METODI BIOCHIMICI 27 MARZO

DOSAGGIO

I metodi di dosaggio vengono utilizzati per sapere qual è la quantità di una proteina in una miscela. Oltre al dosaggio ci sono altre tecniche di studio delle proteine quali la determinazione della struttura primaria e la determinazione della struttura tridimensionale.

La maggior parte di questi metodi sono metodi colorimetrici, grazie ai quali si correla l’intensità della colorazione alla quantità della proteina, la concentrazione viene poi quantizzata con l’analisi spettrofotometrica.
Nessuno dei metodi utilizzati per la determinazione della quantità di una proteina è assoluto poichè  sono quasi sempre alterati dalla composizione amminoacidica della soluzione, dalla presenza di gruppi prostetici o dall’ influenza di tamponi colorimetrici.

Assorbimento della luce ultravioletta

spesso usato per una miscela di proteine, è un metodo relativamente sensibile in grado di misurare basse concentrazioni proteiche.
Il principio alla base di questa tecnica è quello dell’assorbanza di alcuni amminoacidi. Tyr e Trp infatti, due amminoacidi aromatici hanno un massimo di assorbimento a 280 nm, proprietà che deriva dalla loro struttura aromatica. Assumendo che in una miscela ci sia sempre un quantitativo medio di Trp e Tyr posso fare una stima quantitativa. È improbabile infatti che in una miscela Tyr e Trp siano completamente assenti (in questo caso otterremmo una sottostima) o che una miscela sia formata esclusivamente da questi due amminoacidi (in tal caso si otterrebbe una sovrastima).

Questa tecnica comporta tuttavia degli svantaggi. Utilizzando l’assorbimento della luce ultravioletta ci si trova infatti a dover fare un’assunzione di base, cioè è dato per scontato che quella che si sta andando ad analizzare sia una miscela mista e non formata solo dai due amminoacidi, nè totalmente priva di questi. Un secondo svantaggio è la presenza di acidi nucleici all’interno della miscela. Gli acidi nucleici infatti assorbono più o meno allo stesso valore (in realtà assorbono di meno) cosa che comporta una certa approssimazione dei valori ottenuti con questa tecnica. Bisogna però considerare anche che ci sono notevoli vantaggi quali la rapidità di analisi e la possibilità di correzione che consente di ottenere stime abbastanza affidabili. La correzione si basa su un calcolo che prende in considerazione i valori di assorbanza delle proteine e degli acidi nucleici: proteine(mg/ml)= 1.55 A280 – 0.76 A260 . un altro grande vantaggio è che questo non è un metodo distruttivo, ossia è possibile recuperare il campione integro dopo l’analisi.
Il processo consiste nel prendere un omogenato di cellule derivanti da un certo tessuto (ad esempio il fegato); dopodichè si risospendono le cellule in un tampone e per studiare il quantitativo di una determinata proteina devo purificare la soluzione, isolando ciò che mi interessa. Si confronta allora il quantitativo iniziale della proteina in esame, con la quantità ottenuta alla fine del processo di purificazione, in questo modo posso ottenere una stima della proteina persa nel processo e quindi calcolare la resa (ad esempio saprò che per avere 20g di una determinata proteina dovrò partire sempre da 1 Kg di fegato)
Legge di Lambert-Beer

È un metodo di dosaggio che si utilizza per le proteine già purificate. Si applica la legge di Lambert e Beer 

A = εcl considerando che il ε dipende sia dalla proteina che stiamo misurando, sia dalla lunghezza d’onda. Tanto più la proteina è purificata , tanto maggiore sarà precisa la misurazione.

Metodo di Bradford
È un metodo colorimetrico e come tutti i metodi colorimetrici si basa sul fatto che le proteine sono colorabili, posso quindi stimare la quantità di una proteina in base al grado di colorazione da essa raggiunto. Utilizzato soprattutto per una miscela di proteine, si basa appunto sul principio della colorazione. Ad un determinato valore di assorbanza (595 nm) viene registrata la quantità di proteina colorata con il colorante Coomassie Brillant Blue che si lega ai gruppi –SH. Il colorante libero è rosso , ma diventa blu quando si lega ai gruppi sulfidrilici. Gli svantaggi di questa tecnica sono la sua stretta dipendenza dalla composizione amminoacidica della proteina, in particolare la quantità di colorante legato sembra variare in base al contenuto di arginina e lisina, da ciò deriva una notevole difficoltà di poter standardizzare i risultati. I vantaggi di questa tecnica sono la semplicità di esecuzione, lo sviluppo di colore immediato e la stabilità.
Metodo Lowry

Si basa sullo stesso principio del metodo Bradford , ma vengono utilizzati reagenti diversi. Secondo questo metodo l’analisi procede con l’osservazione di complessi proteici che si colorano utilizzando principalmente solfato di rame in condizioni basiche. In particolare alla soluzione contenete la proteina si aggiunge il reagente di Folin e una soluzione contenente solfato di rame. Si sviluppa un colore blu-porpora che può essere quantificato mediante analisi spettrofotometrica in quanto assorbe a 660 nm Gli svantaggi di questa tecnica sono le frequenti interferenze con i tamponi comuni che si usano quando si devono purificare le proteine ( TRIS, HEPES, PIPES) e anche con i detergenti in particolare saponi. I valori ottenuti tendono pertanto ad essere sottostimati o sovrastimati. È importante notare che queste analisi non prevedono l’so di acqua. Per quanto possa essa essere controllata e nonostante si tratti comunque di acqua distillata essa tende a presentare un pH alterato. Il normale pH dell’acqua è di 7, mentre per l’acqua conservata in laboratorio sono stati registrati valori di pH di 5 circa perchè si trova a contatto con l’aria e la CO2 presente si scioglie in acqua generando acido carbonico e alterando il pH. Si scelgono quindi delle soluzioni tampone che cercano di riprodurre le soluzioni fisiologiche. Il vantaggio che offre questa tecnica è la riproducibilità rispetto allo standard e la facilità di esecuzione.  

