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1 EINLEITUNG 

Das Herz ist das zentrale Organ des Kreislaufsystems im menschlichen Körper. Es ermöglicht den 

Zellen in sämtlichen Organen des Körpers den Austausch von Nährstoffen und Stoffwechselprodukten. 

Dazu befördert es bis zu 5 Liter Blut pro Minute durch die Blutgefäße des Körpers. Durch seine Struktur 

schafft das Herz einen kontinuierlichen Blutstrom, sowohl in Ruhe als auch unter Anstrengung. Dieser 

kontinuierliche Blutfluss kann unter Umständen bei Vorliegen eines angeborenen Herzfehlers (AHF) 

nicht mehr gewährleistet werden, so dass es in der Folge zum Herzversagen kommen kann. In der Klinik 

wird bei 1-2% der Menschen ein AHF beobachtet. AHF gehören damit zu den häufigsten angeborenen 

Erkrankungen und spielen in der klinischen Versorgung von Kindern eine große Rolle. 

 

1.1 HERZANATOMIE 

Das menschliche Herz liegt umgeben vom Perikard zwischen den beiden Lungenflügeln im mittleren 

unteren Mediastinum. Die Herzwand besteht aus drei Schichten: Epikard, Myokard und Endokard. Das 

Epikard liegt außen und sorgt durch seine glatte Oberfläche für eine möglichst geringe Reibung im 

Perikard. Das Myokard besteht aus Kardiomyozyten, die ähnlich wie Skelettmuskelzellen funktionieren. 

Sie sind mechanisch und funktionell jedoch über sogenannte Glanzstreifen verbunden, die für die 

mechanische Verbindung einerseits viele Adhäsionskontakte und Desmosomen, für die elektrische 

Kupplung anderseits Gap junctions enthalten. So sorgt das Myokard als dreidimensionale, funktionelle 

Einheit für die Kontraktionen, die das Blut durch den Kreislauf pumpen. Die Innere Schicht, das 

Endokard, kleidet das gesamte Herz sowie die Klappen aus und reduziert durch seine glatte Oberfläche 

Verwirbelungen beim Blutfluss. Es geht in die Intima der herznahen Gefäße über. 

Das Herz gliedert sich beim Menschen in vier Kammern: zwei Vorhöfe (Atrien) und zwei Kammern 

(Ventrikel), wobei diese Form durch dreidimensionale Faltungs- und Septierungsprozesse während der 

Embryonalperiode entsteht. Die beiden Atrien werden durch das untere Septum primum und das obere 

Septum secundum voneinander getrennt, die nach der Geburt bei der Mehrzahl der Menschen 

miteinander verwachsen. Die Ventrikel trennt beim gesunden Herzen das Septum interventrikulare. 

Das Herz trennt durch seine Aufteilung den Körper- von dem Lungenkreislauf und gewährt einen 

permanenten Blutfluss. Das sauerstoffreiche Blut fließt aus der Lunge in den linken Vorhof, dann in den 

linken Ventrikel, von welchem es durch die Aorta in den großen Körperkreislauf gepumpt wird. Das 

sauerstoffarme Blut aus diesem Kreislauf fließt anschließend durch die Venae cavae zurück ins rechte 

Atrium, dann in den rechten Ventrikel und von dort durch die Aa. pulmonales in die Lunge, wo es erneut 

mit Sauerstoff angereichert wird. 



 

2 

 

Es gibt vier Herzklappen, die gewährleisten, dass dieser Blutfluss nur in eine Richtung laufen kann. 

Diese sind in der sogenannten Ventilebene eingelassen, die eine bindegewebige Verstärkung der 

Herzstruktur darstellt. Die Atrioventrikularklappen (AV-Klappen) werden auch als Segelklappen 

bezeichnet und verhindern ein Zurückfließen des Blutes vom Ventrikel in das jeweilige Atrium bei der 

Herzaktion. Die linke AV-Klappe hat zwei Segel und heißt auch Mitralklappe, die rechte besitzt drei 

Segel und wird auch als Trikuspidalklappe bezeichnet. Die Klappen werden durch die Chordae tendinae 

und Papillarmuskeln an der Herzinnenwand fixiert, was ein Umschlagen verhindert und zum Schluss 

der Klappen beiträgt. 

Zwischen den Ventrikeln und den jeweiligen wegführenden Gefäßen (Aorta und Pulmonalarterien) 

befinden sich die Taschenklappen, die Aorten- und die Pulmonalklappe. Auch diese verhindern ein 

Zurückfließen des Blutes aus dem großen bzw. kleinen Körperkreislauf zurück in die Ventrikel. 

Die Pumptätigkeit des Herzens wird über elektrische Signale reguliert, die in spezialisierten 

Herzmuskelzellen ihren Ursprung haben. Dabei dient der im oberen rechten Atrium lokalisierte 

Sinusknoten als primärer Impulsgeber und der sich im unteren rechten Atrium an der Basis des 

Vorhofseptums befindliche Atrioventrikularknoten als sekundärer Schrittmacher. Die Erregungen 

werden anschließend über das His-Purkinje-System im Septum interventrikulare in Richtung Herzspitze 

weitergeleitet (Schünke, Schulte, Schumacher, Voll, & Wesker, 2009).  

 

Abbildung 1.1: Anatomie des Herzens. Schematische Darstellung. (angepasst nach „Heart Development“, Kapitel 19.1 

OpenStax College, Anatomy and Physiology. OpenStax CNX. http://cnx.org/contents/14fb4ad7-39a1-4eee-ab6e-

3ef2482e3e22@11.1) 
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1.2 KARDIOGENESE 

Im Embryo kann man die Kontraktionen des Herzens mit dem Ultraschallgerät etwa ab der 6. 

Entwicklungswoche erkennen. Doch schon 15 Tage nach der Befruchtung der Eizelle beginnt die 

Entwicklung des embryonalen Herz-Kreislauf-Systems (Hinrichsen, 2014). Zunächst bildet sich die 

sogenannte kardiogene Platte. Diese Anhäufung von kardialen Vorläuferzellen entsteht kranial der 

Neuralplatte im Bereich der Splanchopleura (siehe A in Abb. 1.2). Aus den Zellen bilden sich im Laufe 

der 3. Woche paarige Herzschläuche, die zu einem unpaaren, primitiven Herzschlauch fusionieren. 

Lange wurde geglaubt, dass der primitive Herzschlauch schon alle Zellen enthält, die das fertige Herz 

braucht und diese nur noch proliferieren und sich differenzieren müssen. Erst zur Jahrtausendwende 

wurde entdeckt, dass es zwei Arten von kardialen Vorläuferzellen gibt: jene, die den primitiven 

Herzschlauch bilden und jene, die außerhalb des Herzschlauches liegen und erst später in das 

embryonale Herz migrieren und so nach und nach noch weitere Kardiomyozyten hinzufügen. Erstere 

nennt man Zellen des primären Herzfeldes (First Heart Field, FHF) und die, die allmählich hinzugefügt 

werden, Zellen des sekundären Herzfeldes (Secondary Heart Field, SHF)(Stéphane D.Vincent, 2010). 

Die Zellen des FHF bestehen aus mesodermalen Progenitorzellen, die die kardiogene Zone bilden, 

wogegen die Zellen des SHF wohl eine Untergruppe des kardialen Mesoderms darstellen, die sich erst 

im Laufe der weiteren Entwicklung differenzieren (Buckingham, Meilhac, & Zaffran, 2005a).  

Beide Herzfelder sind bei der Differenzierung der kardialen Vorläuferzellen durch ähnliche Signalwege 

reguliert. Vor allem die kardialen Transkriptionsfaktoren NKX2-5, TBX5 und GATA4, gesteuert durch 

Proteine wie BMPs (bone morphogenetic proteins), FGFs (fibroblast growth factors) und WNTs 

(wingless-related MMTV integrations sites) spielen hierbei eine wichtige Rolle. Sie führen zur 

Differenzierung und Ausreifung der kardialen Progenitorzellen zu den unterschiedlichen Zelltypen des 

Herzens, wie Kardiomyozyten, Endothelzellen und Fibroblasten (Buckingham et al., 2005a; Harvey, 

2002; Vincent & Buckingham, 2010).  

Der primitive Herzschlauch wird zwar aus den Zellen des ersten Herzfeldes gebildet, die Zellen des 

zweiten Herzfeldes scheinen aber dabei zu helfen (Kelly, Brown, & Buckingham, 2001). Da der kraniale 

Teil des Embryos sich nun nach ventral-kaudal abfaltet, liegt der Herzschlauch jetzt ebenfalls ventral 

im Embryo, an seiner finalen Position (Sylva, Van den Hoff, & Moorman, 2014a). Er beginnt nun, 

zwischen Tag 22 und Tag 23 nach der Befruchtung, zu schlagen, wodurch ein unidirektionaler Blutfluss 

im Embryo entsteht. Durch lokale Einschnürungen und Aussackungen (sog. „Balloning“) gliedert sich 

der Herzschlauch in mehrere Abschnitte: Truncus arteriosus, Conus Cordis, primitiver Ventrikel, 

primitiver Vorhof und Sinus venosus (siehe auch C in Abb. 1.2) (Betts et al., 2013; Christoffels et al., 

2000; Schünke et al., 2009). Im nächsten Schritt krümmt sich der tubuläre Herzschlauch zur sogenannten 

Herzschleife (Cor sigmoideum). 

Die Zellen des SHF wandern in dieser Zeit an die beiden Pole des embryonalen Herzens. Dort bilden 

sie zum einen die Vorläuferzellen des Ausflusstraktes, zum anderen migrieren sie in den Herzschlauch, 
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der auf diese Weise wächst. Zusammen mit Zellen des FHF, bilden die SHF-Zellen die Strukturen des 

frühen rechten Ventrikels und der frühen Atrien. Einzig der frühe linke Ventrikel bleibt fast 

ausschließlich aus Zellen des FHF bestehen (Buckingham, Meilhac, & Zaffran, 2005b).  

23 bis 26 Tage nach der Befruchtung beginnt die Formation des Proepikards am venösen Pol des 

tubulären Herzens. Es bildet anschließend das Epikard, aus dem Zellen der Gefäßwände und Zellen des 

Interstitiums werden (Ratajska, Czarnowska, & Ciszek, 2008). 

Zwischen dem 26. und dem 37. Entwicklungstag beginnt nun die Einteilung des univentrikulären 

Herzschlauchs in eine Strombahn des rechten und des linken Herzens (siehe E in Abb. 1.2). 

Verschiedene Prozesse führen zur Septierung der unterschiedlichen Herzabschnitte. Der 

Atrioventrikularkanal entsteht durch Proliferation der Endokardkissen, die sich zwischen Atrium und 

Ventrikel befinden. Durch das Wachstum und später die Fusion des dorsalen und ventralen 

Endokardkissens entsteht der Atrioventrikularkanal, der sich durch Verschmelzung in den Canalis 

atrioventricularis dexter und sinister unterteilt. Die Endokardkissen enthalten ebenfalls die 

Vorläuferzellen der Mitral- und der Trikuspidalklappe, die sich etwas später im Verlauf bilden (Harvey, 

2002). Weitere Endokardkissen, die sich am Ausflusstrakt des embryonalen Herzens befinden, 

beinhalten die Vorläuferzellen des aortikopulmonalen Septums, welches die Ausstrombahn in die Aorta 

und die Pulmonalarterien untereilt. Dabei spielt eine weitere Gruppe von Zellen eine wichtige Rolle, die 

kardialen Neuralleistenzellen (Cardiac Neural Crest Cells, CNCC).  Die Migration von CNCC’s in den 

Ausflusstrakt führt zur Bildung der großen Gefäße, des Aortenstamms und des Pulmonalstamms. Diese 

sind zunächst noch zu einer gemeinsamen Ausflussbahn verschmolzen (Bulbus cordis). Durch 

Proliferation wandständiger Mesenchymzellen, die ebenfalls aus CNCC’s entstanden sind, entsteht das 

spiralförmige Septum aorticopulmonale, dass die gemeinsame Ausflussbahn beider Ventrikel 

schließlich trennt (Hutson & Kirby, 2007; Kuratani & Kirby, 1992; Schünke et al., 2009; Sylva et al., 

2014a). In der siebten Entwicklungswoche bilden sich aus den Endokardkissen die Semilunarklappen, 

also die Aortenklappe und die Pulmonalklappe. Die Ausbildung des Septum Primum und Septum 

Sekundum führt zu Unterteilung des Atriums in Atrium dexter und Atrium sinister. Das Septum der 

Ventrikel besteht aus einem membranösen und einem myokardialen Teil. Der myokardiale Anteil 

entsteht, indem die Zellen des gefalteten primären Herzschlauchs nur zu den Seiten proliferieren, 

während sie in der Mitte den kranialen Anteil Septum bilden. Der membranöse Teil besteht aus den 

Resten der fusionierten Endokardkissen (Sylva et al., 2014a). Als letztes bilden sich die Klappen, die 

Koronargefäße und Chordae tendinae. Etwa 60 Tage nach der Befruchtung ist der Prozess der 

Kardiogenese weitestgehend abgeschlossen. (Sylva, Van den Hoff, & Moorman, 2014b).  

Die embryonale Entwicklung des Herzens ist ein komplizierter Vorgang, in dem verschiedene 

Migrations-, Proliferations- und Differenzierungsprozesse gleichzeitig ablaufen. Dabei spielen intra- 

und interzelluläre Signalwege eine ebenso wichtige Rolle wie die Interaktion verschiedener Moleküle 

in den Zellen des ersten und zweiten Herzfeldes. Durch die Komplexität dieser Abläufe ist eine riesige 

Anzahl von Genen an der suffizienten Kardiogenese beteiligt. Schon kleinste Störungen, zum Beispiel 
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durch einzelne Mutationen in beteiligten Genen, können das empfindliche Gleichgewicht in diesen 

Prozessen zerstören und zu insuffizienter Kardiogenese mit teilweise schwerwiegenden Herzfehlern 

führen (Bruneau, 2010; Nerem, Harrison, Taylor, & Alexander, 1993; Xin, Olson, & Bassel-Duby, 

2013) 

 

 

 

Abbildung 1.2: Embryonale Entwicklung des Herzens, Schematische Darstellung. Am kranialen Teil der embryonalen 

Keimscheibe bildet sich die hufeisenförmige kardiogene Platte (A). Zwei Gruppen kardialer Vorläuferzellen, die des primären 

Herzfeldes und die des sekundären Herzfeldes bilden dort den primären Herzschlauch (B), der das Gerüst für die weitere 

Herzentwicklung stellt. Zellen des zweiten Herzfeldes lagern sich an den Herzschlauch an und bilden so den arteriellen und 

den venösen Pol. Als nächstes faltet sich aus dem linearen Herzschlauch die sogenannte Herzschleife und durch verschiedene 

Aussackungen und Einschnürungen (C) entstehen die primitive Kammer und der primitive Vorhof (D). Im gleichen Zeitraum 

faltet sich das Herz so, dass der venöse Pol sich nach anterior verlagert und so die zukünftigen Kammern in die richtige 

Position setzt (Tag 28 post conceptionem). Im finalen Schritt bilden sich die Septen, und schließlich auch die Herzklappen (E).  

Insgesamt bilden sich aus dem primären Herzfeld der linke Ventrikel sowie Teile beider Atrien. Aus dem sekundären Herzfeld 

entsteht der rechte Ventrikel, der Ausflusstrakt sowie Teile beider Atrien. Kardiale Neuralleistenzellen helfen bei der 

Septierung des Herzens sowie der Septierung des gemeinsamen Ausflusstraktes in Aorta und Pulmonalarterie.  

angepasst nach “Development of the Human Heart“, Kapitel 19.5 OpenStax College, Anatomy and Physiology. OpenStax 

CNX. http://cnx.org/contents/14fb4ad7-39a1-4eee-ab6e-3ef2482e3e22@11.1 

http://cnx.org/contents/14fb4ad7-39a1-4eee-ab6e-3ef2482e3e22@11.1
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1.3 ANGEBORENE HERZFEHLER 

Angeborene Herzfehler (AHF) gehören zu den häufigsten angeborenen Erkrankungen. Von 1000 

Neugeborenen kommen 8-10 Kinder mit einem AHF auf die Welt (Julien I. E.. Hoffman & Kaplan, 

2002).  Die Malformationen der AHF’s beinhalten angeborene strukturelle Defekte des Herzens selber 

oder in den sich dem Herzen anschließenden großen intrathorakalen Gefäßen. Ein Drittel dieser 

Neugeborenen kommt mit einem schwerwiegenden Herzfehler auf die Welt, der schon im ersten 

Lebensjahr zwingend behandlungsbedürftig ist. Klinisch ist das Thema deshalb in der modernen 

Medizin des 21. Jahrhunderts hochrelevant (Oster et al., 2013).  

Je nach Ausprägung der Malformationen sind die Auswirkungen auf das kardiovaskuläre System mit 

seinen beiden Kreisläufen, dem Körper und dem Lungenkreislauf, unterschiedlich (Triedman & 

Newburger, 2016). Bei der Entstehung der AHF‘s spielen sowohl genetische und epigenetische 

Faktoren, aber auch Umwelteinflüsse eine wichtige Rolle. Es ist wichtig, schon pränatal Methoden zu 

entwickeln, AHF’s zu detektieren, um die Therapie der Herzfehler optimal und direkt nach der Geburt 

beginnen zu können. Die Ultraschalldiagnostik nimmt dabei heutzutage einen großen Stellenwert ein, 

jedoch gewinnen auch  pränatale genetische Tests zunehmend an Bedeutung  (Go et al., 2014; J. I. E. 

Hoffman, 1995; Yang et al., 2006). 

Aufgrund der Heterogenität der Herzfehler ist eine einheitliche Einteilung in verschiedene Kategorien 

schwierig. Es gibt verschiedene Ansätze, die genauer auf die Komplexität einiger Herzfehler eingehen, 

die diese Arbeit durch ihre Ausführlichkeit jedoch überschreiten (Botto, Lin, Riehle-Colarusso, Malik, 

& Correa, 2007). Etwas einfacher gehalten und von mehr klinischer Bedeutung kann man AHF’s in 3 

Gruppen einteilen, die zyanotischen Herzfehler, die Linksherzobstruktionen und Septierungsdefekte. 

Neugeborene mit zyanotischen Herzfehlern erscheinen im unbehandelten Zustand in bläulicher 

Hautfarbe, da sich aufgrund von Malformationen das oxygenierte Blut aus dem Lungenkreislauf mit 

dem desoxygenierten Blut aus dem Körperkreislauf vermischt. Zu den Defekten dieser Art gehört die 

Transposition der großen Arterien (TGA), die Fallot’sche Tetralogie, die Atresie der Trikuspidalklappe, 

das Hypoplastische Linksherzsyndrom und weitere. 

Bei einer Linksherzobstruktion mischt sich kein Blut, dafür wird der gesamte Körperkreislauf nicht 

ausreichend mit Blut versorgt. Betroffene Neugeborene sind deshalb häufig sehr blass, besonders an den 

Extremitäten. Zu den relevanten Defekten gehören die Aortenstenose, Mitralklappenstenose, die 

Aortenisthmusstenose sowie auch hier das Hypoplastische Linksherzsyndrom. 

Zu den Septierungsdefekten gehören die atrialen Septierungsdefekte (ASDs), die ventrikulären 

Septierungsdefekte (VSDs), die mit Abstand die häufigsten angeborenen Herzfehler darstellen, und 

kombinierte Defekte (Atrioventrikuläre Septierungsdefekte, AVSDs) (Julien I. E.. Hoffman & Kaplan, 

2002). 

Einige Herzfehler passen in keine dieser Kategorien, dazu gehören die bikuspide Aortenklappe (BAV) 

oder der persistierende Ductus Arteriosus (PDA) (Julien I. E.. Hoffman & Kaplan, 2002). 
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1.4 HYPOPLASTISCHES LINKSHERZSYNDROM 

In dieser Arbeit geht es um das Hypoplastische Linksherzsyndrom (HLHS). Dieser schwerwiegende 

Herzfehler ist durch seine hohe Letalität gekennzeichnet. Er führt unbehandelt innerhalb weniger 

Wochen zum Tode des Neugeborenen (Feinstein et al., 2012). Die allgemein akzeptierte Klassifikation 

des HLHS basiert auf der pathologischen Anatomie des linken Ventrikels, der Aorten- und Mitralklappe 

(Tchervenkov et al., 2006).  Hiernach ist das HLHS definiert durch eine Atresie oder Stenose der Aorten- 

und Mitralklappe, sowie einer Hypoplasie des linken Ventrikels und der aszendierenden Aorta. In 

einigen Fällen ist ebenfalls die rechte Herzhälfte betroffen, beispielsweise durch Dysplasien der 

Pulmonal- oder Trikuspidalklappe (Bharati, Nordenberg, Brock, & Lev, 1984; Stamm, 1997). Der Grad 

der Hypoplasie und die weiteren assoziierten Fehlbildungen variieren bei diesem Krankheitsbild stark. 

Das HLHS macht knapp 2% aller angeborenen Herzfehler aus, was etwa 0,2 von 1000 Lebendgeburten 

entspricht. Die Inzidenz weltweit ist gleich, unabhängig von Ethnien sowie anderer Faktoren wie dem 

mütterlichen Alter oder des Geschlechts (Barron et al., 2009). 

Erst in den 1980er Jahren wurden erste erfolgreiche Interventionen des komplizierten Herzfehlers 

durchgeführt, bis 1982 galt das Krankheitsbild als unheilbar und führte innerhalb der ersten 

Lebenswochen zum Tode. Heute gibt es Behandlungsmöglichkeiten, die nach erfolgreicher 

Durchführung eine fast normale Lebenserwartung ermöglichen können. Doch selbst nach Intervention 

sterben immer noch knapp ein Drittel aller betroffenen Kinder vor dem 5. Lebensjahr, etwas mehr als 

die Hälfte erreicht das 10. Lebensjahr (Barron et al., 2009; Mussa & Barron, 2017; Vojtovič et al., 2014). 

