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1. Einführung 
 
1.1. Entwicklungsbedingte Erkrankungen des menschlichen Herzens 
Eine normale Entwicklung des embryonalen und fetalen Herzens ist essentiell für ein 
funktionsfähiges Organ bei der Geburt und bestimmt damit maßgeblich die unmittelbare aber 
auch die langfristige Herz-Gesundheit des Kindes. Dabei sind zunächst frühe Prozesse wie 
die Spezifizierung von kardialen Vorläuferzellen im embryonalen Mesoderm nach der 
Gastrulation sowie die koordinierten Abläufe von Zellmigration, Proliferation und 
Differenzierung bei der Bildung des primitiven Herzschlauches wichtig. Nicht minder komplex 
ist das folgende Looping des Herzens zur Formierung der Herzschleife, gefolgt von 
Umbauprozessen wie Septierung der Ventrikel und Vorhöfe, Ausbildung der Herzklappen 
und Strukturierung des Ausflusstraktes (siehe Kapitel 1.2.). Parallel zu den morphologischen 
Veränderungen findet ein stetiges Größenwachstum des pränatalen Herzens statt, um bis 
zur Geburt ein funktionsfähiges und normal großes Organ zu bilden (siehe Kapitel 1.3.). 
Bei Betrachtung der komplexen Abläufe der embryonalen und fetalen Herzentwicklung wird 
klar, dass diese anfällig für die unterschiedlichsten pathologische Einflüsse sind. Diese 
können sowohl genetisch bedingt sein und damit vom Embryo bzw. Fötus selbst ausgehen, 
aber auch durch ungünstige intrauterine Bedingungen ausgelöst sein, die vom mütterlichen 
Organismus oder von Umwelteinflüssen verursacht werden (siehe Kapitel 1.4.2.). Nicht von 
ungefähr stellen angeborene Herzfehler die häufigste entwicklungsbedingte Fehlbildung des 
Menschen dar (1). Zwar variieren die genauen Inzidenzen angeborener Herzfehler je nach 
Studie zwischen 4 und 50 Fälle pro 1000 Lebendgeburten (2), große Meta-Analysen legen 
jedoch eine Zahl von ~9 Fällen pro 1000 Lebendgeburten nahe (3, 4). Damit  ist beinahe 1% 
aller Neugeborenen mit Fehlbildungen des Herzens belastet, Zahlen die auch in Deutschland 
bestätigt wurden (5). Die Zahl der insgesamt betroffenen Schwangerschaften liegt sogar 
deutlich höher, da hier zusätzlich Totgeburten oder Aborte einbezogen werden müssen, bei 
denen die Rate an kardialen Fehlbildungen bei bis zu 10% liegt (6). 
Unter den angeborenen Herzfehlern dominieren strukturelle Fehlbildungen, die nach der 
Geburt zu einem Blutfluss vom linken in den rechten Kreislauf (Links-Rechts-Shunt) führen, 
wie ventrikuläre Septumdefekte (VSD), atriale Septumdefekte (ASD) oder ein persistierender 
Ductus arteriosus (PDA). Weiterhin relativ häufig treten Obstruktionen des Ausflusstraktes 
und somit der Herzklappen oder der nachgeschalteten Gefäße auf (z.B. Pulmonal- oder 
Aortenklappenstenose, Aortenisthmus-Stenose). Weniger häufig sind schwerwiegende und 
komplexe Fehlbildung, wie die Fallot-Tetralogie, Transposition der großen Gefäße, 
Hypoplastisches Linksherzsyndrom oder der „Double Outlet Right Ventricle“ (4). Für einige 
der strukturellen Herzfehler konnten genetische Ursachen identifiziert werden (7), in vielen 
Fällen ist die Pathogenese aber komplex und in ihrer Gesamtheit nicht komplett verstanden. 
Es wird vermutet, dass eine Reihe von intrauterinen Faktoren und Umwelteinflüssen an der 
Entstehung angeborener Herzfehler beteiligt sind (8, 9). Wie diese Effekte auf molekularer 
und zellulärer Ebene jedoch zur Erkrankung führen, ist meist unklar. 
Neben den strukturellen Herzfehlern können sich Fehlentwicklungen des embryonalen oder 
fetalen Herzens auch in frühkindlichen Kardiomyopathien äußern (10, 11). Hierbei werden, 
wie im adulten Herzen auch, sowohl dilatative, hypertrophe und restriktive als auch „Non 
Compaction“ Kardiomyopathie-Formen beobachtet. Die Pathogenese kindlicher 
Kardiomyopathien kann nach einer normalen intrauterinen Entwicklung erst nach der Geburt 
einsetzen, unter anderem durch die Verabreichung von Medikamenten (z.B. Chemotherapie 
bei Krebserkrankungen), durch inflammatorische Prozesse (z.B. Virus-Myokarditis) oder 
sekundär bedingt bei anderen Grunderkrankungen (10). Ein erheblicher Teil kindlicher 
Kardiomyopathien ist jedoch genetisch bedingt, wobei vor allem Mutationen in Genen 
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identifiziert wurden, die auch Kardiomyopathien im Erwachsenenalter auslösen können. 
Hierzu zählen vor allem Gene, die für verschiedene Sarkomer-Komponenten (z.B. Troponin, 
Tropomyosin, schwere und leicht Myosin-Ketten, etc.), Zell-Zell-Kontakte wie Desmosomen 
(z.B. Desmocollin), Intermediär-Filamente (z.B. Desmin) oder Proteine der nukleären 
Membran (z.B. Lamin A/C) kodieren (10, 12). Hinzu kommen syndromale Kardiomyopathien 
als Bestandteil von „RASopathien“ (z.B. Noonan-Syndrom) oder metabolischen Syndromen, 
wie Glykogen-Speicher-Krankheiten (z.B. Morbus Pompe) oder mitochondrialen 
Erkrankungen (z.B. MELAS-Syndrom). Bei der Pathogenese von genetisch bedingten 
Kardiomyopathien stellt sich die Frage, wieso Mutationen in demselben Gen bei einem 
Patienten zur Erkrankung im Erwachsenenalter, bei einem anderen aber schon im frühen 
Kindesalter führen. Derartige Genotyp/Phänotyp-Korrelationen sind oft nicht eindeutig 
nachvollziehbar (13). Das Phänomen deutet aber darauf hin, dass es verschiedene 
Einflussfaktoren gibt, die bei derselben Mutation die Ausprägung des Phänotyps bestimmen. 
Hierzu zählen zum einen genetische Modifikatoren, also begleitende, oft komplexe 
genetische Konstellationen oder Mutationen in regulatorischen Genen oder DNA-
Abschnitten. Auf der anderen Seite spielen vermutlich aber auch Umwelteinflüsse eine Rolle, 
wobei der pränatalen Entwicklung möglicherweise eine entscheidende Bedeutung zukommt 
(14). Ungünstige Wachstumsbedingungen im Uterus, beispielsweise bedingt durch 
mütterliche Erkrankungen, Mangel- oder Fehlernährung oder eine Plazenta-Insuffizienz, 
können die Entwicklung des embryonalen und fetalen Herzens negativ beeinflussen, so dass 
es bei einer genetischen Prädisposition zu einer frühen oder schwereren Ausprägung einer 
Kardiomyopathie nach der Geburt kommt. 
Generell spielt die intrauterine Umgebung eine wichtige Rolle bei der Pathogenese von 
Herzerkrankungen nach der Geburt und im Erwachsenenalter. Veränderungen des 
embryonalen und fetalen Wachstums, sowohl im Sinne einer Verlangsamung (Restriktion) 
als auch einer Beschleunigung, haben Auswirkungen auf die Herzgesundheit im weiteren 
Verlauf des Lebens. Dieses als „Fetal“ oder „Developmental Programming“ bezeichnete 
Phänomen wird heutzutage als eigenständiger Risikofaktor für die Entstehung verschiedener 
chronischer Erkrankungen im Erwachsenenalter angesehen, darunter Diabetes mellitus Typ 
2, Bluthochdruck und koronare Herzerkrankung (siehe Kapitel 1.4.1.). Vor allem ein 
reduziertes Geburtsgewicht nach intrauteriner Wachstumsrestriktion ist mit einer erhöhten 
Mortalität durch kardiovaskuläre Erkrankungen assoziiert. Ein weiteres Szenario, bei dem 
Kinder unterentwickelt zur Welt kommen, sind Frühgeburten. Hierbei werden intrauterine 
Wachstumsprozesse zu einem Zeitpunkt abgebrochen, an dem die Entwicklung 
verschiedener Organsysteme teilweise noch nicht abgeschlossen ist. Welche Auswirkungen 
eine frühzeitige Exposition des Kindes gegenüber einer extrauterinen Umgebung für das 
Herz hat, ist nur in Ansätzen verstanden. Man muss aber davon ausgehen, dass ein 
vorzeitiger Abbruch des intrauterinen kardialen Wachstums Folgen für das Herz im weiteren 
Verlauf des Lebens hat (siehe Kapitel 2.3.3.). 
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass die embryonale und fetale Herzentwicklung 
sowie das intrauterine kardiale Wachstum eine hohe klinische Relevanz für die Pathogenese 
und den Verlauf verschiedener angeborener, kindlicher und auch adulter Herzerkrankungen 
hat. Ein besseres Verständnis der zugrundeliegenden molekularen und zellulären 
Mechanismen birgt daher ein großes Potential für ihre Prävention und Therapie. 
 
1.2. Embryonale und fetale Entwicklung des Herzens 
Um die Pathogenese von angeborenen und frühkindlichen Erkrankungen des Herzens zu 
verstehen, muss man sich die Stadien und morphologischen Meilensteine der embryonalen 
und fetalen Herzentwicklung vor Augen führen (15). Da entwicklungsbiologische Prozesse 
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aus ethischen Gründen beim Menschen nur eingeschränkt untersucht werden können, 
werden vor allem Modellorganismen wie die Maus herangezogen. Die Spezifizierung der 
ersten kardialen Vorläuferzellen der Maus beginnt etwa am Tag 7 nach Befruchtung der 
Eizelle (7.5 dpc = days post coitum) nach durchlaufener Gastrulation in der dreiblättrigen 
Keimscheibe (15, 16). In diesem Stadium bilden sich auf beiden Seiten der Mittellinie im 
lateralen Mesoderm Zellen, die kardiale Transkriptionsfaktoren wie Nkx2.5, GATA4 oder 
TBX5 exprimieren. Am kranialen Ende fusionieren die bilateralen Zellpopulationen, so dass 
sie eine charakteristische Halbmond-Form annehmen, was auch als „Cardiac Crescent“ 
bezeichnet wird (siehe Abbildung 1). Diese erste Population an kardialen Vorläuferzellen, die 
später vor allem die Strukturen des linken Ventrikels sowie Teile des interventrikulären 
Septums und der Vorhöfe bilden, wird auch als primäres Herzfeld („primary“ oder „first heart 
field“) bezeichnet (17). Etwas anterior und dorsal davon entsteht eine zweite Population an 
kardialen Vorläuferzellen, die vor allem durch die Expression der Transkriptionsfaktoren ISL1 
und FGF10 charakterisiert ist und das zweite Herzfeld („secondary heart field“) bildet. Die 
Zellen des zweiten Herzfeldes sind maßgeblich an der Entwicklung des rechten Ventrikels 
und des Ausflusstraktes beteiligt, tragen aber auch Zellen zum interventrikulären Septum 
und zu den Vorhöfen bei (17) (siehe Abbildung 1). 
 

 
 
Abbildung 1: Die pränatale Entwicklung des Herzens in der Maus. Die Strukturen, die den 
kardialen Vorläuferzellen des ersten bzw. zweiten Herzfeldes entstammen, sind in rot bzw. gelb 
dargestellt. Die Vorhöfe mit Zellen aus beiden Herzfeldern sind violett und die großen Gefäße des 
Ausflusstraktes blau gefärbt. („E“ = „embryonaler Tag“; Abbildung mit Erlaubnis entnommen aus: 
Epstein JA, et al. Cell Metab. 2015;21:163-173) 
 
Etwa im Stadium 8.5 dpc wandern die beidseitigen Zellpopulationen des ersten Herzfeldes 
nach medial und fusionieren in der embryonalen Mittellinie (15). Hier beginnen sich erste 
unreife Kardiomyozyten zu differenzieren, die bereits Gene des Sarkomer-Apparates und der 
elektrophysiologischen Reizweiterleitung exprimieren und so die Fähigkeit zur spontanen 
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Kontraktion entwickeln (16). Durch die Fusion der Zellen in der Mittellinie entsteht das 
Herzrohr (heart tube), das um ein zentrales rundes Lumen herum von einem Endothel, dem 
Endokard, und einer einzelligen Schicht aus Kardiomyozyten gebildet wird (siehe Abbildung 
1). In diesem Stadium sind erste peristaltische Kontraktionen des Herzrohrs zu beobachten, 
wobei der Einflusstrakt (venöser Pol) und damit die späteren Vorhöfe am kaudalen Ende und 
der spätere Ausflusstrakt (arterieller Pol) am kranialen Ende lokalisiert sind (18). Daher 
erfolgt der Blutfluss im Lumen des Herzrohrs von kaudal nach kranial. Aus dem zweiten 
Herzfeld wandern an beiden Polen kardiale Vorläuferzellen ins Herz ein und sind maßgeblich 
am Wachstum und der Morphogenese im Verlauf der weiteren Entwicklung beteiligt (17).  
Um den Einfluss- und Ausflusstrakt in eine benachbarte Position zu bringen, wie es für die 
Funktion des postnatalen Herzens nötig ist, beginnt im Stadium 8.5 - 9 dpc ein 
Rotationsprozess, der „cardiac looping“ genannt wird (19). Hierbei dreht sich der 
Einflusstrakt mit den späteren Vorhöfen von ventral aus gesehen rechts herum nach kranial, 
um schließlich neben dem Ausflusstrakt zu liegen zu kommen. In der so geformten 
Herzschleife haben alle wichtigen morphologischen Strukturen des Herzens ihre korrekte 
relative Position zueinander: Ausflusstrakt und Vorhöfe liegen nebeneinander am kranialen 
Ende, die Ventrikel sind nach kaudal orientiert (siehe Abbildung 1). Der Looping-Prozess ist 
etwa im Stadium 9.5 -10 dpc abgeschlossen (19). 
Ab dem Stadium 10.5 dpc findet vor allem die Formierung und Morphogenese der Vorhöfe 
und Ventrikel und die damit verbundene Ausreifung spezifischer Strukturen statt. Dazu zählt 
die Trennung der rechten und linken Herzhöhlen durch das atriale bzw. interventrikuläre 
Septum (20). Letzteres wächst vom Boden des gemeinsamen Ventrikels in Richtung der 
Vorhöfe, wo es mit dem Gewebe der Klappenebene fusioniert (siehe Abbildung 1). Die 
Septierung der Ventrikel ist etwa im Stadium 14.5 dpc abgeschlossen. Die Bildung des 
atrialen Septums läuft in mehreren Phasen ab und ist zunächst inkomplett, da bis zur Geburt 
der Blutfluss vom rechten in den linken Vorhof erhalten bleiben muss, um den 
Lungenkreislauf zu umgehen. Erst nach der Geburt kommt es aufgrund des gesteigerten 
pulmonal-venösen Rückstroms von Blut aus der Lunge in den linken Vorhof zu Änderungen 
der Strömungs- und Druckverhältnisse, die zum Verschluss des Foramen ovale und somit 
zur Trennung von rechtem und linkem Vorhof führen (20). Die Septierung der Vorhöfe ist 
aufgrund der Komplexität der Abläufe sehr anfällig für entwicklungsbedingte Störungen, so 
dass Vorhofseptum-Defekte zu den häufigsten angeborenen Herzfehlern zählen (1). 
Neben den Herzhöhlen findet auch eine Septierung des Ausflusstraktes in den späteren 
Lungen- und Körperkreislauf und damit die Trennung der Aorta und Pulmonal-Arterie statt 
(20). Darüber hinaus kommt es zu komplexen Umbauprozessen, die schließlich zur Bildung 
des Aortenbogens mit den Abgängen der Hauptschlagadern zum Kopf und den oberen 
Extremitäten sowie der links- und rechtsseitigen Pulmonal-Arterie führen (siehe Abbildung 1). 
Im 10.5 dpc Herzen bilden sich sowohl im Ausflusstrakt als auch im Bereich zwischen 
Vorhöfen und Ventrikeln (also im Atrio-Ventrikular-Kanal) die sog. Endokard-Kissen 
(endocardial cushions) (21). Hierbei handelt es sich um lockere Ansammlungen von 
mesenchymalen Zellen (vor allem Fibroblasten) und extrazellulärer Matrix zwischen 
Endokard und Myokard. Aus den Endokard-Kissen entwickeln sich im Ausflusstrakt die 
Taschen-Klappen (Aorten- und Pulmonal-Klappe) und im AV-Kanal die Segel-Klappen 
(Trikuspidal- und Mitral-Klappe) (21). Sowohl Septierung und Modellierung des 
Ausflusstraktes als auch die Entwicklung der Herzklappen sind erst im fetalen Herzen und 
damit im Stadium 15 – 16 dpc abgeschlossen. 
Die Morphogenese des atrialen und ventrikulären Myokards unterscheidet sich grundlegend 
(22). Während die Vorhöfe vom internen Volumen her im 10.5 dpc Herzen genauso groß 
sind wie die Ventrikel, besteht das Vorhof-Myokard lediglich aus einer ein- bis zweizelligen 
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Schicht aus Kardiomyozyten. Diese nimmt zwar im Laufe der weiteren Entwicklung etwas zu, 
bleibt aber bis zur Geburt mit 3 bis 4 Zellschichten relativ dünn. Die Wand des ventrikulären 
Myokards dagegen besteht schon im 10.5 dpc Herzen aus 3 bis 4 Zellschichten und wächst 
im weiteren Verlauf rapide. Hierbei bildet sich eine charakteristische Struktur mit dem 
trabekularisierten Myokard zum Lumen der Ventrikel und dem kompakten Myokard auf der 
Außenseite (23). Die Trabekularisierung entsteht durch fingerförmiges Wachstum von 
Kardiomyozyten und dem bedeckenden Endokard in das Lumen des Ventrikels, so dass sich 
eine schwammartige Gewebestruktur entwickelt (siehe Abbildung 1). Dies dient vor allem zur 
Vergrößerung der Kontaktfläche mit dem durch das Lumen fließenden Blut. Da das Herz in 
diesem Stadium noch kein funktionsfähiges Koronargefäß-System besitzt, muss die 
Sauerstoff- und Nährstoffversorgung direkt aus dem Blut im Ventrikel-Lumen sichergestellt 
werden. Darüber hinaus leistet das trabekularisierte Myokard in diesem frühen Stadium den 
überwiegenden Beitrag zu Kontraktilität des Herzens, da die Kardiomyozyten hier einen 
weiter fortgeschrittenen Grad der Differenzierung erreichen (23). Im Gegensatz dazu 
besitzen die weniger differenzierten Kardiomyozyten der Kompaktschicht eine höhere 
Proliferationsrate. Auf diese Weise entsteht entlang der Wand des ventrikulären Myokards 
von epikardial nach endokardial ein Gradient mit zunehmender Differenzierung aber 
abnehmender Teilungsfähigkeit der Kardiomyozyten (24). Das embryonale Herz wächst also 
vor allem durch Proliferation in den äußeren, subepikardialen Zellschichten. Dadurch kommt 
es im weiteren Verlauf der Entwicklung zu einem überproportionalen Wachstum des 
kompakten und einem relativen Rückgang des trabekularisierten Myokards. Dieser 
Kompaktierung genannte Prozess führt dazu, dass im neonatalen Herzen die 
Trabekularisierung nur noch durch kleine Erhebungen auf der endokardialen Seite der 
Ventrikel sichtbar ist, während die überwiegende Masse des Herzens durch kompaktes 
Myokard gebildet wird (23). Die prominentesten Überreste der Trabekularisierung sind die 
Papillar-Muskeln, die über die Chordae tendineae (Sehnenfäden) die Segelklappen mit der 
Myokardwand verbinden. Bis zur Geburt der Mäuse am Tag 19 bis 20 dpc entsteht somit 
durch die Morphogenese und die Ausreifung der verschiedenen kardialen Strukturen sowie 
durch das Wachstum des Myokards ein voll funktionstüchtiges Herz. 
 
1.3. Größenwachstum des Herzens 
 
1.3.1. Zelluläre Zusammensetzung des ventrikulären Myokards 
Die Organgröße des Herzens wird in erster Linie durch zwei Komponenten determiniert, 
nämlich die Anzahl und die Größe der Kardiomyozyten. Kardiomyozyten bilden weniger als 
die Hälfte der im Herzen vorhandenen Zellen. Ihr Anteil an der Gesamtzellzahl des Myokards 
beträgt, je nach Studie und verwendeter Methodik, zwischen 30% und 50% (25, 26). Mehr 
als die Hälfte der Zellen im Herzen wird daher aus anderen Zelltypen zusammengesetzt, 
darunter verschiedene Populationen an Fibrozyten und Fibroblasten, Zellen des 
Gefäßsystems (Endothel- und glatte Gefäßmuskelzellen), endokardiale und epikardiale 
Zellen, Zellen des Reizleitungssystems und aus dem Blut eingewanderte Leukozyten 
(Makrophagen, Lymphozyten, etc.). Innerhalb der Population an Nicht-Kardiomyozyten 
scheinen Endothelzellen mit 64% den größten Anteil auszumachen, gefolgt von 
mesenchymalen Zellen mit 27% (darunter Fibroblasten mit 15%) und Leukozyten mit 9% 
(25). Zusätzlich zu zellulären Bestandteilen wird die Gewebe-Architektur das Myokard 
darüber hinaus durch eine aus verschiedenen Komponenten (unter anderem Kollagen, 
Fibronectin und Laminin) zusammengesetzte extrazelluläre Matrix komplettiert. Obwohl 
Kardiomyozyten also zahlenmäßig weniger als die Hälfte der Zellen im Herzen ausmachen, 
bilden sie 70 bis 80% des myokardialen Volumens und damit der kardialen Masse (27, 28). 



6 
 

Dies liegt daran, dass sie im adulten Herzen verschiedener Spezies mit einem mittleren 
Zellvolumen von 20.000 bis 25.000 µm3 um ein Vielfaches größer sind als andere Zelltypen 
(29). Die Größe des Herzens wird also in erster Linie durch das Volumen und die Anzahl der 
Kardiomyozyten bestimmen, wobei die Anzahl wiederum durch das Verhältnis von 
Neubildung und Untergang beeinflusst wird. 
 
1.3.2. Proliferatives Wachstum des pränatalen Herzens und Determinierung der 

Kardiomyozytenzahl 
Das Größenwachstum des embryonalen und fetalen Herzens erfolgt in erster Linie durch 
Proliferation, also durch Zellteilung und somit eine Vermehrung der Zahl an Kardiomyozyten 
(30). Um die Geburt herum ändert sich das Wachstumsverhalten grundlegend und 
postnatale Kardiomyozyten verlieren allmählich ihre Proliferationsfähigkeit. Das postnatale 
Herz wächst daher vor allem durch eine Größenzunahme (Hypertrophie) der bestehenden 
Zellen, während Zellteilung eine untergeordnete Rolle spielt (siehe Abbildung 2).  
 

 
 
Abbildung 2: Wachstum des prä- im Vergleich zum postnatalen Herzen. (A) Während der 
pränatalen Entwicklung differenzieren sich kardiale Vorläuferzellen in Kardiomyozyten, die 
proliferieren und somit durch eine Zunahme der Zellzahl zu hyperplastischem Wachstum führen. (B) 
Im adulten Herzen kommt es bei Ausdauersport oder Schwangerschaft zum Wachstum durch eine 
Größenzunahme der bestehenden Kardiomyozyten (physiologische Hypertrophie). Bei 
Druckbelastung oder nach Myokardinfarkt entsteht darüber hinaus ein maladaptiver Gewebeumbau, 
charakterisiert durch eine myokardiale Fibrosierung (pathologische Hypertrophie). (Abbildung mit 
Erlaubnis entnommen aus: Karra R & Poss KD. J Clin Invest. 2017;127:427-436) 
 
Grundsätzlich ist der postnatale Zellzyklus-Austritt von Kardiomyozyten beim Menschen 
weitaus weniger gut untersucht als in Nagern. Neugeborene Mäuse und Ratten werden 
verhältnismäßig unreif geboren, so dass die Ausreifung verschiedener Organe erst postnatal 
abgeschlossen wird, was im Herzen zu einer Kardiomyozyten-Proliferation bis zu 10 Tage 
nach der Geburt führt (31-33). Bei größeren Säugetieren wie Schafen geht man davon aus, 
dass die Organogenese bereits vor der Geburt weitestgehend abgeschlossen ist, so dass im 
postnatalen Herzen kein nennenswertes proliferatives Wachstum mehr stattfindet (34). Ein 
ähnliches Szenario könnte unter Umständen auch für den Menschen gelten. Allerdings 
haben Studien postuliert, dass die Proliferation von Kardiomyozyten im menschlichen 
Herzen in den ersten 3 Monaten nach der Geburt (35) oder sogar bis ins jugendliche Alter 
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(36) möglich ist. Insgesamt muss man allerdings eher davon ausgehen, dass die Zahl der 
Kardiomyozyten im menschlichen Herzen innerhalb der ersten Monate nach der Geburt 
festgelegt wird und danach nicht mehr nennenswert ansteigt (37). So konnte mit Hilfe von 
Radio-Carbon-Datierung gezeigt werden, dass die jährlich Neubildungsrate von 
Kardiomyozyten („Turn-over“) bei einem 20-jährigen etwa 1% beträgt und bis zum Alter von 
70 Jahren auf unter 0,5% abnimmt (38). Auch wenn beim Menschen also im Verlaufe des 
Lebens durchaus neue Kardiomyozyten entstehen, so führt dies insgesamt nicht zu einer 
Vermehrung ihrer Zahl, weil im gleichen Zeitraum auch Kardiomyozyten zugrunde gehen. 
Die Neubildung von Kardiomyozyten ist daher lediglich in der Lage, den physiologischen 
Zellverlust im Herzen (und damit praktisch den normalen Verschleiß) auszugleichen, so dass 
die Gesamtzahl der Kardiomyozyten im Verlaufe des Lebens konstant bleibt (37). 
 
1.3.3. Hypertrophes Wachstum des postnatalen Herzens 
Während das embryonale und fetale Herz vor allem durch Proliferation und damit eine 
Zunahme der Kardiomyozytenzahl wächst, erfolgt das Wachstum des Herzens nach der 
Geburt in erster Linie durch eine Größenzunahme (Hypertrophie) der bestehenden Zellen 
(30). Das Volumen von Kardiomyozyten des Schafes steigt dabei vom fetalen Herzen (3.500 
– 5.000 µm3) bis in adulte Stadien (20.000 bis 27.000 µm3) um mehr als das 5-fache an (29). 
Die finale Größe der Kardiomyozyten bestimmt so maßgeblich die Organgröße im 
Erwachsenenalter. Das postnatale Wachstum des Herzens entspricht der physiologischen 
Form der kardialen Hypertrophie, die ohne einen maladaptiven Gewebeumbau 
(„Remodeling“) abläuft (siehe Abbildung 2). Auf ähnliche Weise vergrößert sich das Herz bei 
Ausdauersportlern (39) oder in der Schwangerschaft (40). Auch hier kommt es zu einer 
reversiblen Größenzunahme der bestehenden Kardiomyozyten und damit zu einer 
Steigerung der Herzleistung ohne einen Gewebeumbau (41). Nach Beendigung der 
sportlichen Belastung oder der Schwangerschaft gehen Zell- und damit auch Organgröße 
auf das ursprüngliche Maß zurück, ohne bleibende Veränderungen der Gewebe-
Homöostase oder der Organfunktion. Interessanterweise konnte kürzlich in Mäusen gezeigt 
werden, dass Ausdauertraining auch die Neubildung von Kardiomyozyten im adulten Herzen 
anregen kann (42), was somit unter Umständen zusätzlich zum physiologischen Wachstum 
beiträgt. Davon abzugrenzen ist die pathologische Hypertrophie, die vor allem bei 
chronischer mechanischer Belastung des Herzens, wie beispielsweise bei Bluthochdruck, 
Aortenstenose oder nach Myokardinfarkt, eintritt (43). Hier kommt es parallel zur 
Größenzunahme der Kardiomyozyten zu einer Vermehrung und Aktivierung von Fibrozyten 
und Fibroblasten, die wiederum vermehrt extrazelluläre Matrix bilden und im interzellulären 
Raum ablagern (44) (siehe Abbildung 2). Man spricht in dem Fall von myokardialer Fibrose. 
Bei langjährig bestehenden pathologischen Bedingungen kommt es darüber hinaus zur 
Rarefizierung des Kapillargefäßbettes (45) sowie zu einer Reduktion des koronararteriellen 
Flusses (46) und damit zu einer Unterversorgung der Kardiomyozyten. Dies führt zu 
vermehrtem Zelluntergang (47), einer darauf folgenden Einwanderung von Makrophagen 
und anderer Leukozyten aus dem Blut ins Myokard und damit zu einer inflammatorischen 
Reaktion (48). Ab einem gewissen Stadium sind die beschriebenen Umbauprozesse des 
Gewebes nicht mehr reversible und bleiben auch dann bestehen, wenn sich die 
mechanischen Belastungen des Herzens, beispielsweise durch die medikamentöse 
Einstellung des Hypertonus, wieder normalisieren. Durch die suboptimale Nährstoff- und 
Sauerstoff-Versorgung bei erhöhtem Bedarf der vergrößerten Kardiomyozyten wird deren 
Kontraktion unökonomisch und weniger effizient. Hinzu kommt die durch die Fibrose 
bedingte Versteifung des myokardialen Gewebes, was vor allem in der Diastole die 
Relaxation und damit die optimale Füllung der Ventrikel behindert. In der Summe resultiert 



8 
 

daraus eine progrediente sowohl systolische als auch diastolische Störung der Herzfunktion 
und damit schließlich eine Herzinsuffizienz. 
 
1.3.4. Abhängigkeit von Kardiomyozytenzahl und –größe im postnatalen Herzen 
Die molekularen und zellulären Mechanismen der pathologischen Hypertrophie und der 
damit verbundene Gewebeumbau des Myokards werden intensiv beforscht, da eine hohe 
translationale und klinische Relevanz für verschiedene Herzerkrankungen im Alter besteht. 
Im Gegensatz dazu ist über die Regulation der physiologischen Hypertrophie insbesondere 
im Rahmen des kardialen Wachstums im Kindesalter weit weniger bekannt. Eine Störung 
des postnatalen Größenwachstums der Kardiomyozyten durch genetische Inaktivierung 
intrazellulärer Signalwege führt in erwachsenen Mäusen zu kleineren Herzen (49, 50). Im 
Gegensatz dazu gibt es Hinweise, dass eine reduzierte Kardiomyozytenzahl bei der Geburt 
durch eine überproportionale und damit kompensatorische Hypertrophie ausgeglichen 
werden kann (51). Auf diese Weise entsteht trotz reduzierter Kardiomyozytenzahl ein normal 
großes Herz im frühen Erwachsenenalter. Es scheint demnach also eine gewisse Plastizität 
in der Regulation der Zellgröße zu geben, mit der eine normale Organgröße trotz Variabilität 
der Zellzahl sichergestellt werden kann. Es ist jedoch bisher nicht geklärt, ob eine derartige 
Kompensation tatsächlich einer physiologischen Hypertrophie entspricht und komplett ohne 
maladaptiven Gewebeumbau und ohne metabolische oder anderweitige molekulare 
Veränderungen der Kardiomyozyten auskommt. Daraus ergibt sich die Frage, ob die 
Anfälligkeit solcher Herzen gegenüber altersbedingten Erkrankungen oder pathologischen 
Bedingungen erhöht ist. So ist es beispielsweise ungeklärt, inwieweit eine postnatale 
kompensatorische Hypertrophie die anderen Zellpopulationen im Herzen betrifft und 
möglicherweise deren Zahl, Differenzierung oder Expressionsmuster verändert. Weiterhin ist 
unklar, ob es zu einer adäquaten postnatalen Ausreifung des Koronargefäß-Systems und 
des Kapillarbetts und damit zu einer suffizienten Blutversorgung der vergrößerten 
Kardiomyozyten kommt. Schließlich erfolgt möglicherweise auch eine moderat vermehrte 
Ablagerung von extrazellulärer Matrix im interstitiellen Raum, die nicht notwendigerweise den 
Grad einer Fibrose erreicht und daher nicht sofort offensichtlich ist. Derartige Veränderungen 
des myokardialen Gewebes können unter normalen Bedingungen funktionell ohne Relevanz 
und damit klinisch zunächst unentdeckt bleiben, beim Auftreten pathologischer Bedingungen 
aber zu einer schnelleren Progredienz einer kardialen Dysfunktion beitragen. Darüber hinaus 
scheint es plausibel, dass Herzen mit einer reduzierten Kardiomyozytenzahl trotz 
kompensatorischer Hypertrophie anfälliger gegenüber Zellverlust sind. Verschiedene 
Szenarien können zum Zelltod und Untergang von Kardiomyozyten führen, wie 
beispielsweise eine chronische Hypoxie oder akute Ischämie bei einem Myokardinfarkt, der 
Ischämie/Reperfusions-Schaden nach Wiedereröffnung eines verschlossenen Gefäßes oder 
die Kardiotoxizität als Nebenwirkung von Medikamenten (47). Wenn durch derartige 
Bedingungen eine ohnehin reduzierte Kardiomyozytenzahl weiter abnimmt, so sind die 
Kompensationsmechanismen des Myokards und damit die funktionellen Reserven des 
Herzens möglicherweise früher erschöpft, so dass es zu schwereren klinischen Verläufen 
kommt als bei normaler Kardiomyozytenzahl. Zusammenfassend scheint das postnatale 
Herz eine gewisse Wachstums-Plastizität durch die Regulation der Kardiomyozytengröße zu 
haben (51), durch die eine normale Organgröße sichergestellt werden kann. Inwieweit 
jedoch eine entwicklungsbedingte Reduktion der Kardiomyozytenzahl langfristige Folgen für 
die Funktion und Krankheitsanfälligkeit des adulten Herzens hat, ist nicht verstanden. 
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1.4. Folgen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion für das Herz 
 
1.4.1. Die Barker-Hypothese und „Developmental Programming“ 
Ein mögliches Szenario, bei dem die Kardiomyozytenzahl im Herzen bei der Geburt reduziert 
sein kann, ist eine intrauterine Wachstumsrestriktion („intrauterine growth restriction“: IUGR). 
Hierbei wird das Wachstum des Embryos oder Föten insgesamt verlangsamt, so dass Kinder 
mit einem niedrigen Geburtsgewicht zur Welt kommen. Bereits 1989 beschrieben David 
Barker und Kollegen eine Korrelation zwischen Geburtsgewicht und dem Risiko, im 
Erwachsenenalter an einer koronaren Herzerkrankung zu versterben (52): dieses Risiko 
steigt, je geringer das Geburtsgewicht. Nachdem ähnliche Korrelationen für Diabetes mellitus 
Typ II, Lipidstoffwechselstörungen und Bluthochdruck gefunden wurden (53), entwickelte 
sich daraus die Idee des „Fetal“ oder „Developmental Programming“, die nach einem der 
Mitbegründer auch Barker-Hypothese genannt wird. Diese besagt, dass die intrauterine 
Umgebung und das pränatale Wachstum des Embryos und Föten maßgeblichen Einfluss auf 
die Gesundheit bzw. die Anfälligkeit gegenüber verschiedenen chronischen Erkrankungen im 
Erwachsenenalter haben. Jede Form einer intrauterinen Wachstumsrestriktion, die zu einem 
für das jeweilige Gestationsalter zu geringen Gewicht („small for gestational age“) und 
schließlich zu einem reduzierten Geburtsgewicht führt, erhöht das Risiko für die oben 
genannten Erkrankungen im weiteren Verlauf des Lebens (siehe Abbildung 3). Heute hat 
sich daraus das Konzept des „Developmental Origin of Health and Disease“ (DOHaD) 
entwickelt. Nachdem zunächst vor allem kardiovaskuläre Erkrankungen (54, 55) und 
Stoffwechselstörungen im Rahmen des metabolischen Syndroms (56, 57) im Fokus standen, 
hat sich der DOHaD-Gedanke inzwischen auch auf Tumor-Erkrankungen ausgeweitet (58). 
 

 
 
Abbildung 3: Developmental Programming. Eine suboptimale Nährstoff- oder Sauerstoffversorgung 
des Embryos und Fötus kann zu einer intrauterinen Wachstumsrestriktion führen. Dies verursacht 
adaptive Veränderungen des zellulären Metabolismus in verschiedenen Organen, die nach der Geburt 
persistieren und das Risiko für chronische Erkrankungen im Erwachsenenalter erhöhen. (Abbildung 
mit Erlaubnis entnommen aus: Symonds ME, et al. Nat Rev Endocrinol. 2009;5:604-610) 
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Eine wichtige Frage beim Verständnis des Developmental Programming ist der 
evolutionsbiologische Sinn dahinter: Warum haben sich die zugrundeliegenden 
Mechanismen überhaupt entwickelt, wenn sie doch zu einer erhöhten Krankheitsanfälligkeit 
nach der Geburt führen? Eine mögliche Erklärung ist, dass das Ungeborene auf das Leben 
nach der Geburt vorbereitet werden soll (59). Ein Embryo oder Fötus, dessen Mutter 
während der Schwangerschaft unter Mangelbedingungen leidet und der daher einer IUGR 
ausgesetzt ist, wird mit hoher Wahrscheinlichkeit in dieselben Mangelverhältnisse 
hineingeboren. Auch nach der Geburt werden Nahrung und Ressourcen vermutlich knapp 
sein, so dass eine Übereinstimmung zwischen prä- und postnatalen Ernährungsbedingungen 
herrscht. In diesem Fall bietet das Developmental Programming möglicherweise einen 
Vorteil, da es den Embryo bzw. Fötus auf ein Leben unter Mangelbedingungen vorbereitet, 
ein Gedanke der auch als „Thrifty Phenotype Hypothesis“ bezeichnet wird. In der heutigen 
Zeit und vor allem in der industrialisierten westlichen Welt stimmt diese Gleichung aber oft 
nicht mehr. Ein Kind, das nach IUGR mit einem reduzierten Gewicht zur Welt kommt, wird 
häufig in eine Umgebung des Nahrungsüberflusses geboren (60). Die prä- und postnatalen 
Ernährungsbedingungen stimmen nicht mehr überein, so dass das Developmental 
Programming zum Nachteil wird und die Anfälligkeit für chronische Erkrankungen erhöht. In 
der Tat wurde festgestellt, dass Kinder mit geringem Geburtsgewicht, die durch das 
reichhaltige Nahrungsangebot ein beschleunigtes Aufhol-Wachstum („catch-up growth“) 
zeigen und das Körpergewicht innerhalb der ersten Lebensjahr im Vergleich zu 
Altersgenossen normalisieren, das höchste Risiko für chronische Erkrankungen im 
Erwachsenenalter haben (61, 62). Das Mismatch zwischen prä- und postnatalen 
Wachstumsbedingungen scheint also eine Schlüsselrolle bei den negativen Auswirkungen 
des Developmental Programming zu spielen. Der zusätzliche Einfluss von bekannten 
Risikofaktoren wie Rauchen, Alkohol- und Drogenmissbrauch, einseitige und kalorienreiche 
Ernährung, Übergewicht und Bewegungsmangel tragen ihren Teil zur Häufung von 
kardiovaskulären und metabolischen Erkrankungen bei Patienten nach IUGR bei. 
 
1.4.2. Ursachen und Folgen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion 
Die Ursachen für eine intrauterine Wachstumsrestriktion sind vielfältig (63). Diese kann zum 
einen durch eine mütterliche Mangel- oder Fehlernährung während der Schwangerschaft 
bedingt sein. So traten während des ersten und zweiten Weltkrieges längere 
Hungerperioden beispielsweise in den Niederlanden auf, auf die viele epidemiologische 
Studien zum Developmental Programming zurückgehen (64, 65). Eine weitere häufige 
Ursache für eine IUGR ist eine Plazenta-Insuffizienz, bei der eine zu kleine oder aber nicht 
vollständig mit dem Uterus verbundene Plazenta zu einem reduzierten Sauerstoff- und 
Nährstoff-Austausch des Fetus mit dem mütterlichen Kreislauf führt. Eine Reduktion des 
Sauerstoffgehalts der Umgebungsluft beispielsweise in großen Höhen kann ebenfalls zu 
einer IUGR führen. So ist das Geburtsgewicht in Volksgruppen, die dauerhaft in den 
Hochlagen der Anden oder des Himalaya leben, im Vergleich zu solchen im Flachland 
reduziert (66). Andere Ursachen für eine IUGR sind Mehrlingsschwangerschaften, 
mütterlicher Alkohol-, Nikotin- bzw. Drogen-Missbrauch oder die Einnahme bestimmter 
Medikamente während der Schwangerschaft, mütterliche Erkrankungen (hormonelle 
Störungen, Anämie, Herz-, Lungen- oder Nierenerkrankungen, Resorptionsstörungen bei 
Zöliakie oder Morbus Crohn, Diabetes, etc.) oder Fehlbildungen bzw. Tumore des Uterus. 
Schließlich können auch eine Präeklampsie, eine von der Mutter auf den Embryo 
übertragene vertikale Infektion (z.B. Toxoplasma gondii oder Herpes-Viren) oder genetische 
Faktoren des Ungeborenen selbst das intrauterine Wachstum verlangsamen (63). 
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Die zellulären und molekularen Mechanismen, die zu den negativen Auswirkungen des 
Developmental Programming im Erwachsenenalter führen, sind kaum verstanden. Einer 
Theorie zufolge könnten es vor allem Umstellungen des zellulären Metabolismus sein, die 
pränatal im Rahmen von ungünstiger Nährstoff- oder Sauerstoffversorgung induziert werden 
und nach der Geburt persistieren (67) (siehe Abbildung 3). Weiterhin führt eine IUGR zu 
weitreichenden Veränderungen des Epigenoms und damit der Expression einer Vielzahl von 
Genen (68, 69). Das derartig veränderte Transkiptom könnte wiederum ursächlich an den 
metabolischen Umstellungen beteiligt sein, da beispielsweise Transkriptionsfaktoren, die an 
der Regulation von metabolisch relevanten Genen beteiligt sind, differentiell exprimiert 
werden (70). Auf der anderen Seite haben große populationsgenetische Studien ergeben, 
dass eine Reihe der beobachteten Assoziationen zwischen einem reduzierten 
Geburtsgewicht und einer erhöhten kardiovaskulären Krankheitsanfälligkeit im Alter primär 
genetische und weniger epigenetische Ursachen haben (71). So kann beispielsweise ein 
arterieller Hypertonus der Mutter zu einer IUGR und einem reduzierten Geburtsgewicht des 
Kindes führen. Dieses Kind entwickelt im Erwachsenenalter möglicherweise ebenfalls eine 
Hypertonie, allerdings nicht, weil es durch die IUGR zu einem Developmental Programming 
gekommen ist, sondern weil es von der Mutter die genetische Prädisposition zur Hypertonie 
geerbt hat (72). Ob es also tatsächlich ein intrauterines Programming im Sinne einer 
persistierenden Veränderung des Epigenoms gibt, ist nicht vollständig geklärt. Schließlich 
wird auch diskutiert, dass im Rahmen einer IUGR sowohl die zelluläre als auch die 
nichtzelluläre  Zusammensetzung und Architektur verschiedener Gewebe verändert wird 
(73). Dies schließt sowohl Verschiebungen in Zahl, Differenzierung und Interaktion der 
gewebespezifischen Zellpopulationen als auch in Komponenten der extrazellulären Matrix 
ein. Derartige Veränderungen der Gewebe-Homöostase könnten postnatal persistieren und 
damit die Funktion und die Stressanfälligkeit eines Organs im weiteren Verlauf des Lebens 
negativ beeinflussen. 
 
1.4.3. Folgen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion für das menschliche Herz 
Es gibt bisher verhältnismäßig wenige Studien, die die Auswirkungen einer IUGR auf das 
postnatale Herz beim Menschen analysiert haben. Im Rahmen von pränatalen Ultraschall-
Untersuchungen konnten bei IUGR-Föten häufig sowohl morphologische als auch 
funktionelle Veränderungen nachgewiesen werden. Hierzu zählen eine abgerundete Form 
des Herzens sowie eine erhöhte Wanddicke und eine systolische, vor allem aber eine 
diastolische Dysfunktion des linken Ventrikels (74-76). Eine wichtige Frage ist allerdings, ob 
derartige strukturelle bzw. funktionelle Veränderungen postnatal persistieren. Hierzu haben 
Studien ergeben, dass das Herz bei 4 bis 5 Jahre alten Kindern nach IUGR auffällige 
morphologische Veränderungen zeigt, indem es eine abgerundete, kugelige Form annimmt 
(77). Dabei ist in den Ventrikeln der Abstand zwischen Klappenebene und Apex verkürzt, 
während der Durchmesser der Klappenebene erhöht ist. Dies führt in IUGR-Herzen zu einem 
reduzierten linksventrikulären Schlagvolumen, was jedoch durch eine Erhöhung der 
Herzfrequenz kompensiert wird, so dass das Herzminutenvolumen im Vergleich zu 
Kontrollen unbeeinträchtigt ist (77). Die Wanddicke und auch die Kontraktilität des linken 
Ventrikels sind dabei ebenfalls normal. Die kugelförmige Morphologie des Herzens ist nach 
IUGR auch im Alter von 10 bis 12 Jahren noch nachweisbar, wobei auch hier keine 
Beeinträchtigung von Herzminutenvolumen oder Kontraktilität beobachtet wurde (78, 79). 
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass eine IUGR beim Menschen sowohl im fetalen 
als auch im kindlichen Herzen vor allem zu morphologischen aber auch zu subklinischen 
funktionellen Veränderungen führt (80). Inwieweit dies zu den negativen Auswirkungen des 
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Developmental Programming und damit zu einer erhöhte Anfälligkeit gegenüber 
kardiovaskulären Erkrankungen im Alter beiträgt, ist nicht abschließend geklärt. 
Darüber hinaus gibt es auch Anzeichen dafür, dass eine IUGR die Pathogenese von 
angeborenen Herzfehlern beeinflusst. So sind bestimmte strukturelle Herzfehler mit der 
Größe der Plazenta und damit indirekt mit fetalem Wachstum assoziiert, so dass z.B. die 
Fallot-Tetralogie oder ventrikuläre Septumdefekte bei reduziertem Plazenta-Gewicht 
vermehrt auftreten (81). Genauso sind Kinder mit angeborenen Herzfehlern deutlich häufiger 
zu klein für das entsprechende Gestationsalter („small for gestational age“) als Kinder ohne 
Herzerkrankung (82). Nicht ganz geklärt ist in diesem Zusammenhang die Frage nach der 
Ursache und Wirkung: Sind die Kinder zu klein, weil sie einen Herzfehler haben, oder fördert 
die Wachstumsrestriktion die Pathogenese der kardialen Fehlbildung? Für Letzteres spricht 
die erhöhte Prävalenz von angeborenen Herzfehlern in Volksgruppen, die dauerhaft in 
großer Höhe leben, im Vergleich zu solchen im Flachland (83, 84). Da diese Menschen 
durch den geringen Sauerstoffgehalt der Umgebungsluft auch ein reduziertes 
Geburtsgewicht aufweisen (66), liegt ein Zusammenhang zwischen fetalem Wachstum und 
der Entstehung von strukturellen Herzfehlern nahe. 
 
1.4.4. Tiermodelle einer intrauterinen Wachstumsrestriktion 
Um die zellulären und molekularen Mechanismen des Developmental Programming im 
Herzen und auch in anderen Organen zu untersuchen, wurden eine Reihe von Tiermodellen 
zur Induktion einer IUGR etabliert (85, 86). Hierzu zählt die Simulation einer mütterlichen 
Mangel- oder Fehlernährung während der Trächtigkeit, die entweder durch eine generelle 
Kalorienreduktion oder eine Verringerung des Proteingehalts im Futter erreicht werden kann. 
Derartige Veränderungen der mütterlichen Diät werden vor allem in Nagern (Mäuse, Ratten, 
Meerschweinchen, Kaninchen) aber auch in Primaten angewendet. Bei einer „low protein 
diet“ (LPD) wird der Proteingehalt im Futter von Mäusen oder Ratten von normalerweise 
~22% auf 8 bis 9% gesenkt. Bei einer Kalorienrestriktion wird die Menge des pro Tag 
angebotenen Futters auf 50 bis 70% gesenkt. Darüber hinaus ist die experimentelle 
Simulation einer Plazenta-Insuffizienz durch Verringerung des Sauerstoff- und 
Nährstoffaustausches zwischen fetalem und mütterlichem Kreislauf ein gängiges IUGR-
Modell. In Mäuse und Ratten wird dies über eine Ligation der Arteria uterina erreicht, 
wodurch der Blutfluss zum Uterus und damit die Versorgung des Fötus reduziert wird. Eine 
derartige Ligation wird typischerweise in der späten Fetalphase begonnen (in Ratten am Tag 
18 bei einer Gestationszeit von 23 Tagen), so dass die Nachkommen für einige Tage 
unmittelbar vor der Geburt einer Mangelversorgung ausgesetzt sind. In Schafen wird 
gelegentlich eine Teil-Embolisation der Plazenta durchgeführt, wobei Kunststoff-Kügelchen 
in die Nabelschnur-Arterie injiziert werden, die dann in der Plazenta einen gewissen Anteil 
des Kapillargefäßsystems verschließen und somit den Austausch zwischen fetalem und 
mütterlichem Blutstrom behindern. Darüber hinaus wird bei Schafen häufig eine 
Karunkelektomie als Modell für eine Plazenta-Insuffizienz angewendet. Karunkel sind eine 
anatomische Besonderheit des Uterus von Wiederkäuern wie Schafen und Rindern und 
stellen gefäßreiche, drüsenlose Erhabenheiten der Schleimhaut dar. Nur an den Karunkeln 
kann die Plazenta im Verlaufe der Trächtigkeit an der Uteruswand anheften, und nur an 
diesen Kontaktstellen findet ein Sauerstoff- und Nährstoffaustausch zwischen mütterlichem 
und fetalem Kreislauf statt. Wird beim Muttertier vor einer Trächtigkeit ein Teil der Karunkel 
operativ entfernt, so reduziert dies die Kontaktfläche zwischen Plazenta und Uterus und führt 
so zu einer Mangelversorgung des Fötus. Ein weiteres gängiges Tiermodell zur Induktion 
einer IUGR ist eine mütterliche Hypoxie im Verlaufe der Trächtigkeit. Bei dieser vor allem in 
Mäusen und Ratten durchgeführten Prozedur werden trächtige Muttertiere für einen 
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definierten Zeitraum in einer Kammer mit reduziertem Luftsauerstoff gehalten. Hierbei wird 
der Sauerstoff von normalerweise 21% auf 10 - 11% gesenkt, was in etwa der Exposition in 
alpinen Höhenlagen entspricht. Neben den beschriebenen Modellen gibt es noch weniger 
häufig angewendete Methoden zur Induktion einer IUGR, wie beispielsweise die Behandlung 
von trächtigen Mäusen und Ratten mit Glukokortikoiden (z.B. Dexamethason) oder 
gentechnisch veränderte Knockout-Mäuse (z.B. Erk3 oder VEGF Knockout) (85). Die 
Auswirkungen der verschiedenen IUGR-Modelle auf die Nachkommen und insbesondere 
das Herz werden im Detail im Abschnitt 2.3.2. beschrieben. 
 
1.4.5. Auswirkungen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion auf das neonatale Herz 

im Tiermodell 
Die Auswirkungen der verschiedenen tierexperimentellen Modelle zur Induktion einer 
intrauterinen Wachstumsrestriktion auf das Herz der Nachkommen bei der Geburt sind 
durchaus unterschiedlich. Sie sind abhängig von der eingesetzten Spezies und der 
angewendeten Methodik, aber auch von vielen experimentellen Variationen innerhalb 
derselben Methode (siehe Kapitel 2.6.5.). Es scheint sich jedoch herauszukristallisieren, 
dass die meisten IUGR-Modelle in den Nachkommen zu einer Reduktion des Herzgewichtes 
und einer Verringerung der Kardiomyozytenzahl bei der Geburt führen. Dies trifft 
beispielsweise auf neonatale Ratten zu, deren Mütter während der Trächtigkeit auf einer 
proteinreduzierten Diät gehalten wurden (87). Ebenso führt eine experimentell induzierte 
Plazentainsuffizienz in Ratten kurz nach der Geburt (88) sowie in fetalen Schafen (89) zu 
kleineren Herzen mit einer reduzierten Kardiomyozytenzahl. Die Haltung von trächtigen 
Ratten in einer Umgebung mit reduziertem Luftsauerstoff zur Induktion einer fetalen Hypoxie 
resultiert in einer Reduktion der Kardiomyozytenzahl in den Nachkommen einige Tage nach 
der Geburt (90). Aus diesen Beobachtungen hat sich die Hypothese entwickelt, dass die 
Folgen einer IUGR auf die Krankheitsanfälligkeit des adulten Herzens und damit die 
negativen Auswirkungen eines Developmental Programming unter anderem in einem 
Kardiomyozyten-Defizit zu suchen sein könnten (51, 91). Ein solches Herz hätte demnach 
möglicherweise eine geringere funktionelle Reserve, um mit pathologischen Bedingungen 
umzugehen. So würde der akute Verlust von Kardiomyozyten bei einem Myokardinfarkt ein 
Herz mit ohnehin schon verringerter Kardiomyozytenzahl härter treffen als ein normales 
Herz. Genauso könnte ein Herz mit einem Kardiomyozyten-Defizit unter Basalbedingungen 
scheinbar normal funktionieren, es kann dies allerdings nur mit einem deutlich höheren 
Aufwand sicherstellen als mit einem normalen Satz an Zellen. Das heißt, die einzelnen 
Kardiomyozyten arbeiten bereits am Limit, so dass jede zusätzliche Belastung unter 
pathologischen Bedingungen das System dekompensieren lassen würde. Wenn darüber 
hinaus durch das Developmental Programming tatsächlich epigenetische Veränderungen der 
Gen-Expression und des Metabolismus persistieren, dann könnte dies in Kombination mit 
einer reduzierten Zellzahl die Krankheitsanfälligkeit des Herzens nach IUGR determinieren. 
Vor diesem Hintergrund wird klar, dass die Erforschung des kardialen Wachstums im 
Embryo und Fötus bei einer intrauterinen Wachstumsrestriktion im Vergleich zu normalen 
Bedingungen wichtig ist, um die Mechanismen der Herzgesundheit nicht nur bei der Geburt 
sondern auch im Erwachsenenalter zu verstehen.  
 
1.5. Fragestellungen der Forschungsarbeiten zu dieser Habilitationsschrift 
Neben den frühen entwicklungsbiologischen Prozessen, die zu den morphologischen 
Meilensteinen der kardialen Organogenese führen (siehe Kapitel 1.2.), ist es vor allem das 
Wachstum des embryonalen und fetalen Herzens, das die Gesundheit im Kindes- aber auch 
Erwachsenenalter bestimmt. Ein gesunder Start ins Leben erfordert ein normal großes, 
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strukturell intaktes und voll funktionstüchtiges Herz bei der Geburt. Eine Vielzahl von  
Einflussfaktoren, die den Embryo oder Fetus selbst, die Mutter oder die Umwelt betreffen, 
können das intrauterine Wachstum des Herzen negativ beeinflussen und so die Anfälligkeit 
gegenüber kardiovaskulären Erkrankungen im weiteren Verlauf des Lebens erhöhen. Die 
Arbeiten zu dieser Habilitationsschrift befassen sich daher mit folgenden übergeordneten 
Fragestellungen:  

- Welche Möglichkeiten der Wachstumsplastizität hat das pränatale Herz, um Schäden 
zu reparieren oder Phasen mit unzureichender Nährstoff- oder Sauerstoffversorgung 
zu überbrücken oder zu kompensieren?  

- Wie werden embryonale Kardiomyozyten unter pathologischen Bedingungen vor 
zellschädigenden Einflüssen geschützt, um ihr Überleben und damit das 
Fortschreiten des kardialen Wachstums zu sichern?  

- Wie beeinflussen ungünstige intrauterine Bedingungen die Proliferation der 
Kardiomyozyten und damit deren Zahl und die Herzgröße bei der Geburt?  

- Wie kompensiert das Herz ein bei der Geburt bestehendes Kardiomyozyten-Defizit im 
weiteren Verlauf des Lebens und welchen Einfluss hat dies auf die Funktion und die 
Stressanfälligkeit im Erwachsenenalter? 

Im Einzelnen wurden zur Beantwortung dieser Fragen folgende Projekte bearbeitet: 
 
Regenerationsfähigkeit des pränatalen Herzens: Während der embryonalen und fetalen 
Entwicklung des Herzens stellt die Proliferation und Teilung von Kardiomyozyten den 
entscheidenden Mechanismus des kardialen Wachstums dar. Das pränatale Herz wächst 
demnach durch eine stetige Zunahme der Kardiomyozytenzahl, so dass bis zur Geburt ein 
normal großes und funktionstüchtiges Herz entsteht. Je nach Spezies beginnen 
Kardiomyozyten um die Geburt herum sich terminal zu differenzieren und steigen dabei aus 
dem Zellzyklus aus. Das postnatale Herz wächst daher vor allem durch eine 
Größenzunahme der bestehenden Kardiomyozyten, während deren Neubildung im weiteren 
Verlauf des Lebens eine untergeordnete Rolle spielt. Der postnatale Zellzyklus-Arrest der 
Kardiomyozyten wird als ein Hauptgrund dafür angesehen, dass das adulte Herz keine 
nennenswerte Fähigkeit zur Regeneration besitzt. Eine myokardiale Schädigung, 
beispielsweise im Rahmen eines Infarkts, kann folglich nicht durch kontraktiles Gewebe, 
sondern lediglich durch eine bindegewebige Narbe ersetzt werden. Wenn die 
Regenerationsfähigkeit des Säuger-Herzens tatsächlich unmittelbar an die Proliferation der 
Kardiomyozyten geknüpft ist, dann ergibt sich daraus folglich die Hypothese, dass sich das 
embryonale oder fetale Herz durchaus regenerieren kann. Um dies zu überprüfen, war ein 
Ziel der Arbeiten, die Regeneration des pränatalen Herzens in gentechnisch veränderten 
Mäusen zu untersuchen (siehe Kapitel 4.1.). 
 
Zellprotektion in embryonale Kardiomyozyten: Das embryonale und fetale Herz scheint über 
eine verhältnismäßig große Plastizität im Hinblick auf Wachstum und Morphogenese zu 
verfügen. Es scheint sich zunächst also recht gut an unterschiedliche äußere Einflüsse  und 
Umweltfaktoren (z.B. mütterliche Mangel-Ernährung oder Erkrankungen, Hypoxie, etc.), 
ungünstige intrauterine Wachstumsbedingungen (z.B. Plazentainsuffizienz) oder genetische 
Veränderungen (z.B. Mutationen in entwicklungsrelevanten Genen) anpassen zu können. 
Zwar können diese Faktoren durchaus zu einer Störung der Morphogenese und des 
Wachstums und damit zu strukturellen Herzdefekten, kindlichen Herzerkrankungen oder 
langfristigen Folgen im Erwachsenenalter führen. Dennoch können wichtige Meilensteine der 
Herzentwicklung trotz ungünstiger Bedingungen oft erreicht und damit das Überleben des 
Embryos oder Föten gesichert werden. Myokardiale Gewebeschäden im Sinne von Zelltod 
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und Kardiomyozyten-Verlust sind im pränatalen Herzen dagegen verhältnismäßig selten. 
Daraus ergibt sich die Hypothese, das pränatale und damit wenig differenzierte 
Kardiomyozyten pathologische Bedingungen deutlich besser tolerieren und überleben als 
adulte Kardiomyozyten. Um dies zu überprüfen, wurde in der Maus die molekulare Stress-
Antwort und das Überleben von embryonalen Kardiomyozyten nach Induktion einer 
mitochondrialen Dysfunktion in vivo untersucht (siehe Kapitel 4.2.). 
 
IUGR und kardiale Hypoplasie: Das intrauterine kardiale Wachstum durch Proliferation von 
Kardiomyozyten bestimmt maßgeblich die Größe, Morphologie und Funktion des Herzens 
bei der Geburt. Störungen im Rahmen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion können zu 
unmittelbaren (z.B. strukturelle Herzfehler), mittelfristigen (z.B. frühkindliche 
Kardiomyopathien) oder langfristigen (z.B. Developmental Programming) Folgen für das 
Herz führen (siehe Kapitel 1.4.3.). Im Tiermodell verursacht eine IUGR meist eine Reduktion 
der Herzgröße bei der Geburt, oft bedingt durch eine Inhibierung der Zellzyklus-Aktivität und 
damit eine reduzierte Anzahl der Kardiomyozyten. Im Gegensatz dazu wird bei Frühgeburten 
das intrauterine kardiale Wachstum vorzeitig abgebrochen. Auch hier gibt es Hinweise, dass 
dies zu einem abrupten Ende der Kardiomyozyten-Proliferation und damit möglicherweise zu 
einer reduzierten Kardiomyozytenzahl führt (siehe Kapitel 2.3.3.). Daraus ergibt sich die 
Hypothese, dass eine Hypoplasie des Herzens bei der Geburt ein gemeinsames 
Charakteristikum nach IUGR und nach Frühgeburt darstellt und damit für die klinischen 
Auswirkungen im weiteren Verlauf des Lebens verantwortlich sein könnte. Um dies zu 
überprüfen, sollten im Rahmen der Arbeiten zu dieser Habilitationsschrift molekulare 
Mechanismen identifiziert werden, die eine Wachstumsrestriktion und damit eine Hypoplasie 
des Herzen bedingen (siehe Kapitel 4.4.). Darüber hinaus sollten die Folgen einer 
neonatalen Hypoplasie des Herzens auf das postnatale kardiale Wachstum sowie die 
Funktion und Stress-Anfälligkeit im Erwachsenenalter untersucht werden (siehe Kapitel 4.3.). 
Schließlich sollte das kardiale Wachstum im Rahmen eines der am häufigsten genutzten 
IUGR-Tiermodelle, nämlich einer mütterlichen Proteinrestriktion während der Trächtigkeit, 
sowohl während der prä- also auch postnatalen Entwicklung des Herzens charakterisiert 
werden (siehe Kapitel 4.5.). 
 
