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1. Einleitung
Herzerkrankungen gehören zu den häufigsten Todesursachen in westlichen Industrienationen. 

Aus chronischen Herzerkrankungen entwickelt sich trotz verbesserter pharmakologischer und 

interventioneller Therapie häufig eine Herzinsuffizienz mit einer schlechten Prognose [1]. Während 

Herzmuskeldefekte in Amphibien [2] und Fischen [3] z.T. durch Proliferation des Restmyokards 

ausgeglichen werden können, sind entsprechende Reparaturmechanismen in Säugetieren 

nicht vorhanden. Hier kommt es in der Regel initial durch Hypertrophie des Restmyokards zu 

einer Kompensation des Verlustes von Herzmuskelgewebe. Langfristig entwickelt sich eine 

Überbeanspruchung des Restmyokards, das schließlich nicht mehr in der Lage ist, die erforderliche 

Leistung zu erbringen. Dieses stellt den Zustand einer fortgeschrittenen Herzinsuffizienz dar. 

Das therapeutische Vorgehen bei Patienten mit einer Herzinsuffizienz besteht heute aus der 

Abschirmung des Herzens gegen endogene neuro-humorale ¦berstimulation (ɓ-Adreno-

Rezeptoren-Blocker, Inhibitoren des Angiotensin-Konvertierenden-Enzyms, Angiotensin-

Rezeptoren-Blocker und Aldosteron-Rezeptor-Antagonisten), einer mechanischen Entlastung 

der Herzmuskulatur (Diuretika) sowie einer Verbesserung der Myokard-Kontraktilität (Digitalis). 

So kann eine Verlangsamung des Krankheitsprozesses erreicht werden. Eine Heilung der 

Herzinsuffizienz ist allerdings nicht möglich. Im Stadium der terminalen Herzinsuffizienz bleibt 

als letzte Therapieoption oft nur die Herztransplantation. Trotz guter klinischer Resultate steht 

die Herztransplantation aufgrund einer zu geringen Anzahl an Spenderorganen und einem 

stetig steigenden Organbedarf nur einem begrenzten Patientenkollektiv zur Verfügung. Vor 

diesem Hintergrund ist die Entwicklung neuer Therapiestrategien für Patienten mit kardialen 

Funktionsstörungen dringend angezeigt.

1.1 Neue Therapieverfahren zur myokardialen Regeneration/Reparatur
Als regenerative Therapieverfahren, deren Ziel ein Ausgleich des krankheitsbedingten Verlusts 

an Herzmuskelzellen ist, werden heute folgende Ansätze erprobt:

1. Aktivierung des Zellzyklus in Kardiomyozyten [4, 5]

2. Implantation von Zellen mit einem kardiogenen Potential [6, 7]

3. Herstellung und Implantation künstlicher Herzgewebe [8, 9]

1.1.1 Aktivierung des Zellzyklus in Kardiomyozyten 
Postnatale Herzmuskelzellen von Säugetieren sind nicht mehr teilungsfähig. So konnte zum  

Beispiel in der Maus und der Ratte gezeigt werden, dass die proliferative Aktivität von 

Herzmuskelzellen bereits in utero massiv abnimmt und schließlich innerhalb der ersten 
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Postnataltage komplett verschwindet [10]. Demnach ist davon auszugehen, dass Säugetiere 

über einen gesamten Lebenszeitraum mit einer bei Geburt festgelegten Anzahl von 

Herzmuskelzellen auskommen müssen. Aus dieser Schlussfolgerung ergibt sich, dass ein 

Verlust von Herzmuskelzellen (z.B. nach einem Myokardinfarkt) nicht gleichwertig, d.h. mit 

Kardiomyozyten, ersetzt werden kann. Das Dogma der postmitotischen Kardiomyozyte wird 

heute jedoch kontrovers diskutiert [10, 11]. Es mehren sich Befunde, die auf eine Anwesenheit 

von residenten Herzmuskelvorläuferzellen auch im postnatalen Myokard hinweisen [12-14]. 

Unstrittig ist jedoch, dass die physiologisch regenerative Kapazität des Herzens nicht ausreicht, 

um erkranktes Myokard in relevantem Umfang zu ersetzen. Demnach scheint die kontrollierte 

Induktion einer Zellteilung durch pharmakologische oder gentechnische Interventionen ein 

attraktives therapeutisches Konzept zu sein [4, 15, 16]. Erste Studien zur Aktivierung des Zellzyklus 

in Kardiomyozyten wurden in Mäusen durch Überexpression des SV40 Large T-Antigens unter 

der Kontrolle eines herzspezifischen Promotors durchgeführt. Diese Mäuse bildeten Tumoren in 

den rechten Atrien als Zeichen unbegrenzter Zellteilung der transgenen Kardiomyozyten [15]. Die 

auch heute noch in der kardiovaskulären Grundlagenforschung verwendete HL 1-Zelllinie wurde 

aus diesen in vivo immortalisierten Herzmuskelzellen gewonnen [17]. Während diese Daten 

eindeutig die Möglichkeit einer Zellzyklusinduktion in Kardiomyozyten zeigen, ist die Entwicklung 

von Techniken, die eine weniger starke und zugleich steuerbare Induktion der proliferativen 

Aktivität in Kardiomyozyten erlauben, für eine therapeutische Anwendung zwingend erforderlich. 

Dieser Ansatz wird gentechnologisch zumeist durch Überexpression von Zellzyklusmediatoren 

(D-Typ Cyclin [16], Cyclin A2 [18], CDK-2 [19], CDK-4 [20], Telomerasen [21], c-myc [22] oder 

p38 [23]) verfolgt. So konnte unter anderem an terminal differenzierten adulten Kardiomyozyten 

gezeigt werden, dass eine adenovirale Koexpression von CDK-4 und einem modifizierten Cyclin 

D1-Molekül den Zellzyklus in vivo aktiviert [20]. Weiterhin führte eine Expression von c-myc in 

adulten Kardiomyozyten zu hypertrophem Wachstum bei zugleich erhöhter DNA-Synthese, wobei 

es zur Ausbildung mehrkerniger Kardiomyozyten (Karyokinese), aber nicht zu einer Zellteilung 

(Zytokinese) kam [22]. In einem Infarktmodell der Maus führte die transgene Überexpression 

von Cyclin D2 im Gegensatz zu Cyclin D1 und Cyclin D3 vor allem im Infarktbereich zu einer 

Zellzyklusinduktion in Kardiomyozyten. Diese hatte zur Folge, dass die Infarktgröße in diesem 

Tiermodell nach 180 Tagen im Vergleich zu Kontrolltieren um 50% reduziert war [16]. Diese 

Versuche zeigen kollektiv, dass es prinzipiell möglich ist, den Zellzyklus von Kardiomyozyten zu 

induzieren und damit einem pathologischen myokardialen Zellverlust entgegen zu wirken. Für 

eine klinische Anwendung dieser Konzepte müssen allerdings pharmakologisch beeinflussbare 

Regelkreise identifiziert werden, über die z.B. in Analogie zum Cyclin D2-Mausmodell eine 

selektive Aktivierung des entsprechenden Zyklins in Herzmuskelzellen des Menschens möglich 

wäre. 
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1.1.2 Implantation von Zellen mit einem kardiogenen Potential 
Eine weitere Möglichkeit zum Ausgleich eines Zellverlustes könnte die Implantation von Zellen 

mit einem kardiogenen Potential im Sinne einer zellulären Kardiomyoplastie sein [24-26]. Bei 

diesem Ansatz ist es entscheidend, dass sich implantierte Zellen in das funktionelle Synzytium 

des Herzens integrieren und dadurch die Kontraktionskraft des erkrankten Myokards verbessern. 

Bisher wurde die Anwendung von fetalen und neonatalen Kardiomyozyten [27], skelettalen 

Myoblasten [27-29], glatten Muskelzellen [30], Knochenmarkstammzellen [31-33] sowie 

zirkulierenden [34] und residenten Stammzellen [12] erprobt. Unabhängig von der verwendeten 

Zellspezies und interessanterweise auch von der Zellzahl kam es in den meisten Studien zu einer 

Verbesserung der myokardialen Funktion [31, 35]. Zugleich wurde in einigen Studien von einer 

gleichzeitig erhöhten Angiogenese [36-39] sowie von protektiven/reparativen parakrinen Effekten 

[40] berichtet, so dass vermutlich eher indirekte (u.a. Angiogenese, parakrine Faktoren) als direkte 

(kontraktiler Beitrag der implantierten Zellen zur Gesamtfunktion des Herzens) Effekte für die 

beobachteten therapeutischen Auswirkungen einer Zellimplantation verantwortlich waren. Das 

Verfahren der myokardialen Zelltherapie wird bereits in diversen klinischen Prüfungen untersucht. 

Erste Versuche wurden dabei mit skelettalen Myoblasten durchgeführt [36, 41, 42]. Dabei zeigte 

sich jedoch, dass Myoblasten und die sich daraus entwickelnden Myotuben keinen funktionellen 

Kontakt mit dem Empfängermyokard eingehen [43]. Vielmehr zeigte sich ein vermehrtes 

Auftreten von ventrikulären Arrhythmien, was die Implantation von Defibrillatoren in Patienten 

mit Myoblastenimplantation erforderlich gemacht hat [44]. Neben den initialen Myoblasten-

Studien [29] sind mittlerweile vor allem Knochenmarkzellimplantationen auch in Patienten 

durchgeführt worden [45-48]. Diese Studien basieren auf Befunden der Arbeitsgruppe um P. 

Anversa, die zeigen konnte, dass Zellen aus dem Knochenmark im Herzen einen regenerativen 

Effekt hervorrufen können. Tatsächlich bestätigten auch einige klinische Studien diesen 

therapeutischen Effekt [45, 47, 48], während in anderen Studien keine Funktionsverbesserung 

nach Knochmarkstammzellimplantation beobachtet wurden [46]. Wesentliche Probleme der 

Zellimplantation lassen sich wie folgt zusammenfassen: (1) Die Effekte scheinen weitgehend 

unabhängig von der Zellspezies zu sein, d.h. eine kardiale Differenzierung der Zellen scheint 

nicht notwendig [29]; (2) die Effekte sind ebenfalls nicht wesentlich von der Zellzahl abhängig 

[33, 46, 47]; (3) >85% der implantierten Zellen sterben in situ oder werden aus dem Myokard 

ausgespült [49]. Vor diesem Hintergrund ist somit fraglich, ob sich die direkte Implantation von 

Zellen tatsächlich auch zur Kompensation von großen Gewebedefekten eignet und sich damit 

alternativ zur Herztransplantation anwenden lässt.

1.1.3 Herstellung und Implantation von künstlichem Herzgewebe 
Eine konzeptionelle Alternative zur Implantation von Einzelzellsuspensionen ist die Implantation 

von in vitro hergestellten Gewebekonstrukten zum Ersatz von erkranktem Myokard [50-53]. 
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Hierzu muss zunächst in vitro künstliches Herzgewebe hergestellt werden, das bereits ex vivo 

morphologische und funktionelle Eigenschaften von nativem Myokard besitzt. Optimal wäre ein 

Gewebe, das eine hohe Dichte an funktionellem Myokard aufweist. Zur Herstellung künstlicher 

Herzgewebe haben sich drei Verfahren etabliert: (1) Die Besiedelung von vorgeformten 

synthetischen oder biologischen Matrices mit Herzmuskelzellen [50, 54-57], (2) die Förderung 

einer spontanen myokardialen Rekonstitution in einem kardiogenen Milieu aus Matrixproteinen, 

Wachstumsfaktoren und Herzzellen [58-60] und (3) die Stapelung von Einzelschichtkulturen 

[61].

 

Die in klassischen Tissue Engineering-Verfahren verwendeten Trägermaterialien bestehen i.d.R. 

aus biologisch resorbierbarem Material wie Natriumalginat, Calciumgluconat, Polymilchsäuren 

oder Polyglykolsäuren [50, 54, 55, 57, 62]. Durch Besiedelung dieser Matrices mit Herzmuskelzellen 

können spontan kontrahierende dreidimensionale Konstrukte generiert werden [51]. Dabei hat 

sich jedoch auch gezeigt, dass Herzmuskelkonstrukte aus vorgeformten Matrices nur sehr 

geringe Kontraktionskräfte entwickeln, was vermutlich an der Steifheit der verwendeten Matrices 

liegt [63, 64]. Eine Anwendung dieses Konzeptes zur kardialen Reparatur in vivo wurde bisher nur 

vereinzelt durchgeführt, wobei eine therapeutische Bedeutung bisher nicht nachgewiesen werden 

konnte [65]. Durch Stapelung von Einzelschichtkulturen konnten dagegen Konstrukte mit einer 

guten kontraktilen Funktion hergestellt werden [61]. Diese Konstrukte erreichen in vitro höchstens 

eine Höhe von 4 Einzelschichten mit einer gesamten Dicke von etwa 40 µm. Durch sequenzielle 

Implantationen können jedoch in vivo Implantatdicken von bis zu einem Millimeter erreicht werden 

[66]. In einer weiteren Studie wurde die Ausbildung elektrischer Kontakte zwischen geschichteten 

Gewebekonstrukten und nativem Myokard nachgewiesen [67]. Eine therapeutische Anwendung 

dieser Zellschichtkonstrukte ist bisher nicht erfolgt.

  

In unserer Arbeitsgruppe wurde ein alternatives Tissue Engineering-Verfahren zur Herstellung 

von Engineered Heart Tissue (EHT) entwickelt [58-60]. Hier wird die spontane Aggregation von 

Herzzellen in einem dreidimensionalen Milieu zu einem differenzierten Muskelnetzwerk gefördert. 

EHTs wurden bisher aus Herzzellen embryonaler Hühner [58] und neonataler Ratten [59], Kollagen 

I und Matrigel (Mischung aus Basalmembranproteinen und Wachstumsfaktoren) hergestellt. EHTs 

kontrahieren spontan und zeigen morphologische und funktionelle Eigenschaften von nativem 

Myokard [60]. Implantationsstudien haben gezeigt, dass EHTs in vivo überleben, nach Implantation 

vaskularisiert und innerviert werden, sowie für mindestens acht Wochen in situ kontraktil bleiben 

[52]. Im Rahmen von experimentellen Therapiestudien in einem Ratteninfarktmodell konnte 

nachgewiesen werden, dass Versuchstiere mit einem EHT-Implantat nach 4 Wochen eine bessere 

linksventrikuläre Funktion aufweisen als Kontrolltiere [53]. 
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Nachdem EHTs zunächst aus primären Kardiomyozyten des Huhns [58] und der Ratte [59] 

hergestellt wurden, konnte kürzlich ein murines EHT-Modell etabliert werden [68]. Für den 

Gebrauch von EHTs in einem großen Maßstab und für die klinische Anwendung in vivo stehen 

primäre Zellen jedoch nicht zur Verfügung. Daher ist die Identifikation einer in vitro vermehrbaren 

Zellspezies, die Eigenschaften von Herzmuskelzellen entwickeln kann, notwendig. Adulte und 

embryonale Stammzellen mit einem kardiogenen Potential kommen hierfür prinzipiell infrage.