Betroffene Neugeborene können die ersten Stunden nach der Geburt trotz unvollständig ausgebildetem 

linken Ventrikel gesund erscheinen, da der Körper das sauerstoffreiche Blut aus den Lungen noch durch 

die pränatal physiologischen Shunts, den offenen Ductus Arteriosus Botalli und das Foramen ovale, in 

den Körper pumpen kann. Das dort ankommende Blut ist dann zwar Mischblut, anfangs jedoch durch 

die Shunts noch mit einer relativ hohen Sauerstoffsättigung. Mit Beginn der Lungendurchblutung nach 

dem ersten Atemzug des Kindes wird jedoch der Widerstand im Lungenkreislauf immer niedriger, 

sodass das sauerstoffreiche Blut schlechter durch die natürlichen Shunts in den Körperkreislauf 

zurückläuft. Es sucht sich den Weg des geringsten Widerstands und fließt dann fast ausschließlich durch 

die Lunge. Das Neugeborene wird ohne Behandlung langsam zyanotisch. Auch das medikamentöse 

Offenhalten des Ductus mit Prostaglandinen reicht aufgrund des steigenden Druckunterschiedes der 

beiden Kreisläufe langfristig nicht aus, was eine schnelle operative Intervention nötig macht. Dafür hat 

sich ein Drei-Stufen Modell etabliert. Die erste Intervention ist die Norwood Operation. Diese ist 

innerhalb der ersten 7 bis 10 Lebenstagen unbedingt nötig. Dabei werden die Pulmonalarterien abgesetzt 

und aus der Pulmonalklappe eine Neo-Aortenklappe gebildet. Die Pulmonalarterien werden nun einzig 

durch einen definierten Blalock-Taussig-Shunt, welcher den offenen Ductus arteriosus ersetzt, 
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perfundiert. Zusätzlich wird eine Damus-Kaye-Stansel-Anastomose angelegt, damit die Koronararterien 

an die Neo-Aorta angeschlossen werden können. Der hypoplastische Aortenbogen wird „aufgepatcht“. 

Die Sterblichkeit der Norwood Operation variiert stark zwischen den verschiedenen Kliniken und 

beträgt 10% bis zu 30% (Feinstein et al., 2012; Oh et al., 2017; Stasik, Goldberg, Bove, Devaney, & 

Ohye, 2006). Anschließend ist der Säugling zunächst stabilisiert. Durch den steigenden Sauerstoffbedarf 

beim Wachstum sinkt der Sauerstoff Partialdruck im Körperkreislauf jedoch langsam ab, sodass es nach 

ca. 4 Monaten zur zweiten Intervention kommen sollte. Diese besteht aus einer bidirektionalen 

cavopulmonalen Anastomose, auch Hemifontan-Operation genannt. Hierbei wird die Vena cava 

superior mit der rechten Pulmonalarterie anastomosiert, um die Volumenbelastung des rechten 

Ventrikels zu senken. Mit einem Körpergewicht von über 10 kg, welches die Kinder meist zwischen 

dem 2. und 4. Lebensjahr erreichen, findet der dritte und letzte Schritt statt, an deren Ende die 

Fertigstellung einer sogenannten Fontan-Zirkulation steht. Dafür wird nun auch die Vena Cava inferior 

mit der Pulmonalarterie verbunden, sodass eine totale cavopulmonale Anastomose entsteht (TCPC). 

Dadurch wird eine Trennung von Lungen- und Körperkreislauf geschaffen. Der rechte Ventrikel pumpt 

nun das Blut zunächst ausschließlich in den Körperkreislauf. Anschließend kann es durch die 

Anastomose der beiden Venae Cava mit den Pulmonalarterien direkt in die Lunge fließen, unter 

Umgehung des Herzens. Aus der Lunge fließt dann neues sauerstoffreiches Blut durch die Vv. 

Pulmonales in den rechten Ventrikel. Patienten mit einer erfolgreichen Fontan-Zirkulation erreichen bei 

einer etwas eingeschränkten Leistungsfähigkeit eine fast normale Lebenserwartung. In seltenen Fällen, 

in denen die Norwood-Operation nicht möglich ist, ist eine Herztransplantation die einzige 

Therapiemöglichkeit. Da jedoch auch diese in den ersten Lebenstagen stattfinden sollte und neonatale 

Spenderherzen eine Rarität sind, ist die primäre Transplantation keine wirklich praktikable Option 

(Barron et al., 2009). 

Auch wenn in der Behandlung dieses angeborenen Herzfehlers in den letzten Jahren riesige Fortschritte 

erreicht wurden (so ist zum Beispiel die Überlebensrate von 60% (1996-1999) auf knapp 90% (2006-

2010) gestiegen, Zahlen für die Uniklinik Kiel), sind die Ursachen dieser Erkrankung noch immer meist 

unbekannt.  

 

1.5 GENETIK ANGEBORENER HERZFEHLER 

Angeborene Herzfehler lassen sich in syndromale und nicht-syndromale Herzfehler einteilen. Etwa 20-

30% der angeborenen Herzfehler präsentieren sich im Rahmen eines Syndroms, häufig mit zusätzlichen 

extrakardialen Manifestationen (Lalani & Belmont, 2014; Zaidi & Brueckner, 2017). Auch die ersten 

entdeckten genetische Defekte, die im Zusammenhang mit AHF’s stehen, wurden bei syndromalen 

Herzfehlern gefunden. Die zugrundeliegenden genetischen Defekte waren hier numerische 

Chromosomenaberrationen, die schon früh mit einfachen Methoden nachweisbar waren. Sie machen 
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mutmaßlich etwa 9-18% aller AHF’s aus. So haben etwa 35-50% aller Neugeborenen mit Trisomie 21 

auch einen Defekt am Herzen, ebenso wie 60-80% aller Lebendgeborenen mit Trisomie 13 oder 18 und 

33% der Kinder mit Monosomie X (Wimalasundera & Gardiner, 2004). Neben den numerischen 

Chromosomenaberrationen sind auch strukturelle Chromosomenaberrationen bekannt, die eine erhöhte 

Inzidenz für AHF aufweisen. Bei der Deletion 22q11 und dem Williams-Beuren-Syndrom (Deletion 

7q11.23) sind sogar 80-100% der Kinder von einem AHF in unterschiedlichem Schweregrad betroffen. 

Die Heterogenität der Herzfehler in diesen und anderen Syndromen, sowie das Auftreten von 

identischen Herzfehlern bei Betroffenheit von unterschiedlichen Genen zeigt die komplizierten 

wechselseitigen Beziehungen der bei der Herzentwicklung beteiligten molekularen Strukturen (Fahed, 

Gelb, Seidman, & Seidman, 2013). Aus diesen Ergebnissen konnte schon früh gezeigt werden, dass die 

Herzfehler nicht nur durch den kompletten Ausfall eines oder mehrerer Gene entstehen, sondern auch 

durch die veränderte Stärke der Expression der Gene und damit veränderten molekularen 

Konzentrationen von Proteinen in den Kardiomyozyten oder Herzvorläuferzellen während der 

Kardiogenese.  

Weiterhin können neben den chromosomalen Veränderungen jedoch auch monogenetische Ursachen 

für das Auftreten von AHF in Frage kommen. Bekannte Beispiele sind hier das Alagille-Syndrom (AHF 

in >90%), das Noonan-Syndrom (AHF in etwa 80%) und das Holt-Oram-Syndrom (AHF in etwa 85%), 

bei dem das betroffene Gen TBX 5 ist, welches als Transkriptionsfaktor in der frühen Kardiogenese für 

die Differenzierung der Zellen im ersten und zweiten Herzfeld eine große Rolle spielt (Buckingham et 

al., 2005a; Fahed et al., 2013). Gerade in jüngerer Vergangenheit wurden mit Hilfe neuerer 

wissenschaftlicher Methoden auf diesem Gebiet zahlreiche Erkenntnisse gewonnen. Das wachsende 

Wissen über die komplizierten Abläufe in der embryonalen Kardiogenese, sowie die verantwortlichen 

molekularen Signalwege bietet immer mehr Ansatzpunkte für weitere Forschung auf dem Gebiet. Durch 

die besseren Möglichkeiten der Analyse von de-novo Mutationen können Zusammenhänge zwischen 

Mutation und Phänotyp schneller effizient erkannt werden. Proteinverändernde Mutationen in Genen, 

die wichtige Rollen in Morphogenese, Regulation der Transkription, Chromatin-Modifikation und 

RNA-Splicing spielen, wurden als mutmaßliche Verursacher von AHF’s mit begleitenden 

extrakardialen Manifestationen und/oder neurologischen Entwicklungsstörungen identifiziert (Homsy 

et al., 2015; Kerstjens-Frederikse et al., 2016; Zaidi et al., 2013). Trotz der großen Fortschritte auf 

diesem Gebiet können derzeit nur knapp 50 % der Herzfehler ätiologisch geklärt werden (Alankarage 

et al., 2019; Morton, Quiat, Seidman, & Seidman, 2021).  

Bei den nicht-syndromalen Herzfehler, welche durch das isolierte Auftreten eines Herzfehlers ohne 

Beteiligung weiterer Organe charakterisiert sind, liegt diese Quote dabei etwas niedriger als bei den 

syndromalen Herzfehlern, auch wenn diese in der Klinik mit einem Anteil von über 80% die größere 

Gruppe darstellen (Alankarage et al., 2019; Kahlert, Hoff, & Hitz, 2017; Morton et al., 2021). 

Mit Hilfe moderner Technologien und dem Voranschreiten von Techniken wie dem Next Generation 

Sequencing ist es jedoch in der jüngeren Vergangenheit gelungen, die bemerkenswerte Komplexität von 
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AHF’s auf genetischer Ebene besser zu verstehen und neue Erkenntnisse über die Genetik einiger AHF’s 

zu gewinnen. Vor allem die Sequenzierung der nicht-kodierenden Anteile des Genoms, die die 

Expression verschiedener Gene beeinflussen, führt zu neuen Ansätzen (Morton et al., 2021). So konnte 

insbesondere bei den isolierten Herzfehlern gezeigt werden, dass die verursachenden Mutationen häufig 

von einem gesunden Elternteil vererbt wurden und somit eine reduzierte Penetranz sowie auch eine 

klinische Variabilität bei isolierten AHF eine wichtige Rolle spielen.  (Homsy et al., 2015; Sifrim et al., 

2016). Es ist jedoch noch ein weiter Weg zu gehen bis auch die restlichen Fälle vollständig aufgeklärt 

werden können. 

 

1.6 GENETIK DES HYPOPLASTISCHEN LINKSHERZSYNDROMS 

Das Wiederholungsrisiko bei einer Mutter mit einem HLHS-Kind liegt bei nur bei etwa 2-4%. Sind 

jedoch ein Geschwisterkind und ein Elternteil betroffen beträgt das HLHS-Risiko für ein weiteres Kind 

schon 21%,  sodass eine genetische Veranlagung sehr wahrscheinlich erscheint (Hinton et al., 2007). 

Ein weiterer Grund für das  niedrige Widerholungsrisiko könnte durch das Auftreten von  de novo 

Mutationen die bei der Ätiologie des HLHS eine wichtige Rolle spielen, bedingt sein (Hinton et al., 

2007; Mussa & Barron, 2017; Sifrim et al., 2016). So erlaubt der aktuelle Ansatz mittels der 

Hochdurchsatzsequenzierung das gesamte Genom oder die kodierenden Abschnitte des Genoms zu 

untersuchen, die unterschiedlichen Ursachen in betroffenen HLHS- Kindern und ihren Familien zu 

identifizieren.  

Obwohl mittlerweile mehrere genetische Loci gefunden wurden, die mit den HLHS in Zusammenhang 

stehen, scheint kein Gen oder Signalweg spezifisch mit der Krankheit assoziiert zu sein. In zahlreichen 

Studien wurden jedoch Gene identifiziert, die bei der Aufklärung der Ätiologie dieses Herzfehlers 

Hinweise auf die zugrundeliegenden Mechanismen liefern können. Dabei sind mittlerweile sowohl 

Mutationen in einzelnen Genen als auch Mikrodeletionen bekannt, die mit dem HLHS assoziiert werden. 

So haben  10% der Kinder mit einer Deletion in terminalen Arm von 11q (Jacobsen Syndrom) ein 

hypoplastisches linkes Herz, womit das Jacobsen-Syndrom das Syndrom mit der höchsten Inzidenz für 

das HLHS ist (Ye et al., 2009). Auch das Kabuki-Syndrom (Digilio, Baban, Marino, & Dallapiccola, 

2010) zeigt eine erhöhte Inzidenz angeborener Herzfehler. 59% der Patienten mit Kabuki-Syndrom in 

der obengenannten Studie zeigten einen Herzfehler, 7% dieser Patienten hatten ein HLHS. Das Turner 

Syndrom (Sybert & McCauley, 2004) und das Potocki-Lupski-Syndrom (Sanchez-Valle, Pierpont, & 

Potocki, 2011; Yusupov, Roberts, Lacro, Sandstrom, & Ligon, 2011) sind ebenfalls Syndrome, in denen 

das HLHS eine höhere Inzidenz hat als in der Allgemeinbevölkerung. Diese betroffenen Patienten haben 

durch das Syndrom bedingt jedoch auch viele weitere extrakardiale Dysmorphien.  
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1.7 EINZELGENMUTATIONEN BEIM HLHS 

Um den Mechanismus der Entstehung eines hypoplastischen linken Herzens genauer zu verstehen, 

eignen sich Einzelmutationen in spezifischen Genen besser, da man von ihnen Rückschlüsse auf 

betroffene Signalwege schließen kann. In den letzten Jahren wurden verschiedene Gene gefunden, die 

durch seltene Veränderungen zu einem HLHS führen können. 

Eines der ersten dieser Gene war NKX2-5. Schon 1998 konnten in Familien mit gehäuftem Auftreten 

von nicht-syndromalen AHF mithilfe genomweiter Kopplungsanalysen (Genome-wide linkage-

analysis), verschiedene Mutationen im Gen für den kardialen Transkriptionsfaktor NKX2-5 

nachgewiesen werden (J A Cooper et al., 1998). Die Patienten wiesen neben ASD’s auch 

atrioventrikuläre Blöcke auf, was zunächst vermuten lässt, dass das Gen NKX2-5, welches auf 

Chromosom 5q35 lokalisiert ist, eine wichtige Rolle in der frühen Herzentwicklung der Klappen sowie 

bei der elektrophysiologischen Reizweiterleitung spielt. Später wurden auch in verschiedenen Patienten 

mit HLHS NKX2-5 Mutationen gefunden (Elliott et al., 2003; Iascone et al., 2012), sodass dieses Gen 

wohl  in der Entwicklung dieses komplexen Herzfehlers eine Rolle spielt. 

2001 wurde bekannt, dass auch Mutationen im Gen GJA1, das für das Gap Junction-Protein Connexin43 

codiert, neben anderen AHF‘s zu einem hypoplastischen Linksherzsyndrom führen können (Dasgupta 

et al., 2001). 

Auch NOTCH1 kodiert für ein Protein, welches essenziell für die Herzentwicklung ist. Der große, 

heterodimäre Transmembran-Rezeptor spielt eine wichtige Rolle im hoch-konservierten NOTCH-

Signalweg, der für viele Entwicklungsprozesse im Herzen benötigt wird (Artavanis-Tsakonas, Rand, & 

Abbildung 1.3: Schematische Übersicht einiger der bisher identifizierten Risikogene, Linkage-Regionen und 

Syndrome, die mit dem hypoplastischen Linksherzsyndrom assoziiert sind (Eigene Darstellung, 2018) 
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Lake, 1999). Multiple Liganden interagieren mit dem Protein, wodurch verschiedene 

Transkriptionsfaktoren aktiviert werden, die maßgeblich an der endothelial-mesenchymalen 

Transformation des Ventrikels sowie an der Entwicklung der atrioventrikulären Klappen beteiligt sind. 

Mutationen im NOTCH1 wurden sowohl bei HLHS Patienten als auch bei Patienten mit anderen 

angeborenen Herzfehlern gefunden. Das lässt vermuten, dass NOTCH1 an der Pathogenese der 

angeboren Herzfehler des linken Herzens beteiligt ist (Hinton et al., 2007; K. L. McBride et al., 2008). 

Es wird angenommen, dass der NOTCH-Signalweg über die Zelldifferenzierungs- und 

Proliferationsvorgänge an der  Entstehung eines HLHS beteiligt ist (Grego-Bessa et al., 2007; 

Timmerman et al., 2004). Weitere Gene, die in HLHS Patienten als ursächlich vermutet werden, sind 

ERBB4 (vergl. Abbildung 1.3) (Kim L McBride et al., 2009), MYH6 (Tomita-Mitchell et al., 2016), 

FOXC2 und FOXL1 (Iascone et al., 2012).   

Trotz dieser Fortschritte sind immer noch sehr wenige HLHS-Fälle molekulargenetisch definiert. Die 

Heterogenität und die Beteiligung verschiedener Gene an der Entstehung des HLHS  macht es schwierig, 

bestimmte Signalwege zu finden, die die Ätiologie eines HLHS vollständig erklären (Mussa & Barron, 

2017). 

 

 

1.8 EXOME SEQUENCING 

Es gibt verschiedene Möglichkeiten, Krankheiten auf eine mögliche genetische Veränderung als 

Ursache zu untersuchen. Im klinischen Alltag werden dabei jedoch meistens nur Gene untersucht, die 

bereits mit dem Phänotyp assoziiert sind. Ein sehr gutes Verfahren, um verschiedene Veränderungen im 

Erbgut nachzuweisen ist die Exomsequenzierung (ES).  

Beim ES werden alle Exons der laut Human Genome Project ca. 20.000 vermuteten Gene sequenziert. 

Beim Menschen sind das etwa 2% des Genoms, also fast 30 Millionen Basenpaare (Maston, Evans, & 

Green, 2006). Im Gegensatz zur Gesamtgenomsequenzierung (Whole Genome Sequencing), bei dem 

das gesamte menschliche Genom sequenziert wird, wird beim ES zunächst der Teil des Genoms 

vervielfältigt, der für die proteinkodierenden Abschnitte wichtig ist. Es werden also nur die für die 

Fragestellung interessanten Bereiche der Exone sequenziert. Die analysierte Datenmenge ist um ein 

Vielfaches geringer. Dadurch werden Kosten und Zeit gespart, sodass das Verfahren heute im 

wissenschaftlichen Alltag und zunehmend auch in der Klinik an Bedeutung gewinnt. Außerdem wird 

angenommen, dass der größte Teil der relevanten Veränderung für die Entstehung von schweren 

Herzfehlern in den exonischen Teilen des Genoms liegt.  

In den letzten Jahren sind etliche neue Genloci für Mutationen bei verschiedensten Krankheiten 

gefunden worden, auch in der Erforschung angeborener Herzfehler. So wurden erst kürzlich drei 

syndromale AHF gefunden, bei denen de novo Mutationen in den Genen CHD4, CDK13 und PRKD1 
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ursächlich sind (Sifrim et al., 2016). Findet man eine solche Mutation bei einem betroffenen Patienten, 

sind die nächsten Schritte die weitergehende Untersuchung des betroffenen Gens.  

In dieser Arbeit geht es daher um die in einem Patienten mit hypoplastischem Linksherzsyndrom 

gefundene Veränderungen im Gen CAPZβ, dessen Protein eine wichtige Aufgabe im Skelettmuskel 

spielt. 

1.9 STRUKTUR UND FUNKTION DES PROTEINS CAPZΒ 

Der Herzmuskel ist einer von drei Muskeltypen im menschlichen Körper. Neben dem Skelettmuskel 

und den glatten Muskeln, die sich auf den gesamten Körper verteilen, sind die Herzmuskelzellen 

ausschließlich im Herzen, zwischen Endokard und Epikard zu finden. Die Kardiomyozyten weisen 

Eigenschaften beider anderen Muskelgruppen auf. Zum einen sind sie ähnlich den glatten Muskelzellen 

kürzer als Skelettmuskelzellen und besitzen meist nur einen Zellkern. Sie stellen so nur unter 

funktionellen Gesichtspunkten ein Synzytium dar. 

Mikroskopisch betrachtet sehen die Kardiomyozyten jedoch den Skelettmuskelzellen sehr ähnlich. 

Beide Gewebe sind quergestreift, was unter dem Mikroskop deutlich zu sehen ist. Die Streifung ist das 

mikroskopische Korrelat der funktionellen Einheiten der Zelle, der Sarkomere. Durch die 

synchronisierte Kontraktion dieser kleinen Einheiten ist es dem Zellverband möglich, größere 

Bewegungen auszuführen (Reece et al., 2013). 

 

Der Aufbau der Sarkomere spielt für diesen Prozess eine wichtige Rolle. Schon 1954 wurden die 

Abbildung 1.4:Transmissionselektronenmikroskopisch aufgenommene Sarkomerstruktur einer Zelle aus einem 

Zebrafischherzen. Die Z-Linien stellen die Grenzen zwischen den Sarkomeren dar und bilden die mikroskopischen Korrelate 

der Befestigung der Aktinfilamente. Die M-Linie bildet die Mitte des Sarkomers. Das hellere I-Band repräsentiert die dünnen 

Aktinfasern, das dunklere A-Band die Zone der Überlappung der Myosin- und Aktinfilamente und die hellen Anteile der H-

Zone bestehen ausschließlich aus den dickeren Myosinfilamenten (Quelle: Eigene Aufnahme, 2017) 
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verschiedenen Zonen, das I-Band, das A-Band, die H-Zone und die M- und die Z-Linie definiert (Huxley 

& Hanson, 1954). 

Den größten Teil an den Sarkomeren haben drei Proteine. Die interkalierenden Filamente, bestehend 

aus dünnen Aktin- und dickeren Myosinfilamenten, mikroskopisch repräsentiert durch das A-Band, und 

die Titinfasern. Die Aktinfilamente liegen parallel ausgerichtet und sind an ihrem Ende an den Z-

Scheiben befestigt (I-Band, hier befinden sich hauptsächlich Aktinfilamente und Titin). Die 

Myosinfilamente liegen dazwischen und sind durch das elastische Protein Titin ebenfalls mit den Z-

Scheiben verbunden, sodass sie sich mittig zwischen diesen platzieren. In der Mitte eines Sarkomeres 

liegt die M-Linie in der H-Zone, in der sich ausschließlich die Myosinfilamente befinden. Innerhalb der 

A-Banden interkalieren beide Filamente, weshalb diese elektronendichter sind und 

elektronenmikroskopisch dunkler erscheinen. 