Zusammengenommen sollten die Arbeiten zu dieser Habilitationsschrift neue Erkenntnisse 
über die Wachstumsregulation  und –plastizität sowie die Regenerationsfähigkeit des 
pränatalen Herzens und den Einfluss des pränatalen kardialen Wachstums auf die Funktion 
und Stressanfälligkeit des adulten Herz liefern. 
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2. Diskussion 
 
2.1. Regenerationsfähigkeit des prä- und postnatalen Herzens 
 
2.1.1. Regeneration des adulten Herzens in verschiedenen Wirbeltieren 
Das adulte menschliche Herz besitzt keine nennenswerte Fähigkeit zur Regeneration nach 
akuter Schädigung des Myokards, beispielsweise nach einem Myokardinfarkt. In dem vom 
verschlossenen Gefäß versorgten Areal stirbt ein Großteil der Kardiomyozyten durch 
unterschiedliche Zelltod-Mechanismen ab (47) und kann nicht durch neue kontraktile Zellen 
ersetzt werden. Stattdessen kommt es zunächst zu einer akuten inflammatorischen Phase, 
bei der Leukozyten und insbesondere Makrophagen aus dem Blut einwandern, um Zell- und 
Gewebereste zu resorbieren (48). Parallel dazu vermehren sich im Myokard ansässige 
Fibrozyten und werden zur Synthese von extrazellulärer Matrix (insbesondere Kollagen) 
angeregt (44). Auf diese Weise entsteht langfristig eine bindegewebige Narbe, die zwar das 
Infarktareal stabilisieren kann, aber nicht zur Kontraktion beiträgt (siehe Abbildung 5). Je 
nach Größe des geschädigten Areals führt dies zu einem mehr oder weniger großen Verlust 
der Herzleistung, was wiederum mit Einschränkungen der körperlichen Leistungsfähigkeit 
und damit der Lebensqualität der betroffenen Patienten verbunden ist. Zusätzlich erhöht die 
Infarktnarbe das Risiko für Komplikationen wie Arrhythmien sowie für die Entwicklung einer 
Herzinsuffizienz, was langfristig die Mortalität der Patienten erhöht. 
Im Gegensatz zum Säugetier können sich die Herzen adulter Fische und Amphibien nach 
myokardialer Schädigung komplett regenerieren. Eine der ersten bahnbrechenden Studien 
auf diesem Gebiet verwendete die Methode der Apex-Resektion in Zebrafischen. Hierbei 
wird ein Teil des apikalen Myokards (etwa 20 % der Masse) mit einem Skalpell amputiert. 
Nach einer ersten Phase der Wundheilung und des Gewebeumbaus kann sich das Herz 
innerhalb von 2 Monaten komplett regenerieren, ohne das eine Narbe oder eine 
Einschränkung der Pumpfunktion zurückbleibt (92). Das amputierte Areal wird dabei durch 
kontraktiles Myokard ersetzt, was durch eine vermehrte Proliferation der umliegenden 
Kardiomyozyten gewährleistet wird (93, 94). Auch adulte Salamander und Molche verfügen 
über die Fähigkeit zur Herzregeneration nach Apex-Resektion (95, 96), während diese im 
Krallenfrosch auf das Larven- bzw. Kaulquappen-Stadium beschränkt zu sein scheint und in 
erwachsenen Fröschen verloren geht (97). Zusammenfassend scheint also die Regeneration 
des adulten Herzen in einigen niederen Wirbeltieren möglich, während sie im Verlaufe der 
Evolution im Säuger verloren gegangen ist. 
 
2.1.2. Regeneration des embryonalen und fetalen Herzens im Säuger 
Der postnatale Zellzyklus-Austritt der Herzmuskelzellen (siehe Kapitel 2.1.4.) wird als eine 
der Hauptursachen dafür angesehen, dass das adulte Säuger-Herz praktisch keine Fähigkeit 
zur Regeneration besitzt (30, 98). Da sich adulte Kardiomyozyten unter normalen 
Umständen nicht mehr teilen, kann das nach einem Myokardinfarkt zerstörte Gewebe nicht 
mit neuen, kontraktilen Herzmuskelzellen besiedelt werden, sondern wird durch eine 
bindegewebige Narbe ersetzt. Wenn aber die Regenerationsfähigkeit des Säuger-Herzens 
unmittelbar mit der Proliferationsfähigkeit der Kardiomyozyten verknüpft ist, dann müsste 
sich entsprechend dieser Logik das embryonale und fetale Herz sehr wohl regenerieren 
können, da das pränatale kardiale Wachstum durch Teilung von Kardiomyozyten 
gewährleistet wird (siehe Kapitel 1.3.2.).  In der Tat konnte dies im Rahmen unserer Studien 
zum herzspezifischen Hccs-Knockout (KO) in der Maus erstmals gezeigt werden (siehe 
Kapitel 4.1.). Das Enzym Holocytochrom c Synthase (Hccs) ist essentiell für die Synthese 
von Cytochrom c, einem wichtigen Elektronentransporter der mitochondrialen Atmungskette 
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(341). Die Inaktivierung von Hccs führt so zu einer mitochondrialen Dysfunktion, die mit einer 
verminderten Synthese von ATP und einer vermehrten Bildung von reaktiven 
Sauerstoffverbindungen und damit oxidativem Stress verknüpft ist (119). In unseren Studien 
wurde das Hccs-Gen während der frühen Embryonalentwicklung der Maus spezifisch in 
kardialen Vorläuferzellen inaktiviert. Aufgrund der X-chromosomalen Lokalisation des Hccs-
Gens entwickeln sich im embryonalen Herzen von heterozygoten Hccs-Knockout-Weibchen 
sowohl normale als auch Hccs-defiziente Kardiomyozyten (Details siehe Kapitel 4.1.). Ein 
Gewebemosaik aus 50% gesunden und 50% defekten Kardiomyozyten im ventrikulären 
Myokard nach der Hälfte der Gestationszeit kann bis zur Geburt regeneriert werden, so dass 
das neonatale Herz zu 90% aus gesunden und nur noch zu 10% aus defekten Zellen 
aufgebaut ist (siehe Abbildung 4). Diese embryonale und fetale Herzregeneration wird durch 
eine kompensatorisch gesteigerte Proliferation der gesunden Kardiomyozyten gewährleistet, 
während defekte Zellen eine verminderte Teilungsrate zeigen. Während die Population 
gesunder Zellen bis zur Geburt also ein voll funktionsfähiges Herz entwickeln kann, tragen 
defekte Kardiomyozyten kaum zum Aufbau des Myokards bei.  
 

 
 
Abbildung 4: Schematische Darstellung der embryonalen Herzregeneration im Hccs-KO-
Mausmodell. Die Prozentangaben über den einzelnen Entwicklungsstadien zeigen den Anteil 
defekter („Diseased“) und normaler („Healthy“) Kardiomyozyten am Aufbau des Myokards an (dpc = 
days post coitum; Abbildung entnommen aus Magarin M et al., Genom Data. 2016;9:145-147). 
 
Diese embryonale Herzregeneration in der Maus konnte inzwischen durch unabhängige 
Studien bestätigt werden (99). Im Hccs-KO-Modell bleiben die defekten Zellen im Laufe der 
prä- und postnatalen Entwicklung im Myokard nachweisbar und werden nicht durch Zelltod 
eliminiert. Damit fallen ihnen möglicherweise wichtige Funktionen bei der Regeneration des 
Hccs-KO-Herzens zu (siehe Kapitel 2.2.4.). Einen anderen Ansatz verfolgte eine Studie, bei 
der unterschiedlich hohe Anteile von kardialen Vorläuferzellen oder embryonalen 
Kardiomyozyten im Verlaufe der Herzentwicklung durch die Expression des Diphterie-Toxin-
Gens gezielt mittels Zelltod eliminiert wurden (99). Dabei ergab sich, dass die Ablation von 
bis zu 60% der Zellen im embryonalen Herzen durch eine gesteigerte Proliferationsrate der 
verbleibenden Kardiomyozyten kompensiert werden kann, so dass sich bis zur Geburt und 
auch bis ins Erwachsenenalter ein normal großes und funktionstüchtiges Herz entwickelt. 
Erst die Ablation von mehr als 60% der kardialen Zellen führt zum Absterben der Embryonen 
in utero (99). Auch in Schafen konnte eine Regenerationsfähigkeit des fetalen Herzens 
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beobachtet werden. Adulte Schafe entwickeln nach Induktion eines Myokardinfarktes durch 
Ligation der linken Koronararterie eine persistierende Narbe mit linksventrikulärer Dilatation 
und Einschränkung der Kontraktilität. Im Gegensatz dazu zeigen Schafe, bei denen in der 
Fetalphase ein Myokardinfarkt induziert wurde, keine bleibenden Veränderungen der 
kardialen Morphologie oder Funktion (100, 101). Im fetalen verglichen mit adultem Myokard 
wurde nach Infarkt darüber hinaus eine verminderte Fibrosierung und eine gesteigerte 
Zellzyklus-Aktivität nachgewiesen, wobei nicht eindeutig bestimmt wurde, ob es sich dabei 
um proliferierende Kardiomyozyten handelt (100, 101). Zusammenfassend legen Studien in 
Mäusen und Schafen nahe, dass das Säuger-Herz vor der Geburt, wenn kardiales 
Wachstum durch Proliferation von Kardiomyozyten gewährleistet wird, die Fähigkeit zur 
myokardialen Regeneration nach Gewebeschädigung besitzt (siehe Abbildung 5). 
 
2.1.3. Regeneration des neonatalen Herzens im Säuger 
In der Maus nimmt die Zellzyklus-Aktivität von Kardiomyozyten innerhalb der ersten 10 Tage 
nach der Geburt stetig ab und kommt danach weitestgehend zum Erliegen (siehe Kapitel 
1.3.2.). Interessanterweise korreliert dieses Zeitfenster mit der Regenerationsfähigkeit des 
neonatalen Mausherzens: Nach chirurgischer Resektion der Herzspitze können 
neugeborene Mäuse das verlorene Gewebe durch eine gesteigerte Proliferationsrate der 
benachbarten Kardiomyozyten nahezu komplett und ohne die Bildung von Narbengewebe 
ersetzen, so dass im adulten Herzen keinerlei Einschränkungen der Pumpfunktion bestehen 
bleibt (102). Bei einer Herzspitzen-Resektion am Tag 7 nach der Geburt ist keine gesteigerte 
Teilungsrate der Kardiomyozyten nachweisbar und damit die Regeneration des Myokards 
nicht mehr gegeben, so dass eine bindegewebige Narbe zurückbleibt (102). Ähnlich verhält 
es sich bei der Induktion eines Myokardinfarkt durch die Ligation einer Koronararterie: eine 
Ligation am ersten Tag nach der Geburt kann bei Mäusen innerhalb der ersten 3 Wochen 
regeneriert werden, während dies bei einer Ligation am Tag 7 nicht mehr der Fall ist (103). 
Es darf allerdings auch nicht unerwähnt bleiben, dass die neonatale Herzregeneration in der 
Maus nicht völlig unumstritten ist. Verschiedenen Studien legen nahe, dass die Neubildung 
von Myokard nach Infarkt oder Apex-Resektion möglicherweise nicht komplett erfolgt und 
zumindest kleinere fibrotische Narbenareale zurückbleiben (104, 105) (siehe Abbildung 5). 
Der nach myokardialer Schädigung beobachtete Anstieg der Zellzyklus-Aktivität in 
Kardiomyozyten könnte demnach zwar zur Kernteilung jedoch ohne folgende Zellteilung 
führen (106). Dies würde bedeuten, dass vermehrt binukleäre Kardiomyozyten entstehen, 
ohne dass tatsächlich neue Zellen gebildet werden und damit Regeneration stattfindet. 
Auch in größeren Säugern wie Schweinen, die der menschlichen Physiologie des Herzens 
etwas näher kommen als Nager, gibt es Hinweise, dass ein Myokardinfarkt unmittelbar nach 
der Geburt regeneriert werden kann. Auch hier scheint eine gesteigerte Proliferation 
bestehender Kardiomyozyten der verantwortliche Mechanismus zu sein. In späteren Stadien 
führt ein Infarkt jedoch zur Bildung einer Narbe und zur Einschränkung der kardialen 
Pumpfunktion (107, 108). Diese Studien unterstreicht, dass bei Mäusen und Schweinen die 
Regenerationsfähigkeit des Herzens innerhalb der ersten Woche nach der Geburt verloren 
geht und unmittelbar mit der Proliferationsfähigkeit der Kardiomyozyten verknüpft zu sein 
scheint. Da der postnatale Zellzyklus-Arrest von Kardiomyozyten beim Menschen nicht 
ausreichend verstanden ist, ist auch nicht geklärt, ob eine ähnliche Regenerationsfähigkeit 
des neugeborenen humanen Herzens möglich ist. In einem Fallbericht wurde ein Kind 
beschrieben, bei dem wenige Stunden nach der Geburt ein Myokardinfarkt diagnostiziert 
wurde, der mit typischen klinischen Kriterien und einer deutlichen Reduktion der 
linksventrikulären Funktion einherging. Nach Katheter-gestützter Wiedereröffnung des 
Gefäßes hat sich die Herzfunktion des Kindes innerhalb der ersten Wochen nach der Geburt 



19 
 

komplett erholt, so dass es ohne bleibende Einschränkungen entlassen werden konnte 
(109). Ob dahinter allerdings tatsächlich eine myokardiale Regeneration im Sinne einer 
gesteigerten Kardiomyozyten-Proliferation steckt, konnte nicht geklärt werden. Ebenso ist 
über den weiteren Verlauf des Kindes nicht berichtet worden. 
 

 
 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass es in der Phase unmittelbar nach der Geburt 
bei Säugern ein kurzes Fenster zu geben scheint, in dem ein Schaden des Myokards durch 
die Proliferation von Kardiomyozyten regeneriert werden kann. Mit dem fortschreitenden 
postnatalen Zellzyklus-Arrest geht diese Regenerationsfähigkeit allerdings verloren.  
 
2.1.4. Ursachen für den postnatalen Zellzyklus-Arrest von Kardiomyozyten 
Die molekularen Mechanismen des postnatalen Zellzyklus-Austritts der Kardiomyozyten sind 
komplex und wahrscheinlich durch das Zusammenspiel unterschiedlicher bzw. sich 
gegenseitig bedingender Phänomene verursacht (91, 98). Hierzu zählt die Umstellung der 
Hämodynamik von einem fetalen auf einen postnatalen Kreislauf und die damit verbundenen 
Veränderungen der intrakardialen Druckverhältnisse (110). Im pränatalen Herzen des 
Menschen herrscht im linken Ventrikel bzw. in der Aorta kurz vor der Geburt ein 
systemarterieller Mitteldruck von 40-50 mmHg. Direkt nach der Geburt bleibt dieser zunächst 
weitestgehend unverändert, steigt in den ersten Lebensmonaten aber auf einen 
systemarteriellen Mitteldruck von 70-80 mmHg an. Durch die Trennung von Lungen- und 
Körperkreislauf bilden sich somit das Niederdrucksystem im rechten Herzen und das 
Hochdrucksystem im linken Herzen aus. Inwieweit die erhöhte Druckbelastung des linken 
Ventrikels nach der Geburt tatsächlich direkt zum Zellzyklus-Austritt der Kardiomyozyten 
beiträgt, ist unklar (110). Im adulten Herzen konnte jedoch gezeigt werden, dass eine 

Abbildung 5: Regenerationsfähigkeit des 
Herzens in der Maus. Das embryonale Herz 
kann sich nach myokardialer Schädigung 
durch die Proliferation von Kardiomyozyten 
komplett regenerieren. In neugeborenen 
Mäusen kommt es zu einer Entzündungs-
Reaktion mit anschließender Proliferation von 
Kardiomyozyten und Ablagerung von 
extrazellulärer Matrix (ECM). Dies führt zu 
weitreichender Herzregeneration mit unter 
Umständen geringgradig persistierender 
Fibrosierung. Im adulten Herzen findet nach 
Gewebeschaden eine inflammatorische 
Reaktion mit anschließender Vermehrung von 
Fibrozyten und extrazellulärer Matrix statt. 
Kardiomyozyten können jedoch nicht 
proliferieren, so dass keine Regeneration 
abläuft, sondern eine bindegewebige Narbe 
zurückbleibt. (Abbildung mit Erlaubnis 
entnommen aus: Uygur A & Lee RT. Dev 
Cell. 2016;36:362-374) 
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Entlastung des linken Ventrikels bei Patienten mit Herzinsuffizienz durch ein Assist-Device 
zu einer gesteigerten Zellzyklus-Aktivität in Kardiomyozyten führt (111).   
Die mechanische Belastung und die damit steigenden Ansprüche an die Kontraktionskraft 
der Kardiomyozyten nach der Geburt erfordern deren terminale Differenzierung. Dies 
schließt sowohl Veränderungen in der elektrophysiologischen Erregbarkeit, also dem Ruhe-
Membranpotential und dem Aktionspotential, und damit in der Expression membranständiger 
Ionenkanäle als auch Anpassungen im intrazellulären Calcium-Handling ein (112). Vor allem 
aber kommt es zur Ausbildung des adulten Kontraktionsapparates, also der endgültigen 
Sarkomer-Organisation von Actin- und Myosin-Filamenten zusammen mit verschiedenen 
Adapterproteinen. Diese Kontraktionseinheiten werden darüber hinaus mit dem Zytoskelett, 
der Zellwand und den Zell-Zell-Kontakten verankert, um eine optimale Kraftübertragung und 
damit Verkürzung der gesamten Zelle bei der Kontraktion zu gewährleisten. Diese komplexe 
und praktisch irreversible Organisation des Kontraktionsapparates machen eine Teilung von 
terminal differenzierten Kardiomyozyten nahezu unmöglich (113). Dies würde zunächst eine 
Dedifferenzierung der Kardiomyozyten und den teilweise Abbau des Kontraktionsapparates 
erfordern, bevor eine Zytokinese stattfinden kann (114). Auch wenn dies vereinzelt 
beobachtet werden konnte, so führt die terminale Differenzierung der Kardiomyozyten zu 
einer zunehmend ineffizienten Proliferationsrate im postnatalen Herzen. 
Weitere Faktoren, die die Zellzyklus-Aktivität von prä- im Vergleich zu postnatalen 
Kardiomyozyten beeinflussen, sind grundlegende metabolische Umstellungen im 
Energiehaushalt der Kardiomyozyten. Im embryonalen und fetalen Herzen wird ein Großteil 
der zellulären Energie in Form von Adenosintriphosphat (ATP) aus dem anaeroben Abbau 
von Kohlenhydraten (Glukose und Laktat) im Rahmen der Glykolyse gewonnen (115, 116). 
In der eher sauerstoffarmen intrauterinen Umgebung gewährleistet dies eine ausreichend 
effiziente Energiebereitstellung. Grundsätzlich scheint ein glykolytischer Stoffwechsel die 
Proliferation von Zellen zu begünstigen, was auch bei Tumoren bekannt ist und als Warburg 
Effekt bezeichnet wird (117). In der sauerstoffreichen postnatalen Umgebung dagegen stellt 
ein oxidativer Metabolismus von Fettsäuren und Glukose mit Hilfe der oxidativen 
Phosphorylierung in Mitochondrien die dominante Form der Energiegewinnung der 
Kardiomyozyten dar, über die 95% des ATP im Herzen bereitgestellt werden (118). Die 
gestiegene mechanische Beanspruchung des Herzens erfordert eine höhere kontraktile 
Pumpleistung zur Aufrechterhaltung des postnatalen Kreislaufs, die nur durch einen 
oxidativen Stoffwechsel zu gewährleisten ist. Der Wechsel von einem glykolytischen auf 
einen oxidativen Stoffwechsel hat neben der effizienteren ATP-Produktion einen zweiten 
Effekt, nämlich einen Anstieg von reaktiven Sauerstoffverbindungen als physiologische 
Nebenprodukte der mitochondrialen Atmungskette (119). In einer wichtigen Studie wurde in 
Mäusen gezeigt, dass die Umstellung von einer eher hypoxischen intrauterinen auf eine 
sauerstoffreiche extrauterine Umgebung maßgeblich an dem postnatalen Zellzyklus-Austritt 
der Kardiomyozyten beteiligt ist (120). Die damit verbundene Vermehrung des 
Mitochondrien-Gehalts der Zelle und die Steigerung des mitochondrialen Stoffwechsels 
innerhalb der ersten 7 Tage nach der Geburt führen zu einer kontinuierlich vermehrten 
Bildung von reaktiven Sauerstoffverbindungen. Dies verursacht oxidative Veränderungen der 
DNA und aktiviert entsprechende Reparatur-Mechanismen (DNA damage response = DDR). 
Es wurde daraufhin postuliert, dass diese oxidativen Folgen des mitochondrialen 
Stoffwechsels die Zellzyklus-Aktivität der Kardiomyozyten im postnatalen Verlauf reduzieren. 
In der Tat kann die Proliferation und Zellteilungsrate im Mausherzen in den ersten 7 Tagen 
nach der Geburt durch Veränderungen des Sauerstoffgehaltes in der Umgebung beeinflusst 
werden. Während eine Erhöhung (Hyperoxie, 100% Sauerstoff in der Umgebungsluft) zu 
einer Reduktion der Zellzyklus-Aktivität am Tag 4 nach der Geburt führt, erhöhen 
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kontinuierliche hypoxische Bedingungen ab der Geburt (Senkung des Sauerstoffgehaltes in 
der Luft von 21% auf 15%) die Kardiomyozyten-Proliferation am Tag 7 (120). Auch wenn 
viele Aspekte des postnatalen Zellzyklus-Arrests von Kardiomyozyten insbesondere beim 
Menschen bisher unklar sind, so scheinen die durch den postnatalen Kreislauf induzierte 
terminale Differenzierung sowie metabolische Umstellungen maßgeblich beteiligt zu sein. 
 
2.1.5. Die Teilungsfähigkeit von Kardiomyozyten determiniert das regenerative 

Potential des Herzens 
Wie in den vorherigen Abschnitten erläutert, ist das Potential zur Regeneration im adulten 
Herzen mit der Proliferationsfähigkeit der Kardiomyozyten verknüpft. Letztere geht beim 
Säuger um die Geburt herum verloren, so dass ein Myokardschaden danach nicht mehr mit 
kontraktilem Gewebe repariert werden kann. Was aber unterscheidet die postnatalen 
Kardiomyozyten im Säuger von denen in Fischen und Amphibien, bei denen eine 
Regeneration des adulten Herzens möglich ist (siehe Kapitel 2.1.1.)? Ein entscheidender 
Unterschied besteht im DNA-Gehalt und der Anzahl an Kernen pro Zelle. Die 
Kardiomyozyten in niederen Wirbeltieren besitzen einen Zellkern (sie sind also mononukleär) 
mit einem zweifachen (oder auch diploiden bzw. 2n) Chromosomensatz. In Säugetieren 
entwickelt sich in den Kardiomyozyten nach der Geburt jedoch ein mehrfacher 
Chromosomensatz, der je nach Spezies auf einen oder mehrere Kerne verteilt ist (29). Dies 
ist dadurch bedingt, dass Kardiomyozyten nach der Geburt in vielen Fällen noch einmal in 
den Zellzyklus eintreten und eine S-Phase durchlaufen, in der eine Verdoppelung 
(Replikation) der genomischen DNA stattfindet (98). Danach kann sich eine M-Phase 
anschließen, in der eine Kernteilung (Karyokinese) erfolgt und die DNA auf zwei Kerne mit 
jeweils einem 2n Chromosomensatz verteilt wird. In den meisten Fällen findet im Anschluss 
jedoch keine Zellteilung (Zytokinese) statt, da die Trennung der beiden potentiellen 
Tochterzellen blockiert wird (121) (siehe Abbildung 6). Zwar bildet sich initial der dafür nötige 
molekulare Apparat (sie sogenannte Teilungsfurche) aus, die Abschnürung der Zellen kann 
aber nicht vollzogen werden und die Teilungsfurche bildet sich zurück (122, 123). Auf diese 
Weise entstehen binukleäre Kardiomyozyten, die also zwei Zellkernen enthalten. Diese 
Zellen können erneut in den Zellzyklus eintreten und eine S-Phase sowie eine 
anschließende Karyokinese ohne Zellteilung durchlaufen, so dass Kardiomyozyten mit vier, 
acht oder mehr Kernen entstehen (29).  
 

 
 
In einigen Spezies kommt es in Kardiomyozyten nach der Geburt zu einer S-Phase, auf die 
jedoch weder eine Kern- noch eine Zellteilung folgen. In diesem Fall entstehen 

Abbildung 6: Zellzyklus-Aktivität im 
postnatalen Herzen. Nach der 
Geburt können Kardiomyozyten in den 
Zellzyklus eintreten und eine DNA-
Replikation durchlaufen. Findet 
danach keine Kernteilung statt, 
entstehen polyploide Zellen mit einem 
4n Chromosomensatz. Findet eine 
Kern- aber keine Zellteilung statt, 
entstehen binukleäre Zellen. In 
seltenen Fällen kommt es zur 
Zellteilung und damit einer Zunahme 
der Kardiomyozytenzahl. (Abbildung 
mit Erlaubnis entnommen aus: Karra 
R & Poss KD. J Clin Invest. 
2017;127:427-436) 
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mononukleäre Kardiomyozyten, deren Kerne einen vierfachen (4n) Chromosomensatz 
enthalten (siehe Abbildung 6). Auch hier können sich weitere S-Phasen anschließen, so 
dass polyploide (8n, 16n,...) Zellen vorkommen. In der Maus dominiert nach der Geburt die 
DNA-Replikation mit Karyokinese, so dass der Großteil der Kardiomyozyten im adulten 
Herzen binukleär ist (29). Im Menschen dagegen entstehen vor allem mononukleäre, 
polyploide Zellen (37). Die Generierung binukleärer bzw. polyploider Zellen stellt dabei eine 
zusätzliche Komponente der terminalen Differenzierung von Kardiomyozyten dar.  
Man geht derzeit davon aus, dass nur mononukleäre Kardiomyozyten mit einem 2n 
Chromosomensatz tatsächlich teilungsfähig sind. Da dies im adulten Herzen von Fischen 
und Amphibien der dominierende Zelltyp ist, kann eine Myokardschädigung durch 
Proliferation von Kardiomyozyten regeneriert werden. Im adulten Säuger-Herzen ist dies 
aufgrund der terminalen Differenzierung nicht möglich. In der Tat kann die experimentell 
induzierte Erhöhung des Anteils polyploider Kardiomyozyten im adulten Zebrafisch die 
Regeneration des Herzens verhindern (124). Warum aber ist im Verlaufe der Evolution die 
Teilungsfähigkeit adulter Kardiomyozyten verloren gegangen und worin besteht der Vorteil 
von terminal differenzierten, binukleären bzw. polyploiden Zellen? Ein entscheidender Aspekt 
scheint hier die Entwicklung der Thermoregulation zu sein, also die Fähigkeit von 
Säugetieren, ihre Körpertemperatur konstant zu halten (Endothermie). Der Verlust der 
Regenerationsfähigkeit im adulten Säuger-Herz korreliert aus evolutionsbiologischer Sicht 
sowohl mit dem postnatalen Zellzyklus-Arrest und dem DNA-Gehalt der Kardiomyozyten als 
auch mit der Entwicklung der Endothermie (125). Im Gegensatz dazu gibt es über 41 
Spezies hinweg eine inverse Korrelation zwischen dem Anteil mononukleärer, diploider 
Kardiomyozyten im Herzen und der metabolischen Aktivität zur Aufrechterhaltung der 
Körpertemperatur. Letztere wird im Säuger maßgeblich durch das Schilddrüsenhormon 
Thyroxin reguliert, das durch die Steigerung des metabolischen Grundumsatzes die 
Körpertemperatur erhöhen kann. Tatsächlich kann eine Inhibierung des Thyroxin-Signalwegs 
in neonatalen Mäusen den postnatalen Zellzyklus-Arrest der Kardiomyozyten hinauszögern, 
die Entstehung polyploider Zellen reduzieren und die Regenerationsfähigkeit bis ins 
Erwachsenenalter erhalten. Im Gegensatz dazu inhibiert Thyroxin die Herzregeneration im 
adulten Zebrafisch (125). Diese Studie legt nahe, dass der Preis für die Evolution der 
Endothermie im Säuger der Verlust der Zellzyklus-Aktivität der Kardiomyozyten und damit 
der Regenerationsfähigkeit des adulten Herzens ist (126). 
Aber auch die metabolischen Umstellungen von einem glykolytischen Stoffwechsel im Uterus 
auf einen oxidativen Stoffwechsel nach der Geburt spielen eine Rolle beim Verlust der 
Regenerationsfähigkeit des Herzens (siehe Kapitel 2.1.4.). Dabei kann zum einen die 
Aufrechterhaltung hypoxischer Bedingungen nach der Geburt in Mäusen den Zellzyklus-
Arrest der Kardiomyozyten hinauszögern und damit das Zeitfenster der Herzregeneration 
verlängern (120). Zum anderen ermöglicht eine hypoxische Umgebung nach einem 
Myokardinfarkt in adulten Mäusen die Proliferation von Kardiomyozyten und die 
Regeneration des Myokards (127). Interessanterweise beschleunigen hypoxische 
Bedingungen auch die Herzregeneration im Zebrafisch, vor allem aber wird diese durch eine 
Erhöhung des Sauerstoffgehaltes in der Umgebung („Hyperoxie“) inhibiert (128). Im adulten 
Myokard der Maus wurde eine kleine Population mononukleäre, diploider Kardiomyozyten 
identifiziert, die in hypoxischen Nischen des Gewebes angesiedelt sind und Charakteristika 
neonataler Kardiomyozyten aufweisen. Diese Zellen tragen maßgeblich zur Neubildung von 
Kardiomyozyten im adulten Herzen bei (129). Es scheint also, dass eine hypoxische 
Stoffwechsellage und die damit verbundene Signaltransduktion ein Merkmal teilungsfähiger 
Kardiomyozyten ist. Vor diesem Hintergrund wäre, ähnliche wie bei der Endothermie, die 
hohe Energieeffizienz eines oxidativen Stoffwechsels zur Etablierung einer optimalen 
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Kontraktilität der Kardiomyozyten aus evolutionsbiologischer Sicht erkauft für den Verlust der 
Regenerationsfähigkeit des adulten Herzens (130). 
 
2.1.6. Therapeutische Strategien zur Regeneration des menschlichen Herzens 
Die Regeneration des adulten Herzen nach Gewebeschädigung bleibt ein wichtiges Ziel der 
kardiovaskulären Forschung. Eine Reihe regenerativer Therapieansätze wurde bisher 
sowohl in präklinischen als auch klinischen Studien getestet, darunter vor allem die 
Aktivierung von im adulten Myokard ansässigen kardialen Stammzellen oder die Injektion 
von Knochenmarksstammzellen in das Infarktareal (131). Über derartige Zelltherapien ist 
eine heftige Debatte entbrannt, und es hat sich inzwischen herausgestellt, dass eine Reihe 
der grundlagenwissenschaftlichen Studien auf fabrizierten, manipulierten und damit nicht 
reproduzierbaren Daten basieren (132). So geht man heute davon aus, dass es im adulten 
Myokard keine dauerhaft ansässigen kardialen Stammzellen gibt, die über ein substantielles 
Potential zur Differenzierung in Kardiomyozyten verfügen. Selbst wenn derartige Ereignisse 
vereinzelt vorkommen sollten, dann sind sie so selten und ineffizient, dass dieser Prozess 
bei der Regeneration eines größeren myokardialen Schadens nicht nutzbar zu sein scheint 
(133-136). Die Injektion von mononukleären Knochenmarksstammzellen ins Infarktareal hat 
in einigen tierexperimentellen und auch klinischen Studien einen, wenn auch geringen, 
Nutzen gezeigt, da die Kontraktilität des linken Ventrikels langfristig leicht verbessert wurde 
(131). Es hat sich allerdings herausgestellt, dass dieser Effekt nicht auf der Differenzierung 
der injizierten Zellen in Kardiomyozyten und damit der Neubildung von kontraktilem Gewebe 
beruht. Stattdessen wurden andere Mechanismen postuliert, wie beispielsweise eine 
Modulation der Inflammation, parakrine Effekte auf umliegende Zellen durch Sekretion 
protektiver Mediatoren oder die Verbesserung der mechanischen Eigenschaften des 
Narbengewebes (137). Eine neue Studie zeigt, dass der positive Effekt von injizierten 
Knochenmarksstammzellen auf die Herzfunktion nach Myokardinfarkt vor allem auf eine 
Modulation der Immunantwort und die damit verbundene Einwanderung von Makrophagen 
zurückzuführen ist. Derselbe Effekt lässt sich jedoch auch durch die Injektion abgetötete 
Zellen oder eines pharmakologischen Aktivators von Makrophagen erzielen (138). Demnach 
spielt die Neubildung von Kardiomyozyten aus den injizierten Zellen und damit eine echte 
Regeneration des Myokards keine Rolle. Aufgrund dieser und anderer Studien und aufgrund 
der Tatsache, dass die wissenschaftliche Grundlage für die Existenz und Wirkung von 
Stammzellen im Herzen zuletzt ins Wanken geraten ist, scheint die Regeneration des 
adulten Herzens auf der Basis von Zelltherapie mit adulten Stammzellen zumindest mit dem 
Ziel der Neubildung von Kardiomyozyten derzeit unrealistisch (132, 139). 
Andere regenerative Strategien für das geschädigte adulte Herz rücken daher vermehrt in 
den Fokus (140, 141). Dazu zählt die Gewinnung von induzierten, pluripotenten Stammzellen 
(iPS-Zellen) beispielsweise aus Fibrozyten der Haut und die anschließende in vitro 
Differenzierung in patientenspezifische Kardiomyozyten. Nach Expansion der Zellen in Kultur 
sollen sie in das Infarktareal injiziert werden, um so neues kontraktiles Myokard zu bilden. In 
präklinischen Studien konnte die Machbarkeit eines solchen Ansatzes in nicht-menschlichen 
Primaten demonstriert werden (142). Ähnliches gilt für Kardiomyozyten, die aus humanen 
embryonalen Stammzellen differenziert und in Primaten zur Regeneration nach 
Myokardinfarkt eingesetzt wurden (143). Einen weiteren Ansatz stellt die direkte in vivo Re-
Programmierung von kardialen Fibroblasten in Kardiomyozyten dar (144). Hierbei werden im 
Myokard ansässige Fibroblasten mit viralen Vektoren transfiziert, die zur Überexpression 
definierter kardialer Transkriptionsfaktoren führt. Dadurch nehmen die Zellen Eigenschaften 
von Kardiomyozyten an, was die Herzfunktion nach Myokardinfarkt in verschiedenen 
tierexperimentellen Studien verbessern konnte (145, 146). Schließlich werden auch 
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Methoden des „Tissue Engineerings“ verfolgt, um kontraktile myokardiale Gewebe-Patches 
in der Kulturschale zu generieren (147). Diese werden anschließend chirurgisch von außen 
auf das Infarktareal aufgebracht und können somit die Kontraktilität des Herzens 
unterstützen (148). Die meisten der erläuterten Strategien zur Regeneration des Herzens 
befinden sich in der grundlagenwissenschaftlichen Erprobung oder allenfalls in frühen 
präklinischen Phasen. Grundlegende Probleme wie Effizienz und Wirksamkeit, Patienten-
Sicherheit (z.B. Induktion von Arhythmien oder Tumoren), technische Machbarkeit 
(Skalierung vom Nager auf das menschliche Herz) und ggf. Immunkompatibilität müssen 
geklärt werden, bevor das translationale Potential einzelner Techniken klar wird. Vor diesem 
Hintergrund bleibt die Reaktivierung der Zellteilung in adulten Kardiomyozyten eine wichtige 
regenerative Therapieoption (30, 137, 139). Hierfür ist es jedoch unbedingt erforderlich, die 
Regulation des Zellzyklus-Arrests unmittelbar nach der Geburt auf zellulärer und molekularer 
Ebene zu verstehen. Nur so können pharmakologische oder auch biotechnologische 
Ansätze zur Stimulation der Proliferation in adulten Kardiomyozyten entwickelt werden. Die 
embryonale Herzregeneration in Hccs-KO-Mäusen stellt dabei ein attraktives Werkzeug dar 
(149). Dabei sollen zukünftig die molekularen Mechanismen untersucht werden, die gesunde 
Kardiomyozyten in Hccs-KO-Herzen zur kompensatorisch gesteigerten Proliferation anregen. 
Mit Hilfe neuer Techniken an aus Gewebe dissoziierten Einzelzellen, wie z.B. Single Cell 
RNA Sequencing, kann das Transkriptom der hyperproliferierenden mit dem normaler 
Kardiomyozyten verglichen werden. Derartige Analysen sollen Gene und Signalkaskaden 
identifizieren, die die Regeneration im embryonalen Herzen ermöglichen und somit auch als 
Therapiestrategien und pharmakologische Targets im adulten Herzen nützlich sein könnten. 
 
2.2. Stresstoleranz und Überleben von embryonalen Kardiomyozyten 
 
2.2.1. Das therapeutische Konzept der Kardioprotektion 
Aufgrund der Unfähigkeit des adulten Herzens zur Regeneration und damit zur substantiellen 
Neubildung von Zellen, wiegt der Verlust von Kardiomyozyten unter pathologischen 
Bedingungen und bei verschiedenen Erkrankungen schwer. Hierbei spielt sowohl der akute 
Gewebeschaden, wie z.B. nach Myokardinfarkt, aber auch der progrediente Verlust bei 
chronischen Erkrankungen wie Bluthochdruck oder Diabetes mellitus eine Rolle (150-152). 
Adulte Kardiomyozyten sind sensibel gegenüber Hypoxie, Ischämie/Reperfusion, 
kardiotoxischen Medikamenten (153) oder viralen Infektionen. Oft ist dabei eine 
mitochondriale Dysfunktion an der Entstehung von zellulärem Stress und der Induktion von 
Zelltod beteiligt (47, 154). So führt sowohl bei einer Ischämie/Reperfusion als auch bei der 
Tumorbehandlung mit Doxorubicin (155) der intrazelluläre Anstieg von reaktiven 
Sauerstoffverbindungen, die in geschädigten Mitochondrien vermehrt gebildet werden, zur 
Apoptose oder Nekrose (154). Auch Alterungsprozesse beim Menschen sind mit einer 
mitochondrialen Dysfunktion in verschiedenen Geweben assoziiert (156). Mit zunehmendem 
Alter akkumulieren somatische Mutationen im mitochondrialen Genom, was zu einer 
Fehlfunktion der Atmungskette führt. Als Folge kommt es zu einem progredienten ATP 
(Adenosintriphosphat) Mangel der Zellen sowie zu oxidativem Stress aufgrund einer 
Überproduktion von reaktiven Sauerstoffverbindungen. Da spontane Mutationen im 
mitochondrialen Genom zufällig passieren, sind einzelne Zellen in einem Gewebeverband 
unterschiedlich stark betroffen. So entwickelt sich im Alter ein Mosaik aus normalen Zellen 
und solchen mit verschiedenen Schweregraden einer mitochondrialen Dysfunktion (157). 
Neben einer Reihe von regenerativen Therapieansätzen mit dem Ziel, abgestorbene Zellen 
nach einem Gewebeschaden des Myokards durch neue Kardiomyozyten zu ersetzen (siehe 
Kapitel 2.1.6.), ist ein weiteres wichtiges Konzept, die Toleranz der Zellen gegenüber Stress 
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zu erhöhen und somit den Zelltod von vornherein zu unterbinden (158). Dieser 
therapeutische Ansatz wird auch als Kardioprotektion bezeichnet. Um derartige zellprotektive 
Strategien verfolgen zu können, ist zunächst ein genaues Verständnis der molekularen 
Mechanismen nötig, die für die Stressantwort, den Zelltod und das Überleben von 
Kardiomyozyten verantwortlich sind. Trotz langjähriger und intensiver Grundlagen- aber auch 
präklinischer und translationaler Forschung ist bis heute keine routinemäßig anwendbare 
kardioprotektive Therapie verfügbar (159). Eine Reihe vielversprechender Ansätze, die in 
Tiermodellen ihre Wirksamkeit gezeigt haben, konnten nicht auf den Menschen übertragen 
werden. Hierzu zählen verschiedene pharmakologische Strategien mit dem Ziel, den Zelltod 
in Kardiomyozyten zu inhibieren, die Bildung von reaktiven Sauerstoffverbindungen zu 
unterdrücken, deren Neutralisierung zu fördern oder durch metabolische Umstellungen den 
Energiehaushalt aufrechtzuerhalten (160). Aber auch Ansätze wie Prä- oder Post-
Konditionierung werden verfolgt. Die Prä-Konditionierung beschreibt das Phänomen, dass 
mehrere kurze Phasen der Ischämie und Reperfusion das Herz auf eine lange Ischämie 
vorbereiten, so dass der dadurch induzierte Myokardschaden geringer ausfällt. Man geht 
davon aus, dass während der Prä-Konditionierung verschiedene protektive Mechanismen 
aktiviert werden, die den Kardiomyozyten anschließend sofort zur Verfügung stehen und sie 
vor dem Zelltod schützen. Die Post-Konditionierung beschreibt einen Prozess, bei dem nach 
dem Verschluss einer Koronararterie diese mittels Katheter-Intervention zunächst 
wiedereröffnet, danach aber für kurze Zeit mehrfach wieder verschlossen und reperfundiert 
wird. Das Ziel hierbei ist, den Reperfusions-Schaden zu minimieren, indem dem infarzierten 
Myokard erst allmählich normale Sauerstoff- und Nährstoffangebote zur Verfügung gestellt 
werden. Schließlich wird auch das Konzept der „Remote“-Konditionierung verfolgt. Hierbei 
werden meist Extremitäten für kurze Zeit einer Ischämie ausgesetzt und der Blutfluss danach 
wieder freigegeben. Dabei werden aus dem ischämischen Gebiet des Armes oder Beins 
Signalmoleküle ins Blut abgegeben, die im Herzen protektiv wirken und das Myokard vor 
einer anschließenden Ischämie schützen. Aber auch auf dem Gebiet der Konditionierung 
konnten vielversprechende tierexperimentelle und präklinische Studien bisher nicht in die 
klinische Praxis überführt werden (161). 
 
2.2.2. Stresstoleranz in embryonalen im Vergleich zu adulten Kardiomyozyten 
Bei den Untersuchungen zur embryonalen Herzregeneration im Hccs-Knockout-Mausmodell 
fiel auf, dass die Hccs-defizienten Kardiomyozyten im Verlauf der pränatalen Entwicklung im 
Myokard persistieren und auch im neonatalen und adulten Herzen nachweisbar sind. Sie 
werden folglich trotz der Konsequenzen einer mitochondrialen Dysfunktion nicht durch 
Zelltod eliminiert (siehe Kapitel 4.2.). Stattdessen aktivieren embryonale Kardiomyozyten 
beim Fehlen von Hccs eine Reihe von protektiven Signalkaskaden, darunter die 
mitochondriale UPR (unfolded protein response), Abwehr gegen oxidativen Stress und 
Inhibitoren des programmierten Zelltods. Das Zusammenspiel dieser zellprotektiven 
Mechanismen stellt wahrscheinlich ihr Überleben bis in adulte Stadien sicher. Selbst die 
Inaktivierung des wichtigen Apoptose-Inhibitors ARC (162, 163) führt nicht zum Absterben 
von embryonalen Hccs-defizienten Kardiomyozyten. Dies verdeutlicht ihre bemerkenswerte 
Plastizität im Repertoire der zellulären Stressantwort und Apoptose-Regulation. Betrachtet 
man dagegen die hohe Anfälligkeit adulter Kardiomyozyten gegenüber verschiedenen 
pathologischen Bedingungen, so liegt die Vermutung nahe, dass die Reaktion von unreifen 
im Vergleich zu terminal differenzierten Kardiomyozyten auf eine mitochondriale Dysfunktion 
und auf oxidativen Stress fundamental unterschiedlich ist. Es scheint, dass embryonale und 
fetale Kardiomyozyten eine deutlich höhere Stress-Resistenz besitzen als adulte Zellen. 
Inwieweit dabei Unterschiede in der Reaktion auf mitochondriale Funktionsstörungen und die 
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Fähigkeit, oxidativen Stress zu reduzieren, involviert sind, ist bisher unklar. Die 
Identifizierung derartiger Mechanismen könnte aber wichtige neue Ansätze für Zellprotektion 
im adulten Herzen liefern. 
Studien mit dem Ziel, die Stress-Toleranz, Zelltod-Regulation oder Kardioprotektion in 
embryonalen und adulten Kardiomyozyten zu vergleichen, sind rar, so dass es wenige 
Erkenntnisse über molekulare Unterschiede zwischen den Zelltypen gibt. Es wurde jedoch 
anhand von in vitro Experimenten bereits postuliert, dass fetale menschliche Kardiomyozyten 
eine deutlich höhere Resistenz gegenüber einer simulierten Ischämie/Reperfusion besitzen 
als neonatale Ratten-Kardiomyozyten (164). Letztere zeigen sowohl unter Ischämie als auch 
nach Reperfusion deutlich höhere Apoptose-Raten als die humanen fetalen Zellen, in denen 
der Zelltod überhaupt nicht induziert wird. Studien zum „Tissue Engineering“ haben 
myokardiales Gewebe aus embryonalen und neonatalen Kardiomyozyten in vitro hergestellt 
und auf Infarktareale adulter Rattenherzen transplantiert. Dabei zeigt sich, dass embryonale 
Gewebe-Patches langfristig eine höhere Proliferationsrate behalten und die linksventrikuläre 
Funktion des geschädigten Herzens verbessern, was mit neonatalen Patches nicht der Fall 
ist (165). Die Apoptose-Rate ist in den embryonalen im Vergleich zu den neonatalen 
Gewebe-Patches nach Transplantation jedoch nicht unterschiedlich. Im Gegensatz dazu 
zeigt eine andere Studie, dass die Injektion von fetalen und neonatalen Kardiomyozyten in 
geschädigtes Myokard adulter Ratten zum Anwachsen und Überleben der Zellen führt. 
Adulte Kardiomyozyten sterben nach der Injektion dagegen ab (166).  
Auf der anderen Seite gibt es umgekehrt auch Hinweise, dass adulte im Vergleich zu 
unreifen Kardiomyozyten eine höhere Resistenz gegenüber Doxorubicin besitzen. So führt 
die Doxorubicin-Behandlung in kultivierten neonatalen Ratten-Kardiomyozyten zu einer 
deutlich stärkeren Induktion von Apoptose als in adulten Zellen (167). Studien in Mäusen 
zeigen, dass die Expression mehrerer proapoptotischer Proteine in neonatalen Herzen hoch 
ist und bis zum Alter von 3 Wochen stetig abnimmt (168). Folglich führt die Behandlung von 
neonatalen Mäusen mit Doxorubicin zu einer deutlich stärkeren Induktion von Apoptose im 
Herzen als im Alter von 3 Wochen. In der Tat nimmt die Anfälligkeit gegenüber Doxorubicin 
im postnatalen Verlauf und somit mit zunehmender Differenzierung der Kardiomyozyten 
kontinuierlich ab (168). Die im Rahmen der fortschreitenden Reifung abnehmende 
Anfälligkeit gegenüber Doxorubicin lässt sich auch bei der Differenzierung von 
Kardiomyozyten aus humanen iPS-Zellen nachvollziehen. In frühen Stadien und damit 
unreifen Zellen wirkt Doxorubicin zytotoxisch, während die Induktion von Zelltod mit 
fortschreitender Differenzierung abnimmt (169). Interessanterweise konnte darüber hinaus 
gezeigt werden, dass eine mitochondriale Dysfunktion adulte Kardiomyozyten vor Hypoxie 
schützen kann und einen Ischämie/Reperfusions-Schaden im Herzen reduziert (170). 
Umgekehrt könnte die Abnahme des Differenzierungsgrades (eine sog. Dedifferenzierung) 
adulte Kardiomyozyten resistenter gegenüber Stress machen. So zeigen sich sowohl im 
chronisch ischämischen Myokard als auch im Randbereich eines Infarkts strukturell 
veränderte Kardiomyozyten, die Anzeichen einer Dedifferenzierung zeigen. Hierzu zählen 
ein Ab- bzw. Umbau des Sarkomer-Apparates und des Zytoskeletts sowie ein Anstieg des 
Glykogen-Gehalts. Diese dedifferenzierten Kardiomyozyten zeigen dabei im Vergleich zu 
den umliegenden Zellen keinerlei Anzeichen von Zelltod (171, 172). Eine Dedifferenzierung 
gibt den Kardiomyozyten einige Eigenschaften fetaler Stadien zurück, was neben einer 
höheren Stresstoleranz auch den Wiedereintritt in den Zellzyklus ermöglicht (173). Generell 
regulieren adulte Kardiomyozyten unter pathologischen Bedingungen vermehrt Gene aus der 
pränatalen Entwicklung hoch und stellen von oxidativem auf glykolytischen Metabolismus 
um. Die Reaktivierung des fetalen Expressionsprogramms und des pränatalen Stoffwechsels 
scheint dabei protektiv zu sein, um die Zellen vor dem Absterben zu bewahren (174). 
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2.2.3. Weisen embryonale Kardiomyozyten den Weg zur Kardioprotektion? 
Die Unterschiede in der Stressresistenz zwischen embryonalen und adulten Kardiomyozyten 
sind aufgrund der wenigen verfügbaren Studien nicht klar definiert. Es gibt jedoch nicht 
zuletzt auf der Basis unserer eigenen Daten zum Überleben von Hccs-defizienten 
Kardiomyozyten im embryonalen und adulten Herzen gute Hinweise, dass die Stresstoleranz 
undifferenzierter Zellen zumindest bei mitochondrialer Dysfunktion höher ist als im adulten 
Herzen. Dies ergibt auch vor dem Hintergrund Sinn, dass die im Uterus herrschende 
hypoxische Umgebung und die dadurch induzierte intrazelluläre Signaltransduktion essentiell 
für eine normale Entwicklung des pränatalen Herzens sind (175). Embryonale 
Kardiomyozyten tolerieren demnach hypoxische Bedingungen nicht nur, sondern können 
darunter optimal proliferieren und differenzieren. Unserer zukünftigen Forschung liegt daher 
die Hypothese zugrunde, dass undifferenzierte Kardiomyozyten eine mitochondriale 
Dysfunktion und oxidativen Stress überleben, während adulte Kardiomyozyten hochsensibel 
sind und nach kurzer Zeit absterben. Diese Unterschiede sind wahrscheinlich durch die 
andersartige Aktivierung einer Reihe von molekularen Stressreaktionen bedingt. Die 
protektiven Mechanismen, die embryonale Kardiomyozyten vor dem Zelltod bei oxidativem 
Stress bewahren, gehen dabei im adulten Herzen im Verlauf der terminalen Differenzierung 
der Zellen verloren. Demnach würde eine Reaktivierung von embryonalen 
Schutzmechanismen das Überleben adulter Kardiomyozyten verbessern und neue 
therapeutische Optionen zur Kardioprotektion aufzeigen. 
Um derartige molekulare Mechanismen zu identifizieren, soll in zukünftigen Arbeiten die 
Reaktion von undifferenzierten im Vergleich zu differenzierten Kardiomyozyten unter 
mitochondrialer Dysfunktion und Hypoxie analysiert werden. Hierzu stehen zum einen stabile 
kardiale Zelllinien zur Verfügung, so zum Beispiel H9c2 Zellen, die undifferenzierte, nicht-
kontraktile Kardiomyoblasten aus dem embryonalen Herz der Ratte repräsentieren. Im 
Gegensatz sind HL-1 Zellen differenzierte Vorhof-Kardiomyozyten aus der Maus, die unter 
geeigneten Kulturbedingungen kontrahieren. In diesen Zelllinien kann eine mitochondriale 
Dysfunktion durch die pharmakologische Inhibierung der Atmungskette induziert werden, 
wobei mit Rotenone, Antimycin A oder Oligomycin Inhibitoren der Komplexe I, III und V zur 
Verfügung stehen. Hypoxische Bedingungen können durch die Senkung des 
Sauerstoffgehalts im Zellkultur-Inkubator erzielt werden. Neben den genannten Zelllinien 
sollen diese Experimente auch auf primäre Kardiomyozyten ausgeweitet werden, die aus 
dem Herzen von embryonalen, neonatalen und adulten Mäusen oder Ratten isoliert wurden. 
Detaillierte Untersuchungen von Zellwachstum, -Tod und –Überleben sowie molekularen 
Mechanismen der Zelltod-Regulation, der antioxidativen Abwehr, der Protein-Homöostase 
sowie von Reparatur-Prozessen und vom Metabolismus können dabei wichtige Unterschiede 
zwischen den verschiedenen Zellentypen und Differenzierungsgraden aufzeigen. 
Systematische Screening-Methoden zur Untersuchung der RNA- und Proteinexpression 
sowie des Stoffwechsels (sogenannte „Omics“-Ansätze, wie Proteomics, Transcriptomics 
oder Metabolomics) vor allem in Primärzellen sollen darüber hinaus neue Targets zur 
Kardioprotektion identifizieren. Interessant sind dabei vor allem protektive Gene und 
Signalwege, die in embryonalen nicht aber in adulten Kardiomyozyten unter Stress aktiviert 
werden. Schließlich kann die Antwort von adulten Kardiomyozyten auf eine mitochondriale 
Dysfunktion in vivo getestet werden. Hierfür stehen induzierbare Mausmodelle zur 
Verfügung, mit denen das Hccs-Gen zu beliebigen Zeitpunkten der postnatalen Entwicklung 
spezifisch im Herzen inaktiviert werden kann. Durch den Vergleich der funktionellen, 
zellulären und molekularen Auswirkungen dieses adulten Hccs-Knockouts mit dem im 
embryonalen Herzen lassen sich wichtige Rückschlüsse auf die Stress-Toleranz von 
unreifen im Gegensatz zu terminal differenzierten Kardiomyozyten ziehen. 
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2.2.4. Die mögliche Rolle Hccs-defizienter Kardiomyozyten bei der embryonalen 
Herzregeneration 

Neben der Stressantwort in embryonalen Hccs-defizienten Kardiomyozyten und den damit 
verbundenen Implikationen für die Kardioprotektion, stellt sich die Frage, welche Rolle die 
defekten Zellen bei der Regeneration des embryonalen Herzens spielen (siehe Kapitel 4.1.). 
Diese könnte zum einen darin liegen, die Integrität des Myokards und somit die Strukturen 
des Herzens temporär aufrechtzuerhalten, um so den gesunden Zellen ein Gerüst für die 
Regeneration zu bieten. Wenn 50% der Zellen gleichzeitig in den Zelltod eintreten, könnte 
dieser akute Verlust an Gewebe zu einem Zusammenbruch der kardialen Morphologie und 
Kontraktilität und damit zum Absterben des Embryos führen. Allerdings konnte kürzlich 
gezeigt werden, dass bis zu 60% der kardialen Vorläuferzellen oder der embryonalen 
Kardiomyozyten im Laufe der Herzentwicklung mittels Zelltod eliminiert werden können, 
ohne dass dies zu bleibenden Veränderungen des postnatalen Herzens führt (99). Das 
embryonale Herz kann sich demnach auch nach einem akuten Verlust von bis zu 60% der 
Zellen regenerieren, so dass eine Funktion der Hccs-defizienten Kardiomyozyten allein zur 
temporären Aufrechterhaltung der kardialen Morphologie unwahrscheinlich ist. 
Eine interessantere Frage ist, ob die Hccs-defizienten Kardiomyozyten eine aktive Rolle im 
Verlauf der embryonalen Herzregeneration einnehmen und daran beteiligt sind, die 
umliegenden gesunden Zellen zur vermehrten Proliferation anzuregen. Ein derartiges 
Szenario konnte für apoptotische Zellen gezeigt werden, die nach einem Gewebeschaden 
der Haut oder der Leber Wachstumssignale freisetzen, die die Proliferation in benachbarten 
Zellen induzieren und somit Geweberegeneration ermöglichen (176). Dabei spielt 
möglicherweise eine wichtige Rolle, dass reaktive Sauerstoffverbindungen (ROS) zwar zum 
einen für ihre negative Wirkung bei der Oxidation von Proteinen und DNA bekannt sind, sie 
zum anderen aber auch physiologische Funktionen erfüllen (177). So sind ROS am 
intrazellulären Signalweg der Antwort auf Hypoxie, der Zell-Differenzierung, der 
Immunantwort oder von Alterungsprozessen beteiligt. Interessanterweise zeigen 
verschiedenen Studien, dass in den Mitochondrien generierte ROS bei der Regeneration der 
Flossen im Zebrafisch oder des Schwanzes in Kaulquappen des Krallenfrosches eine 
wichtige Rolle spielen (178, 179). Wird die ROS-Produktion verhindert, so inhibiert dies die 
kompensatorische Proliferation der umliegenden Zellen und führt zu inkompletter 
Regeneration. Ein wichtiges Signalmolekül in diesem Zusammenhang scheint Interleukin 11 
zu sein. Nach einem akuten Leberschaden in Mäusen kommt es in geschädigten und 
sterbenden Hepatozyten zum Anstieg von ROS, was wiederum die Sekretion von Interleukin 
11 zur Folge hat. Letzteres induziert eine kompensatorische Proliferation in benachbarten 
Hepatozyten und ermöglicht die Regeneration der Leber (180). In Tumoren der Fruchtfliege 
Drosophila stimuliert die ROS-Produktion in Tumorzellen die Proliferation im umliegenden 
Gewebe und beeinflusst somit Tumorwachstum und Malignität (181).  
Aufgrund des Einflusses von mitochondrialen ROS auf die Geweberegeneration ergibt sich 
die Hypothese, dass auch Hccs-defiziente Kardiomyozyten auf ähnliche Weise aktiv an der 
embryonalen Herzregeneration in cHccs+/- Mäusen beteiligt sind. So könnten sie durch die 
ROS-induzierte Sekretion von Signalmolekülen die Proliferation der benachbarten gesunden 
Kardiomyozyten induzieren. Die Identifikation solcher Botenstoffe hätte große Bedeutung für 
das Verständnis der Regeneration im embryonalen, neonatalen und adulten Herzen und 
möglicherweise auch in anderen Geweben. Mit Hilfe von Einzelzell-Analysen (z.B. Single 
Cell RNA Sequenzierung oder Proteomics) sowie Untersuchungen des „Sekretoms“ (der 
Gesamtheit aller sezernierten Proteine eines Gewebes) soll daher in Zukunft die Interaktion 
zwischen Hccs-defizienten und gesunden Kardiomyozyten im embryonalen cHccs+/- Herzen 
untersucht werden. Ob die dabei möglicherweise identifizierte Signalgebung und damit die 
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kompensatorische Proliferation tatsächlich ROS-abhängig sind, ließe sich durch die Gabe 
von pharmakologischen Substanzen eruieren, die ROS neutralisieren können. Unter einer 
derartigen Behandlung müsste in dem Fall die embryonale Herzregeneration in cHccs+/- 
Mäusen bis zur Geburt inkomplett ablaufen, so dass möglicherweise morphologische 
Veränderungen oder funktionelle Einschränkungen zurückbleiben. 
 
2.2.5. Die mögliche Rolle Hccs-defizienter Kardiomyozyten im postnatalen Herzen 
Das Überleben der Hccs-defizienten Kardiomyozyten im Verlauf der intrauterinen 
Herzentwicklung von cHccs+/- Mäusen kann, neben den beschriebenen Aspekten der 
Kardioprotektion und der regenerativen Signalgebung, auch aus einem anderen Blickwinkel 
betrachtet werden: Am Ende verbleibt eine suboptimal ausgestattete Population von 
Kardiomyozyten im Herzen, die im weiteren Verlauf des Lebens zu Problemen führen kann. 
So haben unsere eigenen Arbeiten gezeigt, dass ein kleiner Teil der cHccs+/- Mäuse im 
fortgeschrittenen Alter Kardiomyopathien und Arrhythmien entwickeln (siehe Kapitel 4.1.). 
Dabei könnte die Ausprägung des Phänotyps damit zusammenhängen, wie viele der Hccs-
defizienten Kardiomyozyten dauerhaft im Herz verbleiben und wo sie lokalisiert sind. So 
führen Cluster dieser Zellen im Bereich des Reizleitungssystems möglicherweise zu AV- 
oder Schenkel-Blockierungen, wie wir sie in alten cHccs+/- Mäuse beobachtet haben. 
Interessanterweise wurde tatsächlich berichtet, dass die allmähliche Ansammlung von 
Kardiomyozyten mit mitochondrialer Dysfunktion mit zunehmendem Alter die Entstehung von 
Arrhythmien fördert (182). Normalerweise scheint das embryonale Herz die Fähigkeit zu 
besitzen, benachteiligte und weniger fitte Kardiomyozyten im Verlauf der prä- und auch 
postnatalen Entwicklung zu eliminieren (183). Der zugrundeliegende Prozess ist als „Cell 
Competition“ bekannt und wurde in verschiedenen Geweben beobachtet. Wenn in einem 
Gewebeverband unterschiedliche Populationen desselben Zelltyps konkurrieren, die sich in 
ihrem Wachstumspotential unterscheiden, dann setzen sich am Ende die fitteren Zellen 
durch und bauen das Gewebe auf. Dies beruht nicht nur auf ihrer Fähigkeit zur schnelleren 
und effizienteren Proliferation, sondern auch darauf, dass die Zellen mit einem 
Wachstumsnachteil (die sog. „Loser-Zellen“) durch Apoptose eliminiert werden. Auf diese 
Weise stellt der Prozess der „Cell Competition“ ähnlich einer Qualitätskontrolle sicher, dass 
Gewebe nur aus den fittesten und am besten ausgerüsteten Zellen aufgebaut werden, 
während defekte oder funktionseingeschränkte Zellen eliminiert werden (184). Übertragen 
auf die embryonale Herzregeneration im Hccs-KO-Modell muss man davon ausgehen, dass 
die Hccs-defizienten Kardiomyozyten durch die mitochondriale Dysfunktion im Sinne der 
„Cell Competition“ eine „Loser“-Population darstellen. Allerdings könnte die Aktivierung von 
protektiven und antiapoptotischen Prozessen die Eliminierung dieser Zellen verhindern und 
die Mechanismen der „Cell Competition“ damit außer Kraft setzen. Demnach würde eine 
defekte und suboptimal ausgestattete Population von Kardiomyozyten, die normalerweise 
während der Herzentwicklung eliminiert worden wäre (183), im Myokard verbleiben und je 
nach Anzahl und Lokalisation die spätere kardiale Funktion beeinträchtigen. 
 