Adulte Stammzellen können aus verschiedenen Geweben isoliert werden [12, 31, 69-

71]. Dabei handelt es sich im Wesentlichen um multipotente Stammzellen mit einem 

mesodermalen Differenzierungspotential. Von einigen Arbeitsgruppen ist für diese Zellen 

auch eine Differenzierung zu Herzmuskelzellen beschrieben worden. Diese wurde durch eine 

Stimulation mit Wachstumsfaktoren [72, 73], oder eine Behandlung mit Azacytidin [14, 74] 

erzielt. Ob es sich bei diesen Differenzierungsereignissen tatsächlich um die Induktion eines 

„echten“ Herzmuskelzellphänotyps handelt, bleibt jedoch umstritten. Für eine Anwendung 

von adulten Stammzellen zur Herstellung künstlicher Herzgewebe müssen (1) das kardiale 

Differenzierungspotential dieser Zellen auch in vitro klar dokumentiert und (2) Techniken entwickelt 

werden, die eine Bereitstellung großer Mengen kardiogener Stammzellen ermöglichen. 

Embryonale Stammzellen (ES-Zellen) werden aus der inneren Zellmasse der Blastozyste isoliert 

[75, 76] und sind im Gegensatz zu adulten Stammzellen pluripotent. Dies bedeutet, dass sie 

zu spezialisierten Zellen aller drei Keimblätter, u.a. auch zu Kardiomyozyten differenzieren 

können [77-81]. Darüber hinaus können undifferenzierte ES-Zellen vermutlich unbegrenzt 

vermehrt werden, so dass prinzipiell auch große Mengen spezialisierter Zellen aus ES-Zellen 

gewonnen werden können. Nach der Etablierung stabiler muriner ES-Zelllinien (mES-Zelllinien) 

in den frühen 80er Jahren des letzten Jahrhunderts [75, 76] ist es der Arbeitsgruppe um J. 

Thomsen erstmalige gelungen, Linien von humanen ES-Zellen (hES-Zellen) zu generieren [82]. 

Mittlerweile wurden weltweit über 500 stabile hES-Zelllinien etabliert, von denen in Deutschland 

ca. 20 für eine wissenschaftliche Nutzung zur Verfügung stehen. Dass hES-Zellen ein kardiales 

Differenzierungspotential aufweisen, ist von verschiedenen Gruppen bestätigt worden [79, 83, 84]. 

Dadurch wäre eine Anwendung dieser Zellen zur Herstellung humaner künstlicher Herzgewebe 

prinzipiell möglich. 

1.2 Aufgabenstellung
Im Rahmen dieser Arbeit sollte untersucht werden, ob EHTs mit morphologischen und 

funktionellen Eigenschaften von nativem Myokard aus embryonalen Stammzellen hergestellt 

werden können. Dabei sollte zunächst ein mES-Zell-EHT-System entwickelt und charakterisiert 
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werden. Aufbauend auf diesen Untersuchungen sollten EHTs mit Kardiomyozyten aus hES-Zellen 

hergestellt werden.

Die Aufgabenstellung dieser Arbeit ist in Abbildung 1 schematisch dargestellt und lässt sich wie 

folgt zusammenfassen:

(1)	 Etablierung der mES-Zellkulturtechnik im Institut für Experimentelle und Klinische 

Pharmakologie und Toxikologie des Universitätsklinikums Hamburg-Eppendorf

(2)	 Herstellung genetisch modifizierter mES-Zelllinien zur Selektion differenzierter 

Kardiomyozyten analog zu einem von Klug et al. entwickelten Verfahren [85]

(3) 	 Entwicklung eines Protokolls zur Herstellung von EHTs aus mES-Zellen 

(4) 	 Morphologische und funktionelle Charakterisierung von mES-Zell-EHTs 

(5) 	 Etablierung von hES-Zellkulturen

(6) 	 Entwicklung eines Protokolls zur Herstellung von EHTs aus hES-Zellen 

(7) 	 Morphologische und funktionelle Charakterisierung von hES-Zell-EHTs

(8)	 Implantation von hES-Zell-EHTs mit anschließender morphologischer Analyse



�

Abb. 1: Schematische Darstellung der Entwicklung und Anwendung eines neuen in vitro  

generierten Herzmuskelmodells aus ES-Zellen.
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2.	 Methoden und Material

2.1 Versuchstiere und Genehmigungen
Zur Herstellung embryonaler Fibroblastenkulturen (MEF; mouse embryonic fibroblasts) wurden 

tragende NMRI-Mäuse (ED 13-16; Eigenzucht des Universitätsklinikums Hamburg-Eppendorf), 

transgene C57/bl6-Mäuse (ubiquitäre Expression einer Hygromycinresistenz; ED 13; generiert 

von Frau PD Dr. rer. nat. I. Hermans-Borgmeyer) und CF1-Mäuse (ED 13,5; Jackson Laboratory-

Eigenzucht des Universitätsklinikums Hamburg-Eppendorf) verwendet. Für die Gewinnung von 

Nichtkardiomyozyten zur EHT-Herstellung wurden neonatale NMRI-Mäuse (Tag 1-3 postnatal) aus 

der Eigenzucht des Universitätsklinikums Hamburg-Eppendorf verwendet. Die Organentnahmen 

wurden durch die Behörde für Soziales, Gesundheit und Verbraucherschutz der Freien und 

Hansestadt Hamburg genehmigt (Org #240; Org #241).

2.2 DNA-Klonierung

2.2.1 Herstellung kompetenter Bakterien 
Escherichia coli (verwendeter Stamm: DH5Ŭ) wurden auf LB-Agar ausgestrichen. Einzelkolonien 

wurden nach Übernachtkultur bei 37 °C in 10 ml Luria Broth (LB)-Medium transferiert und 12 h bei 

37 °C unter kontinuierlicher Rotation (250 rpm, C 25 Incubator Shaker, New Brunswick Scientific, 

USA) inkubiert. Anschließend wurden 500 ml LB-Medium mit 2 ml der Übernachtkultur angeimpft 

und bei 37 °C unter kontinuierlicher Rotation (250 rpm) bis zu einer Zelldichte von 4-7x107 Zellen/

ml (entsprechend einer OD 600 nm = 0,6) inkubiert. Anschließend wurden die Bakterien pelletiert 

(5.000 g, 4 °C, 15 min).

Zur Herstellung chemisch kompetenter Bakterien wurde das Zellpellet in 60 ml kalter TFB 

(Transformation Buffer) 1-Lösung resuspendiert, zentrifugiert (5.000 g, 4 °C, 15 min) und in  

8 ml kalter TFB 2-Lösung auf Eis erneut resuspendiert. Die Bakteriensuspensionen wurden als  

100 µl-Aliquots in flüssigem Stickstoff (N2) schockgefroren und bei -80 °C gelagert.

Für die Herstellung elektrokompetenter Bakterien wurde das Zellpellet zweimal in 170 ml kaltem 

Aqua bidest. resuspendiert und zentrifugiert (5.000 g, 4 °C, 15 min), anschließend in 10 ml 

Aqua bidest. mit 2 g Glycerin resuspendiert, zentrifugiert (3.000 g, 4 °C, 10 min) und erneut in 

3 ml wässrigem 10%igen Glycerin (m/V) resuspendiert. Die Bakteriensuspensionen wurden als  

100 µl-Aliquots in N2 schockgefroren und bei -80 °C gelagert.
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LB-Agarplatten: 	 300 ml LB-Medium und 4,5 g Agar autoklavieren; jeweils 10 ml Lösung für eine 

10 cm-Platte verwenden; Gemisch zum Aushärten abkühlen lassen

LB-Medium: 	 10 g Trypton, 5 g Hefe-Extrakt, 10 g NaCl, auf 1 l mit H2O auffüllen; pH 7,0; 

autoklavieren; Lagerung bei 4 °C

TFB 1-Lösung: 	 0,3 g K-Acetat, 0,8 g MnCl2, 1,2 g RbCl2, 0,15 g CaCl2, 18,9 g Glycerin in 100 ml 

Wasser lösen; pH 5,8; steril filtrieren

TFB 2-Lösung: 	 0,1 ml 1 M MOPS (3-[N-Morpholino]Propansulfonsäure), 12 mg RbCl2, 0,11 g 

CaCl2, 1,89 g Glycerin mit Wasser auf 10 ml auffüllen; pH 7,0

2.2.2 Transformation 

Chemische Transformation

Kompetente Bakterien (100 µl) wurden auf Eis aufgetaut. Plasmid-DNA (1 µg) und kompetente 

Bakterien wurden kurz gemischt und für 30 min auf Eis inkubiert. Nach einem Hitzeschock für 

90 sec bei 42 °C wurden die Bakterien wieder auf Eis gestellt. Die Zellsuspensionen wurden 

mit 900 µl LB-Medium (37 °C) ohne Antibiotika versetzt, für 45 min bei 37 °C unter Schütteln 

(250 rpm) inkubiert, auf LB-Agarplatten (50, 100 und 200 µl/Agarplatte) mit 100 µg/ml Ampicillin 

ausgestrichen und 12-15 h bei 37 °C inkubiert. 

Elektrische Transformation

Kompetente Bakterien (100 µl) wurden auf Eis aufgetaut, umgehend mit 1 µg Plasmid-DNA gut 

gemischt und in einer 0,2 cm-Elektroporationsküvette in der Elektrotransformationskammer einem 

elektrischen Feld ausgesetzt (2,5 kV, 25 ÕF, 200 ɋ). Die Bakterien wurden in 450 Õl LB-Medium 

ohne Antibiotikum aufgenommen, bei 37 °C für 30 min geschüttelt (250 rpm) und auf Agarplatten 

(50, 100 und 200 µl/Agarplatte) mit Ampicillin (100 µg/ml) ausplattiert. 

Unabhängig von der Art der Transformation wurden zur Amplifikation von Plasmid-DNA 

Einzelkolonien in 10 ml LB-Medium mit 100 µg/ml Ampicillin transferiert und über Nacht bei 37 °C 

und Rotation (250 rpm) kultiviert.    

2.2.3 Präparation von Plasmid-DNA
Die DNA-Präparation erfolgte nach einem modifizierten Protokoll der Firma Qiagen. Dabei 

wurden die kommerziell erhältlichen Puffer P 1-3 (Qiagen) verwendet. Die DNA wurde nicht 

chromatographisch über eine Säule aufgereinigt, sondern direkt gefällt. Hierfür wurden 5 ml 

einer über Nacht gewachsenen Bakteriensuspension zentrifugiert (9.000 g, RT, 30 sec). Die 

pelletierten Bakterien wurden in 200 µl P1 suspendiert und anschließend für maximal 5 min 

bei Raumtemperatur durch Zugabe von 200 µl P2 lysiert. Die Lyse wurde durch Zugabe von 
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200 µl gekühltem P3 gestoppt. Nach Pelletierung der bakteriellen Membranfragmente und 

der genomischen DNA (13.000 g, 10 min, 4 °C) wurde der Überstand mit 500 µl Isopropanol 

versetzt. Nach Zentrifugation (13.000 g, 4 °C, 20 min) wurde das gebildete DNA-Pellet mit 450 µl 

70%igem Ethanol gewaschen und erneut zentrifugiert (13.000 g, 4 °C, 5 min). Der Ethanol wurde 

anschließend vorsichtig abgegossen. Die DNA wurde luftgetrocknet und darauf in 20 µl Aqua ad 

injectabilia aufgenommen.

Zur Gewinnung großer DNA-Mengen (large scale preparation) wurden 3 ml einer Übernachtkultur 

in 500 ml LB-Medium mit Antibiotikum (100 µg/ml Ampicillin) transferiert und bei 37 °C unter 

Schütteln (250 rpm) über Nacht inkubiert. Anschließend wurden die Bakterien per Zentrifugation 

(6.000 g, 15 min, 4 °C) pelletiert, in 10 ml P1 resuspendiert und durch Zugabe von 10 ml P2 lysiert 

(vorsichtiges Mischen bei RT für 5 min). Nach Zugabe von 10 ml P3 und einer Inkubation von 

20 min bei 4 °C wurden die Bakterienlysate zweimal zur Abtrennung von bakteriellen Proteinen 

und genomischer DNA zentrifugiert (jeweils 20.000 g, 4 °C, 30 min). Die Überstände (enthielten 

Plasmid-DNA) wurden schließlich zur weiteren Aufreinigung durch Membranfilter gegeben und 

auf eine mit 10 ml QBT äquilibrierte Silicasäule gegeben. Nach zweimaligem Waschen mit QC 

wurde die gebundene Plasmid-DNA mit 15 ml QF eluiert. Die DNA wurde anschließend mit 10 ml 

Isopropanol gefällt und durch Zentrifugation pelletiert (30 min, 15.000 g, 4 °C). Das Pellet wurde 

mit 2,5 ml 70%igem Ethanol gewaschen und anschließend zentrifugiert (10 min, 4 °C, 15.000 g). 

Nach vorsichtigem Abgießen des Ethanols wurde die DNA luftgetrocknet und in 150 µl Wasser 

aufgenommen (DNA-Konzentration: ~1 µg/µl).

P1: 	 50 mM Tris-HCl, 10 mM EDTA, 100 µg/ml RNase A; pH 8,0; bei 4 °C lagern

P2: 	 200 mM NaOH, 1% SDS

P3: 	 3 M K-Acetat; pH 5,5; bei 4 °C lagern

QBT: 	 750 mM NaCl, 50 mM MOPS, 15% Ethanol, 0.15% Triton X-100; pH 7,0

QC: 	 1 M NaCl, 50 mM MOPS, 15% Ethanol; pH 7,0

QF: 	 50 mM MOPS, 1,25 M NaCl, 15% Ethanol; pH 7,0

2.2.4 Bestimmung der DNA-Konzentration
Die Konzentration isolierter DNA wurde photometrisch bei einer Wellenlänge von 260 nm bestimmt. 

Eine Extinktion von 1 entsprach einer Konzentration von 50 mg/ml doppelsträngiger DNA. Die 

Reinheit der DNA wurde durch parallele Bestimmung der Extinktion bei 280 nm und Berechnung 

der 260/280-Ratio bestimmt. Gereinigte Plasmid-DNA wies eine Ratio von >1,8 auf.
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2.2.5 Restriktionsverdau von DNA 
Plasmid- und genomische DNA wurden mit einem oder mehreren Restriktionsenzymen in NEB  

(New England Biolabs) Restriktionspuffer 1-4, gegebenenfalls unter Zusatz von bovinem 

Serumalbumin (BSA, 0,1 µg/µl), bei der für die Enzyme optimalen Aktivitätstemperatur 

durchgeführt. Dabei wurde 1 µg DNA mit 2 U Enzym für 1-3 h in einem Gesamtvolumen von 50 µl 

verdaut. Anschließend wurden die Restriktionsenzyme bei 60 °C hitzeinaktiviert.