Beim Kontraktionsvorgang binden die Köpfchen der Myosinfilamente an das Aktin und durch einen 

genau regulierten Vorgang des Abkippens dieser Köpfe bewegen sich die Aktinfilamente zusammen 

mit ihren Z-Scheiben in Richtung M-Linie. Das Sarkomer verkürzt sich. Die einzelnen Kardiomyozyten 

wiederum sind über sogenannte Glanzstreifen als funktioneller Zellverband gekoppelt. Diese 

Glanzstreifen (engl. intercalated disk) beinhalten Gap Junctions zur Impulsübertragung und 

Desmosomen und Adhärenzkontakte zur Stabilisierung des Zellverbandes und zur Kraftübertragung.  

Aktinfilamente (F-Aktin) sind außerdem für viele weitere Zellprozesse essenziell. So spielen sie eine 

große Rolle in der Zellmorphologie, der Zellmotilität und der Zellteilung (Carlier, 1998). Für diese 

Prozesse gibt es verschiedene Isoformen des Aktins, die sich leicht voneinander unterscheiden. Es 

können 6 Isoformen in Säugetieren und Vögeln unterschieden werden. Sie werden anhand ihrer 

isoelektrischen Punkte in 3 Klassen eingeteilt. α-Aktin ist vor allem im Muskel zu finden wogegen β- 

und γ-Aktin relevant für das Zytoskelett sind (Hart, Korshunova, & Cooper, 1997; Rubenstein, 1990). 

Um ein Filament zu bilden braucht es mutiple Aktin-Monomere. Dafür bindet das globuläre G-Aktin 

ein ATP, und kann sich so unter Abspaltung eines anorganischen Phosphatrests mit weiteren G-Aktin 

Molekülen zu einer Molekülkette polymerisieren. Zwei dieser Aktin-Ketten können sich nun helixartig 

umeinanderwinden und so ein Aktinfilament (F-Aktin) bilden. 
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Aktinfilamente weisen eine Polarität auf. Sie besitzen ein schnell polymerisierendes sogenanntes (+)-

Ende und ein langsam polymerisierendes (-)-Ende. ATP-Aktin bindet bevorzugt am (+)-Ende, sodass 

das Filament an diesem Ende wächst. Am (-)-Ende wird Aktin eher abgebaut. Um den Auf- und Abbau, 

sowie die Stabilisierung der Aktinfilamente zu gewährleisten gibt es eine Reihe von Proteinen, die in 

den Sarkomeren eine Rolle spielen (Carlier, 1998; Carlier, Pernier, Montaville, Shekhar, & Kühn, 2015). 

CAPZβ befindet sich auf Chromosom 1, genauer 1p36.13. Das Gen ist 146.763 Basenpaare lang. Es 

liegt auf dem Minus-Strang und ist in allen Eukaryoten zu finden. Es codiert für das Protein F-actin-

capping protein subunit beta (CapZβ). Das Protein bindet als Capping Protein des Aktins am schnell 

wachsenden +-Ende dieses Moleküls und reguliert damit den Ca2+-abhängigen Auf- und Abbau der 

Aktin-Monomere. Es ist ein Heterodimer, welches mit CapZα interagiert. Während beide Untereinheiten 

für sich sehr instabil sind, ist das Heterodimer stabil. Die beiden Untereinheiten des Heterodimers haben 

erstaunlicherweise sehr ähnliche Tertiärstrukturen, obwohl sie sich in ihrer Sequenz komplett 

unterscheiden (John A Cooper & Sept, 2008). Die C-terminalen Enden der Untereinheiten, bestehen aus 

amphipathischen α-Helices, die den oberen Teil des Komplexes bilden (Wear, Yamashita, Kim, Maéda, 

& Cooper, 2003). 

Die wichtigste Funktion des Proteins CapZβ ist die Regulation des Auf- und Abbaus von 

Aktinfilamenten. Dafür bindet es als Heterodimer mit CapZα mit den C-terminalen Enden der 

Abbildung 1.5: Schematische Darstellung des molekularen Aufbaus eines Sarkomers. Die Aktinfilamente (F-Aktin) sind 

jeweils an einem Ende durch das CapZ-Protein und am anderen Ende durch das Protein Tropomodulin blockiert. Nebulin 

durchspannt die gesamte Länge des Aktinfilaments. Titin fixiert die Myosinfilamente in der Mitte zwischen den Z-Scheiben 

und ist in diesen verankert. Die Mitte des Sarkomers ist durch die M-Linie gekennzeichnet. α-Actinin ist der 

Hauptbestandteil der Z-Scheibe und bildet die Verbindung zwischen den einzelnen Sarkomeren (eigene Darstellung). 
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Untereinheiten an das (+)-Ende des Aktins und blockiert die Bindungsstelle, sodass an diesem Filament 

nun weder ein Auf- noch ein Abbau stattfinden kann (Narita, Takeda, Yamashita, & Maéda, 2006). 

Außerdem ist der CapZ-Komplex unter anderem durch seine Affinität zu α-Actinin an der Befestigung 

des Aktins an der Z-Scheibe beteiligt (Papa et al., 1999). Der CapZ-Komplex existiert in zahlreichen 

Organsimen, von Hefen über eukaryotische Einzeller zu Metazoen, also vielzelligen Tieren, wobei die 

Sequenzen der β-Untereinheit besser konserviert sind als die der α-Untereinheit (John A Cooper & Sept, 

2008). Während niedere Organismen nur ein Gen und eine Isoform von jeder Untereinheit besitzen, 

existieren in Menschen und Mäusen jeweils drei Isoformen des CapZα (CapZα1, CapZα2 und CapZα3) 

und 3 Isoformen des CapZβ (CapZβ1, CapZβ2 und CapZβ3). Die Isoformen der CapZα Untereinheit 

werden aus zwei verschiedenen Genen gebildet (Hart et al., 1997), während die Isoformen der CapZβ-

Untereinheit durch alternatives Spleißen aus einem Transkript entstehen. (Hart et al., 1997; Schafer, 

Korshunova, Schroer, & Cooper, 1994; Von Bülow, Rackwitz, Zimbelmann, & Franke, 1997).  

In Muskelzellen ist die CapZβ1 Isoform vor allem in der Z-Scheibe der Sarkomere zu finden, die 

CapZβ2 Isoform vor allem an den Glanzstreifen und in der Zellperipherie. (Hart et al., 1997; Yamashita, 

Maeda, & Maéda, 2003). Für den funktionellen Unterschied der beiden Isoformen gibt es noch keine 

biochemische Erklärung (John A Cooper & Sept, 2008). Sowohl in der Maus als auch im Schwein und 

im Huhn sind diese beiden Isoformen jedoch sehr gut konserviert. Im Zebrafisch wurde nur eine Isoform 

des capzβ Proteins gefunden. Ein Vergleich der Sequenz dieser Isoform mit der β1 und β2 Isoform des 

Menschen ergibt, dass die capzβ Isoform des Zebrafisches am ehesten der β2 Isoform entspricht. 

 

1.10 ZEBRAFISCH-MODELL ZUR UNTERSUCHUNG ANGEBORENER 

HERZFEHLER 

Um genetische Defekte näher zu untersuchen, hat die Forschung in den letzten Jahrzehnten verschiedene 

Tiermodelle etabliert. Das Mausmodell ist dabei wohl am bekanntesten. Genetisch ähneln uns die Mäuse 

enorm. Etwa 85% der kodierenden Regionen des humanen Genoms sind mit denen in der Maus identisch 

(Batzoglou, Pachter, Mesirov, Berger, & Lander, 2000). Jedoch ist die Haltung von Mäusen komplex 

und die Erstellung von neuen Mutanten unter anderem durch die vergleichsweise lange 

Reproduktionszeit aufwändig. 

In meiner Arbeit habe ich deshalb den Zebrafisch (Danio rerio) als Modell benutzt. Dieser diploide 

Organismus bietet viele Vorteile. Die Haltung ist im Gegensatz zu der von Säugetieren sehr einfach, der 

Fisch hat wenig Ansprüche an Wasser, Futter und Beckengröße. Mit einer Größe von 3-5 cm pro Tier 

ist der Fisch relativ klein und deshalb leicht in großer Anzahl zu halten. Außerdem hat der Zebrafisch 

eine kurze Reproduktionszeit von nur etwa zwölf bis 16 Wochen. Die Entwicklung der Embryonen 

findet zudem vollständig außerhalb des Muttertiers statt. Da die Embryonen und auch der Fisch in den 
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frühen Larvenstadien nahezu transparent sind, kann man deshalb in diesem Zeitraum jedes Organ ohne 

invasive Eingriffe unter dem Mikroskop dokumentieren. 

Die weiblichen Zebrafische sind sehr reproduktionsfreudig und können jede Woche mehrere hundert 

Eier legen. Diese werden außerhalb des Körpers von den Männchen befruchtet. Die Embryonen 

entwickeln sich schnell, nach 16 h liegt das 14-Somiten Stadium vor, nach 24 h ist der 

Entwicklungsprozess von einer einzelnen Zelle zu einem erkennbaren Embryo abgeschlossen. Das Herz 

fängt an zu schlagen und der es existiert ein Blutkreislauf. Nach 48 Stunden post fertilisationem (hpf) 

schlüpfen die Embryonen und können nun frei schwimmen. Die Larven überleben bis Tag 6 durch 

Diffusion, sind also in diesem Stadium nicht zwingend auf ein funktionierendes Herz angewiesen, was 

den Fisch gerade für die Herz-Forschung sehr interessant macht. 

 

Abbildung 1.6: Wildtyp Zebrafisch-Embryo 72hpf in Vergrößerung unter dem Mikroskop. Da der Fisch zu diesem Zeitpunkt 

noch transparent ist, sind die Organe gut zu erkennen und in der Abbildung beschriftet. Die Maßstabsleiste entspricht 1000µm 

(Quelle: eigene Aufnahme, 2017). 

 

Der Zebrafisch ist aufgrund der externalen Befruchtung, der Transparenz des Körpers und der schnellen 

Reifung ein wichtiger Modellorganismus um Entwicklungsprozesse zu verstehen und potenzielle neue 

Behandlungsstrategien für angeborene Herzfehler zu entwickeln (Asnani & Peterson, 2014). Dies wird 

dadurch begünstigt, dass etwa 12,719 oder 70% der Gene im Zebrafisch ein homologes Gen im 

Menschen besitzen. Das führte dazu, dass das Tier in der letzten Dekade vermehrt benutzt wird, um die 

Ätiologie vieler Krankheiten wie Krebs, Infektionskrankheiten oder auch kardiovaskulären Krankheiten 

von angeborenen Herzfehlern bis hin zu Kardiomyopathie oder Arrhythmien zu verstehen (Amsterdam 

& Hopkins, 2006). 

Um die Funktion eines Genes aufzuschlüsseln gibt es zwei Ansätze. Der Prozess der Vorwärtsgenetik 

startet bei einem mutierten Phänotyp und nähert sich von dort aus dem Gen, welches mutmaßlich für 

den Phänotyp verantwortlich ist.  Der zweite Ansatz nutzt die Rückwärtsgenetik. Hier wird mit einem 

bestimmten Gen gestartet, das durch unterschiedliche Techniken in seiner Funktion gestört wird. 

Anschließend untersucht man den entstehenden Phänotyp. Für den Prozess der Inaktivierung des Gens 
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gibt es verschiedene Möglichkeiten, meist wird eine Mutation in das betroffene Gen eingebaut. Dadurch 

resultiert ein kompletter oder funktioneller knockout des Gens. 

Beliebte Techniken, um ein Gen zu mutieren sind knockouts/ knockins durch homologe 

Rekombinationen in embryonalen Stammzellen, knockdown in Genen durch CRISPR/Cas, retrovirale 

Insertionen oder Morpholino antisense Technologie (MO) oder die TILLING Technologie (Targeting 

Induced Local Lesions in Genomes), die das Testen von vielen potenziellen Mutanten gleichzeitig im 

Hochdurchsatz ermöglicht.  

1.11 HERZENTWICKLUNG IM ZEBRAFISCH 

In Säugetieren und höher entwickelten Wirbeltieren ist die Entwicklung des Herzens aus dem ersten und 

zweiten Herzfeld sehr gut konserviert. Der primäre Herzschlauch bildet sich aus den Vorläuferzellen 

des ersten Herzfeldes, während die Progenitorzellen des zweiten Herzfeldes nach und nach an die Enden 

des Herzschlauchs migrieren, sich dort differenzieren und die weitere Herzentwicklung vorantreiben. 

Im menschlichen Herzen sind sie unter anderem für die Bildung des Ausflusstraktes verantwortlich 

(Buckingham et al., 2005b). Das Herz des Zebrafisches ist etwas einfacher aufgebaut als dass des 

Menschen, denn es besitzt nur einen Vorhof und eine Kammer, ist also univentrikulär. Die frühe 

embryonale Entwicklung des Herzens ist trotzdem erstaunlich ähnlich.  

Auch im Zebrafisch gibt es zwei Gruppen von Vorläuferzellen, aus denen das Herz entsteht. Diese lassen 

sich durch Verwendung bestimmter genetischer Marker schon früh identifizieren. Die kardialen 

Vorläuferzellen des Zebrafisches differenzieren sich in zwei großen Schüben. Aus dem ersten Schub, 

äquivalent zum ersten Herzfeld im Menschen, entsteht der Herzschlauch (etwa 24hpf). (de Pater et al., 

2009; Guner-Ataman et al., 2013). Die zweite Gruppe von Zellen, äquivalent zum zweiten Herzfeld, 

differenziert sich im zweiten Schub. Anders als bei den höher entwickelten Wirbeltieren, bei denen die 

Zellen des SHF an beide Pole des Herzens migrieren, lagern sich die Zellen des SHF in diesem Schub 

ausschließlich an den arteriellen Pol an (de Pater et al., 2009; Guner-Ataman et al., 2013; Hami, Grimes, 

Tsai, & Kirby, 2011). Die weiteren Entwicklungsschritte ähneln denen der Herzentwicklung im 

Menschen ebenfalls. Der Herzschlauch faltet sich etwa 36 hpf zu einer Herzschleife. Währenddessen 

bilden sich durch Aussackungen des Schlauchs die Strukturen des Atrium, Ventrikel und Bulbus 

arteriosus (siehe Abb. 8)(Andrés-Delgado & Mercader, 2016). Anschließend beginnt die Ausbildung 

der Klappen (48 hpf), die etwa 120 hpf abgeschlossen ist. 
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Der größte Unterschied zum Menschen ist, dass der Zebrafisch ein univentrikuläres Herz besitzt. Das 

desoxygenierte Blut fließt über den Sinus venosus in das Atrium, dann durch den Ventrikel und 

schließlich in die Aorta. Von dort aus fließt das Blut durch die Kiemen, wo es mit Sauerstoff angereichert 

wird. Das nun oxygenierte Blut fließt anschließend direkt weiter in den Körperkreislauf (Yalcin, 

Amindari, Butcher, Althani, & Yacoub, 2017). Die Herzaktion und die Funktionalität des Kreislaufes 

können unter dem Mikroskop dank der Transparenz der Embryonen leicht an der Kontraktion des 

Herzens und den in den Blutgefäßen fließenden Erythrozyten festgestellt werden. In den ersten 5 Tagen 

überleben die Embryonen außerdem ohne einen funktionierenden Kreislauf, da sich die Zellen noch 

durch Diffusion ernähren können. 

Aus diesen Gründen eignet sich der Zebrafisch hervorragend für die Forschung am embryonalen Herz. 

Zahlreiche mutante Zebrafischlinien mit unterschiedlichen Schwerpunkten wurden bereits generiert und 

haben in den letzten Jahren zu wichtigen Erkenntnissen unter anderem auf dem Gebiet der 

Herzforschung beigetragen (Ackermann & Paw, 2003). Vor allem in der Grundlagenforschung bietet 

der Zebrafisch viele Möglichkeiten, um neue Erkenntnisse über Signalwege, Abläufe und beteiligte 

Gene zu gewinnen. Diese Erkenntnisse können anschließend dazu beitragen, Entstehungsmechanismen 

von Krankheiten zu verstehen und eventuelle Behandlungsansätze für die Klinik zu entwickeln.  

Abbildung 1.7: Vergleich Mausherz mit Zebrafischherz. Bildreihe a zeigt die schematische embryonale 

Herzentwicklung im Herzen der Maus, Bildreihe b zeigt die embryonale Entwicklung des Herzens im Zebrafisch. Die 

jeweils wichtigen Entwicklungsschritte sind im Bild beschrieben. A, Atrium; V, Ventrikel; RV, Rechter Ventrikel; LV, 

Linker Ventrikel; RA, Rechtes Atrium; LA, Linkes Atrium; AFT, Ausflusstrakt; hpf, hours post fertilisation 

Abbildung modifiziert nach (Andrés-Delgado & Mercader, 2016) 
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1.12 ZIELSETZUNG  

Angeborene Herzfehler (AHF) gehören zu den häufigsten angeborenen Erkrankungen. Von 1000 

Neugeborenen kommen 8-10 Kinder mit einem AHD auf die Welt, was wesentlich zur 

Kindersterblichkeit und -morbidität beiträgt (Julien I. E. Hoffman & Kaplan, 2002; Pradat, Francannet, 

Harris, & Robert, 2003). 

CAPZβ kodiert für die β-Untereinheit des Bindungsproteins CapZ, welches am (+)-Ende der 

Aktinfilamente den Auf- und Abbau dieser reguliert. Durch die zusätzliche Bindung des Aktins an die 

Z-Scheibe der Sarkomere ist CapZ außerdem ein Protein, welches maßgeblich beim Aufbau von 

Muskeln, in der Bildung des Zytoskeletts, bei der Synthese von Zell-Kontakten und somit auch in der 

embryonalen Entwicklung eine Rolle spielt. 

Bei einem Patienten mit einem schwerwiegenden AHF, einem Hypoplastischen Linksherzsyndrom, 

wurde eine seltene Mutation im 6. Exon des CAPZβ-Gens gefunden. Diese Missense-Mutation ist 

mutmaßlich an der Entstehung des Phänotyps beteiligt. Um die Rolle von CAPZβ bei der embryonalen 

Herzentwicklung und somit bei der Entstehung angeborener Herzfehler besser zu verstehen, haben wir 

das Gen im Zebrafischmodell untersucht. Das Ziel war hierbei, ein tieferes Verständnis der Rolle von 

capzβ bei der Entwicklung und Differenzierung von frühen Kardiomyozyten sowie den 

zugrundeliegenden molekularen Signalwegen zu entwickeln. 

Dabei wurde zunächst der allgemeine und der kardiale Phänotyp des capzβ knockouts in den 

Zebrafischen untersucht. Anschließend wurde die Pumpfunktion des Herzens bewertet. Nach der 

Evaluation des Phänotyps wurden weitere Analysen zu möglichen Signalwegen gemacht, die durch den 

Funktionsverlust des Gens beeinträchtigt sein könnten, um die Genese des entstehenden Herzfehlers 

weiter zu erforschen. Mittels Analysen der Genexpression (Differential Expression Transcript Counting 

Technique, kurz: DeTct) wurden außerdem Gene gefunden, die durch ein Fehlen des Proteins capzβ in 

ihrer Expression beeinträchtigt sind, was ebenfalls Rückschlüsse auf potenziell beeinträchtigte 

Signalwege ziehen lässt. Insgesamt soll das Ziel dieser Arbeit sein, ein tieferes Verständnis der Rolle 

Abbildung 1.8: Isoliertes Herz eines Wildtyp Zebrafisch-Embryos 72 hpf unter dem Mikroskop. Im Laufe der nächsten 

Stunden faltet sich das Herz noch etwas weiter, sodass Atrium und Ventrikel schließlich hintereinander liegen. Außerdem 

vervollständigt sich die Reifung der Herzklappen, die zu diesem Zeitpunkt noch rudimentär vorhanden sind. Die 

Maßstabsleiste entspricht 100µm (Quelle: Eigene Aufnahme, 2017)  
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von CAPZb bei den Differenzierungs- und Migrationsprozessen der Kardiomyozyten in der 

embryonalen Herzentwicklung zu schaffen und die Entstehung des HLHS besser zu verstehen, um ggf. 

zukünftig die Behandlungsstrategien zu verbessern. 
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2 MATERIAL 

 

2.1 ORGANISMEN  

Zebrafisch-Linien:  Wildtyp Linie Tübingen (TÜ), Wildtyp Linie Tüpfel Long Fin 

(TL)  

Transgenetische Zebrafische:   capzβHi1858 (bezogen vom Wellcome Trust Sanger, Zebrafish 

     Facility) 

Lebendfutter für die Zebrafische:  Artemia salina 

 

2.2 VERWENDETE PRIMER 

Primer Name Primersequenz (5‘-3‘) Primer Tm [°C] 

Capzβ_WT_Forward 5‘ CCACACATTCGCTCCTGTAAAAG 3‘ 59,7 

Hi1858b_3E03 5’GGT GGA TTA GTG TTT GTT TTG GTG 3’ 62 

Hi1858b_3E04 5’CAA GGA CCT GAA ATG ACC CTG 3’ 61,5 

 

2.3 CHEMIKALIEN UND REAGENZIEN 

10x Tris-Acetat-EDTA Buffer (TAE Puffer) Genekam 

Agar Agar Roth 

Agarose Invitrogen 

Aqua bidest (ddH2O) 
Fresenius Kabi Deutschland 

GmbH 

Bovine Serum Albumin (BSA), fraction V Sigma 

C6H12O6 D(+)Glukose Sigma 

Calciumchloriddihydrat (CaCl2 2H2O) Sigma 

Dinatriumphosphat Dihydrat (Na2HPO4 2H2O) Sigma 

EDTA Fulka 

Ethanol Roth 

Ethanol 99% Geyer 

Fluoromount-G™, with DAPI Affymetrix eBioscience 

Glutamataldehyd 25% Sigma 
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Goat Serum, New Zealand origin Thermo Fisher 

HD Green PLUS DNA Stain Intas 

HEPES (C8H18N2O4S)  Sigma 

Isopropanol Roth 

Kaliumchlorid (KCL) Sigma 

Magnesiumchlorid Hexahydrat (MgCl2 6H2O) Sigma 

Natriumchlorid (NaCl) Roth 

Paraformaldehyd PFA 4% HIMEDIA 

PBS Life Technologie 

Phalloidin Thermo Fisher 

Shandon™ Glyo-Fixx™ Thermo Fisher 

Tricaine Sigma 

TriDyeTm 100bp DNA ladder NEB 

Tween 20   Geyer 

 