2.3. Hypoplasie des Herzens bei der Geburt: Ursachen und Folgen für die 

Herzgesundheit im Erwachsenenalter 
 
2.3.1. Ursachen für eine Hypoplasie des Herzens 
Verschiedene Szenarien können zu einer reduzierten Größe des Herzens bei der Geburt 
führen. Ist das Neugeborene dabei insgesamt klein und das Geburtsgewicht verringert (z.B. 
nach intrauteriner Wachstumsrestriktion), so ist häufig das Herzgewicht proportional zum 
Körpergewicht reduziert. In dem Fall weist es jedoch in Relation zur Körpergröße eine 
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adäquate Organgröße auf und das Verhältnis von Herz- zu Körpergewicht ist normal. 
Andererseits kann die Herzgröße auch überproportional verringert sein, so dass das 
Verhältnis von Herz- zu Körpergewicht im Vergleich zu normal entwickelten Kindern reduziert 
ist. Die Herzgröße wird bei der Geburt vor allem durch die Anzahl und Größe der 
Kardiomyozyten bestimmt, während andere kardiale Zelltypen in der Hinsicht eine 
untergeordnete Rolle spielen (siehe Kapitel 1.3.1.). Von einer Hypoplasie des Herzens 
spricht man dann, wenn die Anzahl der Kardiomyozyten bei der Geburt reduziert ist. 
Eine Hypoplasie des neonatalen Herzen kann vor allem aufgrund einer intrauterinen 
Wachstumsrestriktion oder nach Frühgeburt auftreten, worauf in den Kapiteln 2.3.2. und 
2.3.3. genauer eingegangen wird. Daneben spielen aber auch der intrakardiale Blutfluss und 
die Hämodynamik eine wichtige Rolle beim Wachstum des embryonalen und fetalen 
Herzens. So konnte gezeigt werden, dass eine Verringerung des Blutflusses im linken 
Ventrikel von Hühnchen-Embryonen zu einer reduzierten Proliferation der Kardiomyozyten 
und damit zu einem hypoplastischen Myokard führt (185). Interessanterweise kann dieser 
hypoplastische Phänotyp teilweise rückgängig gemacht werden, wenn der Blutfluss im linken 
Ventrikel anschließend wieder erhöht wird und damit die Proliferationsrate der 
Kardiomyozyten steigt (186). In diesem Zusammenhang ist bekannt, dass die Antworten auf 
Druck- oder Volumenbelastung sich im pränatalen im Vergleich zum adulten Herzen 
fundamental unterscheiden. Während das adult Herz mit Hypertrophie und damit einer 
Größenzunahme der Kardiomyozyten reagiert (siehe Kapitel 1.3.3.), führt eine 
Druckbelastung des linken Ventrikels in fetalen Schafen (187) und Meerschweinchen (188) 
sowie neugeborenen Ratten (189) zu einer Steigerung der Kardiomyozyten-Proliferation. Es 
scheint also, dass intrakardiale Druckverhältnisse und der Blutfluss im pränatalen Herzen 
maßgeblich die Proliferation der Kardiomyozyten und damit die Organogenese beeinflussen. 
Dies konnte kürzlich auch in fetalen Schafen bestätigt werden, bei denen der Blutfluss in den 
linken Ventrikel durch einen Katheter-basierten Verschluss des Foramen ovale im 
Vorhofseptum verringert wurde. Diese Intervention führt zu einem hypoplastischen linken 
Ventrikel aufgrund einer reduzierten Kardiomyozytenzahl (190).  
Beim Menschen stellt das Hypoplastische Linksherzsyndrom (HLHS) eine der 
offensichtlichsten angeborenen Herzerkrankungen dar, die mit einer Entwicklungsstörung 
des linken Ventrikels einhergeht. Es besteht eine kombinierte Stenose oder Atresie der 
Aorten- und Mitralklappe sowie eine Unterentwicklung der linksseitigen Herzstrukturen, also 
des linken Ventrikels, des linken Vorhofs und des Aortenbogens. Der rechte Vorhof und der  
bei Links-Rechts-Shunt kompensatorisch vergrößerte rechte Ventrikel befinden sich auf 
Vorhofebene. Aus dem rechten Herzen wird arteriell-venöses Mischblut in die Pulmonal-
Arterie und über einen offenen Ductus arteriosus in den Körperkreislauf gepumpt. Die 
Pathogenese der Erkrankung ist nicht eindeutig geklärt, und neben einem sekundären 
Phänomen als Folge einer veränderten intrakardialen Hämodynamik wurden auch primäre 
Veränderungen des kardialen Wachstums und der Kardiomyozyten-Proliferation diskutiert 
(191). So haben genetische Untersuchungen in Mäusen gezeigt, dass der Phänotyp eines 
HLHS durch gleichzeitige Veränderungen in mehreren Genen verursacht sein kann. 
Mutationen in einigen der bei Mäusen identifizierten Gene wurden auch bei Menschen mit 
HLHS gefunden, so dass man von einer komplexen, multigenetischen Erkrankung ausgehen 
muss (192). In den Mausstudien konnte in den Mutanten zumeist eine Reduktion der 
Kardiomyozyten-Proliferation gezeigt werden, was darauf hindeutet, dass der Phänotyp 
zumindest teilweise durch einen primären Wachstumsdefekt des Myokards bedingt ist. 
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2.3.2. Folgen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion für das Herz im Tiermodell 
Wie bereits in Kapitel 2.3.1. erläutert, führt eine IUGR zu einem geringen Körpergewicht bei 
der Geburt mit einer meist proportionalen Reduktion der Herzgröße. Die Vermutung liegt 
nahe, dass Letzteres durch eine Inhibierung der Kardiomyozyten-Proliferation während der 
intrauterinen Entwicklung und damit durch eine Reduktion der Kardiomyozytenzahl bedingt 
ist. Beim Menschen gibt es hierzu praktisch keine Erkenntnisse, da histopathologische 
Untersuchungen aus Mangel an Myokard-Gewebe der grundsätzlich gesunden Kinder 
fehlen. Daher werden vor allem tierexperimentelle Techniken herangezogen, um die 
Auswirkungen einer IUGR auf das Herz bei der Geburt und im weiteren Verlauf des Lebens 
zu untersuchen (siehe Kapitel 1.4.4.). Neben Veränderungen der mütterlichen Ernährung 
während der Trächtigkeit (Kalorien- oder Protein-Restriktion) stehen hierfür experimentelle 
Modelle einer Plazentainsuffizienz oder einer fetalen Hypoxie zur Verfügung. Im Folgenden 
sollen die entsprechenden Erkenntnisse zu Auswirkungen gängiger IUGR-Modelle auf das 
Herz der Nachkommen diskutiert werden. 
 
2.3.2.1. Mütterliche Proteinrestriktion während der Trächtigkeit 
Eine Proteinrestriktion im mütterlichen Futter während der Trächtigkeit (üblicherweise 8% 
Protein in der „low protein diet“ (LPD) versus 22% in der „standard protein diet“ (SPD)) führt 
bei Ratten und Mäusen meist zu einer Reduktion des Körpergewichts der Nachkommen bei 
der Geburt. Proportional dazu ist das Herzgewicht reduziert, so dass das 
Herzgewicht/Körpergewicht-Verhältnis im Vergleich zu SPD-Tieren unverändert ist (193). Als 
Ursache für die geringere Herzgröße von LPD-Tieren bei der Geburt wird eine Reduktion der 
Kardiomyozytenzahl angenommen (87), die sich jedoch in den ersten Lebenswochen 
normalisiert, wenn die Tiere kurz nach der Geburt auf ein normales Futter umgestellt werden 
(194). Tatsächlich konnte in neonatalen Ratten auf einer LPD im Vergleich zu SPD-Tieren 
eine reduzierte Zellzyklus-Aktivität im Myokard nachgewiesen werden, gefolgt von einer 
gesteigerten Proliferationsrate am Tag 7 (195). Dies könnte zusammen genommen 
bedeuten, dass eine IUGR-bedingte Reduktion der Kardiomyozytenzahl durch eine 
kompensatorische Proliferation nach der Geburt ausgeglichen werden könnte (siehe Kapitel 
2.3.4.). Im Gegensatz dazu zeigt eine Studie, dass adulte Tiere nach pränataler LPD eine 
Vergrößerung der Kardiomyozyten im Vergleich zu SPD-Kontrollen bei unverändertem 
Herzgewicht aufweisen (196). Dies wäre mit einer kompensatorischen Hypertrophie der 
Zellen bei reduzierter Kardiomyozytenzahl vereinbar (siehe Kapitel 2.3.4.). Tiere, die pränatal 
einer LPD-induzierten IUGR unterworfen waren und kurz nach der Geburt auf ein normales 
Futter gesetzt wurden, haben in einigen Studien auch im Erwachsenenalter ein reduziertes 
Körpergewicht (196-198), wobei dies nicht immer beobachtet wurde (193). Das Herzgewicht 
scheint dabei jedoch in jedem Fall normal zu sein (196-198). Im adulten Myokard nach 
pränataler LPD zeigt sich eine leicht erhöhte interstitielle Fibrose mit einem Anstieg der 
Fibroblastenzahl (197-199) sowie eine erhöhte Dichte an Kapillaren und intramyokardialen 
Arterien (199). Diese adulte LPD-Herzens entwickeln darüber hinaus funktionelle 
Veränderungen im Vergleich zu SPD-Kontrollen, die sich in einer reduzierten Kontraktilität 
und einer Dilatation des linken Ventrikels äußern (199, 200). Eine wichtige Frage im Hinblick 
auf die durch ein Developmental Programming möglicherweise erhöhte Krankheitsanfälligkeit 
von adulten Tieren nach IUGR ist die Reaktion von adulten LPD-Herzen auf pathologische 
Bedingungen. Hierzu werden üblicherweise die Folgen einer Ischämie/Reperfusion (I/R) am 
ex vivo schlagenden Herzen untersucht. Das adulte Herz wird dafür entnommen und mit 
einer Aorten-Kanüle an einer Langendorff-Apparatur mit einem Sauerstoff-begasten und auf 
37°C vorgewärmten Puffer retrograd perfundiert. Auf diese Weise kann das Herz außerhalb 
des Körpers für einige Stunden schlagen, wobei ein mit einem Druckmesser verbundener 
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Ballon im linken Ventrikel die Beurteilung der Kontraktionskraft erlaubt. Nach einer 
Äquilibrationsphase wird durch das Abschalten der Perfusion für üblicherweise 30 Minuten 
eine globale Ischämie induziert, während der das Herz aufhört zu schlagen und die 
Kraftentwicklung des Ventrikels auf 0 sinkt. Nachdem die Perfusion wieder gestartet wurde, 
beginnt das Herz erneut zu kontrahieren und die Kraft des linken Ventrikels steigt, erreicht 
aufgrund des Ischämie/Reperfusions-Schadens aber nicht mehr das Niveau in der 
Äquilibrationsphase. Die Differenz der Kontraktionskraft vor und nach der Ischämie wird als 
das Maß für die Erholung des linken Ventrikels und damit indirekt für das Ausmaß des 
myokardialen Schadens gewertet. Mit Hilfe dieser Technik konnte gezeigt werden, dass 
adulte Rattenherzen nach LPD-induzierter IUGR eine schlechtere Erholung des linken 
Ventrikels nach I/R im Vergleich zu Kontrollen zeigten (201, 202). Diese reduzierte Ischämie-
Toleranz war teilweise in Männchen stärker ausgeprägt als in Weibchen, was auf 
geschlechtsspezifische Mechanismen des Developmental Programming hindeutet (siehe 
Kapitel 2.6.7.). Zusammenfassend kann man festhalten, dass das LPD-Modell einer IUGR 
zwar eine Reihe kontroverser Studienergebnisse geliefert hat (siehe Kapitel 2.6.5.), dass 
sich aber dennoch einige Eckpunkte zu bestätigen scheinen. Demnach führt eine LPD 
während der Trächtigkeit zu einer Verringerung des Körper- und Herzgewichts bei der 
Geburt, letzteres möglicherweise aufgrund einer reduzierten Kardiomyozytenzahl. Im adulten 
Herzen führt die pränatale LPD zu einem myokardialen Gewebeumbau, einer 
Beeinträchtigung der Herzfunktion und zu einer reduzierten Ischämie-Toleranz. 
 
2.3.2.2. Mütterliche Kalorienrestriktion während der Trächtigkeit 
Eine Kalorienrestriktion in der mütterlichen Ernährung wird in verschiedenen Spezies durch 
eine Reduktion des täglichen Futterangebots auf 50% bis 70% im Vergleich zu Kontrolltieren 
durchgeführt. Im Detail unterscheiden sich die verwendeten Protokolle darüber hinaus in 
dem Zeitfenster der Trächtigkeit, in dem die Kalorienrestriktion angewendet wird. Die 
unterschiedlichen Kombinationen aus Spezies, Grad der Futter-Reduktion und variablen 
Zeitintervallen resultieren in einem etwas unklaren Gesamtbild darüber, welche 
Auswirkungen eine Kalorienrestriktion tatsächlich auf das Herz der Nachkommen hat (siehe 
auch Kapitel 2.6.5.). So zeigt sich in adulten Pavianen, deren Mütter während der 
Trächtigkeit und Säugezeit einer Kalorienrestriktion ausgesetzt waren, im linken Ventrikel 
eine Reduktion der Wanddicke, der Kontraktilität und des Herzminutenvolumens, während 
das enddiastolische Volumen erhöht ist und das Herz insgesamt eine globuläre Form 
annimmt (ähnlich wie im menschlichen IUGR-Herzen, siehe Kapitel 1.4.3.) (203). Ähnliche 
funktionelle Einschränkungen sind auch im rechten Ventrikel von IUGR-Pavianen 
nachweisbar (204). In adulten Schafen nach mütterlicher Kalorienrestriktion im mittleren 
Drittel der Trächtigkeit zeigt sich im Vergleich zu Kontrolltieren eine vermehrte myokardiale 
Fibrose und eine erhöhte Querschnittsfläche der Kardiomyozyten sowohl im linken als auch 
rechten Ventrikel (205). Ob Letzteres einer kompensatorischen Hypertrophie bei insgesamt 
reduzierter Kardiomyozytenzahl entspricht, ist jedoch unklar.  
In Ratten führt eine mütterliche Kalorienrestriktion während der zweiten Hälfte der 
Trächtigkeit zu einem reduzierten Körpergewicht bei der Geburt. Durch postnatales 
Aufholwachstum zeigen diese IUGR-Tiere im Erwachsenenalter jedoch ein erhöhtes 
Körpergewicht mit relativ dazu kleineren Herzen im Vergleich zu Kontrollen (206). Eine 
Kalorienrestriktion, die nach der Geburt für den Verlauf der Säugezeit begonnen wird, führt 
zu adulten Nachkommen mit normalem Körpergewicht aber ebenfalls relativ dazu kleineren 
Herzen (206). Diese Daten deuten darauf hin, dass das Wachstum sowohl des fetalen als 
auch postnatalen Herzens auf eine normale Kalorienzufuhr angewiesen ist. Adulte Ratten 
nach mütterlicher Kalorienrestriktion zeigen darüber hinaus Veränderungen des Calcium-
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Handlings und der Kraftentwicklung am isolierten Papillarmuskel des linken Ventrikels (207) 
sowie eine erhöhte Anfälligkeit gegenüber einer Ischämie/Reperfusion (208). 
In Meerschweinchen, deren Mütter während der zweiten Hälfte der Trächtigkeit einer 70% 
Kalorienrestriktion ausgesetzt waren und die daher ein geringeres Geburtsgewicht im 
Vergleich zu Kontrollen aufweisen, zeigt sich im Erwachsenenalter ein normales Herz- und 
LV-Gewicht sowie eine normale Anzahl an Kardiomyozyten (209). In adulten 
Meerschweinchen nach einer 70% Kalorienrestriktion während der ersten Hälfte der 
Trächtigkeit kommt es zu einem leicht reduzierten Herzgewicht in weiblichen aber nicht in 
männlichen Nachkommen (210). Interessanterweise haben Meerschweinchen, bei denen die 
Kalorienrestriktion die erste Hälfte der Trächtigkeit überspannte, im fortgeschrittenen Alter 
zwar eine normale Herzfunktion, gleichzeitig aber einen erhöhten arteriellen Blutdruck sowie 
eine erhöhte Wanddicke und Masse des linken Ventrikels (211). Diese Veränderungen des 
linken Ventrikels nicht aber des Blutdrucks blieben auch in der Folgegeneration (F2) 
bestehen, ohne dass diese F2-Tiere selbst einer IUGR ausgesetzt waren. Derartige Daten 
deuten darauf hin, dass es tatsächlich ein Programming des postnatalen kardialen 
Wachstums gibt, das unabhängig von Blutdruckveränderungen ist und über mindestens eine 
Generation weitergegeben werden kann.  
Eine mütterliche Kalorienrestriktion in Mäusen während der zweiten Hälfte der Trächtigkeit 
führt in den adulten Nachkommen im Vergleich zu Kontrollen zu einem erhöhten 
Herzgewicht und einer Hypertrophie der Kardiomyozyten, was aber vor allem auf eine 
Aktivierung des Renin-Angiotensin-Systems und eine dadurch bedingte Erhöhung des 
arteriellen Blutdrucks zurückgeführt wurde (212). Eine weitere Studie, bei der eine 
Kalorienrestriktion währen der letzten beiden Trimester angelegt wurde, ergab keine 
wesentlichen Veränderungen der Herzfunktion in adulten Nachkommen (213). 
Über die Auswirkungen einer mütterlichen Kalorienrestriktion unmittelbar auf das 
embryonale, fetale oder neonatale Herz ist wenig bekannt. In fetalen Schafen führt eine 
Kalorienrestriktion der Muttertiere während des letzten Viertels der Trächtigkeit zu einer 
normalen Herzgröße kurz vor der Geburt, wobei jedoch eine vermehrte Fibrosierung des 
rechten Ventrikels beobachtet wurde (214). In Meerschweinchen mit einem komplexen 
Regime einer mütterlichen Kalorienrestriktion zeigten sich in Föten wenige Tage vor der 
Geburt keine Veränderungen des Herzgewichts. Etwa drei Wochen nach der Geburt und im 
Erwachsenenalter ist das Herzgewicht in den IUGR-Tieren im Vergleich zu Kontrollen jedoch 
leicht reduziert (215). Dieselbe Studie postuliert darüber hinaus, dass eine mütterliche 
Kalorienrestriktion die Zahl der Kardiomyozyten im fetalen, juvenilen und adulten Herzen 
reduziert und ihr Volumen erhöht. Gleichzeitig ist demnach die Zellzyklus-Aktivität im fetalen 
und juvenilen Herzen bei Kalorienrestriktion erhöht, ebenso wie die Zelltod-Rate im fetalen 
Herzen (215). Sämtliche histologischen bzw. zellulären Daten müssen allerdings aufgrund 
von fragwürdiger oder zumindest unzuverlässiger Methodik mit Vorsicht betrachtet werden. 
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass eine mütterliche Kalorienrestriktion während 
der Trächtigkeit im Tiermodell trotz Verwendung unterschiedlicher Spezies und Protokolle in 
den erwachsenen Nachkommen zu Veränderungen der Herzfunktion, der Herzgröße, des 
Kardiomyozyten-Volumens und der myokardialen Gewebezusammensetzung führen kann. 
Ob dies jedoch in ursächlichem Zusammenhang mit einer reduzierten Kardiomyozytenzahl 
bei der Geburt steht, ist nicht abschließend geklärt. 
 
2.3.2.3. Experimentelle Induktion einer Plazentainsuffizienz 
Ein suffizienter Austausch von Sauerstoff und Nährstoffen zwischen mütterlichem und 
fetalem Kreislauf über die Plazenta ist essentiell für ein adäquates Wachstum und eine 
normale Entwicklung des Herzens (216). Eine Plazentainsuffizienz wird in Schafen 
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üblicherweise durch eine Karunkelektomie oder eine Teil-Embolisation der Plazenta induziert 
(siehe Kapitel 1.4.4.), wobei Letzteres mit einer erhöhten Nachlast des fetalen Herzens und 
dadurch mit sekundären Effekten aufgrund der Druckbelastung verbunden sein kann. 
Studien unter Anwendung der Embolisation ohne Blutdruckanstieg im fetalen Kreislauf 
haben gezeigt, dass die so induzierte Plazentainsuffizienz zu einer Verzögerung der 
terminalen Differenzierung und gleichzeitig zu einer reduzierten Zellzyklus-Aktivität fetaler 
Kardiomyozyten führt (217, 218). Eine Plazentainsuffizienz nach Karunkelektomie führt zu 
kleineren fetalen Herzen mit einer reduzierten Kardiomyozytenzahl trotz unveränderter 
Zellzyklus-Aktivität im Vergleich zu Kontrollen (89, 219). Die Kardiomyozyten sind jedoch 
kleiner und zeigen, wie in den Embolisations-Studien auch, eine Verzögerung der terminalen 
Differenzierung (219). Interessanterweise persistiert das reduzierte Herzgewicht in Schafen 
nach Plazentainsuffizienz bis ins Erwachsenenalter, auch wenn dies nicht durch eine 
reduzierte Kardiomyozytenzahl oder –größe erklärt werden kann (220). Allerdings zeigt diese 
Studie, dass die Kardiomyozytenzahl im adulten Herzen des Schafes generell mit dem 
Geburtsgewicht korreliert (unabhängig von einer IUGR): Tiere mit hohem Geburtsgewicht 
haben im Erwachsenenalter mehr linksventrikuläre Kardiomyozyten (220). 
In Nagern wird eine Plazentainsuffizienz durch die Ligation der Arteria uterina in der späten 
Fetalphase induziert (siehe Kapitel 1.4.4.). Dies führt in fetalen Kaninchen zu einer 
insgesamt globulären Morphologie des Herzens sowie zu Veränderungen des Koronargefäß-
Systems (221). In Ratten führt ein Plazentainsuffizienz zu kleineren Herzen bei der Geburt 
und zu einer reduzierten Kardiomyozytenzahl am Tag 7, die allerdings normalisiert werden 
kann, wenn nach der Geburt ein normales Nährstoffangebot herrscht (88). Darüber hinaus 
verändert eine Plazentainsuffizienz die Expression einer Vielzahl von metabolisch relevanten 
Genen im Herzen der Nachkommen, was einen Hinweis auf ein tatsächlich stattgefundenes 
Developmental Programming geben könnte (222). Schließlich führt eine Ligation der Arteria 
uterina in Mäusen am Tag 18 zu Einschränkungen der linksventrikulären Kontraktilität der 
Nachkommen im Erwachsenenalter im Vergleich zu Kontrollen (223). Dies kann jedoch 
verhindert werden, wenn die Föten nach Induktion der Plazentainsuffizienz intrauterin mit 
dem Wachstumsfaktor IGF-1 (insuline like growth factor 1) behandelt werden. Die IGF-1 
Gabe normalisiert dabei das Geburtsgewicht und führt zu einer normalen Herzgröße und –
funktion in den adulten Nachkommen trotz Plazentainsuffizienz (223). 
Untersuchungen zur Stress-Anfälligkeit von postnatalen Herzen nach Plazentainsuffizienz 
sind rar. Lediglich eine Studie in Schafen, bei der die in dieser Spezies selten angewendete 
Ligation der Arteria uterina genutzt wurde, zeigt eine erhöhte Anfälligkeit neonataler Herzen 
gegenüber einer Ischämie/Reperfusion im Vergleich zu Kontrollen (224). 
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass eine experimentell induzierte 
Plazentainsuffizienz im Tiermodell zu einer Reduktion der Herzgröße bei der Geburt führt. 
Darüber hinaus scheinen sowohl Anzahl, Größe und Differenzierungsgrad der 
Kardiomyozyten unter diesen IUGR-Bedingungen reduziert zu sein. 
 
2.3.2.4. Mütterliche Hypoxie während der Trächtigkeit 
Eine intrauterine Hypoxie wird im Tiermodell vor allem in Ratten aber auch in Mäusen 
durchgeführt, indem die Muttertiere über einen bestimmten Zeitraum der Trächtigkeit in 
Kammern mit reduziertem Luftsauerstoff (meist 10-11% anstatt 21%) gehalten werden. In 
Mäusen gibt es dabei eine unterschiedliche Anfälligkeit der Embryonen bzw. Föten 
gegenüber Hypoxie: die höchste Letalität zeigte sich im Stadium 12-13 dpc, während frühere 
und spätere Stadien weniger anfällig waren. Eine Hypoxie für 24h führt am Tag 12.5 dpc zu 
einer Hypoplasie des ventrikulären Myokards mit dünnen Wänden sowie einer reduzierten 
Zellzyklus-Aktivität der Kardiomyozyten (225). In Ratten resultiert eine mütterliche Hypoxie 
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von Tag 15 bis 21 in dünneren linksventrikulären Wänden in den Föten und den 
Nachkommen am Tag 7 im Vergleich zu Kontrollen. Gleichzeitig kommt es in beiden Stadien 
zu einer Reduktion der Zellzyklus-Aktivität sowie am Tag 7 zu einer vermehrten Bildung von 
extrazellulärer Matrix im Myokard (226). Im fetalen Rattenherzen erhöht die Hypoxie 
außerdem die Apoptose-Rate im Myokard (227). Wiederholte kurze Phasen von Hypoxie in 
neugeborenen Ratten in den ersten drei Tagen nach der Geburt reduzieren die Zellzyklus-
Aktivität und die Zahl der Kardiomyozyten bis zum Tag 14 (90). Diese Studien legen nahe, 
dass hypoxische Bedingungen während der embryonalen, fetalen und auch der unmittelbar 
postnatalen Phase die Proliferation und damit die Zahl der Kardiomyozyten reduzieren. In 
der Tat persistiert ein derartiges Kardiomyozyten-Defizit bis ins Erwachsenenalter, da adulte 
Meerschweinchen nach intrauteriner Hypoxie eine reduzierte Kardiomyozytenzahl aufweisen 
(209). Dieser Effekt wurde jedoch nur in weiblichen nicht aber in männlichen Tieren 
beobachtet, was auf geschlechtsspezifische Unterschiede beim kardialen Wachstum und 
beim Developmental Programming hindeutet (siehe Kapitel 2.6.7.). Auch in Hühnern 
resultiert eine Hypoxie während er zweiten Hälfte der Entwicklung kurz vor der Geburt in 
hypoplastischen Herzen mit reduzierter ventrikulärer Wanddicke, vermehrter Ablagerung von 
extrazellulärer Matrix, einer Dilatation des linken Ventrikels und einer Einschränkung der 
Kontraktilität (228). Diese Veränderungen persistieren bis ins Erwachsenenalter. 
Eine Exposition von Mausembryonen gegenüber Hypoxie verursacht jedoch nicht nur einen 
hypoplastischen kardialen Phänotyp, sondern fördert auch die Entstehung von strukturellen 
Herzdefekten. So führt eine mütterliche Hypoxie (5,5% Luftsauerstoff für 8h) in den Stadien 
7.5 bis 10.5 dpc zu unterschiedlichen Herzfehlern am Tag 17.5, darunter vor allem 
ventrikuläre Septumdefekte und Ausflusstrakt-Malformationen (229). Diese Veränderungen 
gehen mit einer reduzierten Proliferationsrate im sekundären Herzfeld und im Ausflusstrakt-
Myokard einher (229, 230). Darüber hinaus erhöht eine kurzzeitige Hypoxie während der 
Embryonalentwicklung die Inzidenz und die Ausprägung von strukturellen Herzdefekten in 
Mäusen mit Gen-Mutationen, die bekanntermaßen für Herzfehler prädisponieren (231). 
Folglich beeinflusst eine Hypoxie während der intrauterinen Entwicklung nicht nur das 
Größenwachstum sondern auch die strukturelle Morphogenese des Herzens. 
Die Auswirkungen einer fetalen Hypoxie auf die Morphologie, Gewebezusammensetzung, 
Funktion und Stressanfälligkeit des adulten Herzens wurde in einer Reihe von Studien vor 
allem in Ratten untersucht. Im Alter von 1 Jahr (aber noch nicht nach 4 Monaten) entwickeln 
Ratten nach fetaler Hypoxie Zeichen einer diastolischen Dysfunktion bei erhaltener 
Kontraktilität (232). Zu beiden Zeitpunkten ist jedoch die Anfälligkeit gegenüber einer 
Ischämie/Reperfusion im Vergleich zu Kontrollen erhöht (233) Weitere Studien bestätigten 
eine schlechtere Erholung der linksventrikulären Funktion nach Ischämie und Reperfusion in 
Ratten nach fetaler Hypoxie im Vergleich zu Kontrollen (208, 234). Es wurde dabei postuliert, 
dass diese erhöhte Anfälligkeit durch eine Hypoxie-bedingte fetale Programmierung der 
Angiotensin-2-Rezeptor Expression bedingt sein könnte, da eine pharmakologische 
Inhibierung des AT2-Rezeptors die Erholung hypoxischer Herzen nach I/R verbessert (235). 
Zusammenfassend lässt sich feststellen, dass das Tiermodell einer mütterlichen Hypoxie 
während der Trächtigkeit überzeugende Daten liefert, dass durch diese Behandlung das 
Wachstum und die Morphogenese des embryonalen und fetalen Herzens negativ beeinflusst 
und die Krankheitsanfälligkeit im Erwachsenenalter erhöht wird.  
 
2.3.3. Die Auswirkungen von Frühgeburt auf das Herz 
Neben einer intrauterinen Wachstumsrestriktion gibt es ein weiteres Szenario, bei dem 
Kinder mit geringem Geburtsgewicht zur Welt kommen, nämlich nach Frühgeburt. 
Heutzutage liegt die Überlebenswahrscheinlichkeit von Frühgeburten in den westlichen 
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Industrienationen ab der 30. Schwangerschaftswoche (SW) bei über 90% und selbst ab der 
24. SW noch bei 70% (236). Damit stelle sich die dringende Frage, welche Auswirkungen 
der vorzeitige Abbruch der intrauterinen Entwicklung auf das Herz hat, sowohl unmittelbar 
nach der Geburt als auch im Kindes- oder Erwachsenenalter. Betrachtet man die 
Mechanismen des prä- im Vergleich zum postnatalen Wachstum des Herzens (siehe Kapitel 
1.3.), so induziert die Exposition gegenüber einer extrauterinen Umgebung den Zellzyklus-
Arrest in Kardiomyozyten und beendet somit das proliferative Wachstum. Auch wenn der 
genaue Zeitpunkt dieser Umstellung beim Menschen bisher nicht feststeht, so hat die 
perinatale Zellzyklus-Regulation von Kardiomyozyten wichtige Implikationen für das Herz bei 
frühgeborenen Kindern. Die entscheidende Frage hierbei ist, ob die Kardiomyozyten-
Proliferation tatsächlich mit der vorzeitigen Geburt (sei es auf natürlichem Wege oder per 
Kaiserschnitt) und damit unmittelbar mit der Exposition gegenüber einer extrauterinen 
Umgebung abnimmt. Eine kürzlich veröffentlichte Studie legt dies in der Tat nah: die 
Proliferation von Kardiomyozyten in frühgeborenen Babys wird abrupt und praktisch sofort 
nach der Geburt eingestellt (237). Die Interpretation dieser Daten wird allerdings dadurch 
erschwert, dass kardiales Autopsie-Gewebe von Kindern verwendet wurde, die an 
unterschiedlichen Tagen nach der Frühgeburt verstorben sind, während die Kinder in der 
Kontrollgruppe tot geboren wurden (237). Es lässt sich also nicht ausschließen, dass die 
jeweiligen Grunderkrankungen, die zum Tode der Kinder geführt haben, oder aber 
Unterschiede bei der Gewebeentnahme und -aufbereitung einen Einfluss auf die Daten 
haben. Dennoch drängt sich aufgrund der Studie umso mehr die Frage auf: Muss ein 
frühgeborenes Kind mit dem Satz an Kardiomyozyten auskommen, mit dem es geboren 
wird? Oder kann die Proliferation von Kardiomyozyten nach der Geburt ein mögliches Defizit 
noch ausgleichen? Dies ist nicht nur wichtig für die Funktion des Herzens direkt nach der 
Geburt, sondern auch im weiteren Verlauf des Lebens. Eine reduzierte Kardiomyozytenzahl, 
sei es durch IUGR (siehe Kapitel 2.3.2.) oder möglicherweise durch Frühgeburt, wird als ein 
Risikofaktor für kardiovaskuläre Erkrankungen im Erwachsenenalter angesehen (238).  
Beim Menschen hat eine Frühgeburt Auswirkungen auf die Größe, das Wachstum sowie die 
Funktion des Herzens im Kindesalter. Bei Frühgeburten nach der 30. SW zeigt sich direkt 
nach der Geburt eine globuläres Herz mit verringerter Masse, die sich jedoch in den ersten 
Monaten nach der Geburt normalisiert und bezogen auf das Körpergewicht im Vergleich zu 
regulär geborenen Kindern nach 3 Monaten sogar erhöht ist (239). Einige Parameter der 
Herzfunktion und des intrakardialen Blutflusses sind direkt nach der Geburt bei 
frühgeborenen Kindern im Vergleich zu Kontrollen unterschiedlich, jedoch normalisieren sich 
die Werte in den ersten Lebensmonaten weitestgehend (240, 241). Bei Kindern, die vor der 
30. SW geboren wurden, zeigen sich jedoch einen Monat nach der Geburt Zeichen einer 
diastolischen Dysfunktion bei erhaltener Kontraktilität des linken Ventrikels (242). Kardiale 
Veränderungen persistieren bis ins Kleinkindesalter (6 Jahre), so dass bei extrem früh 
geborenen Kindern eine Reduktion der Herzmasse sowie systolische und diastolische 
Funktionseinschränkungen beobachtet wurden (243). Auch im Erwachsenenalter zeigen sich 
Konsequenzen einer Frühgeburt am Herzen, vor allem eine Erhöhung der linksventrikulären 
Masse, eine abgerundete Form sowie eine systolische und diastolische Dysfunktion (244). 
Im rechten Ventrikel lässt sich dabei ein kleineres enddiastolisches Volumen, eine erhöhte 
Masse und eine verringerte Kontraktilität nachweisen (245). Unter körperlicher Belastung 
zeigen Erwachsene nach Frühgeburt eine deutlich schlechtere Anpassung der Herzleistung, 
was sich bei submaximaler Belastung in einem geringeren Herzminutenvolumen und einer 
schlechteren Kontraktilität im Vergleich zu Kontrollen äußert (246). Dies deutet insgesamt 
auf eine reduzierte funktionelle Reserve des Herzens nach Frühgeburt hin. Schließlich 
besteht eine inverse Korrelation zwischen dem Zeitpunkt einer Frühgeburt und dem Risiko, 
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im Kindes- oder Erwachsenenalter eine Herzinsuffizienz zu entwickeln. Dieses Risiko steigt 
bei Frühgeburten vor der 32. SW stark an (247). Zusammenfassend gibt es also deutliche 
Hinweise darauf, dass eine Frühgeburt beim Menschen Auswirkungen auf die Größe, das 
Wachstum und die Funktion des Herzens nach der Geburt hat.  
Grundlagenwissenschaftliche Erkenntnisse zu den Folgen einer Frühgeburt auf das Herz 
sind rar. Dies liegt vor allem daran, dass sich nur wenige Tiermodelle für die Induktion einer 
experimentellen Frühgeburt eignen. Die gängigsten Spezies für die routinemäßige 
Forschung, nämlich Nager wie Mäuse und Ratten, haben sehr kurze Gestationszeiten 
(Mäuse etwa 21 und Ratten etwa 23 Tage), und die Jungtiere kommen sehr unreif zu Welt. 
Verschiedene Schritte der Organogenese finden in diesen Spezies nach der Geburt statt, so 
dass sie nach Frühgeburt nicht lebensfähig sind. So hat sich zum Beispiel in Mäusen 
gezeigt, dass die Nachkommen nicht überleben, wenn sie auch nur einen Tag vor dem 
frühestmöglichen Geburtszeitpunkt (also am Tag 17.5 dpc) per Kaiserschnitt entwickelt 
werden (248). Zwar gibt es experimentelle Vorgehensweisen, um eine Frühgeburt in Mäusen 
und Ratten zu induzieren, allerdings zielen derartige Studien auf die Untersuchungen der 
Vorgänge im mütterlichen Organismus ab, die zur vorzeitigen Einleitung der Geburt führen 
(249). Da die Nachkommen diese Prozeduren nicht überleben, können die Auswirkungen auf 
deren Organe im Verlauf der postnatalen Entwicklung nicht analysiert werden. 
Die wenigen verfügbaren Studien zu den Folgen einer Frühgeburt für die Nachkommen 
stammen aus Großtier-Modellen wie Schafen. Letztere haben eine Gestationszeit von 145 
bis 150 Tagen, und man kann die Lämmer 14 Tage zuvor durch Einleitung der Geburt oder 
durch Kaiserschnitt zur Welt bringen. In Schafen resultiert eine derartige experimentelle 
Frühgeburt in einem Umbau des Herzgewebes neun Wochen nach der Geburt, 
charakterisiert durch eine erhöhte myokardiale Fibrose. Während nach Frühgeburt das 
Herzgewicht und –volumen, die Wanddicke der Ventrikel sowie die Anzahl der 
Kardiomyozyten im rechten und linken Ventrikel unverändert ist, zeigen diese eine 
Hypertrophie sowie eine erhöhte Kernzahl bzw. einen erhöhten DNA-Gehalt im Vergleich zu 
Kontrollen (250). Im frühen Erwachsenenalter (14 Monate) führt eine Frühgeburt in Schafen 
zu deutlichen Veränderungen vor allem des rechten Ventrikels, was sich in einer dünnen 
Wand und einer reduzierten Kardiomyozytenzahl äußert (251). 
Zusammenfassend führt eine Frühgeburt beim Menschen zu deutlichen morphologischen 
und funktionellen Veränderungen im postnatalen Herzen, deren zellulären und molekularen 
Grundlagen auch aus Mangel an tierexperimentellen Daten weitestgehend unklar sind. 
 
2.3.4. Kompensation einer kardialen Hypoplasie nach der Geburt 
Wie im vorherigen Abschnitt erläutert, kann eine Hypoplasie des Herzens bei der Geburt 
durch eine Vielzahl unterschiedlicher Faktoren verursacht werden. Eine wichtige Frage ist 
dabei, welche Mechanismen dem Herzen im weiteren Verlauf des Lebens zur Verfügung 
stehen, um trotz reduzierter Kardiomyozytenzahl eine normale Herzfunktion sowohl unter 
Basal- als auch unter Stressbedingungen aufrechtzuerhalten. Diese Zusammenhänge haben 
wir mit Hilfe der embryonalen Herzregeneration im Hccs-KO-Modell ausgiebig untersucht 
(siehe Kapitel 4.3.). Es erscheint unwahrscheinlich, dass die Bildung eines Herzens aus nur 
50% der während der Embryonalentwicklung dafür vorgesehen Kardiomyozyten ohne Folgen 
bleibt. In der Tat haben wir festgestellt, dass cHccs+/- Mäuse bei der Geburt ein geringeres 
absolutes Herzgewicht sowie ein reduziertes Herzgewicht zu Körpergewicht Verhältnis im 
Vergleich zu Kontrollen aufweisen. Morphologisch zeigen sie dünnere ventrikuläre Wände 
bei jedoch erhaltener kontraktiler Funktion. Die reduzierte Herzgröße ist dabei auf eine um 
etwa 25% reduzierte Zahl der Kardiomyozyten zurückzuführen, deren Größe bei der Geburt 
im Vergleich zu Kontrollen jedoch unverändert ist. Dieser Phänotyp entspricht dem Bild einer 
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kardialen Hypoplasie. Bis zum Alter von 12 Wochen normalisiert sich das Herzgewicht der 
cHccs+/- Tiere im Vergleich zu Kontrollen, und auch die kardiale Morphologie ist zu dem 
Zeitpunkt nicht mehr zu unterscheiden. Diese Normalisierung der Organgröße ist darauf 
zurückzuführen, dass die Kardiomyozyten im Verlauf des postnatalen Wachstums größer 
werden, während es keinen Anhalt für eine Normalisierung ihrer Zahl gibt. Das Herz reagiert 
auf eine Hypoplasie bei der Geburt demnach mit einer kompensatorischen Hypertrophie der 
Kardiomyozyten, um so die Organgröße bis ins Erwachsenalter zu normalisieren. 
Verschiedene Studien haben ähnliche Beobachtung gemacht. So korreliert die Größe der 
Kardiomyozyten bei einer Hypoplasie des postnatalen Herzens der Maus direkt mit dem 
Grad der Zellzahl-Reduktion (252). Diese Studie hat dabei evaluiert, dass bei Mäusen eine 
Mindestanzahl von etwa 5 Millionen Kardiomyozyten nötig ist, um im adulten Herzen eine 
Größenzunahme der Zellen zu verhindern. Wird diese kritische Schwelle unterschritten, dann 
setzt eine zum Ausmaß der Zellzahl-Verringerung exponentielle Hypertrophie der 
Kardiomyozyten ein (252). Andere Maus-Modelle mit einer gestörten Herzentwicklung 
bestätigen, dass eine Hypoplasie des neonatalen Herzens zu einer kompensatorischen 
Hypertrophie der Kardiomyozyten im Erwachsenenalter führt (253). Reicht diese jedoch nicht 
aus, um die myokardiale Masse zu normalisieren, so kommt es zu Einschränkungen der 
Kontraktilität (253). Gelegentlich wird unter experimentellen Bedingungen im adulten Herzen 
eine Vergrößerung der Kardiomyozyten bei unverändertem Herzgewicht beobachtet, ohne 
dass dabei die Kardiomyozytenzahl bestimmt wurde (196). In solchen Fällen muss man nach 
jetziger Erkenntnis davon ausgehen, dass die Kardiomyozytenzahl reduziert ist (51). Dies 
betrifft auch unsere eigenen Daten zur Inhibierung des mTORC1-Signalwegs im fetalen 
Herzen (siehe Kapitel 4.4.). Die pränatale Rapamycin-Behandlung führt in den adulten 
Nachkommen zu einem deutlichen Anstieg des Kardiomyozyten-Volumens bei normalem 
Herzgewicht, so dass sich rechnerisch eine signifikante Reduktion der Zellzahl ergibt. Auch 
in der entgegensetzten Richtung ist diese Korrelation vermutlich gültig, so dass bei einer 
Erhöhung der Kardiomyozytenzahl im postnatalen Herzen deren Größe reduziert ist. Unsere 
eigenen Studien zu den Auswirkungen einer Proteinrestriktion auf das neonatale und adulte 
Herz legen dies nahe (siehe Kapitel 4.5.). Nach intrauteriner und postnataler LPD ist das 
Kardiomyozyten-Volumen im adulten Herzen im Vergleich zu Kontrollen deutlich reduziert 
bei jedoch vergleichbarem Herzgewicht. Auch wenn die rechnerische Bestimmung der 
Kardiomyozytenzahl hier keinen statistisch signifikanten Unterschied gezeigt hat, so ist diese 
doch im Trend erhöht. Andere Studien zeigen, dass eine erhöhte Zahl an Kardiomyozyten 
mit einer reduzierten Größe korreliert (120, 254-256). Man kann daher zusammenfassend 
feststellen, dass eine gestörte Herzentwicklung, die zu einer reduzierten Kardiomyozytenzahl 
bei der Geburt führt, durch eine erstaunliche Wachstumsplastizität des postnatalen Herzen 
ausgeglichen werden kann. Das postnatale Herz kann dabei durch eine Anpassung des 
hypertrophen Wachstums die Organgröße in engen Grenzen konstant halten. 
 
2.3.5. Auswirkungen von pathologischen Bedingungen auf das adulte Herz nach 

neonataler Hypoplasie 
Das Herz kann eine Reduktion der Kardiomyozytenzahl bei der Geburt durch eine 
kompensatorisch gesteigerte Hypertrophie der Zellen ausgleichen, um so unter 
Basisbedingungen eine normale Organgröße und Herzfunktion im Erwachsenenalter zu 
gewährleisten (siehe Kapitel 2.3.4.). Eine entscheidende Frage ist, ob und wenn ja wie diese 
Kompensationsmechanismen auch unter pathologischer Belastung funktionieren. Eine Reihe 
von Studien hat eine erhöhte Anfälligkeit des Herzens nach IUGR gegenüber einer 
Ischämie/Reperfusion gezeigt (siehe Kapitel 2.3.2.). In den seltensten Fällen wurde dies 
jedoch direkt mit einer reduzierten Kardiomyozytenzahl in Verbindung gebracht, da diese in 
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den entsprechenden Studien nicht bestimmt wurde. Dennoch wurde für einige der gängigen 
IUGR-Modelle postuliert, dass die Herzen bei der Geburt hypoplastisch seien (87-90). 
Demnach wurde die Hypothese aufgestellt, dass die erhöhte Krankheitsanfälligkeit des 
postnatalen Herzens nach IUGR auf eine gestörte Herzentwicklung mit einer reduzierten 
Kardiomyozytenzahl bei der Geburt zurückzuführen sei (257, 258). Ein eindeutiger 
wissenschaftlicher Nachweis hierfür fehlt jedoch bis heute, da das Design und die Daten-
Erhebung der meisten Studien hierzu keine direkten Rückschlüsse erlauben. 
Wir haben das Hccs-KO-Modell genutzt, um dieser Frage nachzugehen (siehe Kapitel 4.3.). 
cHccs+/- Mäuse, die bei der Geburt ein hypoplastisches Herz aufweisen, wurden im 
Erwachsenenalter einer neurohumoralen Stimulation mittels Angiotensin II (Ang II) Infusion 
für 14 Tage ausgesetzt. Ang II führt zum einen zu einer Druckbelastung des linken Ventrikels 
aufgrund eines systemischen Blutdruckanstiegs, zum anderen zu einer direkten 
hypertrophen Wirkung an Kardiomyozyten. Die Herzfunktion ist in cHccs+/- Mäusen nach der 
Ang II Behandlung im Vergleich zu Kontrollen nicht eingeschränkt. Aufgrund einer 
überproportionalen Hypertrophie der Kardiomyozyten ist das cHccs+/- Herz in der Lage, auch 
unter Belastung eine adäquate Größe und Kontraktilität aufrechtzuerhalten. Die 
überschießende Hypertrophie der Kardiomyozyten ist dabei vom JAK/STAT3-Signalweg 
abhängig. Dessen pharmakologische Inhibierung behindert die hypertrophe Antwort der 
cHccs+/- Herzen unter Ang II und führt so zu einer eingeschränkten Herzfunktion im Vergleich 
zu identisch behandelten Kontrollen. Diese Daten legen nahe, dass die Anpassung und 
Plastizität des hypertrophen Wachstums im adulten Herzen nach neonataler Hypoplasie 
essentiell für die Aufrechterhaltung der Kontraktilität unter Stress ist. Wird das 
kompensatorische Zellwachstum dagegen unterdrückt, so führt dies zu einer Verringerung 
der Stresstoleranz und zu Einschränkungen der Herzfunktion. Dies könnte wichtige 
Implikationen für das Developmental Programming bei Kindern mit geringem Geburtsgewicht 
haben. Wenn deren kardiale Krankheitsanfälligkeit im Alter tatsächlich durch eine Reduktion 
der Kardiomyozytenzahl bei der Geburt bedingt ist, dann würde jegliche Inhibierung von 
zellulären Wachstumsprozessen die Kompensationsfähigkeit und damit die Stresstoleranz 
des Herzens verringern. Zu solchen negativen Einflussfaktoren könnten Medikamente (z.B. 
Tumortherapeutika oder Immunmodulatoren) und Drogen aber auch die Ernährung (z.B. 
Nahrungsmangel oder einseitige Fehlernährung) und Stoffwechselerkrankungen (wie 
Diabetes mellitus) zählen. Damit wäre die Reduktion der Kardiomyozytenzahl im Herzen ein 
zusätzlicher Risikofaktor für kardiovaskuläre Erkrankungen im Alter. 
Neben der Ang II Infusion haben wir in cHccs+/- Mäusen ein zweites kardiales Stressmodell 
untersucht, nämlich eine Einengung („Banding“) der abdominellen Aorta auf 50% ihres 
Durchmessers (siehe Kapitel 4.3.). Dies führt über eine erhöhte Nachlast zu einer 
Druckbelastung des linken Ventrikels, der gegen einen erhöhten Widerstand pumpen muss. 
Überraschenderweise zeigen cHccs+/- Mäusen vier Wochen nach Banding eine komplett 
erhaltene Morphologie und Kontraktilität des linken Ventrikels, während es in Kontrolltieren 
zu Anzeichen einer Dilatation und zu beginnenden Funktionseinschränkungen kommt. Die 
cHccs+/- Herzen tolerieren eine chronische Druckbelastung demnach besser als Kontrollen. 
Auf zellulärer Ebene scheinen sie dabei vor allem das Größenwachstum der Kardiomyozyten 
besser beherrschen zu können. Während in Kontrolltieren nach Banding eine deutliche 
Hypertrophie der Zellen nachweisbar ist, ist diese in cHccs+/- Herzen sehr moderat und 
statistisch nicht signifikant verändert. Es scheint also auch unter Banding eine differentielle 
Regulation des Zellwachstums in cHccs+/- im Vergleich zu Kontroll-Herzen zu geben. 
Während diese unter Ang II Stimulation überschießend ist, um eine adäquate Herzgröße und 
Kontraktilität aufrechtzuerhalten, ist sie unter einer reinen Druckbelastung abgemildert, um 
so eine konstante Herzfunktion zu gewährleisten. Das postnatale Herz scheint nach einer 
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Reduktion der Kardiomyozytenzahl bei der Geburt seine Größe und Funktion sowohl unter 
Ruhe- als auch Stressbedingungen also vor allem durch eine Anpassung des hypertrophen 
Wachstums der Kardiomyozyten zu kontrollieren. Jegliche postnatalen Faktoren, die diese 
Wachstumsplastizität einschränken, könnten damit die Stresstoleranz von Herzen nach 
neonataler Hypoplasie verringern und die Entstehung kardialer Erkrankungen begünstigen. 
Dies wiederum hätte möglicherweise wichtige Implikationen für die Lebensführung und das 
klinische Management von Kindern mit geringem Geburtsgewicht oder nach Frühgeburt. 
Es gibt nur wenige vergleichbare Studien, in denen Herzen nach neonataler Hypoplasie im 
Erwachsenenalter einer Druckbelastung des linken Ventrikels ausgesetzt wurden. In einer 
derartigen Arbeit führt eine Einengung der thorakalen Aorta in hypoplastischen Herzen zu 
einer deutlich beschleunigten Verschlechterung der Herzfunktion im Vergleich zu Kontrollen 
(253). Dies deutet im Gegensatz zu unseren eigenen Daten darauf hin, dass ein adultes 
Herz nach neonataler Hypoplasie eine reduzierte funktionelle Reserve unter Stress besitzt. 
Es gibt jedoch ein paar grundlegende Unterschiede zwischen den beiden Studien. Zum 
einen führt ein thorakales Banding der Aorta zu einer deutlich stärkeren Druckbelastung als 
das von uns verwendete abdominelle Banding. Es ist also möglich, dass ein hypoplastisches 
Herz eine milde Druckbelastung gut toleriert, bei starker Belastung aber schneller 
dekompensiert. Zum anderen unterscheiden sich die Modelle der myokardialen Hypoplasie 
voneinander. In der Arbeit von Bisping et al. wurden genetisch veränderte Mäuse mit einem 
heterozygoten Knockout des kardialen Transkriptionsfaktors GATA4 verwendet, die schon 
unter Basalbedingungen eine eingeschränkte Herzfunktion zeigen (253). GATA4 ist nicht nur 
wichtig für die frühe embryonale Herzentwicklung sondern auch für Proliferation und 
hypertrophes Wachstum der Kardiomyozyten (259). In diesen Tieren sind sämtliche 
Kardiomyozyten des Herzens von der genetischen Veränderung und damit von einer 
Reduktion der GATA4-Expression betroffen. Im Hccs-KO-Modell dagegen sind nach 
Abschluss der embryonalen Herzregeneration die meisten (nämlich mindestens 90%) der 
Kardiomyozyten intakt und von keiner genetischen Veränderung eingeschränkt. Dies verleiht 
ihnen im postnatalen Verlauf das volle Potential der kardialen Wachstumsplastizität, während 
diese in Kardiomyozyten mit reduziertem GATA4-Level eingeschränkt sein könnte. 
Gleichzeitig ergibt sich aus unseren Daten zum Aorten-Banding in cHccs+/- Mäusen die 
interessante Hypothese, dass es möglicherweise ein „Fetal Preconditioning“ gibt. Beim 
Developmental Programming geht man davon aus, dass ein gestörtes intrauterines 
Wachstum persistierende Veränderungen in Kardiomyozyten induziert, die die 
Krankheitsanfälligkeit im weiteren Verlauf des Lebens erhöhen. Durch eine fetale 
Präkonditionierung könnte ein verändertes Wachstum des Herzens im Embryo und Fetus 
allerdings auch dazu führen, dass die Wachstumsplastizität der Kardiomyozyten nach der 
Geburt erhöht und ihre Reaktion auf Stress günstig beeinflusst wird. Für eine derartige 
Hypothese gibt es derzeit keine belastbaren Daten. In adulten Mäusen konnte jedoch gezeigt 
werden, dass kurze Phasen einer hypertrophen Stimulation die Auswirkungen einer darauf 
folgenden langfristigen Druckbelastung abmildern (260). Diese „hypertrophe 
Präkonditionierung“ reduziert dabei das stressinduzierte Größenwachstum der 
Kardiomyozyten und verlangsamt auf diese Weise die Entwicklung einer Herzinsuffizienz. 
Solche Studien zeigen, dass eine Anpassung des zellulären Größenwachstums im Myokard 
ein wichtiger Regulator von Herzfunktion und Stresstoleranz im Erwachsenenalter ist. 
 
2.3.6. Translationaler Forschungsbedarf zum hypoplastischen Herzen 
Generell gibt es großen Forschungsbedarf, um die Konsequenzen einer reduzierten 
Kardiomyozytenzahl bei der Geburt für das adulte Herz unter Stress zu verstehen. Die 
medizinische Versorgung in den westlichen Ländern ermöglicht es, dass Kinder mit 
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geringem Geburtsgewicht nach IUGR oder auch nach Frühgeburt üblicherweise überleben. 
Selbst extreme Frühgeburten ab der 24. SW haben inzwischen Überlebensraten von 70% 
und höher (236). Daraus ergibt sich eine wachsende Zahl an Kindern, die potentiell mit einer 
reduzierten Kardiomyozytenzahl zur Welt kommen. Folgt man der Annahme, dass beim 
Menschen nach der Geburt keine nennenswerte Neubildung von Kardiomyozyten mehr 
stattfindet (37), dann müssen diese Personen für den Rest des Lebens mit einer reduzierten 
Ausstattung an Kardiomyozyten auskommen. In Anbetracht der stetig steigenden Inzidenz 
von altersbedingten Erkrankungen mit kardiovaskulärem Risikopotential, wie Bluthochdruck 
oder Diabetes mellitus, ist es wichtig zu wissen, wie das hypoplastische Herz mit derartigen 
pathologischen Bedingungen umgeht. Dies gilt ebenso für weitere kardiovaskuläre 
Risikofaktoren, wie Rauchen, Übergewicht und Bewegungsmangel oder auch die 
Kardiotoxizität von Medikamenten. Möglicherweise muss das klinische Management von 
bestimmten chronischen Erkrankungen bei Patienten nach IUGR oder Frühgeburt angepasst 
werden, um die funktionellen Reserven des Herzens nicht zu überlasten. 
In der experimentellen Grundlagenforschung gibt es verhältnismäßig wenig Studien, die die 
Stressresistenz des adulten Herzens nach neonataler Hypoplasie in vivo untersucht haben.  
Die meisten Arbeiten beschränken sich auf ex vivo Experimente zur Ischämie/Reperfusion 
am isolierten, ex vivo schlagenden Herzen (sog. Langendorff-Perfusion) nach IUGR. Dies 
zeigt demnach auch einige Probleme der Forschung zum Developmental Programming auf. 
Zum einen wird mit der globalen Ischämie am retrograd perfundierten Herzen ein recht 
artifizielles System genutzt, das zwar zu wichtigen grundlegenden Erkenntnissen führen 
kann, gleichzeitig aber auch klare translationale Limitierungen aufweist. Außerdem wird 
praktische nur im Bereich Ischämie/Reperfusion geforscht, während andere klinische 
Szenarien, die in der alternden Bevölkerung eine mindestens ebenso große Rolle spielen, 
wie z.B. eine kardiale Druckbelastung bei Bluthochdruck, vernachlässigt werden. Schließlich 
wird mit der Ischämie/Reperfusion am ex vivo schlagenden Herzen nur eine kurzfristige 
Akutsituation simuliert, während langfristige in vivo Untersuchungen mit deutlich höherem 
translationalem Potential unterrepräsentiert sind. Daher braucht es in Zukunft überzeugende 
tierexperimentelle Studien, bei denen Herzen nach IUGR über einen längeren Zeitraum unter 
Druckbelastung (z.B. Banding der Aorta), neurohumoraler oder β-adrenerger Stimulation 
(z.B. Ang II oder Isoproterenol Behandlung) oder nach Myokardinfarkt analysiert werden. 
Das Verständnis der Stressantwort des hypoplastischen Herzens auf morphologischer, 
funktioneller, zellulärer und molekularer Ebene soll helfen, die lebenslange Herzgesundheit 
von Kindern nach IUGR oder Frühgeburt sicherstellen zu können. 
 
2.4. Ursachen und Mechanismen einer intrauterinen Wachstumsrestriktion 
 
2.4.1. Molekulare Regulation des embryonalen und fetalen Wachstums 
Obwohl eine Reihe von Tiermodellen etabliert wurde, die zu einer intrauterinen 
Wachstumsrestriktion und damit zu einer Reduktion des Geburtsgewichtes führen, sind die 
zugrundeliegenden molekularen Zusammenhänge kaum bekannt. Die Frage ist, welche 
Mechanismen am Ende die Proliferation oder auch das Größenwachstum von Zellen 
einschränken, so dass sich die normale Körper- und Organgröße nicht entwickeln kann 
(261). Die experimentellen IUGR-Modelle umfassen so unterschiedliche Konzepte wie eine 
Reduktion des Kalorien- oder Proteingehaltes in der mütterlichen Ernährung oder des 
Sauerstoffgehaltes in der Umgebungsluft während der Trächtigkeit sowie die interventionelle 
Induktion einer Plazentainsuffizienz (siehe Kapitel 1.4.4.). Diesen Ansätzen ist gemein, dass 
sie die Zufuhr von Nährstoffen und/oder Sauerstoff zum Embryo und Fötus verringern. 
Demnach sind alle molekularen Mechanismen, die Zellwachstum und Proliferation in 
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Abhängigkeit des extrazellulären Nähr- oder Sauerstoffangebots regulieren, offensichtliche 
Kandidaten für eine ursächliche Beteiligung an der Entstehung einer IUGR (261). Hierbei 
sticht vor allem der mTOR (mechanistic target of rapamycin) Signalweg hervor (262). Dieser 
umfasst zwei Multi-Protein-Komplexe, mTORC1 und mTORC2, die beide die Serin/Threonin-
Kinase mTOR selbst enthalten, sich aber in der Zusammensetzung der regulatorischen 
Untereinheiten und struktureller Adapter-Proteine unterscheiden. Insbesondere mTORC1 
wird dabei durch das Angebot von Aminosäuren und den intrazellulären Energiehaushalt 
reguliert. Sind Aminosäuren reichlich vorhanden und der ATP-Spiegel hoch, so ist mTORC1 
aktiv und induziert durch die Phosphorylierung von bekannten Zielproteinen die 
Proteinbiosynthese (262). Dies wiederum ist die Voraussetzung für zelluläres Wachstum, 
sowohl zur Einleitung einer Zellteilung als auch für eine Größenzunahme. Da der zelluläre 
Energiespiegel je nach Zelltyp abhängig vom oxidativen Stoffwechsel und damit der 
sauerstoffabhängigen Generierung von ATP in Mitochondrien ist, wird mTOR indirekt auch 
durch die Verfügbarkeit von Sauerstoff reguliert. Zusammengenommen liegt es nahe, dass 
der mTOR-Signalweg bei einer Unterversorgung des Embryos oder Fötus inhibiert wird und 
somit eine Wachstumsrestriktion verursacht. In der Tat konnte gezeigt werden, dass das 
gängige IUGR-Modell einer mütterlichen Proteinrestriktion während der Trächtigkeit zu einer 
reduzierten mTOR-Aktivität in den β-Zellen des Pankreas neonataler Mäuse (263) oder in 
der Leber und im Skelett-Muskel fetaler Schafe und Affen führt (264, 265). 
mTOR ist im Zusammenspiel mit anderen wachstumsfördernden Signalwegen ein wichtiger 
Regulator der Organgröße (266). Dabei spielt mTORC1 sowohl im Rahmen des 
proliferativen als auch des hypertrophen Zellwachstums eine Rolle. Vor diesem Hintergrund 
haben wir die Hypothese aufgestellt, dass die Inhibierung von mTORC1 durch die reduzierte 
Nähstoff- und Sauerstoffzufuhr zum Embryo bzw. Fötus an der Entstehung einer IUGR 
beteiligt ist. Um dies zu testen, haben wir trächtige Mäuse im letzten Viertel der 
Gestationszeit mit dem mTORC1-Inhibitor Rapamycin behandelt (siehe Kapitel 4.4.). In der 
Tat führt dies zu einer IUGR und damit einer deutlichen Reduktion der Körpergröße und des 
Geburtsgewichtes der Nachkommen. Parallel dazu kommt es zu einer Verringerung der 
Organgröße von Herz und Niere, wobei das Nierengewicht proportional, das Herzgewicht 
jedoch überproportional im Vergleich zum Körpergewicht reduziert ist. Dies deutet daraufhin, 
dass das Herz besonders anfällig gegenüber einer Inhibierung von mTORC1 in der Fetalzeit 
ist. Unsere Studien haben erstmals den mTORC1-Signalweg als einen Regulator des 
pränatalen Wachstums identifiziert, dessen Inhibierung eine IUGR verursachen kann. 
Darüber hinaus sind bisher kaum vergleichbare Mechanismen aufgedeckt worden, obwohl 
es eine Reihe potentieller Kandidaten gibt, die oberhalb, unterhalb oder parallel zu mTORC1 
das Zellwachstum und die Proliferation regulieren. So wurden die Wachstumsfaktoren der 
IGF (insulin like growth factor) Familie mit IUGR assoziiert (267), und Mutationen im Gen für 
IGF-1 und für den IGF-1-Rezeptor führen beim Menschen zu sowohl prä- als auch 
postnataler Wachstumsrestriktion (268, 269). Eine durch Plazentainsuffizienz in Mäusen 
induzierte IUGR kann durch die intrauterine Behandlung der Föten mit IGF-1 verhindert 
werden, so dass die Nachkommen ein normales Geburtsgewicht aufweisen (223). IGF ist ein 
extrazellulärer Wachstumsfaktor, der an einen membranständigen Rezeptor mit 
intrazellulärer Tyrosin-Kinase-Aktivität bindet. Dies führt über getrennte Signaltransduktionen 
zur Aktivierung von MAP-Kinasen oder der Kinase Akt (267). MAP-Kinasen sind wichtige 
Mediatoren vor allem des proliferativen Zellwachstums, während Akt neben vielen anderen 
Funktionen ein Upstream-Aktivator von mTOR ist. Es scheint also durchaus plausibel, dass 
Veränderungen im IGF-Signalweg auf mehreren Stufen an einer IUGR beteiligt sein können. 
Tatsächlich hat der Knockout verschiedener Komponenten in Mäusen gezeigt, dass dies zu 
einer Restriktion des pränatalen Wachstums und damit zu einem reduzierten Geburtsgewicht 



43 
 

führt (270-273). Hierzu zählt auch die p70S6-Kinase, ein Zielprotein von mTORC1 bei der 
Regulation der Translation und damit des Zellwachstums (274). Interessanterweise konnte 
außerdem gezeigt werden, dass ein geringes Geburtsgewicht in Schweinen mit einer 
reduzierten Aktivität der p70S6-Kinase im Skelett-Muskel und einer reduzierten 
Proteinbiosynthese assoziiert ist (275). Für die IGF-induzierte Aktivierung von MAP-Kinasen 
ist ein Zusammenhang mit einem reduzierten intrauterinen Wachstum weniger klar. Es gab 
zunächst Berichte, dass die Inaktivierung der untypischen MAP-Kinase Erk3 in Mäusen zu 
einer IUGR führt (276), was jedoch in späteren Studien wegen zunächst unerkannter Off-
Target-Effekten der genetischen Veränderung relativiert werden musste (277). 
Zusammenfassend kann man anhand einer Reihe von Knockout-Modellen sowie der von 
uns entwickelten pränatalen Rapamycin-Behandlung in Mäusen feststellen, dass der IGF-
Signalweg über Akt und mTOR und damit vermutlich über eine Regulation der 
Proteinbiosynthese maßgeblich am intrauterinen Wachstum des Embryos und Fötus beteiligt 
ist. Folglich führt eine Inhibierung dieses Pathways auf verschiedenen Stufen zu einer IUGR. 
 