NEB-Puffer 1: 10 mM Bis-Tris-Propan-HCl, 10 mM MgCl2, 1 mM 1,4-Dithiothreitol (DTT); pH 7,9

NEB-Puffer 2: 50 mM NaCl, 10 mM Tris-HCl, 10 mM MgCl2, 1 mM DTT; pH 7,9 

NEB-Puffer 3: 100 mM NaCl, 50 mM Tris-HCl, 10 mM MgCl2, 1 mM DTT; pH 7,9 

NEB-Puffer 4: 50 mM K-Acetat, 20 mM Tris-Acetat, 10 mM Mg-Acetat, 1 mM DTT; pH 7,9 

2.2.6 Dephosphorylierung von DNA
Um die 5`-Enden linearisierter DNA zu dephosphorylieren, wurden 500 nmol DNA mit 1 U 

Alkalische Kälberdarm-Phosphatase (CIP) in NEB-Puffer 3 in 50 µl Volumen für 30 min bei 37 °C 

inkubiert. CIP wurde durch Zugabe von EDTA (wässrige Lösung; pH 8,0; Endkonzentration 0,01 

mM) und anschließendem Erhitzen (75 °C, 10 min) inaktiviert. 

2.2.7 Agarosegelelektrophorese
DNA-Moleküle wurden mittels Agarosegelelektrophorese aufgetrennt. In Abhängigkeit der zu 

trennenden Molekulargewichte wurden Agarosekonzentrationen im Bereich von 0,7%-1,2%  

in TAE-Puffer gewählt. An das Agarosegel wurde eine elektrische Gleichspannung von 5-

10 V/cm Gellänge angelegt. Nukleinsäuren bewegen sich aufgrund der negativ geladenen 

Phosphatgruppen in ihrem Zucker-Phosphat-Rückgrat zur Anode. Dabei wird die Geschwindigkeit 

durch die Molekülgröße, die Konformation der DNA, die Agarosekonzentration und die Höhe 

der angelegten Spannung beeinflusst. Als Molekulargewichtsmarker wurde mit EcoRI und 

HindIII verdaute (Lamda-)DNA verwendet. Zum Anfärben von DNA-Banden wurde dem Gel vor 

dem Gießen Ethidiumbromid in einer Konzentration von 0,1 µg/ml zugefügt. Das in die DNA 

interkalierende Ethidiumbromid fluoreszierte unter UV-Licht. 

TAE-Puffer: 	 40 mM Tris-Acetat, 20 mM Na-Acetat, 1 mM Ethylendiamintetraessigsäure 

(EDTA); pH 7,5

2.2.8 Gelextraktion von DNA-Fragmenten
Die präparative Isolierung von durch Restriktionsverdau hergestellten DNA-Fragmenten aus 

Agarosegelen erfolgte mit Hilfe des QIAlspin Gel Extraction Kits. Auf einem UV-Tisch wurde 

die gewünschte DNA-Bande mit einem Skalpell ausgeschnitten und in ein Eppendorfgefäß 
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transferiert. Pro 100 mg Gel wurden 300 µl Puffer NT 1 (Qiagen) zugegeben. Die Agarose wurde 

unter leichtem Schütteln gelöst (10 min, 50 °C). Die DNA-haltige Suspension wurde auf eine 

NucleoSpin-Säule gegeben und zentrifugiert (1 min, RT, 10.000 g). Die Silikasäule wurde mit 

600 µl ethanolischem Puffer NT 3 (Qiagen) gewaschen und zentrifugiert (1 min, 10.000 g, RT). 

Zur DNA-Eluation wurde die Säule mit 50 µl sterilem Wasser (50 °C) für 1 min inkubiert und die 

DNA schließlich durch Zentrifugation (1 min, 10.000 g, RT) in einem sterilen Reaktionsgefäß 

gesammelt.

2.2.9 Phenol/Chloroform-Extraktion
Zur Aufkonzentrierung und Reinigung linearisierter DNA wurde diese mit einem Volumenteil Tris-

gepuffertem Phenol/Chloroform-Gemisch unter Schütteln versetzt. Dabei kam es zum Ausfallen 

der Proteine, die anschließend in der phenolischen Interphase vorlagen. Durch Zentrifugation 

(12.000 g, RT, 5 min) wurde eine Phasentrennung herbeigeführt. Die DNA-enthaltende wässrige 

Phase wurde abgenommen und die DNA anschließend mit Isopropanol gefällt.

Phenol/Chloroform-Gemisch:	 mit TE-Puffer gesättigtes Phenol; pH 7,8; Lagerung bei 4 °C; 1:1 

mit Chloroform gemischt

TE-Puffer: 	 10 mM Tris-HCl, pH 8,0; 0,1 mM EDTA

2.2.10 Fällung von DNA
Wässrigen DNA-Lösungen wurden 0,7 Volumenteile Isopropanol und 0,1 Volumenteil 3 M 

wässrige Natriumacetat-Lösung (pH 5,2) zugesetzt. Danach wurde die DNA für 15-20 min bei 

12.000 g pelletiert und der Überstand vorsichtig abgesaugt. Das DNA-Pellet wurde mit 70%igem 

Ethanol gewaschen, nach Zentrifugation (15.000 g, 4 °C, 20 min) luftgetrocknet und in einer 

adäquaten Menge TE-Puffer oder Wasser (50 °C) aufgenommen.

2.2.11 Ligation von DNA-Fragmenten mit T4-Ligase
DNA-Fragmente wurde mit Vektor-DNA in einem molaren Verhältnis von 3:1 mithilfe von T4-

Ligase für 3 h bei RT oder für 12 h bei 14 °C ligiert.

Pipettierschema:

Vektor-DNA: 30 fmol

Insert-DNA: 90 fmol

T4-Ligase: 1 U

10x T4-Ligasepuffer: 1 µl

Wasser zu 10 µl
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2.2.12 DNA-Sequenzierung 
Die Sequenzierung mit BigDye-Terminatoren (Applied Biosystems) basiert auf einer modifizierten 

Form der enzymatischen Didesoxynukleotid-Methode [86]. 

Pipettierschema:

Plasmid-DNA: 200-400 ng 

Primer: 15 pmol 

BigDye-Terminator-Ready-Reaktion-Mix: 4 µl 

Wasser zu 20 µl

Die DNA in diesem Reaktionsgemisch wurde unter folgenden Bedingungen amplifiziert:

Denaturierung 	 1 min, 95 °C, 

gefolgt von 25 Zyklen:

Denaturierung 	 30 sec, 96 °C 

Annealing 	 15 sec, 50 °C 

Elongation 	 4 min, 60 °C

Anschließend wurde der Reaktionsansatz mit 80 µl Natriumacetat (0,3 M, pH 5,2) und 250 µl 

Ethanol gemischt und zentrifugiert (16.000 g, 30 min, 4 °C). Der Überstand wurde abpipettiert, 

das Pellet luftgetrocknet und im Servicelabor des Instituts für Zellbiochemie und Klinische 

Neurobiologie (Universitätsklinikum Hamburg-Eppendorf) analysiert. Die Detektion der vier 

unterschiedlich markierten BigDye-Terminatoren erfolgte dort auf einem Applied Biosystems 377 

DNA-Sequencer. 

2.2.13 Polymerase-Kettenreaktion (PCR)-Klonierung
Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) diente zur exponentiellen in vitro-Amplifikation von DNA-

Abschnitten. Durch das 30fache Wiederholen eines Zyklus, bestehend aus Denaturierung, 

Anlagerung von Primern und davon ausgehender Komplementärstrangsynthese durch eine 

hitzestabile DNA-Polymerase erreichte man eine Vervielfachung (ideale Kopienzahl bei 30 Zyklen: 

230) des DNA-Fragmentes zwischen den Primern. Im Rahmen dieser Arbeit wurde per PCR die 

f¿r das klonierte Plasmid ŬMHC-NIGIL benºtigte Neomycin-Resistenz amplifiziert.

Pipettierschema:

Ausgangs (template)-DNA: 150-200 ng

1x PCR-Puffer 

MgCl2: 2 mM 

dNTPs: je 0,2 mM
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Primer: je 0,25 µM

PrimeSTAR HS DNA Polymerase: 1,25 U

Wasser zu 50 µl

Verwendete Primer zur Amplifikation der Neomycinresistenz:

Vorwärtsprimer:	 5’-GTCGACATGGGATCGGCCATTGAAC-3’ (SalI-Schnittstelle)

Rückwärtsprimer:	 5’-GGATCCTCAGAAGAACTCGTCAAGAAGGC-3’ (BamHI-Schnittstelle)

Programm (30 Zyklen):

98 °C, 10 sec

55 °C, 5 sec

72 °C, 1 min

Durch die PrimeSTAR HS DNA Polymerase wurden glatte Überhänge (blunt ends) gebildet. 

1 µl des PCR-Ansatzes wurde mit einem EcoRV linearisierten pBSK ligiert und anschließend in 

kompetente Bakterien transformiert.

2.3 Murine embryonale Stammzellen (mES-Zellen) 
Murine embryonale Stammzellen (mES-Zellen) wurden in Anwesenheit des Zytokins 

Leukemia Inhibitory Factor (LIF) auf wachstumsinaktivierten MEFs kultiviert, um eine spontane  

Differenzierung zu verhindern.

2.3.1 Herstellung von Leukemia Inhibitory Factor (LIF)

2.3.1.1 Translation von LIF
Das LIF-Protein (20 kDa) wurde durch Translation in Bakterien hergestellt. Hierfür wurden 

Escherichia coli (DH5Ŭ) verwendet, die das Plasmid pGEX 2T-UF58 [87], das die Sequenz 

für das LIF-Glutathion-S-Transferase-Fusionsprotein (LIF-GST) trägt, enthielten (Geschenk 

von Prof. Dr. rer. nat. A. Wobus, Gatersleben). Von den transformierten Bakterien wurde durch 

Inkubation (37 °C) in LB-Medium eine Suspension (800 ml) mit einer Extinktion von 0,5-0,6 bei 

578 nm angefertigt. Mit Hilfe von Isopropyl-beta-D-thiogalactopyranosid (IPTG; 100 µM) wurde  

daraufhin die LIF-GST-Expression induziert (1 h, 37 °C).

2.3.1.2 Proteinaufreinigung 
Die Bakterien wurden pelletiert (5.000 g, 4 °C, 10 min) und mittels Ultraschall (MS73, 10 min auf 

Eis) in 1% Triton-X-100 aufgeschlossen. Durch Zugabe von Glutathion-Agarose-Kugeln (12 h bei 
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4 °C in MTPBS gequollen) wurde das LIF-GST-Fusionsprotein an die Agarose-Kugeln gebunden 

und sedimentierte. Nach Zentrifugation (500 g, 21 °C, 1 min) und viermaligem Waschen mit 

MTPBS (jeweils 8 ml) wurde Thrombin (10 Units in 1 ml TNC) zugegeben und eine Stunde bei 37 

°C inkubiert. So konnte das LIF-Protein von dem GST-Fragment abgetrennt und schließlich aus 

dem Überstand isoliert werden (Zentrifugation 500 g, 21 °C, 1 min).

MTPBS: 	 8,76g NaCl, 2,84 Na2HPO4, NaH2PO4 in 1,0 l Aqua bidest.; pH 7,3

TNC: 	 50 mM Tris-HCl, pH 8,0; 150 mM NaCl, 2,5 mM CaCl2 

2.3.1.3 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese und Coomassie-Färbung
Die Qualität der LIF-Protein-Synthese wurde per diskontinuierlicher, denaturierender SDS-

Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) überprüft. Hierfür wurden jeweils 100 µl Zelllysat 

zentrifugiert (5 min, 4 °C, 14.000 g) und der Überstand in Laemmli-Probenpuffer aufgenommen. 

Die Gelelektrophorese erfolgte bei 150 V in Laufpuffer und wurde beendet, sobald die Lauffront 

(Bromphenolblau) aus dem Gel austrat. Das Gel wurde 30 min in Coomassie-Färbelösung gefärbt, 

anschließend 2x30 min in Entfärber 1 und 2x30 min in Entfärber 2 gewaschen. Abschließend 

wurde das Gel zum Entfernen des Eisessigs kurz gewässert und zwischen zwei Cellophanblättern 

getrocknet. Parallel zu der SDS-PAGE-Analyse wurde die Proteinkonzentration der Lysate 

photometrisch per Bradford-Methode bestimmt. Dafür wurde eine Proteinstandardreihe (0–100 

µg/ml Immunglobulin G) angefertigt. Die Absorption der Standardproteine wurde mit der Absorption 

der gefärbten LIF-Proteinproben bei 595 nm verglichen. 

Trenngel (15%): 	 2,1 ml H2O, 1,9 ml Acrylamid (40 %), 1,0 ml Tris (2 M ; pH 8,8 ; 0,4 

M SDS), 25 µl  Ammoniumpersulfat (10 %), 2,5 µl TEMED (N, N, N´, 

N´-Tetramethylethylendiamin)

Sammelgel (4 %): 	 1,9 ml H2O, 0,305 ml Acrylamid (40 %), 0,8 ml Tris (0,5 M, pH 6,8, 

0,4 M SDS), 30 µl  Ammoniumpersulfat (10 %), 3 µl TEMED

Laemmli-Probenpuffer: 	 12,5 ml 0,5 M TrisHCl, 10 ml Glycerol, 10 ml SDS (20%), 5 ml 

Mercaptoethanol, 2,5 ml Bromphenolblau (0,05% w/v) zu 100 ml 

mit Aqua bidest.; pH 6,8

Laufpuffer:  	 3 g Tris, 14,4 g Glycin, 5 ml SDS (20%) zu 1000 ml mit Aqua bidest.; 

pH 8,3

Coomassie-Färbelösung: 	 2 g Coomassie-Blue, 250 ml Isopropanol, 100 ml Eisessig zu 1000 

ml mit Aqua bidest.; durch Faltenfilter filtrieren; Lagerung bei 4 °C

Entfärber 1: 	 50 ml Isopropanol, 50 ml Eisessig ad 500 ml mit Aqua bidest.; frisch 

verwenden
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Entfärber 2: 	 50 ml Methanol, 50 ml Eisessig ad 500ml mit Aqua bidest.; frisch 

verwenden

2.3.2 Murine embryonale Fibroblasten (MEF)

2.3.2.1 Isolation von MEF
Primäre murine embryonale Fibroblasten (MEF) wurden unter sterilen Bedingungen aus 13-16 Tage 

alten Embryonen präpariert. Hierzu wurden den Embryonen der Kopf, die blutbildenden und die 

intestinalen Organe sowie das Herz entfernt. Die restlichen Gewebe wurden in Trypsinlösung (Difco; 

0,2% in PBS [Phosphate Buffered Saline; Phosphat-gepufferte physiologische Kochsalzlösung]) 

mechanisch durch Rühren mit Glaskugeln vereinzelt (RT, 35 min). Der Trypsinverdau wurde durch 

Zugabe des doppelten Volumens an MEF-Medium beendet. Anschließend wurden die Zellen 

pelletiert (1.000 g, 4 °C, 4 min) und in MEF-Medium resuspendiert.