2.4 PUFFER UND LÖSUNGEN 

70% Ethanol 140ml 99% Ethanol, auf 200ml auffüllen mit ddH2O 

Blocking Buffer 20ml PBST, 2% neonatal Goat Serum (400µl),  

2mg/ml BSA (40mg) 

CaCodylat buffer 0.1M 4,28g NatriumCacodylate, 100 ml ddH20, pH einstellen 

E3 Stocklösung 17,4g NaCl, 0,8g KCl, 2,9g CaCl2-2H2O,  

4,89g MgCl2-6H2O, 1L RO-Wasser 

Embryowasser 240ml E3-Stocklösung, 10L RO-Wasser 

Fixationslösung 262,2µL Glutamataldehyd 25%, 1312µL PFA 4% 

KOH Stocklösung 14g KOH, 4ml EDTA (0,5M), 200ml ddH2O 

Neutralisations Stocklösung 48,4g Tris-HCl, 200ml ddH2O 

PBS-T 50 ml PBS + 50µl 20% Tween 

TAE, 1x  100ml 10x TAE Puffer, 1L ddH2O 

Tricaine Stock 4g Tricaine, 21 ml Tris 1M, mit 100ml H2O auffüllen,  

pH 1 

Tyrode 3,974g NaCl, 0,201g KCl, 0,102g MgCl2 6H2O,  

0,450g C6H12O6 D(+)Glucose, 1,192g, C8H18N2O4S 

HEPES, 0,027g Na2HPO4 2H2O, 0,132g CaCl2 2H2O, bis 

500 mL mit H2O auffüllen, pH 7.4 
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2.5 ANTIKÖRPER UND ENZYME 

Anti-CAPZB antibody zebrafish (rabbit) Sigma-Aldrich 

  
Alexa Fluor™ 594 Phalloidin Thermo Fisher 

  
Anti-ACTC1 Acris 

  
GFP Tag Monoclonal Antibody (GF28R) Thermo Fisher 

  
Goat anti-Mouse IgG (H+L) Highly Cross-Adsorbed 

Secondary Antibody, Alexa Fluor Plus 488  

Thermo Fisher 

  
Goat anti-Rabbit IgG (H+L) Highly Cross-Adsorbed 

Secondary Antibody, Alexa Fluor Plus 488 

Thermo Fisher 

  
Goat anti-Rabbit IgG (H+L) Highly Cross-Adsorbed 

Secondary Antibody, Alexa Fluor Plus 555  

Thermo Fisher 

  
REDTaq Ready Mix PCR Reaction Mix 100 R Sigma-Aldrich 

 

2.6 KITS 

Click-iT® Plus EdU, Alexa Fluor 594 Dye Imaging Kit  Molecular probes, 

Thermo Fisher 

Click-iT® Plus TUNEL Assay for In Situ Apoptosis 

Detection, Alexa Fluor® 594 dye  

Molecular probes, 

Thermo Fisher 

Gentra Puregene DNA Isolation Kit Qiagen 

 

2.7 GERÄTE UND ZUBEHÖR 

AF-10 Eismaschine 
 

Scotsman 

Agarose Gel-Dokumentationsanlage 
 

Bio-Rad 

Agarose-Gel-Elektrophoresekammer 
 

Bio-Rad 
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Deckgläser 20x20mm Stärke Nr 1.  
 

Geyer 

Flourometer Qubit 2.0 Flourometer Life Tecnologies, Carlsband,  

USA 

Inkubator 
 

WTW 

Konfokales Mikroskop 
  

Mikromanipulator 
 

Eppendorf FemtoJet4i 

Mikropipette 
 

Eppendorf 

Mikroskop mit Kamera 
 

Nikon SMZ25 

Mikrowelle 
 

SHARP 

Milli-Q 
 

M Progrand ts2 

PCR Thermocycler T100 Thermal Cycler Bio-Rad, Hercules, USA 

pH-Meter pH2211 Microprocessor 

pH Meter 

Hanna Instruments 

Slides, microscope, frosted one end, 

size 25 mm × 75 mm 

 
Sigma-Aldrich 

Thermoblock 
 

HCL von Ditabis 

Tiefkühltruhe -20°C 
 

Liebherr 

Vortexmixer 
 

VWR Analog Vortex 

Zentrifuge 
 

VWR Mini Star 

Zentrifuge 17R 
 

VWR Micro Star 

Zentrifuge 5430 
 

Eppendorf 

 

2.8 SOFTWARE 

Mikroskopie Immunhistochemie Image J (Version 1.51n) 

Statistische Analysen Graph Pad Prism 7 

Mikroskopie  NIS-Elements BR  

 

2.9 URLS 

BLAST searches http://blast.ncbi.nlm.nih.gov 

Genome Browser Danio rerio https://genome-euro.ucsc.edu 

Gene Cards http://www.genecards.org 

NCBI http://www.ncbi.nlm.nih.gov 

NCBI Gene http://www.ncbi.nlm.nih.gov/gene 
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NCBI PubMed http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed 

OligoCalc http://biotools.nubic.northwestern.edu 

UniProt http://www.uniprot.org 

ZFIN https://zn.org/ 
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3 METHODEN 

3.1 TIERHALTUNG 

Die Zebrafische wurden artgerecht in dem aquatischen System der Firma Tecniplast (Tecniplast 

Deutschland GmbH, Hohenpeißenberg) gehalten. Der verwendete Stamm war TüLF. Die Tierhaltung 

erfolgte im Zebrafischlabor der Klinik für angeborene Herzfehler und Kinderkardiologie, 

Universitätsklinikum Schleswig-Holstein, Campus Kiel. Der pH des Wassers wurde täglich kontrolliert 

und betrug zwischen 6,8 und 7,5. Die Wasserfiltration, Fütterungsintervalle, Wassertemperatur sowie 

Tag-Nacht-Intervalle folgten den Standardprozeduren für die Zebrafischhaltung.  

Gefüttert wurden die Fische zweimal am Tag mit Krebstieren der Gattung Artemia der Firma SDS 

(Special Diets Service SDS, Ludwigshafen). Die Artemien wurden in Salzwasserlösung (5 g Salz 

(ZooZajak) in 20 l RO-Wasser), bei 28° C gezüchtet. Die Larven wurden anschließend aus dem Wasser 

gefiltert, mit RO-Wasser gewaschen, um die Salze zu entfernen und anschließend zum Verfüttern in 

RO-Wasser resuspendiert. 

Zusätzlich wurde, je nach Alter und Größe der Fische mit Trockenfutter-Labordiäten speziell für 

Zebrafische (SDS 100 für Zebrafisch-Larven bis Tag 14, bis SDS 400 für Erwachsene Zebrafische) 

zugefüttert.  

 

3.2 TRANSGENE ZEBRAFISCHE 

Für diese Arbeit wurden sowohl Wildtyp Zebrafische als auch die Linie capzβHi1858 (Link: 

Amsterdam, A., Nissen, R.M., Sun, Z., Swindell, E., Farrington, S., and Hopkins, N. (2004) 

Identification of 315 genes essential for early zebrafish development. Proceedings of the National 

Academy of Sciences of the United States of America. 101(35):12792-12797) benutzt. Mithilfe einer 

retroviralen Insertion wurde bei diesen Tieren das Gen capzβ ausgeschaltet. Dafür wurde ein Virus 

benutzt, der eine 272 bp lange Sequenz in das zweite Intron des Gens eingebaut hat. Dies führt bei den 

homozygoten Embryonen zu einer etwa 95% Reduktion der capzβ mRNA, was schließen lässt, dass der 

observierte Phänotyp durch einen Verlust des Proteins ausgelöst wird (Mukherjee et al., 2016a).  

3.3 GENOTYPISIERUNG DER CAPZB MUTANTEN  

 Gewinnung von Gewebe am erwachsenen Zebrafisch mittels Finclipping 

Um die Zebrafische sicher ihrem entsprechenden Genotyp zuzuordnen, wurde das Genom bzw. die 

DNA der Fische mittels PCR untersucht. Da die homozygoten Fische aufgrund ihrer Mutation nach etwa 

5 Tagen versterben, handelt es sich bei den aufgezogenen Larven um heterozygote bzw. Wildtyp- Tiere. 

Für die Verpaarung werden ausschließlich heterozygote Fische benutzt. Aus diesem Grund wurde 
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zunächst der Genotyp der F0-Fische bestimmt. Dafür wurde jeweils ein kleines Stück der Schwanzflosse 

mit einem Skalpell abgeschnitten (sog. Fin clipping). Die Fische wurden dafür in einer 0,02% Tricaine 

Lösung betäubt und nach dem Fin clipping direkt zurück in Tanks mit frischem Wasser gesetzt. Die 

Schwanzflosse von Zebrafischen kann sich regenerieren. Somit stellt die Fin clipping-Methode eine 

elegante Methode zur Genotypisierung dar.  

 

 DNA-Extraktion mit der KOH-Methode 

Mittels Kaliumhydroxid-Extraktion wurde die DNA aus Schwanzflossen-Stücken aus dem Fin clipping, 

Embryonen-Stücken und kompletten Embryonen gewonnen. Dafür wurden die Gewebestücke zunächst 

in 99% Ethanol (EtOH) gewaschen, das EtOH entfernt und die Reaktionsgefäße mit dem Gewebe 

anschließend 10 min bei 80° C offen in den Heizblock gestellt, um sämtliche Restflüssigkeit zu 

entfernen. Dann wurden 25 µL 1x KOH Base Solution hinzu pipettiert (Stock 50x, mit H2O verdünnt) 

und nochmals 30 min auf 95°C erhitzt. Nach 2min vortexen wurden 25 µL 1x Neutralisations-Solution 

(Stock 50x, mit H2O verdünnt) dazu gegeben. Nach dem kurzen Abzentrifugieren kann die DNA für die 

PCR verwendet werden. 

 

 DNA-Extraktion mit dem Gentra Kit 

Wurde reinere DNA benötigt, wurde diese aus Zebrafischgewebe mit Hilfe des Gentra Kits von Qiagen 

nach mitgeliefertem Versuchsprotokoll isoliert. 

 

 Polymerasekettenreaktion 

Die PCR für das Screening auf die capzβ-Mutation wurde nach dem empfohlenen Schema mit den 

folgenden Primern durchgeführt.  

Hi1858b_3E03: 5’GGT GGA TTA GTG TTT GTT TTG GTG 3’ 

Hi1858b_3E04: 5’CAA GGA CCT GAA ATG ACC CTG 3’ 

Der Forward Primer, Hi1858b_3E04, bindet am 3‘ Ende des Retrovirus, der die Mutation verursacht 

indem er ins Leseraster des capzβ-Gens eingefügt wurde. Als Reverse Primer wurde Hi1858b_3E03 

benutzt. Dieser bindet an das Wildtyp capzβ-Gen. Das Produkt dieser beiden Primer ist 324 bp groß. 

Bei einer heterozygoten Mutante entsteht demensprechend ein PCR-Produkt und es ist eine sichtbare 

Bande auf dem Gelbild nachweisbar, beim WT ist keine Bande vorhanden, da der Forward Primer nicht 

binden kann. 
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PCR-Ansatz: 

Ready Mix Taq von Sigma   12 µL    

Primer 1: Hi 1858_3E03 (Nummer 74)  1 µL    

Primer 2: Hi 1858_3E04 (Nummer 73)  1 µL     

H2O      10 µL    

DNA aus KOH- Extraktion   1 µL 

 

 

 

 

Programm: CAPZ_B  

  94° C   1 min   Initiale Denaturierung 

 

  94° C  1 min   Denaturierung 

  60° C  2 min   Annealing 

  72° C  3 min   Elongation 

   

72° C  5 min   Finale Elongation 

 

Es wurden je 10 µL PCR Produkt auf ein 1,5% Gel aufgetragen (100 ml TAE, 1,5 g Agarose und 2 µL 

HD Green plus), Marker: 10 µL Tri Dye 100  bp ladder. Das Gel wurde 45 min bei 110 V laufen 

gelassen. Die PCR wurde optimiert, um auch homo- und heterozygote Embryonen zu unterscheiden. 

Dafür wurde mit Hilfe des Programms CLC Sequence Viewer noch ein zweiter Forward-Primer designt 

und eingesetzt, der statt an dem Retrovirus ebenfalls an dem WT capzβ-Gen bindet (Primer 366). Somit 

ergibt sich auch beim Wildtyp eine Bande. Damit eine einfache Unterscheidung der Banden bei der 

Auswertung stattfinden kann, bindet der Primer 478 bp vor dem Reverse Primer. (5‘ -

CCACACATTCGCTCCTGTAAAAG-3‘), die Wildtyp-Bande ist also deutlich größer als die Bande 

der Mutante. So können mit einer PCR alle drei möglichen Genotypen bestimmt werden. 

34x

PF

A 



 

30 

 

Beim Wildtyp entsteht eine 478 bp lange Bande, bei der homozygoten Mutante eine 324 bp lange Bande 

und bei der heterozygoten Mutante beides. 

 

 

3.4 PHÄNOTYPISIERUNG  

Da über den Phänotyp der capzβ-/- Embryonen und vor allem den herz-spezifischen Phänotyp noch 

relativ wenig bekannt ist, wurde zunächst eine allgemeine Phänotypisierung der unterschiedlichen 

Genotypen vorgenommen. Dafür wurden die Fische 24 hpf in 6-well Platten mit E3 Medium überführt 

und so über 96 hpf alle 24 h untersucht. Es wurden jeweils die Anzahl der noch lebenden Fische, sowie 

unter dem Mikroskop die Größe der Embryonen sowie morphologische Auffälligkeiten herausgearbeitet 

und fotografiert. Am Ende des Untersuchungszeitraums wurden die Embryonen mit Tricaine 

euthanisiert und die DNA für die Genotypisierung mittels KOH-Extrahierung gewonnen. Dank der 

Beschrifteten 6-well Platten konnte anschließend jeder Aufnahme- und Notizenserie ein Genotyp 

zugeordnet werden. 

3.5 BESTIMMUNG DER HERZFUNKTION 

 Aufnahmen des Herzens 

Um das Auswurfvolumen der Herzen zu messen, wurden von den auf der Seite liegenden Embryonen 

zu den Zeitpunkten 48 hpf, 72 hpf und 96 hpf mit dem Mikroskop und der Kamera Hamatsu Slow- 

motion jeweils 10 sec lange Aufnahmen gemacht. Mit dem Programm NIS-Elements BR konnten 

Ventrikel und Atrium jeweils in der maximalen Systole und in der maximalen Diastole ausgemessen 

werden, und die Fläche in Tabellenform ausgegeben werden. Die Herzfrequenz wurde  errechnet, indem 

Abbildung 3.1: 1,5 % Agarosegel, aufgetragen sind die mittels KOH Extraktion gewonnenen und anschließender PCR wie oben 

beschriebenen DNA Fragmente der untersuchten Embryonen und den jeweiligen Genotyp zu bestimmen. Das Wildtyp Allel ergibt eine 

Bande bei 478 bp, das mutierte Allel eine Bande bei 324 bp. Beide Banden gibt es folgerichtig bei den heterozygoten Embryonen 

(Spur 3,5,7 und 10).  
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die Herzschläge in den 10 aufgenommenen Sekunden gezählt wurden und diese Zahl dann auf eine 

Minute hochgerechnet wurde. 

 Annäherung an das Volumen 

Um von den zweidimensionalen Werten, die NIS-Elements errechnet, an das angenäherte Volumen der 

Zebrafischherzen zu kommen, wurde die Ellipsen-Formel benutzt.  

Die Formel für die Flächenberechnung der Ellipse lautet 

 𝐴 = 𝑎 ∗ 𝑏 ∗ 𝜋 . 

NIS-Elements errechnet die Fläche A aus der Anzahl der Pixel, sodass 𝑎, 𝑏, 𝜋 unbekannt bleiben. Um 

von der Fläche auf das Volumen zu schließen, habe ich mich also folgendermaßen angenähert: 

Volumen Ellipse: 

𝑉 =  
4

3
∗ 𝑎 ∗ 𝑏 ∗ 𝑐 ∗ 𝜋 

 

Einsetzen der Fläche: 

𝑉 =
4

3
∗ 𝐴 ∗ 𝑐 

Da die dritte Dimension, also c, fehlt, kann man das Volumen nur näherungsweise bestimmen. Dabei 

wurde davon ausgegangen, dass im Herz-Schlauch 𝑏 ≈ 𝑐 ist. Das Programm misst bei der Messung der 

Fläche automatisch 2𝑏, in den von NIS-Elements ausgegebenen Tabellen angegeben als MaxFeret90, 

also als maximaler Durchmesser im 90° Winkel zum längsten Durchmesser gesamt.  

Das bedeutet, dass 𝑏 =
𝑀𝑎𝑥𝐹𝑒𝑟𝑒𝑡90

2
 ist. In der Formel also  

 

𝑉 =  
4

3
∗ 𝐴 ∗

𝑀𝑎𝑥𝐹𝑒𝑟𝑒𝑡90

2
 

Gekürzt ergibt das dann 

𝑉 =  
2

3
∗ 𝐴 ∗ 𝑀𝑎𝑥𝐹𝑒𝑟𝑒𝑡90 
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Das Auswurfvolumen (Stroke Volume), also das Blut welches pro Herzschlag vom Ventrikel 

ausgeworfen wird, ist die Differenz des Volumens des Ventrikels in der Diastole und in der Systole.  

𝑆𝑉 = 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛𝐷𝑖𝑎𝑠𝑡𝑜𝑙𝑒 − 𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛𝑆𝑦𝑠𝑡𝑜𝑙𝑒 

Aus diesen nun berechneten Größen wurde dann noch die Pumpleistung pro Minute (Cardiac Output 

(CO) in Nanoliter pro Minute) errechnet. 

𝐶𝑂(
𝑛𝐿

𝑚𝑖𝑛
) = 𝑆𝑉(

𝑛𝐿

𝑆𝑐ℎ𝑙𝑎𝑔
) ∗ 𝐻𝑒𝑟𝑧𝑓𝑟𝑒𝑞𝑢𝑒𝑛𝑧 (

𝑆𝑐ℎ𝑙ä𝑔𝑒

𝑚𝑖𝑛
) 

Die errechneten Werte wurden mit GraphPad Prism 7 ausgewertet. 

 

3.6 HERZISOLATION 

 Herzen isolieren 

Für die Herzisolation wurden die Embryonen in Tyrode’s +BSA überführt. Mit scharfen Pinzetten 

wurde zunächst das Chorion und anschließend die Finne direkt hinter dem Dottersack entfernt, um die 

Embryonen immobil zu machen.  

Als nächstes wurden die Embryos mit einer spitzen Kanüle fixiert, indem diese leicht oberhalb der 

Aorta, zwischen Augen und Kiemen eingestochen wurde. Mit einer weiteren scharfen Pinzette wurde 

das Herz dann vom Perikard, von Vena Cava und Aorta getrennt.  

 

 

 

 

Dabei schlug das Herz aufgrund der Elektrolytzusammensetzung des Tyrode-Puffers weiter, sodass es 

selbst ohne Fluoreszenz einigermaßen vom umgebenden Gewebe abgrenzbar war. Bei der Präparation 

wurde das Herz selbst nicht berührt, um Zellschäden durch äußere Einwirkungen zu vermeiden.  

Das vollständig isolierte Herz wurde mit einer 10 µL Pipette in eine vorbereitete Mikrotiterplatte 

überführt (in jedem Näpfchen wurden 20 µL Tyrode +BSA vorgelegt).  

Der Rest der Embryonen (Kopf und Schwanz) wurde für die KOH-DNA-Extraktion und anschließende 

Genotypisierung in 99% EtOh überführt. 

 

Abbildung 3.2: Herzisolation schematisch dargestellt an einem 72hpf Embryo. Mit einer Kanüle wird der 

Embryo an der Aorta festgepinnt, mit der anderen wird das Pericard und der Sinus Venosus abgerissen, 

sodass das Herz anschließend frei liegt. 
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3.7 IMMUNFLUORESZENZ-ASSAYS 

Die Immunfluoreszenz ist eine häufig genutzte Technik, um die spezifische Lokalisation von Proteinen 

in Zellen unter dem Mikroskop zu definieren. Dafür werden spezifische Antikörper chemisch mit 

fluoreszierenden Reagenzien konjugiert. Die Antikörper können nun direkt oder indirekt an die 

entsprechenden Antigene in der Probe binden und mikroskopisch detektiert werden. Die Technik findet 

in der Forschung vielfältige Anwendungsmöglichkeiten, zum Beispiel können Antigene in 

Suspensionen, in Zellkultur, auf Mikroarrays oder direkt auf Gewebe sichtbar gemacht werden. 

Die Detektion kann stattfinden, indem meist kurzwelliges, energiereiches Licht auf die fluoreszierenden 

Proben gegeben wird. Diese absorbiert etwas Energie und emittiert so etwas energieärmeres Licht mit 

einer dementsprechend längeren Wellenlänge, welches wiederum detektiert werden kann. So kann 

einerseits die Aussage getroffen werden ob ein Antigen in der Probe vorhanden ist, andererseits kann je 

nach Aufgabenstellung die Lokalisation der Antigene mittels Fluoreszenzmikroskopie bestimmt 

werden. 

Es gibt zwei Arten von Immunofluoreszenz-Assays. Bei der ersten, der direkten Immunofluoreszenz, 

bindet der Antikörper, an den der fluoreszierende Stoff gebunden ist, direkt an das passende Antigen. 

Es wird also nur dieser eine, mit einem Fluoreszenzmolekül gekoppelte Antikörper gebraucht. Dies hat 

mehrere Vorteile verglichen mit der zweiten Art, der indirekten Immunofluoreszenz. Zunächst läuft der 

Prozess der Färbung schneller ab, man spart sich einige Schritte des Waschens. Auch ist das 

Hintergrundsignal im Vergleich zur indirekten Immunofluoreszenz reduziert, da es zu weniger 

unerwünschten Neben-Interaktionen (cross-links) zwischen verschiedenen Antikörpern und zu weniger 

unspezifischen Antikörperbindungen kommt. Da bei dieser Technik aber an jedes Antigen nur ein 

einziger, an ein Fluoreszenzmolekül gekoppelter Antikörper binden kann, ist diese Technik sehr viel 

weniger sensitiv als die sekundäre Immunofluoreszenz. Außerdem ist die Auswahl der auf dem Markt 

verfügbaren, an ein Fluoreszenzmolekül gekoppelten Antikörper, limitiert, sodass es nur für wenige, 

sehr häufig verwendete Antigene oder Anwendungen auch einen Antikörper für diese Methode gibt. 