2.4.2. Der Einfluss der Plazenta bei intrauteriner Wachstumsrestriktion 
In einigen Fällen kommt es in Knockout-Mausmodellen, bei denen das intrauterine 
Wachstum des Embryos oder Föten gestört ist, parallel zu morphologischen Veränderungen 
oder einer Unterentwicklung der Plazenta, so auch beim Knockout der p70S6-Kinase (278). 
Auch die IUGR-Modelle einer mütterlichen Protein- oder Kalorienrestriktion während der 
Trächtigkeit führen zu molekularen Umstellungen in der Plazenta, die die Aktivität des 
mTOR-Pathways sowie die Expression von Nährstoff- und Aminosäure-Transportern betrifft 
(279, 280). In so einem Fall ist nicht klar, ob die IUGR primär durch einen Wachstumsdefekt 
des Embryos selbst oder sekundär durch eine Plazentainsuffizienz und damit eine 
Unterversorgung mit Nährstoffen und Sauerstoff bedingt ist. Die Bedeutung von mTOR beim 
Wachstum, der Entwicklung komplexer Gewebestrukturen und auch der molekularen 
Funktion der Plazenta wird mehr und mehr klar (281). So wurde beim Menschen eine Rolle 
von mTOR beim Nährstofftransport und der Proteinbiosynthese in der Plazenta identifiziert, 
deren Inhibierung mit einer Wachstumsrestriktion des Fötus assoziiert ist (282, 283). Auch 
für die von uns entwickelte Rapamycin-Behandlung trächtiger Mäuse im letzten Viertel der 
Gestationszeit gilt, dass mTORC1 nicht nur im Embryo bzw. Fötus sondern auch im 
mütterlichen Organismus inhibiert wird. Es ist daher nicht auszuschließen, dass das 
Wachstum und die gewebespezifische Ausreifung oder aber die molekularen Funktion der 
Plazenta durch die Rapamycin-Behandlung beeinträchtigt werden. Es lässt sich also auch 
hier nicht klar trennen, ob das geringe Geburtsgewicht der Nachkommen primär durch eine 
intrinsische Wachstumsrestriktion des Fötus selbst oder sekundär durch eine Unterfunktion 
der Plazenta ausgelöst wird. Dies erscheint besonders relevant für das Herz, dessen 
pränatale Entwicklung sehr von einer suffizienten Nähr- und Sauerstoffversorgung über die 
Plazenta abhängig ist (216). Zusammenfassend ist zu vermuten, dass eine IUGR im 
Tiermodell und auch im Menschen in vielen Fällen durch einen primären Wachstumsdefekt 
des Embryos oder Fötus in Kombination mit einer suboptimalen Plazentafunktion bedingt ist. 
Die Identifizierung und molekulare Charakterisierung beider Komponenten ist dabei wichtig, 
um die Pathogenese von intrauterinen Wachstumsdefekten zu verstehen. 
 
2.5. Wachstumsregulation im Herzen durch den mTOR-Signalweg 
 
2.5.1. Die Rolle des mTOR-Signalwegs im adulten Herzen 
Der mTOR-Signalweg spielt eine wichtige Rolle für die Funktion des Herzens, sowohl unter 
physiologischen als auch pathologischen Bedingungen, und damit auch bei der Pathogenese 
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kardiovaskulärer Erkrankungen (284). Seine Funktion wurde bisher vor allem im gestressten 
postnatalen und adulten Herzen im Zusammenhang mit maladaptivem Gewebeumbau und 
pathologischer Hypertrophie untersucht. Hierbei zeigte sich, dass der Knockout des Mtor-
Gens, das für die Kinase mTOR selbst kodiert, im adulten Herzen der Maus zur spontanen 
Entwicklung einer Herzinsuffizienz und damit verbundener Letalität führt (285). Die 
Kardiomyozyten in den Mtor-KO-Herzen sind dabei kleiner als in Kontrollen und ihre 
Apoptose-Rate ist erhöht. Eine Druckbelastung des linken Ventrikels durch ein Banding der 
thorakalen Aorta resultiert in Mtor-KO-Mäusen in einem deutlich beschleunigten Abfall der 
Herzfunktion im Vergleich zu Kontrolltieren und einer Inhibierung der linksventrikulären 
Hypertrophie (285). Ein ähnliches Bild zeigt sich nach herzspezifischer Inaktivierung von 
Raptor (kodiert durch das Rptor-Gen), einer essentiellen regulatorischen Untereinheit des 
mTORC1-Komplexes (262). Auch Rptor-KO-Mäuse entwickeln innerhalb von 6 Wochen 
spontan das Bild einer dilatativen Kardiomyopathie mit hoher Letalität. Unter 
linksventrikulärer Druckbelastung kommt es im Vergleich zu Kontrollen zur beschleunigten 
Entwicklung einer Herzinsuffizienz innerhalb von einer Woche, wobei die adaptive 
Hypertrophie der Kardiomyozyten ausbleibt (286). Eine Studie in adulten Mäusen konnte 
zeigen, dass mTORC1 bei körperlichem Training im Herzen aktiviert, bei linksventrikulärer 
Druckbelastung dagegen inaktiviert wird (287). Dies deutet auf eine differentielle Regulation 
im Rahmen der physiologischen im Gegensatz zur pathologischen Hypertrophie hin. In der 
Tat unterdrückt die Inhibierung von mTORC1 das physiologische Wachstum des 
Mausherzens bei körperlichem Training (288). Im Gegensatz dazu ist eine verringerte 
mTORC1-Aktivität unter linksventrikulärer Druckbelastung eher günstig, da dies die 
pathologische Hypertrophie der Kardiomyozyten abmildert, die myokardiale Fibrosierung 
reduziert und so die Herzfunktion aufrechterhält (288). Letzteres konnte auch durch die 
pharmakologische Inhibierung von mTORC1 mittels Rapamycin gezeigt werden. Die Gabe 
von Rapamycin unterdrückt die pathologische Hypertrophie und myokardiale Fibrose im 
Herzen von Mäusen nach Banding der thorakalen Aorta und trägt so zur Erhaltung der 
Herzfunktion bei (289, 290). Dabei konnte Rapamycin auch den maladaptiven 
Gewebeumbau und die linksventrikuläre Kontraktilität in Mäusen nachträglich verbessern, 
die nach Druckbelastung bereits eine etablierte Hypertrophie mit eingeschränkter 
Herzfunktion zeigten (291). Zusammenfassend ist der mTORC1-Signalweg sowohl an der 
physiologischen als auch pathologischen Hypertrophie des postnatalen Herzen beteiligt. 
Während er dabei für das Wachstum des Herzens bei körperlichem Training essentiell ist, 
scheint er die maladaptiven Veränderungen des Myokards unter Belastung eher zu fördern 
und so eine Herzinsuffizienz zu beschleunigen. Auf der anderen Seite führt auch das völlige 
Fehlen der mTORC1-Signaltransduktion zur kontraktilen Dysfunktion, sowohl mit als auch 
ohne kardiale Belastung. Dies deutet auf eine komplexe Regulation des Pathways im adulten 
Herzen hin, die bisher nicht komplett verstanden ist (284). 
 
2.5.2. Die Rolle des mTOR-Signalwegs im prä- und neonatalen Herzen 
Während die Rolle von mTORC1 beim hypertrophen Wachstum des adulten Herzens 
intensiv untersucht wird, ist über seine Funktion im pränatalen Herzen weitaus weniger 
bekannt. mTORC1 reguliert jedoch nicht nur zelluläres Größenwachstum sondern auch 
Zellzyklus-Aktivität und Proliferation, was durch seine Beteiligung an verschiedenen Tumor-
Erkrankungen deutlich wird (292). Von daher scheint es plausibel, dass mTOR auch für das 
proliferative Wachstum des pränatalen Herzens relevant ist. Es gab bisher verschiedene 
Versuche, den mTORC1-Signalweg während der intrauterinen Herzentwicklung in 
gentechnisch veränderten Mäusen auszuschalten. In diesen Studien konnte eine suffiziente 
Inaktivierung allerdings erst einige Tage nach der Geburt erzielt werden. Dies liegt vor allem 



45 
 

daran, dass für den herzspezifischen Knockout verschiedener mTOR-Komponenten das 
Cre/loxP-Rekombinationssystem verwendet wurde. Hierbei wurden Mäuse eingesetzt, die 
das Enzym Cre-Rekombinase unter der Kontrolle des Promoters der α-Myosin-Schwerkette 
(kodiert durch das Myh6-Gen) exprimieren. In der Maus wird im embryonalen und fetalen 
Herzen vor allem die β-Form der Myosin-Schwerkette (Myh7) exprimiert, und der Switch 
zwischen den beiden Myosin-Formen findet erst in der späten Fetal- bzw. in der Perinatal-
Phase statt (41). Damit ist auch die Expression von Cre unter der Kontrolle des Myh6-
Promoters im pränatalen Herzen relativ schwach und steigt erst nach der Geburt deutlich an. 
Dies führt dazu, dass die Cre-vermittelte Rekombination der Zielgene erst spät in der 
Herzentwicklung erfolgt. Je nach Langlebigkeit und Stabilität des Zielproteins kann es so 
passieren, dass eine funktionell relevante Inaktivierung erst nach der Geburt wirksam wird.  
So führt der herzspezifische Knockout des für mTOR kodierenden Mtor-Gens mit Hilfe der 
erwähnten Myh6-Cre-Mauslinie erst ab Tag 7 nach der Geburt zu einer messbaren 
Inaktivierung des Signalwegs (293). Diese Tiere entwickeln daraufhin eine schnell 
progrediente Herzinsuffizienz mit dem Bild einer dilatativen Kardiomyopathie und versterben 
innerhalb der ersten 3 Wochen. Dabei zeigen sich auf histologischer Ebene am Tag 15 eine 
Reduktion der Kardiomyozytengröße im Vergleich zu Kontrollen und eine Induktion von 
Apoptose (293). In einer zweiten Studie wurde das Mtor-Gen mit einer anderen, unabhängig 
generierten Myh6-Cre-Linie inaktiviert. Obwohl hier eine Inhibierung des mTOR-Signalwegs 
bereits im embryonalen Herzen erkennbar war, so betraf dies nur einen kleinen Teil der 
Kardiomyozyten (294). Demnach entwickelte sich im 11.5 dpc Herzen ein Mosaik aus 
normalen und Mtor-defizienten Kardiomyozyten. Letztere zeigen eine reduzierte 
Proliferationsrate und werden mittels Apoptose eliminiert, was vermutlich auf den bereits 
beschriebenen Mechanismus der „Cell Competition“ zurückzuführen ist (siehe Kapitel 2.2.5.). 
Obwohl die intakten Kardiomyozyten normal proliferieren, sind die Herzen der Mtor-
Knockout-Embryonen kleiner als in Kontrollen und zeigen eine leicht eingeschränkte 
Kontraktilität, was möglicherweise durch den Verlust der Mtor-defizienten Zellen bedingt ist. 
Dies wiederum führt zu einer verhältnismäßig hohen Letalität der Mtor-KO-Tiere kurz vor der 
Geburt (294). Insgesamt scheint das Fehlen von mTOR in embryonalen Kardiomyozyten 
also Zellzyklus-Aktivität zu reduzieren und Apoptose zu induzieren, wobei dies aufgrund des 
inkompletten Knockouts und des Gewebemosaiks nicht eindeutig schlüssig ist. Eine dritte 
Studie verfolgte den Ansatz, das Mtor-Gen mit einer Mauslinie zu inaktivieren, in der Cre 
unter der Kontrolle des Promoters der muskulären Creatin-Kinase exprimiert wird (295). 
Letztere wird im Laufe der Herzentwicklung bekanntermaßen erst recht spät exprimiert, so 
dass eine effiziente Inaktivierung von Zielgenen im embryonalen Herzen nicht zu erwarten 
ist. Tatsächlich konnte mit Hilfe dieser Tiere eine Inaktivierung von Mtor erst nach der Geburt 
gezeigt werden. Die so generierten Mtor-KO-Mäuse waren innerhalb der ersten 14 Tage von 
den Kontrollen nicht zu unterscheiden, entwickelten ab dem Alter von 3 Wochen aber eine 
zunehmende Letalität mit dem Bild einer dilatativen Kardiomyopathie. Auf histologischer 
Ebene zeigten sich eine Induktion von apoptotischem und nekrotischem Zelltod und eine 
vermehrte Fibrosierung im Myokard von Mtor-Knockout-Mäusen, wobei eine Quantifizierung 
der Kardiomyozytengröße nicht erfolgte (295). Schließlich wurde in einer weiteren Studie ein 
herzspezifischer Knockout von Rheb durchgeführt, einem wichtigen Upstream-Aktivator von 
mTORC1. Auch hier wurde eine Myh6-Cre-Mauslinie verwendet, so dass eine moderate 
Reduktion des Rheb-Proteins ab dem dritten und eine Inaktivierung des mTORC1-
Signalwegs ab dem fünften Tag nach der Geburt nachweisbar waren (296). Rheb-KO-Mäuse 
sterben innerhalb der ersten 10 Tage nach der Geburt an einer Herzinsuffizienz, wobei das 
postnatale kardiale Wachstum und die Hypertrophie der Kardiomyozyten im Vergleich zu 
Kontrollen verringert sind, während Zelltod keine Rolle zu spielen scheint (296). In dieser 
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Studie wurde darüber hinaus gezeigt, dass die Behandlung von neugeborenen Mäusen mit 
Rapamycin am Tag 1 und 2 zu einer Reduktion des Herzgewichtes an den Tagen 3 und 8 
führt (296). Zusammenfassend scheint eine normale Aktivität von mTORC1 essentiell für das 
postnatale hypertrophe Wachstum und die Funktion des Herzens innerhalb der ersten 
Wochen nach der Geburt. Aufgrund der dargestellten methodischen Probleme, eine 
effiziente Inaktivierung von mTORC1 im embryonalen und fetalen Mausherzen zu 
generieren, ist über die Rolle von mTORC1 beim proliferativen Wachstum des pränatalen 
Herzens anhand der verfügbaren Studien keine verlässliche Aussage zu treffen.  
 
2.5.3. mTORC1-Aktivität reguliert das Wachstum des fetalen Herzens in der Maus 
Wie im vorherigen Abschnitt erläutert, konnte die Rolle von mTORC1 beim Wachstum des 
pränatalen Herzens mit Hilfe genetischer Mausmodelle bisher nicht hinreichend geklärt 
werden. Unsere Daten zur Behandlung trächtiger Mäuse mit dem mTORC1-Inhibitor 
Rapamycin im letzten Viertel der Gestationszeit haben diesbezüglich daher erste 
Aufschlüsse geliefert (siehe Kapitel 4.4.). Die Inhibierung von mTORC1 in der Fetalphase 
führt im Vergleich zu Kontrollen demnach zu deutlich kleineren Herzen bei der Geburt. Das 
Herzgewicht ist dabei, anders als das der Niere, überproportional zum Körpergewicht 
reduziert, was darauf hindeutet, dass das fetale kardiale Wachstum in besonderem Maße 
mTORC1-abhängig ist. Die geringere Herzgröße in Rapamycin-behandelten Mäusen bei der 
Geburt ist dabei vor allem auf eine reduzierte Größe der Kardiomyozyten im Zusammenspiel 
mit einer erhöhten Apoptose-Rate zurückzuführen. Die Zellzyklus-Aktivität ist dagegen am 
Tag 1 nach der Geburt im Vergleich zu Kontrollen unverändert. Hierzu muss allerdings 
angemerkt werden, dass weder bei der Apoptose noch bei der Zellzyklus-Aktivität zwischen 
den verschiedenen Zelltypen im Myokard differenziert wurde. Es lässt sich aus den Daten 
daher nicht ableiten, ob der vermehrte Zelltod in Rapamycin-behandelten Herzen bei der 
Geburt die Kardiomyozyten oder eine andere Zellpopulation betrifft. Genauso könnten sich 
hinter der normalen Gesamt-Proliferationsrate kleinere Veränderungen speziell in der 
Kardiomyozyten-Population verbergen. Die Untersuchungen adulter Herzen nach pränataler 
Rapamycin-Behandlung zeigten ein deutlich erhöhtes Kardiomyozyten-Volumen bei 
gleichzeitig rechnerisch reduzierter –Zahl im Vergleich zu Kontrollen. Diese Verringerung der 
Zellzahl könnte durch die erhöhte Apoptose-Rate bei der Geburt bedingt sein. Demnach 
würden Rapamycin-behandelte Tiere mit normaler Kardiomyozytenzahl geboren, und das 
Defizit entsteht im postnatalen Verlauf durch erhöhten Verlust. Möglich ist auch, dass die 
Kardiomyozytenzahl bereits bei der Geburt aufgrund eines Proliferationsdefektes verringert 
ist. Letzterer zeigt sich in neonatalen Rapamycin-behandelten Tieren bisher nicht. Dies 
könnte dadurch bedingt sein, dass die verwendete Detektionsmethode nicht sensitiv genug 
ist. Andererseits könnte der Proliferationsdefekt auch in der Fetalphase liegen und sich kurz 
nach der Geburt normalisieren. Um dies in zukünftigen Studien differenzieren zu können, 
müsste in Rapamycin-behandelten Mäusen zum einen die Kardiomyozytenzahl bei der 
Geburt bestimmt und zum anderen die Zellzyklus-Aktivität spezifisch in Kardiomyozyten 
charakterisiert werden. Letzteres schließt auch die Differenzierung zwischen Zellzyklus-
Aktivität, die zur echten Zellteilung führt, und solcher, die zu binukleären oder polyploiden 
Kardiomyozyten führt (siehe Kapitel 2.1.5.), ein. Schließlich müsste in Rapamycin-
behandelten Tieren die Fetalphase untersucht werden, um hier das kardiale Wachstum, die 
Kardiomyozytenzahl und –größe sowie ihre Proliferationsrate zu bestimmen.  
Unser Behandlungsschema mit Rapamycin im letzten Viertel der Gestationszeit deckt nur 
das späte Stadium der intrauterinen Herzentwicklung ab. Versuche, die tägliche Rapamycin-
Behandlung bereits am Tag 10.5 dpc zu starten, führten zur Letalität der Nachkommen etwa 
am Tag 15.5 dpc. In zukünftigen Studien könnte durch die kürzere Gabe von Rapamycin an 
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definierten Tagen der Gestationszeit die Wirkung einer mTORC1-Inhibierung auf bestimmte 
Entwicklungsstadien des Herzens gezielt untersucht werden. Dies erlaubt möglicherweise 
die Einengung eines Zeitfensters, in dem das embryonale Herz besonders anfällig 
gegenüber einer mTORC1-vermittelten Wachstumsrestriktion ist. Es bleiben aber die bereits 
diskutierten Zweifel, inwieweit die Rapamycin-Gabe in trächtigen Mäusen auch das 
Muttertier und dabei insbesondere das Wachstum und die Funktion der Plazenta 
beeinträchtigen (siehe Kapitel 2.4.2.). Der Einfluss einer mTORC1-Inhibierung primär auf das 
Herz kann daher nicht von sekundären Effekten aufgrund einer Unterversorgung des 
Embryos differenziert werden. Aus diesem Grund müssen auch weiterhin genetische 
Modelle zur herzspezifischen Inaktivierung der mTORC1-Funktion untersucht werden. Da 
sich Cre-Linien, bei denen der Promoter im Herzen erst relativ spät während der 
Embryonalentwicklung seine volle Aktivität aufweist (wie Myh6-Cre oder Creatin-Kinase-
Cre), als eher ungeeignet erwiesen haben (siehe Kapitel 2.5.2.), müssen etablierte 
Mauslinien verwendet werden, bei denen Cre bereits in kardialen Vorläuferzellen (z.B. 
Nkx2.5-Cre) oder frühen embryonalen Kardiomyozyten (Troponin T-Cre) exprimiert wird. 
Es liegt nahe, dass mTORC1 eine wichtige Rolle nicht nur im adulten sondern auch beim 
proliferativen Wachstum im embryonalen und fetalen Herzen spielt. Die genaue 
Charakterisierung dieser Funktionen kann wichtige Aufschlüsse für die Entstehung 
angeborener Herzfehler, die Folgen von intrauteriner Wachstumsrestriktion und Frühgeburt 
auf das neonatale Herz sowie die Zellzyklus-Regulation von Kardiomyozyten und damit auch 
für die Regenerationsfähigkeit des Herzens liefern. 
 
2.6. Der Einfluss der Ernährung auf die kardiovaskuläre Gesundheit 
 
2.6.1. Der Einfluss des Kaloriengehalts der Ernährung auf das Herz 
Die Ernährung hat einen deutlichen Einfluss auf die allgemeine Gesundheit, aber auch auf 
das Risiko für kardiovaskuläre Erkrankungen im Verlauf des Lebens. Dies wird besonders 
klar im Zusammenhang mit dem zunehmenden Anteil übergewichtiger Menschen in der 
Bevölkerung. Die Kombination aus unausgewogener, hyperkalorischer Ernährung und 
Bewegungsmangel führt zu Adipositas und zum Metabolischen Syndrom, das mit dem 
erhöhten Risiko für Diabetes mellitus Typ 2, Bluthochdruck und andere kardiovaskuläre 
Folgeerkrankungen einhergeht (297). Insbesondere der Einfluss einer hochkalorischen, 
fettreichen Diät auf das Körpergewicht, die Glukose-Toleranz, den arteriellen Blutdruck und 
Fetteinlagerungen in verschiedenen Geweben wird dabei in tierexperimentellen Studien 
untersucht (298, 299). In Mäusen wurde gezeigt, dass eine Ernährung mit hohem Fettgehalt 
(high fat diet = HFD) über 6 Monate zum Bild einer hypertrophen Kardiomyopathie mit 
erhöhter linksventrikulärer Masse und reduzierter Kontraktilität im Vergleich zu Kontrollen 
führt (300). Isolierte Kardiomyozyten aus dem Herzen von HFD-Mäusen zeigen darüber 
hinaus ein verändertes Calcium-Handling und eine eingeschränkte Kontraktion (300). Eine 
HFD über 16 Monate führt in Mäusen zur Ausprägung eines progredienten metabolischen 
Syndroms. Im Herzen zeigt sich dabei ab dem 8. Monat eine Einschränkung der kardialen 
Funktionsreserve unter Stress und im weiteren Verlauf eine Hypertrophie des linken 
Ventrikels mit Vergrößerung der Kardiomyozyten und Anzeichen einer vermehrten 
Fibrosierung (301). Weiterhin steigen im Herzen von HFD-Mäusen die Einlagerung von 
Fettsäuren im Myokard sowie die Anfälligkeit für einen Ischämie/Reperfusions-Schaden. 
Letzteres zeigt sich vor allem in einer verstärkten Fibrosierung im Vergleich zu Kontrollen 
nach wiederholten kurzen Ischämie-Phasen (302). Eine Ischämie/Reperfusion in HFD-Ratten 
führt im Vergleich zu Kontrollen zu größeren Myokardinfarkten, reduzierter Erholung der 
linksventrikulären Funktion und erhöhter Neigung zu fatalen Arrhythmien (303). 
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Aufgrund der negativen Auswirkungen einer hochkalorischen Diät auf die Gesundheit wird 
intensiv untersucht, inwiefern Modifikationen der Ernährung das Risiko kardiovaskulärer 
Erkrankungen im Alter verringern können (304). Hierbei spielt beim Menschen zunächst die 
generelle Kalorienrestriktion eine Rolle (305), die das Risiko eines metabolischen Syndroms 
und der damit verbundenen arteriosklerotischen Gefäßveränderungen reduziert (306). 
Zusätzlich wird eine Reihe von Modellorganismen herangezogen, um die Auswirkungen 
einer modifizierten Ernährung auf die Gesundheit, das Altern und die Lebenserwartung zu 
untersuchen (307). Dabei zeigt sich, dass eine Kalorienrestriktion über 5 Wochen in einer 
speziellen Ratten-Linie, bei der die Tiere innerhalb der ersten 3 Monate spontan einen 
arteriellen Hypertonus entwickeln, zu einer deutlichen Reduktion des Blutdruckes und der 
damit verbundenen linksventrikulären Hypertrophie sowie einer besseren Gefäßfunktion führt 
(308). Ebenso resultiert eine strenge Kalorienrestriktion innerhalb der ersten 3 Monate in 
einer verbesserten Kontraktilität des ex vivo schlagenden Ratten-Herzens, sowohl unter 
Basalbedingungen als auch nach Ischämie/Reperfusion (309). Eine langfristige 
Kalorienrestriktion über 1 Jahr nach Induktion eines Myokardinfarktes in Ratten steigert die 
linksventrikuläre Funktion und reduziert die myokardiale Fibrose im Vergleich zu Tieren auf 
einer normalen Ernährung (310). Auch altersabhängige Verschlechterungen insbesondere 
der diastolischen Herzfunktion in 30 Monate alten Ratten können durch eine 
Kalorienrestriktion vermutliche über eine Optimierung des Calcium-Handlings aufgehalten 
werden (311). Schließlich verbessert eine Kalorienrestriktion auch die Auswirkungen eines 
Myokardinfarkts nach permanenter Ligation der linken Koronararterie in alternden Ratten. 
Hierbei entwickeln Ratten nach Kalorienrestriktion im Vergleich zu Kontrollen weniger 
myokardiale Fibrose, eine abgemilderte pathologische Hypertrophie der Kardiomyozyten und 
eine bessere diastolische Funktion (312). Interessanterweise hat auch das intermittierende 
Fasten in Ratten, bei dem die Tiere nur jeden zweiten Tag gefüttert werden, einen positiven 
Effekt auf die Herzfunktion nach Myokardinfarkt. Dies gilt zum einen für Tiere, die vor 
Induktion des Infarkts für 3 Monate auf diesem Regime gehalten wurden. Hier ist die 
Infarktgröße im Vergleich zu Kontrollen reduziert, die Apoptose-Rate der Kardiomyozyten 
geringer und damit der myokardiale Gewebeumbau und die linksventrikuläre Pumpfunktion 
verbessert (313). Auch bei Ratten mit einem etablierten Infarkt, bei denen das 
intermittierende Fasten also erst 2 Wochen nach Ligation der linken Koronararterie 
begonnen wurde, steigert dieses die Überlebensrate und die linksventrikuläre Funktion am 
ex vivo schlagenden Herzen im Vergleich zu Kontrollen (314). Zusammenfassend lässt sich 
festhalten, dass eine reduzierte Kalorienaufnahme sowohl im Tiermodell als auch beim 
Menschen einen positiven Einfluss auf die Herzgesundheit hat. 
 
2.6.2. Der Einfluss des Proteingehalts in der Ernährung auf das Herz 
Eine Kalorienreduktion in der Ernährung wirkt sich in vielerlei Hinsicht günstig auf die 
Funktion des Herzens sowohl unter Basalbedingungen als auch unter Stress aus (siehe 
Kapitel 2.6.1.). Dabei ergibt sich die Frage, ob es allein die Kalorien sind, die den positiven 
Effekt bedingen, oder ob darüber hinaus die Zusammensetzung der Ernährung und damit 
bestimmte Nahrungsbestandteile ebenfalls einen Einfluss haben. In der Tat wurde in Mäusen 
gezeigt, dass es nicht primär die Kalorienmenge sondern eher das Verhältnis der wichtigen 
Energieträger (Proteine, Fett und Kohlenhydrate) zueinander ist, was die metabolische und 
kardiovaskuläre Gesundheit bestimmt (315). So wurde beispielsweise postuliert, dass eine 
mediterrane Diät, wie sie in vielen Regionen des Mittelmeerraumes verbreitet ist, einen 
positiven Einfluss auf die kardiovaskuläre Gesundheit hat (316). Diese Ernährung zeichnet 
sich vor allem durch einen hohen Anteil an frischem Obst und Gemüse, Getreide, Fisch und 
Meeresfrüchten sowie pflanzlichen Fetten bei gleichzeitig moderatem Verzehr von Geflügel, 
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Eiern und Milchprodukten aus. Der Anteil von „rotem“ Fleisch (Schwein, Rind, Lamm) sowie 
von Süßspeisen und prozessierten Lebensmitteln ist dagegen verhältnismäßig gering. Bei 
dem Versuch, den Einfluss einzelner Nahrungskomponenten auf die Gesundheit beim 
Menschen zu untersuchen, zeigte sich, dass eine besonders proteinreiche Ernährung mit 
einer erhöhten Inzidenz von kardiovaskulären Erkrankungen assoziiert zu sein scheint (317, 
318). Folglich entwickelte sich die Hypothese, dass der Proteingehalt der Nahrung einen 
wichtigen Einfluss auf die Gesundheit im Alter hat (319) und dass eine Proteinrestriktion 
letztere günstig beeinflussen könnte (320). Tatsächlich verbessert die Erhöhung des 
Kohlenhydrat- auf Kosten des Proteinanteils im Futter von Mäusen deren metabolische und 
kardiovaskuläre Gesundheit im Alter und damit die Lebenszeit (315). Auch inhibiert eine 
proteinreduzierte Diät das Tumorwachstum von Mäusen und verlängert damit ihr Überleben 
(321). Beim Menschen werden bis zum Alter von 65 Jahren das Gesamtüberleben und die 
Tumorsterblichkeit durch einen geringen Proteingehalt der Nahrung positiv beeinflusst. Ab 
dem Alter von 65 Jahren wird eine ausreichende Proteinaufnahme jedoch essentiell, so dass 
die Tumor- und Gesamtsterblichkeit durch eine proteinreiche Diät reduziert wird (321). 
Darüber hinaus scheint eine proteinreiche Ernährung die Inzidenz von Diabetes mellitus und 
die damit verbundenen Komplikationen unabhängig vom Alter zu erhöhen (321). 
In unseren eigenen Studien haben wir den Einfluss einer proteinreduzierten Diät (LPD) auf 
das prä- und postnatale Herz der Maus untersucht (siehe Kapitel 4.5.). Dabei wurden 
zunächst trächtige Muttertiere auf einem Futter gehalten, bei der der Proteingehalt auf 8% im 
Vergleich zu 22% in der Kontroll-Diät reduziert ist. Nach der Geburt der Jungtiere wurden die 
säugenden Muttertiere weiterhin mit der proteinreduzierten Diät gefüttert, ebenso wie die 
Nachkommen bis ins Alter von 11 Wochen. Diese adulten Tiere haben ein leicht reduziertes 
Körpergewicht bei ansonsten normaler Größe und Funktion des Herzens im Vergleich zu 
Tieren auf der Kontroll-Diät. Auf histologischer Ebene zeigen sich jedoch bemerkenswerte 
Veränderungen: Die Kardiomyozyten in LPD-Tieren haben ein deutlich reduziertes Volumen 
und eine höhere Dichte pro myokardialer Flächeneinheit im Vergleich zu Kontrollen. Darüber 
hinaus ist die interstitielle Fibrose in den LPD-Tieren erniedrigt und die Kapillar-Dichte pro 
Flächeneinheit erhöht. All dies deutet auf eine günstige Gewebezusammensetzung des 
Myokards hin. Ein maladaptiver Gewebeumbau bei kardialer Belastung ist in der Regel durch 
genau entgegengesetzte Veränderungen charakterisiert: eine pathologische Hypertrophie 
der Kardiomyozyten, vermehrte Fibrosierung und eine Rarefizierung des Kapillargefäßbettes 
(43). Demnach lässt sich spekulieren, dass der Umbau des Myokards nach prä- und 
postnataler Proteinrestriktion die Stresstoleranz des Herzen möglicherweise verbessern und 
damit die Anfälligkeit gegenüber pathologischen Bedingungen reduzieren kann. Dies muss 
jedoch in zukünftigen Studien experimentell nachgewiesen werden, indem LPD- und 
Kontroll-Mäuse einer Druckbelastung des Herzens, beispielsweise durch Banding der Aorta, 
oder aber einer Ischämie/Reperfusion ausgesetzt werden.  
 
2.6.3. Der Einfluss einer Proteinrestriktion auf die myokardiale Gewebe-Homöostase 
Eine auffällige Beobachtung in adulten Herzen nach prä- und postnataler LPD ist die 
Erhöhung der Kapillardichte im Myokard (siehe Kapitel 4.5.). Interessanterweise führt in 
Ratten eine LPD während der Trächtigkeit, nach der die Nachkommen postnatal ein 
normales Futter erhalten, ebenfalls zu einer erhöhten Kapillardichte im adulten Myokard 
(199). Im Gegensatz dazu reduzierte eine pränatale LPD in Ratten die Kapillardichte im 
adulten Skelett-Muskel (322). In der Maus wurde gezeigt, dass eine in adulten Stadien 
initiierte Aminosäure-Restriktion, insbesondere der schwefelhaltigen Aminosäuren Methionin 
und Zystein, zur Aktivierung von Angiogenese und damit zu einem Anstieg der Kapillardichte 
im Skelett-Muskel führt (323). Zusammengenommen deutet dies darauf hin, dass im Skelett-
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Muskel, aber nicht so sehr im Myokard, der Zeitpunkt einer prä- versus postnatalen 
Proteinrestriktion darüber entscheidet, ob ein günstiger Gewebeumbau mit dem Resultat 
einer erhöhten Kapillardichte erfolgt oder nicht. An dem zugrundeliegenden molekularen 
Mechanismus scheint im adulten Skelett-Muskel die vermehrte Produktion von 
Schwefelwasserstoff bei Aminosäure-Mangel beteiligt zu sein (324). Dies führt zur 
Aktivierung einer Stress-Antwort, die über den Transkriptionsfaktor ATF4 (activating 
transcription factor 4) die Expression des Angiogenese-fördernden Wachstumsfaktors VEGF 
(vascular endothelial growth factor) erhöht (323). VEGF induziert die Proliferation von 
Endothelzellen und damit die Verzweigung und das Wachstum von Kapillaren. Wir konnten 
in den Herzen von Mäusen nach prä- und postnataler LPD keine Aktivierung der ATF4-
vermittelten Stressantwort und keine Induktion von VEGF feststellen, was jedoch nicht 
bedeutet, dass dieser Mechanismus keine Rolle spielt. Da die Herzen der LPD-Tiere erst im 
Erwachsenenalter untersucht wurden, ist möglicherweise nur das Endstadium einer 
veränderten Gewebe-Homöostase erfasst worden. Das Zeitfenster des Gewebeumbaus und 
damit auch der aktiven Angiogenese könnte deutlich früher liegen, so dass es in unseren 
Analysen verpasst wurde. Alternativ könnte die Angiogenese-fördernde Kaskade über ATF 
und VEGF auch spezifisch für den Skelett-Muskel bei Aminosäure-Mangel sein, während im 
Myokard ein anderer Mechanismus operiert. Grundsätzlich scheint die Ernährung einen 
Einfluss auf das Kapillargefäßbett und die Gefäßneubildung in verschiedenen Organen und 
Geweben zu haben. So verbessert eine Kalorienrestriktion die Revaskularisierung der 
unteren Extremität nach Ischämie in Mäusen unter anderem durch eine Erhöhung der 
Kapillardichte (325). Darüber hinaus zeigen Endothelzellen, die aus dem Gehirn von 
alternden Mäuse auf einer kalorienreduzierten Diät isoliert wurden, in vitro ein besseres 
Überleben, eine höhere Proliferationsrate und ein höheres Potential zur Bildung von 
Kapillarstrukturen im Vergleich zu Zellen aus Kontroll-Mäusen (326). Im Gegensatz dazu 
reduziert eine fettreiche Diät die Kapillardichte im Skelett-Muskel und Myokard von Ratten 
(327), was durch regelmäßiges körperliches Training verbessert werden kann (328). 
 
2.6.4. Der Einfluss einer Proteinrestriktion auf Kardiomyozytenzahl und -größe 
Ein interessanter Aspekt im Herzen von Mäusen nach prä- und postnataler LPD ist das 
reduzierte Volumen der Kardiomyozyten bei normalem Herzgewicht und normaler 
linksventrikulärer Masse. Wie im Kapitel 2.3.4. erläutert, ist die Kardiomyozytengröße eine 
wichtige Stellschraube bei der Regulation der kardialen Organgröße: ist die 
Kardiomyozytenzahl reduziert, kommt es zu einer kompensatorischen Hypertrophie der 
Zellen, um die Organgröße konstant zu halten. Umgekehrt führt eine Erhöhung der 
Kardiomyozytenzahl zu kleineren Zellen, so dass die Dichte ihrer Kerne pro myokardialer 
Flächeneinheit erhöht ist, was wir auch in Tieren nach prä- und postnataler LPD beobachtet 
haben. Man kann also spekulieren, dass LPD-Herzen im Vergleich zu Kontrollen mehr 
Kardiomyozyten besitzen. Die Berechnung der Kardiomyozytenzahl bestätigt dies im Trend, 
auch wenn der Unterschied zu Kontrolltieren keine statistische Signifikanz erreicht. Dabei 
muss allerdings kritisch angemerkt werden, dass derartige Berechnungen einige 
Vereinfachungen zugrunde legen. So wird angenommen, dass Kardiomyozyten immer 
zylindrisch geformt sind, was die komplexe Gestalt vieler Zellen jedoch nicht abbildet. 
Außerdem wird nicht zwischen kleinen mononukleären und großen multinukleären Zellen 
unterschieden. Der Fehler in den Berechnungen könnte also durchaus einen Unterschied in 
der Zellzahl zwischen LPD und Kontrolltieren maskieren. Es bleibt daher die interessante 
Hypothese im Raum, dass eine prä- und postnatale LPD die Zahl der Kardiomyozyten im 
adulten Herzen erhöht. In zukünftigen Studien sollte in diesen Tieren folglich die exakte 
Kardiomyozytenzahl durch geeignete, sensitive Methoden (wie Stereologie, FACS oder 
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direkte Zählung isolierter Zellen (37, 87, 256)) bestimmt werden. Darüber hinaus sollte in 
LPD-Tieren die Zellzyklus-Aktivität der Kardiomyozyten in verschiedenen Stadien vor und 
nach der Geburt untersucht werden, um so ggf. das Zeitfenster zu identifizieren, in dem eine 
Erhöhung der Kardiomyozytenzahl durch eine Steigerung der Proliferationsrate erfolgt. Dies 
ist insbesondere vor dem Hintergrund relevant, dass gemäß unserer Daten die 
Kardiomyozytengröße im neonatalen Herzen nach pränataler LPD im Vergleich zu Kontrollen 
bei unverändertem Herzgewicht erhöht ist. Gemäß der oben beschriebenen Logik würde 
dies bedeuten, dass die Kardiomyozytenzahl im neonatalen LPD-Herzen reduziert wäre. Wir 
haben in unserer Studie keine direkte Bestimmung der Zellzahl in neugeborenen Herzen 
durchführt, andere Arbeiten zeigen aber sehr wohl eine Reduktion der Kardiomyozytenzahl 
im LPD-Rattenherzen bei der Geburt (87). Interessanterweise ist dieses Defizit wenige 
Wochen nach der Geburt nicht mehr nachweisbar (194), was darauf schließen lässt, dass es 
in der Zwischenzeit zu einer Normalisierung der Zellzahl gekommen sein muss. In der Tat 
wurde postuliert, dass es nach pränataler LPD in den Nachkommen einige Tage nach der 
Geburt zu einer verstärkten Zellzyklus-Aktivität im Herzen kommt (195). Für unsere eigene 
Studie würde dies bedeuten, dass in Mäusen, die sowohl prä- als auch postnatal auf einer 
LPD gehalten wurden, ein Kardiomyozyten-Defizit bei der Geburt durch eine 
kompensatorisch gesteigerte Proliferation bis ins Erwachsenenalter möglicherweise in einen 
Überschuss verwandelt wird. Die Charakterisierung der zugrundeliegenden zellulären und 
molekularen Mechanismen hätte spannende Implikationen für den Einfluss der Ernährung 
auf das postnatale Wachstum und die Stresstoleranz des Herzen sowie die Zellzyklus-
Regulation von Kardiomyozyten und damit die myokardiale Regeneration. 
 
2.6.5. Probleme der Interpretation und translationalen Bedeutung von IUGR-Modellen 
Die mütterliche Ernährung während der Schwangerschaft hat deutlichen Einfluss auf das 
Wachstum des Embryos und Fötus, und eine Mangel- oder Fehlernährung kann zur IUGR 
und einem reduzierten Geburtsgewicht führen. Im Tiermodell wird daher sowohl eine 
mütterliche Kalorien- (siehe Kapitel 2.3.2.2.) als auch Proteinrestriktion (siehe Kapitel 
2.3.2.1.) während der Trächtigkeit angewendet, um die Auswirkungen für die Nachkommen 
in utero, bei der Geburt und im weiteren Verlauf des Lebens zu analysieren. Wir haben in 
unseren eigenen Untersuchungen trächtige Mäuse auf einer proteinreduzierten Diät (LPD) 
gehalten, um unter anderem die Folgen für das neonatale Herz zu charakterisieren. Dabei 
konnten wir einige Veränderungen, die in ähnlichen Studien veröffentlicht worden waren, 
nicht reproduzieren. So ist das Körpergewicht bei der Geburt gemäß unserer Daten nur in 
weiblichen, nicht aber in männlichen LPD-Nachkommen im Vergleich zu Kontrollen reduziert. 
Andere Autoren beschreiben dagegen eine robuste Verringerung des Geburtsgewichtes in 
beiden Geschlechtern (87, 196, 198). Noch deutlicher wird die Diskrepanz beim 
Herzgewicht: hier sehen wir weder in Männchen noch in Weibchen einen Unterschied 
zwischen LPD- und Kontrolltieren bei der Geburt, obwohl andere Studien eine Reduktion 
unter LPD beschreiben (87). Auch haben wir keinen Unterschied der Proliferationsrate im 
neonatalen Myokard von LPD- und Kontrolltieren detektiert, während in anderen Arbeiten 
eine verringerte Zellzyklus-Aktivität durch die Proteinreduktion postuliert wurde (195). 
Die Auswirkungen einer IUGR auf das embryonale, fetale, neonatale und adulte Herz im 
Tiermodell sind abhängig von der verwendeten Tierart und der gewählten Methode. Selbst 
innerhalb derselben Methode kann es jedoch zu erheblichen Unterschieden und 
gegensätzlichen Ergebnissen in verschiedenen Studien kommen. So kann bei einer 
Proteinrestriktion im mütterlichen Futter während der Trächtigkeit in Ratten oder Mäusen die 
Mehrzahl der Studien ein reduziertes Körpergewicht der LPD-Nachkommen bei der Geburt 
im Vergleich zur Standard-Protein-Diät (SPD) zeigen. Ein nicht unerheblicher Teil konnte 
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jedoch keinen Unterschied im Geburtsgewicht zwischen LPD- und SPD-Tieren nachweisen 
(193), was aber die Grundvoraussetzung ist, um überhaupt von einer IUGR ausgehen zu 
können. Dieses Dilemma ist in erster Linie einer fehlenden Standardisierung in den 
experimentellen Abläufen und Protokollen insbesondere bei den IUGR-Modellen, die eine 
Fehl- oder Mangelernährung simulieren sollen, geschuldet. Häufig unterscheidet sich 
beispielsweise die genaue Zusammensetzung sowohl des Experimental- als auch des 
Kontroll-Futters zwischen den Studien. Dies gilt zum einen für Mineralien, Spurenelemente 
sowie Vitamine, kann aber auch den Fett- und Kohlenhydrat-Gehalt betreffen (329, 330). 
Dazu kommt, dass die Gesamtdauer sowie der Beginn und das Ende der Experimental-
Phase von vielen Wissenschaftlern unterschiedlich gewählt werden. So werden Muttertiere 
teilweise bereits 2 Wochen vor der Verpaarung mit der Experimental-Diät gefüttert, um eine 
Anpassungsphase des mütterlichen Stoffwechsels zu erlauben. In anderen Studien dagegen 
werden die Muttertiere am Tag der Verpaarung oder aber in verschiedenen Stadien der 
Trächtigkeit auf die Experimental-Diät gesetzt (193). Darüber hinaus bleiben die Muttertiere 
mit den Nachkommen nach der Geburt für unterschiedlich lange Zeiträume auf der 
Experimental-Diät, bevor auf ein normales Futter gewechselt wird. Letzteres kann am ersten 
Tag nach der Geburt oder aber erst nach 14 oder 21 Tagen erfolgen. Schließlich findet die 
Untersuchung der Nachkommen zur Bestimmung des Körpergewichts und für histologische, 
zelluläre sowie molekulare Analysen des Herzens zu unterschiedlichen Zeitpunkten statt. 
Hierbei vergehen nach der Geburt je nach Studie zwischen 1 und 3 Tage (193).  
Obwohl die Ligation der Arteria uterina in Nagern ein weit verbreitetes Modell zur Induktion 
einer Plazentainsuffizienz ist, muss auch hier kritisch angemerkt werden, dass eine 
Standardisierung der experimentellen Abläufe weitestgehend fehlt, ähnlich wie bei der IUGR 
durch Änderung der mütterlichen Diät. Dies führt zu einer Vielzahl an unterschiedlichen und 
oft widersprüchlichen Studienergebnissen zwischen einzelnen Wissenschaftlern und 
Laboren (331). Folglich wurde die translationale Relevanz dieses Modells für ein 
Developmental Programming beim Menschen bereits grundsätzlich in Frage gestellt (332). 
Zusammenfassend muss festgehalten werden, dass insbesondere bei den IUGR-Modellen 
zur mütterlichen Mangel- oder Fehlernährung aber auch bei experimenteller 
Plazentainsuffizienz eine inhomogene und teilweise widersprüchliche Datenlage herrscht. 
Dies macht Schlussfolgerungen zu den Auswirkungen einer IUGR im Herzen und in anderen 
Organen und damit zu den Mechanismen des Developmental Programming schwierig. 
 
2.6.6. Diskrepanz zwischen prä- und postnatalem Nahrungsangebot als Ursache für 

Developmental Programming? 
Entsprechend der Hypothese des Developmental Programming führt eine intrauterine 
Wachstumsrestriktion zu epigenetischen Veränderungen der Genexpression und des 
Metabolismus im Embryo und Fötus, die nach der Geburt persistieren (siehe Kapitel 1.4.1.). 
Der ursprüngliche Sinn solcher Anpassungen könnte dabei darin bestehen, die 
Nachkommen bereits im Uterus auf ein Leben unter Mangelbedingungen nach der Geburt 
vorzubereiten (59). Erst durch den Überfluss des Nahrungsangebotes nach der Geburt in 
westlichen Industrienationen könnten sich die IUGR-bedingten Veränderungen als nachteilig 
erweisen und so die Anfälligkeit gegenüber verschiedenen Erkrankungen im 
Erwachsenenalter erhöhen. In diesem Fall wäre es also das Mismatch zwischen 
intrauterinen versus postnatalen Nährstoff- und Wachstumsbedingungen, die die negativen 
Auswirkungen des Developmental Programming provozieren. Entsprechend dieser 
Überlegungen müssten Letztere folglich vermieden werden können, wenn pränatale 
Mangelzustände nach der Geburt fortbestehen würden. In der Tat zeigen Schafe, die nach 
pränataler Nahrungsrestriktion im postnatalen Verlauf freien Zugang zu Futter hatten, im 



53 
 

Erwachsenenalter eine Erhöhung des Blutdrucks, eine Verschlechterung der Nierenfunktion 
und eine linksventrikuläre Hypertrophie. Diese pathologischen Veränderungen treten 
dagegen nicht auf, wenn auch nach der Geburt eine Nahrungsrestriktion aufrechterhalten 
wird (333). Wie bereits beschrieben, führt eine mütterliche Proteinrestriktion während der 
Trächtigkeit in Ratten zu einer IUGR und einem reduzierten Geburtsgewicht (193). Werden 
die Nachkommen nach der Geburt auf eine normale Ernährung gesetzt, so führt dies zu 
maladaptiven Veränderungen des Myokardgewebes und zu Einschränkungen der 
Herzfunktion (193, 198-200). Werden die LPD-Bedingungen dagegen für 2 Wochen nach der 
Geburt beibehalten, so sind in adulten Tieren keine Veränderungen der Herzfunktion mehr 
nachweisbar (334). Auch unsere eigenen Daten zeigen, dass konstante Bedingungen einer 
Proteinrestriktion während der intrauterinen und postnatalen Entwicklung in Mäusen zu 
keinerlei Einschränkungen der Herzgröße oder Funktion im Erwachsenenalter führen. Auf 
histologischer Ebene gibt es sogar Anzeichen für eine begünstigende Zusammensetzung 
des myokardialen Gewebes im Vergleich zu Kontrollen, die zu jedem Zeitpunkt auf einer 
normalen Diät gehalten wurden (siehe Kapitel 2.6.2.). Eine Limitierung unserer Daten in 
Bezug auf eine solche Interpretation ist allerdings, dass in unserer Studie keine Gruppe an 
Mäusen mitgeführt wurde, die pränatale einer LPD und nach der Geburt einer normalen Diät 
ausgesetzt war. Daher konnten wir nicht selbst bestätigen, dass diese Tiere in der Tat auch 
unter dem von uns verwendeten Protokoll pathologische Veränderungen des Myokards und 
Einschränkungen der Herzfunktion entwickeln. In Anbetracht der bereits diskutierten 
Probleme bei der Interpretation einer LPD als IUGR-Modell aufgrund der der Variabilität der 
Methoden wäre so eine Vergleichsgruppe wünschenswert (siehe Kapitel 2.6.5.). Vor dem 
Hintergrund muss auch für unsere eigene Studie kritisch angemerkt werden, dass die Tiere 
auf Normal-Diät ein handelsübliches Futter bekommen haben. Dieses war keine optimal auf 
die LPD abgestimmte Kontroll-Diät, so dass sich beide neben dem Proteingehalt auch in 
einigen anderen Komponenten unterschieden haben (so z.B. im Zuckergehalt). 
Nichtsdestotrotz deuten unsere Daten zusammen mit einigen anderen Studien darauf hin, 
dass es das Mismatch zwischen prä- und postnatalen Nährstoff- und 
Wachstumsbedingungen sein könnte, was für die negativen Auswirkungen des 
Developmental Programming verantwortlich ist. Interessanterweise scheint dies auch in der 
entgegengesetzten Richtung der Fall zu sein: Mäuse, deren Mütter während der Trächtigkeit 
auf einer normalen Diät aber nach der Geburt während der Säugephase für drei Wochen auf 
einer LPD gehalten wurden, entwickeln im Erwachsenenalter kleinere Herzen mit 
diastolischer Dysfunktion sowie eine Einschränkungen der körperlichen Leistungsfähigkeit 
(335). Diese Veränderungen scheinen allerdings geschlechtsspezifisch zu sein und betreffen 
weibliche Nachkommen stärker als männliche. In einer anderen Studie wurden männliche 
Ratten ab dem Alter von 4 Wochen für 35 Tage auf eine LPD gesetzt. Diese Tiere entwickeln 
im Erwachsenenalter kleinere Herzen als Kontrollen mit kleineren Kardiomyozyten und einer 
vermehrten Fibrosierung (336). Isolierte Kardiomyozyten aus diesen LPD-Herzen zeigen 
eine eingeschränkte Kontraktilität und ein gestörtes Calcium-Handling. 
  
2.6.7. Geschlechtsspezifische Effekte des Developmental Programming 
Es gibt Hinweise, dass die Folgen einer IUGR und damit die möglichen Effekte eines 
Developmental Programming in beiden Geschlechtern unterschiedlich sind. Beim Menschen 
ist die Situation unklar, da es eine Reihe von widersprüchlichen Studien gibt, die die 
Auswirkungen eines geringen Geburtsgewichts auf den Blutdruck, Cholesterin und 
Triglycerid-Gehalt im Blut oder die Nierenfunktion im Erwachsenenalter untersucht haben 
(337). Dabei konnte oft kein Unterschied zwischen Männern und Frauen gezeigt werden, 
während vereinzelte Daten doch auf geschlechtsspezifische Effekte hindeuten (337). Hierbei 
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sind aber je nach Studie mal Männer oder Frauen stärker betroffen, so dass sich kein 
einheitliches Bild ergibt. In tierexperimentellen Untersuchungen gibt es allerdings sehr wohl 
Hinweise, die unterschiedliche Effekte einer IUGR auf das kardiovaskuläre System in 
männlichen im Vergleich zu weiblichen Nachkommen aufzeigen. Dies ist am besten im 
Rahmen der Entwicklung eines arteriellen Hypertonus nach IUGR erforscht. So führt die 
Induktion einer Plazentainsuffizienz in Ratten zunächst sowohl in männlichen als auch 
weiblichen Nachkommen im Alter von 4 und 8 Wochen zu einem erhöhten Blutdruck im 
Vergleich zu Kontrollen, der im Alter von 12 Wochen aber nur noch in Männchen, nicht 
jedoch in Weibchen nachweisbar ist (338). Ähnlich verhält es sich bei einer pränatalen LPD 
in Ratten: Diese verursacht in adulten männlichen (339) aber nicht in weiblichen (340) 
Nachkommen einen arteriellen Hypertonus. Auch im Herzen zeigen sich IUGR-bedingte 
Unterschiede zwischen den Geschlechtern. So führt eine fetale Hypoxie in Ratten in adulten 
männlichen Nachkommen zu einer linksventrikulären Hypertrophie, die in Weibchen nicht 
beobachtet wurde (232), während die Anfälligkeit des Herzens gegenüber einer 
Ischämie/Reperfusion in beiden Geschlechtern gleich ist (233). Im Gegensatz dazu ist in 
adulten Rattenherzen nach pränataler LPD die Erholung nach Ischämie/Reperfusion lediglich 
in männlichen nicht aber in weiblichen Nachkommen reduziert (207). In Meerschweinchen 
kommt es nach pränataler Kalorienrestriktion im Erwachsenenalter zu einem reduzierten 
Herzgewicht in weiblichen aber nicht in männlichen Nachkommen, während die Morphologie 
des linken Ventrikels ansonsten in beiden Geschlechtern normal ist (210). 
Auch wir haben in unseren eigenen Studien zur pränatalen LPD in Mäusen Unterschiede 
zwischen männlichen und weiblichen Nachkommen bei der Geburt festgestellt. Zum einen 
war das Körpergewicht nur in Weibchen, nicht aber in Männchen im Vergleich zu den 
jeweiligen Kontrollen reduziert. Vor allem aber zeigte sich im Herzen von weiblichen LPD-
Nachkommen eine Vergrößerung der Kardiomyozyten, die in LPD-Männchen nicht 
nachweisbar war. Da das Herzgewicht in LPD- im Vergleich zu Kontroll-Weibchen nicht 
verändert war, stellt sich das bereits mehrfach beschriebene Szenario einer erhöhten 
Kardiomyozytengröße bei normaler Organgröße dar. Dies könnte, wie im Kapitel 2.3.4. 
beschrieben, auf eine kompensatorische Hypertrophie bei verringerter Kardiomyozytenzahl 
hindeuten. Wir haben in unseren bisherigen Studien die Zellzahl in neonatalen LPD- im 
Vergleich zu Kontroll-Herzen nicht direkt bestimmt, so dass die bisherigen Daten nur ein 
indirekter Hinweise sind, der in zukünftigen Untersuchungen bestätigt werden muss. 
Dennoch könnten sie möglicherweise anzeigen, dass weibliche Embryonen und Föten 
gegenüber einer intrauterinen Proteinrestriktion anfälliger sind als männliche. Dies äußert 
sich zum einen in dem reduzierten Geburtsgewicht, zum anderen in der möglicherweise 
reduzierten Kardiomyozytenzahl. Demnach wäre das proliferative Wachstum des 
embryonalen und fetalen Herzens in Weibchen stärker von einer suffizienten Protein- bzw. 
Aminosäure-Versorgung abhängig als in Männchen. Interessanterweise reduziert eine 
mütterliche Hypoxie während der Trächtigkeit in Meerschweinchen die Kardiomyozytenzahl 
im adulten Herzen von weiblichen aber nicht von männlichen Nachkommen (209). Dies 
deutet zusammenfassend darauf hin, dass es geschlechtsspezifische Einflüsse auf die 
Herzentwicklung und das pränatale kardiale Wachstum gibt, die möglicherweise eine 
unterschiedliche Risiko-Stratifizierung von weiblichen und männlichen Nachkommen mit 
geringem Geburtsgewicht nach IUGR erfordern. 
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3. Zusammenfassende Darstellung 
Die intrauterine Entwicklung des embryonalen und fetalen Herzens bestimmt maßgeblich die 
Gesundheit des Kindes bei der Geburt und im weiteren Verlauf des Lebens. Störungen der 
Herzentwicklung können sich im Neugeborenen als angeborene, strukturelle Herzfehler aber 
auch erst im Erwachsenenalter durch eine erhöhte Anfälligkeit für kardiovaskuläre 
Erkrankungen manifestieren. Neben essentiellen morphologischen Meilensteinen der frühen 
Organogenese im Embryo ist es vor allem das myokardiale Wachstum, das über ein normal 
großes und funktionsfähiges Herz bei der Geburt entscheidet. Das embryonale und fetale 
Herz bei Säugern wächst durch die Teilung und Vermehrung von Herzmuskelzellen 
(Kardiomyozyten). Nach der Geburt nimmt deren Proliferationsrate rapide ab und kommt im 
adulten Myokard weitestgehend zum Erliegen. Das postnatale Herz wächst daher vor allem 
durch eine Größenzunahme (Hypertrophie) der bestehenden Zellen, nicht jedoch durch eine 
nennenswerte Neubildung. Dieser postnatale Zellzyklus-Austritt der Kardiomyozyten ist einer 
der Hauptgründe dafür, dass das adulte Herz keine Fähigkeit zur Regeneration besitzt. Er 
hat darüber hinaus Folgen für Kinder, die mit einer kardialen Hypoplasie, also einer 
verringerten Zahl an Kardiomyozyten im Herzen geboren werden. Letzteres kann durch eine 
Behinderung des embryonalen oder fetalen Wachstums bei Erkrankungen, Fehlernährung 
oder Medikamenten-Abusus der Mutter oder bei einer Plazentainsuffizienz bedingt sein. Eine 
solche intrauterine Wachstumsrestriktion führt zu einem geringen Geburtsgewicht, meist in 
Kombination mit einer reduzierten Größe des Herzens. Auch Kinder nach Frühgeburt haben 
wegen des vorzeitigen Abbruchs der intrauterinen Entwicklung eine verringerte Herzgröße. 
Sowohl bei geringem Geburtsgewicht als auch nach Frühgeburt besteht die Gefahr, dass 
Kinder mit einem unvollständigen Satz an Kardiomyozyten zur Welt kommen. Dieser kann 
aufgrund des Zellzyklus-Austritts der Kardiomyozyten nach der Geburt nicht mehr 
ausgeglichen werden und beeinflusst somit die kardiovaskuläre Gesundheit. 
Gegenstand der Forschungsarbeiten dieser Habilitationsschrift ist die Wachstumsplastizität 
des prä- und postnatalen Herzens.  Eine Frage ist dabei, welche Möglichkeiten das Herz im 
Uterus hat, um Gewebeschäden zu reparieren und zellulären Stress zu kompensieren. Die 
Ergebnisse zeigen erstmals eine erstaunliche Regenerationsfähigkeit des embryonalen und 
fetalen Herzens in der Maus. Dieses kann einen Anteil von 50% defekter Zellen zur Halbzeit 
der intrauterinen Entwicklung bis zur Geburt durch eine gesteigerte Proliferation der 
gesunden Kardiomyozyten kompensieren und so ein funktionsfähiges Herz aufbauen. Die 
defekten Zellen werden dabei nicht durch Zelltod eliminiert, sondern aktivieren eine zelluläre 
Stressantwort und eine Reihe protektiver Mechanismen, die ihr Überleben bis in adulte 
Stadien sicherstellen. Dies legt nahe, dass das pränatale Herz durch Anpassung der 
Proliferationsrate in Kardiomyozyten auf Gewebeschäden und Umwelteinflüsse reagieren 
und so bis zur Geburt ein normales Herz generieren kann. Dabei scheinen unreife 
Kardiomyozyten ein Überlebensprogramm aktivieren zu können, das sie vor Zelltod unter 
ungünstigen intrauterinen Bedingungen schützt und so das Fortschreiten der kardialen 
Entwicklung und das Überleben des Embryos sichert. Diese zellulären Schutzmechanismen 
gehen im postnatalen Herzen im Verlauf der terminalen Differenzierung von Kardiomyozyten 
möglicherweise verloren, was deren hohe Anfälligkeit gegenüber Stress bedingt. 
Darüber hinaus beschäftigen sich die dargestellten Arbeiten mit der Frage, wie das 
embryonale und fetale Herz Phasen von ungünstigen intrauterinen Wachstumsbedingungen 
überbrückt und wie letztere die Proliferation der Kardiomyozyten und damit deren Zahl und 
die Herzgröße bei der Geburt beeinflussen. Dabei konnte mit dem mTORC1 (mechanistic 
target of rapamycin complex 1) Signalweg, einem Aktivator der Proteinbiosynthese, ein 
molekularer Mechanismus identifiziert werden, der das intrauterine Wachstum des Fötus 
allgemein und das des Herzens im Speziellen reguliert. Die Inhibierung von mTORC1 im 
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letzten Viertel der Trächtigkeit der Maus führt zu kleineren Herzen bei der Geburt, vor allem 
aufgrund einer verringerten Größe nicht aber Zellzyklus-Aktivität der Kardiomyozyten. Bis ins 
Erwachsenenalter normalisiert sich die Herzgröße dieser Tiere weitgehend, wobei die 
Kardiomyozytenzahl reduziert ist. Während in neonatalen Mäusen nach pränataler 
mTORC1-Inhibierung eine leichte Einschränkung der Herzfunktion besteht, ist diese im 
Erwachsenenalter nicht mehr nachweisbar. Eine Reduktion der Proteinmenge in der 
mütterlichen Ernährung während der Trächtigkeit hat im Gegensatz zur mTORC1-
Inhibierung nur milde Auswirkungen auf das Herz von neugeborenen Mäusen, wobei es 
Hinweise auf eine Reduktion der Kardiomyozytenzahl gibt. Wird eine intrauterine 
Proteinrestriktion nach der Geburt bis ins Erwachsenenalter aufrechterhalten, so entwickeln 
sich normal große Herzen mit einer günstigen Gewebearchitektur: die Größe der 
Kardiomyozyten ist verringert und ihre Zahl tendenziell erhöht, die Kapillardichte nimmt zu 
und die myokardiale Fibrosierung ab. Insgesamt zeigen die Ergebnisse, dass ungünstige 
intrauterine Wachstumsbedingungen das Herzgewicht, die Kardiomyozytengröße und 
möglicherweise auch deren Zahl bei der Geburt beeinflussen. Trotzdem kann bis ins 
Erwachsenenalter ein normal großes und funktionsfähiges Herz aufgebaut werden, wobei 
eine dauerhafte Proteinrestriktion in der Ernährung günstige Auswirkungen auf die Gewebe-
Homöostase des Myokards haben könnte. 
Schließlich ist eine Frage dieser Habilitationsschrift, wie das Herz ein bei der Geburt 
bestehendes Kardiomyozyten-Defizit im weiteren Verlauf des Lebens kompensieren kann 
und welchen Einfluss dies auf die Funktion und die Stressanfälligkeit im Erwachsenenalter 
hat. Hierbei zeigte sich in der Maus, dass eine Reduktion der Kardiomyozytenzahl bei der 
Geburt durch ein kompensatorisch gesteigertes Größenwachstum der Zellen ausgeglichen 
werden kann, so dass ein normal großes und voll funktionsfähiges adultes Herz entsteht. 
Werden diese Herzen einer kardialen Belastung ausgesetzt, so kann durch eine 
überproportionale Hypertrophie der Kardiomyozyten eine normale Funktion und Kontraktilität 
aufrechterhalten werden. Unter Druckbelastung des linken Ventrikels entwickelt das 
hypoplastische Herz durch die Anpassung der Kardiomyozytengröße sogar eine bessere 
Funktion als normale Herzen und kann Anzeichen einer Herzinsuffizienz verhindern. Diese 
Ergebnisse legen nahe, dass die Plastizität der Kardiomyozytengröße ein wichtiger 
Regulator ist, mit dem das hypoplastische Herz im Verlauf des Lebens sowohl unter Basal- 
als auch unter Stressbedingungen eine normale Funktion aufrechterhalten kann. Demnach 
könnten Einflüsse, die das postnatale Wachstum der Kardiomyozyten verändern, wie 
Ernährung oder Medikamente, die Kompensationsfähigkeit des Herzen nach neonataler 
Hypoplasie einschränken. Dies wiederum würde die Stressanfälligkeit im adulten Herzen 
beeinflussen und somit im Sinne des „Developmental Programming“ zu einem erhöhten 
Risiko für kardiovaskuläre Erkrankungen nach intrauteriner Entwicklungsstörung führen. 
Ein gesunder Start ins Leben erfordert ein normal großes, strukturell intaktes und voll 
funktionstüchtiges Herz bei der Geburt. Die Wachstumsplastizität sowohl des prä- als auch 
postnatalen Herzens spielt dabei eine entscheidende Rolle zur Sicherstellung der 
kardiovaskulären Gesundheit in allen Altersstufen. 
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4. Publikationen und Darstellung der eigenen Arbeiten 
 
4.1. Regeneration des embryonalen und fetalen Herzens in der Maus 
Um die Regenerationsfähigkeit des pränatalen Herzens untersuchen zu können, haben wir 
ein neuartiges Mausmodell entwickelt, das auf dem herzspezifischen Knockout (KO) des 
Holocytochrom c Synthase (Hccs) Gens beruht. Hccs kodiert für ein Enzym, das für die 
Synthese von Cytochrom c, einem wichtigen Elektronentransporter der mitochondrialen 
Atmungskette, essentiell ist (341). Durch die Inaktivierung von Hccs kommt es zum Fehlen 
von Cytochrom c und damit zu einem Abbruch des Elektronentransports zwischen den 
Atmungsketten-Komplexen III und IV. Dies wiederum führt zu einer mitochondrialen 
Dysfunktion, die mit einer verminderten Synthese von ATP und einer vermehrten Bildung von 
reaktiven Sauerstoffverbindungen und damit oxidativem Stress verbunden ist (119). Das 
Hccs-Gen liegt auf dem X-Chromosom und ist damit der zufälligen X-chromosomalen 
Inaktivierung in weiblichen Zellen unterworfen. Auf diese Weise entsteht im embryonalen 
Herzen von heterozygoten Hccs-KO-Weibchen (im weiteren Verlauf als „cardiac“ cHccs+/- 
bezeichnet) ein Gewebemosaik aus Kardiomyozyten mit einem Defekt in der mitochondrialen 
Atmungskette und gesunden Zellen im Verhältnis 50:50 (siehe Abbildung 4). 
Interessanterweise wird das ventrikuläre Myokard von cHccs+/- Mäusen bei der Geburt zu 
90% aus gesunden und nur noch zu 10% aus defekten Kardiomyozyten aufgebaut. Diese 
Regeneration des embryonalen und fetalen Herzens wird durch eine kompensatorisch 
gesteigerte Proliferationsrate in den gesunden Zellen gewährleistet, während defekte Zellen 
eine verminderte Teilungsrate zeigen (Abbildung 4). Während die Population gesunder 
Zellen bis zur Geburt also ein voll funktionsfähiges Herz entwickeln kann, tragen defekte 
Kardiomyozyten kaum zum Aufbau des Myokards bei.  
Die Bildung des Herzens aus nur 50% der entwicklungsbiologisch dafür vorgesehenen 
Zellen bleibt jedoch im weiteren Verlauf des Lebens nicht gänzlich ohne Folgen für cHccs+/- 
Mäuse. Der Großteil (85%) der Tiere zeigt bis zum Alter von 12 Monaten keinerlei 
Auffälligkeiten: das Herz ist morphologisch und auch histologisch nicht von Kontrolltieren zu 
unterscheiden, die Herzfunktion und Kontraktilität in der Echokardiographie sind unauffällig, 
die intrakardiale Hämodynamik und ventrikuläre Druckverhältnisse (bestimmt mit Hilfe von 
Katheter-basierten Druckmessungen im linken Ventrikel) sowie das Elektrokardiogramm 
(EKG) sind normal. Ein kleiner Teil (15%) der cHccs+/- Weibchen entwickelt jedoch ab dem 
Alter von 9 Monaten unterschiedliche morphologische Veränderungen des Herzens, die 
phänotypisch variabel sind und sowohl dilatativen, hypertrophen oder rein 
rechtsventrikulären Kardiomyopathie-Formen ähneln. Dazu kommt es bei diesen Tieren im 
EKG vermehrt zu Störungen der Erregungsausbreitung im Myokard, was sich vor allem in 
AV- und Schenkel-Blockierungen äußert. Unter den betroffenen cHccs+/- Tieren treten 
darüber hinaus vereinzelt vorzeitige Todesfällen auf, die möglicherweise durch eine 
Kombination aus Herzinsuffizienz und fatalen Arrhythmien ausgelöst werden. 
Zusammenfassend wurde mit dieser Studie zum ersten Mal die Regenerationsfähigkeit des 
embryonalen und fetalen Herzens im Tierexperiment demonstriert, auch wenn diese in 
wenigen Einzelfällen negative Konsequenzen für die Herzfunktion im Alter haben kann. 
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SUMMARY

Energy generation by mitochondrial respiration is an
absolute requirement for cardiac function. Here, we
used a heart-specific conditional knockout approach
to inactivate the X-linked gene encoding Holocyto-
chrome c synthase (Hccs), an enzyme responsible
for activation of respiratory cytochromes c and c1.
Heterozygous knockout female mice were thus mo-
saic for Hccs function due to random X chromosome
inactivation. In contrast to midgestational lethality
of Hccs knockout males, heterozygous females ap-
peared normal after birth. Analyses of heterozygous
embryos revealed the expected 50:50 ratio of Hccs
deficient to normal cardiac cells at midgestation;
however, diseased tissue contributed progressively
less over time and by birth represented only 10% of
cardiac tissue volume. This change is accounted
for by increased proliferation of remaining healthy
cardiac cells resulting in a fully functional heart.
These data reveal an impressive regenerative capac-
ity of the fetal heart that can compensate for an effec-
tive loss of 50% of cardiac tissue.