PBS: 	 8 g NaCl, 0,2 g KCl, 1,15 g Na2HPO4 x 7(H2O), 0,2 g KH2PO4 in  

1,0 l Aqua bidest; pH 7,4; autoklaviert (Invitrogen)

MEF-Medium: 	 Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM) mit 4,5 g/l Glucose, 

10% FCS (fetales Kälberserum), 1% nichtessentielle Aminosäuren 

(NEAA), 100 U/ml Penicillin und 100 µg/ml Streptomycin

2.3.2.2 MEF-Kultur
Die vereinzelten Fibroblasten wurden auf Gewebekulturschalen, die mit 0,1%iger wässriger 

Gelatinelösung beschichtet waren, ausplattiert (Zellen aus fünf Embryonen/150 mm-Schale).  

Als Kulturmedium diente MEF-Medium. Die subkonfluenten Zellen wurden zweimal nach 

jeweils zwei bis vier Tagen im Verhältnis 1:3 bis 1:6 geteilt. Hierzu wurden die MEFs mit PBS 

gewaschen und anschließend mit 5 ml MEF-Trypsin/EDTA pro 150 mm-Schale für 3 bis 5 Minuten 

bei 37 °C inkubiert. Die Zellen wurden durch Triturieren vereinzelt und anschließend mit doppeltem 

Volumen serumhaltigem Medium (MEF-Medium) zur Inaktivierung des Trypsins aufgenommen. 

Nach Pelletierung der Zellen (1.000 g, 4 min, 4 °C) wurden diese in MEF-Medium resuspendiert 

und anschließend ausplattiert. 

MEF-Trypsin/EDTA: 	 0,5 g/l Trypsin, 0,2 g/l EDTA x 4Na in Hank´s B.S.S. (Invitrogen)

2.3.2.3 Inaktivierung von MEF mit Mitomycin C 
Um weitere Zellteilungen der MEFs zu verhindern, wurden die Zellen für zwei bis drei Stunden mit 

Mitomycin C (MMC; 10 µg/ml Medium) inkubiert und anschließend zweimal mit PBS gewaschen. 
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Nach erneuter Inkubation mit MEF-Trypsin/EDTA wurden diese Zellen zunächst vereinzelt 

und auf Zellkulturschalen, die mit 0,1%iger Gelatinelösung beschichtet waren, ausgebracht 

(50.000 MEF/cm2). Diese teilungsinaktivierten Fibroblasten konnten zwei bis drei Wochen bei 

37 °C in einer wasserdampfgesättigten 5-7%igen CO2-Atmosphäre kultiviert werden. Alternativ 

wurden die inaktivierten MEFs in MEF-Einfriermedium durch Senkung der Temperatur um 1 °C/

h im Isopropanol-Einfriergefäß eingefroren und in flüssigem N2 bis zur späteren Verwendung 

gelagert.

MEF-Einfriermedium: 	 50% MEF-Medium, 40% FCS, 10% Dimethylsulfoxid (DMSO)

2.3.3 mES-Zellkultur
Zur Kultur undifferenzierter mES-Zellen wurden MEFs (50.000 MEF/cm2) auf Zellkulturschalen, die 

mit 0,1%iger Gelatinelösung beschichtetet waren, ausplattiert (Abb. 2). Auf die Fibroblastenschicht 

wurden nach 1-2 Tagen vereinzelte mES-Zellen ausgebracht. Das Kulturmedium (mES-Medium) 

wurde täglich gewechselt. Die subkonfluenten mES-Zellen wurden alle zwei bis drei Tage 

abhängig von der mES-Zelldichte im Verhältnis 1:3 bis 1:6 geteilt. Dafür wurden die Zellen mit PBS 

gewaschen, ca. 1/5 des üblichen Kulturmedium-Volumens an ES-Trypsin/EDTA zugegeben und 

3 bis 5 Minuten bei 37 °C inkubiert. Die Zellen wurden mit einer Pasteurpipette durch Triturierung 

vereinzelt (im Mikroskop kontrolliert) und der Trypsin-Verdau mit mindestens dem doppelten 

Volumen an mES-Medium abgestoppt. Anschließend wurden die mES-Zellen zentrifugiert 

(1.000 g, 4 min, 4 °C), in mES-Medium resuspendiert und erneut ausplattiert (Verhältnis 1:3-

1:6). Die Kultur der mES-Zellen erfolgte bei 37 °C in einer wasserdampfgesättigten 7%igen CO2-

Atmosphäre.

mES-Medium:	 DMEM-Medium mit 4,5 g/l Glucose, 2 mM L-Glutamin, 15% 

FCS, 1% NEAA, 100 U/ml Penicillin und 100 µg/ml Streptomycin,  

1% Nucleosidmix, 100 µM 2-Mercaptoethanol, 10 ng/ml LIF

Nucleosidmix: 	 80 mg Adenosin, 85 mg Guanosin, 73 mg Cytidin, 73 mg Uridin,  

24 mg Thymidin in 100 ml PBS bei 37 °C lösen; steril filtrieren

ES-Trypsin/EDTA:	 2,5 g/l Trypsin, 0,38 g/l EDTA x 4 Na in Hank´s B.S.S. (Invitrogen)

2.3.4 Einfrieren und Auftauen von mES-Zellen
Zum Einfrieren wurden die undifferenzierten Zellen mit PBS gewaschen und mit ES-Trypsin/EDTA 

abgelöst. Das Trypsin wurde durch Zugabe des doppelten Volumens an mES-Medium inaktiviert. 

Darauf wurden die Zellen durch Zentrifugation (1.000 g, 4 min, 4 °C) pelletiert und schließlich 

tropfenweise in eisgekühltem Einfriermedium aufgenommen. Die Zellen (ca. 5x107 Zellen/ml) 

wurden durch Senkung der Temperatur um 1 °C/h im Isopropanol-Einfriergefäß eingefroren.
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Das Auftauen erfolgte bei 37 °C im Wasserbad, bis nur noch ein kleiner Eisklumpen vorhanden 

war. Dann wurde die Zellsuspension mit mindestens dem dreifachen Volumen an ES-Medium 

aufgenommen. Diese Zellsuspension wurde zentrifugiert (1.000 g, 4 min, 4 °C), das Pellet in 

mES-Medium resuspendiert und die Zellen anschließend ausplattiert. 

mES-Einfriermedium: 	 50% mES-Medium, 40% FCS, 10% Dimethylsulfoxid (DMSO)

Abb. 2: Durchlichtmikroskopische Aufnahme von mES-Zellen auf MEFs. Dargestellt ist die 

Expansion pluripotenter Zellen der A6-Linie, in die die Selektionskassette ŬMHC-NeoR stabil  

integriert ist. Durch die Zugabe von LIF (10 U/ml) und Kultur auf MEFs (50.000 MEF/cm2) wird 

eine Differenzierung der mES-Zellen verhindert. Maßstab: 100 µm.

2.3.5 Genetische Manipulation von mES-Zellen

2.3.5.1 Elektroporation
2x107 vereinzelte mES-Zellen wurden in 800 µl PBS aufgenommen, in einer  

Elektroporationsk¿vette (Gene-Pulser K¿vette 0,4 cm) mit 25 Õg linearisierter DNA (ŬMHC-

NeoR [Geschenk von Prof. L. Field, Indianapolis] bzw. ŬMHC-NeoR-IRES2-eGFP-IRES2-nLacZ 

[ŬMHC-NIGIL; im Rahmen dieser Arbeit kloniert]) gemischt und elektroporiert (300 V, 1.200 ÕF, 

Impuls 2 ms). Nach 10 min bei RT wurden die mES-Zellen in mES-Medium resuspendiert und 

direkt auf vier mit inaktivierten MEFs (50.000 MEF/cm2) bewachsenen, gelatinierten 100 mm-

Schalen ausplattiert.

MEF

mES-Zellen
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2.3.5.2 Selektion transgener mES-Zellen
Zwei Tage nach der Elektroporation wurde zur Selektion stabil transformierter mES-Zellen 

Hygromycin (100 µg/ml) zum Kulturmedium gegeben (neben der kardiomyozytenspezifischen 

Expression von unterschiedlichen Markergenen kodierten die transgenen Expressionskassetten 

für eine Hygromycin-Resistenz unter der Kontrolle des ubiquitär aktiven Phosphoglyceratkinase-

Promotors). Resistente Zellklone wurden acht Tage nach der Transfektion isoliert. Dazu wurden 

die Zellen einmal mit PBS gewaschen und die Klone einzeln mit einer Pipettenspitze in etwa 25 

µl PBS auf eine unbehandelte 96 well-Platte überführt. Die durch Zugabe von 25 µl ES-Trypsin/

EDTA (37 °C, 4 min) vereinzelten mES-Zellen wurden mit 50 µl mES-Medium versetzt und auf 

eine neue, gelatinierte, mit MEF (50.000 MEF/cm2) bewachsene 96 well-Platte transferiert. Zwei 

Tage später wurden die Zellen mit PBS gewaschen und mit ES-Trypsin/EDTA abgelöst. Nach 

Zugabe des doppelten Volumens an mES-Medium wurde die eine Hälfte dieser Zellsuspension 

auf zwei gelatinierte, mit einer dünnen MEF-Schicht (25.000 MEF/cm2) besiedelten 96 well-

Platten, die andere Hälfte auf zwei gelatinierte, mit 50.000 MEF/cm2 besiedelte 96-well-Platten 

überführt. Auf den dicht mit MEF bewachsenen Platten wurden die Stammzellklone bis zur 

Ausbildung von ausreichend großen Kolonien kultiviert. Anschließend wurden die Zellen in mES-

Trypsin/EDTA vereinzelt und das Trypsin mit doppeltem Volumen mES-Medium abgestoppt. 

Zu dieser Zellsuspension wurde das gleiche Volumen einer Mischung aus 80% FCS und 20% 

DMSO hinzugegeben. Nach Überschichten mit Mineralöl wurden die 96 well-Platten bei -80 °C 

eingefroren. Auf den dünn mit MEF bewachsenen 96 well-Platten wurden die mES-Zellen bis zur 

Konfluenz kultiviert, um anschließend genomische DNA für eine Genotypisierung zu isolieren. 

Stabil transformierte mES-Zellklone wurden mittels Southern Blotting identifiziert.

2.3.6 Genotypisierung mittels Southern Blot

2.3.6.1 DNA-Isolation aus mES-Zellen
Für den Nachweis positiver mES-Zellklone wurde die genomische DNA von in 96 well-Platten 

konfluent gewachsenen mES-Zellen präpariert [88]. Die mES-Zellen wurden zweimal mit PBS 

gewaschen und in 50 µl ES-Zell-Lyse-Puffer/well bei 60 °C in einer abgedichteten Feuchtkammer 

2 h inkubiert. Nach Zugabe von 100 µl alkoholischer Natriumchlorid-Lösung wurde die DNA 

30 min bei Raumtemperatur gefällt. Anschließend wurden die Überstände entfernt, die DNA 

zweimal mit 70%igem Ethanol gewaschen und für etwa 20 min an der Luft getrocknet, bevor der 

Restriktionsverdau (BamHI: mit ŬMHC-neoR transformierte mES-Zellen; EcoRI: mit ŬMHC-NIGIL 

transformierte mES-Zellen) in 50 µl Restriktionsmix bei 37 °C für 12 h erfolgte. 25 µl des Ansatzes 

wurden mithilfe eines 0,7-1%igen Agarosegels elektrophoretisch aufgetrennt. Das Gel wurde für 

das Southern Blotting verwendet.
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Restriktionsmix: 	 1x Restriktionspuffer, 100 µg/ml BSA, 50 µg/ml RNAse, 

10–15 U Restriktionsenzym

ES-Zell-Lyse-Puffer: 	 10 mM Tris pH 7,5, 10 mM EDTA, 10 mM NaCl, 0,5% N-        

Laurylsarcosin (“Sarcosyl“), 200 µg/ml Proteinase K

Alkoholische Natriumchlorid-Lösung:	 5 M NaCl in Isopropanol

2.3.6.2 Southern Blotting

Die verdaute genomische DNA wurde im Agarosegel mit 0,25 M Salzsäure 10-20 min  

depuriniert und anschließend per Kapillarblot-Verfahren (Southern Blot) unter alkalischen  

Transferbedingungen (0,4 N NaOH; 12 h) auf eine positiv geladene Nylonmembran übertragen. 

Anschließend wurde die Nylonmembran direkt zur Hybridisierung verwendet.

2.3.6.3 Herstellung radioaktiv markierter DNA-Sonden
DNA-Fragmente (XhoI-BamHI-Fragment aus ŬMHC-NeoR, 6058 bp; Abb. 3A bzw. EcoRI-

Fragment aus ŬMHC-NIGIL, 3644 bp; Abb. 3B) wurden mithilfe des Prime-IT RmT Random 

Primer Labeling Kits durch Einbau von Ŭ-32P-dCTP radioaktiv markiert. Dafür wurden die 

Fragmente aus Agarosegelen eluiert (s.o.). 10-25 ng der DNA wurden in 45 µl TE-Puffer 10 min 

denaturiert (100 °C) und anschließend auf Eis gestellt. Der Ansatz wurde mit dem Labeling Mix 

(Rediprime TM II; Amersham) gemischt und nach Zugabe von 5 Õl Ŭ-32P-dCTP (3.000 Ci/mmol) 

inkubiert (10 min, 37 °C). Die Reaktion wurde durch Zugabe von 5 µl 0,2 M EDTA gestoppt. Die 

markierten DNA-Fragmente wurden über Sephadex-G50-Säulen aufgereinigt. Die verwendeten 

Sonden hatten eine spezifische Aktivität von 100.000-200.000 cpm/µl. Die Sonden wurden direkt 

vor der jeweiligen Hybridisierung für 5 min bei 100 °C denaturiert.

2.3.6.4 Hybridisierung
Die Nylonmembran wurde mit 5 ml Hybridisierungslösung und 40 µl Heringssperma-DNA (10 

mg/ml) prähybridisiert (60 °C, 30 min). Anschließend wurde denaturierte radioaktive Sonde 

(100.000 counts/sec pro ml Hybridisierungslösung) zur Hybridisierung (12 h, 60 °C) hinzugefügt. 

Darauf wurden die Membranen jeweils bei 60 °C 1x5 min mit 10 ml Waschlösung 1 und 2x 

mit 10 ml Waschlösung 2 gewaschen. Anschließend wurde die Membran feucht in Klarsichtfolie 

eingeschlagen und exponiert (Phosphorimager).

Waschlösung 1: 	 2xSSC; 0,5% SDS

20xSSC-Puffer: 	 175,3 g NaCl, 88,2 g Na3-Citrat, Aqua bidest. ad 1 l; pH 7,0

Waschlösung 2: 	 0,1xSSC; 0,1% SDS
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A

B

Abb. 3: Eingesetzte radioaktiv markierte Sonden zur Detektion transgener Zelllinien. A: 6058 

bp groÇes XhoI-BamHI-Fragment aus dem Plasmid ŬMHC-NeoR. B: 3644 bp groÇes EcoRI-

Fragment aus ŬMHC-NIGIL.