Per i metodi colorimetrici (Bradford e Lowry) si fa riferimento ad una curva standard relativa all’ albumina sierica. Si utilizza l’albumina per il suo costo ridotto e per la facilità con cui si trova. La curva si ottiene calcolando la quantità di colorante legata alla proteina a concentrazioni note e riportando queste quantità su un grafico. Si ottiene una curva con andamento lineare al centro ma non nelle parte iniziale e finale. Nella parte iniziale non c’è un andamento lineare perchè la curva non è sensibile a basse concentrazioni della proteina, viceversa ad alte concentrazioni si raggiunge un plateau dopo il quale la curva rimane costante. Questo perchè una volta che tutto il colorante si è legato gli effetti rimangono costanti nel tempo.
Il limite di questa curva di riferimento è che la composizione amminoacidica della BSA sarà differente da quella del campione in esame, dunque qualsiasi valore può essere solo approssimativo. 
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ELETTROFORESI

Molto utilizzata in laboratorio è la tecnica dell’ elettroforesi, che sfrutta la capacità di alcuni gruppi di proteine acidi nucleici amminoacidi e peptidi di ionizzarsi,per cui ad ogni valore di pH le molecole presentano una carica positiva o negativa  e se si applica un voltaggio ed una distanza tra i due elettrodi quello che si osserva è che la molecola di carica q (un coulomb), subisce una forza Eq (newton) e migra verso il catodo o l’anodo. Per mantenere costante lo stato di ionizzazione l’elettroforesi viene condotta in un tampone appropriato. Se si applica una differenza di potenziale tra gli elettrodi, si genera un gradiente di potenziale E.
E= V/d dove d è la distanza tra gli elettrodi e V è il voltaggio.

Inoltre se f è il coefficiente frizionale, la velocità di migrazione v è data da: v= Eq/f. la molecola subisce una frizione (calcolabile) con il mezzo perchè non si sta considerando il vuoto come mezzo, ma una sostanza che interferisce con la molecola stessa. La resistenza frizionale rallenta il movimento della molecola carica e misura le dimensioni idrodinamiche della molecola, la sua forma, le dimensioni dei pori del mezzo e la viscosità del campione. Quando viene applicato il voltaggio alla particella carica, parte dell’energia  dissipata sotto forma di calore. Il calore oltre a diminuire l’efficacia della separazione delle bande, genera delle correnti convettive che mescolano campioni separati. Gli effetti negativi del calore possono essere tamponati grazie a dei supporti fisici specifici per l’elettroforesi, i quali servono a stabilizzare il mezzo. Il supporto fisico dell’elettroforesi dipende dal tipo di molecola e di separazione (risoluzione) che si vuole ottenere. Generalmente si utilizza gel di agarosio o acrilammide.

L’agarosio è un polimero di agarobiosio ed essendo uno zucchero viene sciolto al calore in opportuno tampone (e non in acqua pura perchè questa è un isolante), versato nella cella elettroforetica e quindi lasciato raffreddare. Le proprietà gelificanti sono dovute ai legami a idrogeno che si istaurano sia intra che intermolecolarmente. Le dimensioni dei pori sono dovute alla concentrazione iniziale di agarosio.
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L’altro tipo di supporto fisico utilizzato è l’acrilammide. L’acrilammide è formata da monomeri di metilenebisacrilammide che si legano a residui di acrilammide. Le catene di acrilammide polimerizzano formando dei legami crociati. La polimerizzazione dei monomeri è di tipo testa coda  ed è un esempio di catalisi radicalica, che inizia con l’aggiunta di ammonio persolfato. La reazione di polimerizzazione è catalizzata dal TEMED, che genera il radicale libero i quelli tendono a reagire con il monomero e ad allungare la catena. Il gel di acrilammide viene versato tra due vetri in modo che questo non entri in contatto con l’aria. Tra le lastre di vetro ci sono degli spaziatori di plastica e tramite dei pettinini vengono creati i pozzetti dove poi si versa la soluzione da analizzare.
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Il supporto fisico per l’elettroforesi agisce da setaccio molecolare. Sottoponendo le molecole ad un campo elettrico si verifica una corsa di queste ultime, dopo la quale si ottengono delle bande ad altezze diverse. Ciò che cambia da una banda all’altra è il coefficiente frizionale con il mezzo, questo vuol dire che la corsa delle molecole è discriminata dalla loro grandezza (maggiori sono le loro dimensioni più lenta sarà la loro corsa.)
Una volta che la corsa è avvenuta è possibile trattare le proteine con dei coloranti che permettono di rendere i risultati più chiari. Tra i metodi di colorazione ci sono il Blu di Coomassie ed il Rosso di Ponceau. Si possono colorare le bande delle proteine anche con l’argento, tecnica che prende il nome di silver staining. In questo caso viene utilizzato anche un marcatore di peso molecolare e il principio di colorazione si basa sull’interazione tra argento e gruppi –SH
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Colorando le bande delle proteine si può anche individuare una certa attività enzimatica. In questo caso bisogna effettuare una colorazione specifica per gli enzimi, chiamata enzimogramma, per vedere ad esempio se un topo è transgenico. Se il topo è transgeico infatti esprime una superossido desmutasi e dove questa è presente il gel non si colora.
Determinazione per interpolazione grafica rispetto ad una curva standard
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Sulle orinate è posto il valore di assorbanza e sulle ascisse la concentrazione dell’albumina
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