INTRODUCTION

Mitochondrial disorders are one of the leading causes of fatal

early onset cardiomyopathies (Marin-Garcia et al., 2000), al-

though there is convincing evidence that mitochondrial pathol-

ogy also contributes to cardiac failure in the aging heart

(Marin-Garcia et al., 2001). Both the nuclear and mitochondrial

genomes encode proteins that function within the mitochondrial

respiratory chain, and mutations in either genome have been as-

sociated with various cardiac phenotypes (Smeitink et al., 2001).

For example, defects in proteins required for the assembly of hu-

man complex IV (cytochrome oxidase or COX) are associated
Develop
with infantile cardiomyopathies that are characterized by sudden

neonatal death (Antonicka et al., 2003; Papadopoulou et al.,

1999). In mice, the disruption of the heart/muscle isoform of

the adenine nucleotide translocator (Ant1) that is responsible

for the exchange of ADP and ATP across the inner mitochondrial

membrane leads to cardiomyopathy with dramatic mitochon-

drial proliferation (Graham et al., 1997). In addition, heart-

specific disruption of the nuclear-encoded mitochondrial

transcription factor A (Tfam), which is responsible for replication

and transcription of the mitochondrial genome, results in cardio-

myopathy and premature death (Wang et al., 1999).

Crucial components for normal function of the mitochondrial

respiratory chain are the two related electron transporters

cytochromes c and c1: cytochrome c1 (an integral component

of complex III) transferring electrons from ubiquinol to cyto-

chrome c; cytochrome c in turn transferring electrons from com-

plex III to complex IV (Smeitink et al., 2001). In mammals, both

precursor apocytochromes are converted to their active holoen-

zymes by the covalent attachment of a heme moiety by the heme

lyase Holocytochrome c synthase (Hccs) (Bernard et al., 2003;

Schwarz and Cox, 2002).

In mice and humans, the Hccs/HCCS gene is located on the

X chromosome and is subject to X chromosome inactivation,

a highly conserved process in mammals that leads to transcrip-

tional silencing of one of the two X chromosomes in all female so-

matic cells during early embryonic development. This is thought

to have evolved as a means to compensate for the difference in

dosage of X-linked genes between the sexes (Avner and Heard,

2001). Once inactivation is established, this state is maintained

through successivecell divisions such that all females canbe con-

sidered cellular mosaics. Thus, the pattern of X inactivation is

widely believed to be a major determinant of phenotypic outcome

in females heterozygous for X-linked mutations (Lyon, 2002).

Using X-linked reporter transgenes in conjunction with heart-

specific inactivation of the X-linked Hccs gene in female mice,

we describe a remarkable regenerative capacity of the post-

midgestation heart, at a time after X inactivation has been com-

pleted and all major cardiac cell types and structures are in
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Figure 1. Generation of Mice Carrying a Floxed Hccs Allele and in cis Reporter Genes

(A) The ‘‘floxed’’ Hccs allele with two integrated loxP sites (green triangles) is shown. Relative positions of exons (pink boxes) and relevant primers (arrows) are

indicated.

(B) Cre-mediated excision in the heart is confirmed by PCR on genomic DNA prepared from hearts of heterozygous Hccs KO females (\�/+). Primers mHccs#23

and #24 [see (A)] amplify a 380 bp wild-type product and an additional 450 bp product if the 50 loxP site is present (upper panel). Primers mHccs 21 and 24 amplify

a 470 bp product if Cre excision has occurred (lower panel).

(C) To aid detection of Hccs-deficient cells, a mouse line carrying the floxed Hccs allele and two X-linked reporter genes (lacZ and EGFP) in cis was generated by

selection of appropriate meiotic recombinants (red cross) appearing in the F2 generation.
place. This previously unrecognized capacity of the embryonic

heart is mediated by hyperproliferation of healthy cardiac cells

in the presence of damaged cells and can effectively compen-

sate for loss of at least 50% of diseased tissue to ensure the for-

mation of a fully functional heart by birth.

RESULTS

Heart Conditional Inactivation of Hccs in Mice
A previous conventional knockout (KO) of Hccs in mice was

found to be deleterious for male ES cell survival (Prakash et al.,

2002). Similarly, inactivation of murine cytochrome c also re-

sulted in early embryonic lethality (Li et al., 2000). We therefore

employed a heart-conditional KO approach using the Cre/loxP

recombination system (Figure 1A). We positioned one of the

loxP recognition sequences and the neomycin-resistance

(NeoR) selection marker 30 of the Hccs transcription unit, while

the second loxP site was inserted within intron 4. Upon Cre ex-

pression, the final three exons (out of seven) of this targeted, or

‘‘floxed,’’ Hccs allele are excised (Figure 1A). This excision event
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produces a null allele, since these three exons encode the cata-

lytic domain (Schaefer et al., 1996; Schwarz and Cox, 2002). To

ensure inactivation of the targeted allele in the developing heart,

we bred the floxed Hccs mice to a transgenic mouse line in which

the Cre open reading frame had been introduced with an internal

ribosome entry site (IRES) immediately 30 of the endogenous

Nkx2.5 gene (Stanley et al., 2002). Correct excision of the floxed

Hccs allele in offspring was confirmed by both PCR analysis on

genomic DNA prepared from hearts (Figure 1B) as well as by

western blot analyses showing reduced Hccs and cytochrome

c amounts in KO hearts (Figure 3A).

Midgestational Lethality for Hemizygous Hccs KO Males
Analyses of embryos at midgestational stages have shown that

the majority (�75%) of hemizygous Hccs knockout males as

well as homozygous females die in utero between 10.5 and

12.5 dpc although a small number survive up to 14.5 dpc. Hearts

from male embryos deficient in Hccs were morphologically nor-

mal at 10.5 and 12.5 dpc when compared to controls (see

Figures S1A and S1B available online), indicating that early
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Figure 2. Cellular and Ultrastructural

Changes in Hearts of Hemizygous Male

and Heterozygous Female Hccs KO

Embryos

(A) Cardiac cells in the ventricular compact zone of

Hccs KO male hearts (13.5 dpc) appear densely

packed with a fine granular material (arrowheads),

while cardiomyocytes in the trabecular zone do

not show typical elongation and cross-striation

(arrows) (H&E stain, magnification 403).

(B) Periodic acid-Schiff (PAS) stain revealed that

cardiac cells in male KO hearts (13.5 dpc) show

significantly less staining, suggesting decreased

glycogen content. (Magnification 603.)

(C) Mitochondria within cardiac cells of 13.5 dpc

male KO hearts are dramatically enlarged and

show disruption of internal cristae structure as

well as inclusions containing electron dense gran-

ules (arrows). (Transmission electron microscopy,

bar 1 mm.)

(D) Cardiac cells in 13.5 dpc male KO hearts con-

tain enlarged and deformed mitochondria (white

arrows) compared to control mitochondria (black

arrows). Sarcomere structures appear randomly

spread throughout the cytoplasm in KO hearts

compared to the organized sarcomeres seen in

controls (arrowheads). In heterozygous Hccs KO

female hearts, cells containing normal (black ar-

rows) and abnormal (white arrows) mitochondria

are present. Normal sarcomere maturation (arrow-

heads) is only apparent in those cells with normal

mitochondrial morphology. (Transmission elec-

tron microscopy, bar 2 mm.)
patterning of the cardiac compartments is not affected. How-

ever, histological analyses at 13.5 dpc showed that toward the

ventricular lumen, the degree of cardiomyocyte differentiation

assessed by visible sarcomere structures and cellular elongation

appears to be significantly lower in male KO hearts compared to

controls (Figure 2A). Furthermore, an accumulation of a fine

granular material is seen in the cytoplasm of cells from both

the ventricular compact zone as well as atria in male KOs com-

pared to the vacuolated appearance of these cells in control

hearts (Figure 2A). Although these granules share some similar-

ities with glycogen in transmission electron microscopy (TEM)

analyses, histological examinations revealed that KO hearts ac-

tually store less glycogen (Figure 2B). By TEM, it is also evident

that, at 13.5 dpc, most mitochondria within cardiomyocytes of

Hccs-deficient male embryos are massively enlarged and de-

formed, with internal disorganization of the cristae (Figure 2C).

These TEM analyses also support the observation that cardio-

myocytes in affected male hearts have less mature sarcomere

organization and shorter, randomly arranged muscle fibrils and

therefore appear less differentiated (Figure 2D).

The amount of Hccs protein, and concomitantly cytochrome c,

is markedly reduced in the hearts of 12.5 dpc male KO embryos

(Figure 3A). This reduction is highly specific for Hccs and cyto-

chrome c since the levels of various respiratory complex

subunits, including core 2 subunit of complex III, and other mito-

chondrial proteins were normal (Figure 3C). Consistent with this,

respiratory chain assays conducted on individual embryonic

hearts clearly demonstrate that 12.5 dpc and 14.5 dpc Hccs
Develop
KO male embryonic hearts show�10% of the complex III activity

of sex- and stage-matched controls (Figure 3D).

Heterozygous Hccs KO Females Survive to Birth
Heterozygous Hccs KO females were expected to exhibit a mo-

saic cardiac tissue with roughly 50% of cells being Hccs defi-

cient due to the random nature of X chromosome inactivation.

Surprisingly, no embryonic lethality was observed in heterozy-

gous Hccs KO females and histological analyses of cardiac

tissue from newborn as well as 8-week-old mice revealed few

cellular changes (see below) and no major pathology within the

myocardium. Consistent with this, the protein levels of Hccs,

cytochrome c, and subunits of the different respiratory chain

complexes within adult hearts were normal (data not shown). Re-

spiratory chain assays performed on 8-week-old heterozygous

Hccs female hearts supported the molecular and histological

analyses, showing normal levels of complex III activity (Figure 3D).

To further investigate these surprising results, we analyzed

heterozygous Hccs KO female hearts at different embryonic

stages. In contrast to the findings in adult females, 12.5 dpc

and 14.5 dpc embryonic female hearts showed decreased com-

plex III activity (�50% of control hearts) (Figure 3D) in line with

that expected for random X chromosome inactivation. This sig-

nificantly reduced level of complex III activity was supported

by the specific decrease in cardiac Hccs and cytochrome c

protein amounts at 12.5 dpc when compared to stage- and

sex-matched controls (Figures 3A and 3B). Furthermore, TEM

analyses of heterozygous KO female hearts at 13.5 dpc
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Figure 3. Respiratory Chain Defects in

Hearts of Hemizygous Hccs KO Male and

Heterozygous Female Embryos

(A) Western blot analyses confirm the absence of

Hccs and cytochrome c protein in Hccs KO male

embryonic hearts (12.5 dpc) and reduced protein

amounts in heterozygous females.

(B) Hearts of 12.5 dpc heterozygous Hccs KO

female embryos (n = 5) contain �50% of the level

of Hccs and �60% of cytochrome c protein com-

pared to that of controls (n = 4). **p < 0.01, ***p <

0.005 versus controls.

(C) Protein levels of single subunits of the different

complexes making up the respiratory chain are

normal in hemizygous Hccs KO male and hetero-

zygous female embryos (12.5 dpc).

(D) Hearts of 12.5 dpc (n = 5) and 14.5 dpc (n = 3)

male Hccs KO embryos show only�10% of the re-

spiratory chain complex III (CoIII) activity of con-

trols (12.5 dpc, n = 4; 14.5 dpc, n = 5). In hearts

of 12.5 dpc (n = 11) and 14.5 dpc (n = 10) hetero-

zygous KO female embryos CoIII activity is also

significantly reduced (�43% at 12.5 dpc and

�56% at 14.5 dpc) compared to controls

(12.5 dpc, n = 10; 14.5 dpc, n = 6). No difference

in CoIII activity is seen in hearts of 8-week-old het-

erozygous KO females (n = 9) compared to con-

trols (n = 9). *p < 0.05, ***p < 0.005 versus controls.

(E) In 13.5 dpc heterozygous female embryos car-

rying the Hccs KO and the EGFP reporter gene in

cis, the GFP-positive cardiomyocytes of the ven-

tricular trabeculation zone lack cytochrome c as

a consequence of Hccs deficiency (see arrows).

(Confocal image, scale bar 50 mm.)
confirmed the presence of enlarged and disorganized mitochon-

dria similar to those seen in male KO hearts (Figure 2D). These

irregular mitochondria were seen only in a subset of cardiac

cells, while other cells contained normal mitochondria. Taken to-

gether, these findings clearly indicate that Hccs-deficient tissue

is abundant in heterozygous female hearts at midgestation, yet

remarkably by birth there is no readily observable cardiac pheno-

type.

Cardiac Regeneration during Heart Development
To determine the profile of X chromosome inactivation in hetero-

zygous Hccs knockout females and to study the position and

fate of Hccs-deficient cells within their hearts, we utilized

a dual X-linked transgenic reporter system. A mouse strain

(called D4X) was used that carries the enhanced Green Fluores-

cent Protein (EGFP) and b-galactosidase (lacZ) reporter genes

independently integrated in cis onto the X chromosome. Impor-

tantly, both reporter genes have been shown to be subject to

X chromosome inactivation and, as such, are undetectable in

cells when the X chromosome harboring the reporter genes is in-

activated (Tan et al., 1993; Hadjantonakis et al., 2001). Our floxed

Hccs mice and the D4X line were bred and a recombinant mouse

line established in which both reporter genes were located in cis

with the floxed Hccs allele (Figure 1C). Following mating with the

Nkx2.5-Cre mice, detection of either reporter gene could be used

to quantitatively assess the amount of Hccs-deficient tissue in

the hearts of heterozygous KO females at any stage of fetal de-

velopment. Female embryos heterozygous for the reporter
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genes but without the Hccs KO served as controls. Coimmunos-

taining for GFP and cytochrome c in heterozygous Hccs KO

female embryos clearly showed that reporter positive cells in

ventricular as well as atrial myocardium lack cytochrome c as

a consequence of Hccs deficiency (Figure 3E and Figure S2A),

demonstrating the feasibility of this approach. These data also

rule out the possibility that the healthy X chromosome is reacti-

vated in reporter positive cells.

Stereological assessment using b-galactosidase-stained tis-

sue sections confirmed a dramatic decrease in the proportion

of Hccs-deficient tissue after midgestation (Figure 4A). At stage

10.5 dpc, the expected 50:50 distribution of normal versus Hccs-

deficient tissue in the ventricles and atria of heterozygous Hccs

KO female embryos is evident (Figure 4C). However, the relative

volume of Hccs-deficient tissue starts to decline by 12.5 dpc,

making up �42% of heart tissue in the developing ventricles

(47% in the atria). By 16.5 dpc, this proportion has decreased

markedly to �18% (�19% in the atria), with a further decline to

�10% (�17% in the atria) prior to birth (Figure 4C). In control

hearts, the ratio of lacZ-positive to lacZ-negative tissue stayed

at roughly 50:50 throughout fetal development (Figure 4C). Nota-

bly, the absolute volume of Hccs-deficient tissue in heterozy-

gous KO female hearts remains relatively constant throughout

heart development, and thus the change in proportion of af-

fected tissue can be accounted for by an increase in the volume

of healthy tissue (Figure 4D).

Detection of Hccs-deficient cardiomyocytes in 12.5 and

13.5 dpc hearts of heterozygous Hccs KO females revealed
vier Inc.
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Figure 4. Reduction of Hccs-Deficient Tissue in Heterozygous Hccs KO Females during Embryonic Development

(A) In heterozygous females carrying the Hccs KO and a lacZ reporter gene in cis (\�lacZ/+), the proportion of lacZ-positive and therefore Hccs-deficient tissue in

the heart is reduced during embryonic development in contrast to control females heterozygous for the lacZ reporter but wild-type for Hccs (\ +lacZ/+). LV = left

ventricle, RV = right ventricle, LA = left atrium, RA = right atrium (magnification upper panels, 103, middle; and lower panels, 43).

(B) Higher magnification of the interventricular septum (IVS) of 19.5 dpc hearts showing strong lacZ staining toward the heart base and within the membranous

part of the IVS in KO hearts (arrow). (Magnification, 103.)

(C) Stereological analyses showing the percentage of lacZ-positive tissue within hearts of female controls (+lacZ/+) (10.5 dpc, n = 8; 12.5 dpc, n = 8; 16.5 dpc, n = 4;

19.5 dpc, n = 5) and heterozygous Hccs KO females (�lacZ/+) (10.5 dpc, n = 3; 12.5 dpc, n = 8; 16.5 dpc, n = 10; 19.5 dpc, n = 9) during embryonic development.

(D) Stereological analyses of heterozygous Hccs KO females show that the absolute volume (in mm3) of lacZ-positive and therefore Hccs-deficient tissue is con-

stant within the heart throughout embryonic development but the volume of normal tissue is dramatically increased.
that they are localized predominantly within the trabeculated

myocardium, while the ventricular compact zone is almost free

of Hccs-deficient cells (Figure 4A and Figure S2B). Furthermore,

Hccs-deficient cardiomyocytes appear small and round when

codetected by immunofluorescence staining for GFP and Tropo-

nin T compared to the elongated and cross-striated cardiomyo-

cytes in control hearts (Figure S2B).

Despite the regenerative response of the healthy tissue in

heterozygous Hccs KO females, a considerable proportion of
Develop
lacZ-positive (Hccs-deficient) cells is still present within the

hearts at birth. Detailed histological analyses revealed that these

cells are consistently found among cardiomyocytes within the

interventricular septum (Hccs-deficient cells making up �30%

of the IVS and are particularly found toward the heart base

and within the membranous part) (Figure 4B) and in the atrioven-

tricular as well as aortic and pulmonary valves (data not shown).

Within the myocardium of neonatal hearts from heterozygous

Hccs KO females, a significant proportion of reporter-positive
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cells are indeed cardiomyocytes, evident by positive immunos-

taining for a-sarcomeric actinin (Figure S4A).

Compensatory Increase in Proliferation of Healthy
Cardiac Cells Mediates Regeneration
The stereological data, which have been used to determine the

changes in tissue volume, are supported by the evaluation of

cell numbers showing a significant reduction in the proportion

of b-galactosidase-positive cells in heterozygous Hccs KO

female hearts from 46% (at 11.5 dpc) to 29% (at 13.5 dpc) ac-

companied by an increase in b-galactosidase-negative cells

from 54% (at 11.5 dpc) to 71% (at 13.5 dpc) (Figure S3A).

Furthermore, calculation of absolute cell numbers within the ven-

tricular myocardium of 11.5 and 13.5 dpc hearts revealed that in

heterozygous Hccs KO females, the b-galactosidase-positive cell

number increased only by 1.39-fold compared to a 2.70-fold in-

crease in the number of b-galactosidase-negative cells and

a 2.17-fold increase in control cells (Figure S3B). These data

indicate that Hccs-deficient cells are still able to slowly replicate,

yet this rate is insufficient to significantly increase the total volume

of Hccs-deficient tissue during the remainder of development.

With respect to the mechanism responsible for the propor-

tional reduction of Hccs-deficient tissue in heterozygous KO

female embryos, we considered either the active elimination of

Hccs-deficient cells by apoptosis or compensatory proliferation

of the healthy cell population in response to the reduced prolifer-

ative capacity of the Hccs-deficient cells. However, detection of

apoptotic cells by both TUNEL-assays and immunofluorescence

staining for cleaved caspase-3 did not reveal any increase in ap-

optosis in either hemizygous Hccs KO male embryonic hearts or

heterozygous Hccs KO females at 11.5 as well as 13.5 dpc when

compared to controls (data not shown). Therefore, to evaluate

proliferation rates in embryonic hearts, bromodeoxyuridine

(BrdU) incorporation assays to detect cells in S-phase, as well

as immunofluorescence detection of mitotic cells using an anti-

body against Phosphohistone H3 (PHH3), were performed. Initial

costaining experiments of PHH3 and a-sarcomeric actinin al-

lowed the discrimination of mitotic cells within the epicardium,

myocardium, and endocardium (Figure S5A). In 11.5 dpc em-

bryos, the overall level of myocardial cell proliferation in hetero-

zygous Hccs KO female embryos tended to be slightly higher

than in controls, although this did not reach statistical signifi-

cance (Figure 5A). However, when distinguishing the number

of mitotic cells by PHH3 staining in b-galactosidase-positive ver-

sus -negative cells, a significantly reduced level of proliferation in

the b-galactosidase-positive (Hccs-deficient) cell population

and a significant increase in proliferation in the healthy b-galac-

tosidase-negative cells were apparent in heterozygous Hccs

KO females compared to controls (Figure 5B). Consistent with

these data, an �45% reduction of proliferation was observed

in 11.5 dpc hemizygous KO male hearts (Figure 5A and

Figure S5B). Importantly, the majority of mitotic (PHH3-positive)

cells in the ventricular myocardium of 11.5 dpc heterozygous

Hccs KO females are indeed cardiomyocytes (Figure 5C).

PHH3 staining in 13.5 dpc embryos also revealed similar results,

showing a significantly increased proliferation rate of the healthy

cardiac cell population in heterozygous Hccs KO females com-

pared to controls (Figures S6A and S6B). Again, the vast majority

of these mitotic cells were cardiomyocytes (Figures S6C and
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S6E), with only few PHH3-positive cells being positive for the

mesenchymal marker vimentin (Figure S6D).

To further analyze proliferation, BrdU incorporation in myocar-

dial cells was evaluated by immunofluorescence staining in

13.5 dpc embryos. These results show an �27% increase in

the number of proliferating myocardial cells in heterozygous

Hccs KO females compared to controls (Figure 5D). Codetection

of BrdU and b-galactosidase confirmed that this overall increase

is mediated by the healthy, b-galactosidase-negative cell popu-

lation while proliferation of Hccs-deficient cells is significantly

reduced (Figures 5D and 5E). No significant difference in the rel-

ative ratio of proliferation between the left and right ventricle was

observed when comparing heterozygous Hccs KO females and

controls (data not shown), suggesting that the left and right ven-

tricle have a similar regenerative capacity.

To evaluate which cell types contribute to the proliferative re-

sponse of the myocardium, we costained 13.5 dpc hearts for

BrdU and MEF2, a nuclear marker for cardiomyogenic cells.

These data revealed that 83% of BrdU-positive cells are MEF2

positive (Figures 5F and 5G). Consistent with this, costaining of

BrdU with vimentin, a marker for mesenchymal cells including

fibroblasts, epicardial as well as endocardial cells showed that

12% of BrdU-positive cells are nonmyogenic (Figure 5G and

Figure S6F). The remaining �5% of proliferating cells might

be cells of the developing vasculature or early cardiac progeni-

tors that do not yet express MEF2. Interestingly, there was no

difference in the percentage of MEF2- or vimentin-positive pro-

liferating cells between heterozygous females and controls

(Figure 5G), suggesting that all cardiac cell types contribute to

the regenerative response to maintain a normal overall cellular

composition of the myocardium. In summary, these results con-

firm that the post-midgestational reduction of Hccs-deficient

cells in heterozygous Hccs KO females does not occur by active

elimination of disease cells but rather represents a regenerative

response mediated by an increased proliferation rate of the

healthy cardiac cell population.

Cardiomyopathies in a Subset of Heterozygous Hccs KO
Females with Age
Although the vast majority of heterozygous Hccs KO female mice

appeared healthy throughout their lifetime, approximately 13%

(n = 7 out of 54 versus n = 0 out of 30 controls, p < 0.05) died pre-

maturely between the ages of 9 and 15 months and these ex-

hibited a range of cardiac phenotypes, with variable degrees of

dilated cardiomyopathy (DCM, n = 4) as the most common find-

ing (Figures 6A, 6C, and 6E). Strikingly, some cases presented

with a phenotype more closely resembling a hypertrophic car-

diomyopathy (HCM, n = 2) (Figure 6D) or an isolated right ventric-

ular dilation (n = 1) (Figure 6F). This variability in cardiac pheno-

type in heterozygous Hccs KO females was marked and could

range from completely normal (Figure 6B) to DCM and sudden

cardiac death within the same litter. Histological analyses of

the most severely affected DCM hearts showed left and right

ventricular as well as atrial dilation including atrial thrombi

(Figure 6C), hypertrophic cardiomyocytes, and interstitial fibrosis

(Figure 6G). Hearts with a more HCM-like phenotype showed

mainly left ventricular wall thickening (Figure 6D) and cardiomyo-

cyte hypertrophy but less fibrosis compared to the DCM hearts

(data not shown).
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Figure 5. Increased Proliferation of Healthy Cardiac Cells in Heterozygous Hccs KO Female Embryos

(A) Proliferation of myocardial cells in hemizygous Hccs KO male embryos (n = 3) is significantly reduced by �45% compared to controls (n = 4).

(B) Proliferation of b-galactosidase-positive (Hccs-deficient) cells is reduced in the myocardium of 11.5 dpc heterozygous Hccs KO female embryos (n = 4)

compared to controls (n = 4) as assessed by PHH3 immunostaining. In contrast, proliferation of healthy b-galactosidase-negative cells is increased.

(C) The majority of mitotic (PHH3-positive) cells in the myocardium of heterozygous Hccs KO female embryos at 11.5 dpc are cardiomyocytes (evident as

Troponin T-positive cells) compared to few nonmyogenic cells in the endocardium (arrowhead) or epicardium (asterisk). (Confocal image, scale bar 50 mm.)

(D) Incorporation of BrdU in 13.5 dpc embryos revealed a significant increase of overall proliferation of myocardial cells in heterozygous Hccs KO females (n = 3)

compared to controls (n = 3), which can be attributed to an �27% increase in proliferation of the healthy, b-galactosidase-negative cell population while prolif-

eration of Hccs-deficient cells (b-Gal positive) is reduced.

(E) Few b-galactosidase-positive (Hccs-deficient) cells in the interventricular septum show incorporation of BrdU (appearing as yellow nuclei) in 13.5 dpc hetero-

zygous Hccs KO females (arrows) compared to controls. (Magnification 203.)

(F) The vast majority of BrdU-positive cells in the ventricular myocardium of 13.5 dpc heterozygous Hccs KO female embryos is positive for MEF2. Only few pro-

liferating MEF2-negative epicardial (arrowheads), endocardial (arrows), or myocardial (asterisk) cells are observed. (E = erythrocytes; magnification, 603.)

(G) The percentage of cardiomyogenic and nonmyogenic cells that contribute to the proliferating cell population in the ventricular myocardium is not different in

13.5 dpc heterozygous Hccs KO (n = 3) female embryos compared to controls (n = 3).
In contrast to the findings in 1-year-old mice, histological anal-

yses of heterozygous Hccs KO female mice at 8 weeks of age

(n = 20) revealed no major cardiac pathology and normal heart
Develop
weight to body weight ratios (data not shown). However, spo-

radic pale and granulated cells resembling degenerated cardio-

myocytes were often found within the ventricular myocardium
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Figure 6. Cardiac Changes within Hearts

of Heterozygous Hccs KO Females at

Adulthood

(A–F) A variety of cardiac phenotypes were ob-

served in a proportion of heterozygous Hccs KO fe-

males at �1 yr of age, including dramatic cardiac

enlargement (A), biventricular dilated cardiomyop-

athy (DCM) (C) with atrial thrombus (arrow in C),

mild hypertrophic cardiomyopathy (HCM) (D), mild

dilated cardiomyopathy (E) and isolated right ven-

tricular dilation (F). [Magnification in (B–F), 2.53.]

(G) Heterozygous Hccs KO female hearts exhibit-

ing DCM show cardiomyocyte hypertrophy and in-

terstitial fibrosis within the left ventricle (Masson’s

trichrome stain; magnification, 403).

(H) Degenerated, pale cardiomyocytes (arrows)

are visible within the left ventricle of 8-week-old

heterozygous Hccs KO females (H&E stain; magni-

fication, 40x).

(I) Whole-mount lacZ staining of a control (+lacZ/+)

and a heterozygous Hccs KO (�lacZ/+) female heart

(8 weeks) shows almost no staining within the ven-

tricles and atria of the KO heart, while the control

shows patchy staining as expected for random X

chromosome inactivation.

(J) Hearts of 8-week-old heterozygous Hccs KO

mice (-lacZ/+) show lacZ-positive cells within the

leaflets of the tricuspid valve. (Magnification, 403.)

(K) A relatively high percentage of lacZ-positive tissue is observed within the membranous part of the interventricular septum (IVS mem) of 8-week-old heterozy-

gous Hccs KO females (�lacZ/+) compared to the muscular part (IVS mus). (Magnification, 103.)
(Figure 6H). These cells clearly showed features of cellular

changes caused by mitochondrial dysfunction as seen in other

mitochondrial cardiomyopathies. The presence of Hccs-defi-

cient cells in 8-week-old heterozygous females was furthermore

confirmed using the in cis transgenic reporters. By b-galactosi-

dase staining, lacZ-positive (Hccs-deficient) cells were consis-

tently seen within all cardiac valves (Figure 6J) and the membra-

nous part of the interventricular septum (Figure 6K), in line with

the findings in KO females prior to birth (see above). Interestingly,

all these structures arise from the endocardial cushions during

heart development. In contrast, Hccs-deficient cardiomyocytes

were less consistently detected within the ventricular and atrial

myocardium (Figure 6I) and appeared either in low numbers as

sporadically isolated cells or in small clusters (data not shown).

To analyze if the above-mentioned cases of DCM/HCM are

just the most severe cases of a more common disturbance of

cardiac physiology in heterozygous Hccs KO females, we per-

formed functional analyses in vivo using echocardiography,

electrocardiography (ECG), and heart catheterization. These

data revealed that the mean values of cardiac functional param-

eters like contractility, chamber diameters, and wall thickness as

well as cardiac hemodynamics are not affected when comparing

a group of control (n = 12) and heterozygous Hccs KO (n = 13)

females at 1 year of age (data not shown). However, 40% of

Hccs KO females (versus none in the control group) exhibited

various pathologies of the cardiac conduction system in baseline

ECG recordings, including first degree atrioventricular (AV) block

(Figures 7A and 7B), intermittent second degree AV block type II

(Figure 7D), or transient bundle branch block (Figure 7E) as well

as sinus bradycardia (Figure 7C) (for further details, see Tables

S1 and S2). Costaining for b-galactosidase and acetylcholine

esterase to visualize the cardiac conduction system in neonatal
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heterozygous Hccs KO females revealed a significant contribu-

tion of Hccs-deficient cells to the atrioventricular bundle

(Figure 7F), suggesting a causative role of these cells in the con-

duction abnormalities described above. This was furthermore

confirmed by immunofluorescence staining showing GFP-posi-

tive cells among and adjacent to the connexin 40-positive cells

of the atrioventricular bundle (Figure 7G) as well as subendocar-

dial cells in the left ventricle (Figure S4B). These data again

indicate that the proportion and the localization of residual

Hccs-deficient tissue at birth are the likely determinants of the

cardiac phenotype of heterozygous Hccs KO female mice later

in life and that the cardiac conduction system might be more se-

verely affected.

DISCUSSION

The response of the embryo to fluctuations in external as well

as intrinsic factors has demonstrated that most organs, includ-

ing the heart, exhibit moderate plasticity in growth during the

embryonic/fetal period (Conlon and Raff, 1999). However,

with the exception of the mammalian liver, extensive regenera-

tion of diseased or damaged tissue has to date only been

observed in nonmammalian vertebrate species, although it re-

mains the grail of the field of regenerative medicine (Stoick-

Cooper et al., 2007). To this end, the current hype surrounding

the promise of stem cell-mediated regeneration has reinvigo-

rated research aimed at understanding the mechanisms that

might initiate adult organ repair, in particular for repair of the

infarcted heart, which until recently had been considered a ter-

minally differentiated organ with little inherent proliferative ca-

pabilities (Laflamme and Murry, 2005). Here, using genetically

determined mosaicism for respiratory chain deficiency, we
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Figure 7. ECG Changes in Heterozygous Hccs KO Females

(A–C) PR, PRc (PR corrected for heart rate), and RR intervals were measured in a group of 1-year-old heterozygous Hccs KO females (\ �/+, n = 13) and

compared to age matched controls (\ +/+, n = 12). Mean values (indicated as bars) do not reveal a significant difference between the two groups, but scatter

plots show outliers within the KO group.

(D) ECG recording of a heterozygous Hccs KO female shows second degree atrioventricular (AV) block type II. Note that every fourth P wave (arrows) is not

followed by a ventricular excitation.

(E) ECG recording of a heterozygous Hccs KO female indicating transient intraventricular bundle branch block. Note the different shape of the normal QRS

complexes (arrowheads) compared to the aberrant excitation (arrows).

(F) The cardiac conduction system contains a relatively high proportion of b-Gal-positive cells in neonatal heterozygous Hccs KO female hearts. The atrioven-

tricular bundle (AVB) is detected by acetylcholine esterase (AchE) staining and costained for b-galactosidase. (IVS, interventricular septum; magnification, 203.)

(G) GFP-positive cells are located among (see arrows) and adjacent to the Connexin 40-positive cells of the atrioventricular bundle in neonatal heterozygous Hccs

KO females. (Confocal image, scale bar 50 mm.)
provide strong evidence that the post-midgestation mammalian

heart possesses an innate and dramatic regenerative capacity

in the face of extensive somatic disease. The data from our

unique model suggest that the embryonic/fetal heart is also

likely to be able to adapt to, or buffer against, other types of tis-

sue injury, for example, those due to toxin exposure, maternal

malnutrition, or even ischemia during pregnancy, providing the

cardiac insult is locally or temporally restricted. Our model thus

represents a unique situation of compensatory growth of nor-

mal cells in the presence of extensive diseased tissue and

most likely utilizes different signaling pathways to those em-

ployed in normal embryonic growth plasticity that can occur
Developm
in response to different environmental factors such as volume

load, blood flow, or nutritional status as a consequence of var-

ious litter sizes or dietary restriction (Corstius et al., 2005;

deAlmeida et al., 2007; Saiki et al., 1997).

A key question regarding embryonic heart regeneration is

whether the underlying mechanism is based on cell cycle regu-

lation or mediated by stem or progenitor cells. Our findings

that the vast majority of proliferating cells in the hearts of hetero-

zygous Hccs KO female embryos are cardiomyocytes supports

the notion that compensatory proliferation is mediated by differ-

entiated cells and therefore resembles a cell-cycle-based mech-

anism. Indeed, recent studies in mouse embryos have shown
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that normal cardiac development mainly utilizes a proliferative

growth pattern rather than stem cell-based growth (Meilhac

et al., 2003). However, whether this is completely true in patho-

logic situations, such as in our heterozygous Hccs KO female

hearts, still needs to be determined. Also, the finding that adult

cardiomyocytes can reenter the cell cycle upon appropriate

stimulation in vitro as well as in vivo and can mediate cardiac re-

pair (Engel et al., 2005; Kühn et al., 2007) suggests that cell-cycle

regulation of differentiated embryonic cardiomyocytes (which

physiologically have the capability to divide) has a major impact

on our model. Interestingly, the nonmyogenic cell population in

heterozygous Hccs KO female embryos also shows an in-

creased proliferation rate that might be necessary to restore

the overall cellular architecture of the myocardial tissue. How-

ever, this also suggests that nonmyogenic cells either respond

to a broad and rather unspecific proliferative signaling or that

a subpopulation is affected by Hccs deficiency such that regen-

eration also occurs within the nonmyogenic cell population. The

latter possibility would of course require that these cells derive

from Nkx2.5-expressing progenitors, which has been shown

for a subset of endocardial (Stanley et al., 2002) as well as epicar-

dial cells (Zhou et al., 2008).

However, we cannot yet rule out regenerative contributions

from stem or progenitor cells in our model, especially given

that �5% of proliferating cells could not be classified as cardio-

myogenic or mesenchymal cells and therefore these cells could

include a stem cell population. In this regard, it is perhaps worthy

to note that anaerobic glycolytic metabolism has been reported

to be sufficient for embryonic stem cell homeostasis in vitro, with

mitochondrial oxidative metabolism only becoming essential as

cardiac differentiation of stem cells occurs (Chung et al., 2007).

One interpretation of these data in the context of our model is

that cardiac stem or progenitor cells and their renewal might

be unaffected by Hccs deficiency until the onset of differentia-

tion. Notably, cardiac progenitor cell populations have recently

been identified in the adult heart (Beltrami et al., 2003; Oh

et al., 2003; Laugwitz et al., 2005) that are activated upon cardiac

injury but do not seem to significantly refresh cardiomyocytes in

the normal heart (Hsieh et al., 2007). Furthermore, the activation

of cardiac progenitor cells by different growth factor stimuli (i.e.,

insulin-like growth factor and hepatocyte growth factor) and the

resulting enhanced ability to repair ischemic myocardium has re-

cently been shown in dogs (Linke et al., 2005). As some of these

progenitor cells are regarded as remnants of embryonic heart

development, it is not unreasonable to suppose that they would

retain the capacity to respond to stimuli similar to those ‘‘re-

ceived’’ by the healthy cardiac cell pool in our model. Therefore,

the identification of molecular mechanisms and cell types medi-

ating embryonic heart regeneration in our model may help to de-

velop new strategies for cardiac repair and cardiac progenitor

stimulation in the adult.

Notably, developmental studies in the pancreas and the liver

have demonstrated that various organs have different mecha-

nisms of cellular growth. For the pancreas, the number of pro-

genitor cells is critical for normal organ growth since reduction

of the progenitor pool results in smaller organs. In contrast, the

liver shows a high level of plasticity in cellular proliferation that

appears to be largely independent of progenitor cell number,

suggesting that liver development is strongly influenced by
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growth-factor-mediated cell growth to reach a final organ size

(Stanger et al., 2007). Our model implies that the heart is fully

capable of regulating size in early embryonic development, al-

though the principal underlying mechanism is still unclear (i.e.,

stem cell versus growth factor dependent). Future studies using

temporal specific inactivation of Hccs later during heart develop-

ment will enable us to define the time after which the regenera-

tive process is unable to completely restore organ size and

function.

In zebrafish, complete myocardial regeneration mediated by

cardiomyocyte proliferation has been reported in adults after re-

section of up to 20% of ventricular myocardium (Poss et al.,

2002). A recent study has demonstrated that epicardial-derived

stem cells (EPDC) are essential for regeneration in adult zebra-

fish, migrating into the newly built myocardium to allow vascular-

ization and therefore promote regeneration (Lepilina et al., 2006).

We did not observe a significant increase in proliferation of epi-

cardial cells in our mouse embryonic hearts in contrast to the

findings in zebrafish heart regeneration. However, crosstalk be-

tween myocardial and epicardial cells cannot be excluded in our

model, especially since epicardial- as well as endocardial-

derived Fgf signaling has been shown to regulate myocardial pro-

liferation during heart development in mice (Lavine et al., 2005).

In addition to the potential impact of our data for understand-

ing cardiac regeneration, our finding that more than 40% of KO

mice develop various cardiac pathologies also suggests that

the location, and not necessarily the amount, of diseased tissue

in the heart at birth is the major determinant of cardiac outcome

later in life. This study shows that prior to birth a higher propor-

tion of Hccs-deficient cells are seen in the interventricular sep-

tum and the cardiac valves while the ventricular free walls and

atria contain only few Hccs-deficient cardiomyocytes. We have

considered different possibilities to account for such observa-

tions: (1) the regeneration process does not have enough time

to fully remodel the septum and the valves prior to birth, since

both these compartments develop relatively late during heart de-

velopment (Eisenberg and Markwald, 1995); (2) the presence of

Hccs-deficient tissue in these structures does not severely affect

normal function of the embryonic heart before birth, therefore

decreasing the pressure to regenerate these areas; (3) the endo-

cardial cushion tissue is not capable of regeneration to the same

degree as the ventricular and atrial myocardium; (4) endocardial

cushion-derived structures of the outflow tract are invaded by

lacZ-positive cardiac neural crest cells (de Lange et al., 2004)

that do not express Cre and thus have not undergone inactiva-

tion of Hccs; or (5) certain cell types within the heart do not ex-

press the Nkx2.5-driven Cre recombinase and are therefore

not subjected to the signals promoting embryonic regeneration

(for example, hematopoietic-derived fibroblasts in cardiac

valves (Visconti et al., 2006)). Furthermore, abnormal ECG re-

cordings in heterozygous Hccs KO females in combination

with a significant contribution of Hccs-deficient cells to the car-

diac conduction system suggest that the CCS has a reduced re-

generative capacity compared to the working myocardium. In

this regard, it is important to note that the CCS shows reduced

proliferation during normal heart development (Sedmera et al.,

2003) and therefore might not be able to adapt to the proliferative

demands necessary to restore tissue homeostasis in our model,

resulting in conduction abnormalities.
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Interestingly, in adult heterozygous Hccs KO female mice, the

muscular part of the IVS, which contains up to 30% of Hccs-de-

ficient cells at birth, shows only isolated patches similar to the

ventricular free wall. This observation raises the exciting possibil-

ity that the cardiac regeneration process is not complete at birth

but continues at least into the early postnatal period. However,

we cannot rule out that remaining Hccs-deficient cells are ac-

tively eliminated by apoptosis after birth due to changes in met-

abolic or mechanical stresses. In this context, it is important to

note that Hccs-deficient cells are expected to be unable to un-

dergo normal apoptosis due to the lack of both cytochrome c

(Li et al., 2000) as well as Hccs itself, which has been shown to

have a proapoptotic function in neurons when released into the

cytoplasm (Kiryu-Seo et al., 2006). Also, the absence of apopto-

sis in Hccs-deficient cells during embryonic development (that

is, the retention of the diseased cells) is most likely imperative

for regeneration to occur, as the acute loss of 50% of cardiac

cells would certainly be lethal in heterozygous females, and the

damaged cells most likely serve as important stimuli for regener-

ative signaling in healthy cells.

Finally, the use of the X-linked reporter genes in conjunction

with the temporal inactivation of the Hccs gene has enabled us

to demonstrate that the clinical or phenotypic outcome in our fe-

male mice is not determined by the primary pattern of X chromo-

some inactivation but rather by the compensatory regenerative

process involving, in this case, increased expansion of the normal

cardiac cell population. To the best of our knowledge, this repre-

sents the first in vivo demonstration of ‘‘selection’’ against disease

tissue during embryonic heart development. Without the discov-

ery of such a phenomenon, it is important to appreciate that

assessment of adult tissue in isolation may have otherwise led

to the conclusion of a skewed pattern of primary X chromosome

inactivation, which represents a distinct biological mechanism.

EXPERIMENTAL PROCEDURES

Gene Targeting

To conditionally inactivate the Hccs locus, a targeting strategy was designed

to allow Cre-mediated excision of exons 5–7. A targeting vector was con-

structed to introduce a single loxP site (50 loxP) in the XbaI restriction site

between exons 4 and 5. The 30 loxP site was introduced together with the neo-

mycin resistance gene (Neor) into the XbaI restriction site 30 of exon 7 (see

Figure 1A). The 50 homology arm extended 2.2 kb to the XhoI site upstream

of exon 3, and the 30 homology arm extended 6 kb to an SpeI restriction site

downstream of 30 loxP. The targeting construct was linearized with SalI and

electroporated into W9.5 embryonic stem (ES) cells. Homologous recombi-

nants were then detected by southern blot and inclusion of the 50 loxP site

was confirmed by PCR before injection into C57Bl/6 blastocysts.

Histology

For histological stains, whole mouse embryos or adult hearts were isolated,

fixed in 10% formalin, and embedded in paraffin. Tissue samples were sec-

tioned at a thickness of 5 mm and subjected to hematoxylin and eosin (H&E)

stain, Massońs trichrome stain, or periodic acid-Schiff (PAS) stain. Cryosec-

tions were used for b-galactosidase staining of adult hearts. For this, hearts

were fixed in 4% paraformaldehyde (PFA) at 4�C for 3 hr, incubated in 30% su-

crose at 4�C overnight and embedded in OCT compound over dry ice. Frozen

sections were cut at a thickness of 8 mm.

b-Galactosidase Staining

b-galactosidase staining was performed as described previously (Tan et al.,

1993). For stage 12.5 dpc and earlier, whole embryos were stained, while for
Develop
later stages the heart was isolated and stained separately. For sectioning, tis-

sue samples were postfixed in 10% formalin, embedded in paraffin, sectioned

at a thickness of 5 mm, and counterstained with eosin. For b-galactosidase

staining of adult hearts, frozen sections were used, briefly postfixed with 4%

PFA at 4�C, washed three times in lacZ washing buffer, stained overnight,

and counterstained with eosin. To visualize the cardiac conduction system,

b-galactosidase staining was followed by acetylcholine esterase staining for

1.5 hr at 37�C.

Stereological Analyses

The relative volume of lacZ-positive tissue within the heart was determined us-

ing the optical dissector principle on serial sections of embryonic hearts. Every

third section of 10.5 dpc and 12.5 dpc hearts and every fourth section of

16.5 dpc and 19.5 dpc hearts was analyzed. Sections were visualized using

an Olympus BX51 light microscope fitted with a motorized stage (Autoscan

JS300, Autoscan Systems P/L), projected onto a computer screen running

the CAST2 software (CAST2, Olympus Danmark A/S 2002), and selected im-

ages were superimposed with orthogonal grids. The sections were sampled

using 403 magnification and a uniform step length of 400 mm in the horizontal

and vertical directions for 10.5 dpc and 12.5 dpc hearts and 500 mm for

16.5 dpc and 19.5 dpc hearts. The grid points were then counted as being

located on lacZ-positive (blue) or lacZ-negative (pink) tissue as well as being

located within the ventricles or atria, and percentages and tissue volumes of

lacZ-positive versus lacZ-negative tissue were calculated (for further details

see Supplemental Experimental Procedures).

Immunofluorescence and Proliferation Assays

For BrdU incorporation experiments, pregnant females were injected intraper-

itoneally with 100 mg/g body weight of bromodeoxyuridine (Sigma) in PBS 2 hr

prior to embryo preparation. Embryos were fixed in 4% PFA, dehydrated, and

embedded in paraffin. Sections (5 mm) were deparaffinized, rehydrated, and

heat-mediated antigen retrieval using Tris-EDTA-Buffer was performed. Incor-

poration of BrdU was detected using a rat anti-BrdU antibody (Abcam) and

a Cy3- or Cy2-conjugated donkey anti-rat secondary antibody (Jackson Im-

munoResearch). Detection of phosphohistone H3 was performed using

a mouse and rabbit anti-PHH3 antibody (Cell Signaling Technologies). To de-

termine proliferation rates, three (for 13.5 dpc embryos) or five (for 11.5 dpc

embryos) nonadjacent sections were analyzed at 153 magnification. At least

1500 cells per section (for 11.5 dpc embryos) or 4000 cells per section (for

13.5 dpc embryos) were scored for PHH3 or BrdU, respectively, and for b-

galactosidase immunofluorescence. For colocalization, rabbit anti-b-galacto-

sidase (Rockland Immunochemicals), rabbit anti-GFP, rabbit anti-MEF2,

rabbit anti-vimentin (all from Abcam), mouse anti-Troponin T (Developmental

Studies Hybridoma Bank, University of Iowa), mouse anti-sarcomeric actinin

(Sigma), rabbit anti-connexin 40 (Chemicon), and mouse anti-cytochrome c

(Santa Cruz Biotechnology) antibodies were used. Secondary antibodies

were Alexa 488- or Alexa 555-conjugated goat anti-rabbit or goat anti-mouse

antibodies (Invitrogen). Nuclear staining was performed using DAPI (Invitro-

gen). Images were captured using an Olympus IX70 epifluorescence micro-

scope equipped with a Zeiss AxioCam and AxioVision software or a Leica

SP5 confocal laser scanning microscope.

Respiratory Chain Assays

Respiratory chain complex III (decylbenzylquinol:cytochrome c oxidoreduc-

tase) and citrate synthase (CS) activities were assayed in post-600 g superna-

tants from embryonic hearts as described previously (Rahman et al., 1996),

except that the assay temperatures were 25�C.

Transmission Electron Microscopy

Hearts of 13.5 dpc embryos were isolated and fixed in 4% paraformaldehyde/

1.25% glutaraldehyde in PBS containing 4% sucrose (pH 7.2) overnight, then

washed in PBS/4% sucrose and postfixed in 2% osmium tetroxide for 1 hr.

Samples were then dehydrated, incubated with propylene oxide, and infil-

trated with resin before embedding in fresh resin with polymerization at 70�C

for 24 hr. Ultrathin sections were cut, stained with uranyl acetate and lead cit-

rate, and examined using a Philips CM100 Transmission Electron Microscope.
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Electrocardiogram Studies

ECG recordings were made on anesthetized mice (Ketamine/Xylazine/

Atropine 80/20/1.2 mg/kg, i.p.) in an R.F. shielded room using a Powerlab Sys-

tem (ADInstruments) and BioAmp (ADInstruments). The sampling frequency

was set at 1000 Hz. The recording period for each animal lasted for �5 min.

While anesthetized, animals were kept warm by a heating pad (�37�C). Re-

cordings were made using a standard II lead and carefully scanned for any ar-

rhythmias or abnormalities.

Statistical Analyses

Data analysis was undertaken using the SYSTAT program (version 7.0, Systat

Corporation). Statistical t tests were performed on the group data. All data are

presented as mean ± standard deviation. A probability (p) value less than 0.05

was taken to indicate statistical significance (*p < 0.05, **p < 0.01, ***p < 0.001,

unless otherwise noted).

SUPPLEMENTAL DATA

Supplemental data include six figures, two tables, and Supplemental Experi-

mental Procedures and can be found online with this article at http://www.

developmentalcell.com/cgi/content/full/15/4/521/DC1/.
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4.2. Molekulare Stressantwort und Überleben von embryonalen Kardiomyozyten bei 
mitochondrialer Dysfunktion 

Das adulte Herz gilt als terminal-differenziertes Organ ohne nennenswerte Fähigkeit zur 
Regeneration, so dass der Verlust von Kardiomyozyten bei akutem Gewebeschaden (z.B. 
Herzinfarkt) oder bei chronischen Erkrankungen (z.B. Bluthochdruck, Diabetes mellitus) und 
damit letztendlich bei Druck- und Volumenbelastung zu einer Einschränkung der 
Pumpfunktion führt. Adulte Kardiomyozyten sind sensibel gegenüber verschiedenen 
pathologischen Bedingungen, wie Ischämie und Hypoxie, kardiotoxischen Substanzen 
(Medikamente und Drogen), viralen Infektionen oder genetischen Veränderungen (47). So 
stirbt bei dem akuten Verschluss einer Koronararterie ein Großteil der Kardiomyozyten in 
dem abhängigen Myokardareal ab. Darüber hinaus sind kardiotoxische Effekte, die den 
Zelltod in Kardiomyozyten induzieren, eine gravierende Nebenwirkung verschiedener 
Medikamente in der Tumorbehandlung (z.B. Doxorubicin) oder Immunsuppression (47). 
Häufig spielen Mitochondrien eine zentrale Rolle bei der Entstehung von zellulärem Stress 
und bei der Induktion von Zelltod. So führt nach einem Herzinfarkt die Wiedereröffnung des 
verschlossenen Koronargefäßes mittels Ballondilatation zu einem massiven Anstieg von 
reaktiven Sauerstoffverbindungen in den Mitochondrien. Dies wiederum induziert eine Welle 
von apoptotischem und nekrotischem Zelltod in Kardiomyozyten, was auch als 
Ischämie/Reperfusions-Schaden bezeichnet wird (158). Doxorubicin behindert die Biogenese 
und Funktion von Mitochondrien und inhibiert antioxidative Enzyme, was zu oxidativem 
Stress und daraus resultierendem Absterben von Kardiomyozyten führt (155).  
Die wichtigsten Konsequenzen einer mitochondrialen Dysfunktion sind die verminderte 
Bereitstellung des zellulären Energieträgers ATP (Adenosintriphosphat) sowie die 
Überproduktion von reaktiven Sauerstoffverbindungen („reactive oxygen species“, ROS) 
(119). Letztere führen zur Oxidation und damit zur Schädigung von DNA und Proteinen, was 
maßgeblich an der Induktion des Zelltods beteiligt ist. Zellen verfügen über verschiedene 
protektive Mechanismen, um die negativen Wirkungen von ROS zu vermindern, wie die 
Umwandlung von ROS in weniger reaktive Verbindungen oder aber die Reparatur von DNA 
und Proteinen nach oxidativer Schädigung. Übersteigt die ROS Produktion jedoch die 
kompensatorische Kapazität der Zelle, so führt dies je nach Zelltyp zum apoptotischen oder 
nekrotischen Zelltod (154). 
Bei der Charakterisierung der embryonalen Herzregeneration in cHccs+/- Mäusen (siehe 
Kapitel 4.1.) war neben der kompensatorischen Proliferation der gesunden Zellen 
aufgefallen, dass defekte Kardiomyozyten mit einer mitochondrialen Dysfunktion im Laufe 
der pränatalen Entwicklung nicht eliminiert werden, sondern auch im postnatalen Herzen 
noch nachweisbar sind (siehe Abbildung 4). Daraus entwickelte sich die Hypothese, dass 
embryonale und damit undifferenzierte Kardiomyozyten eine höhere Stresstoleranz 
gegenüber pathologischen Bedingungen haben als adulte, terminal differenzierte Zellen. Wir 
untersuchten daher die molekulare Stressantwort von Hccs-defizienten Kardiomyozyten im 
embryonalen cHccs+/- Herzen in vivo auf der Basis einer systematischen, genomweiten 
Analyse der RNA-Expression mit Hilfe der Mikroarray-Technologie. Dabei konnte gezeigt 
werden, dass in diesen Zellen zwar initiale Schritte des programmierten Zelltods (Apoptose) 
aktiviert werden, der Zelltod jedoch nicht ausgeführt wird. Weiterhin fiel auf, dass speziell in 
den defekten Kardiomyozyten verschiedene Gene und Signalkaskaden induziert bzw. 
aktiviert sind, die bei der zellulären Stressantwort und Zellprotektion eine Rolle spielen. Dies 
schließt die Entgiftung von Sauerstoffradikalen, die Regulation der Apoptose bzw. des 
Zellüberlebens sowie die Aufrechterhaltung einer normalen Protein-Homöostase („unfolded 
protein response“ (UPR) (342) und „integrated stress response“ (ISR) (343)) ein. Dabei 
werden auch verschiedene Inhibitoren der Apoptose-Kaskade in Hccs-defizienten 
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Kardiomyozyten hochreguliert, darunter auch ARC (apoptosis repressor with caspase 
recruitment domaine), ein potenter Inhibitor sowohl des intrinsischen als auch extrinsischen 
Apoptose-Weges mit wichtiger Funktion beim Überleben adulter Kardiomyozyten unter 
Stress (162, 163). Um zu untersuchen, ob ARC der entscheidende Faktor ist, der Hccs-
defiziente Kardiomyozyten im embryonalen Herzen am Leben erhält, generierten wir einen 
cHccs+/-/ARC-Doppel-Knockout in der Maus. Doch auch beim Fehlen von ARC überleben 
Hccs-defiziente Kardiomyozyten die pränatale Phase und sind weiterhin im adulten cHccs+/- 
Herzen nachweisbar. Dies verdeutlicht die enorme Plastizität und Anpassungsfähigkeit 
embryonaler Kardiomyozyten gegenüber pathologischen Bedingungen: selbst beim Fehlen 
eines wichtigen Zelltod-Inhibitors sterben die Zellen unter Stress nicht ab, sondern können 
den Ausfall vermutlich durch die Aktivierung anderer protektiver Mechanismen kompensieren 
und so überleben. 
Zusammenfassend verfügen embryonale im Gegensatz zu adulten Kardiomyozyten über 
eine beeindruckende Stresstoleranz, die ihr Überleben im Verlaufe der intrauterinen 
Herzentwicklung auch unter ungünstigen bzw. pathologischen Bedingungen sicherstellt. Die 
Identifizierung der zugrundeliegenden molekularen und zellulären Mechanismen könnte 
daher wichtige neue Therapie-Ansätze zur Kardioprotektion im adulten Herzen liefern. 
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Whereas adult cardiomyocytes are highly susceptible to stress, cardiomyocytes in the prenatal heart appear to be
rather resistant. To investigate how embryonic cardiomyocytes respond to metabolic stress in vivo, we utilized
tissue mosaicism for mitochondrial dysfunction in 13.5 dpc mouse hearts. The latter is based on inactivation of
the X-linked gene encoding Holocytochrome c synthase (Hccs), which is essential for mitochondrial respiration.
In heterozygous heart conditionalHccs knockout females (cHccs+/−) randomX chromosomal inactivation results
in amosaic of healthy andHCCSdeficient cells in themyocardium.MicroarrayRNA expression analyses identified
genes involved in unfolded protein response (UPR) and programmed cell death as differentially expressed in
cHccs+/− versus control embryonic hearts. Activation of the UPR is localized to HCCS deficient cardiomyocytes
but does not involve ER stress pathways, suggesting that it is caused by defectivemitochondria. Consistently,mi-
tochondrial chaperones, such as HSP10 and HSP60, but not ER chaperones are induced in defective cells. Mito-
chondrial dysfunction can result in oxidative stress, but no evidence for excessive ROS (reactive oxygen
species) production was observed in cHccs+/− hearts. Instead, the antioxidative proteins SOD2 and PRDX3 are
induced, suggesting that ROS detoxification prevents oxidative damage in HCCS deficient cardiomyocytes. Mito-
chondrial dysfunction and unrestricted UPR can induce cell death, and we detected the initiation of upstream
events of both intrinsic aswell as extrinsic apoptosis in cHccs+/− hearts. Cell death is not executed, however, sug-
gesting the activation of antiapoptotic mechanisms. Whereas most apoptosis inhibitors are either unchanged or
downregulated in HCCS deficient cardiomyocytes, Bcl-2 and ARC (apoptosis repressor with caspase recruitment
domain) are induced. Given that ARC can inhibit both apoptotic pathways aswell as necrosis and attenuates UPR,
we generated cHccs+/− embryos on an Arc knockout background (cHccs+/−,Arc−/−). Surprisingly, the absence of
ARC does not induce cell death in embryonic or postnatal HCCS deficient cardiomyocytes and adult cHccs+/−

,Arc−/−mice exhibit normal cardiac morphology and function. Taken together, our data demonstrate an impres-
sive plasticity of embryonic cardiomyocytes to respond tometabolic stress, the loss ofwhichmight be involved in
the high susceptibility of postnatal cardiomyocytes to cell death.