2.3.7 Differenzierung von mES-Zellen
Durch die Bildung von Embryoidkörpern (embryoid bodies; EBs) in hängenden Tropfen (500 

Zellen/20 µl Differenzierungsmedium 1) wurde die Differenzierung von mES-Zellen für 2 Tage 

initiiert und in einer anschließenden fünftägigen Suspensionskultur (Differenzierungsmedium 

2) weitergeführt (Abb. 4). Für die Suspensionskulturen wurden Kulturschalen mit einer 

hydrophoben Beschichtung verwendet. Zur Förderung einer kardialen Differenzierung wurden 

ŬMHC-PromotorŬMHC-NeoR
10977 bp

NeoR

XhoI (200)

BamHI
(6258)

ŬMHC-NIGIL
16520 bp

ŬMHC-Promotor

EcoRI (3682)

EcoRI (38)
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die Zellen schließlich auf gelatinierten Zellkulturschalen ausplattiert und für weitere 12 Tage in 

Differenzierungsmedium 2 kultiviert. Die zu Kardiomyozyten differenzierten mES-Zellen konnten 

nach Ausbildung kontrahierender Areale mit G418 (200 µg/ml) selektioniert werden.

Abb. 4: Differenzierung von mES-Zellen. Undifferenzierte mES-Zellen wurden auf MEFs in 

Anwesenheit von LIF (10 U/ml) propagiert und anschließend in hängenden Tropfen und in 2D-

Kultur differenziert. (A) Undiffernzierte mES-Zellen, (B) EB in 2D-Kultur. Maßstäbe: 100 µm.

Differenzierungsmedium 1: 	 DMEM-Medium mit 4,5 g/l Glucose, 2 mM L-Glutamin,  20% FCS, 

1% NEAA, 100 µM 2-Mercaptoethanol oder 50 µM 1-Thioglycerol, 

100 U/ml Penicillin, 100 µg/ml Streptomycin, 1% Nucleosidmix

Differenzierungsmedium 2: 	 Iscove-Medium mit 20% FCS, 1% NEAA, 2 mM L- Glutamin, 100 µM 

2-Mercaptoethanol oder 50 µM 1-Thioglycerol, 100 U/ml Penicillin, 

100 µg/ml Streptomycin

2.4 Humane embryonale Stammzellen (hES-Zellen) 
Für die Kultur von undifferenzierten humanen ES-Zellen (hES-Zellen) waren wie bei den 

mES-Zellen MEFs erforderlich. Um den undifferenzierten Zustand zu erhalten, wurden 

anstelle von FCS und LIF Serum Replacement und basic Fibroblast growth factor (bFGF; 

8 ng/ml) verwendet [89].

Kulturbedingungen

Undifferenzierte Zellen

Hängende Tropfen

2D-Kultur

Kulturtag

0-2

2-4

4-21

A

B
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2.4.1 Herstellung muriner embryonaler Fibroblasten
MEFs für die hES-Zellkultur wurden aus CF1-Mäusen (ED 13,5), wie unter 2.3.2 für die mES-

Zellkultur beschrieben, hergestellt. 

2.4.2 Auftauen, Kultur und Einfrieren von hES-Zellen
Im Rahmen dieser Arbeit wurden hES-Zellen der Firmen WiCell (H1- und H9-Linie) und von 

Embryonic Stem Cell International (ESI; hES3-GFP Linie) bezogen. Die Anwendung dieser Zellen 

wurde durch das Robert-Koch-Institut (www.rki.de) genehmigt (12. Genehmigung). Von WiCell 

erhielten wir eingefrorene, undifferenzierte hES-Zellen, die wie im Folgenden beschrieben in 

Kultur genommen und propagiert wurden:

Zum Auftauen der hES-Zellen wurden die Einfrierröhrchen in der Hand aufgewärmt, bis nur 

ein kleiner Eisklumpen verblieb. Die Zellen wurden in ein Zentrifugenröhrchen überführt 

und tropfenweise mit 4 ml hES-Medium versetzt. Anschließend wurde die Zellsuspension 

zentrifugiert (200 g, RT, 5 min) und das Pellet, ohne die Zellklumpen zu 

zerbrechen, in hES-Medium resuspendiert. Kulturplatten mit MEF (s.o.; 50.000 MEF/cm2) 

wurden einmal mit PBS gewaschen, bevor die hES-Zellen darauf ausgebracht wurden. Die 

Kultur erfolgte bei 37 °C in einer wasserdampfgesättigten 5%igen CO2-Atmosphäre bei täglichem 

Mediumwechsel. Undifferenzierte hES-Zellen (Abb. 5) wurden geteilt, wenn (1) die MEFs 

älter als 10 Tage  waren, (2) die Kolonien zu dicht gewachsen oder zu groß waren, oder (3) 

die hES-Zellen zu differenzieren begannen. Hierzu wurde das Kulturmedium von den Platten 

abgesaugt, die Zellen mit PBS gewaschen und für 10 min bei 37 °C mit Kollagenase-Lösung 

(100 µl/cm2) inkubiert. Die Zellen wurden mit einem Zellkulturschaber von den Kulturplatten 

abgelöst und mit einer weitlumigen Pipette 10x auf- und abpipettiert. Dabei musste ein zu 

starkes Auseinanderbrechen der Zellkolonien verhindert werden. Die Zellen wurden zentrifugiert 

(200 g, RT, 5 min), in 3 ml hES-Medium vorsichtig resuspendiert und erneut zentrifugiert 

(200 g, RT, 5 min). Nach Absaugen des Überstandes wurden die Zellen in hES-Medium erneut 

resuspendiert. Anschließend wurden die Zellen entweder im Verhältnis 1:2 bis 1:5 ausplattiert, 

oder der Zellsuspension wurde langsam tropfenweise das gleiche Volumen Einfriermedium 

hinzugegeben. Die Zellen wurden eingefroren (Abkühlung um 1 °C/h in einem Isopropanol- 

Gefäß bei -80 °C) und anschließend in flüssigem N2 gelagert.

hES-Medium: 	 DF 12 Medium mit 20% Serum Replacement, 0,5% 

Glutamin-Mercaptoethanol-Lösung, 1% NEAA, 8 ng/ml b-

FGF

Glutamin-Mercaptoethanol-Lösung: 	 200 mM Glutamin-Lösung mit 20 mM 2-Mercaptoethanol

b-FGF-Lösung:	 2 µg/ml b-FGF in PBS mit 0,1% BSA 
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Kollagenase-Lösung:	 1 mg/ml Kollagenase Typ IV in DF 12 Medium; steril 

filtrieren; Lagerung bei 4 °C 

Einfriermedium (hES-Zellen): 	 60% FCS, 20% DMSO, 20% hES-Medium

Abb. 5 : Durchlichtmikroskopische Aufnahme eines undifferenzierten Zellklons der hES-Zelllinie 

H1 (Wicell). Maßstab: 100 µm.

2.4.3 Verdau humaner Embryoidkörper 
hES-Zellen (hES3-ENVY) wurden von ESI vordifferenziert und als Lebendkulturen in Form von 

kontrahierenden EBs aus Singapur nach Deutschland geschickt (Abb. 6). Die EBs wurden nach 

3-5 Kulturtagen aus den Kulturflaschen entnommen und in Zentrifugierröhrchen gesammelt. Dafür 

wurden die EBs nach Sedimentation mit calcium- und magnesiumfreiem PBS gewaschen und 

für 15 min in calcium- und magnesiumfreiem PBS bei 37 °C inkubiert. Anschließend wurden die 

Zellklumpen mit 2 ml ES-Trypsin/EDTA für 10 min bei 37 °C verdaut. Die entstandene Suspension 

wurde zum Dissoziieren der Zellklumpen 15x trituriert. Der Verdau wurde durch Zugabe von 5 

ml Differenzierungsmedium 2 abgestoppt. Die nun vereinzelten Zellen wurden pelletiert (100 

g, 10 min, RT), in Differenzierungsmedium 2 resuspendiert und direkt für die EHT-Herstellung 

verwendet.

MEF

hES-Zellen



2. Methoden und Material 25

Abb. 6: Durchlichtmikroskopische Aufnahme eines von der Firma ESI zur Verfügung gestellten 

kontrahierenden EBs. Die EBs bestanden zu 10-20% aus Kardiomyozyten und wurden nach 

Trypsinverdau zur Herstellung von hES-Zell-EHTs verwendet. Maßstab: 100 µm. 

2.5 Engineered Heart Tissue (EHT)
EHTs wurden aus Zellen mit unterschiedlichem Differenzierungsgrad (gewonnen aus ES-Zellen), 

Kollagen Typ 1, Matrigel und serumhaltigem (Pferdeserum und Hühnerembryonenextrakt [CEE]) 

Kulturmedium generiert. Kollagen und CEE wurden im Rahmen dieser Arbeit selber hergestellt.

2.5.1 Herstellung von Kollagen Typ I 
Von 4 Rattenkadavern (Wistar) wurden die Schwänze abgetrennt und bis zum weiteren Gebrauch 

bei -20 °C gelagert. Vor der Kollagenpräparation wurden die Rattenschwänze aufgetaut und mit 

Ethanol (70%) desinfiziert. Ab diesem Zeitpunkt erfolgte die Kollagenpräparation unter sterilen 

Bedingungen. Nach Inzision in der Längsachse des Schwanzes wurde die Haut mithilfe einer 

chirurgischen Pinzette entfernt. Die bindegewebigen, Kollagen I-enthaltenden Fasern wurden 

mit Skalpell und Pinzette abgetrennt und in PBS gewaschen. Darauf wurden diese in Essigsäure 

(0,1% in Aqua ad iniectabilia) unter permanentem Rühren über Nacht bei 4 °C fast vollständig 

gelöst. Nach Zentrifugation (20.000 g, 2 h, 4 °C) zur Abtrennung von nicht gelösten Geweberesten 

wurde der Überstand gesammelt. Zur Erhöhung der Salzkonzentration auf 4% wurde unter 

ständigem Rühren NaCl-Lösung (25% in Aqua ad iniectabilia; 4 °C) zugegeben. Das Kollagen 

wurde so bei 4 °C über Nacht inkubiert und anschließend pelletiert (20.000 g, 30 min, 4 °C). 

Der Überstand wurde verworfen und das Pellet unter Rühren über Nacht bei 4 °C in Essigsäure 

(0,1% in Aqua ad iniectabilia) aufgenommen. Durch zweimalige Dialyse gegen Essigsäure (0,1% 
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in Aqua ad iniectabilia) bei 4 °C wurde der NaCl-Gehalt in der Kollagensuspension auf unter 

0,9% reduziert. Die Bestimmung der Kollagenkonzentration erfolgte mittels eines kommerziell 

erhältlichen Sircol®-Assays. Reinheit und Konzentration des Kollagens wurden durch SDS-PAGE 

und anschließender Coomassiefärbung überprüft.

2.5.2 Herstellung von Hühnerembryonenextrakt (CEE)
60 bebrütete Hühnereier (7.–9. Bruttag, Versuchstierhaltung Universitätsklinikum Hamburg-

Eppendorf) wurden mit 70%igem Ethanol desinfiziert und am runden Pol geöffnet. Die Embryonen 

wurden steril entnommen, dekapitiert und in eine autoklavierte Flasche mit 300 ml PBS, 400 U/ml 

Penicillin und 400 µg/ml Streptomycin überführt. Anschließend wurden die Embryonen auf Eis 

homogenisiert (Polytron®), zentrifugiert (60 g, 15 min, 4 °C), in 300 ml PBS resuspendiert, erneut 

homogenisiert und anschließend zentrifugiert (60 g, 15 min, 4 °C). Der zweite Überstand wurde 

mit dem ersten gepoolt. Der Extrakt wurde mikrobiologisch auf Kontamination mit Bakterien 

und Mykoplasmen geprüft und in Aliquots bei –20 °C gelagert. Eine Präparation ergab ein 

Gesamtvolumen von 180-230 ml CEE.

2.5.3 Herstellung von EHTs
In autoklavierbare Glaskulturschalen (Ø 6 cm) wurden je 4 Silikonschläuche (Ø 1 mm, etwa 

80% Schalenhöhe) eingeklebt. Über diese Schläuche wurden Teflonscheiben (Ø 4 mm) gestülpt 

und die Schalen 5 mm hoch mit Silikon ausgegossen. Nach Aushärten des Silikons wurden 

die Teflonscheiben entfernt, so dass vier Vertiefungen von 4 mm Durchmesser mit zentralem 

Docht entstanden. Die Silikondochte wurden mit Teflonzylindern bestückt (Ø 2 mm). Dadurch 

entstanden 4 ringförmige Gussformen (Innendurchmesser 2 mm, Außendurchmesser 4 mm) 

mit einem Fassungsvermögen von je 450 µl (Abb. 7A). Die Kulturschalen wurden ausgekocht, 

autoklaviert und bis zur weiteren Verwendung steril gelagert. 

Alle zur Herstellung der EHTs notwendigen Pipettierschritte wurden auf Eis durchgeführt, um 

eine vorzeitige Aushärtung des Kollagen-Matrigel-Gemischs zu verhindern. Es wurde immer 

die gleiche Pipettierreihenfolge eingehalten. Kollagen Typ I wurde vorgelegt und volumengleich 

mit 2xMedium vermischt. Der zu diesem Zeitpunkt saure pH-Wert des Gemisches wurde mit 

NaOH (0,1 N) neutralisiert. Nach Zugabe von extrazellulärer Matrix des Engelbreth-Holm-Swarm 

Tumors der Maus (Matrigel®) erfolgte anschließend die Zugabe der Zellsuspension. Im Rahmen 

dieser Arbeit wurden Zellen unterschiedlichen Differenzierungsgrades (undifferenzierte ES-

Zellen, Zellen aus EBs, selektionierte Kardiomyozyten aus Differenzierungskulturen) alleine oder 

zusammen mit murinen kardialen Nichtkardiomyozyten eingesetzt. Entsprechende Protokolle 

werden im Ergebnisteil detailliert dargestellt. Nach fünfmaligem Triturieren wurden zügig 450 µl 

der EHT-Mischung in jede Vertiefungen zwischen Silikon und Teflonröhrchen der autoklavierten 
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Kulturschalen pipettiert. Diese Mischung wurde für 1 h bei 37 °C, 5% CO2 und 40% O2 inkubiert, 

um eine leichte Aushärtung des Kollagen-Zell-Gemisches zu erreichen. Danach erfolgte die 

Zugabe von 6 ml Differenzierungsmedium 2 pro Kulturschale.

Standard-Pipettierschema zur Herstellung von vier EHTs aus ES-Zellen:

Kollagen Typ I (4,5 mg/ml)			   392 µl		  à 0,4 mg/EHT	

2xMedium				      	 478 µl		

NaOH (0,1 N)					       86 µl

Extrazelluläre Matrix				    200 µl		  à 10% v/v

Zellsuspension				    844 µl		

2xMedium: 	 5 ml 10xDMEM, 5 ml Pferdeserum, 1 ml CEE, 100 U/ml Penicillin und 100 µg/ml 

Streptomycin mit Aqua ad iniectabilia auf 25 ml aufgefüllt. 