Bei der sekundären oder auch indirekten Immunofluoreszenz, werden zwei Antikörper gebraucht. Einen 

ungelabelten Primärantikörper, der für das zu detektierende Antigen spezifisch ist und einen zweiten. 

Dieser ist an das Fluoreszenzmolekül gebunden und bindet seinerseits an den Fc-Teil des ersten 

Antikörpers. Dadurch, dass mehrere Sekundärantikörper an einen Fc-Teil eines Primärantikörpers 

binden können, amplifiziert sich das Signal und sehr viel schwächere Antigenkonzentrationen können 

nachgewiesen werden. Außerdem können durch die hohe Anzahl an verfügbaren Primär- und 

Sekundärantikörpern sowie möglichen Antikörperkombinationen sehr viel mehr verschiedene Antigene 

auf unterschiedliche Arten nachgewiesen werden. Der Färbungsprozess ist allerdings komplexer und 

zeitaufwändiger. 

Für meine Arbeit wurden die Herzen der Zebrafischembryonen im Alter von 48 hpf und 72 hpf isoliert 

und mit verschiedenen Essays untersucht. Die Assays selber funktionieren ohne Antikörper, es wurde 
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jedoch zusätzlich noch eine Co-Färbung mit einem Antikörper gegen Myosin durchgeführt, um die 

Kardiomyozyten darzustellen und von anderen Zellen wie Endothelzellen unterscheiden zu können. 

Diese Färbung wurde mit indirekter Immunofluoreszenz durchgeführt. 

 

 Proliferations-Assay 

Die Auswertung der Proliferation der Zellen in den Zebrafischembryonen-Herzen fand unter 

Verwendung des Click-iT Plus EdU, Alexa Fluor 594 Dye Imaging Kit (Molecular probes, Thermo 

Fisher) statt. Dabei wird das modifizierte Thymidinanalogon EdU (5-ethynyl-2'-deoxyuridine) genutzt. 

Dieses wird bei der Proliferation neuer Zellen in deren DNA eingebaut. EdU ist gekoppelt an einen 

Fluoreszenzfarbstoff, der anschließend unter dem konfokalen Mikroskop nachgewiesen werden kann. 

So werden ausschließlich aktive, DNA synthetisierende, also proliferierende Zellen, 

immunhistochemisch markiert und können quantifiziert werden. 

Es wurden zwei Versuchsdurchgänge, jeweils mit Embryonen bei 48 hpf und 72 hpf und jeweils 12 

isolierten Herzen durchgeführt. 

Für die Färbung wurden Thermo Scientific™ Nunc™ MicroWell™ Mini Trays verwendet. Zunächst 

wurde Tyrode-BSA-Lösung hergestellt. In die erste Reihe der Mikrowell-Platte wurden 20 µL der 

Tyrode- BSA Lösung vorgelegt und die isolierten Herzen mit einer 10 µL-Pipette vorsichtig ins erste 

Näpfchen überführt. Dann wurden die Herzen im nächsten Näpfchen 2 h bei RT in der 10 µM EdU 

Lösung in Tyrode-BSA inkubiert (1:1000 Verdünnung). Bei Inkubationszeiten von über 30 min wurde 

die µL Platte jeweils mit Parafilm abgedichtet, um ein Austrocknen zu vermeiden. In diesem Schritt 

wird bei der Proliferation der noch vitalen Zellen das fluoreszens-gelabelte EdU statt des Thymidins 

eingebaut. Anschließend wurde 30 min in 4% Paraformaldehyd in PBS fixiert. Danach folgte 

zweimaliges waschen in PBS-Tween für je 30 min. Nun wurden die Herzen 30 min im Click-it-Plus 

EdU Reaction Cocktail inkubiert, danach zweimal für 30 min in Blocking Lösung (20 ml PBST + 2% 

neonatal Goat Serum (400 µl) + 2 mg/ml BSA (40 mg)) gewaschen. 

 

Click-it-Plus EdU Reaction Cocktail: 

440 µL 1X Click-iT Plus EdU Reaction Buffer 

10 µL Copper Protectant (Component E) 

1,2 µL Alexa Fluor 594 picolyl azide (Component B) 

50 µL 1X Click-iT Plus EdU Reaction Buffer 

Additive 

 

Für die Kofärbung mit dem Myosin 4 Monoclonal Antibody (MF20), eBioscience (Thermofisher) wurde 

dieser nun 1:100 in Blocking-Lösung gelöst und die Herzen darin bei 4°C über Nacht inkubiert. 

Anschließend wurde wieder zweimal in Blocking-Lösung gewaschen , dann 1 h mit dem 2. AK Goat 
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anti-Rabbit IgG (H+L) Highly Cross-Adsorbed Secondary Antibody, Alexa Fluor Plus 488, 1:1000 im 

ersten Durchgang, 1:500 beim zweiten Durchgang in Blocking Lösung bei RT inkubiert. Danach wurde 

wieder zweimal in Blocking Lösung gewaschen. 

Zum Eindeckeln wurden pro Herz etwa 20 µL Fluoromount-G™ mit DAPI benutzt. Die Herzen wurden 

über Nacht bei RT getrocknet und am nächsten Tag unter dem konfokalen Mikroskop analysiert. Es 

wurden jeweils Z-Stack Aufnahmen gemacht, mit einer Schichtdicke von maximal 5 µm. 

Die Auswertung erfolgte mit ImageJ (Version 1.51n). Dabei entsprach die Gesamtzellzahl der 

Herzzellen der mit DAPI eingefärbten Zellkerne, denn DAPI lagert sich unselektiv in die DNA der 

Zellkerne, genauer in AT-reiche Regionen der DNA, ein. Das Zytoplasma der Kardiomyozyten wurde 

durch die Myosin-Färbung im Gegensatz zu dem der Endothelzellen zusätzlich grün gefärbt. Es konnte 

also zwischen Myokard- und Endothelzellen differenziert werden. Die EDU-positiven Zellen, also die 

Zellen mit aktiver Proliferation, stellten sich rot dar. So konnte sowohl die Gesamt-Kardiomyozytenzahl 

sowie die Anzahl der proliferierenden Zellen in den verschiedenen Schichten des Schichtbildes 

ausgezählt werden. 

 Apoptose-Assay 

Die Ermittlung der Apoptoserate der Herzzellen fand unter Verwendung des Click-iT Plus TUNEL 

Assay for in situ apoptosis detection, Alexa Fluor 594 Dye (Molecular probes, Thermo Fisher) statt. 

Auch hier wurden zwei Durchgänge bei jeweils 48 hpf und 72 hpf gemacht, wobei jeweils 12 Herzen 

isoliert wurden. 

Beim Vorgang der Apoptose finden zahlreiche Abbauprozesse in der Zelle statt. Unter anderem 

kondensiert das Chromatin im Nukleus und die DNA der Zellen wird von Endonukleasen fragmentiert. 

Der TUNEL Assay nutzt diesen DNA-Abbau, um sich in Apoptose befindliche Zellen gezielt zu 

markieren. Dafür wird ein modifiziertes Thymidinanalogon genutzt, welches vom Enzym Terminale 

Deoxynucleotidtransferase (TdT) an den frei-werdenden 3‘ Hydroxygruppen der fragmentierten DNA 

angebaut wird. Das Thymidinalanogon ist wiederum mit einem Fluoreszenzfarbstoff markiert, sodass 

anschließend die Rate der sich in Apoptose befindlichen Zellen unter dem Mikroskop bewertet werden 

kann. 

Nach der Isolation der Herzen in Tyrode’s+BSA wurden sie zunächst 30 min in 4% Paraformaldehyd 

in PBS gefärbt. Anschließend wurde zweimal mit PBST gewaschen, wobei jeweils ein Herz als 

Positivkontrollen mit DNAse 1 behandelt wurde (aus dem gRNA Synthesis Kit von Qiagen, als Puffer 

1x TranscriptionAid Reaction Buffer), danach auch noch einmal 30 min in PBST gewaschen. Als 

nächstes wurden die Herzen 10 min bei 37° C im TdT Reaction Buffer (Component A) inkubiert. 

Danach folgte eine Inkubation von 1 h bei 37° C mit der TdT Reaction Mixture. 

Dann wurde zweimal mit Blocking Lösung gewaschen, bevor erneut 30 min bei 37° C mit dem Click-

iT Plus TUNEL Reaction Cocktail inkubiert wurde. Um den Reaktionsvorgang vor Licht zu schützen 
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wurden die 10 µL-Microtiter- Platten mit Alufolie umwickelt. Um die Apoptose-Färbung abzuschließen 

wurde anschließend noch zweimal mit Blocking Lösung gewaschen.  

Danach wurde wie oben beschrieben mit dem Myosin 4 Monoclonal Antibody (MF20) gefärbt und mit 

Fluoromount-G™ mit DAPI eingebettet. Am nächsten Tag erfolgte die Analyse unter dem konfokalen 

Mikroskop. Es wurden jeweils Z-Stack Aufnahmen gemacht, mit einer Schichtdicke von maximal 5 µm. 

Die Auswertung erfolgte mit Image J (Version 1.51n). Auch hier entsprach die Gesamtzellzahl der DAPI 

gefärbten Zellkernanzahl. Die Kardiomyozyten stellten sich dank Myosinfärbung grün dar. Die Zellen, 

die sich während des Färbungsprozesses in Apoptose befunden haben, wurden rot angefärbt. Die 

Auszählung konnte manuell an dem Schichtbild vorgenommen werden. 

 

3.8 ELEKTRONENMIKROSKOPIE 

Da bei der Lichtmikroskopie die Auflösung durch die Wellenlänge limitiert ist (50-500 nm, je nach 

Technik), hat sich die Elektronenmikroskopie entwickelt. Statt Licht werden dabei Elektronen-

Materiewellen verwendet, die sehr viel kurzwelliger sind. So kann eine Auflösung von derzeit etwa 1 

nm erreicht werden.  

Grundsätzlich lassen sich Elektronenmikroskope nach ihrem Wirkprinzip in zwei Arten einteilen. Die 

Rasterelektronenmikroskopie (REM) und die Ruhebildelektronenmikroskopie, wobei die REM weitaus 

häufiger Anwendung findet. Bei beiden Methoden findet sich eine Elektronenkanone, die freie 

Elektronen erzeugt und in ein Vakuum entlässt. Diese werden wie bei einem Lichtmikroskop durch 

Linsen gebündelt bzw. in ihrer Flugbahn verändert, treffen auf die Probe und werden anschließend 

entweder direkt oder durch sekundäre Signale in einem Detektor erfasst.  

Im Gegensatz zur Ruhebildmikroskopie, bei dem ein feststehender, breiter Elektronenstrahl verwendet 

wird, scannt das Elektronenmikroskop bei der REM Technik die komplette Probe mit einem sehr dünnen 

Elektronenstrahl in sog. Rastern ab. Das fertige Bild wird anschließend aus den Daten errechnet.  

Die Elektronenmikroskopie leistet einen wichtigen Beitrag in der Erforschung der Morphologie von 

Zellen, Membranen und Zellorganellen. In dieser Arbeit wurde die Elektronenmikroskopie dazu 

genutzt, die Struktur der Muskelzellen in den Herzen der Wildtyp und Mutanten Embryonen näher zu 

untersuchen.  

Es wurden Zebrafisch-Embryonen zu den Zeitpunkten 48 hpf und 72 hpf untersucht. Die Embryonen 

wurden zu den gegebenen Zeitpunkten dechoroiniert und in das Fixationsmedium gegeben. Dort fand 

auch die Isolation der Herzen statt. Die Finnen der Embryonen wurde für die Genotypisierung in EtOH 

gegeben. 
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Glutaraldeyd Stock 25% 262,2µL 

Paraformaldehyd Stock 4% 1312µL 

0,1M Cacodylatpuffer 1050µL 

 

Nach der Fixation mit Glutaraldehyd, welches die Proteine vernetzt und damit verhärtet, wurden die 

Proben 3 x für 10 min mit Caco-Puffer gewaschen. Die zweite Fixation wurde mit Osmiumtetroxid 

(OsO4) durchgeführt. OsO4 wirkt sowohl fixierend als auch als Färbung, da es Lipide schwarz färbt. Es 

ist in der Elektronenmikroskopie die am häufigsten verwendete Chemikalie für die Zweitfixation. In 

höheren Konzentrationen kann Osmiumtetroxid Schäden an den Zellen verursachen. 

Die Embryonen in dieser Arbeit wurden mit 1% OsO4 Lösung für 1 h bei Raumtemperatur fixiert. 

Anschließend wurde für 10 min mit Cacopuffer gewaschen, dann 10 min mit 50 % EtOH und über Nacht 

in 70 % EtOH belassen. Am nächsten Tag folgte das Auswaschen mit steigender Alkoholkonzentration 

in 90 % und 100 % EtOH für jeweils 10 min. Für die Einbettung wurden Gelantinekapseln mit LR White 

Medium gefüllt und die Herzen darin platziert. Die Aushärtung fand bei 60° C statt in einem Zeitraum 

von 18-48 h. 

 

3.9 DETCT-RNA-SEQ (GESAMT-TRANSKRIPTOM-SHOTGUN-

SEQUENZIERUNG) 

Dieses Verfahren bedient sich der Next-Generation Sequencing (NGS) Methode. NGS ermöglicht es 

seit einigen Jahren, größte Mengen an DNA, wie zum Beispiel komplette Genome, gleichzeitig zu 

sequenzieren und auszuwerten. Die RNA Sequenzierung ist insbesondere deshalb interessant, da sich 

das Transkriptom, also der transkribierte Teil der genomischen DNA, von Zelle zu Zelle unterscheiden 

kann. So besitzen zum Beispiel eine Muskelzelle und eine Hautzelle die gleiche DNA, exprimieren 

jedoch sehr unterschiedliche Teile von dieser, um ihre spezifischen Eigenschaften zu gewinnen. 

Vereinfacht entspricht der Anteil der transkribierten DNA in etwa der mRNA, die sich zum Zeitpunkt 

der Messung in der Zelle befindet. Die Sequenzierung eben dieser mRNA gibt dem Sequenzierenden 

also ein gutes Bild des spezifischen Transkriptoms des untersuchten Zellkollektivs. 

Die RNA-Sequenzierung läuft im Wesentlichen in drei Schritten ab. Als Erstes wird die RNA aus den 

Zellen isoliert und die genomische DNA mittels DNasen abgebaut. Anschließend wird die RNA 

selektiert. Normalerweise macht die ribosomale RNA etwa 90 % der Gesamt-RNA in der Zelle aus. 

Diese wird für den Sequenzierungsprozess jedoch nicht benötigt. Also wird mit Hilfe spezieller 

Techniken die relevante RNA, in unserem Fall die mRNA herausgefiltert. Im dritten Schritt findet nun 

eine Umschreibung der mRNA zu cDNA statt. Diese ist stabiler und wird in den nächsten Schritten 

fragmentiert und anschließend mittels NGS sequenziert. Das Ergebnis ist nach der Auswertung der 
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Daten eine Darstellung des vollständigen Transkriptoms des untersuchten Zellkollektivs zum Zeitpunkt 

der Isolation.  

In dieser Arbeit wurden diese Daten dazu genutzt, die unterschiedliche Expression von bestimmten 

Genen bei wt Fischen und capzβ mutierten Fischen zu vergleichen. Es sollte die Frage untersucht 

werden, ob es Gene gibt, die durch den knockout des capzb-Gens über- oder unterreguliert werden um 

eventuelle neue Interaktionspartner oder Signalwege zu finden, in denen capzb eine wichtige Rolle 

spielt. Dadurch soll die Funktion von capzβ im Herzen weiter aufgeschlüsselt werden. Die Auswertung 

und Verarbeitung der Daten erfolgte wie im Paper von White et al., 2017 beschrieben.  
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4 ERGEBNISSE 

4.1 EXOM- SEQUENZIERUNG 

Bei einem Individuum mit Hypoplastischem Linksherzsyndrom, wurde mittels Exom-Sequenzierung 

eine Mutation in dem bisher nicht mit dem HLHS in Zusammenhang stehendem Gen CAPZB gefunden. 

Der Patient wies eine Aortenklappenstenose und Mitralklappenatresie, sowie einen hypoplastischen 

linken Ventrikel mit Endokardfibroelastose auf. 

Bei der Mutation handelt es sich um eine de novo Mutation in Exon 6 des Gens, an Position 19.356.817 

des Genoms. Bei den gesunden Eltern konnte die Veränderung nicht nachgewiesen werden. Es kommt 

zu einem Austausch von Cytosin durch Guanin (siehe b in Abb. 4.1). Dadurch entsteht hier eine 

Missense- Mutation, im Sinne eines Austauschs der eigentlichen aus dem Triplet entstehenden 

Aminosäure mit einer anderen. In unserem Fall wird statt dem regulären Threonin die Aminosäure Serin 

translatiert.  

 

 

Abbildung 4.1: a: Position des Gens CAPZβ auf dem Chromosom 1, b: Bei unserem Patienten mit HLHS wurde im Exon 6 des 

Gens, an Position 19,356,816 durch eine Punktmutation aus dem Triplet für Threonin (ACC) eines für Serin (AGC). Es handelt 

sich hierbei also um eine Missense- Mutation. 

 

4.2 PHÄNOTYPISIERUNG DER EMBRYONEN 

Die Embryonen wurden an den Zeitpunkten 24 hpf, 72 hpf und 96 hpf vermessen und fotografiert.  

Zum Zeitpunkt 24 hpf konnte man  keinen signifikanten Unterschied zwischen den verschiedenen 

Genotypen feststellen, weder in der Länge der Fische noch was andere Morphologische Gesichtspunkte 

wie Kiefergröße, Form der Wirbelsäule oder Beschaffenheit der Haut angeht. Etwa die Hälfte der 

vermessenen Embryonen waren heterozygot (46,9% von in diesem Experiment insgesamt 96 

genotypisierten Fischen), ein Viertel homozygot (25,5%) und ein Viertel Wildtyp (27,5%), wie es nach 

dem Mendel’schen Gesetz zu vermuten war. 
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Der nächste untersuchte Zeitpunkt war 48hpf. Der Embryo befindet sich zu diesem Zeitpunkt im 

Pharyngula Stadium. Die Körperachse hat sich bei allen Genotypen sichtbar gestreckt und der Kopf 

beginnt sich nach dorsal zu heben. Bei allen Embryos sind die Pectoral-Finnen dabei sich zu entwickeln, 

jedoch noch zu klein, um wirklich Unterstützung beim Schwimmen zu geben, weshalb alle Embryonen 

unabhängig vom Genotyp noch relativ reglos im Wasser liegen. Die Herzen sind unabhängig vom 

Genotyp gut zu erkennen und schlagen regelmäßig. Der Herzschlauch ist noch langgezogen, das Atrium 

liegt deutlich kaudal des Ventrikels. Die Körperlängen unterscheiden sich nicht.  

 

 

Abbildung 4.2:Embryonen 48 hpf. Die Embryonen wurden in Objektträgern mit Vertiefung aufgereiht und in einem Tropfen 

Wasser fotografiert. Zu diesem Zeitpunkt, kurz nachdem sie aus ihrer Eihülle gezogen wurden, war dies noch problemlos 

möglich, da sie noch so gut wie bewegungslos im Wasser trieben. Weder in Körpergröße noch in Morphologie war zu diesem 

Zeitpunkt ein unterschiedlicher Phänotyp zu beobachten. Die Maßstabsleisten repräsentieren 1000 µm 

 

Der nächste gemessene Zeitpunkt, 72 hpf, zeigt deutliche Anzeichen von Wirbelsäulen-Deformitäten 

und weiteren Auffälligkeiten, die fast ausschließlich die homozygoten Embryonen und einige 

heterozygote in unterschiedlichen Ausprägungen betreffen. Als morphologische Auffälligkeiten zeigten 

sich besonders eine Mikrognathie und Abschilferungen der Epidermis (besonders an der Finne, aber 

auch am restlichen Körper).  Zu den deutlich gebogenen Wirbelsäulen kamen bei näherer Betrachtung 

noch vermehrte perikardiale Ödeme (bei etwa 50 % der homozygoten Fische) und Kleinwuchs dazu, 

der jedoch auch durch die gebogene Wirbelsäule bedingt war. Von den homozygoten Fischen waren zu 

diesem Zeitpunkt noch 80% am Leben, von den heterozygoten 90,2 % und von den Wildtypen 96 %. 

Die capzβ-/--Embryonen waren sehr viel langsamer und weniger agil als ihre Geschwister. Bei den 

heterozygoten Fischen konnte diese phänotypischen bei einem kleinen Teil der Larven in 

abgeschwächter Form ebenfalls nachgewiesen werden. Einzelne Larven wiesen ebenso 

Wirbelsäulendeformitäten, jedoch nicht so ausgeprägt wie bei den capzβ-/--Embryonen auf. Perikardiale 

Ödeme waren nur sehr selten nachweisbar. Jedoch zeigte sich bei einigen capzβ+/- -Embryonen eine 

Mikrognathie. Die Mehrheit dieses Genotyps war jedoch phänotypisch gesund und äußerlich nicht von 

den Wildtypen zu unterscheiden.  