© 2016 Elsevier Ltd. All rights reserved.
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1. Introduction

In humans the irreversible loss of cardiomyocytes upon normal age-
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progressive contractile dysfunction of the left ventricle (LV), ultimately
leading to heart failure [1]. Given the limited regenerative capacity of
the postnatal mammalian heart and the low rate of cardiomyocyte re-
newal, extensive efforts have been made to replace cardiomyocytes
after myocardial injury [2]. Nevertheless, protection of existing
cardiomyocytes by increasing their stress resistance (referred to as
cardioprotection) remains a primary goal for the treatment and preven-
tion of heart disease.

Cardiomyocytes in the adult heart are highly susceptible to cell
death caused by a variety of unfavorable conditions, such asmechanical,
oxidative or metabolic stress, hypoxia and inflammation. Depending on
the stimulus, cardiomyocytes undergo different types of cell death,
followed by maladaptive myocardial remodeling eventually leading to
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contractile dysfunction [3–5]. In contrast, prenatal cardiomyocytes are
believed to have a much higher stress resistance, and the embryonic
heart is capable to fully regenerate [6,7]. Although the latter is mainly
attributed to the ability of immature cardiomyocytes to proliferate,
more effective cell survival and stress response mechanisms might
also contribute. In this regard, fetal cardiomyocytes showbetter survival
and engraftment when transplanted into injured adult myocardium
compared to postnatal cardiomyocytes [8,9]. Additionally, dedifferenti-
ation of adult cardiomyocytes towards an immature phenotype to adopt
certain fetal characteristics has been proposed to increase their stress
resistance [10–12]. Finally, in response to stress the adult heart
reactivates a gene expression program normally found in the prenatal
heart, which is thought to allow protective changes of cell survival
mechanisms, metabolism and contractility [13]. Based on these findings
it is tempting to speculate that the loss of prenatal cardioprotection in
the postnatal heart might be responsible for the high susceptibility of
adult cardiomyocytes to stress. Consequently, the reactivation of fetal
survival mechanisms in the adult heart represents an attractive thera-
peutic goal.

We have recently shown a remarkable regenerative capacity of the
prenatal heart using a genetic model of mosaic mitochondrial dysfunc-
tion inmice [6]. Thismodel is based on inactivation of the X-linked gene
encoding holocytochrome c synthase (Hccs) specifically in the develop-
ing heart. Loss of HCCS activity results in respiratory chain dysfunction,
disturbed cardiomyocyte differentiation and reduced cell cycle activity.
The Hccs gene is subject to X chromosome inactivation, such that in fe-
males heterozygous for the cardiac specific Hccs knockout (hereafter
referred to as cHccs+/−), approximately 50% of cardiac cells keep the
defective X chromosome active and develop mitochondrial dysfunction
while the other 50% remain healthy. During heart development,
however, the contribution of HCCS deficient cells to the cardiac tissue de-
creases from 50% at mid gestation to 10% at birth [6]. This regeneration of
the prenatal heart is mediated by increased proliferation of the healthy
cardiac cell population and allows cHccs+/− females to survive to adult-
hood. At the same time, however, HCCS deficient cardiomyocytes do
not undergo cell death and are still detectable in the adult cHccs+/−

heart despite the consequences of mitochondrial dysfunction [6]. This
raises the possibility that embryonic heart regeneration is not only medi-
atedbyhyperproliferationof healthy cells but also requires survival of dis-
eased cells.

Here we aimed at systematically characterizing the stress response
of HCCS deficient cardiomyocytes in the embryonic cHccs+/− heart
in vivo. Our study identified a multitude of cell protective and survival
mechanisms activated in immature cardiomyocytes uponmitochondri-
al stress. Even deletion of an important apoptosis repressor does not re-
sult in cell death, indicating that the orchestration and plasticity of
various stress response mechanisms might be essential for survival of
HCCS deficient cardiomyocytes in the postnatal heart.

2. Materials and methods

2.1. Mouse strains

The generation and characterization of heart conditionalHccsknock-
out (KO) mice has been described previously [6]. Briefly, “floxed” (fl)
Hccs mice were bred to mice expressing Cre recombinase under the
control of the Nkx2.5 promoter. All mice were maintained on a mixed
129Sv/C57Bl6 genetic background and all embryo experiments were
performed on heterozygousHccsKO females (Hccsfl/+/Nkx2.5Cre, referred
to as cHccs+/−), hemizygous Hccs KO males (Hccsfl/y/Nkx2.5Cre, referred
to as cHccs−/y) and their respective Cre positive and negative female
andmale littermate controls (referred to asHccs+/+ orHccs+/y). The gen-
eration and characterization of Arc (encoded by the Nol3 gene) knockout
mice has been described previously [33]. Arc knockout mice were main-
tained on a C57Bl6 background, crossed into the “floxed” Hccs and
Nkx2.5Cre strains, respectively, and bred to homozygosity for the Arc
knockout. By mating “floxed” Hccs and Nkx2.5Cre mice on an
Arc−/− background, a heart conditional Hccs and (conventional)
Arc double knockout was generated (referred to as cHccs+/−

,Arc−/− or cHccs−/y,Arc−/−) and compared to their littermate con-
trols (Hccs+/+,Arc−/− and Hccs+/y,Arc−/−).

For embryo generation females were mated to the respective males
and checked for vaginal plug. The day of an observed plug was defined
as 0.5 dpc and embryos/fetuses were dissected at the desired stage.
Hearts from neonatal mice were prepared on postnatal day 1 (P1),
while adult hearts were taken from 8 week old animals.

2.2. Microarray RNA expression analyses

For microarray expression analyses a total of 10 Affymetrix
GeneChip Mouse Genome 430 2.0 arrays were used. To purify sufficient
RNA amounts and account for interindividual as well as environmental
differences during pregnancy, an average of four 13.5 dpc hearts of the
same genotypewere pooled. Five pooled samples per genotype (i.e. het-
erozygous cardiacHccsKO and control female embryos) were analyzed.
The tissuewas homogenized using amicropestle and total RNAwas pu-
rified using the RNeasy Mini Kit (Qiagen) including a DNAse digest on
the spin column. RNA purity and qualitywas tested using spectrophoto-
metric parameters and a Bioanalyzer (Agilent), respectively. cDNA syn-
thesis was performed using Live Technologies SuperScript® One-Cycle
cDNA Kit followed by in vitro transcription using the MEGAScript T7
kit. After fragmenting of the cRNA for target preparation using the stan-
dard Affymetrix protocol, 15 μg fragmented cRNA was hybridized for
16 h at 45 °C to the Mouse Genome 430 array. Arrays were washed
and stained with streptavidin-phycoerythrin in the Affymetrix Fluidics
Station 450 and further scannedusing theAffymetrix GeneChip Scanner
3000 7G. Arrays have been quantile-normalize using the RMA algo-
rithm. Not or low expressed transcripts were removed by a (log2) max-
imum expression cutoff b6. The data filtering resulted in 18,571 of
45,101 probe sets. After normalization the arrays were checked for out-
lier using the principal component analysis (PCA), a correlation disper-
sion matrix and normalized Eigenvector scaling. No outlier has been
detected. Differential expression was ascertained using t-statistic
followed by a FDRmultiple testing correction (Supplemental Reference
3). Probeswhichundergo 5% FDRwere further investigated by function-
al enrichment using G:Profiler (Supplemental Reference 4), with a sim-
ulation based analytical threshold for significance estimation. Array data
have been deposited in the Gene Expression Omnibus database (http://
www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/) under accession number GSE72054.

2.3. Immunofluorescence staining

Paraffin sectionswere deparaffinized, rehydrated and heatmediated
antigen retrieval was performed in sodium citrate buffer (10 mM,
pH 6.0) for 20 min. Sections were allowed to cool to room temperature
before blocking in antibody solution containing 5% normal goat serum
for 1 h. Primary antibodies were applied at 4 °C over night and second-
ary antibody detection was performed at room temperature for 1 h
using Alexa 488 or Alexa 555 goat anti rabbit or goat anti mouse anti-
bodies (Invitrogen). Nuclei were stained with DAPI or TO-PRO-3
(Invitrogen) and sections were mounted in Prolong Gold antifade re-
agent (Invitrogen). Antibodies against CHOP, Bcl-2, Bax and c-FLIP re-
quired immunostaining on cryosections. For these purposes, HCCS
deficient cardiomyocytes were detected based on GFP expression, as
previously described [6]. Briefly, we used a mouse line in which the
“floxed” Hccs allele is located in cis with a GFP reporter gene on the
same X chromosome. GFP is subjected to X chromosomal inactivation,
such that cells keeping the X with the mutated Hccs gene active can
be identifiedbyGFP expression.Wehave previously shown that GFP ex-
pression indeed reliably correlates with HCCS and cytochrome c defi-
ciency in cardiomyocytes of 13.5 dpc cHccs+/− hearts [6]. As controls,
female embryos heterozygous for the X-linked GFP reporter but

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/
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wildtype for Hccs were used. Cryosections were allowed to adjust to
room temperature for 30 min, fixed in 4% paraformaldehyde/PBS for
20 min, rinsed in PBS and processed for blocking and staining as de-
scribed above.

The followingprimary antibodieswere used:HSP60 (#1724), HSP10
(#3106), SOD2 (#3399), Calreticulin (#2809), AIF (#1020), Bcl-x
(#1018) (all from Epitomics), HSP70 (#4876), HSP90 (#4877),
phospho-eiF2α Ser51 (#3398), phospho-p38 MAPK Thr180/Tyr182
(#4511), phospho-SAPK/JNK Thr183/Tyr185 (#9251), IκBα (#4814),
NF-κB p65 (#4764), LC3B (#3868) (all from Cell Signaling), Bcl-2 (sc-
783), Bax (sc-526), cytochrome c (sc-13156), CHOP/GADD153 (sc-
575), c-FLIP (sc-8347), Trx-2 (sc-50336) (all from Santa Cruz), MCL1
(ab32087), GRP78 (ab21685), GFP (ab290), Peroxiredoxin 3
(ab73349), Peroxiredoxin-SO3 (ab16830) (all from Abcam), TIMM17A
(#11189-1-AP), YME1L1 (#11510-1-AP), PMPCB (#16064-1-AP) (all
from Proteintech), ClpP (Sigma Aldrich WH0008192M1), Survivin
(GeneTex GTX100441), XIAP (GeneTex GTX113130), Active/cleaved
caspase 8 (Imgenex IMG-5703), ARC (ProSci #2081), troponin T (Devel-
opmental Studies Hybridoma Bank, CT3). Antibodies against LC3B,
phospho-eiF2α and phospho-p38 required Tyramide Signal Amplifica-
tion (TSA™ Plus Cyanine 3 System, PerkinElmer) according to the
manufacturer's instructions. Imageswere taken using a Leica SP5 confo-
cal laser scanning microscope or a Keyence BZ-8100E fluorescence
microscope.

2.4. Statistical analyses

Statistical analyses were performed using Excel (Microsoft) and
SPSS (IBM) software. Differences between two groups were analyzed
using unpaired, two-tailed Student's t-test. Differences between multi-
ple groups were determined using one-way ANOVA followed by
Bonferroni's post hoc test. All data are presented as mean ± standard
error of the mean (SEM). A probability value of P b 0.05 was considered
to indicate statistical significance (*P b 0.05, **P b 0.01, ***P b 0.001).

Descriptions of additional methods are available in the Supplemen-
tal Information.

3. Results

3.1. Genes involved in stress response, cell death and survival are induced
during embryonic heart regeneration

In order to identify molecular mechanisms driving embryonic
heart regeneration we performed genome-wide RNA expression
analyses on whole hearts of 13.5 dpc cHccs+/− embryos and female
littermate controls. At this developmental stage the most dramatic
changes in tissue composition occur in cHccs+/− ventricular myocar-
dium, as hyperproliferation of healthy cardiomyocytes is readily
Table 1
Enrichment analyses of differentially regulated genes in 13.5 dpc cHccs+/− compared to contro

Gene ontology term Term ID Term genes [T

Cellular metabolic process GO:0044237 8325
Cellular macromolecule metabolic process GO:0044260 6225
Cellular biosynthetic process GO:0044249 4537
Cellular amino acid metabolic process GO:0006520 328
Cellular protein metabolic process GO:0044267 3208
Cellular response to stress GO:0033554 1160
Regulation of macromolecule metabolic process GO:0060255 4336
Protein metabolic process GO:0019538 3999
Translation GO:0006412 472
Programmed cell death GO:0012501 1546
Cellular amino acid biosynthetic process GO:0008652 92
Amino acid activation GO:0043038 44
Apoptotic process GO:0006915 1515
Cell death GO:0008219 1626
Intrinsic apoptotic signaling pathway GO:0097193 228
detectable while at the same time a substantial contribution of
HCCS deficient cells is still present [6]. This should allow the identifi-
cation of genes involved in compensatory growth of healthy cells as
well as survival of defective cells. Analyses of microarray data re-
vealed 437 genes being differentially expressed in embryonic
cHccs+/− hearts compared to controls. Bioinformatic functional pro-
filing showed enrichment of genes regulating various metabolic and
biosynthetic processes (including protein, amino acid and RNA me-
tabolism) and remodeling of cell structures and organelles. Addi-
tionally, genes involved in programmed cell death and cellular
response to stress were also over-represented (Table 1, for a more
detailed list of enriched gene clusters see Supplemental Table 1).
Among the genes showing the most dramatic induction in
cHccs+/− hearts compared to controls, the majority is associated
with endoplasmic reticulum (ER) stress, unfolded protein response
(UPR), protein and amino acid metabolism or apoptosis regulation
(for complete gene lists see Supplemental Tables 2–4). These data
suggest that whereas various metabolic adaptations in embryonic
cHccs+/− hearts potentially enable compensatory growth of healthy
cells, pathways mediating stress response, cell death and survival
might rather affect the HCCS deficient cell population to cope with
mitochondrial dysfunction.

3.2. An unfolded protein response is activated in HCCS deficient
cardiomyocytes of embryonic cHccs+/− hearts

Induction of ER stress and UPR genes identified in the microarray
screen was validated by quantitative Real-Time PCR (qRT-PCR) in
13.5 dpc cHccs+/− hearts compared to controls (Fig. 1A) and further in-
vestigated at different stages of pre- and postnatal development. Inter-
estingly, all genes analyzed showed significantly increased expression
in embryonic (13.5 dpc) and neonatal (postnatal day 1) cHccs+/−

hearts, which was no longer observed at later postnatal stages (Fig. 1B
and Supplemental Fig. 1A). In the fetal cHccs+/− heart (i.e. 16.5 dpc) in-
creased expression was observed for some but not all genes. Thus, in-
duction of this group of genes is restricted to the period of prenatal
compensatory growth but does not seem to be required for postnatal
adaptations of cHccs+/− hearts. To identify the cardiac cell type in
which UPR genes are induced we performed RNA in situ hybridization
(ISH) for Slc7a3 and Asns on 13.5 dpc cHccs+/− and hemizygous Hccs
KO male (hereafter referred to as cHccs−/y) embryos. The latter occa-
sionally survive to this stage and represent the complete knockout of
Hccs in the heart [6], thereby facilitating the assignment of molecular
changes to the HCCS deficient cell population within the cHccs+/− tissue
mosaic. Both, Slc7a3 andAsnswere induced in cardiomyocytes of the ven-
tricular myocardium in cHccs+/− hearts (Fig. 1C and Supplemental Fig.
1B) and Asns showed fulminant induction in cHccs−/y males (Fig. 1C),
which was furthermore confirmed by qRT-PCR results (Supplemental
l hearts.

] Query genes [Q] Q&T Q&T/Q Q&T/T P-value

437 247 0.565 0.030 5.56E−17
437 190 0.435 0.031 6.60E−12
437 152 0.3484 0.034 1.19E−11
437 27 0.062 0.082 2.33E−07
437 103 0.236 0.032 1.62E−05
437 47 0.108 0.041 8.42E−04
437 124 0.284 0.029 2.79E−04
437 116 0.265 0.029 4.05E−04
437 26 0.059 0.055 1.81E−03
437 56 0.128 0.036 2.23E−03
437 11 0.025 0.120 2.25E−03
437 8 0.018 0.182 2.69E−03
437 54 0.124 0.036 5.73E−03
437 56 0.128 0.034 1.03E−02
437 16 0.037 0.070 1.24E−02



Fig. 1.HCCS deficient cardiomyocytes in the embryonic heart activate an unfolded protein response. (A) Various UPR genes are induced in 13.5 dpc cHccs+/− compared to control
hearts (qRT-PCR data, n = 5). (B) Expression profiling of Asns and Trib3 during pre- and postnatal development revealed induction of UPR genes primarily in embryonic
(13.5 dpc) and neonatal (P1) but not fetal (16.5 dpc) or postnatal cHccs+/− hearts (qRT-PCR data, n = 4–5). (C) In situ hybridization in 13.5 dpc hearts show moderately
increased Asns expression in the ventricular myocardium of cHccs+/− hearts but a robust induction in hemizygous cHccs−/y males. (D) Whereas phosphorylation of eIF2α
(Ser51) is increased in 13.5 dpc cHccs+/− and cHccs−/y hearts compared to controls, activation of the two upstream kinases GCN2 and PERK is not evident (densitometric
quantification n = 4–5 per genotype). (E) Immunofluorescence analyses revealed phosphorylation of eIF2α (Ser51) primarily in HCCS deficient (and consequently
cytochrome c negative) cardiomyocytes (see arrowheads) of the 13.5 dpc cHccs+/− ventricular myocardium (scale bar =25 μm, nuclei are stained in blue using DAPI).
(*P b 0.05, **P b 0.01, ***P b 0.001 versus controls).
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Fig. 1C). This data indicates that UPR genes are induced in embryonic
HCCS deficient cardiomyocytes.

The UPR is best characterized in the context of ER stress such that
upon accumulation of unfolded proteins within the ER lumen three dis-
tinct pathways alleviate the latter by translational inhibition, induction
of ER chaperones and enhanced degradation of misfolded proteins [14].
We investigated the three ER stress branches in cHccs+/− and cHccs−/y

hearts, but did not find evidence for an activation of ATF6 (evident as
unaltered cleavage, Supplemental Fig. 2A) or IRE1/XBP1 (evident as
undetectable splicing of Xbp1, Supplemental Fig. 2B). Consistently,
RNA expression of the ER chaperone GRP78 (Hspa5), an important tran-
scriptional target of XBP1 andATF6 [14], was unaltered even in cHccs−/y

male hearts (Supplemental Fig. 2C). Translational inhibition during ER
stress is mediated by phosphorylation of eIF2α by PERK. Indeed, we de-
tected increased eIF2α phosphorylation in cHccs+/− hearts (Fig. 1D),
which could clearly be assigned to HCCS deficient cardiomyocytes by
immunofluorescence staining (Fig. 1E), whereas activation of PERK
was not evident (Fig. 1D). Also, we did not detect changes in phosphor-
ylation of GCN2 (Fig. 1D), an important translational regulator in the
context of amino acid availability as well as mitochondrial stress and a
known upstream kinase of eIF2α [15,16]. Unresolved ER stress can
eventually lead to cell death associated with activation of the stress re-
lated MAP-kinases p38 and JNK [14]. Whereas phosphorylation of JNK
was unaltered (Supplemental Fig. 3A and B), p38 is activated in
cHccs−/y male hearts (Supplemental Fig. 3C) but not HCCS deficient
cardiomyocytes of cHccs+/− females (Supplemental Fig. 3D). This data
suggest that p38 activation is associated with heart failure in Hccs KO
males rather than being directly induced bymitochondrial dysfunction.
Taken together, embryonic HCCS deficient cardiomyocytes activate an
unfolded protein response in the absence of classical ER stress, but ap-
pear to partially prevent the activation of detrimentalmechanisms lead-
ing to cell death.

3.3. Activation of mitochondrial UPR in HCCS deficient cardiomyocytes

Similar to themolecularmechanisms downstreamof ER stress, ami-
tochondrial UPR (mtUPR) has recently been described, which is pro-
posed to ease the load of unfolded proteins within dysfunctional
mitochondria by general translational inhibition, reduced import and
induction of mitochondrial chaperones [17,18]. Although themolecular
mechanisms of mtUPR have been primarily characterized in
Caenorhabditis elegans, in mammalian cells CHOP (encoded by the
Ddit3 gene) as emerged as key transcriptional regulator by inducing
the expression of a variety of downstream target genes involved in mi-
tochondrial protein import, processing and quality control [18,19]. We
found increased RNA and protein expression of CHOP in 13.5 dpc
cHccs−/y male KO hearts (Fig. 2C and D). Although this induction of
CHOP is less obvious in total cardiac RNA or protein from cHccs+/− fe-
males, we could show increased expression and nuclear localization of
CHOP in HCCS deficient cardiomyocytes by immunofluorescence stain-
ing (Fig. 2A). CHOPhas been shown to activate the expression of themi-
tochondrial chaperones HSP60 and HSP10 [17,18] and both indeed
exhibit elevated protein levels in HCCS deficient cardiomyocytes of
13.5 dpc cHccs+/− hearts (Fig. 2B and C, Supplemental Fig. 4A). In con-
trast, ER resident (i.e. GRP78 and calreticulin) and cytoplasmic (i.e.
HSP90) chaperones were not induced (Supplemental Figs. 5 and 6).
HSP70,which is located in both the cytoplasmandwithinmitochondria,
is slightly induced in cHccs+/− hearts (Supplemental Fig. 6A), although
this misses statistical significance. HSP60 has recently been proposed to
have additional functions in the cytoplasm or at the cell membrane [20],
however, using cell fractionationwe could show that HSP60 induction is
restricted to the mitochondrial compartment in cHccs+/− hearts (Fig.
2E). We confirmed the cardiomyocyte identify of HCCS deficient cells
by showing that cells with elevated HSP60 levels co-express the sarco-
mere associated protein troponin T (Supplemental Fig. 4B). Interesting-
ly, HCCS deficient cardiomyocytes maintain elevated HSP60 levels
throughout pre- and postnatal development (Supplemental Fig. 4C).
We finally investigated expression of additional genes that have been
identified as potential CHOP targets during mtUPR in vitro [19], but
found mainly unaltered expression or only a mild induction of
YME1L1 or ClpP in cHccs+/− and cHccs−/y hearts (Supplemental Figs. 7
and 8). In case of the mitochondrial processing peptidase PMPCB (also
known as MPPβ) expression was in fact reduced in knockout hearts
(Supplemental Fig. 8). These data suggest that the regulation and or-
chestration of mtUPR gene expression is more complex in vivo and
not solely dependent on increased CHOP levels. In summary, eIF2αme-
diated translational inhibition in the absence of classical ER stress in
combination with induction of mitochondrial but not ER chaperones
strongly suggest that theUPR inHCCS deficient cardiomyocytes is activat-
ed viamitochondria rather than the ER. In support of this notion, we have
previously reported ultrastructural changes in mitochondria of HCCS de-
ficient cardiomyocytes, characterized by organelle enlargement and dis-
organization of the internal membrane [6], which is in agreement with
mitochondrial stress.

3.4. Activation of antioxidativemechanisms inHCCS deficient cardiomyocytes

Impairedmitochondrial respiration can cause oxidative stress due to
enhanced production of reactive oxygen species (ROS), primarily gener-
ated by respiratory chain complex I and III [21]. Elevated ROS levels in
turn lead to oxidative damage of DNA and proteins. Importantly, we
have previously shown that HCCS deficiency leads to reduced complex
III activity in the embryonic heart [6], a mechanisms that has been
shown to boost ROS generation [21]. Furthermore, knockdown of
HCCS in fish embryos increases ROS [39]. Cells can alleviate oxidative
stress by activating various mechanisms to reduce ROS levels, including
the induction of antioxidative enzymes and ROS scavengers [22]. As
such, we detected increased protein levels of themitochondrial manga-
nese superoxide dismutase (SOD2) and peroxiredoxin 3 (PRDX3) in
HCCS deficient cardiomyocytes (Fig. 3A–C). SOD2 catalyzes the conver-
sion of superoxide (O2

–) to less reactive H2O2 whereas peroxiredoxins
detoxify H2O2 in a redox reaction resulting in the oxidation of a thiol
on a cysteine residue to form a sulfenic acid (SOH) group [22]. Upon
sustained oxidative stress, the SOH group can be over-oxidized to a
SO3H sulfonic acid group. However, we did not detect increased levels
of PRDX-SO3 in 13.5 dpc cHccs+/− and cHccs−/y hearts (Fig. 3C and
Supplemental Fig. 9A), suggesting that excessive ROS levels can be
prevented. The detoxification of H2O2 as well as the reduction and
therefore recycling of peroxiredoxins is mediated by thiols such as
thioredoxins and glutathione [22]. Whereas mitochondrial thioredoxin
2 (TRX2) was unaltered in 13.5 dpc cHccs+/− and cHccs−/y hearts (Fig.
3C and Supplemental Fig. 9B), we detected slightly decreased levels of
reduced glutathione in cHccs+/− and cHccs−/y hearts, indicating its
consumption due to increased oxidation (Fig. 3D). ROS mediated cell
damage is detectable as protein carbonylation. Consistent with the acti-
vation of antioxidative mechanisms, no difference in the amount of
carbonylated proteins was detected in whole cHccs+/− and cHccs−/y

hearts compared to controls (Fig. 3E). Moreover, the ROS sensitive dye
dihydroethidiumdid not show altered staining in fresh frozen cardiac tis-
sue sections of cHccs+/− females (Supplemental Fig. 9C). In conclusion, in
13.5 dpc cHccs+/− hearts elevated ROS production appears to be
paralleled by increased ROS detoxification capacities, such that HCCS de-
ficient cells adapt to oxidative stress and keep ROS at physiological levels.

3.5. Upstream events of extrinsic and intrinsic apoptosis are activated in
embryonic cHccs+/− hearts

Mitochondrial dysfunction is a strong trigger for apoptosis due to
lack of ATP and excessive ROS production [23]. Although HCCS deficient
cardiomyocytes do not undergo cell death [6] and appear to control ROS
levels, we were still interested whether apoptosis is initiated. Our mi-
croarray data revealed induction of the death receptor genes Fas



Fig. 2. Activation of a mitochondrial UPR in HCCS deficient cardiomyocytes of the embryonic heart. (A) Immunofluorescence analyses showed increased expression and nuclear
localization of CHOP in HCCS deficient cardiomyocytes (see arrowheads) of 13.5 dpc cHccs+/− hearts. HCCS deficient cells are identified by GFP expression (see Methods) (scale bar =
25 μm, nuclei are stained in blue using TO-PRO-3). (B) The mitochondrial chaperone HSP60 is specifically induced in HCCS deficient (and therefore cytochrome c negative)
cardiomyocytes of 13.5 dpc cHccs+/− hearts (scale bar = 75 μm, nuclei are stained in blue using DAPI). (C) Western blot analyses confirmed increased protein expression of CHOP and
HSP60 in whole cHccs+/− and cHccs−/y hearts compared to controls (densitometric quantification n = 3–4 for CHOP, n = 7–8 for HSP60). (D) RNA expression of Ddit3 (encoding
CHOP) is only marginally increased in 13.5 dpc cHccs+/− hearts but shows robust induction in cHccs−/y males (qRT-PCR data, n = 3–5). (E) Cell fractionation of whole 13.5 dpc hearts
revealed induction of HSP60 specifically in the mitochondrial but not cytoplasmic compartment of cHccs+/− compared to control hearts. GAPDH and Complex II subunit 30 kDa (CII-
30) served as loading controls of cytoplasmic and mitochondrial fractions, respectively.
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(CD95) and Eda2r (Xedar) in 13.5 dpc cHccs+/− hearts compared to
controls (Supplemental Table 3), which was subsequently confirmed
by qRT-PCR analyses (Fig. 4A). In contrast, other death receptors were
not differentially expressed. Caspase 8 is themost important intracellu-
lar initiator of death receptor mediated (extrinsic) apoptosis, and we
detected enhanced immunostaining for caspase 8 in HCCS deficient
cardiomyocytes (Fig. 4B). Caspase 8 proteolytic activity, however, was
not increased in cHccs+/− or cHccs−/y compared to control hearts (Fig.
4C). In regard of upstream events of intrinsic apoptosis, our RNAmicro-
array data revealed induction of the pro-apoptotic Bcl-2 family member
Noxa (Pmaip1) in 13.5 dpc cHccs+/− hearts compared to controls, which
was confirmed by qRT-PCR (Fig. 4D). Furthermore, whereas total pro-
tein amounts of Bax are unaltered in 13.5 dpc cHccs+/− and cHccs−/y

hearts (Supplemental Fig. 10), using cell fractionation we detected in-
creased translocation of Bax to mitochondria in cHccs+/− hearts (Fig.
4E). Despite these indications for upstream activation of apoptosis, the



Fig. 3. Activation of antioxidative mechanism in HCCS deficient cardiomyocytes of the embryonic heart. (A) Immunofluorescence analyses reveal induction of the antioxidative enzymes
SOD2 and (B) peroxiredoxin 3 (PRDX3) specifically in HCCS deficient cardiomyocytes of 13.5 dpc cHccs+/− hearts (see arrowheads, scale bar =75 μm in (A) and 20 μm in (B), nuclei are
stained in blue using TO-PRO-3). (C)Western blot analyses confirmed induction of SOD2 and PRDX3 but not thioredoxin 2 (TRX2) in cHccs−/y hearts. Over-oxidation of PRDX, evident as
formation of SO3 groups, was not evident (n=3–5 per genotype). (D) The amount of reduced glutathione normalized to the overall protein amount is reduced in 13.5 dpc cHccs+/− (n=
7) and cHccs−/y (n = 3) hearts compared to controls (n = 7). (E) Carbonylation of proteins to indicate oxidative damage in whole 13.5 dpc hearts is not different between genotypes
(Hccs+/+ n = 8, cHccs+/− n = 6, cHccs−/y n = 4). (*P b 0.05, **P b 0.01).
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cell death signal is not transduced to downstream caspase 9 or effector
caspases 3 and 6 and does not lead to cleavage of the caspase substrate
PARP (Fig. 4F).

Caspase independent cell death (CICD) has been reported, which is
characterized by the release ofmitochondrial proteins such as apoptosis
inducing factor (AIF) and endonuclease G (EndoG) into the cytosol,
followed by their nuclear translocation and involvement in DNA
degradation in the absence of caspase cleavage [24]. Interestingly,
immunostaining revealed accumulation of AIF in HCCS deficient
cardiomyocytes of 13.5 dpc cHccs+/− hearts without nuclear transloca-
tion (Supplemental Fig. 11B). Consistently, cell fractionation did not
show increased amounts of AIF or EndoG in the cytosol of 13.5 dpc
cHccs+/− hearts compared to controls (Supplemental Fig. 11A). This
data suggests that CICD is not activated inHCCS deficient cardiomyocytes,
but increased mitochondrial AIF levels might contribute to antioxidative
defense as previously reported [25].

A regulated form of necrotic cell death has recently been described
(termed necroptosis), which is dependent on receptor interacting pro-
tein (RIP) 1 and 3. Both are recruited to the cytoplasmic domain of
death receptors (including Fas) and can induce necrosis in case apopto-
sis progression is inhibited [5]. RIP1 and 3 expression is induced in
cardiomyocytes in response to various stress stimuli as well as after



Fig. 4. Initial stages of intrinsic and extrinsic apoptosis are activated in 13.5 dpc cHccs+/− hearts. (A) Expression of death receptors Fas and Eda2r is increased in 13.5 dpc cHccs+/−

compared to control hearts, whereas other death receptors (DR5 (Tnfrsf10b) and 6 (Tnfrsf21), tumor necrosis factor receptor 1 (Tnfrsf1a)) are unaffected (qRT-PCR data, n = 5 per
genotype). (B) An antibody against activated caspase 8 shows enhanced immunofluorescence staining specifically in HCCS deficient cardiomyocytes of 13.5 dpc cHccs+/− hearts (see
arrowheads, scale bar =25 μm, nuclei are stained in blue using DAPI). (C) Measurement of caspase 8 proteolytic activity in 13.5 dpc hearts does not reveal differences between
genotypes (Hccs+/+ n = 7, cHccs+/− n = 5, cHccs−/y n = 2). (D) Expression of the pro-apoptotic Bcl-2 family member Noxa (Pmaip1) is increased in prenatal but not postnatal
cHccs+/− compared to control hearts (qRT-PCR data, n = 4–5 per genotype). (E) Cell fractionation identified increased amounts of Bax in the mitochondrial compartment of 13.5 dpc
cHccs+/− compared to control hearts. GAPDH and cytochrome c oxidase subunit IV (COXIV) served as loading controls for the cytoplasmic and mitochondrial fraction, respectively.
(F) Western blot analyses showed no evidence for cleavage of the initiator caspase 9, the effector caspases 3 and 6 or the caspase 3 substrate PARP in 13.5 dpc cHccs+/− compared to
control hearts. Liver tissue from mice treated with a Fas-agonistic antibody (Supplemental References 2) was used as positive control.
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myocardial infarction [26,27], but we did not find altered expression in
13.5 dpc cHccs+/− hearts compared to controls (Supplemental Fig. 11C
and D).

In summary, although certain upstream steps of the intrinsic and ex-
trinsic apoptosis cascade appear to be initiated in 13.5 dpc cHccs+/−

hearts, cell death is not executed, consistent with our previous finding
that HCCS deficient cardiomyocytes are not eliminated during develop-
ment but are still detectable in the postnatal heart [6].

3.6. NF-κB signaling and autophagy are not induced in HCCS deficient
cardiomyocytes

Death receptor activation is known to induce NF-κB signaling under
certain conditions, an important cardioprotective mechanism [28]. Pro-
tein expression of various components of the NF-κB pathway was unal-
tered in 13.5 dpc cHccs+/− hearts compared to controls, which also
include the inhibitory protein IκBα (Supplemental Fig. 14A). The lat-
ter binds the transcriptionally active NF-κB subunits p65/p52 in the
cytosol to prevent their nuclear translocation. Upon activation of
the pathway, IκBα is phosphorylated and targeted for degradation
thereby releasing p65/p52 into the nucleus [28]. Immunofluores-
cence analyses did not reveal enhanced nuclear localization of p65
in 13.5 dpc cHccs+/− hearts (Supplemental Fig. 14B). Strikingly how-
ever, HCCS deficient cardiomyoctes show cytoplasmic accumulation
of IκBα, suggesting that NF-κB signaling is specifically inhibited in
these cells (Supplemental Fig. 14C). The latter would be in agree-
ment with downregulation of c-Flip, a well characterized transcrip-
tional target of NF-κB [29], in cHccs+/− hearts (see below).

Autophagy is a catabolic cellular response important to overcome
times of nutrient starvation or stress. Upon mitochondrial dysfunction
autophagy initially protects against the consequences of oxidative stress
by removing unfolded or aggregated proteins and evenwhole damaged
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mitochondria (also referred to as mitophagy). Unrestrained autophagy,
however, has been shown to lead to cell death, at least in part utilizing
the apoptotic machinery [30]. We did not find evidence for activation
of autophagy in 13.5 dpc cHccs+/− hearts, based on reduced RNA ex-
pression of Atg5 and Atg12, both of which are required for induction of
autophagosomes, and unaltered protein levels of the initiation complex
composed of ATG5/ATG12 (Supplemental Fig. 15A and B). In addition,
immunofluorescence analyses did not show accumulation of LC3B
punctual staining in HCCS deficient cardiomyocytes (Supplemental
Fig. 15D). Surprisingly, when detecting p62, a protein rapidly degraded
upon autophagy progression, we found increased p62 levels in cHccs−/y

hearts (Supplemental Fig. 15C), indicating that autophagy appears to be
inhibited.

3.7. ARC is induced in HCCS deficient cardiomyocytes of the embryonic
heart but not required for their survival

The data described above suggest that, in addition to protective UPR
and antioxidative defense, more specific anti-apoptotic mechanisms
might be induced in HCCS deficient cardiomyocytes. Programmed cell
death is an energy consuming process, such that reduced ATP uponmito-
chondrial dysfunction could inhibit apoptosis progression. ATP levels
were normal in 13.5 dpc cHccs+/− an cHccs−/y hearts compared to con-
trols (Fig. 5A), however, confirming that ATP production does not primar-
ily depend on oxidative phosphorylation in embryonic cardiomyocytes
but can be met by other metabolic processes, such as glycolysis [31].

We then screened for apoptosis inhibitors whose induction might
contribute to survival of HCCS deficient cardiomyocytes, but did not
find evidence for an involvement of the anti-apoptotic Bcl-2 family
members Bcl-x or Mcl-1 based on unaltered protein expression (Fig.
5C) or immunostaining in 13.5 dpc cHccs+/− compared to control hearts
(Supplemental Fig. 12A and B). Also, RNA expression of Xiap (X-linked
inhibitor of apoptosis), Birc2 (baculoviral IAP repeat containing 2,
cIAP1) and Birc5 (survivin) was not different between the groups,
whereas c-Flip (CASP8 and FADD-like apoptosis regulator, Cflar) was
downregulated in cHccs+/− embryos on RNA level (Fig. 5B). Further-
more, none of these anti-apoptotic regulators showed differences on
the protein level in western blot experiments (Fig. 5C) or when specif-
ically analyzed in HCCS deficient cardiomyocytes by immunostaining
(Supplemental Figs. 12 and 13).

Strikingly however, we noticed an induction of Bcl-2 and apoptosis
repressor with caspase recruitment domain (ARC, encoded by the
Nol3 gene) in 13.5 dpc cHccs−/y male hearts (Fig. 5C). Consistently,
both proteins were increased in the HCCS deficient cell population of
13.5 dpc cHccs+/− females (Fig. 5D and E). ARC is the only known pro-
tein which can inhibit both extrinsic as well as intrinsic apoptosis [32]
and therefore represents an ideal candidate for protecting HCCS defi-
cient cells from cell death, especially considering that despite Bcl-2 the
majority of anti-apoptotic proteins were not induced. To functionally
prove the role of ARC in ourmodel,we used knockoutmice [33] tomon-
itor embryonic heart regeneration in the absence of ARC.We generated
cHccs+/−,Arc−/− and cHccs−/y,Arc−/− double knockoutmice and the re-
spective controls (Hccs+/+,Arc−/−). The lack of ARC protein was con-
firmed by western blot (Supplemental Fig. 16A). The absence of ARC
does not lead to embryonic lethality but results in normal cardiac mor-
phology in 13.5 dpc cHccs+/−,Arc−/− females aswell as cHccs−/y,Arc−/−

males (Fig. 6A). HCCS deficient cardiomyocytes are detectable in those
hearts (Fig. 6C), excluding their loss at earlier stages of development.
Also, inactivation of ARC does not result in apoptosis of HCCS deficient
cardiomyocytes in 13.5 dpc cHccs+/−,Arc−/− hearts, as revealed by
TUNEL staining (Fig. 6B) and absence of caspase 3 cleavage (Supple-
mental Fig. 16B). Surprisingly, TUNEL staining is reduced in the
ventricular myocardium of 13.5 dpc cHccs+/−,Arc−/− female and
cHccs−/y,Arc−/− male embryos compared to controls (Fig. 6B). These
data suggest that HCCS and cytochrome c deficiency in combination
with the induction of cell protective mechanisms accomplish apoptosis
inhibition. It furthermore implies functional redundancy between
various survival pathways in HCCS deficient cardiomyocytes. How-
ever, we did not detect induction of other anti-apoptotic proteins
in cHccs+/−,Arc−/− hearts to compensate for the absence of ARC
(Fig. 6D–F), whereas mitochondrial UPR (Supplemental Fig. 17)
and antioxidative defense (Fig. 6C) were still activated in HCCS defi-
cient cells. ARC has been shown to attenuate ER stress in pancreatic β
cells [34], but the absence of ARC does not alter the UPR gene pro-
gram (Supplemental Fig. 16C) and does not induce ER stress (Sup-
plemental Fig. 16D) in the hearts of 13.5 dpc cHccs+/−,Arc−/−

females or cHccs−/y,Arc−/− males. In summary, this data indicates
that ARC is not required for survival of embryonic cardiomyocytes
experiencing mitochondrial dysfunction.

3.8. ARC is not required for survival of HCCS deficient cardiomyocytes after
birth

Finally, we investigated postnatal development of cHccs+/−,Arc−/−

females to monitor a potential loss of HCCS deficient cardiomyocytes
at later stages. cHccs+/−,Arc−/− females survived to adulthood and ex-
hibit normal heart size (Supplemental Table 5). In addition, echocardi-
ography revealed normal LV dimensions, wall thickness and
contractility at the age of 8 weeks (Supplemental Table 5). A small pop-
ulation of HCCS deficient cardiomyocyteswas still detectable within the
left ventricular myocardium of neonatal (Fig. 7B), 3 week (Supplemen-
tal Fig. 18A) and 8 week old cHccs+/−,Arc−/− females (Fig. 7C), identi-
fied by the lack of cytochrome c and strong HSP60 staining. TUNEL
staining was not different between genotypes at birth or after 8 weeks
(Fig. 7A), indicating unaltered cell death. Loss of cardiomyocytes in the
adult heart is compensated for bymyocardial tissue remodeling charac-
terized by increased extracellularmatrix deposition resulting in intersti-
tial fibrosis. Although fibrosis is slightly increased in cHccs+/−,Arc−/−

compared to Hccs+/+,Arc−/− hearts (Fig. 7D and Supplemental
Fig. 18B), this difference does not reach statistical significance. In agree-
ment, expression of fetal genes (i.e. “heart failure markers” ANF and
BNP) was not different between genotypes (Fig. 7E), indicating that
adult cHccs+/−,Arc−/− females do not experience cardiac stress. Taken
together these data indicate that ARC is not required for survival of
HCCS deficient cardiomyocytes during postnatal life.

4. Discussion

The data presented here demonstrate an impressive ability of em-
bryonic cardiomyocytes to adapt to metabolic stress imposed by mito-
chondrial dysfunction. The parallel activation of a multitude of cell
protective mechanisms regulating protein homeostasis, antioxidative
defense and apoptosis is likely to contribute to cell survival. Whereas
the response to injury and cell damage is intensively studied in the
adult heart to understand the pathogenesis of heart disease, much less
is known about adaptations to pathological conditions in embryonic
cardiomyocytes. In this regard, our study provides a systematic and
comprehensive characterization of stress response mechanisms in the
prenatal heart, which might help to better understand intrauterine im-
pairment of heart development by toxins and drugs, congenital heart
disease or even prenatal origins of postnatal cardiac dysfunction.

A limitation of our study is the use of whole 13.5 dpc cHccs+/− hearts
containing a tissue mosaic of healthy and HCCS deficient cardiomyocytes
for RNA andprotein expression analyses. Subtle changes in one of the two
cell populations are easilymissed if not sufficient to alter expression levels
in whole heart samples. For the HCCS deficient cell population we
addressed this issue by including cHccs−/ymale hearts, resembling a com-
plete cardiac Hccs knockout, as reference. The latter, however, die shortly
after 13.5 dpc, most likely due to heart failure, such that certain changes
might be associated with cardiac rather than mitochondrial dysfunction.
Furthermore, no suitable reference is available to detect gene expression
changes specific for the healthy cardiomyocyte population. Consequently,



Fig. 5.ARC and Bcl-2 are induced inHCCS deficient cardiomyocytes of the embryonic heart. (A) ATP levels are not altered inwhole cHccs+/− (n=8) and cHccs−/y (n=3)hearts compared
to controls (n = 8). (B) RNA expression of various inhibitors of apoptosis is either unchanged or reduced in 13.5 dpc cHccs+/− compared to control hearts (qRT-PCR data, n = 7–9 per
genotype). (C) Protein levels of the apoptosis inhibitors ARC and Bcl-2 are induced in 13.5 dpc cHccs−/y hearts compared to controls. In contrast, protein levels of other apoptosis
inhibitors are not different between genotypes (densitometric quantification n = 3–5 per genotype). (D) Immunofluorescence analyses showed induction of ARC specifically in HCCS
deficient cardiomyocytes of 13.5 dpc cHccs+/− hearts (see arrowheads, scale bar = 25 μm, nuclei are stained in blue using DAPI). (E) Bcl-2 is specifically induced in HCCS deficient
cardiomyocytes (see arrowheads) of 13.5 dpc cHccs+/− hearts. HCCS deficient cells are detected based on GFP expression (see Methods) (scale bar = 10 μm, nuclei are stained in blue
using DAPI). (*P b 0.05, **P b 0.01, ***P b 0.001).
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Fig. 6. ARC is not required for survival of HCCS deficient cardiomyocytes in the embryonic heart. (A) Morphologically, hearts of 13.5 dpc cHccs+/−,ARC−/− and cHccs−/y,ARC−/− embryos
are not different compared to cHccs+/+,ARC−/− littermates (H&E staining, scale bar=200 μm). (B) TUNEL staining is reduced in 13.5 dpc cHccs+/−,ARC−/− and cHccs−/y,ARC−/− compared
to cHccs+/+,ARC−/− hearts (n=3per genotype, *P b 0.05 versus cHccs+/+,ARC−/−). (C) HCCS deficient cardiomyocytes are readily detectable by immunofluorescence staining in 13.5 dpc
cHccs+/−,ARC−/− hearts (see arrowheads), and show induction of SOD2 (scale bar = 25 μm, nuclei are stained in blue using DAPI). (D) RNA expression of various apoptosis inhibitors is
either reduced or unchanged in 13.5 dpc cHccs+/−,ARC−/− and cHccs−/y,ARC−/− compared to control hearts (qRT-PCR data, n = 5–6 per genotype, *P b 0.05 versus cHccs+/+,ARC−/−).
(E) Western blot analyses of apoptosis regulators in 13.5 dpc Hccs+/+ and cHccs+/− hearts in the presence or absence of ARC (ARC+/+ or ARC−/−, respectively). (F) Protein levels of
apoptosis inhibitors are not altered by the absence of ARC (compare Hccs+/+,ARC+/+ and Hccs+/+,ARC−/−) and also not different in 13.5 dpc cHccs+/−,ARC−/− compared to Hccs+/+,ARC−/−

hearts (densitometric quantification n= 3).
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we do not claim to provide a full list of differentially expressed genes in
the regenerating cHccs+/− heart, but further studies will be required to
more thoroughly define gene expression changes in the healthy versus
HCCS deficient cell population.

Removing the important apoptosis inhibitor ARC from the embryonic
cHccs+/− heart does not result in cell death of HCCS deficient
cardiomyocytes. This points to functional redundancy between apoptosis
inhibitors, such that other factors might compensate for the loss of ARC.
We did not find evidence for induction of other apoptosis inhibitors in
cHccs+/−/Arc−/− compared to cHccs+/−/Arc+/+hearts on theRNAor pro-
tein level, but this certainly does not exclude a functional compensation.
Additionally, other factors not investigated in this study could play a
role. Similar to ARC, Bcl-2 is induced in HCCS deficient cardiomyocytes,
such that it is well possible that Bcl-2 but not ARC fulfills the main anti-
apoptotic function. We considered ARC more likely to be essential, given
its ability to inhibit extrinsic aswell as intrinsic apoptosis, necrosis and at-
tenuate ER stress [32,34,35]. In contrast, Bcl-2 mainly acts as inhibitor of
intrinsic apoptosis without appreciable functions within the extrinsic
pathway [36]. Bcl-2 has recently emerged as an important regulator of au-
tophagy in the heart by inhibiting Beclin1 mediated autophagosome for-
mation [37], which could be its main function in HCCS deficient cells,
given that autophagy is not induced in cHccs+/− hearts.

An important consideration when assessing survival of HCCS defi-
cient cardiomyocytes in the embryonic heart is their lack of cytochrome



Fig. 7. HCCS deficient cardiomyocytes survive in the postnatal heart in the absence of ARC. (A) Apoptosis rates (assessed by TUNEL staining) in the LV myocardium are not different
between cHccs+/−,ARC−/− and Hccs+/+,ARC−/− females at birth (P1, n = 5) or at the age of 8 weeks (n = 5). (B) HCCS deficient cardiomyocytes are readily detectable in the LV
myocardium of neonatal cHccs+/−,ARC−/− hearts and identified by strong HSP60 expression (see arrowheads, scale bar = 25 μm). (C) HCCS deficient cardiomyocytes (see
arrowheads) are identified in the LV myocardium of adult cHccs+/−,ARC−/− females (scale bar = 25 μm, nuclei are stained in blue using TO-PRO-3 in (B) and (C)). (D) At the age of
8 weeks, cHccs+/−,ARC−/− (n = 6) hearts show slightly increased fibrosis within the LV myocardium compared to cHccs+/+,ARC−/− (n = 5) females, although this difference does
not reach statistical significance. (E) RNA expression of heart failure marker genes Nppb (BNP, brain natriuretic peptide) and Nppa (ANF, atrial natriuretic factor) is not different in
Hccs+/+,ARC−/− (n = 6) compared to cHccs+/−,ARC−/− (n = 4) adult hearts (qRT-PCR data).
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c, a key mediator of mitochondrial apoptosis [23]. Cytochrome c defi-
cient cells are resistant to intrinsic but hypersensitive to extrinsic apo-
ptotic stimuli [38]. Although initial events of extrinsic apoptosis are
induced in HCCS deficient cardiomyocytes, cell death is not executed,
arguing against a sensitizing role of cytochrome c deficiency in this
model. Also, various caspase-independent cell death (CICD) mecha-
nisms have been characterized, which do not depend on cytochrome c
release from mitochondria. Therefore, although the lack of cytochrome
c might contribute to survival of HCCS deficient cardiomyocytes, given
the multitude of protective mechanisms activated in these cells the un-
derlying mechanism is likely to be more complex. Upon other CICD
mechanisms, we excluded release and nuclear translocation of mito-
chondrial proteins such as AIF and EndoG [24]. This argues against a
loss of mitochondrial membrane integrity, as seen upon opening of
the mitochondrial membrane transition pore, loss of mitochondrial
membrane potential and rupture of the organelle [5]. The latter chain
of events can lead tonecrotic cell death,whichwedid not directly inves-
tigate in this study. Furthermore, a non-canonical cell death pathway in
HCCS deficient cells of the brain and eye depending on caspase 9 activa-
tion inside mitochondria has recently been described in fish [39]. We
did not find evidence for such a mechanism in the embryonic mouse
heart, and consistently, Hccs knockdown does not induce apoptosis in
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the fish heart [39]. Finally, we have previously shown that HCCS defi-
cient tissue volume is not reduced but stays constant during heart de-
velopment of cHccs+/− females [6]. Here we show that HCCS deficient
cardiomyocytes are detectable in the adult heart. This clearly indicates
that any type of cell death is not executed but HCCS deficient
cardiomyocytes are protected during pre- and postnatal life.

HCCS deficient cardiomyocytes appear to be exposed to mild oxida-
tive stress, as indicated by the induction of SOD2 and PRDX3 as well as
the oxidation of glutathione in cHccs−/y male hearts. Carbonylation of
proteins, an indication for ROS mediated damage, was not detected,
however, suggesting that the antioxidative defense is sufficient to
keep ROS at low levels. It has previously been proposed that moderate
mitochondrial dysfunction can indeed be cell protective by inducing a
range of adaptive mechanisms, similar to those identified in this study
[16,18]. Such adaptations to mitochondrial dysfunction mediate life
span extension in worms [40], supporting certain beneficial effects. In-
terestingly, the latter appears to require the intrinsic apoptosis pathway
[41]. The protection of metabolically impaired cardiomyocytes in the
embryo and fetus might ensure a maximal growth plasticity of the
developing heart to respond to endogenous, environmental ormaternal
conditions. On the other hand, the survival of HCCS deficient
cardiomyocytesmight come at the expense ofmaintaining a suboptimal
cell population in the heart, which could have consequences for the
peri- or postnatal heart by leading to structural defects or increased dis-
ease susceptibility in adulthood. In this regard, a subset of cHccs+/− fe-
males develops arrhythmias and cardiomyopathies upon ageing [6].
Apart from maintaining tissue integrity, the survival of HCCS deficient
cardiomyocytes might also be directly required for embryonic heart re-
generation by signaling to the healthy cell population. Cells harboring
defective mitochondria have been shown to secret soluble factors (re-
ferred to as “mitokines”) to signal to neighbouring cells or even distant
organs. For example, FGF21 is secreted fromvarious organs in response to
mitochondrial dysfunction, including the heart, and can alter systemic
metabolism [42,43]. Also, life span expansion in worms can be achieved
by disturbing mitochondrial function in a tissue specific manner, thereby
inducing a cell-non-autonomous response in distant organs [40]. Finally,
defective and dying cells can induce compensatory proliferation in
neighbouring healthy cells to restore tissue homeostasis or allow
wound healing [44,45]. It is therefore conceivable that HCCS deficient
cardiomyocytes fulfill a similar function in embryonic cHccs+/− hearts.

The fact that death receptors Fas and Eda2r as well as caspase 8 ap-
pear to be induced in HCCS deficient cardiomyocytes of the embryonic
heart without pro-apoptotic caspase 8 activation raises the question
about the purpose of such response. Death receptor signaling can result
in various cellular outcomes including apoptosis, necroptosis, NFkB ac-
tivation and cell survival. Upon ligand binding, several proteins, includ-
ing pro-caspase 8, are recruited to the cytoplasmic domain of death
receptors and subsequent cell fate decisionswill dependon intracellular
signaling, metabolism and redox status [5], but do not necessarily re-
quire pro-apoptotic caspase 8 cleavage [46]. So the lack of caspase 8 ac-
tivation in HCCS deficient cardiomyocytes does not exclude the
initiation of death receptor signaling. Furthermore, apart from its well
characterized role as initiator caspase, caspase 8 is essential for embry-
onic development and serves pro-survival functions by inhibiting RIP1/
RIP3 dependent programmed necrosis [47,48], and these two roles ap-
pear to be functionally distinct [49]. Nevertheless, both seem to require
caspase 8 proteolytic activity, which we found not to be increased in
cHccs+/− hearts. Interestingly, scaffolding but not catalytic functions of
caspase 8mediate certain inflammatory responses [50] and Fasmediat-
ed chemokine production of apoptotic cells has been shown to require a
complex of pro-caspase 8, FADD andRIP1 independent of caspase 8 pro-
teolytic activity [51]. Such a mechanism could be involved in the secre-
tion of “mitokines” from HCCS deficient cardiomyocytes, as discussed
above.

Our data support the notion that embryonic and fetal cardiomyocytes
are resistant to various stress stimuli. In contrast, disruption of
mitochondrial function and increased ROS production in the adult
heart often causes cell death, as observedupon ischemia/reperfusion in-
jury or doxorubicin induced cardiotoxicity [21,52]. Strikingly, the latter
appears to induce different apoptotic mechanisms in immature versus
adult cardiomyocytes [53]. Such data support the hypothesis that a pro-
tective signaling network in prenatal cardiomyocytes is altered upon
maturation and terminal differentiation. Interestingly, we observed
sustained induction of HSP60 in HCCS deficient cardiomyoytes of the
adult cHccs+/− heart, suggesting that once programmed during prena-
tal development, at least certain factors of the protective machinery re-
main activated during postnatal life. Reactivation of such embryonic
stress response in the adult or ageing heart might therefore provide
new therapeutic strategies for cardioprotection.

Disclosures

None.

Acknowledgements

We thank Anja Conrad, Beatrice Leip, Gabriele Born, Sabine
Schmidt and Simon Pyschny for technical assistance and Martin
Taube for performing echocardiography measurements. This work
was supported by the German Research Foundation (Deutsche
Forschungsgemeinschaft, grant number DR 446/3-1).

Appendix A. Supplementary data

Supplementary data to this article can be found online at http://dx.
doi.org/10.1016/j.yjmcc.2016.04.007.

References

[1] R.S. Whelan, V. Kaplinskiy, R.N. Kitsis, Cell death in the pathogenesis of heart dis-
ease: mechanisms and significance, Annu. Rev. Physiol. 72 (2010) 19–44.

[2] M.A. Laflamme, C.E. Murry, Heart regeneration, Nature 473 (2011) 326–335.
[3] S. Kostin, L. Pool, A. Elsässer, S. Hein, H.C. Drexler, E. Arnon, Y. Hayakawa, R.

Zimmermann, E. Bauer, W.P. Klövekorn, J. Schaper, Myocytes die by multiple mech-
anisms in failing human hearts, Circ. Res. 92 (2003) 715–724.

[4] H. Nakayama, X. Chen, C.P. Baines, R. Klevitsky, X. Zhang, H. Zhang, N. Jaleel, B.H. Chua,
T.E. Hewett, J. Robbins, S.R.Houser, J.D.Molkentin, Ca2+- andmitochondrial-dependent
cardiomyocyte necrosis as a primarymediator of heart failure, J. Clin. Invest. 117 (2007)
2431–2444.

[5] G. Kung, K. Konstantinidis, R.N. Kitsis, Programmed necrosis, not apoptosis, in the
heart, Circ. Res. 108 (2011) 1017–1036.

[6] J.D. Drenckhahn, Q.P. Schwarz, S. Gray, A. Laskowski, H. Kiriazis, Z. Ming, R.P. Harvey,
X.J. Du, D.R. Thorburn, T.C. Cox, Compensatory growth of healthy cardiac cells in the
presence of diseased cells restores tissue homeostasis during heart development,
Dev. Cell 15 (2008) 521–533.

[7] A.C. Sturzu, K. Rajarajan, D. Passer, K. Plonowska, A. Riley, T.C. Tan, A. Sharma, A.F.
Xu, M.C. Engels, R. Feistritzer, G. Li, M.K. Selig, R. Geissler, K.D. Robertson, M.
Scherrer-Crosbie, I.J. Domian, S.M. Wu, Fetal mammalian heart generates a robust
compensatory response to cell loss, Circulation 132 (2015) 109–121.

[8] K.L. Fujimoto, K.C. Clause, L.J. Liu, J.P. Tinney, S. Verma, W.R. Wagner, B.B. Keller, K.
Tobita, Engineered fetal cardiac graft preserves its cardiomyocyte proliferationwith-
in postinfarcted myocardium and sustains cardiac function, Tissue Eng. A 17 (2011)
585–596.

[9] H. Reinecke, M. Zhang, T. Bartosek, C.E. Murry, Survival, integration, and differenti-
ation of cardiomyocyte grafts: a study in normal and injured rat hearts, Circulation
100 (1999) 193–202.

[10] T. Kubin, J. Pöling, S. Kostin, P. Gajawada, S. Hein, W. Rees, A. Wietelmann, M.
Tanaka, H. Lörchner, S. Schimanski, M. Szibor, H. Warnecke, T. Braun, Oncostatin
M is a major mediator of cardiomyocyte dedifferentiation and remodeling, Cell
Stem Cell 9 (2011) 420–432.

[11] J. Ausma, F. Thoné, G.D. Dispersyn, W. Flameng, J.L. Vanoverschelde, F.C. Ramaekers,
M. Borgers, Dedifferentiated cardiomyocytes from chronic hibernating myocardium
are ischemia-tolerant, Mol. Cell. Biochem. 186 (1998) 159–168.

[12] G.D. Dispersyn, L. Mesotten, B. Meuris, A. Maes, L. Mortelmans, W. Flameng, F.
Ramaekers, M. Borgers, Dissociation of cardiomyocyte apoptosis and dedifferentia-
tion in infarct border zones, Eur. Heart J. 23 (2002) 849–857.

[13] M. Rajabi, C. Kassiotis, P. Razeghi, H. Taegtmeyer, Return to the fetal gene program
protects the stressed heart: a strong hypothesis, Heart Fail. Rev. 12 (2007) 331–343.

[14] C. Hetz, The unfolded protein response: controlling cell fate decisions under ER
stress and beyond, Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 13 (2012) 89–102.

http://dx.doi.org/10.1016/j.yjmcc.2016.04.007
http://dx.doi.org/10.1016/j.yjmcc.2016.04.007
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0005
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0005
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0010
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0015
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0015
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0015
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0020
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0020
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0020
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0020
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0020
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0025
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0025
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0030
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0030
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0030
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0030
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0035
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0035
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0035
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0035
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0040
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0040
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0040
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0040
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0045
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0045
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0045
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0050
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0050
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0050
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0050
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0055
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0055
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0055
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0060
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0060
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0060
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0065
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0065
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0070
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0070


14 M. Magarin et al. / Journal of Molecular and Cellular Cardiology 97 (2016) 1–14
[15] J. Gallinetti, E. Harputlugil, J.R. Mitchell, Amino acid sensing in dietary-restriction-
mediated longevity: roles of signal-transducing kinases GCN2 and TOR, Biochem. J.
449 (2013) 1–10.

[16] B.M. Baker, A.M. Nargund, T. Sun, C.M. Haynes, Protective coupling of mitochondrial
function and protein synthesis via the eIF2α kinase GCN-2, PLoS Genet. 8 (2012),
e1002760.

[17] Q. Zhao, J. Wang, I.V. Levichkin, S. Stasinopoulos, M.T. Ryan, N.J. Hoogenraad, A mi-
tochondrial specific stress response in mammalian cells, EMBO J. 21 (2002)
4411–4419.

[18] M.W. Pellegrino, A.M. Nargund, C.M. Haynes, Signaling the mitochondrial unfolded
protein response, Biochim. Biophys. Acta 2013 (1833) 410–416.

[19] J.E. Aldridge, T. Horibe, N.J. Hoogenraad, Discovery of genes activated by the mito-
chondrial unfolded protein response (mtUPR) and cognate promoter elements,
PLoS ONE 2 (2007), e874.

[20] S.C. Kim, J.P. Stice, L. Chen, J.S. Jung, S. Gupta, Y. Wang, G. Baumgarten, J. Trial, A.A.
Knowlton, Extracellular heat shock protein 60, cardiac myocytes, and apoptosis,
Circ. Res. 105 (2009) 1186–1195.

[21] Y.R. Chen, J.L. Zweier, Cardiac mitochondria and reactive oxygen species generation,
Circ. Res. 114 (2014) 524–537.

[22] X.G. Lei, J.H. Zhu,W.H. Cheng, Y. Bao, Y.S. Ho, A.R. Reddi, A. Holmgren, E.S. Arnér, Par-
adoxical roles of antioxidant enzymes: basic mechanisms and health implications,
Physiol. Rev. 96 (2016) 307–364.

[23] S.W. Tait, D.R. Green, Mitochondria and cell death: outer membrane perme-
abilization and beyond, Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 11 (2010) 621–632.

[24] L.A. Pradelli, M. Bénéteau, J.E. Ricci, Mitochondrial control of caspase-dependent and
-independent cell death, Cell. Mol. Life Sci. 67 (2010) 1589–1597.

[25] V.P. van Empel, A.T. Bertrand, R. van der Nagel, S. Kostin, P.A. Doevendans, H.J. Crijns,
E. de Wit, W. Sluiter, S.L. Ackerman, L.J. De Windt, Downregulation of apoptosis-
inducing factor in harlequin mutant mice sensitizes the myocardium to oxidative
stress-related cell death and pressure overload-induced decompensation, Circ. Res.
96 (2005) e92–e101.

[26] T. Zhang, Y. Zhang, M. Cui, L. Jin, Y. Wang, F. Lv, Y. Liu, W. Zheng, H. Shang, J. Zhang,
M. Zhang, H. Wu, J. Guo, X. Zhang, X. Hu, C.M. Cao, R.P. Xiao, CaMKII is a RIP3 sub-
strate mediating ischemia- and oxidative stress-induced myocardial necroptosis,
Nat. Med. 22 (2016) 175–182.

[27] V. Budhram-Mahadeo, R. Fujita, S. Bitsi, P. Sicard, R. Heads, Co-expression of
POU4F2/Brn-3b with p53 may be important for controlling expression of pro-
apoptotic genes in cardiomyocytes following ischaemic/hypoxic insults, Cell Death
Dis. 5 (2014), e1503.