2.5.4 ES-Zell-EHT-Kultur
EHTs wurden zunächst 3 Tage in den zirkulären Kulturschalen mit 6 ml Differenzierungsmedium 

2 pro Kulturschale kultiviert (7% CO2, 40% O2, 37 °C). Dann wurden die um den Teflonzylinder 

kondensierten EHTs vorsichtig herausgehoben und auf eine statische, vor Gebrauch 

autoklavierte Haltevorrichtung gespannt und maximal (6-8 mm) gedehnt (Abb. 7B). Die 

Kultur auf den Dehnungsvorrichtungen (28 Tage bei mES- und 7-21 Tage bei hES-Zell-

EHTs) wurde mit wöchentlichem Mediumwechsel in 10 cm-Kulturschalen durchgeführt (50 ml 

Differenzierungsmedium 2 pro Kulturschale). 

Abb. 7: EHT-Herstellung und -Kultur. (A) 4 Gussformen mit kondensierten EHTs. (B) An Kulturtag 

3 wurden EHTs auf statische Dehnungsapparaturen transferiert und weiter kultiviert. Maßstäbe: 

1 cm.

A B
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2.5.5 Gewinnung von murinen Nichtkardiomyozyten
Neonatale NMRI-Mäuse wurden dekapitiert und sternotomiert. Nach zügiger Entnahme der Herzen 

wurden diese umgehend in einer Kulturschale mit gekühltem, calcium- und bicarbonatfreien 

Hanks Puffer mit HEPES (CBFHH) bis zur weiteren Bearbeitung zwischengelagert. Die 

anschließende Zellpräparation und Zellkultur erfolgten unter sterilen Bedingungen. Alle für den 

Verdau verwendeten Lösungen wurden vor jeder Präparation frisch angesetzt, steril filtriert oder 

autoklaviert. Das Präparationsbesteck (Scheren, Pinzetten) und das Zellsieb wurden vor jeder 

Präparation autoklaviert. 

Die isolierten Herzen wurden in eine neue Kulturschale mit CBFHH transferiert und in der Mitte 

zweigeteilt. Nach dreimaligem Spülen mit je 10 ml CBFHH wurden die Herzen mit einer gebogenen 

chirurgischen Präparationsschere bis auf eine Größe von kleiner als 2 mm3 zerkleinert. Mit einer 

weitlumigen Pipette erfolgte die Überführung der Gewebestücke in ein 50 ml-Sammelgefäß, in 

dem nach weiterem dreimaligen Spülen mit je 10 ml CBFHH anschließend der enzymatische 

Gewebeaufschluss mit Trypsin durchgeführt wurde. Die Anzahl der Herzen pro Verdau schwankte 

zwischen 50 und 70. Die zerkleinerten Gewebestücke wurden mit 9 ml Trypsin-Arbeitslösung 

versetzt und für 10 min unter kontinuierlichem Schwenken auf einer Kippwippe (Desaga SM1, 

Sarstedt, Nümbrecht; Neigungswinkel 15°, 60 Kippbewegungen/min) inkubiert. Anschließend 

wurde der trübe Überstand verworfen. Nach Resuspendieren der Gewebestücke in 10 ml 

Trypsin-Arbeitslösung und einer Inkubation (10 min) unter fortwährendem Schwenken wurde 

der Überstand erstmalig in ein steriles 50 ml-Sammelgefäß, das 2 ml hitzeinaktiviertes FCS zur 

Hemmung der enzymatischen Aktivität des Trypsins enthielt, überführt. Nach Inkubation der 

Gewebestücke mit DNase-Arbeitslösung (9 ml) und Triturieren (weitlumige Pipette, 25-30x) wurde 

der Überstand ebenfalls in das Sammelgefäß überführt. Die Zeiten der weiteren Inkubationen 

mit Trypsin-Arbeitslösung wurden dem Maß der Trübung angepasst, wobei eine maximale Zeit 

von 5 min nicht überschritten wurde. Dieser Wechsel von Proteinverdau und Inaktivierung des 

Trypsins durch in der DNase-Arbeitslösung enthaltenes FCS wurde unter Reduktion der Volumina 

in 0,5 ml Schritten auf 6 ml (Trypsin-Arbeitslösung) bzw. 5 ml (DNase-Arbeitslösung) jeweils 

nach Füllung eines Sammelgefäßes durchgeführt. Während der Präparation wurden die bereits 

isolierten Zellen auf Eis gelagert. Anschließend wurden die Zellen zentrifugiert (60 g, 15 min, 4 °C) 

und pro Sammelröhrchen in 2 ml Nichtkardiomyozyten-Medium (NKM-Medium) resuspendiert 

und vereinigt. Zu dem Sammelvolumen wurde schließlich DNase-Stammlösung (0,8% des 

Gesamtvolumens) hinzupipettiert. Nach Trituration wurden die Zellen erneut pelletiert (60 g, 

15 min, 4 °C). Das Zellpellet wurde in 30 ml NKM-Medium resuspendiert und durch ein Zellsieb 

(Maschengröße: 250 µm) gegeben. Die Zellsuspension wurde auf vier 10 cm-Zellkulturschalen 

verteilt. Das Volumen wurde auf 10 ml pro Schale mit NKM-Medium aufgefüllt und die Zellen für 

ca. 1 h bei 37 °C und 5% CO2 inkubiert. In dieser Zeit adhärierten v.a. die Nichtkardiomyozyten 
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am Kulturschalenboden. Der Überstand, der zu ca. 70% aus Kardiomyozyten bestand, wurde für 

andere Versuche, die nicht Bestandteil dieser Arbeit waren, verwendet. Die Nichtkardiomyozyten 

wurden durch Verdau mit MEF-Trypsin abgelöst und nach Inaktivierung des Trypsins mit doppeltem 

Volumen MEF-Medium verwendet. 

CBFHH: 	 NaCl 136,9 mM, KCl 5,36 mM, MgSO4 70,81 mM, Glucose 

5,55 mM, KH2PO4 0,44 mM, Na2HPO4 70,34 mM, HEPES 

20 mM; lösen in Aqua ad iniectabilia; pH 7,5 

Trypsin-Stammlösung: 	 100 mg Trypsin pro ml CBFHH; bei 4 °C mindestens 12 h 

rotierend lösen; vor Gebrauch steril filtrieren

Trypsin-Arbeitslösung: 	 1,5 ml Trypsin-Stammlösung, 0,7 ml DNase-Stammlösung, 

0,5 ml Penicillin (Stamm: 10.000 U/ml)/Streptomycin 

(Stamm: 10.000 µg/ml)–Mischung, CBFHH ad 50 ml

FCS, inaktiv: 	 FCS wurde bei mehrmaligem Umschwenken 1 h im 

Wasserbad auf 56 °C erhitzt

DNase-Stammlösung: 	 100 mg DNase in 50 ml PBS; steril filtrieren; Lagerung 

bei -20 °C

DNase-Arbeitslösung: 	 1 ml FCS (inaktiviert), 0,7 ml DNase-Stammlösung, 0,5 

ml Penicillin (Stamm: 10.000 U/ml)/Streptomycin (Stamm: 

10.000 µg/ml)–Mischung, CBFHH ad 50 ml

NKM-Medium: 	 DMEM, 10% FCS (inaktiviert), 100 U/ml Penicillin, 100 

µg/ml Streptomycin, 2 mM L-Glutamin

2.6 In vitro-Charakterisierung von EHTs

2.6.1 Isometrische Kontraktionsexperimente mit EHTs 
Nach 28 Kulturtagen wurden die mES-Zell-EHTs zunächst ohne Vordehnung in temperierte (37 

°C), mit Tyrode-Lösung gefüllte Organbäder zwischen ein Haltehäkchen und einen induktiven 

Kraftaufnehmer aufgehängt (Abb. 8) [58]. Die Tyrode-Lösung wurde zur pH-Einstellung (pH 7,4) 

mit Carbogen (95% O2, 5% CO2) begast. Nach einer Äquilibrationszeit von 15 min wurden die 

mES-Zell-EHTs elektrisch stimuliert (Pulsfrequenz 4-8 Hz, Pulsdauer 5 ms, Stromstärke 10% 

über Schwelle, 120-160 mA). Bis zum Erreichen eines stabilen Kraftniveaus wurden die EHTs 

vorgedehnt. Alle Messungen der Kontraktionskraft wurden bei optimaler Vordehnung (Lmax) 

durchgeführt. Neben kumulativen Konzentrationswirkungskurven für Calcium (0,4-2,0 mmol/l) 

wurde das Ansprechen auf ß-adrenerge Stimulation mit Isoprenalin (10-6 mol/l bei 0,4 mmol/l 

Calcium) untersucht. Nach jeder Substanzzugabe wurde bis zum Erreichen eines Äquilibriums 
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mindestens 5 min gewartet, bevor eine weitere Intervention vorgenommen wurde. Die 

Kontraktionskraftmessung der hES-Zell-EHTs erfolgte analog, wobei die Stimulationsfrequenz 

1,5 Hz betrug. Dabei wurden kumulative Konzentrationswirkungskurven für Calcium (0,2-2,8 mmol/

l) und das Ansprechen auf Isoprenalinstimulation (10-6 mol/l bei 0,4 mmol/l Calcium) untersucht. 

Die Erfassung der Daten erfolgte mittels eines PC-gestützten Biomonitoring Systems (BMON, 

Ingenieurbüro G. Jäckel, Hanau). Die Messverstärker wurden vor jeder Messung kalibriert. Die 

Ausgabe der minimalen und maximalen Kraft erfolgte durch die Messsoftware als Mittelwert 

einer Sekunde. Die Kontraktionskraft wurde aus der Differenz von maximaler Kraft und der 

Grundspannung errechnet (Abb. 9). Die Auswertung der Kontraktionskinetik erfolgte in der Regel 

als Anspannungszeit (T1) von 50% Kontraktion bis maximaler Kontraktion, als Relaxationszeit 

(T2) von maximaler Kontraktion bis 50% Relaxation oder als totale Kontraktionszeit (TD) von 50% 

Kontraktion bis 50% Relaxation (Abb. 9).  

Tyrode-Lösung: 	 119,8 mmol/l NaCl, 5,4 mmol/l KCl, 0,2-2,8 mmol/l CaCl2, 1,05 mmol/l MgCl2, 

22,6 mmol/l NaHCO3, 0,42 mmol/l NaH2PO4, 5,05 mmol/l Glucose, 0,05 mmol/l 

Na2EDTA und 0,28 mmol/l Ascorbinsäure in Aqua bidest.

Abb. 8: Isometrisches Kontraktionsexperiment. EHTs wurden zwischen einem Haltedraht und 

einem induktiven Kraftaufnehmer gespannt und elektrisch stimuliert. Maßstab: 1 cm.

Kraftaufnehmer

Reizelektrode
EHT

EHT-Halter

Wassermantel (37 °C)

Begasung

PC/
BMON
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Abb. 9: Darstellung der Kontraktionsparameter anhand einer Einzelkontraktion. T1: 

Anspannungszeit von 50% Kontraktion bis maximaler Kontraktion; T2: Relaxationszeit von 

maximaler Kontraktion bis 50% Relaxation; TD: totale Kontraktionszeit von 50% Kontraktion bis 

50% Relaxation.

2.6.2 Analyse der Kontraktionsfrequenz
Die Spontanfrequenz von mES-Zell- und hES-Zell-EHTs wurde ebenfalls im Rahmen 

der isometrischen Kontraktionsexperimente aufgezeichnet. Darüber hinaus wurde das 

Ansprechen von hES-Zell-EHTs auf chronotrope pharmakologische Stimuli mikroskopisch unter 

Echtzeitaufzeichnung von Bewegungsartefakten (Edge-Detection) per Ein-Zelllinien-Scanning-

Technik mit einem Laser-Scanning-Mikroskop bei 37 °C in HEPES ([2-Hydroxyethyl]piperazin-N-

[2-ethansulfonsäure])-gepufferter Tyrode-Lösung (HEPES-Tyrode-Lösung) bewertet.

HEPES-Tyrode-Lösung: 	 134 mmol/l NaCl, 4 mmol/l KCl, 1,8 mmol/l CaCl2, 1,2 mmol/l MgSO4, 

1,2 mmol/l NaH2PO4, 11,0 mmol/l Glucose, 10,0 mmol/l HEPES in Aqua 

bidest.

2.6.3 Morphologische Untersuchungen
Für lichtmikroskopische und laser-scanning-mikroskopische Analysen wurden EHTs 12-15 h in 

4% Formalin/PBS bei 4 °C fixiert und anschließend 8-12 h in TBS gewaschen. Darauf wurden 

die Proben in Agarose (4%) eingegossen, um die Handhabung der Gewebeproben im weiteren 

Aufbreitungsprozess zu vereinfachen. Für elektronenmikroskopische Analysen wurden EHT-

Fragmente (1x2 mm) in 2,5% Glutaraldehyd/PBS mit 30 mM Butandionmonoxim (BDM) und 0,1 

mM Calcium über Nacht fixiert und anschließend in TBS gewaschen.

[mN]

[ms]

T1

TD

T2

50%

Maximale Kraft

Kontraktionskraft

Grundspannung
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10xTBS:	 Trishydroxymethylaminmethan ultra pure (TBS) 121,14 g, NaCl 180 g in 2000 ml 

aqua dest.; pH 7,4

2.6.3.1 Lichtmikroskopie

Paraffineinbettung

Die in Agarose eingeblockten, fixierten EHTs wurden in einer aufsteigenden Isopropanol-Reihe 

entwässert und in Paraffinblöcke, wie in Tabelle 1 dargestellt, eingebettet.

1. 	70%	 Isopropanol 	 2-3 h	 (oder über Nacht) RT

2. 	80%	 Isopropanol 	 2-3 h RT

3. 	96%	 Isopropanol I 	 2-3 h RT

4. 	96%	 Isopropanol II 	 2-3 h RT

5. 	100%	 Isopropanol I 	 2-3 h RT

6. 	100%	 Isopropanol II 	 2-3 h	 (oder über Nacht) RT

7. 	100%	 Isopropanol III 	 1 h 60 °C

8. Paraffin/Isopropanol 1:1 	 1 h 60 °C

9. Paraffin I 	 2 h 60 °C

10. Paraffin II 	 2 h 60 °C

11. Paraffin III 	 2 h	 (oder über Nacht) 60 °C

12. Ausgießen mit Paraffin 60 °C

Tabelle 1: Protokoll zur Paraffineinbettung 

Paraffinschnitten und H&E-Färbung

Aus den Paraffinblöcken wurden mit einem Mikrotom 4 µm dicke Schnitte angefertigt, die nach 

dem Strecken in einem Wasserbad (52 °C) auf poly-L-Lysin-beschichtete Objektträger aufgezogen 

wurden. Die Paraffinschnitte wurden zunächst für 2 h bei 60 °C inkubiert und danach in Xylol 

entparaffiniert. Die Schnitte wurden in einer absteigenden Ethanol-Reihe gewässert. Nach Färbung 

mit Hämatoxylin und Eosin (H&E) wurden die Schnitte in einer aufsteigenden Ethanolreihe und 

in abschließendem Xylolbad wieder entwässert und mit Eukitt® eingedeckelt (siehe Tabelle 2). 