 

41 

 

 

Abbildung 4.3: Embryonen 72 hpf. Zu diesem Zeitpunkt beginnt das Herz beim gesunden Fisch, sich zu falten, sodass am Ende 

das Atrium vor dem Ventrikel liegt. Schon hier konnte man bei den mutanten Embryonen Unterschiede in den Phänotypen 

feststellen. Vor allen die capzb-/--Embryonen zeigten häufig Wirbelsäulendeformitäten, Abschilferungen der Epidermis, 

perikardiale Ödeme (gelber Pfeil in c) sowie Schädeldeformitäten wie Mikrognathie (siehe Schädel der Embryonen in c). Die 

heterozygoten Embryonen waren zum großen Teil morphologisch unauffällig, jedoch zeigten einige denselben Phänotyp wie 

die homozygoten in abgeschwächter Form. Die Maßstabsleisten repräsentieren 1000 µm 

 

Zum dritten gemessenen Zeitpunkt, 96 hpf, gab es keine agil schwimmenden homozygoten Embryonen 

mehr. 43,5% Prozent der homozygoten Embryonen waren noch am Leben, sowie 73,6 % der 

heterozygoten und 96 % der Wildtypen. Die erstmals bei 72 hpf beobachteten, bei den homozygoten 

Embryonen ausgeprägten phänotypischen Veränderungen sind nun viel stärker ausgeprägt und die 

wenigsten Fische sind noch in der Lage sich suffizient fortzubewegen. Auffällig sind ausgeprägte 

perikardiale Ödeme und langgestreckte, durchscheinende Perikardien, die teilweise bis an die 

Unterkante des Dottersackes reichen. Zum Vergleich flachen die Perikardien der Wildtyp-Fische immer 

mehr ab und wandern in den immer enger werdenden Zwischenraum zwischen Dottersack und 

Unterkiefer. Auch scheinen die Mutanten keinen vollständigen Unterkiefer auszubilden. Außerdem 

schilfert sich die Epidermis oftmals stark ab und bei starker Vergrößerung sieht man einen reduzierten 

Blutfluss, zu erkennen an sich sehr langsam in den Gefäßen fortbewegenden Erythrozyten. Der 

Dottersack ist im Vergleich zu den Wildtypen noch sehr viel größer, die Augen kleiner. Bei den 

heterozygoten Larven sind, wie schon bei 72 hpf auch hier verschiedene Phänotypen zu beobachten. 

Nur sehr wenige Fische zeigen jedoch einen so gravierenden Phänotyp wie die capzβ-/--Embryonen, was 

die Skelettdeformitäten angeht. Vielmehr sind auch hier kardiale Ödeme sowie die Mikrognathie 

vorherrschend, jedoch nur bei etwa 20% der Fische. 
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Abbildung 4.4: Embryonen 96 hpf. Jeweils 3 Embryonen jedes Genotyps zum Zeitpunkt 96 hpf sind abgebildet. Deutlich zu 

sehen sind die Deformitäten der capzβ-/- Fische. Neben kardialen Ödemen und Mikrognathie (gelber Pfeil in c) zeigten sie 

außerdem häufig stark ausgeprägte Wirbelsäulendeformitäten sowie Epidermisveränderungen. Die heterozygoten Embryonen 

zeigten häufig eine leichte Entwicklungsverzögerung (b), einige zeigten einen ähnlichen oder abgeschwächten Phänotyp wie 

die capzβ-/- Fische, wie Mikrognathie (b). Die Maßstabsleisten repräsentieren 1000 µm 

 

4.3 ÜBERLEBENSZEITANALYSE 

Wenn man sich die Überlebenszeiten der verschiedenen Genotypen anschaut und mit exaktem Fisher’s 

Test vergleicht, besteht schon bei 72 hpf zwischen Wildtypen und capzβ-/- Embryonen ein signifikanter 

Unterschied (p=0,0208). Bei 96 hpf ist das Überleben sogar hoch signifikant, und zwar sowohl zwischen 

Wildtypen und capzβ+/- (p=0,0019), als auch zwischen capzβ+/- und capzβ-/-(p=0,0052). Zwischen 

Wildtyp und capzβ-/- ist es höchst signifikant (p≤0,0001). Diese Berechnungen stützten unsere 

Beobachtungen. Nach 120 hpf waren alle homozygoten Embryonen gestorben. 

 

Abbildung 4.5: Kaplan-Meyer-Kurve des Überlebens der verschiedenen Genotypen. 

N=155. Die Messzeitpunkte, an denen die Überlebenden Fische gezählt wurden, waren 

48 hpf, 72 hpf, 96 hpf und 120 hpf. 
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4.4 PHÄNOTYPISIERUNG DER HERZEN 

Auch die Herzen im Detail unterscheiden sich je nach Genotyp maßgeblich. So sind nicht nur die 

zahlreichen Perikardödeme auffällig (siehe Abb.6), auch scheint bei den homozygoten Embryonen die 

Faltung des Herzens zum Teil vollständig zu entfallen.  

 

 

Dieser Faltungs-Prozess ist bei den Wildtypen gut zu beobachten. Er beginnt etwa bei 72 hpf und 

vollzieht sich bis nach 96 hpf. Die Herzen der gesunden Embryonen falten sich so, dass der Ventrikel 

nach medial rückt und das Atrium sich lateral daran anlagert. So wandelt sich das Herz von einem langen 

Schlauch zu einem S-förmigen Herz um. Zusätzlich vergrößert sich dabei der Ventrikel, während das 

Atrium zunächst etwa gleich groß bleibt. Bei unseren mutierten Embryonen findet dieser Prozess 

unvollständig oder teilweise sogar gar nicht statt. Die Herzen bleiben im Perikard sehr langgestreckt, 

und schienen nur an Länge, nicht aber an Volumen zuzunehmen. Vor allem beim Ventrikel scheint das 

Wachstum auszubleiben. Auch erscheint der Kontraktionsvorgang durch diese morphologischen 

Auffälligkeiten gestört zu sein. Ein Hinweis dafür liefern auch die Erythrozyten in den 

durchscheinenden Gefäßen, die sich bei den capzβ-/- Embryonen häufig nur sehr langsam fortbewegen. 

 

Abbildung 4.6: Homozygoter Embryo 96 hpf. Der Ventrikel ist rot, das Atrium blau eingefärbt. Deutlich zu sehen ist die 

vermehrte Flüssigkeit im Perikard ventral des Herzens. Außerdem ist das Atrium im Verglich zu denen der Wildtypgeschwister 

deutlich verlängert, Ventrikel und Atrium liegen nicht hintereinander, wie man es zum Zeitpunkt 96 hpf erwarten würde (siehe 

Abb. 7). Die Maßstabsleiste repräsentiert 100 µm 
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Abbildung 4.7: Übersicht der Herzentwicklung zu den drei beobachteten Zeitpunkten. Das Atrium ist blau, der Ventrikel rot 

eingefärbt um eine bessere Übersicht zu erhalten. Deutlich zu sehen ist das fehlende Wachstum des Ventrikels sowie die stark 

abgeschwächte Faltung des Herzens bei den capzb-/-Fischen. Die Maßstabsleisten repräsentieren 200 µm Übersicht der 

Herzentwicklung zu den drei beobachteten Zeitpunkten. Das Atrium ist blau, der Ventrikel rot eingefärbt um eine bessere 

Übersicht zu erhalten. Deutlich zu sehen ist das fehlende Wachstum des Ventrikels sowie die stark abgeschwächte Faltung.  
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4.5 HERZFUNKTION 

Insgesamt wurden 107 Larven unterschiedlicher Verpaarungen vermessen (39 davon WT, 44 het, 24 

hom). Nach 48 hpf zeigte sich lediglich eine leicht eingeschränkte Herzfunktion sowohl bei den 

heterozygoten als auch bei den homozygoten capzb Larven, die jedoch nicht statistisch signifikant war. 

Nach 72 Stunden war jedoch eine signifikant reduzierte Pumpleistung der homozygoten capzb Larven 

im Vergleich zu den Wildtyp-Geschwistertieren nachweisbar.  96 hpf ist die Herzfunktion der capzb-/- 

Larven deutlich reduziert und die Larven versterben innerhalb weniger Stunden. 

 

 

Für die gleiche Anzahl von Embryonen wurde die Veränderung der Herzfrequenz gemessen. Hierbei 

gibt es bis zum Zeitpunkt 72 hpf keinen Unterschied zwischen den Genotypen. Bei 96 hpf ist ein 

deutlicher signifikanter Abfall der Herzfrequenz bei den Homozygoten Embryonen zu beobachten, die 

zu diesem Zeitpunkt auch schon deutlich weniger vital waren als ihre Geschwister. 

Abbildung 4.8: Säulendiagramm des gemessenen kardialen Auswurfvolumens. N= 107, 

aufgeteilt in 39 WT, 44 het, 24 hom. Die Error Bars zeigen das 95 % Konfidenzintervall. 

p-Wert Wildtyp 72 hpf vs. capzb-/- 72 hpf= 0,0055, p-Wert Wildtyp 96 hpf vs. capzb-/- 96 

hpf sowie capzb+/- <0,0001 
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4.6 IMMUNHISTOCHEMIE 

 Proliferation 

Für die Messung der Proliferationsrate in den isolierten Zebrafischembryonenherzen wurden insgesamt 

35 Embryonen mit dem konfokalen Mikroskop untersucht. 16 Embryonen wurden zum Zeitpunkt 48 

hpf untersucht, davon waren 6 homozygot, 5 heterozygot und 5 Wildtyp. Zum Zeitpunkt 72 hpf wurden 

9 homozygote, 5 heterozygote und 5 Wildtyp Embryonen untersucht, also insgesamt 19 Embryonen. 

Abbildung 10 zeigt exemplarisch je ein Wildtyp, ein heterozygotes und ein homozygotes Herz zum 

Zeitpunkt 72 hpf. Die DAPI-Färbung färbt die Zellkerne blau und ist somit ein Marker für die 

Gesamtzellzahl, die EDU-Färbung stellt die proliferierenden Zellen rot dar und mit der Myosin Färbung 

sind die Kardiomyozyten grün markiert.   

Abbildung 4.9: Vergleich der Herzfrequenz der Genotypen an den verschiedenen Zeitpunkten. N= 107, aufgeteilt in 39 WT, 

44 het, 24 hom. Die Error Bars zeigen das 95% Konfidenzintervall. Der P-Wert ist < 0,0001. 
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Abbildung 4.10: EdU-Färbung zum Zeitpunkt 72hpf, um die Proliferation der Kardiomyozyten zu dokumentieren. Für die 

Ermittlung der Gesamtzellzahl sind die Zellkerne mit DAPI (blau) gefärbt, die Kardiomyozyten sind mittels Anti-Mysosin-AK 

GFP-gefärbt (grün). Die EdU Färbung markiert nur Zellen, die sich in Mitose befinden, also sich teilende Zellen (rot). Das 

Atrium ist in der Merge-Reihe mit A markiert und liegt in den Bildern links, der Ventrikel liegt rechts und ist mit V 

gekennzeichnet. 

 

Bei 48 hpf bestand das Herz der Embryos im Durchschnitt aus 238 +/- 37 Zellen, beim Wildtyp waren 

es durchschnittlich 235 +/- 49 Zellen, bei den heterozygoten Embryonen 246 +/- 37 Zellen und bei den 

homozygoten waren es durchschnittlich 234 +/- 32 Zellen. Von dieser Gesamtzellzahl waren bei 

Wildtyp 21 +/- 7 Zellen proliferierend, was 8,77% entspricht, bei capz+/- befanden sich durchschnittlich 

insgesamt 22 +/- 7 der Herzzellen in Proliferation (8,75%) und bei den capzβ-/- - Embryonen waren es 

mit 20 +/- 5 Zellen (8,29%) etwas weniger. Über alle Genotypen gemittelt waren also zum Zeitpunkt 48 

hpf 21 +/- 6 Zellen EdU positiv und somit proliferierend, was 8,58% der gesamten Herzzellen entspricht. 

Nach 72 hpf war die Zellzahl auf durchschnittlich 315 +/- 36 Zellen angestiegen, beim Wildtyp waren 

es hier im Schnitt 314 +/- 38, bei den heterozygoten 339 +/- 45 und bei den homozygoten Embryonen 

301 +/- 25 Zellen. An proliferierenden Zellen fanden sich beim Wildtyp 37 +/- 9 Zellen (11,66%), bei 

den capz+/- waren es 32 +/- 12 Zellen (9,42%) und bei capzβ-/- nur 21 +/- 7 Zellen (7,10%).  Es ist zwar 

noch kein signifikanter Unterschied (p= 0,0603), aber schon eine Tendenz zu erkennen, denn bei den 
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homozygoten Embryonen finden sich nicht nur insgesamt weniger Herzzellen, sondern auch weniger 

proliferierende Zellen als im Wildtyp. 

 

 

 

Da Ventrikel und Atrium unterschiedlich viele proliferierende Zellen aufwiesen, folgte eine getrennte 

Auszählung der beiden Herzkammern. Im Atrium befanden sich zum Zeitpunkt 48 hpf beim WT 

durchschnittlich 108 +/- 29 Zellen, von denen 9 +/- 3 (8,66%) EdU positiv waren, im Ventrikel 126 +/- 

28 Zellen, davon 11 +/- 5 (8,76%) EdU positiv.  Bei den capz+/- -Embryonen waren es insgesamt 117 

+/- 21 Zellen im Atrium, davon 10 +/- 5 (8,23%) proliferierend. Im Ventrikel befanden sich 

durchschnittlich 129 +/- 25 Zellen, von diesen waren 12 +/- 6 Zellen (9,00%) proliferierend. Im Atrium 

der homozygoten capzβ-/- -Embryonen befanden sich 99 +/- 16 Zellen, 9 +/- 3 (2,46%) EdU positiv. Im 

Ventrikel dieser Embryonen waren im Schnitt 134 +/- 18 Zellen zu zählen, davon zeigten sich 10 +/- 2 

(1,4%) Zellen EdU positiv. Insgesamt gibt es zum Zeitpunkt 48 hpf keinen signifikanten Unterschied, 

weder im Atrium, noch im Ventrikel. 

Abbildung 4.11: Darstellung des Anteils an proliferierenden Zellen im gesamten Herzen der Embryos zu den untersuchten 

Zeitpunkten 48hpf und 72hpf. N= 35. Auch wenn keine Signifikanz erreicht wurde ist ein deutlicher Unterschied erkennbar, 

vor allem zwischen den Wildtyp-Herzen und den homozygoten Herzen zum Zeitpunkt 72hpf, P=0,0603 
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Dies ändert sich jedoch zum zweiten beobachteten Zeitpunkt. Im Atrium der Wildtypen wurden bei 72 

hpf 137 +/- 17 Zellen gezählt, davon befanden sich 12 +/- 5 Zellen (8,65%) in Proliferation. Im Ventrikel 

dieses Genotyps wurden 72 hpf 177 +/- 21 Zellen gezählt, davon 24 +/- 5 Zellen (13,78%) proliferierend. 

Bei den capz+/- Embryonen befanden sich zum genannten Zeitpunkt 146 +/- 34 Zellen im Atrium, von 

denen 12 +/- 6 Zellen proliferierend waren (7,87%).  Außerdem bestand der Ventrikel dieser 

heterozygoten Embryonen durchschnittlich aus 193 +/- 20 Zellen, 20 +/- 6 Zellen (10,62%) davon EdU 

positiv. Bei den homozygoten Embryonen fanden sich zum Zeitpunkt 72 hpf im Atrium 131 +/- 19 

Zellen, von denen 9 +/- 2 Zellen EdU positiv waren (7,46%). Im Ventrikel der capzβ-/- -Embryonen 

waren durchschnittlich nur 171 +/- 30 Zellen zu zählen, von denen nur 12 +/- 5 Zellen proliferierten 

(6,82%).  Während also zum Zeitpunkt 48hpf nirgendwo ein signifikanter Unterschied in den 

Proliferationsraten feststellbar war, ist nun zum Zeitpunkt 72hpf die Proliferationsrate in den Herzen der 

homozygoten capzβ-/- -Embryonen hoch signifikant vermindert (p=0,0022).   

 

 

 

Abbildung 4.12: Darstellung des Anteils an proliferierenden Zellen im Ventrikel des Herzens der Embryos zu den 

untersuchten Zeitpunkten 48hpf und 72hpf. N=35. P=0,0022 
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 Apoptose 

Mit dem TUNEL-Assay wurde die Apoptoserate ermittelt. Insgesamt wurden für den Assay 42 Herzen 

gefärbt, 20 Herzen zum Zeitpunkt 48 hpf (5 WT, 6 heterozygot, 7 homozygot und 2 Positivkontrollen) 

und 22 Herzen zum Zeitpunkt 72 hpf (3 WT, 9 heterozygot, 8 homozygot und 2 Positivkontrollen).   

Die DAPI-Färbung färbt die Zellkerne blau und ist somit ein Marker für die Gesamtzellzahl, die 

TUNEL-Färbung stellt die Zellen, die sich in Apoptose befinden, rot dar und mit der Myosin Färbung 

sind die Kardiomyozyten grün markiert. Die Gesamtzellzahlen stellen sich hier ähnlich dar wir beim 

EdU-Assay.  

Bei 48 hpf bestand das Herz der Wildtyp-Embryonen im Durchschnitt aus 248 +/- 16 Zellen, von denen 

sich durchschnittlich eine Zelle (+/- 0,6) in Apoptose befand (0,40%). Das Herz der capz+/- Fische 

bestand aus 241 +/- 26 Zellen, von denen sich 1,7 +/- 1,6 Zellen in Apoptose befanden (0,65%). Die 

homozygoten Herzen zählten im Schnitt 250 +/- 13 Zellen, davon befanden sich 2 +/- 1,3 Zellen in 

Apoptose (0,82%). Bei der Positivkontrolle waren insgesamt 240 +/- 23 Zellen zu zählen, hier befanden 

sich erwartungsgemäß mehr Zellen in Apoptose, genauer 48 +/- 18 Zellen, das entspricht 19,23% an der 

Gesamtzellzahl. Zwischen den untersuchten Genotypen war hier kein signifikanter Unterschied 

feststellbar. 

Auch zum späteren Zeitpunkt, 72 hpf, zeigte sich ein ähnliches Bild. Die Herzen der Wildtyp-

Embryonen bestanden durchschnittlich aus 325 +/- 26 Zellen, 3 +/- 1,6 davon im Apoptoseprozess 

(0,9%). Bei den heterozygoten Embryonen waren es im Schnitt 320 +/- 15 Zellen, davon 2,4 +/- 2,3 in 

Apoptose (0,8%). Bei den capz-/- Embryonen wurden durchschnittlich 340 +/- 24 Zellen gezählt, von 

denen sich 2,3 +/- 1,9 Zellen in Apoptose befanden (0,7%). Auch bei diesem Zeitpunkt zeigte sich die 

Positivkontrolle erfolgreich, bei einer Gesamtzellzahl von 306 +/- 12 Zellen und 40 +/- 0,5 Zellen in 

Apoptose (12,9%). Es war also auch zum späteren Zeitpunkt kein Unterschied zwischen den 

verschiedenen Genotypen feststellbar. Die Apoptoserate war insgesamt sehr niedrig und lag 

durchschnittlich unter 1%. 
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Abbildung 4.13: Auswertung des TUNEL-Assays. N= 38. Auf der y-Achse aufgetragen der Anteil der sich in Apoptose 

befindlichen Zellen an der Gesamtzellzahl in Prozent. Es waren keine signifikanten Unterschiede in der Apoptoserate bei den 

verschiedenen Genotypen feststellbar. 
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4.7 ELEKTRONENMIKROSKOPIE 

Um den Stellenwert von CapZβ, welches an die Aktinfilamente an die Z-Scheiben der Sarkomere bindet, 

zu untersuchen, wurden die Sarkomerstrukturen der Embryonen mit Hilfe der 

Transmissionselektronenmikroskopie ausgewertet. Es wurden sowohl die Sarkomere im Skelettmuskel 

als auch die im Herzmuskel untersucht. Wieder wurden die Messungen an den Zeitpunkten 48 hpf und 

72 hpf vorgenommen. 

Beim Vergleich der wt Fische mit capzb -/- fällt schon zum Zeitpunkt 48 hpf auf, dass die einzelnen 

Filamente in den Sarkomeren vor allem im Skelettmuskel weniger gut organisiert wirken. Doch die 

Filamente in den Herzen scheinen bei den homozygoten Embryonen eine deutliche Unordnung 

aufzuweisen. Dort sind außerdem neben den Sarkomeren bei beiden Genotypen deutlich mehr 

Mitochondrien als in den Skelettmuskelzellen zu finden.  

 

Abbildung 4.14: Sarkomerstruktur im Zebrafisch-Embryo, Vergleich Skelettmuskulatur mit Herzmuskulatur, 48 hpf. Die 

Abbildung zeigt ausgewählte elektronenmikroskopische Bilder der wt Kontrolle und der homozygoten capzβ -/- Variante zum 

Zeitpunkt 48hpf. Schon zu diesem frühen Zeitpunkt scheint die Sarkomerstruktur in der wt Kontrolle deutlich geordneter und 

gebündelter (a und c). Vor allem im Skelettmuskel kann man sämtliche Strukturen inklusive der Z-Scheiben gut erkennen (Pfeil 

in a und b). Im Gegensatz zu den dicht gepackten Myofibrillen des Wildtyp-Skelettmuskels liegen die Aktin/Myosin-Filamente 

bei den capzβ-/- Herzen ungeordnet und weniger dicht vor (b). Die Sarkomerstruktur in den Herzen ist im Vergleich zur 

Skelettmuskulatur bei beiden Genotypen noch schwach ausgebildet und wirkt ungeordneter, jedoch ist auch hier noch ein 

Unterschied zwischen Wildtyp und Mutante zu erkennen (Pfeile in c und d). Die Maßstabsleiste zeigt 500nm an. 
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Bei 72 hpf zeigte sich in den wt Herzen eine deutlich geordnete Struktur der Sarkomere, nicht nur in 

den Skelettmuskelzellen, sondern nun auch in den Herzmuskelzellen. Die Z-Scheiben sind deutlich zu 

erkennen, die Aktin-Myosin-Filamente, die die Myofibrillen bilden, binden an diese und bilden relativ 

dicke Bündel von 1-2 µm Durchmesser. Im Gegensatz hierzu zeigten die knockout capzb -/- Fische, in 

denen das Protein capzβ nicht exprimiert wird, Kardiomyozyten mit kurzen und dysorganisierten 

Aktinfilamenten. Die Z-Schieben sind nicht klar zu erkennen und scheinen nicht suffizient ausgebildet 

zu sein, die Aktinfilamente können dadurch nicht mit den Myosinfilamenten die typische 

Sarkomerstruktur bilden. Es scheint jedoch so, als würden sich auch ohne die Z-Scheiben Myofibrillen-

ähnliche Strukturen in Bündeln zusammenlagern. Diese wirken jedoch aufgelockert und ungeordnet.  