[28] J.W. Gordon, J.A. Shaw, L.A. Kirshenbaum, Multiple facets of NF-κB in the heart: to be
or not to NF-κB, Circ. Res. 108 (2011) 1122–1132.

[29] O. Micheau, S. Lens, O. Gaide, K. Alevizopoulos, J. Tschopp, NF-kappaB signals induce
the expression of c-FLIP, Mol. Cell. Biol. 21 (2001) 5299–5305.

[30] G. Mariño, M. Niso-Santano, E.H. Baehrecke, G. Kroemer, Self-consumption: the in-
terplay of autophagy and apoptosis, Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 15 (2014) 81–94.

[31] H. Taegtmeyer, S. Sen, D. Vela, Return to the fetal gene program: a suggested meta-
bolic link to gene expression in the heart, Ann. N. Y. Acad. Sci. 1188 (2010) 191–198.

[32] Y.J. Nam, K. Mani, A.W. Ashton, C.F. Peng, B. Krishnamurthy, Y. Hayakawa, P. Lee, S.J.
Korsmeyer, R.N. Kitsis, Inhibition of both the extrinsic and intrinsic death pathways
through nonhomotypic death-fold interactions, Mol. Cell 15 (2004) 901–912.

[33] S. Donath, P. Li, C. Willenbockel, N. Al-Saadi, V. Gross, T. Willnow, M. Bader, U.
Martin, J. Bauersachs, K.C. Wollert, R. Dietz, R. von Harsdorf, German Heart Failure
Network, Apoptosis repressor with caspase recruitment domain is required for
cardioprotection in response to biomechanical and ischemic stress, Circulation
113 (2006) 1203–1212.

[34] W.M. McKimpson, J. Weinberger, L. Czerski, M. Zheng, M.T. Crow, J.E. Pessin, S.C.
Chua Jr., R.N. Kitsis, The apoptosis inhibitor ARC alleviates the ER stress response
to promote β-cell survival, Diabetes 62 (2013) 183–193.

[35] G. Kung, P. Dai, L. Deng, R.N. Kitsis, A novel role for the apoptosis inhibitor ARC in sup-
pressing TNFα-induced regulated necrosis, Cell Death Differ. 21 (2014) 634–644.
[36] P.E. Czabotar, G. Lessene, A. Strasser, J.M. Adams, Control of apoptosis by the BCL-2
protein family: implications for physiology and therapy, Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 15
(2014) 49–63.

[37] Y. Maejima, S. Kyoi, P. Zhai, T. Liu, H. Li, A. Ivessa, S. Sciarretta, D.P. Del Re, D.K.
Zablocki, C.P. Hsu, D.S. Lim, M. Isobe, J. Sadoshima, Mst1 inhibits autophagy by pro-
moting the interaction between Beclin1 and Bcl-2, Nat. Med. 19 (2013) 1478–1488.

[38] K. Li, Y. Li, J.M. Shelton, J.A. Richardson, E. Spencer, Z.J. Chen, X. Wang, R.S. Williams,
Cytochrome c deficiency causes embryonic lethality and attenuates stress-induced
apoptosis, Cell 101 (2000) 389–399.

[39] A. Indrieri, I. Conte, G. Chesi, A. Romano, J. Quartararo, R. Tatè, D. Ghezzi, M. Zeviani,
P. Goffrini, I. Ferrero, P. Bovolenta, B. Franco, The impairment of HCCS leads to MLS
syndrome by activating a non-canonical cell death pathway in the brain and eyes,
EMBO Mol. Med. 5 (2013) 280–293.

[40] J. Durieux, S. Wolff, A. Dillin, The cell-non-autonomous nature of electron transport
chain-mediated longevity, Cell 144 (2011) 79–91.

[41] C. Yee, W. Yang, S. Hekimi, The intrinsic apoptosis pathway mediates the pro-
longevity response to mitochondrial ROS in C. elegans, Cell 157 (2014) 897–909.

[42] K.H. Kim, Y.T. Jeong, H. Oh, S.H. Kim, J.M. Cho, Y.N. Kim, S.S. Kim, d.H. Kim, K.Y. Hur,
H.K. Kim, T. Ko, J. Han, H.L. Kim, J. Kim, S.H. Back, M. Komatsu, H. Chen, D.C. Chan, M.
Konishi, N. Itoh, C.S. Choi, M.S. Lee, Autophagy deficiency leads to protection from
obesity and insulin resistance by inducing Fgf21 as a mitokine, Nat. Med. 19
(2013) 83–92.

[43] S.A. Dogan, C. Pujol, P. Maiti, A. Kukat, S. Wang, S. Hermans, K. Senft, R. Wibom, E.I.
Rugarli, A. Trifunovic, Tissue-specific loss of DARS2 activates stress responses inde-
pendently of respiratory chain deficiency in the heart, Cell Metab. 19 (2014)
458–469.

[44] T. Nishina, S. Komazawa-Sakon, S. Yanaka, X. Piao, D.M. Zheng, J.H. Piao, Y. Kojima, S.
Yamashina, E. Sano, T. Putoczki, T. Doi, T. Ueno, J. Ezaki, H. Ushio, M. Ernst, K.
Tsumoto, K. Okumura, H. Nakano, Interleukin-11 links oxidative stress and compen-
satory proliferation, Sci. Signal. (2012) 5:ra5.

[45] F. Li, Q. Huang, J. Chen, Y. Peng, D.R. Roop, J.S. Bedford, C.Y. Li, Apoptotic cells activate
the "phoenix rising" pathway to promote wound healing and tissue regeneration,
Sci. Signal. (2010) 3:ra13.

[46] A. Oberst, D.R. Green, It cuts both ways: reconciling the dual roles of caspase 8 in cell
death and survival, Nat. Rev. Mol. Cell Biol. 12 (11) (Oct 21 2011) 757–763.

[47] W.J. Kaiser, J.W. Upton, A.B. Long, D. Livingston-Rosanoff, L.P. Daley-Bauer, R.
Hakem, T. Caspary, E.S. Mocarski, RIP3 mediates the embryonic lethality of
caspase-8-deficient mice, Nature 471 (2011) 368–372.

[48] A. Oberst, C.P. Dillon, R. Weinlich, L.L. McCormick, P. Fitzgerald, C. Pop, R. Hakem,
G.S. Salvesen, D.R. Green, Catalytic activity of the caspase-8-FLIP(L) complex inhibits
RIPK3-dependent necrosis, Nature 471 (2011) 363–367.

[49] T.B. Kang, G.S. Oh, E. Scandella, B. Bolinger, B. Ludewig, A. Kovalenko, D. Wallach,
Mutation of a self-processing site in caspase-8 compromises its apoptotic but not
its nonapoptotic functions in bacterial artificial chromosome-transgenic mice, J.
Immunol. 181 (2008) 2522–2532.

[50] S. Kang, T. Fernandes-Alnemri, C. Rogers, L. Mayes, Y. Wang, C. Dillon, L. Roback, W.
Kaiser, A. Oberst, J. Sagara, K.A. Fitzgerald, D.R. Green, J. Zhang, E.S. Mocarski, E.S.
Alnemri, Caspase-8 scaffolding function and MLKL regulate NLRP3 inflammasome
activation downstream of TLR3, Nat. Commun. 6 (2015) 7515.

[51] S.P. Cullen, C.M. Henry, C.J. Kearney, S.E. Logue, M. Feoktistova, G.A. Tynan, E.C.
Lavelle, M. Leverkus, S.J. Martin, Fas/CD95-induced chemokines can serve as "find-
me" signals for apoptotic cells, Mol. Cell 49 (2013) 1034–1048.

[52] F.S. Carvalho, A. Burgeiro, R. Garcia, A.J. Moreno, R.A. Carvalho, P.J. Oliveira,
Doxorubicin-induced cardiotoxicity: from bioenergetic failure and cell death to car-
diomyopathy, Med. Res. Rev. 34 (2014) 106–135.

[53] E.A. Konorev, S. Vanamala, B. Kalyanaraman, Differences in doxorubicin-induced ap-
optotic signaling in adult and immature cardiomyocytes, Free Radic. Biol. Med. 45
(2008) 1723–1728.

http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0075
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0075
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0075
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0080
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0080
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0080
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0085
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0085
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0085
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0090
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0090
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0095
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0095
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0095
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0100
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0100
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0100
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0105
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0105
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0110
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0110
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0110
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0115
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0115
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0120
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0120
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0125
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0125
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0125
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0125
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0125
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0130
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0130
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0130
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0130
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0135
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0135
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0135
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0135
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0140
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0140
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0145
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0145
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0150
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0150
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0155
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0155
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0160
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0160
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0160
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0165
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0165
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0165
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0165
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0165
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0170
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0170
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0170
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0175
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0175
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0180
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0180
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0180
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0185
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0185
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0185
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0190
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0190
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0190
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0195
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0195
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0195
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0195
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0200
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0200
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0205
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0205
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0210
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0210
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0210
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0210
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0210
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0215
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0215
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0215
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0215
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0220
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0220
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0220
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0220
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0225
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0225
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0225
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0230
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0230
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0235
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0235
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0235
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0240
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0240
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0240
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0245
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0245
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0245
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0245
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0250
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0250
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0250
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0250
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0255
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0255
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0255
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0260
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0260
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0260
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0265
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0265
http://refhub.elsevier.com/S0022-2828(16)30073-6/rf0265


Genomics Data 9 (2016) 145–147

Contents lists available at ScienceDirect

Genomics Data

j ourna l homepage: www.e lsev ie r .com/ locate /gdata
Data in brief
Transcriptional profiling of regenerating embryonic mouse hearts
Manuela Magarin a, Herbert Schulz a,b, Ludwig Thierfelder a, Jörg-Detlef Drenckhahn a,c,⁎
a Max-Delbrück-Center for Molecular Medicine, Berlin, Germany
b Cologne Center for Genomics, University of Cologne, Cologne, Germany
c Department of Pediatric Cardiology, University Hospital Münster, Münster, Germany
O

Se
Se

D
E

E

C
Sa

⁎ Corresponding author.
E-mail address: Joerg.Drenckhahn@ukmuenster.de (J.-

http://dx.doi.org/10.1016/j.gdata.2016.08.009
2213-5960/© 2016 Published by Elsevier Inc. This is an op
a b s t r a c t
a r t i c l e i n f o
Article history:
Received 5 August 2016
Accepted 11 August 2016
Available online 12 August 2016
The postnatal mammalian heart is considered a terminally differentiated organ unable to efficiently regenerate
after injury. In contrast, we have recently shown a remarkable regenerative capacity of the prenatal heart
using myocardial tissue mosaicism for mitochondrial dysfunction in mice. This model is based on inactivation
of the X-linked gene encoding holocytochrome c synthase (Hccs) specifically in the developing heart. Loss of
HCCS activity results in respiratory chain dysfunction, disturbed cardiomyocyte differentiation and reduced
cell cycle activity. The Hccs gene is subjected to X chromosome inactivation, such that in females heterozygous
for the heart conditionalHccs knockout approximately 50% of cardiac cells keep the defective X chromosome ac-
tive and develop mitochondrial dysfunction while the other 50% remain healthy. During heart development the
contribution of HCCS deficient cells to the cardiac tissue decreases from 50% atmid-gestation to 10% at birth. This
regeneration of the prenatal heart is mediated by increased proliferation of the healthy cardiac cell population,
which compensates for the defective cells allowing the formation of a fully functional heart by birth. Herewe per-
formedmicroarray RNA expression analyses on 13.5 dpc control and heterozygousHccs knockout hearts to iden-
tifymolecular mechanisms that drive embryonic heart regeneration. Array data have been deposited in the Gene
Expression Omnibus (GEO) database under accession number GSE72054.

© 2016 Published by Elsevier Inc. This is an open access article under the CC BY-NC-ND license (http://
creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).
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Heterozygous heart conditional Hccs (Holocytochrome c
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female embryos
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2. Experimental design, materials and methods

2.1. Experimental design

The prenatal mammalian heart has a remarkable regenerative ca-
pacity and can compensate for the presence of diseased cells or cardio-
myocyte loss to build fully functional hearts by birth [1,2]. In order to
identify molecular mechanisms that drive embryonic heart regenera-
tion, we utilized a genetic mouse model based on inactivation of the
X-linked gene encoding holocytochrome c synthase (Hccs) in the devel-
oping heart [1]. Heterozygous heart conditional Hccs knockout female
embryos (cHccs+/−) develop a tissue mosaic of mitochondrial dysfunc-
tion at 10.5 dpc, such that the myocardium is composed of 50% healthy
and diseased cardiomyocytes, respectively. During heart development
the contribution of HCCS deficient cells to the cardiac tissue decreases
from 50% at mid-gestation to 10% at birth. This regeneration of the pre-
natal heart is mediated by increased proliferation of the healthy cardiac
cell population, allowing the formation of a fully functional heart at
birth. Nevertheless, HCCS deficient cardiomyocytes do not undergo
cell death but survive embryonic and fetal development and are still de-
tectable in the postnatal heart. Here we performed microarray RNA ex-
pression analyses on 13.5 dpc control and cHccs+/− hearts. At this
developmental stage the most dramatic changes in tissue composition
occur in cHccs+/− ventricular myocardium, as hyperproliferation of
-ND license (http://creativecommons.org/licenses/by-nc-nd/4.0/).

http://crossmark.crossref.org/dialog/?doi=10.1016/j.gdata.2016.08.009&domain=pdf
ncbi-geo:GSE72054
0opyright_ulicense
0opyright_ulicense
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/geo/query/acc.cgi?acc=GSE72054
http://dx.doi.org/10.1016/j.gdata.2016.08.009
mailto:Joerg.Drenckhahn@ukmuenster.de
Journal logo
http://dx.doi.org/10.1016/j.gdata.2016.08.009
0opyright_ulicense
http://www.sciencedirect.com/science/journal/22135960
www.elsevier.com/locate/gdata


146 M. Magarin et al. / Genomics Data 9 (2016) 145–147
healthy cardiomyocytes is readily detectable while at the same time a
substantial contribution of HCCS deficient cells is still present (Fig. 1).
This should allow the identification of genes involved in compensatory
growth of healthy cells as well as survival of defective cells.

2.2. Mice

The generation and characterization of heart conditionalHccsknock-
out (KO) mice has been described previously [1]. Briefly, “floxed” (fl)
Hccs mice were bred to mice expressing Cre recombinase under the
control of the Nkx2.5 promoter. All mice were maintained on a mixed
129Sv/C57Bl6 genetic background and all embryo experiments were
performed on heterozygous Hccs KO females (Hccsfl/+/Nkx2.5Cre, re-
ferred to as cHccs+/−) and their respective Cre positive female litter-
mate controls (Hccs+/+/Nkx2.5Cre, referred to as Hccs+/+).

2.3. Preparation of embryonic hearts

For embryo generation females were mated to the respective males
and checked for vaginal plug the next morning. The day of an observed
plug was defined as 0.5 dpc and embryos were prepared at 13.5 dpc.
Dams were sacrificed by cervical dislocation and embryos were quickly
dissected from the uterus into cold PBS.Whole hearts (including ventri-
cles, atria and parts of the outflow tract)were removed from the thorac-
ic cavity, rinsed in cold PBS to wash out blood and snap frozen in liquid
nitrogen. Tail tissue was used for DNA preparation and PCR genotyping
[1].

2.4. RNA isolation

Given the small size of 13.5 dpc mouse hearts, to purify sufficient
RNA amounts suitable for microarray analyses an average of 4 to 5
hearts of the same genotype were pooled. This procedure furthermore
accounts for interindividual aswell as environmental ormaternal differ-
ences during pregnancy. RNA was purified using the RNeasy Mini Kit
(Qiagen). The tissue was homogenized in RLT buffer supplemented
with β-mercaptoethanol using a micropestle. Total RNA was isolated
Fig. 1. Regeneration of the embryonic heart in cHccs+/− female mice. The prenatal
cHccs+/− heart is composed of healthy (depicted in red) and diseased (i.e. HCCS
deficient) cardiomyocytes harboring a defect in the mitochondrial respiratory chain
(depicted in green). At mid-gestation (i.e. 10.5 dpc) a 50:50 ratio of healthy versus
diseased cells is observed in the myocardium, whereas the contribution of diseased
tissue progressively declines to just 10% prior to birth. This embryonic heart
regeneration is mediated by increased proliferation of healthy cardiomyocytes, which
compensate for the defective cells to build a fully functional heart by birth. Nevertheless,
HCCS deficient cells survive fetal development and are still detectable in the postnatal
heart. Transcriptional profiling of regenerating cHccs+/− hearts has been performed at
13.5 dpc.
via spin columns according to themanufacturer's instructions, including
digestion of genomic DNA on the column using the RNase-Free DNase
Set (Qiagen). RNA purity and quality was tested using spectrophoto-
metric parameters and a Bioanalyzer (Agilent), respectively. All samples
used for subsequent microarray analyses had RNA integrity numbers
(RIN) of ≥8.8.

2.5. Microarray RNA expression analyses

For microarray expression analyses a total of 10 Affymetrix
GeneChip Mouse Genome 430 2.0 arrays were used. Five pooled sam-
ples per genotype (i.e. cHccs+/− and control female embryos) were an-
alyzed. cDNA synthesis was performed using Live Technologies
SuperScript® One-Cycle cDNA Kit followed by in vitro transcription
using the MEGAScript T7 Kit. After fragmenting of the cRNA for target
preparation using the standard Affymetrix protocol, 15 μg fragmented
cRNA was hybridized for 16 h at 45 °C to the Mouse Genome 430
array. Arrayswerewashed and stainedwith streptavidin-phycoerythrin
in the Affymetrix Fluidics Station 450 following standard procedures
and further scanned using the Affymetrix GeneChip Scanner 3000 7G.

2.6. Data processing and analysis

Arrays have beenquantile-normalize using the RMAalgorithm. RMA
normalization was performed using Partek Genomic Suite version 6.3,
RMA background correction, quantile normalization and median polish
probeset summarization. Not or low expressed transcripts were re-
moved by a (log2)maximum expression cutoff b 6. The data filtering re-
sulted in 18,571 of 45,101 probe sets. After normalization the arrays
were checked for outlier using the principal component analysis
(PCA), a correlation dispersionmatrix and normalized Eigenvector scal-
ing. No outlier has been detected. Differential expression was
ascertained using t-statistic followed by a FDR multiple testing correc-
tion [3]. Probes which undergo 5% FDR were further investigated by
functional enrichment using g:Profiler [4], with a simulation based ana-
lytical threshold for significance estimation.

3. Discussion

The microarray RNA expression analyses described above revealed
437 genes differentially expressed in 13.5 dpc cHccs+/− compared to
control hearts, the majority of which are involved in protein and
amino acid metabolism, unfolded protein response (UPR), translational
control, cellular stress response and cell death regulation (for details see
(5)). Most of the genes and pathways regulating cell stress, UPR and ap-
optosis could be assigned to HCCS deficient cardiomyocytes, which like-
ly contributes to their survival within the myocardium [5]. In contrast,
the transcriptional signature of the healthy cardiomyocyte population
is less clear. In this regard it is important to note that we used whole
13.5 dpc cHccs+/− hearts containing a tissue mosaic of healthy and
HCCS deficient cardiomyocytes for microarray analyses. Subtle changes
in one of the two cell populations are easily missed if not sufficient to
alter expression levels in RNA samples isolated from whole hearts. Al-
though the cellular response to mitochondrial dysfunction in the dis-
eased cardiomyocyte population is the dominating outcome of our
analyses, the microarray data is likely to also contain genes specifically
regulated in the healthy cardiomyocyte population. Identification of
the latter would be most relevant for cardiomyocyte cell cycle regula-
tion and cardiac regeneration. Consequently, we do not claim to provide
a full list of differentially expressed genes in the regenerating cHccs+/−

heart [5], but future studies using laser microdissection or fluorescence
activated cell sorting (FACS) will be required to separate the two cell
populations. This would allow to more thoroughly define gene expres-
sion changes specific for healthy and HCCS deficient cardiomyocytes,
respectively.
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4.3. Die Folgen einer kardialen Hypoplasie bei der Geburt auf das Wachstum und 
die Stress-Anfälligkeit des adulten Maus-Herzens 

Mit Hilfe des herzspezifischen Hccs-Knockouts konnte die Regenerationsfähigkeit des 
embryonalen und fetalen Herzens erstmals im Mausmodell demonstriert werden (siehe 
Kapitel 4.1.). Allerdings scheint es trotz dieser erstaunlichen Wachstumsplastizität schwer 
vorstellbar, dass die Entwicklung des Herzens aus nur der Hälfte der ursprünglich dafür 
vorgesehenen Zellen ohne Folgen bei der Geburt oder im Erwachsenenalter bleibt. Wie 
bereits in Kapitel 4.1. erläutert, entwickeln 15% der cHccs+/- Mäuse im fortgeschrittenen Alter 
Kardiomyopathien und Arrhythmien, was zumindest in einem Teil der Tiere auf eine erhöhte 
Krankheitsanfälligkeit hindeutet. Um eine mögliche Grundlage hierfür zu identifizieren, 
wurden die Herzen von cHccs+/- Mäusen direkt nach der Geburt und im frühen 
Erwachsenenalter (12 Wochen) auf ihre Morphologie, Gewebezusammensetzung und 
Funktion hin untersucht. Darüber hinaus wurden adulte cHccs+/- Herzen einer experimentell 
induzierten Belastung ausgesetzt, um ihre Stresstoleranz unter pathologischen Bedingungen 
zu überprüfen. 
Es zeigte sich, dass die Herzen von cHccs+/- Mäuse bei der Geburt im Vergleich zu Wildtyp-
Wurfgeschwistern ein geringeres Gewicht aufweisen (sowohl absolut als auch normalisiert 
auf das Körpergewicht). Morphologisch fällt dabei in der Histologie vor allem eine reduzierte 
Wanddicke des linken Ventrikels auf. Die verringerte Herzgröße ist durch eine deutlich 
reduzierte Kardiomyozytenzahl in neugeborenen cHccs+/- Mäusen im Vergleich zu Kontrollen 
bedingt, während die Größe der Zellen unverändert ist. Interessanterweise haben die 
neugeborenen cHccs+/- Mäusen trotz der verringerten Organgröße in der Echokardiographie 
eine normale Herzfunktion mit adäquatem Herzminutenvolumen und normaler Kontraktilität. 
Diese Daten verdeutlichen, dass die embryonale Herzregenration in diesem Mausmodell 
zwar bis zur Geburt ein funktionsfähiges Organ, nicht aber eine adäquate 
Kardiomyozytenzahl und damit eine normale myokardiale Masse aufbauen kann. cHccs+/- 
Herzen sind bei der Geburt demnach hypoplastisch. Interessanterweise normalisieren sich 
das Herzgewicht und die Morphologie der Ventrikel bis ins junge Erwachsenenalter bedingt 
durch eine überproportionale Größenzunahme der Kardiomyozyten während des postnatalen 
Wachstums. Diese Daten deuten darauf hin, dass das bei der Geburt hypoplastische Herz im 
postnatalen Verlauf durch eine kompensatorische Hypertrophie der Kardiomyozyten, 
vermutlich jedoch nicht durch eine Normalisierung der Zellzahl, eine normale Organgröße 
etablieren kann. Mit dem Akt/FoxO3a-Signalweg konnten wir darüber hinaus einen 
möglichen molekularen Mechanismus identifizieren, der an der kompensatorischen 
Hypertrophie der Kardiomyozyten im adulten cHccs+/- Herzen beteiligt sein könnte. 
Echokardiographisch zeigen adulte cHccs+/- Mäusen unter Basal-Bedingungen eine normale 
Morphologie und Funktion des Herzens. Um ihre Stress-Anfälligkeit zu testen, wurde den 
Tieren eine osmotische Minipumpe subkutan implantiert, über die für einen Zeitraum von 14 
Tagen Angiotensin II (Ang II) appliziert wurde. Dies führt zum einen über eine direkte 
Wirkung an den Kardiomyozyten und zum anderen über einen Blutdruckanstieg und damit 
eine Erhöhung der kardialen Nachlast zu einer chronischen Druckbelastung des Herzens. 
Nach 14-tägiger Ang II Gabe zeigten cHccs+/- Mäuse echokardiographisch ähnliche 
Parameter der Herzfunktion und Kontraktilität wie Ang II behandelte Kontrollen. Allerdings 
entwickelten sie eine überschießende Hypertrophie, die sich in einer im Vergleich zu 
Kontrollen deutlichen Erhöhung der linksventrikulären Masse, der Wanddicke und der 
Kardiomyozytengröße äußerte. Diese überproportionale Hypertrophie ist dabei transient, da 
sie nach einer 4-wöchigen Ang II Behandlung in cHccs+/- Mäuse zumindest teilweise 
reversibel ist und sich dem Level der Kontrolltiere annähert. 
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Auf molekularer Ebene konnten wir Veränderungen im JAK/STAT3 und p38 MAP-Kinase 
Signalweg im Herzen von Ang II behandelten cHccs+/- Mäuse im Vergleich zu Kontrollen 
nachweisen. In der Tat ist die überschießende Hypertrophie der cHccs+/- Herzen STAT3 
abhängig, da sie bei einer 14-tägigen Ang II Infusion bei gleichzeitiger Behandlung der 
Mäuse mit einem pharmakologischen Inhibitor des JAK/STAT-Signalwegs unterdrückt wird, 
was zu einer Einschränkung der Herzfunktion im Vergleich zu gleichartig behandelten 
Kontrollen führt. Interessanterweise beeinflusst die Inhibierung des JAK/STAT-Signalwegs in 
Ang II gestressten Kontroll-Tieren vor allem die Bildung von myokardialer Fibrose, während 
sie in cHccs+/- Herzen die überproportionale Hypertrophie der Kardiomyozyten unterdrückt. 
Zusammenfassend zeigen diese Daten, dass die embryonale Herzregeneration in cHccs+/- 
Mäuse zu hypoplastischen Herzen bei der Geburt führt, deren Größe sich bis ins 
Erwachsenenalter durch eine kompensatorische Hypertrophie der Kardiomyozyten 
normalisiert. Dennoch zeigen diese Herzen unter kardialer Belastung auf molekularer, 
zellulärer, morphologischer und funktioneller Ebene eine deutlich veränderte Stressantwort 
und ein verändertes Wachstum im Vergleich zu Kontrollen. 
 
In einer zweiten Studie wurde bei adulten cHccs+/- Mäusen eine Verengung der abdominellen 
Aorta auf 50% ihres Durchmessers über einen Zeitraum von 4 Wochen durchgeführt, ein 
weiteres kardiales Stressmodell, das zu einer Druckbelastung und damit einer Erhöhung der 
linksventrikulären Nachlast führt. Hier zeigten sich in Kontrolltieren die erwarteten 
stressbedingten Veränderungen am Herzen in Form einer leichten Dilatation und einer 
Abnahme der Kontraktilität des linken Ventrikels. Im Gegensatz dazu entwickeln cHccs+/- 
Mäusen keinerlei Zeichen einer beginnenden Herzinsuffizienz. Vier Wochen nach dem 
Eingriff haben sie dickere Wände und einen geringeren Durchmesser des linken Ventrikels 
sowie eine deutlich bessere Kontraktilität im Vergleich zu Kontroll-Tieren. Auf histologischer 
Ebene geht dies mit Unterschieden der Kardiomyozytengröße einher: während diese in 
Kontrolltieren im Verlaufe der Belastung deutlich ansteigt, ist die Hypertrophie der 
Kardiomyozyten in cHccs+/- Mäusen weniger prominent. Gleichzeitig gibt es keinen 
Unterschied im stressbedingten Anstieg der myokardialen Fibrose zwischen den Gruppen. 
Auf molekularer Ebene konnte, im Gegensatz zum oben beschriebenen Ang II Modell, keine 
Aktivierung des JAK/STAT3-Signalwegs  in den cHccs+/- Herzen nachgewiesen werden. 
Zusammenfassend scheint die kardiale Hypoplasie bei der Geburt im cHccs+/- Mausmodell 
die Anfälligkeit des adulten Herzens gegenüber Belastung nicht zu erhöhen. Im Gegenteil 
führen die veränderten zellulären Wachstumsverhältnisse und die Anpassung der 
molekularen Stressantwort zu einem vollständigen Erhalt der Morphologie und Kontraktilität 
des cHccs+/- Herzens. Dies führt unter Aorten-Banding am Ende zu einer besseren 
Pumpfunktion im Vergleich zu Kontrollen, die eine beginnende Herzinsuffizienz entwickeln. 
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Aims Foetal growth has been proposed to influence cardiovascular health in adulthood, a process referred to as foetal pro-
gramming. Indeed, intrauterine growth restriction in animal models alters heart size and cardiomyocyte number in the
perinatal period, yet the consequences for the adult or challenged heart are largely unknown. The aim of this study
was to elucidate postnatal myocardial growth pattern, left ventricular function, and stress response in the adult heart
after neonatal cardiac hypoplasia in mice.

Methods
and results

Utilizing a new mouse model of impaired cardiac development leading to fully functional but hypoplastic hearts at birth,
we show that myocardial mass is normalized until early adulthood by accelerated physiological cardiomyocyte hyper-
trophy. Compensatory hypertrophy, however, cannot be maintained upon ageing, resulting in reduced organ size
without maladaptive myocardial remodelling. Angiotensin II stress revealed aberrant cardiomyocyte growth kinetics in
adult hearts after neonatal hypoplasia compared with normally developed controls, characterized by reversible over-
shooting hypertrophy. This exaggerated growth mainly depends on STAT3, whose inhibition during angiotensin II treat-
ment reduces left ventricular mass in both groups but causes contractile dysfunction in developmentally impaired hearts
only. Whereas JAK/STAT3 inhibition reduces cardiomyocyte cross-sectional area in the latter, it prevents fibrosis in
control hearts, indicating fundamentally different mechanisms of action.

Conclusion Impaired prenatal development leading to neonatal cardiac hypoplasia alters postnatal cardiac growth and stress re-
sponse in vivo, thereby linking foetal programming to organ size control in the heart.

- - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - - -
Keywords Cardiac growth † Fetal programming † Hypertrophy

1. Introduction
The intrauterine environment is believed to significantly impact post-
natal health in humans.1,2 According to this concept, unfavourable intra-
uterine growth conditions induce permanent physiological adaptations
in the foetus.3 This developmental or foetal programming is thought to
increase disease susceptibility in adulthood such that the impact of

lifestyle-related risk factors would ultimately result in clinical manifest-
ation. Cardiovascular disease was among the first conditions proposed
to be influenced by intrauterine growth.4 To identify cellular and mo-
lecular mechanisms causing developmental programming, intrauterine
growth restriction (IUGR) is the most commonly used animal model.
Indeed, IUGR changes cardiomyocyte proliferation, number, size,
and differentiation in the perinatal heart.5 – 10 Importantly, adverse
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consequences for cardiac morphology, tissue composition, as well
as function and stress resistance have been proposed in the adult
heart after IUGR, supporting the basic concept of developmental
programming.11,12

A low-protein diet fed to female rats throughout pregnancy results in
lower heart weights caused by a reduction in cardiomyocyte number at
birth compared with pups on a normal protein diet.13 These differences
were no longer evident at weaning, suggesting postnatal compensatory
cardiac growth.14 Importantly, prenatal protein restriction leads to myo-
cardial fibrosis in adulthood associated with diastolic dysfunction and
impaired recovery after ischaemia.15,16 Similarly, placental insufficiency
in rats results in reduced heart weight and cardiomyocyte number at
birth, which can be restored if postnatal nutrition is normalized.17

These studies demonstrate that postnatal restoration of cardiac organ
size occurs after IUGR, although the underlying cellular mechanism
(i.e. proliferative or hypertrophic growth) is poorly understood. More-
over, accelerated postnatal growth after IUGR (‘catch-up growth’) has
been proposed to contribute to increased disease susceptibility in adult-
hood rather than being beneficial.18–20 Indeed, recuperated rats after
prenatal protein restriction show signs of altered stress response in
the heart.21 Thus, the intrauterine environment impacts on the postnatal
heart, but how impaired prenatal development influences postnatal
cardiac growth, organ size, and stress response thereby ultimately regu-
lating disease susceptibility is largely unknown.

We have recently shown a remarkable regenerative capacity of the
prenatal heart using a genetic model of mosaic mitochondrial dysfunc-
tion in mice.22 This model is based on inactivation of the X-linked
gene encoding holocytochrome c synthase (Hccs) specifically in the
developing heart. Loss of HCCS activity results in respiratory chain dys-
function, disturbed cardiomyocyte differentiation, and reduced cell
cycle activity.22 The Hccs gene is subject to X chromosome inactivation,
such that in females heterozygous for the cardiac Hccs knockout (here-
after referred to as cHccs+/2), �50% of cardiomyocytes keep the de-
fective X chromosome active and develop mitochondrial dysfunction
while the other 50% remain healthy. During heart development,
however, the contribution of HCCS-deficient cells to the cardiac
tissue decreases from 50% at mid-gestation to 10% at birth. This regen-
eration of the prenatal heart is mediated by increased proliferationof the
healthy cardiac cell populationand allows cHccs+/2 females to survive to
adulthood.22

We reasoned, however, that formation of the heart from a tissue
mosaic of normal and defective embryonic cardiomyocytes might
have consequences for postnatal life. Indeed, here we provide new
insights into cardiac organ size control and stress response after
impaired prenatal development and identify potential targets of foetal
programming in the heart.

2. Methods

2.1 Heart conditional Hccs knockout (KO) mice
The generation and characterization of heart conditional Hccs knockout
mice have been described previously.22 Further details are available in Sup-
plementary material online.

2.2 Evaluation of cardiomyocyte cross-sectional
area and number
To determine cardiomyocyte cross-sectional area (CSA), paraffin sections
were stained with fluorescence-conjugated wheat germ agglutinin (WGA
Alexa Fluor 488 or 555, Invitrogen) to visualize cell membranes while

nuclei were stained with DAPI (Invitrogen). Subendocardial areas of the
left ventricle from two non-adjacent sections per heart were imaged at
×40 magnification using fluorescence microscopy (Keyence BZ-8100E).
For each heart, 200 circular or symmetrically shaped cardiomyocytes with
visible nuclei were selected to measure their CSA (using Keyence BZ
image analysis software), and the mean was calculated for each heart. Cardi-
omyocyte CSA in neonatal hearts was determined using confocal micro-
scopy (Leica SPE) and ImageJ software.

The total number of cardiomyocyte nuclei in neonatal hearts was deter-
mined using an optical disector–fractionator stereological approach as
previously described.13,17

2.3 Echocardiography measurements
Echocardiography was performed using a VisualSonics Vevo 2100 high fre-
quency ultrasound system. Measurements on neonates were performed
on awake pups while adult mice were anaesthetized by 2% Isoflurane.
Body temperature was kept constant at 378C using a heat lamp and a
rectal temperature probe.

Investigators performing echocardiography were blinded for mouse gen-
otypes and treatment groups during data acquisition and analysis. All animal
procedures were performed following institutional guidelines and had pre-
viously been approved by the responsible authorities (‘Landesamt für
Gesundheit und Soziales’ (LaGeSo) Berlin).

2.4 Angiotensin II infusion and JAK/STAT
inhibitor treatment
Angiotensin II (Calbiochem) was dissolved in saline (supplemented with
0.01 N acetic acid) and administered to 10-week-old mice at a dose of
1.44 mg per kg body weight per day via osmotic minipumps (Alzet), while
control animals received pumps containing saline only. Loaded pumps
were subcutaneously implanted on the back of anaesthetized (2% Isoflurane
inhalation) mice through a mid-scapular incision that was subsequently
closed. During 2 weeks of Ang II treatment (using Alzet model 1002), echo-
cardiography was performed at baseline as well as after 1 and 2 weeks while
ECG was recorded at baseline and after 2 weeks. During 4 weeks of Ang II
treatment (using Alzet model 2002), echocardiography was performed at
baseline as well as after 2 and 4 weeks. To inhibit JAK/STAT signalling
during 2 weeks of Ang II treatment, mice received the JAK2 inhibitor
AG490 (500 mg per mouse per day, Calbiochem) dissolved in vehicle
(50:50% DMSO/saline) while controls received vehicle only. AG490 treat-
ment by daily subcutaneous injections was initiated 5 days after pump
implantation for the remaining 10 days.

2.5 Statistical analyses
Differences between two groups were analysed using unpaired, two-tailed
Student’s t-test. Differences between multiple groups were determined
using one-way ANOVA followed by Bonferroni’s post hoc test. Echocardiog-
raphy and ECG data from the same groups of animals at different time points
were analysed using two-way ANOVA for repeated measures. All data are
presented as mean+ SEM. A probability value of P , 0.05 was considered
to indicate statistical significance (*P , 0.05, **P , 0.01, ***P , 0.001).

3. Results

3.1 Embryonic heart regeneration results
in functional but hypoplastic hearts at birth
Investigating the immediate consequences of embryonic heart regener-
ation revealed that cHccs+/2 females onpostnatal day1 (P1)exhibit thin-
ning of the left ventricular (LV) wall (Figure 1A) and a reduced heart
weight to body weight (HW/BW) ratio (Figure 1B) compared with litter-
mate controls, indicating that the ventricular myocardium is hypoplastic
in these animals. Indeed, neonatal cHccs+/2 hearts contain a significantly
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reduced number of cardiomyocyte nuclei compared with controls
(Figure 1C), whereas proliferation rates (Figure 1D and see Supplemen-
tary material online, Figure S1A–C) and CSA (Figure 1E) were not differ-
ent between the groups. We had previously shown that apoptosis is not
increased in embryonic cHccs+/2 hearts,22 and TUNEL staining in neo-
nates (see Supplementary material online, Figure S1D) confirmed that
increased cell death does not contribute to cardiac hypoplasia in
cHccs+/2 females.

IUGR has been reported to alter cardiomyocyte maturation within
the perinatal period.7– 10 In rodents, terminal differentiation occurs
shortly after birth, resulting in binucleation of the majority of postnatal
cardiomyocytes.23 In neonatal cHccs+/2 and control hearts, however,
all cardiomyocytes were mononucleated (data not shown), excluding
a premature transition to postnatal growth pattern. Also, these data
allow the conclusion that nuclear number equals cell number
(Figure 1C). To investigate whether hypoplasia in newborn cHccs+/2

hearts alters cardiac function, weperformed echocardiography. Surpris-
ingly, LV contractility was normal compared with littermate controls
(see Supplementary material online, Table S1). We therefore conclude
that embryonic heart regeneration results in cardiac hypoplasia at
birth, which is not compensated by increased cell size or proliferation
but still allows normal cardiac function in cHccs+/2 neonates.

3.2 Left ventricular mass normalizes
in cHccs1/2 females until early adulthood
We next studied the consequences of myocardial hypoplasia for post-
natal development of cHccs+/2 hearts. In mice, cardiomyocytes with-
draw from the cell cycle within the first week of life,23 such that
postnatal proliferative growth could serve to restore cell number and
normalize heart size in cHccs+/2 females. Detection of mitotic cells by
phospho-histone H3 immunostaining (see Supplementary material
online, Figure S2A), however, did not reveal any difference in overall or
cardiomyocyte proliferation between genotypes at P4 (see Supplemen-
tary material online, Figure S2B). To evaluate whether the proliferative
period is extended in cHccs+/2 females, we investigated their hearts at
P10. At this age, cHccs+/2 hearts are still considerably smaller compared
with littermate controls (see Supplementary material online, Figure S2C).
Importantly, there was no difference in overall proliferation rates
(assessed by Ki67 immunostaining; see Supplementary material online,
Figure S2D) or cardiomyocyte cell cycle activity (see Supplementary
material online, Figure S2E) between genotypes, suggesting that cardio-
myocyte number is not normalized in cHccs+/2 hearts during early
postnatal life.

Nevertheless, while the reduction in HW/BW ratio was still detect-
able in cHccs+/2 females after 3 weeks, it was no longer evident in

Figure 1 Postnatal normalization of heart size in cHccs+/2 females. (A) Reduced LV wall thickness in neonatal (P1) cHccs+/2 hearts compared with con-
trols. (B) Reduced HW/BW ratio in neonatal (n ¼ 8 per group) and 3-week-old (Hccs+/+ n ¼ 13, cHccs+/2 n ¼ 11) cHccs+/2 females completely nor-
malizes until adulthood (Hccs+/+ n ¼ 14, cHccs+/2 n ¼ 12). (C) Reduced number of cardiomyocyte nuclei in neonatal cHccs+/2 hearts compared with
controls (n ¼ 8 per group). (D) The number of Ki67-positive cells in the neonatal LV myocardium is not different between cHccs+/2 and control
females (n ¼ 5 per group). (E) Whereas cardiomyocyte CSA is not different between genotypes at birth, it is increased in cHccs+/2 hearts compared
with controls at the age of 10 weeks (n ¼ 5 per group). (F ) Normal overall morphology and LV wall thickness in 10-week-old cHccs+/2 females compared
with controls. (*P , 0.05, **P , 0.01, scale bar ¼ 300 mm in A and F).
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adulthood (Figure 1B and F ). This postnatal normalization of heart size is
mediated by cardiomyocyte hypertrophy (Figure 1E), whereas prolifer-
ation (assessed by BrdU incorporation in 10-week-old animals; see Sup-
plementary material online, Figure S3A) was not altered in adult cHccs+/2

compared with littermate control hearts. Moreover, we did not detect
BrdU-positive cardiomyocytes in cHccs+/2 hearts (see Supplementary
material online, Figure S3B and C), again suggesting that the reduced
set of cardiomyocytes at birth is not restored during postnatal cardiac
growth. Echocardiography of 3- and 10-week-old mice revealed
normal LV contractility, wall thickness, and diameter (see Supplemen-
tary material online, Table S1) in cHccs+/2 mice, confirming normaliza-
tion of myocardial mass. As cardiac function is normal in the majority
of ageing (�1 year old) cHccs+/2 females,22 we conclude that postnatal
compensatory growth mediated by cardiomyocyte hypertrophy nor-
malizes organ size after neonatal hypoplasia, thereby potentially allowing
normal cardiac function throughout lifetime.

We had previously reported atrioventricular (AV) and bundle branch
blocks in 40% of 1-year-old cHccs+/2 females.22 ECG measurements on
10-week-old animals under baseline conditions and after b-adrenergic
stimulation, however, revealed no alterations in ECG parameters (see
Supplementary material online, Table S2). Consequently, conduction
defects in cHccs+/2 females represent an age-related phenotype
which is not evident in young adults.

3.3 Ageing cHccs1/2 hearts exhibit
a reduced heart weight
As developmental programming is believed to exert its effects later in
life, we investigated the hearts of cHccs+/2 mice upon ageing. Consistent
with our previous studies,22 rare cases of premature death occurred
within the group of cHccs+/2 females (1 out of 20) but not controls
(0 out of 21). When investigating the remaining healthy animals, we
did not observe major changes in grossmorphology (see Supplementary
material online, Figure S4A) or cardiac fibrosis (see Supplementary ma-
terial online, Figure S4B) within the LV myocardium after 1 year. Surpris-
ingly, however, heart weight was significantly reduced in 6-month-old
and 1-year-old cHccs+/2 females compared with age-matched controls
(see Supplementary material online, Figure S4C). Consequently, 6-
month-old and 1-year-old cHccs+/2 females show a significantly reduced
heart weight to tibia length ratio compared with littermate controls
(see Supplementary material online, Figure S4D and E). At the cellular
level, cardiomyocyte CSA was no longer different between genotypes
at the age of 1 year (see Supplementary material online, Figure S4F).
These data indicate that cardiomyocytes in cHccs+/2 hearts show an
accelerated growth phase within the first weeks of life compared with
controls to compensate for the reduction in cell number, but exhibit
reduced growth kinetics thereafter (see Supplementary material
online, Figure S4G). Because the cardiomyocyte deficit in cHccs+/2

hearts is not corrected postnatally, this ultimately reduces myocardial
mass with age.

3.4 Postnatal normalization of heart size
in cHccs1/2 females is mediated by
physiological cardiomyocyte hypertrophy
Cardiomyocyte hypertrophy is a feature of physiological cardiac growth
during postnatal life or in response to enduring exercise,24 but it can also
be induced by pathological conditions. To test whether postnatal
cHccs+/2 hearts show molecular signs of maladaptive remodelling, we
determined the RNA expression levels of atrial natriuretic factor

(ANF), brain natriuretic peptide (BNP), and b-myosin heavy chain
(Myh7). None of these foetal genes is induced in cHccs+/2 females com-
pared with age-matched controls at any postnatal stage analysed (see
Supplementary material online, Figure S5A), strongly suggesting that car-
diomyocyte hypertrophy is not a response to pathological stimuli in
these hearts. Consistently, 10-week-old (compare saline-treated
animals in Figure 7B) and 1-year-old mice (see Supplementary material
online, Figure S4B) do not show differences in myocardial fibrosis,
another hallmark of pathological remodelling. Investigation of various
signalling pathways involved in cardiac growth and organ size control
revealed increased activation of Akt in 10-week-old cHccs+/2 hearts
compared with controls, whereas p42/p44 (ERK1/2), JNK, and p38
MAP-kinases as well as JAK/STAT3 signalling appeared unaltered
(Figure 2A). Interestingly, 10-week-old cHccs+/2 hearts also showed
increased RNA expression of Vegfb and Igf1, important upstream regu-
lators of Akt (Figure 2B), all of which have been shown to regulate cardiac
organ size.24 Activation of Akt in cHccs+/2 hearts was confirmed by IF
analyses showing nuclear localization of phosphorylated Akt in both
cardiomyocytes and non-myocytes (Figure 2C). Furthermore, character-
ization of potential Akt downstream targets revealed increased phos-
phorylation of FoxO3a in cHccs+/2 hearts compared with controls,
whereas GSK-3b and the mTOR pathway components p70S6 kinase
and S6 ribosomal protein appeared unaltered (Figure 2D). In contrast,
no differences in Akt or other growth pathway activation were observed
in 1-year-old hearts (see Supplementary material online, Figure S5B and
C). We therefore conclude that neonatal cardiac hypoplasia can be
transiently compensated for by accelerated physiological cardiomyo-
cyte hypertrophy during early postnatal life, which cannot be maintained
upon ageing.

3.5 Short-term angiotensin II stress results
in overshooting hypertrophy and activation
of STAT3 in cHccs1/2 hearts
Although baseline cardiac function is normal in cHccs+/2 hearts, the
reduced complement of cardiomyocytes might alter their response to
stress. We therefore applied 2-week Angiotensin II (Ang II) infusion
delivered by subcutaneous osmotic minipumps in 10-week-old
animals. Echocardiography revealed that cardiac contractility and LV
diameter were not different between the groups throughout the
2-week period (see Supplementary material online, Table S3). However,
cHccs+/2 females showed a more rapid and enhanced hypertrophic
response to Ang II, resulting in a significantly increased LV mass com-
pared with controls when normalized to body weight (Figure 3A and
B). ECG measurements after 2 weeks of Ang II treatment revealed no
major differences between the groups (see Supplementary material
online, Table S2), indicating that stress does not unmask cardiac conduc-
tion defects in cHccs+/2 females in early adulthood. Histological analyses
showed no difference in myocardial fibrosis (compare vehicle groups in
Figure 7B) or cell death (Figure 3C). However, cHccs+/2 hearts exhibit an
overshooting cardiomyocyte hypertrophy in response to Ang II, result-
ing in a 61% increase in CSA compared with baseline conditions vs. 34%
in controls (Figure 3D and E). Furthermore, we detected increased cell
cycle activity (assessed by Ki67 staining) in the LV myocardium of Ang
II-stressed cHccs+/2 hearts compared with controls (Figure 3F). Detailed
characterization identified the majority of Ki67-positive cells as (myo-)
fibroblasts, evident by co-localization with a-smooth muscle actin
(see Supplementary material online, Figure S6A). In contrast, we did
not detect increased numbers of Ki67-positive cardiomyocytes (see
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Supplementary material online, Figure S6B) in Ang II-stressed cHccs+/2

hearts, suggesting thatde novo cardiomyogenesis is unlikely to contribute
to their stress response. Moreover, no difference in the number of
Ki67-positive endothelial cells was observed between genotypes (see
Supplementary material online, Figure S6C), suggesting that angiogenesis
is not differentially activated in cHccs+/2 hearts upon stress. The latter
was furthermore confirmed by unaltered expression of the major
proangiogenic factor Vegfa (Figure 4B).

The exaggerated growth response in Ang II-treated cHccs+/2 hearts
coincidewith a similar induction of the foetal gene programme compared

with controls (compare saline and vehicle groups in Figure 7D). However,
we identified activation of STAT3 accompanied by inactivation of p38
MAP-kinase (Figure 4A) in Ang II-stressed cHccs+/2 hearts, while the
activation status of Akt, p42/44 MAP-kinase (Figure 4A), JNK (see Supple-
mentarymaterialonline,FigureS7A), andotherSTATfamilymembers (see
Supplementary material online, Figure S7B) was unaltered. These data
were subsequently confirmed in large and independent groups of Ang
II-infused mice (see Supplementary material online, Figure S7A). Increased
transcriptional activity of STAT3 could be confirmed by up-regulation of
various target genes (Figure 4B),whichwerenotdifferentiallyexpressed in

Figure 2 Activation of Akt signalling in adult cHccs+/2 hearts. (A) 10-week-old cHccs+/2 hearts show increased activation of Akt but not MAP-kinases or
JAK/STAT3 signalling compared with controls (densitometric quantifications of western blots: Hccs+/+ n ¼ 8, cHccs+/2 n ¼ 10). (B) cHccs+/2 hearts at the
age of 10 weeks show increased RNA expression of Igf1 and Vegfb (qRT-PCR data, n ¼ 5–6 per group). (C) IF analyses showed increased Akt (Ser473)
phosphorylation in normal (i.e. cytochrome c positive) cardiomyocytes (arrowheads) and non-myocytes (arrows) of cHccs+/2 hearts compared with con-
trols (scale bar ¼ 25 mm). (D) Characterization of Akt downstream targets revealed increased phosphorylation of FoxO3a in cHccs+/2 hearts, whereas
GSK-3b and mTOR pathway components (i.e. p70S6 kinase and S6 ribosomal protein) appeared unaltered compared with controls (densitometric quan-
tification: n ¼ 5 per group). (*P , 0.05, ***P , 0.001).
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unstressed hearts (see Supplementary material online, Figure S7C). Phos-
phorylated STAT3 is localized to cardiomyocyte nuclei in Ang II-stressed
cHccs+/2 hearts by IF analyses (Figure 4C). Importantly, HCCS-deficient
cardiomyocytes are specifically spared from STAT3 activation (see
Supplementary material online, Figure S8A), excluding that STAT3 acts
as a survival factor within this small cell population. IF analyses further-
more confirmed reduced nuclear staining of phosphorylated p38 in car-
diomyocytes of Ang II-stressed cHccs+/2 hearts (Figure 4D). Interestingly,
various cytokines known to induce JAK/STAT signalling showed normal
expression levels in unstressed hearts and after 2 weeks of Ang II stimu-
lation between the groups (see Supplementary material online, Figure
S8B and C). In summary, cHccs+/2 hearts respond to Ang II stimulation
by an overshooting cardiomyocyte hypertrophy, potentially mediated
by activation of STAT3 and inhibition of p38 MAP-kinase.

3.6 Cardiomyocyte hypertrophy is partially
reversed in cHccs1/2 hearts after long-term
Ang II stimulation
The enhanced hypertrophic response in cHccs+/2 hearts after 2 weeks
of Ang II treatment might eventually result in contractile dysfunction if
stress is extended. Surprisingly, no differences in HW/BW ratio or
cardiac morphology were observed between cHccs+/2 and control
females after 4 weeks of Ang II infusion (see Supplementary material

online, Figure S9A). Echocardiography revealed adequate LV wall thick-
ness, diameter, and contractility in cHccs+/2 hearts (see Supplementary
material online, Table S4). However, LV wall thickness and mass in
cHccs+/2 hearts peak after 2 weeks but decline again thereafter
(Figure 5A and B). This reversal of cardiac growth during the second
half of Ang II stress results in a significantly reduced LV mass compared
with the 2-week time point. Strikingly, after 4 weeks of Ang II stimulation
cardiomyocyte CSA is still increased in cHccs+/2 hearts compared
with controls (Figure 5C), but significantly reduced compared with
cHccs+/2 hearts after 2 weeks of Ang II stress (Figure 5D). Whereas in
unstressed cHccs+/2 hearts, cells are 18.7% larger compared with con-
trols, this increases to 42.3% after 2 weeks of Ang II stimulation but
returns to unstressed levels (i.e. 21.5%) after 4 weeks. Thus, the heart
seems to sense a reduction in overall cell number even under stress con-
ditions such that organ size is tightly controlled by maintaining a certain
degree of compensatory hypertrophy. It is important to note, that car-
diomyocyte CSA is not completely reversed in cHccs+/2 females after 4
weeks of Ang II treatment, but remains elevated compared with baseline
levels. This indicates that Ang II is still effectively released, which is
furthermore confirmed by sustained hypertrophy in control mice
over the 4-week period.

Expression of the foetal genes was not different in cHccs+/2 com-
pared with control hearts after 4 weeks of Ang II treatment (see Supple-
mentary material online, Figure S9B). Therefore, neither short- nor

Figure 3 Short-term Ang II infusion results in overshooting cardiomyocyte hypertrophy in cHccs+/2 hearts. (A) Increased LV wall thickness (compare
black lines) in cHccs+/2 vs. control hearts after 2 weeks of Ang II infusion (scale bar ¼ 300 mm). (B) LV mass (determined by echocardiography) normalized
to body weight more rapidly increases in cHccs+/2 females compared with controls (n ¼ 11 per group, *P , 0.05 vs. Hccs+/+, §P , 0.05 vs. baseline). (C)
Apoptosis rates are not different in the LV myocardium of untreated or Ang II-stressed cHccs+/2 females compared with the respective controls (n ¼ 4 per
group). (D) Overshooting cardiomyocyte hypertrophy in Ang II-treated cHccs+/2 hearts compared with controls after 2 weeks (saline n ¼ 4, Ang II n ¼ 8
per group, *P , 0.05, ***P , 0.001). (E) Increased cardiomyocyte CSA in Ang II-treated cHccs+/2 compared with control hearts (scale bar ¼ 25 mm). (F)
Cell cycle activity is increased in cHccs+/2 compared with control hearts after 2 weeks of Ang II infusion (saline n ¼ 4, Ang II n ¼ 9 per group, *P , 0.05).
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Figure 4 Inactivation of p38 MAP-kinase but activation of STAT3 in Ang II-treated cHccs+/2 hearts. (A) No difference in Akt or p42/44 MAP-kinase phos-
phorylation is observed between genotypes after 2 weeks of Ang II treatment. In contrast, cHccs+/2 hearts show decreased phosphorylation of p38 MAP-
kinase and increased phosphorylation of STAT3 compared with controls (densitometric quantifications: n ¼ 3 per group, *P , 0.05). (B) The expression of
STAT3 target genes [e.g. c-Myc, Socs3, Cyclin D1 (but not D2), Bcl2 (but not other apoptosis regulators such as Bax, Flip or Xiap)] is significantly induced in
cHccs+/2 compared with control hearts after 2 weeks of Ang II infusion. The main proangiogenic STAT3 target Vegfa is not induced, whereas Vegfb does
show slightly increased expression. Increased baseline expression of Igf1 is no longer detectable in cHccs+/2 hearts after Ang II stimulation (qRT-PCR data,
n ¼ 5–6 per group, *P , 0.05, **P , 0.01). (C ) IF analyses of Ang II-stressed hearts revealed nuclear localization of phosphorylated STAT3 primarily in
cardiomyocytes (see arrowheads) of cHccs+/2 hearts (scale bar ¼ 25 mm). (D) Immunostaining of phosphorylated p38 is reduced in cHccs+/2 compared
with control hearts after Ang II infusion (scale bar ¼ 25 mm).
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long-term Ang II stress provokes a molecular signature of more severe
pathological remodelling. Interestingly, while a slight increase in
STAT3 phosphorylation was detectable in cHccs+/2 compared with
control hearts after 4 weeks of Ang II treatment, inhibition of p38 MAP-
kinase was no longerevident (Figure 5E). Other cardiac growth pathways
do not show altered activation between the groups (see Supplementary
material online, Figure S9C). Taken together, a rapid and overshooting
hypertrophic response in cHccs+/2 hearts immediately after the onset
of stress is partially normalized after prolonged Ang II treatment.

3.7 STAT3 is required for normal cardiac
function in cHccs1/2 females in response to
Ang II
To functionally prove the role of STAT3 in altered stress response and
growth of cHccs+/2 hearts, we applied the JAK2 inhibitor AG490
during 2-week Ang II stimulation (see Supplementary material online,
Figure S10A). AG490 results in reduced STAT3 (Tyr705) phosphoryl-
ation primarily in Ang II-stressed cHccs+/2 but not control hearts
(Figure 6A), while inactivation of p38 as well as Akt signalling were un-
affected (see Supplementarymaterial online, Figure S10B and C). Striking-
ly, whereas AG490 treatment had no effect on p42/44 MAP-kinases in
Ang II-stressed controls, it increased p42/44 phosphorylation specifical-
ly in Ang II-treated cHccs+/2 hearts (Figure 6B). STAT3 inhibition
reversed the Ang II-mediated increase in LV mass in both cHccs+/2

and control mice (Figure 6C and E). Echocardiography confirmed that
LV wall thickness returned to baseline levels in AG490-treated
cHccs+/2 animals (Figure 6D and see Supplementary material online,
Table S5). Importantly, LV wall thickness in AG490-treated control
females is still increased after 2 weeks compared with baseline levels
but reduced compared with the respective vehicle group (Figure 6D).
Therefore, while JAK/STAT inhibition impairs cardiac growth in re-
sponse to Ang II in both genotypes, this effect is more pronounced
in cHccs+/2 females. As a consequence, STAT3 inhibition leads to a
slight but significant reduction of LV contractility in the latter
(Figure 6F). Thus, maintaining cardiac function under Ang II stress condi-
tions is critically dependent on activation of STAT3 signalling in cHccs+/2

hearts.
Intriguingly, the Ang II-mediated increase in cardiomyocyte CSA is

inhibited by AG490 treatment in cHccs+/2 but not control hearts
(Figure 7A). In contrast, interstitial fibrosis in the LV myocardium is
reversed by AG490 in control but not cHccs+/2 hearts (Figure 7B).
These data suggest that STAT3 regulates two fundamental cardiac
stress adaptations differentlybetween thegroups. Furthermore, prolifer-
ation rates of non-myocytes were only partially reversed in
AG490-treated cHccs+/2 hearts (Figure 7C), suggesting that cardiomyo-
cyte hypertrophy is indeed the main target of STAT3 activation.
Although STAT3 has proangiogenic functions in the heart, we did not
detect reduced capillary density in either genotype upon AG490 treat-
ment (see Supplementary material online, Figure S10D), excluding that

Figure 5 Overshooting hypertrophy of cHccs+/2 hearts is partially reversed during long-term Ang II treatment. (A) Absolute LV mass determined by
echocardiography and (B) LV mass normalized to body weight rapidly increase in cHccs+/2 females within the first 2 weeks of Ang II treatment but
return to near baseline levels after 4 weeks. In contrast, LV mass in control females continuously increases. (C) After 4 weeks of Ang II treatment cardi-
omyocyte CSA is increased in cHccs+/2 hearts compared with controls (***P , 0.001). (D) Cardiomyocytes in cHccs+/2 hearts initially show accelerated
growth in response to Ang II, which is partially reversed thereafter. The hypertrophic response in control cardiomyocytes is slower but constant between 2
and 4 weeks (diagram summarizes data from Figures 1E, 3D, and 5C). (E) Whereas STAT3 phosphorylation is slightly increased in cHccs+/2 hearts compared
with controls after 4-week Ang II stress, inactivation of p38 MAP-kinase is not evident. (n ¼ 5 per genotype for A–C and E, §P , 0.05 vs. baseline, #P , 0.05
vs. 2 weeks, *P , 0.001 vs. Hccs+/+).
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inhibition ofAng II-inducedcardiac growth is a secondaryeffect causedby
impaired angiogenesis. The latter is furthermore supported by unaltered
expression of the proangiogenic STAT3 target gene Vegfa after AG490
treatment (see Supplementary material online, Figure S10E). Finally,
evaluation of the foetal gene programme showed that JAK/STAT

inhibition partially reversed the Ang II-mediated induction of ANF and
Myh7 in both genotypes (Figure 7D), although this effect was more pro-
nounced in control hearts. In conclusion, whereas inhibition of STAT3
upon Ang II stress seems to prevent adverse myocardial remodelling in
controls, it rather appears to be detrimental for cHccs+/2 hearts.

Figure 6 Inhibition of JAK/STAT signalling reverses LV growth upon Ang II treatment. (A) AG490-mediated reduction of STAT3 phosphorylation was
more pronounced in Ang II-stressed cHccs+/2 hearts compared with controls (densitometric quantification: n ¼ 3–4 per group, *P , 0.05). (B) AG490
treatment results in enhanced p42/44 MAP-kinase phosphorylation specifically in Ang II-stressed cHccs+/2 but not control hearts (densitometric quanti-
fication: n ¼ 6 per group). (C) Reduced heart size in Ang II-stressed cHccs+/2 females treated with AG490 compared with vehicle-treated animals (scale
bar ¼ 300 mm). (D) Echocardiography revealed that JAK/STAT inhibition reverses the Ang II-mediated increase in LV wall thickness in AG490-treated
cHccs+/2 females. In AG490-treated controls, LV wall thickness is still increased compared with baseline but reduced compared with vehicle-treated
animals. (E) LV mass normalized to body weight is reversed to baseline levels in both cHccs+/2 and control females when treated with AG490 compared
with the respective vehicle group (§P , 0.05 vs. baseline, *P , 0.05, n for D to F: see Supplementary material online, Table S5). (F ) LV fractional shortening is
not different in vehicle-treated animals after 2 weeks of Ang II, but AG490 results in significantly reduced contractility in cHccs+/2 hearts (*P , 0.05, n.s.: not
significant).
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4. Discussion
Postnatal adaptations of organs in response to impaired intrauterine
growth remain obscure. Their characterization, however, appears im-
perative to understand the pathogenesis of adult disease programmed
during prenatal life and discover therapeutic or preventive strategies.
Here, we demonstrate remarkable growth plasticity and altered organ
size control of the postnatal heart as a potential mechanism ensuring
normal cardiac function after impaired development. Despite the im-
pressive regenerative capacity of prenatal cHccs+/2 hearts,22 compensa-
tory proliferation of healthy cells is insufficient to completely restore cell
number until birth resulting in reduced organ size. Heart size completely
normalizes in cHccs+/2 females by early adulthood, however, mediated
by enhanced physiological cardiomyocyte hypertrophy. In this regard,
cardiomyocytes in postnatal cHccs+/2 hearts are per se healthy and
able to utilize the complete programme of adaptive growth or stress

response mechanisms. This likely explains their ability to maintain LV
contractility throughout adulthood and ageing,22 in contrast to other

genetic models of cardiac hypoplasia.25 Therefore, cHccs+/2 hearts re-

semble the situation after IUGR, where the insult is released atbirth such

that the full adaptive machinery can be applied postnatally.14,17

Cellular growth pathways are likely to be modified in the adult heart
after impaired prenatal development. Consistently, expression of Igf1

and activation of Akt were increased in adult cHccs+/2 hearts under

baseline conditions, and various components of this pathway have

been proposed to be affected by developmental programming.26,27

Among established downstream targets of Akt signalling, we identified

the transcription factor FoxO3a as a potential effector in cHccs+/2

hearts. Upon phosphorylation by Akt, FoxO3a transcriptional activity

is repressed due to its nuclear exclusion, and such inhibition of a

FoxO3a-mediated atrophic gene programme allows cardiomyocyte

Figure 7 Cardiomyocyte CSA and fibrosis are differentially affected by JAK/STAT inhibition in Ang II-stressed cHccs+/2 vs. control hearts. (A) JAK/STAT
inhibition reverses Ang II-mediated cardiomyocyte hypertrophy in cHccs+/2 hearts but not controls (vehicle: Hccs+/+ n ¼ 5, cHccs+/2 n ¼ 4; AG490:
Hccs+/+ n ¼ 8, cHccs+/2 n ¼ 6). (B) LV interstitial fibrosiswas induced in both cHccs+/2 and control females upon 2weeksofAng II treatment, but reversed
by AG490 treatment in controls only (saline: Hccs+/+ n ¼ 5, cHccs+/2 n ¼ 4; vehicle: Hccs+/+ n ¼ 4, cHccs+/2 n ¼ 6; AG490: Hccs+/+ n ¼ 8, cHccs+/2

n ¼ 7). (C ) Increased proliferation rates observed in cHccs+/2 females after 2 weeks of Ang II stress are partially reversed by AG490 treatment
(vehicle: Hccs+/+ n ¼ 6, cHccs+/2 n ¼ 6; AG490: Hccs+/+ n ¼ 8, cHccs+/2 n ¼ 7). (D) Ang II stress induces the expression of ANF and Myh7 in vehicle-
treated cHccs+/2 and control hearts compared with the respective saline group, but AG490 treatment reduces their expression primarily in controls
(qRT-PCR data, §P , 0.05 vs. saline, #P , 0.05 vs. vehicle; saline: Hccs+/+ n ¼ 5, cHccs+/2 n ¼ 4; vehicle: Hccs+/+ n ¼ 6, cHccs+/2 n ¼ 6; AG490:
Hccs+/+ n ¼ 7, cHccs+/2 n ¼ 7). (*P , 0.05, **P , 0.01, n.s.: not significant).
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hypertrophy.28,29 Although other Akt downstream targets such as
GSK-3b or mTOR signalling appeared unaltered in adult cHccs+/2

hearts, they might still be involved in compensatory cardiac growth at
earlier postnatal stages.