Morphologische Analysen wurden mit einem Zeiss Axioskop 2 Mikroskop durchgeführt und mit 

einer AxioCamHr Digitalkamera (Zeiss) dokumentiert.
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1. Xylol I 15 min 11.
Leitungswasser, 

fließend
10 min

2. Xylol II 15 min 12. Aqua dest. spülen

3. 	100%	 Ethanol I 5 min 13. Eosinlösung 10 min

4. 	100%	 Ethanol II 5 min 14. Aqua dest. spülen

5. 	 96%	 Ethanol I 5 min 15. 	 96%	 Ethanol I spülen

6. 	 96%	 Ethanol II 5 min 16. 	 96%	 Ethanol II spülen

7. 	 80%	 Ethanol 5 min 17. 	100%	 Ethanol I spülen

8. 	 70%	 Ethanol 5 min 18. 	100%	 Ethanol II spülen

9. Aqua dest. 5 min 19. Xylol 3-5 min

10. Hämalaunlösung 20 min 20. Eindeckeln mit Eukitt®

Tabelle 2: Protokoll zum Eindeckeln von Paraffinschnitten

Poly-L-Lysin-Beschichtung: 	 Objektträger wurden mit Aceton gereinigt, in destilliertem Wasser 

gewaschen, für 30 min bei Raumtemperatur in poly-L-Lysin 

(1 mg/ml) inkubiert, wieder in destilliertem Wassser gewaschen 

und 5-10 h bei 60 °C getrocknet. Die beschichteten Objektträger 

wurden innerhalb einer Woche verwendet.

Eosinlösung (0,1 %): 	 0,5 g Eosin gelblich in 500 ml Aqua dest. lösen; dunkel lagern

Hämalaunlösung nach Mayer: 	 1 g Hämatoxylin in 1000 ml Aqua dest gelöst, 0,2 g NaJO3 und 50 

g KAl(SO4)2 einrühren (blauviolette Lösung), 50 g Chloralhydrat 

und 1 g Zitronensäure zugeben, bis die Lösung rotviolett wird; 

vor Gebrauch filtrieren

Paraffinschnitte und Immunhistochemie

Mikrotomschnitte wurden wie oben beschrieben aus Implantatgewebe angefertigt und nach 

Antigendemaskierung mit einem polyklonalen Anti-GFP-Antikörper (Kaninchen, Verdünnung: 

1:200-1:1000; abcam) markiert (immunhistochemische Färbung durch PD Dr. rer. nat. R. Simon; 

Institut für Pathologie, Universitätsklinikum Hamburg-Eppendorf).
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Toluidin-Färbung

In Agarose eingebettete EHTs wurden mit einem Vibratom geschnitten (150 µm). Diese Schnitte 

wurden in Toluidinblau 0,5% (w/v in 70% EtOH) für 2 h gefärbt und anschließend für 5 min in 

demineralisiertem Wasser entfärbt. Die Dokumentation erfolgte mit einem Zeiss Axioskop 2 

Mikroskop und einer AxioCamHr Digitalkamera (Zeiss).

LacZ-Färbung

Kontrahierende EBs transgener ŬMHC-NIGIL-mES-Zelllinien wurden mit einer Pipette gepickt 

und mit 2%iger Formaldehydlösung, die 0,2% Glutaraldehyd enthielt, fixiert (1 min). Anschließend 

wurden die EBs in PBS gewaschen und für 30 min bei 37 °C in X-Gal-Färbelösung inkubiert. Die 

Dokumentation erfolgte mit einem Zeiss Axioskop 2 Mikroskop und einer AxioCamHr Digitalkamera 

(Zeiss).

Färbelösung:	 2 mM MgCl2, 5 mM K3[Fe(CN)6], 5 mM K4[Fe(CN)6] in PBS

X-Gal-Färbelösung:	 1 mg/ml X-Gal (5-Bromo-4-chloro-3-indolyl-beta-D-galactopyranosid; 

gelöst als 40 mg/ml in DMSO) in Färbelösung bei 37 °C 

2.6.3.2 Konfokale Laserscanning Mikroskopie

Immunfluoreszenzfärbung

Vibratomschnitte (100 µm) wurden laut Protokoll in Tabelle 3 immunfluoreszenzmarkiert. Die 

Proben wurden mit Triton X-100 permeabilisiert. Unspezifische Bindungsstellen wurden durch 

Inkubation mit FCS und bovinem Serumalbumin (BSA) belegt.

Blocklösung: 	 10% FCS, 1% BSA, 0,5% Triton X-100, 0,05% Thimerosal in TBS

Antikörperlösung: 	 1% BSA, 0,5% Triton X-100, 0,05% Thimerosal in TBS

Mowiol 4-88: 	 12 g Mowiol 4-88 in 30 ml H2O lösen, 60 ml 0,2 M Tris-Puffer (pH 8,5) 

zugeben, über Nacht bei RT rühren, auf 90 °C für 45 min erhitzen, auf  

50 °C abkühlen lassen, 30 g fluoreszenzfreies Glycerin einrühren; pH 8,5; 

Lagerung bei -20 °C
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1. Blocklösung RT 1 h

2. TBS RT 5 min

3. Primärer Antikörper 4 °C über Nacht in einer Feuchtkammer

4. TBS RT 4x10 min

5. sekundärer Antikörper RT 2 h in einer Feuchtkammer

6. TBS RT 4x10 min

7.
Eindeckeln mit Mowiol 

4-88

bei 4 °C im 

Dunkeln lagern

Tabelle 3 : Protokoll der Immunfluoreszenzfärbung

Für die Immunfluoreszenzfärbungen wurde folgender primärer Antikörper verwendet:

Anti-Ŭ-sarkomerisches Aktinin (Maus, IgG1, Klon EA-53, Verd¿nnung 1:800; Sigma)

Folgender sekundärer Antikörper wurde verwendet:

Anti-Maus IgG (Ziege; Label: Alexa 488, Verdünnung: 1:800; Molecular Probes)

2.6.3.3 Ultrastrukturanalyse mittels Elektronenmikroskopie
Glutaraldehyd-fixierte Präparate wurden für 2 h bei RT in 1% Osmiumtetroxyd und 1,5% 

Kaliumhexacyanoferrat III/PBS postfixiert. Nach erneutem Waschen in PBS über Nacht bei 4 

°C wurden die Präparate in einer aufsteigenden Ethanol-Acetonreihe dehydriert und in Epon 

mit 2% 2,4,6-Tris(dimethylaminomethyl)phenol (DMP30) eingegossen (s. Tabelle 4). Nach 

Anfertigung von ultradünnen Schnitten (50 nm) und Aufziehen der Schnitte auf Kupfergitter 

wurden die Schnitte mit 10% Uranylacetat in 40% Ethanol (10 min, RT) und 2,8% Bleicitrat in 

0,16 molarer NaOH (5 min, RT) kontrastiert. Nach Spülen mit Wasser wurden die Präparate mit 

einem Transmissionselektronenmikroskop (Zeiss Leo 906 EM) betrachtet.
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1. 	2,5%	 Glutaraldehyd in PBS über Nacht 	 4	°C

2. 		  PBS über Nacht 	 4	°C

3.
	 1%	 Osmiumtetraoxyd +

	1,5%	 Kaliumhexacyonoferrat (III) in PBS
	 2	 h RT

4. 		  PBS 	 3x10	 min RT

5. 		  PBS über Nacht 	 4	°C

6. 	 70%	 Ethanol 	 1	 h RT

7. 	 80%	 Ethanol 	 30	 min RT

8. 	 90%	 Ethanol 	 30	 min RT

9. 	100%	 Ethanol 	 2x30	 min RT

10. 	 50%	 Aceton in Ethanol 	 30	 min RT

11. 		  Aceton 	 30	 min RT

12. 	 33%	 Epon in Aceton 	 30	 min RT

13. 	 66%	 Epon in Aceton 	 30	 min RT

14. 		  Epon mit 2% DMP 30 I über Nacht 	 4	°C

15. 		  Epon mit 2% DMP 30 II über Nacht 	60	°C

16. 		  Epon mit 2% DMP 30 III über Nacht 	80	°C

Tabelle 4: Protokoll zur Eponeinbettung für TEM-Untersuchungen

2.6.4 Quantifizierung des RNA- und DNA-Gehalts von mES-Zell-EHTs

2.6.4.1 RNA-Isolation aus mES-Zell-EHTs
Die EHTs wurden einmal mit PBS gewaschen, mit 600 µl TRIzol® versetzt und auf Eis 

homogenisiert (Polytron®). Das Homogenat wurde mit 120 µl Chloroform vermischt und für 15 sec 

gevortext. Nach einer Inkubationszeit von 3 min bei RT wurden die Proben zur Beschleunigung 

der Phasenauftrennung zentrifugiert (4 °C, 15 min, 12.000 g). Die wässrige Phase, die die RNA 

enthielt, wurde vorsichtig in ein neues Gefäß überführt. Die phenolische Phase und die Interphase 

wurden für die anschließende DNA-Präparation auf Eis aufbewahrt. Der wässrige Überstand 

wurde mit 600 µl eisgekühltem Isopropanol versetzt, kurz gevortext und 10 min bei RT inkubiert. 
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Die RNA wurde pelletiert (12.000 g, 4 °C, 10 min), der klare Überstand verworfen und das Pellet 

in 75% Ethanol gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation (7.500 g, 4 °C, 5 min) wurde das Pellet 

bei RT für 5-10 min getrocknet. Das Präzipitat wurde in 10 µl DEPC-Wasser gelöst und 10 min bei 

60 °C zur Lösung von RNA-Doppelsträngen erwärmt. Danach wurden die Proben direkt auf Eis 

gestellt. Die photometrische Bestimmung der RNA-Konzentration erfolgte bei einer Wellenlänge 

von 260 nm. Als Reinheitskontrolle der RNA wurde gleichzeitig die optische Dichte bei 280 nm 

(Absorptionsmaximum für Proteine) bestimmt und der Quotient OD 260/280 gebildet. Dieser sollte 

zwischen 1,8 und 2 liegen. Die Lagerung der isolierten RNA erfolgte bis zur weiteren Verwendung 

bei -80 °C.

DEPC-Wasser:	 1 ml Diethylpyrocarbonat (DEPC) auf 1 l H2O (0,1%) über Nacht bei RT  

unter ständigem Rühren lösen; autoklavieren 

2.6.4.2 DNA-Isolation aus mES-Zell-EHTs
Die DNA-Präparation erfolgte im Anschluss an die RNA-Isolation aus der phenolischen Phase. 

Nach vollständigem Entfernen der hydrophilen Phase (RNA-haltig) wurde die phenolische Phase 

mit 240 µl Ethanol (100%) versetzt. Nach mehrfacher Inversion wurde die Mischung für 3 min 

bei RT inkubiert und die DNA pelletiert (2.000 g, 4 °C, 5 min). Das DNA-Pellet wurde in 1,2 ml 

75% Ethanol aufgenommen und im Schüttelinkubator inkubiert (1.200 U/min, 20 min). Darauf 

wurde die DNA mittels Zentrifugation (2.000 g, 5 min, 4 °C) pelletiert. Der Überstand wurde 

dekantiert und die Pellets 15 min luftgetrocknet. Anschließend wurden die Pellets in 500 µl 8 

mM NaOH (pH 9) über Nacht bei 37 °C und 1.200 U/min im Schüttelinkubator resuspendiert. Die 

Konzentrationsbestimmung erfolgte photometrisch bei 260 nm. Die Proben wurden bei -20 °C 

gelagert.

2.7 Implantation von hES-Zell-EHTs

2.7.1 Narkose
Die Versuchstiere (männliche Wistar-Ratten, 300 g) wurden kurz mit CO2 betäubt und anschließend 

durch Intubation mittels Isofluran-Inhalationsnarkose anästhesiert. Als Trachealtubus diente 

eine 18 G Venenverweilkanüle. Nach Intubation unter Sicht wurde die Narkose unter Isofluran 

(2%) fortgesetzt. Der korrekte Sitz des Tubus wurde durch Beobachtung eines regelmäßigen 

und beidseitigen Hebens und Senkens des Brustkorbs verifiziert. Die Beatmungsfrequenz 

betrug 48/min, der Gasvolumenfluss 0,5 l/min, der zeitliche Anteil der Inspiration 40% und der  

Beatmungsdruck zu Beginn der Implantation 120 mbar. Die Extremitäten wurden in 

Rückenlage fixiert, Bauch- und Brusthaare entfernt und das Operationsgebiet desinfiziert. Die 
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Körperkerntemperatur der Tiere wurde während des gesamten Eingriffs durch eine Wärmeplatte 

konstant bei 37 °C gehalten.

2.7.2 EHT-Implantation
Nach Narkoseeinleitung erfolgte der Zugang zum Herzen über eine linkslaterale Thorakotomie. 

Dabei wurde zunächst eine 3 cm große Hautinzision am Rand des M. cutaneus trunci durchgeführt. 

Anschließend wurde sowohl der M. cutaneus trunci als auch der M. latissimus dorsi entlang 

der Faszien mobilisiert und mit Haken nach kranial bzw. kaudal fixiert. Die Mm. intercostales 

wurden zwischen vierter und fünfter Rippe durchtrennt, die Pleura eröffnet und ein Retraktor 

in die Thoraxöffnung zwischen die Rippen gesetzt und gespannt. Das Herz wurde mobilisiert 

und das Perikard sorgfältig mit einer chirurgischen Pinzette entfernt. Pro Herz wurde ein hES-

Zell-EHT nach siebentägiger Kultur auf statischen Dehnungsvorrichtungen anterior-apikal 

aufgebracht und mit 2 Einzelknopfnähten (5-0 Ethibond®, Ethicon) direkt auf dem Herzmuskel 

fixiert. Anschließend wurde vorhandenes Blut mit einem Tupfer aus dem Thorax entfernt. Der 

Thorax wurde mit zwei doppelten chirurgischen Knoten in maximaler Inspiration bei einem auf 

180 mbar erhöhten Beatmungsdruck dicht geschlossen, um einen postoperativen Lungenkollaps 

zu vermeiden. Zusätzlich wurden zum Wundverschluß eine Muskelnaht und eine fortlaufende 

Hautnaht vorgenommen. Zur Entlastung des Herzens wurde den Tieren 1,6 mg/kg KG Furosemid 

intraperitoneal injiziert. Nach Einsetzen der Spontanatmung wurden die Versuchstiere extubiert 

und in Einzelkäfigen bei Wasser und Futter ad libitum gehalten. Die gesamte Operation von 

Einleitung bis Ausleitung der Narkose dauerte durchschnittlich 30 min. Alle Versuchstiere 

überlebten die EHT-Implantation.

2.7.3 Immunsuppression
Den Versuchstieren wurde täglich eine Immunsuppression, bestehend aus 5 mg/kg KG Ciclosporin 

A, 2 mg/kg KG Azathioprin und 2 mg/kg KG Methylprednisolon, verabreicht. Die Substanzen 

wurden kurz vor der Operation und dann täglich subkutan mit einer 1 ml Insulinspritze in einer 

CO2–Kurznarkose verabreicht.