 

Abbildung 4.15: Sarkomerstruktur der Zebrafischherzen 72 hpf. Die Abbildung zeigt ausgewählte elektronenmikroskopische 

Bilder der wt Kontrolle und der Homozygoten capzβ -/- Variante zum Zeitpunkt 72 hpf. Die Z-Scheiben sind bei der wt Kontrolle 

sehr deutlich zu erkennen und gut abzugrenzen (a und Pfeil in c). In den capzβ -/- homozygoten Herzen kann man keine Z-

Scheiben abgrenzen (d). Die einzelnen Myofibrillen liegen zwar in grob in Bündeln, jedoch deutlich ungeordneter als bei der 

Wildtyp-Kontrolle (Pfeil in d). Die Maßstabsleisten repräsentieren 500 nm.  
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4.8 DETCT-RNA-SEQ 

Bei der RNA-Sequenzierung sind einige Gene gefunden worden, die bei den homozygoten Embryonen 

hinsichtlich ihrer Expression verändert waren. Aus dem kompletten Datensatz waren 27 Gene 

nachweisbar, die sich bei den capzβ-/- Larven deutlich und statistisch hoch signifikant dysreguliert 

zeigten. Von diesen 27 Genen wurden die Expressionslevel der Gene Fibronectin 1b (fn1b), Supressor 

of cytokine signaling 3b (socs3b), Fos-like-antigen 2 (fosl2), Matrix-Metalloprotease 9 (mmp9) und 

Actin alpha cardiac muscle 1a (actc1a) als Beispiele in der Abbildung 5.16 dargestellt, da die 

Überexpression hier in der Grafik sehr deutlich zu sehen ist. Die Wildtypen und die heterozygoten 

Fische zeigten jeweils sehr ähnliche Expressionslevel, bei den homozygoten Tieren waren die 

Expressionslevel zwischen 20 und 300-fach erhöht. 23 weitere Gene sind in der Tabelle 1 im Anhang 

dargestellt. 
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fosl2 mmp9 

Abbildung 4.16:Expression der Gene fn1b, socs3b, fosl2 und mmp9 in Mutanten capzβ-/- Fischen verglichen mit wt Fischen 

(einerseits gepoolten wt Fischen und andererseits einzelnen Fischen) und den heterozygoten Geschwistern capzβ+/-

(sib_capzb1_hi1858bTg_48 hpf) zum Zeitpunkt 48 hpf. Bei den wt Fischen ist kein Unterschied im Expressionslevel zu sehen, ebenso 

wenig wie zwischen Wildtyp und capzβ+/-. Bei den hier ausgewählten Genen ist jedoch ein deutlicher Unterschied in der Expression 

zwischen wt und capzβ-/- zu erkennen. 
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5 DISKUSSION 

5.1 IDENTIFIKATION EINES PATIENTEN MIT HLHS UND EINER DE-NOVO-

MUTATION IN CAPZΒ 

Bei der Mutation in unserem Patienten mit HLHS, Aortenklappenstenose und Mitralklappenatresie 

handelt es sich um eine sogenannte de-novo-missense Mutation. Das bedeutet, dass die Eltern dieses 

Patienten keine Mutation aufweisen, die Mutation ist bei dem Patienten neu entstanden (de-novo). Das 

ist ein erstes Anzeichen dafür, dass die Mutation bzw. das Gen, das durch die Mutation betroffen ist, 

relevant für den Herzfehler ist. Um die Relevanz jedoch besser abschätzen zu können, wurde das 

betroffene Gen im Tiermodell untersucht. 

Eine missense-Mutation bedeutet, dass durch den Austausch einer Base im resultierenden 

Translationsprozess eine andere Aminosäure translatiert wird. In dem hier betroffenen Gen CAPZB 

bedeutet dies, dass statt Threonin die Base Serin in das Protein eingebaut wird. Was für Auswirkungen 

ein solcher Austausch auf ein Protein hat, ist völlig unterschiedlich. Zum einen kann es zu einem 

kompletten oder inkompletten Funktionsverlust des Gens kommen (loss of function), zum anderen kann 

es durch die Mutation zum Zugewinn von Funktionen kommen (gain of function) (Alberts et al., 2002). 

Dabei kann das Gen durch die Mutation sowohl überaktiviert werden (hypermorph) als auch gänzlich 

neue Funktionen hinzugewinnen (neomorph). Eine weitere Unterart der gain-of-function mutation ist 

die dominant negative Mutation. Bei dieser Mutation werden auch im heterozygoten Zustand bestimmte 

Zellfunktionen inaktiviert, da defekte RNA bzw. Proteine gebildet werden, welche die Funktion des 

normalen Genprodukts blockieren, z. B., indem das defekte Protein mit dem Wildtyp-Protein nicht-

funktionierende Dimere bildet. 

Wir vermuten in unserem Patienten eine Loss-of-function Mutation, mit einem dominant negativen 

Effekt. Auch da in dem Zeitraum, in dem diese Arbeit entstand, noch 3 weitere Patienten mit 

angeborenen Herzfehlern identifiziert wurden, die ebenfalls verschiedene missense Mutationen im Gen 

für CAPZβ aufwiesen, wird der Verdacht gestärkt, dass missense Mutationen in CAPZβ zu einer 

haploinsuffizienten loss-of-function im Protein führen könnten. Um den Verdacht zu bestärken eignet 

sich ein knockout Modell, denn auch dort ist das Protein funktionslos. Um schließlich die in unserem 

Patienten gefundene humane Mutation genauer zu untersuchen, würde sich anschließend ein transgener 

Ansatz anbieten. 

CapZβ ist ein Heterodimer und bindet zusammen mit seiner Untereinheit CapZα an das barbed Ende 

des Aktins. Das Heterodimer steuert einen wesentlichen Teil im Auf- und Abbau des Aktins in der Zelle 

bei. Als Pathomechanismus bei diesen missense Mutationen wäre es möglich, dass die Insertion einer 

falschen Aminosäure den Faltungsprozess des Proteins so beeinflusst, dass dieses nicht mehr an seine 

CapZα-Untereineinheit binden kann. Ein weiterer möglicher Mechanismus wäre, dass das falsch 
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gefaltete Protein zwar bindet, der entstehende Komplex jedoch funktionslos ist. Auch dies würde die 

These einer dominant negativen Mutation unterstützen. 

Alle gefundenen Patienten hatten als Phänotyp einen mehr oder weniger stark ausgeprägten Herzfehler, 

was wiederum den Verdacht bestärkt, dass dieser Phänotyp durch die die Mutation in CAPZB ausgelöst 

wird. Auch die von gnomAD v. 2.1.1. publizierte Mutationsrate für CAPZB ist niedrig.  Das spricht 

dafür, dass Mutationen in diesem Gen vom Organismus nicht gut verkraftet werden.  

Um die These zu stärken, dass die dominant-negative missense Muation im Gen für CAPZB für den 

beobachteten Herzfehler ursächlich ist, wurde im Folgenden mit Hilfe der knock-out-Zebrafische der 

Phänotyp bei loss-of function capzβ-/- Embryonen näher untersucht, um so die Rolle von capzβ in der 

frühen Herzentwicklung näher definieren zu können. 

 

5.2 PHYSIOLOGISCHE UND MORPHOLOGISCHE VERÄNDERUNGEN NACH 

PROTEINVERLUST VON CAPZB IM ZEBRAFISCHMODELL 

 

 Phänotyp 

Um die Auswirkungen der Mutationen bei CAPZB besser verstehen zu können, wurden diese mit Hilfe 

des Zebrafischmodells näher untersucht.  Da wir von einem Funktionsverlust bzw. einer dominant 

negativen Mutation von CAPZB beim Menschen ausgehen, haben wir ein Knockout-Modell generiert.  

Dafür wurde die schon generierte transgene Zebrafischlinie capzβHi1858 genutzt. Mithilfe einer 

retroviralen Insertion wurde bei diesen Tieren das Gen capzβ ausgeschaltet. Dafür wurde ein Virus 

benutzt, der eine 272 bp lange Sequenz in das zweite Intron des Gens eingebaut hat. Dies führt bei den 

homozygoten Embryonen zu einer etwa 95% Reduktion der capzβ mRNA, was darauf schließen lässt, 

dass der observierte Phänotyp durch einen Verlust des Proteins ausgelöst wird. Schon existierende 

Studien beschreiben verschiedene Auswirkungen eines Funktionsverlustes bei capzβ-/- (Mukherjee et 

al., 2016).  

Die Genotypisierung unserer Embryonen ergab eine typische Mendel’sche Verteilung der Genotypen. 

Die lässt darauf schließen, dass die Funktion der Spermien und die der Eier der Weibchen nicht von der 

Mutation beeinträchtigt sind.  

Bis zum Zeitpunkt 48 hpf waren die verschiedenen Genotypen rein vom Phänotyp kaum zu 

unterscheiden. Erst 72 hpf zeigte sich, vor allem bei den capzβ-/- Embryonen ein gut reproduzierbarer 

Phänotyp. Am auffälligsten waren bei den observierten capzβ-/- Embryonen die Deformitäten an der 

Wirbelsäule. Je älter die Embryonen waren, desto mehr krümmte sich die Wirbelsäule. Zusätzlich 

wuchsen die capzβ-/- Embryonen deutlich langsamer als die Wildtyp oder heterozygoten Geschwister. 

Eine weitere Auffälligkeit, die bei allen capzβ-/- Embryonen zu finden war, war die ausgeprägte 

Mikrognathie. Der Unterkiefer war bei diesen Embryonen nicht oder nur stark unzureichend ausgebildet. 
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Um den kraniofazialen Knorpel für den Unterkiefer zu bilden, muss eine Migration der 

Neuralleistenzellen stattfinden. Eine Untergruppe der Neuralleistenzellen, die kranialen 

Neuralleistenzellen (cranial neural crest cells, CNCC) migrieren und proliferieren zu den Zellen des 

embryonalen kraniofazialen Knorpels, der später den Unterkiefer bildet. Diese Prozesse fordern 

massives Remodeling des Zytoskeletts mithilfe von Aktinfilamenten. Durch den Funktionsverlust von 

capzβ als capping Protein des Aktins können diese Prozesse nicht mehr stattfinden, was in einer 

Mikrognathie resultiert (Dougherty et al., 2012; Mukherjee et al., 2016). 

 Neben Wirbelsäulendeformitäten und den teilweise kompletten Verlusten der Unterkiefer wiesen die 

capzβ-/- Embryonen Schäden an der Epidermis auf. Die Epidermis wirkte aufgelockert und schilferte 

vor allem im Schwanzflossenbereich schnell ab. Dies war auch bei einigen heterozygoten Geschwistern 

in weniger starker Ausprägung zu beobachten. Die Abschilferungen der Epidermis, hervorgerufen durch 

zu kleine und runde Epidermiszellen, sind in der Arbeit von Mukherjee et al., 2016 genauer beschreiben 

worden und konnten gut reproduziert werden. 

Die capzβ-/-Embronen zeigten außerdem einen deutlichen kardialen Phänotyp. Neben gehäuften 

perikardialen Ödemen zeigte sich die Faltung des Herzens sichtlich beeinträchtigt. Diese beginnt 

normalerweise etwa 36 hpf und war bei den wt Kontrollen wie in der Literatur beschrieben zwischen 72 

hpf und 96 hpf abgeschlossen (D. Stainier, Lee, & Fishman, 1993; D. Y. R. Stainier & Fishman, 1992). 

Bei den wt Kontrollen sowie bei den heterozygoten Embryonen war dieser Prozess gut 

nachzuvollziehen, während er bei den homozygoten Tieren vollständig oder fast vollständig ausblieb. 

Das Herz ähnelte bei diesen Fischen auch 96 hpf noch einem langen Schlauch. Die Pumpfunktion war 

dadurch stark beeinträchtigt. Trotz einer sichtbaren Kontraktion des Schlauches konnte kein 

ausreichender Kreislauf erhalten werden. 

Die capzβ-/-Embryonen überlebten außerdem nur etwa 100 h, unter anderem da sie keinen suffizienten 

Kreislauf ausbildeten. Dies war bei stärkerer Vergrößerung gut an der langsamen Fließgeschwindigkeit 

der Erythrozyten in den Gefäßen zu sehen.  

Da capzβ in allen Muskeln und ebenfalls allen anderen Zellen, in denen Aktin umgesetzt wird, 

vorkommt, ist dieser starke Phänotyp bei den homozygoten Tieren zu erwarten gewesen.  

Auch die heterozygoten Fische zeigten einen leichten Phänotyp, jedoch weniger stark ausgeprägt.  

Interessant war dabei, dass das Vorhandensein eines gesunden Allels bei den heterozygoten Fischen den 

Mangel durch das mutierte Allel offensichtlich nicht komplett kompensieren konnte. Trotzdem 

unterschied sich das Überleben der heterozygoten Embryonen nicht signifikant von dem der wt-

Kontrolle, und auch die starken Skelettdeformitäten hielten sich bei den capzβ+/- Fischen in Grenzen. 

Auch die Fertilität wurde nicht maßgeblich beeinflusst. Dies spricht für eine teilweise funktionierende 

Kompensation des mutierten Allels. 
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 Kardialer Phänotyp und Auswurfvolumen bei capz loss of function 

Embryonen 

Außer der Faltung des Herzens zeigte sich auch die Kontraktionskraft und dadurch die Pumpfunktion 

der Herzen in den capzβ-/- Embryonen beeinträchtigt. Die Bildung der Kammern beginnt bei den wt 

Embryonen etwa 30hpf, die Faltung des Herzens 36 hpf und die Bildung der Klappen 48 hpf. Da sich 

die signifikante Reduktion des kardialen Auswurfvolumens und auch der sichtbare Phänotyp am Herzen 

bereits bei 48 hpf andeutet und 72 hpf deutlich zeigt, kann vermutet werden, dass die oben genannten 

Prozesse durch die loss of function des Proteins capzβ beeinträchtigt sind (D’Costa & Shepherd, 2009; 

D. Stainier et al., 1993).  

Die Prozesse der Auftrennung der Vorläuferzellen der verschiedenen Herzfelder (12 hpf) und die 

Bildung des Herzschlauchs (24 hpf) scheinen durch den Funktionsverlust insofern nicht beeinträchtigt 

zu sein, dass es an diesen Zeitpunkten noch zu keinen Einschränkungen der Pumpfunktion und auch zu 

keinem phänotypischen Unterschied bei den verschiedenen Genotypen kommt. Andererseits sind diese 

Zeitpunkte auch nur ungenügend untersucht worden, weshalb keine genaue Aussage über diese 

Migrationsprozesse getroffen werden kann. Über die Veränderungen auf molekularer Ebene kann 

ebenfalls keine Aussage getroffen werden.  

 Proliferation  

Um weiter zu untersuchen, inwieweit Prozesse der Herzentwicklung durch das Fehlen des Proteins 

capzβ gestört sind, und welche Prozesse genau beeinflusst sind, haben wir die Proliferation der 

Herzmuskelzellen in den verschiedenen Genotypen genauer betrachtet. Dabei ist auch hier ein 

signifikanter Unterschied zwischen wt Herzen und capzβ-/- Herzen 72 hpf aufgefallen, der sich ebenfalls 

schon 48 hpf andeutete. Die Zellen im Ventrikel scheinen im Allgemeinen in dieser Zeit schneller zu 

proliferieren als die im Atrium. Dies könnte dadurch begründet sein, dass beide Kammern anfangs noch 

relativ gleich groß sind, der Ventrikel aber schneller wächst und vor allem eine dickere Wand bekommt, 

um das Blut mit mehr Kraft auszuwerfen. In unserem Versuch können Zellen, in denen capzβ fehlt, 

nicht mit dieser schnellen Proliferationsrate mithalten. So gibt es in den Atrien, bei allgemein geringer 

Proliferationsrate keinen Unterschied in der Anzahl der proliferierenden Zellen bei den verschiedenen 

Genotypen, im Ventrikel jedoch schon (P=0,0022). Auch könnte diese Einschränkung einen Beitrag 

dazu leisten, dass die Faltung des Herzens nicht stattfinden kann. In dem entscheidenden Zeitraum 

zwischen 48 hpf und 72 hpf, in dem sich die wt Herzen von der Schlauchform in die endgültige Herzform 

falten, finden offensichtlich viele Umbauprozesse im Herzen statt. Um das Looping des Herzens zu 

ermöglichen, ist es deshalb wahrscheinlich, dass das Herz auf die schnelle Proliferation angewiesen ist 

(D. Stainier et al., 1993).  

Auch im Menschen ist die Faltung des Herzschlauchs ein essenzieller Schritt in der Herzentwicklung. 

Sollte auch bei Menschen mit einer Mutation im Gen für CAPZβ und einer dadurch resultierende 
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Funktionsverlust des Proteins die Proliferation der Herzzellen in Phase der Herzfaltung gestört sein, ist 

es denkbar, dass dadurch der Phänotyp des hypoplastischen linken Herzens begünstigt wird.  

 

 Apoptose 

In der frühen Phase der Herzentwicklung finden viele Umbauprozesse statt. Um diese Prozesse zu 

ermöglichen, ist der Umsatz der Zellen gesteigert. Wir haben gezeigt, dass die Proliferation der Zellen 

in den capzβ-/- Herzen in der Phase der Herzfaltung gestört ist. Die Apoptoserate ist jedoch zu allen 

untersuchten Zeitpunkten unbeeinträchtigt. Capzβ scheint also beim Prozess des Zelltodes keine 

wichtige Rolle zu spielen, sonst wäre die Anzahl der Zellen in Apoptose bei den capzβ-/- Herzen 

verringert. Außerdem scheint es, als wäre das Fehlen des Proteins allein kein Grund für einen verfrühten 

Zelltod, denn dann wäre eine erhöhte Apoptoserate in den capzβ-/- Herzen zu erwarten gewesen.  

Anders als bei der Proliferation, in der Aktin zum Beispiel bei der Ausbildung des Spindelfaserapparates 

oder auch bei der Synthese der Zytoskelette oder Myofibrillen neuer Zellen eine wichtige Rolle spielt, 

wird beim Prozess der Apoptose kein Aktinaufbau benötigt (Gupta, 2001). Dies könnte einer der Gründe 

dafür sein, dass es in unserem Versuch keine Auswirkung der loss-of-function Mutation auf die 

Apoptoserate gibt.  

5.3 SARKOMERSTRUKTUR  

Capzβ spielt eine wichtige Rolle in Muskelzellen und deren funktionellen Einheiten, den Sarkomeren. 

Es sorgt dort mit Hilfe seiner Untereinheit capzα dafür, dass die Aktinfilamente mit der Z-Scheibe 

verbunden sind und bringt so Struktur in die Myofibrillen. Durch diese Ordnung wird die Richtung der 

Kontraktion in den Zellen gesteuert und die Kontraktion kann effektiv ablaufen. Außerdem sind die 

CAP Proteine des Aktins essenzieller Bestandteil um Vorgänge wie die Formation, Stabilität, 

Aufrechterhaltung und Dynamik der Filamente zu regulieren. 

In den Bildern, die mit dem Transmissionselektronenmikroskop gemacht wurden, ist eine deutliche 

Unordnung in den Fibrillen der Herzen der capzβ-/- Embryonen zu erkennen. 

Bei 48 hpf gibt im Vergleich zu 72 hpf noch sehr viel weniger Fibrillen in den Zellen. Trotzdem kann 

man schon zu diesem Zeitpunkt Z-Scheiben in den wt Herzen erkennen und damit auch eine gewissen 

Ordnung. Die Aktinfilamente lagern sich schon hier deutlich zusammen. 

Bei den capzβ-/- Herzen waren selbst zu dem späteren Zeitpunkt 72 hpf kaum bis keine Z-Scheiben zu 

erkennen. Die Dichte der Aktinfilamente war in diesen Herzen stark herabgesetzt und die Ausrichtung 

der Filamente folgte keiner Ordnung. Es ist sehr gut vorstellbar, dass die Kontraktionskraft allein 

dadurch stark behindert wird. Dadurch wäre auch das reduzierte kardiale Auswurfvolumen zu erklären. 

Übertragen auf weitere Prozesse, in denen Aktin benötigt wird, ist es möglich, dass auch der Aufbau 

des Zytoskeletts und die Integrität der Zell-/Zell-Kontakte durch das Fehlen des capping Proteins 

beeinträchtigt sind. Beides konnte auf den Bildern des Transmissionselektronenmikroskops nicht 
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ausreichend bewertet werden. Es ist sinnvoll, mögliche Einflüsse der Mutation vor allem auf die 

Zell/Zell Kontakte, weiter zu untersuchen. Sind diese, wie vermutet, nicht hinreichend ausgebildet, 

kommt es zu erschwerter Kommunikation unter den Zellen. Durch die Blockierung von Signalwegen 

wie Notch, BMP und Wnt, die einen großen Beitrag zur Zelldifferenzierung im embryonalen Herzen 

beitragen, könnte die Migration der Zellen erschwert sein. Dies wäre ein weiterer Ansatz, die 

Pathogenese des hypoplastischen linken Herzens zu erklären, denn ohne hinreichende Migration können 

essenzielle Prozesse der Kardiogenese, wie zum Beispiel das Looping und die Elongation des Herzens 

nicht stattfinden. Es wäre möglich, dass auch die Bildung der Kammern (und in diesem Zuge auch die 

fehlende Bildung der linken Kammer beim Hypoplastischen Linksherzsyndrom) ein Prozess ist, der 

ohne die Migration der Zellen bei Funktionsverlust des Capping Proteins nicht stattfinden kann. 

Um die Auswirkung der Mutation auf das Zytoskelett zu bewerten wäre es nun im nächsten Schritt 

sinnvoll, eine immunhistochemische Färbungen auf F-Aktin zu machen. Dadurch könnte die Länge der 

Aktinfilamente im Zytoskelett bestimmt werden. So könnte eine Aussage darüber getroffen werden, ob 

das Fehlen von capzβ den Aufbau des Zytoskeletts wesentlich beeinträchtigt.  

