ordner der 3D-Klassifikation. Bsp.:
cd SPA/Class3D/jobXXX/

Dann kdnnen sie das Script 'relion _align symmetry’ verwenden, um lhre beste 3D-Klasse auszurich-
ten. (Je nachdem welche Symmetrie Sie verwenden méchten, miissen Sie den Parameter 'C2" in dem

Beispiel verdndern.) Bsp.:
relion _align symmetry --i run_it035 classO0X.mrc --o aligned.mrc --sym C2

Nachdem die Referenz zu der gewihlten Symmetrie orientiert wurde, miissen Sie diese wieder in

RELION importieren. Starten Sie einen neuen 'Import’ job und nutzen Sie die folgenden Parameter:

e Movies/mics-Tab:

— Import raw movies/micrographs: No

e Others-Tab:
— Import other node types: Yes

— Input file: Suchen Sie die orientierte Referenz. Wenn Sie dem Beispiel gefolgt sind, heift
die Datei 'aligned.mrc’ und sollte in dem Ordner der 3D-Klassifikation liegen.

— Node type: 3D reference (.mrc)

6.8 3D-Refinement

3D auto-refinement zur Rekonstruktion der finalen Struktur

Starten Sie einen '3D auto refine’ Job, indem Sie auf den entsprechenden Eintrag in der Liste der

verflighbaren Jobs klicken. Nutzen Sie die folgenden Einstellungen:

e |/O-Tab:
— Input images STAR file: suchen Sie nach einer der folgenden Dateien:

* alle 3D-Klassen nutzen: run_it035 data.star von dem Class3D Job
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x selektierte 3D-Klassen nutzen: particles.star von dem letzten select job
— Reference map: suchen Sie nach einer der folgenden Dateien:

* Refinement ohne Symmetrie: lhre beste 3D-Klasse; run _it035 classO0X.mrc von
dem Class3D Job

* Refinement mit Symmetrie: die importierte ausgerichtete Referenz

e Reference-Tab:
— Ref. map is on absolute greyscale: Yes
— Initial low-pass filter: 50

— Symmetry: Falls Sie keine Symmetrie gefunden haben oder glauben, dass das Protein
keine echte Symmetrie hat, nutzen Sie 'C1'. Andernfalls nutzen Sie die Symmetrie die
Sie mit den Betreuern besprochen haben und die Sie fiir die Orientierung der Referenz

verwendet haben.

o CTF-Tab:

— Has reference been CTF-corrected: Yes

e Optimisation-Tab:
— Mask diameter: 300

e Compute-Tab:
— Pre-read all particles into RAM: Yes
— Use GPU acceleration: Yes

e Running-Tab:

— Number of MPI procs: 9

— Number of threads: 4

. J

Sobald der Job fertig ist, schauen Sie sich die Struktur in ChimeraX an (run_class001.mrc). Nutzen
Sie den Regler im "Volume Viewer' um den Threshold zu dndern. Welche Auflésung hat RELION fiir die
Struktur angegeben?

Versuchen Sie die PDB Struktur des Proteins in die Map zu fitten (Befehl 'open 3i3e’). Wie Sie sehen
werden, sind Struktur und Map nicht richtig ausgerichtet. Um die Struktur in die Map zu fitten, verwenden
Sie den folgenden Befehl: 'fitmap #X inMap #Y search 1' (X ist die ID der PDB Struktur und Y die
der Map). Nun sollten Struktur und Map gut aligniert sein. Falls der Fit fehlschligt, versuchen Sie den
search-Wert auf 2 zu erhdhen.

In einigen Fillen kann es passieren, dass es nicht moglich ist die PDB und die Map zu alignieren.
Der Grund dafiir ist, dass es sein kann, dass RELION die Struktur gespiegelt rekonstruiert hat. Um dies
verstandlich zu machen: Halten Sie ihre Hinde so nebeneinander, dass die Daumen beide nach links oder
rechts zeigen. Wenn Sie jetzt durch die beiden Hande projizieren wiirden, so wiirden die Projektionsbilder
identisch aussehen. Wenn Sie ein 3D-Objekt aus 2D-Projektionen rekonstruieren, kann es daher passieren,
dass das 3D-Objekt gespiegelt rekonstruiert wird (rechte Hand statt linker). RELION hat ein simples Script,

um dieses Problem zu Iésen. Offnen Sie eine shell und navigieren Sie zu dem Ordner des 3D-Refinement
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jobs. Fiihren Sie dann den folgenden Befehl aus, 6ffnen Sie die gespiegelte Map in ChimeraX und alignieren

Sie die PDB zu der gespiegelten Map.
relion _image handler --i run_class001.mrc --o mirrored.mrc --invert __hand
Durch den mehr oder weniger perfekten Fit kdnnen Sie vermutlich nicht mehr viel von der PDB-Struktur

sehen. Nutzen Sie den Befehl 'transparency 50°, um die Transparenz der Map auf 50 % einzustellen. Nun

sollten Sie die Qualitdt des Fits von PDB und Map gut sehen kdnnen.
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