2.7.4 Explantation
Die Explantation der Implantate erfolgte 7 bzw. 21 Tage nach Implantation. Die Tiere wurden 

dafür erneut mit Isofluran narkotisiert. Bei Öffnung des Thorax wurden Verwachsungen vorsichtig 

gelöst, oder das Herz mit Implantat und Thoraxwand en bloc entfernt. Die Explantate wurden 

kurz in PBS gewaschen und zur weiteren histologischen Aufarbeitung in 4% Formalin/PBS fixiert 

(4 °C, 12 h). 
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2.8 Statistik
Alle angegebenen Werte sind mit dem Computerprogramm Excel berechnete arithmetische 

Mittelwerte±SEM. Die statistische Signifikanz wurde mit dem 2-seitigen Student-t-Test für 

verbundene oder unverbundene Stichproben oder per ANOVA mit Bonferroni bzw. Dunnett post 

hoc-Test ermittelt. Ein p-Wert niedriger als 0,05 wurde als signifikant angenommen. „n“ bezeichnet 

die Anzahl unabhängiger Experimente.

2.9 Material

2.9.1 Substanzen
•	 Aceton, Apotheke Roth, Deutschland

•	 Agarose, Invitrogen, Deutschland

•	 Ampicillintrihydrat, Serva, Deutschland

•	 Aqua ad injectabilia (bidestilliert, deionisiert, pyrogenfrei), Pharmacia & Upjohn GmbH, 

Deutschland

•	 Ascorbinsäure, Merck, Deutschland

•	 Azathioprin, Imurek®, GlaxoSmithKline, Deutschland

•	 Bacto Trypton, Becton Dickinson, USA

•	 Bacto Yeast-Extract (Hefe-Extrakt), Becton Dickinson, USA

•	 BigDye Terminator Ready Reaction Mix, Applied Biosystems, Deutschland

•	 Bovines Serumalbumin (BSA), Sigma Chemical Co., USA 

•	 Bovines Serumalbumin (BSA), 100x, NEB, USA

•	 5-Brom-4-chlor-indolyl-ß-D-galaktosid (X-Gal), Sigma, Deutschland

•	 Calf intestinal alkaline phosphatase (CIP), NEB, USA

•	 Calciumchlorid (CaCl2), Merck, Deutschland

•	 Carbacholhydrochlorid, Sigma Chemical Co., USA

•	 Carbogengas (95% O2, 5% CO2), Linde AG, Deutschland

•	 Chick embryo extract, Hühnerembryonenextrakt, CEE, eigene Herstellung

•	 Chloroform, Merck, Deutschland

•	 Ciclosporin A, Sandimmun®, Novartis, Deutschland

•	 4',6-Diamidino-2-phenylindol (DAPI), Sigma, Deutschland

•	 Dimethylsulfoxid (DMSO), Sigma, Deutschland

•	 DMEM, Gibco-BRL, Deutschland

•	 DNA ladder, 1 kb, NEB, USA

•	 DNA ladder, 100 bp, NEB, USA

•	 dNTP-Mix, MBI Fermentas, USA
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•	 D-PBS, Gibco, Deutschland

•	 Eosin G, gelblich, Merck, Deutschland

•	 Ethanol, Apotheke Roth, Deutschland

•	 Ethidiumbromid-Lösung, wässrig, 1%, Fluka, Deutschland

•	 Ethylendiamintetraessigsäure-di-Natriumsalz (Na2EDTA; Titriplex® III), Merck, Deutschland

•	 ExpressHyp Hybridisierungslösung, BD Bioscience, Deutschland

•	 Fetales Kälberserum (FCS), 0,1 µm steril filtriert, Gibco, Deutschland

•	 Formaldehyd, säurefrei mindestens 37%, Merck, Deutschland

•	 Formalin Solution Roti Histofix 4%, Carl Roth, Deutschland

•	 Furosemid, Lasix® 20 mg Injektionslösung, Aventis Pharma, Deutschland

•	 Gelatine, Sigma, Deutschland

•	 Geneticinsulfat (G418), Gibco, Deutschland

•	 Glucose, Merck, Deutschland

•	 Glutamin (100x=200 mM), Gibco-BRL, Deutschland

•	 Glycerol, Merck, Deutschland

•	 Glycin, fluoreszenzfrei, Sigma Chemical Co, USA

•	 Hämatoxylin, Sigma Chemical Co, USA

•	 Harbor Extracellular Matrix, TEBU GmbH, Deutschland

•	 Hybridisierungslösung ExpressHyb Solution, BD Bioscience, USA

•	 Hydrogenchlorid (HCl), Merck, Deutschland

•	 [2-Hydroxyethyl]piperazin-N-[2-ethansulfonsäure] (HEPES), Sigma Chemical Co., USA

•	 Hygromycin, Sigma, Deutschland

•	 Isofluran, Baxter International Inc, USA

•	  (±)-Isoprenalin-HCl, Sigma Chemical Co, USA

Å	 Isopropyl-ɓ-D-thiogalactopyranosid (IPTG) Sigma, Deutschland

•	 Isopropranolol, Merck, Deutschland

•	 Kaliumhexacyonoferrat III, Sigma, Deutschland

•	 Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4), Merck, Deutschland

•	 Leukemia Inhibitory Factor (LIF),107 U/ml, Esgro Chemicon, Deutschland  

•	 Litiumchlorid (LiCl), Merck, Deutschland

•	 Loading dye, 6x, Fermentas, Deutschland

•	 Mega prime DNA Labeling System, Amersham, Deutschland

•	 Magnesiumchlorid (MgCl2), Merck, Deutschland

•	 Magnesiumsulfat (MgSO4), Merck, Deutschland

•	 Methanol, Merck, Deutschland

•	 MEM, non-essential amino acids, Gibco, Deutschland

•	 2- Mercaptoethanol, Gibco, Deutschland
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•	 Methylprednisolon, Urbason®, Aventis, Deutschland

•	 Mineralöl, Sigma, Deutschland

•	 Minimal Essential Medium (MEM), Gibco BRL, Life Technologies LTD, Schottland 

•	 Mitomycin C, Sigma, Deutschland

•	 Mowiol 4-88, Calbiochem, Deutschland

•	 Natriumchlorid (NaCl), Merck, Deutschland

•	 Natriumhydrogenphosphat (Na2HPO4), Merck, Deutschland

•	 Natriumhydroxid (NaOH), Merck, Deutschland

•	 Natriumpyruvat, Gibco, Deutschland

•	 NEBuffer 1-4, NEB, USA

•	 NucleoSpin plasmid isolation kit, Macherey & Nagel, Deutschland

•	 Osmiumtetroxyd, Sigma Chemical Co, USA

•	 32P-dCTP, Amersham, Deutschland

•	 Penicillin/Streptomycin (100x; P/S), Gibco-BRL, Deutschland

•	 Pferdeserum, Gibco-BRL, Deutschland

•	 PrimeSTAR HS DNA Polymerase, Takara Bio Europe, Frankreich

•	 Prime-IT RmT Random Primer Labeling Kit, Amersham, Deutschland

•	 Puffer P1, P2, P3, Qiagen, Deutschland

•	 Qiaquick Gel Extraction Kit, Qiagen, Deutschland

•	 Sodium-dodecyl-sulfat (SDS), Sigma Chemical Co, USA

•	 T4 DNA Ligase, NEB, USA

•	 T4 DNA Ligase buffer, NEB, USA

•	 Thimerosal, Sigma Chemical Co, USA

•	 Tissue freezing medium (Tissue Tec®), Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, Deutschland

•	 Topo® Cloning Vector, Invitrogen, Deutschland 

•	 2,4,6-Tris(dimethylaminomethyl)phenol (DMP30), Sigma, Deutschland

•	 Trishydroxymethylaminmethan (Tris), Merck, Deutschland

•	 Triton-X 100, Fluka, Deutschland

•	 Trypsin EDTA, Gibco, Deutschland

•	 Xylol, Roth, Deutschland

Alle verwendeten Substanzen verfügten über den höchsten im Handel erhältlichen 

Reinheitsgrad.

2.9.2 Hilfsmittel und Geräte
•	 Agarose GEL Electrophoresis System Sub-Cell GT, Bio-Rad Laboratories, USA

•	 Autoklav, Wesarg, Medizintechnik, Deutschland
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•	 Brutschrank, Hera cell 240, Heraeus Instruments, Deutschland

•	 Brutschrank, BBD 6220 Heraeus Instruments, Deutschland

•	 Cell Counter CASY, Schärfe System, Deutschland

•	 Chirurgische Fäden, Ethicon Prolene, Johnson-Johnson Intl, Belgien

•	 Chromatographierpapier 3MM Whatman, Schleicher & Schuell, Deutschland

•	 Curix cassette 35X43 cm, AGFA-GEVAERT, USA

•	 Einfriergefäße 1,8 ml, Nunc, Deutschland

•	 Einwegspritzen, Injekt 10 ml, 20 ml, B.Braun Melsungen AG, Deutschland

•	 Elektroporationsküvette, BioRad Laboratories, USA

•	 Eppendorf Safe Lock Reaktionsgefäße, Deutschland

•	 Feinanalysewaage, Mettner H51, Deutschland

•	 Fluoreszenzmikroskop, Axioplan mit Kamera, Carl Zeiss, Deutschland

•	 Fuji Imaging Plate 23X40 cm, FUJI, Deutschland

•	 Gene Pulser II Bio-Rad Laboratories, USA

•	 GeneScreen plus Membran NEF 1017, NEN, USA

•	 Heizplatte, FMI EHE-3501, Föhr Medical Instruments GmbH, Deutschland

•	 Hybridization Bottles HB-OV-BM, Thermo EC, USA

•	 Hybridization mini oven MKII HYBAID, Thermo EC, USA

•	 Isofluran Vapor 19,3; Drägerwerk AG, Deutschland

•	 Konfokales Laser Scanning Mikroskop, LSM 510 Meta auf Axiovert 100, Zeiss, Deutschland

•	 Kraftaufnehmer, Ingenieurbüro G. Jäckel, Deutschland

•	 Kryotom, CM 3050S, Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, Deutschland

•	 Kühlzentrifuge Modell J-6B mit Schwenkbecherrotor 5200, Beckman Instruments Inc., USA

•	 Kulturschalen, Nunc, Deutschland

•	 Kulturschalen (Polymethylpenten), Nalge Co, Nalgene Labware Div., USA

•	 Mikroskop, Labovert, Leitz, Deutschland 

•	 Mikroskop, Axioplan, Carl Zeiss, Deutschland

•	 Mikrowelle, SHARP, Deutschland

•	 Multikanalpipetten, 8 und 12 Kanäle, Deutschland

•	 Neubauer-Zählkammer, Glaswarenfabrik Karl Hecht KG "Assistent", Deutschland

•	 Nitrozellulosemembran Protan BA85, 0,45 µm, Schleicher & Schuell, Deutschland

•	 Parafilm, American National, USA

•	 Pasteur Pipetten, Brand GmbH, Deutschland

•	 pH-Meter, Knick GmbH, Deutschland

•	 Phospho Imager FLA 3000, Fujifilm, Deutschland

•	 Pipetten 10 µl, 100 µl und 1000 µl, Sarstedt, Deutschland

•	 Pipetten, 10 ml , wide tip with plug, Becton Dickinson Labware, USA
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•	 Pipetten (serologisch), 1 ml, 2 ml, 5 ml, 10 ml, 25 ml, Sarstedt, Deutschland

•	 Pipettenspitzen, Sarstedt, Deutschland

•	 Pipettierhilfe, pipettus-akku, Hirschmann Laborgeräte, Deutschland

•	 Power Pac Basic supply, Bio-Rad Laboratories, USA

•	 Präparationsbesteck, Hammacher Instrumente, Deutschland

•	 Rotationsmikrotom, Leica RM 2125 RT, Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, Deutschland

•	 Sephadex G-50 Spin Säulen, Amersham Pharmacia Biotech, Deutschland

•	 Silikon, Dow Corning GmbH, Deutschland

•	 Skalpell, sterile Skalpellklinge, Bayha, Deutschland

•	 Sterilbank, Lamin Air HB 2448, Heraeus Instruments, Deutschland

•	 Sterilfilter (0,2 µm), einmal Filterhalter, Schleicher & Schuell, Deutschland

•	 Sterilfilter (0,22 µm), Steritop, Vakuumfilter, Millipore, USA  

•	 Thermomixer, Eppendorf, Deutschland

•	 Transmissions Elektronen Mikrospkop, TEM, Zeiss Leo 906 EM, Carl Zeiss, Deutschland

•	 Ultracut, UCT, Leica Mikrosysteme Vertrieb GmbH, Deutschland

•	 Ultrazentrifuge Centricon T-2170, Kontron Instruments, Deutschland

•	 Venenverweilkanüle, Vasofix Braunüle, B.Braun Melsungen AG, Deutschland

•	 Vortex Typ REAX 1, Heidolph, Deutschland

•	 Waage, OHAUS GT410, Florham Peak, USA

•	 Waage, PM 480 Delta Range, Mettler Instruments, Deutschland

•	 Wasserbad, GfL m.b.H., Deutschland

•	 Wasserbad, Medax Nagel GmbH, Deutschland

•	 Zellsieb, 60 mesh (250 µm), CD-1 Sieb, Sigma Chemical Co, USA 

•	 Zentrifugierröhrchen 15 ml, 50 ml, Sarstedt, Deutschland
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3. Ergebnisse

3.1 Etablierung der mES-Zell-Kultur
mES-Zellen (R1-Linie [90]) können ausschließlich im undifferenzierten Zustand propagiert werden. 

Hierfür sind die Zugabe des Zytokins LIF und die Kultur auf MEFs essentiell. LIF ist kommerziell 

erhältlich (ESGRO® Chemicon). MEFs wurden in der Regel frisch aus Mausembryonen präpariert. 

Im Rahmen dieser Arbeit sollte LIF zunächst durch Translation gewonnen werden, um die Kosten 

für die mES-Zellkulturen zu reduzieren.

3.1.1 Translation des LIF-Proteins
Durch Translation von LIF-GST in Escherichia coli (DH5Ŭ) konnten in zwei Prªparationen 

insgesamt 368 µg LIF-Protein hergestellt werden. Mittels SDS-PAGE und anschließender 

Coomassie-Färbung wurde die Qualität der LIF-Herstellung überprüft (Abb. 10). Dabei zeigten 

sich die erwartete Molekülgröße von 20 kD sowie eine Reinheit des LIF-Proteins von ca. 95% in 

den beiden Präparationen.

Abb. 10: Auftrennung von Bakterienlysaten durch SDS-PAGE und anschließende Coomassie-

Färbung nach Translation von LIF-GST in E.coli (DH5Ŭ). (A) Proteingemische aus den ¦berstªnden 

(Ü1-Ü4), die während der Waschschritte bei der LIF-Herstellung entstanden sind. Darin sollte 

kein oder nur wenig LIF enthalten sein. (B) LIF-Fraktionen (F1-F6) nach Thrombinbehandlung zur 

Freisetzung des LIFs von der Glutathion-Agarose. S: Größenstandard.
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