Ein weiterer Schritt sollte es auch sein, Proteine der Zell-Kontakte wie β-Catenin immunhistochemisch 

einzufärben. Eine Co-Färbung mit capzβ könnte Aufschluss darüber ergeben, ob capzβ in Gebieten der 

Zell-Kontakte vorhanden ist und inwiefern sich die Expression von β-Catenin mit einem Knockout des 

capzβ Proteins verändert. Außerdem könnte so die Größe der Kardiomyozyten verglichen werden, denn 

β-Catenin ist vor allem in der Zell-Membran vorhanden, die durch eine Färbung auf β-Catenin folglich 

angefärbt werden würde. 

Mit Hilfe des sogenannten Voltage Mappings könnte man die Fähigkeit der Zellen untersuchen, 

elektrische Signale weiterzuleiten. Diese Fähigkeit ist bei den Herzmuskelzellen essenziell, denn die 

Reizweiterleitung im gesamten Herzen funktioniert über elektrische Signale. Es wäre wichtig 

herauszufinden, ob diese Weiterleitung, die über Zell-Zell-Verbindungen funktioniert, durch den 

Mangel an capzβ beeinträchtigt ist. 

 

5.4 RNA-SEQ, IDENTIFIKATION MÖGLICHER SIGNALWEGE  

Um die Rolle von CAPZB besser verstehen zu können, haben wir uns die Genexpression verschiedener 

Gene nach Knockout angeschaut, um mögliche Signalwege identifizieren zu können.  Bei einer loss-of-

function Mutation eines Gens werden häufig andere Gene verstärkt exprimiert, um den Verlust des 

mutierten Gens zu kompensieren. Über die Überexpression dieser Gene kann man neue 

Interaktionspartner, Signalwege und Prozesse in der Zelle finden, in denen das untersuchte Gen eine 

Rolle spielt.  

Bei der RNA-Sequenzierung sind verschiedene Gene aufgefallen, die bei den homozygoten capzβ-/- 

Embryonen überexprimiert wurden. Mit am stärksten überexprimiert sind die Gene Fibronectin 1b 
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(fn1b), Supressor of cytokine signaling 3b (socs3b), Fos-like-antigen 2 (fosl2), Matrix-Metalloprotease 

9 (mmp9) und Actin Alpha 1a (acta1a).  All diese Gene sind auch beim Menschen ortholog vorhanden 

und spielen wichtige Rollen in Prozessen der Zellmigration und Differenzierung.  

Fibronektin ist ein wichtiges Protein bei der Adhäsion von Zellen und spielt eine Rolle bei der 

Zellmigration. Außerdem ist Fibronektin gerade in der frühen Herzentwicklung für die Organisation und 

Migration der Herzvorläuferzellen essenziell, um den Herzschlauch zu bilden (Harvey, 2002; Linask & 

Lash, 1988). Die kompensatorische Hochregulierung dieses Proteins wie im Fall der capβ-/- Embryonen 

spricht dafür, dass capzβ bei beiden Prozessen eine Rolle spielt, sodass bei einem Ausfall des Proteins 

andere wie Fibronektin verstärkt involviert werden, um die Zelle zu retten. 

Socs3b ist ein Protein, welches in der Regulation von Zytokinen bei verschiedenen Signalwegen in der 

Zelle eine Rolle spielt. Es scheint eine wichtige Rolle in der JAK-STAT Kaskade zu spielen, die 

essenziell in der Regulation der Zellentwicklung und Wachstumskontrolle ist. Bei Kindern mit 

hypoxischen Herzfehlern wurde eine kompensatorische Erhöhung der endogenen kardialen SOCS3 

Konzentration gefunden, die auch im in vitro bei Zellen unter hypoxischen Bedingungen nachgewiesen 

werden konnte (Gu, Kong, Yu, Bai, & Xiao, 2011). Außerdem scheint es einen Zusammenhang 

zwischen verminderter Herzleistung und verminderter SOCS3 Konzentration zu geben (Yajima et al., 

2011). Diese Ergebnisse passen zu der von uns festgestellten, wahrscheinlich kompensatorischen 

Erhöhung der mRNA-Konzentration bei den capzβ knockout Embryonen.  

Fosl2 ist ein Protein der Fos Gen-Familie. Diese Gene kodieren für Leucin-Zipper Proteine, die mit 

Proteinen der JUN Familie dimerisieren und so den Transkriptionsfaktor AP-1 bilden. Damit sind die 

Gene der Fos Familie wichtige Regulatoren der Zellproliferation, Differenzierung und Transformation. 

Im Herzen ist das Gen für die Differenzierung der Zellen des SHF zu Kardiomyozyten essenziell, bei 

einem Knockout des Gens reichern sich die Progenitorzellen des SHF an (Jahangiri et al., 2016). Die 

Überexpression bei den capzβ knockout Embryonen könnte bedeuten, dass dieses Gen ebenfalls an der 

Differenzierung der Zellen beteiligt ist, sodass beim Ausfall eine kompensatorische Überexpression von 

Fosl2 resultiert. 

Die Proteine der Matrix-Metalloprotease-Familie wie mmp9 sind in Prozesse wie dem Abbau der 

Extrazellulärmatrix als physiologischer Prozess in der Embryonalentwicklung und Zell-Remodeling 

involviert. Die Metalloproteasen mmp2 und mmp9 sind dabei typischerweise im Herzgewebe zu finden 

(Spinale, 2007). Wie schon socs3, ist auch mmp9 vermehrt in Herzen zu finden, die unter fetaler 

Hypoxie litten (Evans, Liu, Pinkas, & Thompson, 2012). Da durch die verminderte Herzfunktion auch 

bei den capzβ-/- Embryonen eine Sauerstoffunterversorgung im Herzen stattfindet, könnte dies der 

Grund für die Überexpression des Gens sein. Alternativ kann es sich jedoch auch um einen sekundären 

Prozess handeln. Durch die nicht funktionierende extrazelluläre Matrix könnte es zu Abbauprozessen 

kommen, an denen Metalloproteasen eine maßgebliche Rolle spielen (Rodríguez, Morrison, & Overall, 

2010). 
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Das Protein Actc1a (actin alpha cardiac muscle) hat ATP Bindungsaktivität und ist in den 

Herzmuskelzellen des Zebrafisches zu finden. In der Zelle befindet es sich vor allem im Zytoskelett und 

im Zytoplasma. Bei einer loss-of function Mutation des Gens kommt es in embryonalen Herzen zu einer 

erhöhten Apoptoserate und verschiedenen Herzfehlern, vor allem ASD’s (Jiang, Qiu, Li-Ling, Xin, & 

Sun, 2010; Matsson et al., 2008). Die übersteigerte Expression könnte ein Versuch sein, den Verlust von 

capzβ zu kompensieren oder aber Folge der fehlenden Regulation des Aktinabbaus durch capzβ. 

All diese Proteine könnten und sollten in weiteren Versuchsreihen weiter untersucht werden, um die 

Rolle von capzβ in der Herzentwicklung näher eingrenzen zu können. Außerdem sollte experimentell 

validiert werden, dass die Überexpression der gefundenen Proteine wirklich eine direkte Folge des capzβ 

knockouts und nicht die beispielsweise die Folge der Überexpression eines anderen Proteins (welches 

als direkte Folge des knockouts überexprimiert wird). So könnte zum Beispiel als nächster Schritt eine 

immunhistochemische Färbung mit Act1c stattfinden, um die in der RNA-Sequenzierung gefundene 

Überexpression zu bestätigen und weiter zu untersuchen. Sollten sich die Ergebnisse der RNA-Seq 

bestätigen, wäre dies ein weiterer Hinweis darauf, dass der capzb-knockout zu einem Migrationsdefekt 

in den betroffenen Zellen führt.  

Zusätzlich wäre es sinnvoll in der Zukunft mittels Co-Immunopräzipitätion und Western Blot neue 

potenzielle Bindungspartner des Proteins capzβ aus den hier gefundenen Genen herauszufinden.  

 

5.5 AUSBLICK 

Um den Pathomechanismus vollständig erklären zu können, müssen noch weitere Untersuchungen 

durchgeführt werden. Zunächst sollen die neu gefundenen humanen Varianten im Zebrafischmodell 

näher untersucht werden. Da wir von einem dominant- negativen Effekt ausgehen, sollen die humanen 

Varianten im Zebrafischmodell mittels Gateway-Technologie überexprimiert werden. Diese Technik 

wurde schon in den späten 1990er Jahren von der Firma Invitrogen entwickelt. Sie bedient sich der 

Fähigkeit von Bakteriophagen, ihre eigene DNA in Bakterien einzubringen und nach der Replikation 

wieder auszuschleusen, ohne den offenen Leserahmen zu verändern. Dazu bedienen sich die Phagen 

spezieller DNA-Abschnitte, der sogenannten Landing Sites. Nach der initialen Insertion der zu 

exprimierenden DNA in ein Plasmid mit sogenannten „Gateway att. Sides“, genannt att L 1 und att L 2 

(das Plasmid wird nun auch „Gateway Entry Clone“ genannt), kann dieses dazu genutzt werden, die 

relevante DNA in das Genom spezieller „Landing-Side-Zebrafische“ einzuschleusen. Diese besitzen in 

ihrem Genom ebenfalls Gateway att. Sides, hier genannt att R1 und att R 2. Mithilfe eines speziellen 

Enzym-Mixes kann nun die DNA des „Gateway Entry Clones“ mithilfe der Gateway att. Sides 

vergleichsweise einfach und ohne Verschiebung des Leserasters in das Genom der befruchteten 

Zebrafisch-Eier eingebracht werden (Katzen, 2007; Mosimann et al., 2013) 
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In unserem Falle produziert der Fisch dann zwar noch eigenes capzβ, es findet aber eine Überexpression 

des insertierten humanen CAPZβ statt, welches die Mutation des von uns identifizierten Patienten trägt. 

Bei dem erwarteten dominant negativen Effekt des mutierten CAPZβ würde der gleiche Phänotyp wie 

bei einem knockout entstehen. Als Kontrolle sollte auch das Wildtyp Gen des CAPZβ in die Fische 

eingebracht werden. Aus zeitlichen Gründen wurde dieser Versuch in meiner Arbeit nicht mehr 

gemacht.  

Da wir einen durch die Mutation ausgelösten Migrationsdefekt der Zellen vermuten, könnte außerdem 

ein Migrationsassay an Zellen durchgeführt werden. Die einfachste Möglichkeit hier ist der sogenannte 

Wundschluss-Assay. Dabei wird einer Zellkultur mit geschlossenem einzelligem Zellrasen eine 

„Wunde“ zugefügt, indem ein Kratzer in diesen Zellrasen eingebracht wird. Nun wird die 

Geschwindigkeit und Effizienz des „Wundschlusses“ mittels Mikroskop und Zeitraffer-Aufnahmen 

gemessen (Justus, Leffler, Ruiz-Echevarria, & Yang, 2014). Bei Vergleich von Wildtyp-Zellen und 

Zellen, die das CAPZβ mit der humanen Mutation exprimieren, wäre durch die behinderte Zellmigration 

ein verzögerter Wundschluss zu erwarten. 

Außerdem kann mithilfe von Co-Immunopräzipitation und Western Blot oder Yeast-to-Hybrid- 

Screening die Identifikation möglicher unbekannter Interaktionspartner des Proteins capzβ 

weiterverfolgt werden. 
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6 ZUSAMMENFASSUNG 

Angeborene Herzfehler (AHF) gehören zu den häufigsten Geburtsdefekten des Menschen. Etwa 10 von 

1000 Neugeborenen kommen mit einem angeborenen Herzfehler auf die Welt. In 25% dieser Fälle ist 

der AHF lebensbedrohlich und zwingend interventionsbedürftig, häufig schon in den ersten 

Lebenswochen. Die Ätiologie der AHF ist jedoch noch weitgehend ungeklärt. In meiner Arbeit habe ich 

ein neues Kandidatengen untersucht, welches in einem Patienten mit einem besonders schwerwiegenden 

Herzfehler, dem hypoplastischen Linksherzsyndrom (HLHS), gefunden wurde, CAPZβ. CAPZβ codiert 

für die beta-Untereinheit des Bindungsproteins am schnell-wachsenden Endes des Aktins und gehört 

damit zur F-Aktin-Bindungsprotein-Familie. Es reguliert den Auf- und Abbau der Aktinfilamente und 

moduliert dadurch zum einen das Zytoskelett der Zellen, zum anderen trägt es durch die Bindung des 

Aktins an die Z-Scheibe wesentlich zum Aufbau des Muskels bei.  

Mit Hilfe von Exomsequenzierung fanden wir eine de-novo Missense-Mutation in einem Patienten mit 

HLHS im Gen CAPZβ. Um die funktionelle Relevanz der identifizierten CAPZβ Mutation zu verstehen, 

untersuchten wir das Gen mit Hilfe des Zebrafischmodells. Durch eine retrovirale Insertion in das zweite 

Intron von capzβ wurde eine knockout Variante geschaffen. An diesen Zebrafischen wurde die 

Herzfunktion in verschiedenen Entwicklungsstadien bestimmt. Zusätzlich, um Defekte in der 

Physiologie und Morphologie zu identifizieren, wurden Immunfluoreszenz und Elektronenmikroskopie 

genutzt. Um Gene zu finden, die durch die Mutation in CAPZβ in ihrer Expression verändert wurden, 

wurde die RNA-Sequenzierung bei 48 h alten Zebrafischembryonen genutzt.  

Interessanterweise starben die homozygoten Embryonen (capzb -/-) etwa 100 Stunden nach der 

Fertilisation (hpf). Heterozygote Embryonen (capzb +/-) überlebten bis ins Erwachsenenalter und wurden 

für die Verpaarung genutzt. Die homozygoten capzb -/- Embryonen entwickelten ab dem Zeitpunkt 72 

hpf neben Mikrozephalie, einem hypoplastischen Unterkiefer und Wirbelsäulendeformitäten ein 

elongiertes und nicht gelooptes Herz, verglichen mit den heterozygoten capzb +/- und den Wildtyp (wt) 

Geschwistern. Die Messung der Herzfunktion ergab eine verminderte Kontraktilität der Herzen, die zu 

einem sichtbar verminderten Auswurfvolumen beim Vergleich der capzb -/- mit den capzb +/- Embryonen 

und zu einem signifikant verminderten Auswurfvolumen beim Vergleich der capzb -/- mit den wt ab dem 

Zeitpunkt 72 hpf führte. In der Immunfluoreszenz und der Elektronenmikroskopie wurden 72 hpf 

sowohl die Physiologie als auch die Morphologie betreffende Defekte der capzb -/- Embryonen im 

Vergleich zu ihren capzb +/- und wt Geschwistern gefunden. Zusätzlich zeigten die Ergebnisse der RNA-

Seq, dass bei den capzβ-/- Embryonen verschiedene, aktin-bindende Gene in ihrer Expression beeinflusst 

wurden, was auf einen Migrationsdefekt schließen lässt.  

Alles in allem führt die loss-of-function Mutation von capzβ im Zebrafisch zu physiologischen und 

morphologischen Defekten, die dem Phänotyp der Mutation im identifizierten HLHS Patienten ähneln.  

Die Ergebnisse unterstreichen also die Wichtigkeit von CAPZβ als ein neues Kandidatengen für AHF 

und zeigen seine Rolle in der frühen, embryonalen Herzentwicklung.   
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8 ANHANG 

8.1 ERGÄNZENDE TABELLEN UND ABBILDUNGEN 

Chromosom p value 

Adjusted p 

value e87 Ensembl Gene ID Gen-Name Humanes Ortholog Eurexpress MGI 

3 

4.25E-

08 1.79E-05 ENSDARG00000038025 cbx7a 

1-to-many, 

ENSG00000100307  kein 

17 
4.62E-
05 0.00794583 ENSDARG00000007693 nfkbiab 

1-to-many, 
ENSG00000100906 schwach Herz kein 

24 

2.85E-

06 0.000706849 ENSDARG00000069260 rec8b 

1-to-many, 

ENSG00000100918 schwach Herz kein 

24 

2.46E-

05 0.004826588 ENSDARG00000069260 rec8b 

1-to-many, 

ENSG00000100918 schwach Herz kein 

1 

3.70E-

05 0.006579453 ENSDARG00000006526 fn1b 

1-to-many, 

ENSG00000115414 Herz AHF 

12 
5.29E-
20 1.16E-16 ENSDARG00000026611 socs3b 

1-to-many, 
ENSG00000184557 kein AHF evtl. 

20 

8.68E-

43 1.33E-38 ENSDARG00000057911 zgc:86709 ACTC1 Herz AHF 

3 
2.64E-
20 6.26E-17 ENSDARG00000021242 mvp ENSG00000013364 schwach Herz kein 

14 

1.31E-

17 2.23E-14 ENSDARG00000104388 stag3 ENSG00000066923 kein kein 

17 
1.10E-
10 7.58E-08 ENSDARG00000040623 fosl2 ENSG00000075426 Herz kein 

17 

5.01E-

08 2.08E-05 ENSDARG00000040623 fosl2 ENSG00000075426 Herz kein 

17 
3.80E-
05 0.006684677 ENSDARG00000040623 fosl2 ENSG00000075426 Herz kein 

8 

2.56E-

29 9.84E-26 ENSDARG00000042816 mmp9 ENSG00000100985 schwach Herz 

verminderte 

Herzgröße 

1 
9.23E-
20 1.89E-16 ENSDARG00000006526 fn1b ENSG00000115414 Herz AHF 

9 

1.12E-

09 6.62E-07 ENSDARG00000023188 lcp1 ENSG00000136167 schwach Herz kein 

9 

3.90E-

07 0.000123686 ENSDARG00000023188 lcp1 ENSG00000136167 schwach Herz kein 

19 

1.24E-

15 1.82E-12 ENSDARG00000056450 MANEAL ENSG00000185090 kein kein 

10 

5.65E-

46 1.74E-41 ENSDARG00000056873 and3 No   

14 

1.53E-

16 2.35E-13 ENSDARG00000062788 irg1l No   

1 

6.59E-

15 8.45E-12 ENSDARG00000036371 acta1a No   

4 

3.44E-

13 3.31E-10 ENSDARG00000053561 ms4a17a.11 No   

10 

4.84E-

09 2.46E-06 ENSDARG00000012395 mmp13a No   

13 

2.20E-

08 1.02E-05 ENSDARG00000055618 acta1b No   

2 

3.74E-

07 0.000119865 ENSDARG00000095093 pimr50 No   

2 

4.49E-

07 0.000140917 ENSDARG00000095093 pimr50 No   

10 

4.25E-

06 0.001030073 ENSDARG00000012395 mmp13a No   
Tabelle 1: Hochrelevante Gene bei der Auswertung der DeTCT-RNA-Sequenzierung 
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Abbildung 8.1: Mutation des Patienten CHDL5262827. Im Gen für CAPZb auf Chromosom 1, missense Mutation mit 

Austausch der Aminosäure Threonin mit Serin im Protein 
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Abstract 
P-38 
CAPZB - a novel player in heart development 
Radloff A. (1), Breckpot J. (2), Hoff K. (1), Kramer H.-H. (1), Panakova D.(3), Mercks A.M. (3), 
Devriendt K. (2), Gewillig M. (4), Sealy I. (5), Collins J. (5), Busch-Nentwich E. (5), Kahlert A.-K. (1,6), 
Hitz M.-P. (1,5) 
Department of Congenital Heart Disease and Pediatric Cardiology, Universitätsklinikum Schleswig- 
Holstein Kiel, Kiel, Germany and German Center for Cardiovascular Research (DZHK), Kiel, Germany 
(1); Center for Human Genetics, University Hospitals Leuven, Catholic University Leuven, Leuven, 
Belgium (2); Max-Delbrueck-Center for Molecular Medicine in the Helmholtz Association, 
Electrochemical Signaling in Development and Disease, Berlin, Germany and German Center for 
Cardiovascular Research (DZHK), Berlin, Germany (3); Department of Fetal and Pediatric Cardiology, 
University Hospitals Leuven, Leuven, Belgium (4); Wellcome Trust Sanger Institute, Wellcome 
Genome Campus, Hinxton, United Kingdom (5); Institute for Clinical Genetics, Faculty of Medicine 
Carl Gustav Carus, TU Dresden, Dresden, Germany (6) 
Objectives: 
Congenital heart defects (CHD) are the most common birth defects in humans with an incidence of 8 
per 1000 live births. In 25% of the cases, the CHD is life-threatening and needs intervention directly 
after birth or in the first year of life. The aetiology of CHD is still poorly understood. Here we present a 
new candidate gene for CHD – CAPZB -, which was identified in a patient with hypoplastic left heart 
syndrome (HLHS). CAPZB encodes the beta subunit of the fast growing-end actin binding protein, 
which belongs to the F-actin capping protein family. It regulates the assembly and disassembly of 
actin filaments, modulates the cytoskeleton as well as tethers actin filaments to the Z-line of the 
sarcomere and is therefore essential for muscle development. 
Methods: 
Using exome sequencing, we identified CAPZB in a patient with HLHS. To understand the functional 
relevance of the mutation we used a mutant zebrafish. We performed cardiac output measurements 
on zebrafish larvae at different developmental stages. Additionally, to identify physiological and 
morphological defects, we performed immunofluorescence staining, electron microscopy and optical 
mapping. To determine differentially regulated genes influenced by CAPZB mutation we performed 
RNA-Seq on 48 hours (hpf) old zebrafish larvae. 
Results: 
Zebrafish larvae being homozygous for the mutation (capzb-/-) died after 100 hours hpf. Heterozygous 
zebrafish (capzb+/-) survived until adulthood and were used for husbandry. Mutant capzb-/- zebrafish 
larvae developed microcephaly, short stature, hypoplastic jaw and an elongated, unlooped heart at 96 
hpf compared to their heterozygous capzb+/- and wildtype siblings. Cardiac output measurements 
showed an impaired contractility in capzb-/- compared to capzb+/- and wildtype larvae at 72 hpf, which 
was significantly reduced after 96 hpf. Moreover, capzb-/- larvae showed physiological and 
morphological defects after 72 hpf compared to capzb+/- and wildtype siblings. RNA-Seq revealed 
differentially expressed actin binding genes in capzb-/- larvae. 
Conclusion: 
Loss of CAPZB in zebrafish results in physiological and morphological defects, which phenocopy part 
of the observed human HLHS phenotype of the identified patient. These results highlight the 
importance of CAPZB as a new candidate gene for CHD and show its role during early cardiac 
development. 
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