Importantly, we observed remarkable cellular and molecular altera-
tions in response to Ang II infusion in adult cHccs+/2 hearts, suggesting
their hypersensitivity towards such stimulation. Ang II mediates its func-
tions on the heart by both pressure overload and direct neurohormonal
stimulation via angiotensin type 1 and 2 (AT1/2) receptors expressed on
cardiomyocytes. Intriguingly, the renin–angiotensin system (RAS) has
been shown to be affected by foetal programming.30,31 Such program-
ming of RAS components could therefore contribute to an altered
disease susceptibilityof the heart. Although cHccs+/2 hearts functionally
tolerate the impact of Ang II stimulation, in humans the combination of
multiple cardiovascular risk factors (such as obesity, hypertension, dia-
betes, smoking, or drugs) could exceed the compensatory threshold
of the heart which was subjected to impaired prenatal development.

We identified STAT3 and p38 MAP-kinase as potential new targets of
developmental programming. STAT3 signalling exerts multiple functions
in the heart regulating hypertrophy, fibrosis, angiogenesis, cell survival,
and inflammation.32 In Ang II-stimulated cHccs+/2 hearts, activation of
STAT3 in cardiomyocytes is required for compensatory hypertrophy
to maintain LV contractility in the acute stages of cardiac stress. Since
p38 is generally considered to exert antihypertrophic and cardiodepres-
sive functions,33,34 it is tempting to speculate that its inhibition might be
required to allow overshooting cardiomyocyte hypertrophy and sustain
contractility. Given the transient nature of p38 inhibition, its reactivation
upon long-term Ang II stress could be essential to restrict and even
partially reverse cardiomyocyte growth.

JAK/STAT3 inhibitionduringAng II stress reducesLVmassbydecreas-
ing cardiomyocyte CSA in cHccs+/2 hearts but inhibition of fibrosis in
controls. The latter is in agreement with previous studies.35– 37 Interest-
ingly, fibrosis is not reduced by STAT3 inhibition in Ang II-stressed
cHccs+/2 hearts, pointing to fundamentally different STAT3-mediated
stress response mechanisms in normal and developmentally impaired
hearts in adulthood. We did not observe increased expression of cyto-
kinesknowntoactivate JAK/STAT3signalling inAng II-stressed cHccs+/2

hearts compared with controls,32 suggesting that STAT3 is directly acti-
vated via AT1/2 receptors.38,39 Therefore, developmental programming
of a hypersensitive RAS would also alter JAK/STAT signalling in the adult
heart. Finally, STAT3 inhibition appears to be detrimental in adult
cHccs+/2 females when subjected to cardiac stress. Given that JAK2 inhi-
bitors have recently entered the clinic for the treatment of myeloproli-
ferative neoplasias as well as autoimmune diseases,40 our data urge for a
close monitoring of cardiac function in patients with a known history of
IUGR, preterm birth, or low birth weight.

When applying pharmacological inhibitors in vivo, specificity of the
agent and potential off-target effects are always an issue. As such, the
JAK2 inhibitor AG490 is no exception given that it has been shown to
interfere with EGF and ErbB receptor signalling.41 On the other hand,
AG490 is rather specific to JAK2 and does not significantly inhibit
other JAK family members.42 EGF and ErbB signalling mainly utilize
PI3K/Akt or MAP-kinases for intracellular signal transduction, and we
show that both are unaffected by AG490 treatment in Ang II-stressed
control mice. Surprisingly, p42/44 MAP-kinases (ERK1/2) show
increased phosphorylation specifically in Ang II-stressed cHccs+/2 but
not control hearts upon AG490 treatment, adding another level of com-
plexity to the altered stress response after impaired heart development.
JAK2 has been proposed to mediate Ang II-dependent inactivation of

ERK2.43 Similarly, STAT3 inhibits p42/44 activity in proximal tubular
cells of murine kidneys upon oxidative stress and this can be reversed
by AG490 treatment.44 It is tempting to speculate that a similar mechan-
ism is acting in Ang II-stressed cHccs+/2 hearts, even though it is more
widely accepted that JAK activates rather than inhibits p42/44 in the
heart.45 In addition, we cannot exclude that AG490-mediated p42/44
activation in Ang II-stressed cHccs+/2 hearts is a secondary effect due
to contractile dysfunction.

There are considerable differences between cHccs+/2 mice and the
classical models of foetal growth restriction. Consequently, the Hccs
knockout model is not intended to mimic classical IUGR models but
rather provide an organ-specific impairment of heart development
resulting in a phenotype very similar to IUGR, i.e. cardiac hypoplasia at
birth.13,17 Certainly, foetal growth restriction in other organs impacts
on the heart (as for example by the induction of hypertension30),
making foetal programming a complex and systemic process. The
latter is difficult to dissect, however, evident from the lackof mechanistic
insights despite pioneering studies .20 years ago.2,4 In an attempt
to unravel, the basic mechanisms of the heart to adapt to impaired
prenatal development, we believe that the Hccs knockout model
might serve as a novel tool to improve our understanding of develop-
mental programming.

In summary, we propose that foetal programming in the heart is inev-
itably linked tocardiacgrowthcontrol.Cardiac hypoplasia atbirth canbe
compensated postnatally by a remarkable plasticity in cardiomyocyte
size which allows normal cardiac function throughout lifetime even
under stress conditions. If adaptive growth is inhibited, however, this
results in clinical manifestation of disease. In humans subjected to
IUGR, cardiovascular risk factors might impair postnatal compensatory
cardiac growth in the first place, thereby promoting adult heart disease.
Consequently, whereas catch-up growth after IUGR is generally consid-
ered to contribute to developmental programming,18– 20 our data
suggest that for the heart such compensatory growth is essential to
prevent contractile dysfunction.

5. Study limitations
Due to the nature of the heart conditional Hccs knockout model and the
X chromosomal localization of the Hccs gene, only females could be
investigated in this study. Given that developmental programming has
been shown to be influenced by gender,15,16 it is uncertain whether
the altered cardiac growth and stress response might be different in
males. Furthermore, Ang II treatment has been applied in 10-week-old
and therefore relatively young mice. As cardiovascular disease suscepti-
bility caused by foetal programming is believed to increase with age, it is
possible that older cHccs+/2 hearts show a different functional, cellular,
or molecular response to Ang II, which might be even more relevant for
human subjects. Finally, we did not monitor blood pressure in Ang
II-treated animals throughout the present study. We have previously
shown by catheter-based measurements of intracardiac haemodynam-
ics that blood pressure is not different in cHccs+/2 compared with
control females at baseline as well as after b-adrenergic stimulation.22

Nevertheless, we cannot exclude that differences specific for the Ang
II-mediated blood pressure response might contribute to the findings
of this study. Along these lines, different effects of AG490 in extracardiac
tissues (as for example the vasculature, kidney, and adrenal glands)
between genotypes cannot be formally ruled out, although the heart
conditional knockout of Hccs should leave these organs unaffected in
cHccs+/2 females.
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Preserved heart function after left ventricular pressure
overload in adult mice subjected to neonatal cardiac
hypoplasia
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Intrauterine growth restriction in animal models reduces heart size and cardiomyocyte number at birth. Such incomplete cardiomyocyte
endowment is believed to increase susceptibility toward cardiovascular disease in adulthood, a phenomenon referred to as developmental
programming. We have previously described a mouse model of impaired myocardial development leading to a 25% reduction of cardiomyocyte
number in neonates. This study investigated the response of these hypoplastic hearts to pressure overload in adulthood, applied by abdominal aortic
constriction (AAC). Echocardiography revealed a similar hypertrophic response in hypoplastic hearts compared with controls over the first 2 weeks.
Subsequently, control mice develop mild left ventricular (LV) dilation, wall thinning and contractile dysfunction 4 weeks after AAC, whereas
hypoplastic hearts fully maintain LV dimensions, wall thickness and contractility. At the cellular level, controls exhibit increased cardiomyocyte cross-
sectional area after 4 weeks pressure overload compared with sham operated animals, but this hypertrophic response is markedly attenuated in
hypoplastic hearts. AAC mediated induction of fibrosis, apoptosis or cell cycle activity was not different between groups. Expression of fetal genes,
indicative of pathological conditions, was similar in hypoplastic and control hearts after AAC. Among various signaling pathways involved in cardiac
hypertrophy, pressure overload induces p38 MAP-kinase activity in hypoplastic hearts but not controls compared with the respective sham operated
animals. In summary, based on the mouse model used in this study, our data indicates that adult hearts after neonatal cardiac hypoplasia show an altered
growth response to pressure overload, eventually resulting in better functional outcome compared with controls.
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Introduction

Intrauterine growth restriction (IUGR) is generally regarded to
increase susceptibility toward cardiovascular disease in adult-
hood,1 a phenomenon referred to as fetal or developmental
programming.2 Various animal models of IUGR have been
established to study the underlying mechanisms, including fetal
hypoxia, placental insufficiency or maternal undernutrition
during pregnancy.3 In sheep, chronic hypoxia resulting from
placental insufficiency reduces the number of cardiomyocytes
in the heart.4 Studies in rats have shown that IUGR induced by
maternal low-protein diet (LPD) during pregnancy or placental
insufficiency reduces heart weight and cardiomyocyte number
in neonatal offspring.5,6 Such cardiac hypoplasia is likely due to
impaired cardiomyocyte proliferation in the fetal or neonatal
heart upon IUGR.7–9 Although heart weight and cardiomyo-
cyte number appear to normalize during early postnatal cardiac
growth in rodents,6,10 the reduced complement of cells at birth
is considered an important determinant of cardiovascular
health in adulthood.11 Indeed, rat hearts exposed to prenatal

protein restriction show various alterations during postnatal life
and in adulthood under baseline conditions, including reduced
left ventricular (LV) function and altered myocardial tissue
composition,12 increased apoptosis, increased LV wall thick-
ness and reduced output,13 and increased LV stiffening.14

Importantly, isolated adult rat hearts after intrauterine LPD are
more susceptible to ischemia and reperfusion (I/R) injury
compared with controls on a standard diet, resulting in
impaired recovery of LV contractility and increased infarct
size.14,15 Similarly, increased susceptibility to I/R injury was
observed in offspring after fetal hypoxia.16,17 Although such
studies generally confirm the concept of developmental
programming in the heart, the available data mainly relies on
isolated and ex vivo perfused hearts, whereas in vivo data were
sparse. In addition, most studies concentrate on I/R injury to
investigate disease susceptibility, whereas other pathological
conditions such as pressure overload or pharmacological
challenges have rarely been applied.
We have previously characterized a mouse model of

embryonic heart regeneration based on the heart conditional
knockout (KO) of the X-linked Holocytochrome c synthase
(Hccs) gene.18 HCCS is required for normal function of the
electron transport chain in mitochondria,19 such that loss of
HCCS activity in the developing heart results in respiratory
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chain dysfunction, disturbed cardiomyocyte differentiation and
reduced cell cycle activity.18 TheHccs gene is subject to random
X chromosome inactivation, a process that permanently and
irreversibly silences one of the two X chromosomes in mam-
malian female cells in order to normalize gene dosage compared
with males.20 Consequently, in female mice heterozygous for
the cardiac Hccs KO (hereafter referred to as cHccs+/− ),
approximately 50% of cardiomyocytes keep the defective
X chromosome active and develop mitochondrial dysfunction
while the other 50% inactivate the mutated X and remain
unaffected. This leads to a tissue mosaic of 50% healthy and
50% HCCS deficient cardiomyocytes in the mid-gestational
cHccs+/− myocardium, but the contribution of HCCS deficient
cells decreases to 10% at birth. This regeneration of the pre-
natal heart is mediated by increased proliferation of the healthy
cardiac cell population, which compensate for the defective
cells and build up a fully functional organ.18 It is important to
note that the vast majority (⩾90%) of cardiomyocytes in the
postnatal cHccs+/− heart is uncompromised. Inactivation of one
X chromosome is the physiological state in female cells, such
that silencing of the defective X does not affect Hccs gene
dosage. We have subsequently shown that prenatal compen-
satory proliferation of healthy cells is insufficient to completely
build up a heart. Neonatal cHccs+/− females exhibit cardiac
hypoplasia characterized by reduced heart size and a 25%
reduction in cardiomyocyte numbers compared with
controls.21 Although heart size is normalized until early adult-
hood, we did not find evidence for a postnatal normalization of
cardiomyocyte number. The latter would require increased
cardiomyocyte proliferation, which was not detected in cHccs+/−

hearts at any postnatal stage.21 Furthermore, cardiomyocyte size
is increased in adult cHccs+/− hearts in the absence of increased
heart weight or LV mass, and this compensatory cardiomyocyte
hypertrophy cannot be maintained in ageing cHccs+/− hearts
resulting in reduced heart weight with age, likely due to a per-
sistently reduced cardiomyocyte number throughout life.21 We
therefore concluded that postnatal normalization of heart weight
in cHccs+/− hearts is mediated by accelerated hypertrophic growth
of cardiomyocytes but not normalization of cell number.

Given that a reduced cardiomyocyte complement after IUGR
is proposed to contribute to developmental programming in the
heart, we speculated that the cHccs+/− mouse model might help to
better understand the latter. Importantly, however, there are
considerable differences between conditional genetic models, like
cHccs+/− mice, and animal models of IUGR. Maternal LPD
during pregnancy, fetal hypoxia or placental insufficiency all have
systemic effects on the fetal organism, such that alterations in
other organs impact on the heart (as e.g. by inducing hyperten-
sion in adulthood).2,3 Instead, the cHccs+/− model provides an
organ-specific impairment of heart development. Birth weight is
normal in cHccs+/− mice,21 such that growth and stress response
in the adult heart can be investigated without confounding sec-
ondary effects induced by other organ systems. We therefore
believe that the heart conditional Hccs KO model could com-
plement classical IUGR animal studies to better understand fetal

programming specifically in the heart. We have previously shown
that adult cHccs+/− females show significant cellular and mole-
cular alterations when challenged by chronic angiotensin II
(Ang II) infusion.21 To further clarify how hypoplastic cHccs+/−

hearts cope with different challenges in adulthood, in the current
study we applied LV pressure overload by abdominal aortic
constriction (AAC).

Materials and methods

Heart conditional Hccs KO mice

The generation and characterization of heart conditional Hccs
KO mice has been described previously.18 In brief, ‘floxed’ (fl)
Hccsmice were bred to mice expressing Cre recombinase under
the control of the Nkx2.5 promoter. All mice were maintained
on a mixed 129Sv/C57Bl6 genetic background and all experi-
ments were performed on heterozygous Hccs KO females
(Hccsfl/+/Nkx2.5Cre, referred to as cHccs+/− ) and Cre positive
female controls (Hccs+/+/Nkx2.5Cre, referred to as Hccs+/+).

Surgery and echocardiography

AAC was performed on 10-week-old mice for a period of
4 weeks with echocardiographic measurements immediately
before the intervention (baseline) as well as after 2 and 4 weeks
[Hccs+/+ n = 6 (three pairs of littermates from three different
litters), cHccs+/− n = 6 (each mouse from a different litter)].
For surgery, animals were anaesthetized by 2% isoflurane
inhalation. The abdominal cavity was opened by a midline
incision, the abdominal organs placed to the right and the aorta
dissected from the retroperitoneum. The constriction was
placed at the suprarenal level by a 6.0 silk suture tied around a
blunt 27-gauge needle. The needle was then removed imme-
diately to restore blood flow. Ultrasound measurements of the
aortic diameter 2 weeks after surgery confirmed a ~50%
narrowing at the site of ligation in all animals. Sham operated
animals underwent all surgical and echocardiography proce-
dures but did not receive a ligature [Hccs+/+ n = 3 (each mouse
from a different litter), cHccs+/− n = 3 (one individual mouse
and one pair of littermates from two different litters)]. The
same three sham operated mice per genotype were used for all
experiments throughout the study. For analgesia, animals
received Carprofen [5mg/kg body weight (BW)] before surgery
as well as for the following 3 days. Mice were euthanized by
cervical dislocation and hearts prepared 1 day after the final
echocardiography.
Echocardiography was performed using a VisualSonics Vevo

2100 high frequency ultrasound system. Measurements were
performed on anesthetized mice (2% isoflurane inhalation) and
body temperature was kept constant at 37°C using a heat lamp
and a rectal temperature probe.
Investigators performing echocardiography and surgery were

blinded for mouse genotypes and treatment groups during data
acquisition and analysis. All animal procedures were performed
following institutional guidelines and had previously been
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approved by the responsible authorities [Landesamt für
Gesundheit und Soziales (LaGeSo), Berlin, approval number
G 0191/06].

Histology and assessment of myocardial fibrosis

Hearts were excised, rinsed in cold phosphate buffered saline
(PBS) and fixed in 4% paraformaldehyde/PBS for 48 h. The
tissue was subsequently dehydrated through an increasing
ethanol series, cleared in toluol and embedded in paraffin; 5 µm
paraffin sections were stained with hematoxylin & eosin (Roth)
to assess overall cardiac morphology and tissue composition or
with Sirius Red (Sigma) to visualize myocardial fibrosis. For
quantification of interstitial fibrosis the entire LV myocardium
of two non-adjacent sections was imaged at 5× magnification
(using a Keyence BZ-8100E microscope) and the fibrotic
(i.e. pink) area was measured using ImageJ analyses software
(http://rsb.info.nih.gov/ij/). Perivascular fibrosis was excluded.
Fibrosis was calculated as the percentage of the fibrotic area in
relation to the total area of myocardial tissue.

Evaluation of cardiomyocyte size

To determine cardiomyocyte size, paraffin sections were
stained with fluorescence conjugated wheat germ agglutinin
(WGA Alexa Fluor 555; Invitrogen) to visualize cell membranes
while nuclei were stained with 4',6-Diamidino-2-Phenylindole
(DAPI) (Invitrogen). Subendocardial areas of the left ventricle
from two non-adjacent sections per heart were imaged at
20× magnification using fluorescence microscopy (Keyence
BZ-8100E). For each heart, 200 circular or symmetrically shaped
cardiomyocytes with visible nuclei were selected to measure their
cross-sectional area (CSA) (using Keyence BZ image analysis
software) and the mean cell size was calculated for each heart.

Evaluation of cell death

Apoptotic cells were detected on paraffin sections using Terminal
deoxynucleotidyl transferase dUTP nick end labeling (TUNEL)
assay (ApopTag Fluorescein Apoptosis Detection Kit; Merck
Millipore) according to the manufacturer’s instructions. Nuclei
were stained with DAPI. The LV myocardium of two non-
adjacent sections per heart was imaged at 2.5× magnification using
an Axio Scope.A1 fluorescence microscope (Zeiss) and the entire
LV tissue area was measured using ZEN blue software (Zeiss). The
average nuclear density per mm2 tissue was calculated for each
section by manually counting the number of nuclei on three ran-
domly selected high-powered fields (40× magnification) within a
defined LV tissue area (using ImageJ). Based on nuclear density per
mm2 and the overall LV tissue area, the total number of LV nuclei
could be estimated for each section. TUNEL positive nuclei were
counted manually and related to the total number of nuclei.

Evaluation of cell proliferation

Paraffin sections were deparaffinized, rehydrated and heat
mediated antigen retrieval was performed in sodium citrate
buffer (10mM, pH 6.0) for 20min. After blocking in antibody

solution containing 5% normal goat serum for 1 h, Ki67
(Thermo Scientific RM-9106) and troponin T (Develop-
mental Studies Hybridoma Bank, CT3) primary antibodies
were applied at 4°C over night. Secondary antibody detection
was performed at room temperature for 1 h using Alexa 555
goat anti-rabbit and Alexa 488 goat anti-mouse antibodies
(Invitrogen). Nuclei were stained with DAPI and sections were
mounted in Prolong Gold antifade reagent (Invitrogen). The
LV and interventricular septum (IVS) myocardium of two
non-adjacent cross-sections was imaged at 20× magnification
(resulting in ~40 random fields per heart). Ki67 positive nuclei
were manually counted using ImageJ software and related to
the total number of DAPI stained nuclei.

Western blot analyses and quantitative real-time
polymerase chain reaction (qRT-PCR)

Western blot and qRT-PCR procedures have been described pre-
viously21 and are furthermore available in the Supplementary
Material (including details about antibodies and primer sequences).

Statistical analyses

Differences between two groups were analyzed using unpaired,
two-tailed Student’s t-test. Differences between multiple
groups were determined using one-way ANOVA followed by
Bonferroni’s post-hoc test. Echocardiography data from the
same groups of animals at different time points were analyzed
using two-way ANOVA for repeated measures. For animal
studies of developmental programming it is recommended to
use only one representative male and/or female per litter in
order to compensate for differences in intrauterine or postnatal
conditions between mice from different litters or within the
same litter.22 If more than one mouse per litter is used, this
should be accounted for in the statistical analyses.22 Thus, for
all echocardiography and histological data additional analyses
using mean values per litter were performed (see Supplementary
Tables S4 and S5). All data are presented as mean± standard error
of the mean (S.E.M.). A probability value of P< 0.05 was
considered to indicate statistical significance (*P< 0.05,
**P< 0.01, ***P< 0.001).

Results

Pressure overload results in increased LV mass and wall
thickness in cHccs+/− hearts compared with controls

We applied pressure overload by suprarenal constriction of the
abdominal aorta in 10-week-old cHccs+/− and control female
mice for the duration of 4 weeks. Sham operated animals of
both genotypes were included in the study to account for
changes induced by the operation procedure. Echocardio-
graphy was recorded before as well as 2 and 4 weeks after the
intervention. At the 2 week time point we furthermore assessed
the degree of aortic constriction by ultrasound measurements,
which confirmed that the aortic diameter at the site of banding
was identical in both groups (Fig. 1a and Supplementary
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Fig. S1). After 4 weeks AAC cHccs+/− females showed
significantly increased LV mass (calculated from echocardio-
graphy data) as well as LV mass normalized to BW when com-
pared with their respective sham group (Fig. 1b and 1c and
Supplementary Table S2). Interestingly, LV mass and LV mass/
BW ratio were mainly unchanged in AAC v. sham controls,
resulting in increased LVmass in cHccs+/− compared with control
females after AAC (Fig. 1c). These differences in heart size were
also reflected by LV wall thickness, which was significantly
increased in cHccs+/− hearts 4 weeks after AAC compared with
controls as well as compared with the cHccs+/− sham group
(Fig. 1b and 1d and Supplementary Table S1). In contrast, wall
thickness was not different in AAC compared with sham con-
trols after 4 weeks. Thus, in response to pressure overload

cHccs+/− females exhibit a more pronounced or sustained
hypertrophic response of the LV myocardium compared with
control animals.

Pressure overload reduces LV contractility in controls but
not cHccs+/− hearts

Given the marked differences in LV mass and wall thickness
between control and cHccs+/− females 4 weeks after AAC, we
investigated LV internal diameter (LVID) and contractility in
echocardiography recordings. Compared with sham operated
animals, control hearts developed a slight increase in systolic
but not diastolic LVID after 4 weeks AAC, which, however, did
not reach statistical significance. In contrast, LVID was not
altered in cHccs+/− hearts after AAC when compared with the

Fig. 1. Left ventricular (LV) mass and wall thickness are increased in heterozygous cardiac Holocytochrome c synthase knockout (cHccs+/− )
hearts compared with controls 4 weeks after abdominal aortic constriction (AAC). (a) Ultrasound measurements 2 weeks after AAC revealed a
similar diameter of the abdominal aorta at the site of banding in both genotypes (n = 6). (b) Cardiac cross-sections revealed increased LV
wall thickness in cHccs+/− hearts compared with controls 4 weeks after AAC. Total cardiac dimensions are mainly preserved in all groups
(hematoxylin & eosin staining, scale bar = 300 μm). (c) LV mass calculated from echocardiography data as well as LV mass normalized to
body weight is increased in cHccs+/− females after 4 weeks AAC when compared with the respective sham group. In controls both parameters
are only slightly increased after AAC compared with sham operated mice. (d) Echocardiography revealed that LV wall thickness [LV posterior
wall (LVPW)] in systole (sys) as well as diastole (dia) is increased in cHccs+/− females 4 weeks after AAC compared with controls as well as the
respective sham group (n = 3 for sham groups and n = 6 for AAC groups in (c) and (d), *P< 0.05, **P< 0.01, ***P< 0.001).
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respective sham group (Fig. 2a and 2b), resulting in a significantly
smaller systolic but not diastolic LVID in cHccs+/− females com-
pared with controls after AAC. These data suggest that neither
control nor cHccs+/− animals exhibit overall cardiac dilation
associated with heart failure, which normally coincides with
increased diastolic LVID. In contrast, control but not cHccs+/−

mice appear to develop systolic contractile dysfunction as a result
of pressure overload, as inferred from increased systolic LVID
when comparing AAC groups (Fig. 2b and Supplementary
Table S3). Indeed, whereas control animals show a clear trend
toward reduced ejection fraction (EF) and fractional shortening
(FS) 4 weeks after AAC compared with their respective sham
group, both parameters where not altered (or even slightly
increased) in cHccs+/− females (Fig. 2a and 2c and Supplementary
Table S3). Consequently, the latter show a significantly better LV
function after AAC compared with controls (Fig. 2c). Taken
together, whereas control hearts develop systolic dysfunction after
4 weeks of pressure overload, cHccs+/− females fully maintain LV
dimensions resulting in uncompromised contractility.

LV hypertrophy, internal diameter and contractility are well
maintained in cHccs+/− females during pressure overload

To more dynamically investigate the response of control and
cHccs+/− hearts to pressure overload over time, we performed
longitudinal analyses of echocardiography data before as well as
2 and 4 weeks after AAC on the same group of animals. These

data revealed that hypertrophic growth of both control and
cHccs+/− hearts is similar over the first 2 weeks, resulting in
significantly increased LV mass and LV mass/BW ratios com-
pared with baseline levels (Fig. 3a and Supplementary
Table S2). However, LV mass as well as wall thickness decline
in controls between 2 and 4 weeks, such that wall thickness
returns to baseline values (Fig. 3b). The latter might indicate
wall thinning at the onset of LV dilation as a result of persistent
pressure overload. In contrast, hypertrophy parameters are well
maintained or even further increase in cHccs+/− females during
the same period, resulting in significant differences between
genotypes 4 weeks after AAC (Fig. 3a and 3b). Similarly, LVID
as well as contractility do not differ between genotypes over the
first 2 weeks of pressure overload, but both FS and EF
significantly deteriorate in controls between 2 and 4 weeks. In
contrast, LVID and LV contractility is constant in cHccs+/−

females over the full 4-week period (Fig. 3c and 3d and
Supplementary Table S3). In summary, whereas control hearts
show mild but significant LV dysfunction after 4 weeks AAC,
cHccs+/− females can fully compensate cardiac stress by pressure
overload resulting in significantly better outcome.

Cardiomyocyte hypertrophy is attenuated in cHccs+/−

females in response to LV pressure overload

To investigate whether the better functional outcome of
cHccs+/− females compared with controls 4 weeks after AAC is

Fig. 2. Preserved left ventricular (LV) contractility and diameter in heterozyogous cardiac Holocytochrome c synthase knockout (cHccs+/− )
hearts compared with controls 4 weeks after abdominal aortic constriction (AAC). (a) M-mode echocardiography recordings 4 weeks after
AAC or sham operation, respectively, indicate reduced LV contractility in controls but not cHccs+/− females when exposed to pressure
overload. (b) LV internal diameter (LVID) in systole (sys) but not diastole (dia) is increased in controls compared with cHccs+/− females after
AAC. (c) Reduced LV function assessed by ejection fraction (EF) and fractional shortening (FS) in control animals compared with cHccs+/−

females 4 weeks after AAC (n = 3 for sham groups and n = 6 for AAC groups in (b) and (c), *P< 0.05).
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reflected by differences in myocardial tissue composition or
remodeling, we analysed cardiomyocyte size in LV tissue sec-
tions by determining their CSA. In sham operated mice, cell
size is increased in cHccs+/− hearts compared with controls, as
previously reported for untreated animals.21 Surprisingly, this
difference is no longer observed after AAC, such that CSA is
similar between the genotypes (Fig. 4a and 4b). This is due to
an attenuated hypertrophic response in cHccs+/− hearts, which
show a slight but non-significant increase in cell size when
comparing AAC and sham operated animals. In contrast, CSA
significantly increases in control hearts after pressure overload

(Fig. 4a and 4b). To further evaluate pathological myocardial
remodeling in both genotypes after AAC, we visualized extra-
cellular matrix deposition and quantified interstitial fibrosis
within the LV myocardium. Sham operated animals did not
show differences between genotypes and AAC induces LV
fibrosis to a similar extent and to comparable levels in both
cHccs+/− and control hearts (Fig. 5a and 5b). In conclusion,
reduced LV function in controls after AAC coincides with a
more pronounced cardiomyocyte hypertrophy compared with
cHccs+/− hearts, whereas fibrosis as a parameter of pathological
myocardial tissue remodeling is not different between
genotypes.

Programmed cell death and proliferation are unaltered in
cHccs+/− hearts upon pressure overload

The seemingly contradictory findings of increased LV mass and
wall thickness (Fig. 1) but similar cardiomyocyte size in cHccs+/−

hearts compared with controls after AAC (Fig. 4) could indicate
a progressive cardiomyocyte loss in controls but not cHccs+/−

females over the 4-week period. This might also explain a
regression in LV mass in AAC controls between 2 and 4 weeks
to the level of sham controls despite a significantly increased cell
size after 4 weeks pressure overload. To address this question,
we determined programmed cell death (apoptosis) by TUNEL
staining in the LV myocardium. No differences in apoptosis
rates were detected between genotypes or treatment groups
(Fig. 6a). In addition, we have previously shown that cardiac
stress imposed by chronic Ang II infusion increases prolifera-
tion of the non-myocyte cell population in cHccs+/− hearts
compared with controls.21 Here we show that such proliferative
response is not observed upon pressure overload, as revealed by
unaltered numbers of cycling (determined by immuno-
fluorescence for Ki67) interstitial cells in both cHccs+/− and
control hearts after AAC compared with sham operated
controls (Fig. 6b). These data furthermore suggest that AAC

Fig. 3. Longitudinal echocardiography measurements of left
ventricular (LV) dimensions and function over the 4 weeks
abdominal aortic constriction (AAC) period. (a) Absolute LV mass
and LV mass normalized to body weight similarly increase in both
genotypes during the first 2 weeks after AAC compared with baseline
levels. Between 2 and 4 weeks LV mass declines in controls but not
heterozygous cardiac Holocytochrome c synthase knockout (cHccs+/− )
females. (b) In parallel to LV mass, interventricular septum (IVS)
thickness increases in both genotypes over the first 2 weeks after AAC,
but declines thereafter in controls only. (c) Whereas LV internal
diameter (LVID) in diastole (dia) is not different between genotypes or
compared with baseline levels over the full 4-week period, LVID in
systole (sys) increases in controls but not cHccs+/− females between 2
and 4 weeks of AAC. (d) LV contractility is fully preserved in cHccs+/−

hearts during the 4-week period of pressure overload. In contrast,
LV function is maintained in controls over the first 2 weeks but
significantly decreases thereafter (n = 6 per genotype, *P<0.05,
**P<0.01, ***P<0.001, §P<0.05 compared with baseline, #P< 0.05
compared with 2 weeks).
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induced differences in LV mass between controls and cHccs+/−

mice are unlikely to be caused by excessive proliferation of a
non-myocyte cell population.

Activation of p38 MAP-kinase in cHccs+/− hearts after AAC

Altered tissue remodeling in response to pressure overload
might be accompanied by differential expression of the fetal
gene program that is reactivated by pathological conditions in

the heart. We therefore analysed RNA expression of atrial
natriuretic factor (Nppa), brain natriuretic peptide (Nppb) and
β-myosin heavy chain (Myh7) in hearts 4 weeks after AAC, but
did not find differences between cHccs+/− and control females
(Fig. 7a). In combination with a similar induction of myo-
cardial fibrosis by AAC in both genotypes (Fig. 5), certain
aspects of the response of cHccs+/− hearts to pressure overload
appear to be comparable to controls, but differences occur in
the regulation of cardiomyocyte hypertrophy (Fig. 4).

Fig. 4. Cardiomyocyte hypertrophy is attenuated in heterozygous cardiac Holocytochrome c synthase knockout (cHccs+/− ) hearts compared
with controls 4 weeks after abdominal aortic constriction (AAC). (a) Fluorescence microscopy images of cross-sectioned cardiomyocytes within
the left ventricular (LV) myocardium 4 weeks after AAC or sham operation, respectively. Cell membranes are stained in red (using wheat germ
agglutinin) and nuclei are stained in blue (scale bar = 50 μm). (b) Cardiomyocyte cross-sectional area is significantly increased in control hearts
after AAC when compared with the respective sham group. In contrast, cell size slightly increases in cHccs+/− females in response to pressure
overload, but this does not reach statistical significance when compared with the sham group (n = 3 for sham groups and n = 5 for AAC
groups, **P< 0.01).

Fig. 5. Induction of myocardial fibrosis in response to pressure overload is not different between heterozygous cardiac Holocytochrome c
synthase knockout (cHccs+/− ) and control hearts. (a) 4 weeks after abdominal aortic constriction (AAC) or sham operation fibrosis within the
left ventricular (LV) myocardium is detected using Sirius Red staining, which marks extracellular matrix and collagen deposition in pink while
the remaining myocardium is stained in yellow (scale bar = 100 μm). (b) Quantification of interstitial fibrosis in the LV myocardium revealed
that it is significantly induced in both cHccs+/− and control hearts in response to pressure overload (when comparing AAC and sham groups),
but no difference was observed between genotypes (n = 3 for sham groups and n = 6 for AAC groups, *P< 0.05).
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Differences in the cardiomyocyte growth response upon
pressure overload could be due to alterations in intracellular
signaling associated with cardiac hypertrophy. Consequently,
we analysed a subset of the underlying pathways with a special
focus on those that have previously been shown to be differ-
entially regulated in cHccs+/− v. control hearts.21 Whereas
phosphorylation of Akt (Fig. 7b), p42/p44 MAP-kinases
(Erk1/2) (Fig. 7c) and the mTORC1 downstream target
p70S6K (Fig. 7d) was not different between genotypes 4 weeks
after AAC, phosphorylation of p38 MAP-kinase was increased
in cHccs+/− hearts compared with the respective sham operated
group (Fig. 7e). We have previously shown that exaggerated
cardiomyoyte growth in cHccs+/− hearts upon Ang II infusion

depends on JAK/STAT3 signaling.21 Here we show that
STAT3 phosphorylation in the heart is not different between
genotypes 4 weeks after AAC (Fig. 7e, see Supplementary
Discussion). In conclusion, activation of p38 MAP-kinase
might be involved in restricting cardiomyocyte growth in
cHccs+/− hearts in response to pressure overload.

Discussion

The intrauterine environment determines susceptibility toward
cardiovascular disease in adulthood, which is proposed to
involve a reduced cardiomyocyte complement in growth
restricted neonates. Using heart conditional Hccs KO mice,

Fig. 6. Apoptosis and cell proliferation are not differentially regulated by pressure overload in heterozygous cardiac Holocytochrome c synthase
knockout (cHccs+/− ) compared with control hearts. (a) Apoptosis in the left ventricular (LV) myocardium was detected by TUNEL staining
4 weeks after abdominal aortic constriction (AAC) or sham operation. Nuclei are stained in blue using 4',6-Diamidino-2-Phenylindole
(DAPI). Terminal deoxynucleotidyl transferase dUTP nick end labeling (TUNEL) positive nuclei were identified by green fluorescence
co-localized with DAPI staining (see arrowheads). Apoptosis rates were not different between genotypes or treatment groups (n = 3 for sham
groups and n = 5 for AAC groups, scale bar = 20 µm). (b) Immunofluorescence staining for the cell cycle marker Ki67 (in red) and the
cardiomyocyte marker troponin T (in green) detected proliferating cells within the LV myocardium 4 weeks after AAC or sham operation.
Cycling cells are located between troponin T positive cardiomyocytes, indicating their non-myocyte identity (see arrowheads, nuclei are stained
in blue, scale bar = 50 μm). Quantification of Ki67 positive cells revealed no difference between AAC or sham operated controls or between
cHccs+/− and control hearts 4 weeks after AAC (n = 3 for sham controls and n = 6 for AAC groups).
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Fig. 7. Investigation of signaling pathways involved in cardiomyocyte growth in heterozygous cardiac Holocytochrome c synthase knockout
(cHccs+/− ) compared with control hearts after abdominal aortic constriction (AAC). (a) RNA expression of the fetal genes atrial natriuretic
factor (ANF, Nppa), brain natriuretic peptide (BNP, Nppb) and β-myosin heavy chain (Myh7) is not different in cHccs+/− compared with
control hearts after AAC (quantitative real-time PCR data, n = 6/genotype). (b) Phosphorylation of Akt Ser473 (n = 4–6/group), (c) p42/44
MAP-kinase Thr202/Tyr204 (n = 3–4) and (d) the mTORC1 downstream target p70 S6 kinase Thr389 (n = 3) is not significantly different
between genotypes or treatment groups. (e) Whereas phosphorylation of STAT3 Tyr705 (n = 4–6/group) is not different between groups,
phosphorylation of p38 MAP-kinase Thr180/Tyr182 (n = 3) is significantly increased in cHccs+/− hearts 4 weeks after AAC compared to sham
operated animals (**P< 0.01).
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which exhibit a 25% reduction in cardiomyocyte number at
birth,21 we show here that such hypoplastic hearts have a better
functional outcome after pressure overload in adulthood com-
pared with controls. We certainly do not claim the Hccs KO
model to mimic or replace other IUGR models. cHccs+/− mice
are not generally growth restricted and exhibit normal birth
weight,21 thereby lacking a hallmark of IUGR. Nevertheless,
the impairment of heart development results in a phenotype
very similar to IUGR, that is cardiac hypoplasia at birth. Given
the various organism-wide alterations induced by IUGR and
the resulting complexity of adult outcomes, animal models of
organ-specific growth impairment could be useful to dissect the
mechanisms of developmental programming. We therefore
believe that the heart conditionalHccs KOmodel could help to
generate new hypotheses regarding fetal programming in the
heart which should subsequently be validated in classical IUGR
animal studies.

Our previous study has shown that in adult cHccs+/− hearts
the consequences of neonatal cardiac hypoplasia can be func-
tionally compensated, such that upon Ang II stress LV con-
tractility is not different from controls.21 Using chronic LV
pressure overload we show here, that control mice exhibit
reduced LV contractility after 4 weeks, whereas LV function
was unaltered in cHccs+/− hearts over the full AAC period. This
unexpected finding raises the interesting hypothesis, that the
cHccs+/− heart might be preconditioned and better equipped to
response to pressure overload than the normally developed
heart. Alterations in stress response of the hypoplastic cHccs+/−

heart in adulthood appear to converge on cardiomyocyte
growth control but not pathological tissue remodeling, given
that no differences in fibrosis or fetal gene expression were
observed compared with controls after AAC (this study) or
Ang II.21 Therefore, in cHccs+/− mice aberrant prenatal cardiac
development potentially preserves or programs a beneficial
growth plasticity which allows a better outcome after pressure
overload. Certainly, it will have to be established whether such
‘fetal preconditioning’ is also observed in classical IUGR
models or whether it is specific to cHccs+/− hearts. Pre-
conditioning has been well established in the context of myo-
cardial ischemia, where short exposures of the heart to hypoxic
conditions reduce myocardial damage after a subsequent pro-
longed ischemic period.23 IUGR does not seem to provide
ischemic protection, given that a multitude of studies have
shown increased susceptibility of restricted offspring to I/R
injury in adulthood.14–17 But this might be different for chal-
lenges not primarily associated with acute and large scale tissue
damage and cell loss. Programming of cardiomyocyte growth
plasticity could allow for better adaptation to challenges
requiring a hypertrophic response. In this regard, disturbing
cell growth by certain postnatal risk factors or drugs might be
fatal in the developmentally impaired heart. Given that fetal
programming has been proposed to permanently alter cellular
metabolism after birth,24,25 it is also possible that IUGR
induces a metabolic profile in the adult heart that is beneficial
under certain stress conditions. In this regard, the postnatal

heart switches from fatty acid and glucose oxidation to glyco-
lysis upon stress, thereby returning to a fetal metabolic program
that is thought to be protective.26 In summary, alterations of
intrauterine development and growth could precondition the
heart for certain pathological stimuli during postnatal life,
thereby mediating a beneficial effect. Such an idea would cer-
tainly contradict the basic principles of fetal programming,
which assume that disease susceptibility is increased by
intrauterine insults. Nevertheless, our data urge for future
studies investigating this hypothesis in classical animal models
of IUGR.
A reduced cardiomyocyte complement in the postnatal heart

is believed to increase disease susceptibility by decreasing the
ability to respond and adapt to pathological conditions.11 In
support of this notion, heart conditional inactivation of the
mitochondrial apoptosis regulator survivin (BIRC5) results in a
reduction in cardiomyocyte number and survivin KO mice
develop spontaneous heart failure in adulthood even without a
specific challenge.27 Similarly, mice heterozygous for a KO of
the cardiac transcription factor GATA4 show a cardiomyocyte
deficit in the fetal heart and postnatally develop mild LV dys-
function under physiological conditions. Importantly, upon
pressure overload these mice exhibit more severe contractile
dysfunction compared with controls.28 It is important to con-
sider, however, that in KO models of autosomal genes descri-
bed above the functional consequences of the genetic alteration
persists in cardiomyocytes throughout life. Even in hetero-
zygous KO animals permanently reduced gene dosage (e.g.
haploinsufficiency) or dominant-negative effects could disturb
the adaptive capacity of the heart upon pathological conditions.
In contrast, transcriptional silencing of one X chromosome
occurs physiologically in mammalian female cells in order to
compensate gene dosage compared with males.20 One active
copy of the Hccs gene is the normal state, such that cardio-
myocytes in cHccs+/− hearts, which inactivated the X chromo-
some harboring the mutated Hccs allele, are uncompromised.
Therefore, the vast majority (⩾90%) of cardiomyocytes in
cHccs+/− females are per se healthy and able to utilize the com-
plete program of adaptive growth or stress response. This
resembles the situation in most IUGR models, in which the
prenatal insult is released after birth such that programming of
a more flexible metabolism and growth plasticity could be
beneficial under certain conditions.
We acknowledge certain limitations of the data reported

here. Due to the X chromosomal localization of the Hccs gene,
it is not possible to includeHccs KO males in postnatal studies.
The latter are hemizygous for the mutated Hccs allele, resulting
in the complete lack of HCCS in all cardiomyocytes and
embryonic lethality at mid-gestation.18 Given that gender has
been shown to have an influence on developmental program-
ming2,3 with IUGR males often being more susceptible to
cardiac stress in adulthood,15,17 it is possible that hypoplastic
male hearts respond differently to pressure overload as com-
pared with cHccs+/− females. Furthermore, despite a clear
hypertrophic response in control mice 2 weeks after AAC
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surgery, LV mass partially regresses thereafter and wall thick-
ness returns to normal levels after 4 weeks. It is unclear whether
this represents an adaptation to pressure overload or a begin-
ning wall thinning due to LV dilation. It has previously been
reported, that AAC in wild-type mice might not significantly
alter LV mass if determined by echocardiography.29 AAC is a
relatively mild challenge compared with the more widely used
thoracic aortic constriction. A variety of different outcomes has
been reported for both models, ranging from mild hypertrophy
with fully sustained contractility30 to LV dilation and heart
failure.31 Such differences are likely caused by the species used
(rats v. mice), different strains and genetic background,31

gender,32 the duration of pressure overload (ranging from 1 to
20 weeks), differences in the surgical procedure and the loca-
lization and degree of the aortic constriction. Given the reduced
LV contractility and increased LVID (even though statistically
not significant in diastole) in control mice 4 weeks after AAC
we would favor an interpretation of the partial normalization of
LV mass and wall thickness as the onset of LV dilation rather
than adaptation.

Along these lines, cardiomyocyte CSA and myocardial
fibrosis significantly increase in control mice 4 weeks after AAC
compared with the sham group, whereas LV mass is only
marginally (and non-significantly) increased. This could
potentially be explained by a progressive cardiomyocyte loss
upon pressure overload, such that a compensatory increase in
cell size is insufficient to elevate LV mass due to a parallel
increase in cell death. However, we did not detect differences in
apoptosis between groups 4 weeks after AAC, similar to pre-
viously published data.33 Therefore, a potential apoptotic
cardiomyocyte loss might occur earlier during the AAC period
but is no longer observed after 4 weeks. Alternatively, other cell
death mechanisms not detectable by TUNEL staining might be
involved (as e.g. necrosis). A peak in cardiomyocyte apoptosis
has been reported a few days after the onset of pressure over-
load, and cell death returns to baseline levels thereafter.34,35

Others, however, show a continuous induction or even
increasing apoptosis after aortic banding with time.36 There-
fore, potential differences in cell death between AAC controls,
sham controls and AAC cHccs+/− hearts, respectively, will have
to be determined at different time points after surgery. Inter-
estingly, p38 has been proposed to be primarily required for
cardiomyocyte survival rather than hypertrophy upon pressure
overload.37 Given that p38 is activated in cHccs+/− hearts upon
AAC, it is tempting to speculate that it might be involved in an
altered cell death regulation compared with controls. At the
same time, cardiomyocyte CSA significantly increases in con-
trol hearts after AAC compared with the sham operated group,
whereas this response is markedly attenuated in cHccs+/− mice.
Given the proposed anti-hypertrophic effects of p38,38 its
activation could alternatively be required to restrict cardio-
myocyte growth upon pressure overload in the latter. Thereby,
cHccs+/− hearts potentially prevent excessive pathological
hypertrophy and concomitant maladaptive cellular alterations
to maintain LV contractility. Another possible explanation for a

significantly increased LV mass in cHccs+/− hearts compared
with controls after AAC despite similar cardiomyocyte CSA are
differences in cell length. Interestingly, in heterozygous
GATA4 KOmice, which exhibit a cardiomyocyte deficit in the
heart (as described above), pressure overload induces an over-
proportional increase in cardiomyocyte length rather than
width compared with controls.28 Similarly, cardiomyocyte
volume might be increased in cHccs+/− hearts compared with
controls after AAC due to differences in cell length but
not CSA.
The data presented in our current and previous21 study

indicate, that the stress response of the hypoplastic heart in
adulthood differs depending on the type of the pathological
stimulus. This suggests that various cardiovascular risk factors
can have very different impacts on the developmentally pro-
grammed heart in humans. Whereas an increased disease sus-
ceptibility of the adult heart after IUGR is primarily studied in
regard of ischemia and myocardial infarction, the impact of
other conditions such as pressure overload, Ang II or β-adre-
nergic stimulation is largely unknown. Most investigators
choose to study fetal programming by applying I/R injury to
ex vivo perfused IUGR hearts, thereby showing an increased
susceptibility of the adult heart after prenatal dietary protein
restriction, placental insufficiency or fetal hypoxia.14–17

Although this approach has led to important breakthroughs
in the field, its general impact is clearly limited, given that it
only allows studying the acute and short-term consequences
of a single insult in an artificial system (i.e. the explanted,
retrogradely perfused heart). In addition, myocardial ischemia
only covers a fraction of the possible conditions that can
impact on the developmentally programmed heart in
humans. Challenges imposed by arterial hypertension, neuro-
humoral stimulation, drug induced cardiotoxicity or metabolic
syndrome appear to be neglected instead. Consequently, long-
term in vivo studies using different pathological insults in
different animal models of IUGR would greatly enhance our
understanding how altered intrauterine development causes
heart disease in adulthood.
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4.4. Molekulare und zelluläre Mechanismen einer intrauterinen 
Wachstumsrestriktion und Folgen für das neonatale und adulte Herz der Maus 

Verschiedene Tiermodelle zur Induktion einer intrauterinen Wachstumsrestriktion (IUGR) 
sind beschrieben worden und werden routinemäßig angewendet (siehe Kapitel 1.4.4.). Dazu 
gehören so unterschiedliche Konzepte wie eine Veränderung der mütterlichen Ernährung 
während der Trächtigkeit, chirurgische Interventionen zur Simulation einer 
Plazentainsuffizienz oder die Haltung trächtiger Muttertiere unter reduziertem Luftsauerstoff 
zur Induktion einer fetalen Hypoxie. Für diese Modelle wurde zumeist gezeigt, dass sie eine 
IUGR und damit ein reduziertes Geburtsgewicht der Nachkommen zur Folge haben. Oft 
wurden auch Auswirkungen der verschiedenen IUGR-Modelle auf das Herz bei der Geburt, 
im Erwachsenenalter oder unter pathologischen Bedingungen beschrieben, um daraus 
Konzepte für das Developmental Programming bei kardiovaskulären Erkrankungen 
abzuleiten. Welche molekularen und zellulären Mechanismen bei den verschiedenen 
Tiermodellen aber tatsächlich für eine Verlangsamung des intrauterinen Wachstums der 
Embryonen und Föten sowie damit verbundene Veränderungen am Herzen verantwortlich 
sind, ist nahezu komplett unbekannt. Ein genaues Verständnis dieser Zusammenhänge 
erscheint jedoch essentiell, um Risikofaktoren einer IUGR zu identifizieren und so 
Rückschlüsse auf eine Prävention bereits im Uterus oder aber das Management der 
Konsequenzen bei der Geburt und im Erwachsenenalter ziehen zu können. 
Ein zentraler Regulator von sowohl proliferativem als auch hypertrophem Zellwachstum ist 
der „mechanistic target of rapamycin complex 1“ (mTORC1). Dieser Multi-Protein-Komplex 
reguliert in Abhängigkeit des zellulären Energielevels, des Angebots an Nährstoffen 
(besonders von Aminosäuren) und des Einflusses von Wachstumsfaktoren die Translation 
und damit die Proteinbiosynthese (262). Begünstigende Verhältnisse sind dabei durch ein 
hohes intrazelluläres ATP-Level, reichlich extrazelluläre Nährstoffe sowie die Bindung von 
extrazellulären Wachstumsfaktoren an membranständige Rezeptoren und Aktivierung der 
intrazellulären Signaltransduktion charakterisiert. Unter diesen Bedingungen aktiviert 
mTORC1 die Proteinbiosynthese, was abhängig vom Zelltyp zur Zellzyklus-Aktivierung und 
Teilung oder zu Größenzunahme führen kann. Viele der etablierten IUGR-Tiermodelle 
beeinflussen einen oder mehrere der genannten Einflussfaktoren des mTORC1-Signalwegs. 
Daraus ergab sich die Hypothese, dass eine Inhibierung von mTORC1 während der 
intrauterinen Entwicklung maßgeblich an einer Wachstumsrestriktion beteiligt sein könnte. 
Um dies zu überprüfen, behandelten wir trächtige Mäuse im letzten Viertel der Gestationszeit 
mit dem pharmakologischen mTORC1-Inhibitor Rapamycin. Dies führt in den Nachkommen 
bei der Geburt zu einer deutlichen Reduktion des Körpergewichts, wobei auch das Gewicht 
der meisten Organe verringert, in Relation zum Körpergewicht aber normal ist. Das Herz 
hingegen zeigt unter Rapamycin-Behandlung eine überproportionale Wachstumsrestriktion, 
was zu einem reduzierten Herzgewicht/Körpergewicht-Verhältnis bei der Geburt führt. Die 
geringe Herzgröße ist dabei vor allem auf eine Reduktion der Kardiomyozytengröße und die 
Induktion von Apoptose, nicht aber auf eine Inhibierung der Zellzyklus-Aktivität bei der 
Geburt zurückzuführen. In der Echokardiographie bestätigt sich in neonatalen Mäusen nach 
Rapamycin-Behandlung im Vergleich zu Kontrollen die verringerte linksventrikuläre Masse 
und ein reduziertes Schlagvolumen, was zu einem reduzierten Herzminutenvolumen bei 
jedoch erhaltener Kontraktilität führt. Bis zum Alter von 12 Wochen bleiben Mäuse, die 
pränatal einer Rapamycin-Behandlung ausgesetzt waren, kleiner als Kontrollen, wobei sich 
das Herzgewicht weitestgehend normalisiert. Echokardiographisch besteht aber auch im 
Erwachsenenalter noch eine Reduktion der linksventrikulären Masse aufgrund von dünneren 
Wänden, was aber keine Auswirkungen auf Herzminutenvolumen oder Kontraktilität hat. 
Interessanterweise ist die Zahl der Kardiomyozyten in adulten Herzen nach pränataler 
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Rapamycin-Behandlung im Vergleich zu Kontrollen reduziert, was jedoch durch ein deutlich 
größeres Zellvolumen kompensiert wird. 
Zusammenfassend konnte in dieser Studie mit dem mTORC1-Signalweg erstmals ein 
molekularer Mechanismus identifiziert werden, der einen wichtigen Regulator des 
intrauterinen Wachstums darstellt und möglicherweise bei verschiedenen Szenarien einer 
IUGR involviert ist. Darüber hinaus ist die pränatale mTORC1-Aktivität essentiell für die 
Entwicklung eines normal großen und funktionstüchtigen Herzens bis zur Geburt. Die Folgen 
einer intrauterinen mTORC1-Inhibierung sind dabei bis ins Erwachsenenalter nachweisbar 
und im Herzen vor allem durch eine reduzierte Kardiomyozytenzahl bedingt. 
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Background-—Fetal growth impacts cardiovascular health throughout postnatal life in humans. Various animal models of intrauterine
growth restriction exhibit reduced heart size at birth, which negatively influences cardiac function in adulthood. Themechanistic target
of rapamycin complex 1 (mTORC1) integrates nutrient and growth factor availability with cell growth, thereby regulating organ size.
This study aimed at elucidating a possible involvement of mTORC1 in intrauterine growth restriction and prenatal heart growth.

Methods and Results-—We inhibited mTORC1 in fetal mice by rapamycin treatment of pregnant dams in late gestation. Prenatal
rapamycin treatment reduces mTORC1 activity in various organs at birth, which is fully restored by postnatal day 3. Rapamycin-
treated neonates exhibit a 16% reduction in body weight compared with vehicle-treated controls. Heart weight decreases by 35%,
resulting in a significantly reduced heart weight/body weight ratio, smaller left ventricular dimensions, and reduced cardiac output in
rapamycin- versus vehicle-treated mice at birth. Although proliferation rates in neonatal rapamycin-treated hearts are unaffected,
cardiomyocyte size is reduced, and apoptosis increased compared with vehicle-treated neonates. Rapamycin-treated mice exhibit
postnatal catch-up growth, but body weight and left ventricular mass remain reduced in adulthood. Prenatal mTORC1 inhibition
causes a reduction in cardiomyocyte number in adult hearts compared with controls, which is partially compensated for by an
increased cardiomyocyte volume, resulting in normal cardiac function without maladaptive left ventricular remodeling.

Conclusions-—Prenatal rapamycin treatment of pregnant dams represents a new mouse model of intrauterine growth restriction
and identifies an important role of mTORC1 in perinatal cardiac growth. ( J Am Heart Assoc. 2017;6:e005506. DOI: 10.1161/
JAHA.117.005506.)

Key Words: cardiac function • cardiac growth • cardiac mass • fetal programming • heart development • intrauterine growth
restriction • mechanistic target of rapamycin

T he intrauterine environment is a major determinant of
embryonic and fetal development. Various maternal or

environmental conditions can impair fetal growth, resulting in

intrauterine growth restriction (IUGR), which often presents
with low birth weight and reduced organ size.1 Maternal
under- or malnutrition, placental insufficiency, fetal hypoxia,
or drugs (eg, glucocorticoids) are among the factors causing
IUGR in humans and animal models.2 IUGR is considered a
major risk factor for various chronic diseases later in life and
thereby contributes to developmental (or fetal) programming.3

Hence, it appears imperative to uncover cellular and molec-
ular mechanisms that regulate intrauterine growth. Relatively
little is known about the underlying mechanisms, however,
but signaling pathways regulating cell growth and proliferation
are likely to be involved.

IUGR can be induced in animal models by caloric or protein
restriction in the maternal diet during pregnancy,2 which
suggests that a sufficient nutritional supply to the embryo and
fetus is required for normal intrauterine growth. The mecha-
nistic (or previously named “mammalian”) target of rapamycin
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(mTOR) pathway is an important sensor of the metabolic and
nutritional state of a cell and thereby integrates energy
homeostasis and amino acid availability with cell size and
proliferation.4 mTOR is a serine/threonine kinase present in 2
multiprotein complexes, mTORC1 and mTORC2, which differ in
the composition of regulatory and adaptor protein binding
partners. Whereas mTORC2 is best characterized for its
involvement in cell survival, growth, cytoskeletal organization,
and cell polarity, mTORC1 is a master regulator of cell growth
by activating protein, lipid, and nucleic acid biosynthesis while
inhibiting catabolic mechanisms such as autophagy.4 One of
the best characterized mTORC1 functions is the activation of
cap-dependent mRNA translation by phosphorylating its
downstream targets eukaryotic translation initiation factor 4E
binding protein 1 (4E-BP1) and ribosomal S6 kinase (S6K1). 4E-
BP1 phosphorylation results in its dissociation from eukaryotic
translation initiation factor 4E, thereby releasing its inhibitory
effect and allowing translation initiation. In addition, phospho-
rylation and activation of S6K1 and its downstream target S6
ribosomal protein favor mRNA biogenesis as well as translation
initiation and elongation. Upstream inputs that regulate
mTORC1 activity include cellular energy status (ie, glucose
and ATP levels), oxygen, growth factors, and amino acid
availability.4 Importantly, some (but not all) downstream

effects of mTORC1 (in contrast to mTORC2) can be efficiently
inhibited by the immunosuppressive drug rapamycin.

In various model organisms the mTOR pathway has been
shown to control organ size,5 which also includes the
mammalian heart. Although its role during postnatal physio-
logical as well as pathological cardiac hypertrophic growth
has been studied extensively,6 much less is known about the
involvement of mTOR signaling in prenatal cardiac develop-
ment. The heart conditional knockout of the gene encoding
mTOR in mice using Cre/loxP recombination mediated by
different cardiac Cre drivers has been shown to be lethal
during late gestation or at early postnatal stages.7-9 Efficient
inhibition of mTORC1 signaling in the heart, however, appears
to be either transiently restricted to a period shortly after
midgestation9 or is only achieved after birth,7,8 which
hampers final conclusions about its role in the fetal heart.
In addition, inactivating the mTOR gene affects both mTORC1
and mTORC2, such that precisely defining the role of one
versus the other is not feasible. Similarly, the heart
conditional knockout of the upstream mTORC1 activator
Ras homolog enriched in brain (Rheb) causes mTORC1
inhibition only after birth, subsequently leading to postnatal
lethality.10 Thus, the role of mTORC1 during embryonic and
fetal cardiac growth is incompletely understood.

Restricting amino acid availability in the maternal diet or
lowering ambient oxygen concentration during pregnancy as
well as reducing blood supply to the placenta cause IUGR in
animal models.1,2 Given that mTORC1 is inhibited by amino
acid starvation, hypoxia, and low cellular energy levels,
thereby impairing cell growth and proliferation,4 we hypoth-
esized that it might be involved in the IUGR phenotype. In
addition, most IUGR conditions reduce heart size at birth and
cause neonatal cardiac hypoplasia, which is considered a
major cardiovascular risk factor in adulthood.3 In this regard
we have recently described a mouse model of embryonic
heart regeneration based on inactivation of the X-linked gene
encoding holocytochrome c synthase (Hccs) specifically in the
developing heart.11 The HCCS enzyme is required for electron
transport along the mitochondrial respiratory chain. Heterozy-
gous heart conditional Hccs knock-out (KO) females (hereafter
referred to as cHccs+/�) develop a tissue mosaic in the
ventricular myocardium composed of 50% cardiomyocytes
harboring mitochondrial dysfunction and 50% healthy cells at
midgestation. Compensatory proliferation of the healthy
cardiomyocyte population allows embryonic heart regenera-
tion, however, such that the neonatal cHccs+/� heart is
composed of 90% healthy cells and contains only 10%
diseased cells.11 Nevertheless, embryonic heart regeneration
is not sufficient to completely build up the myocardium,
resulting in cHccs+/� hearts being hypoplastic at birth due to
a reduced number of cardiomyocytes.12 This reduction in cell
number is postnatally compensated for by accelerated and

Clinical Perspective

What Is New?

• Pharmacological inhibition of the mechanistic target of
rapamycin complex 1 (mTORC1) pathway in late gestation
by rapamycin treatment of pregnant mice causes intrauter-
ine growth restriction, thereby reducing body and organ size
in the offspring at birth.

• Rapamycin-sensitive mTORC1 functions are required for
perinatal cardiac growth, primarily impacting cardiomyocyte
size and survival but not proliferation in the neonatal heart.

• Prenatal mTORC1 inhibition reduces cardiac output at birth
due to diminished left ventricular dimensions, but contrac-
tility is not affected.

• After prenatal mTORC1 inhibition body and heart weight
partially normalize until early adulthood, and cardiac output
fully recovers despite a reduced number of cardiomyocytes
in the adult heart.

What Are the Clinical Implications?

• Prenatal mTORC1 inhibition could play a role in intrauterine
growth restriction caused by various maternal or environ-
mental conditions, such as maternal mal- or undernutrition,
placental insufficiency, or fetal hypoxia.

• mTORC1 function is required for fetal cardiac growth, and
its inhibition might be involved in developmental program-
ming of heart disease in adulthood.
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augmented cardiomyocyte hypertrophic growth, such that
heart size normalizes by early adulthood.12 Given the
established role of mTORC1 in heart and organ size control,5,6

we speculated that mTORC1 activity might be important for
fetal cardiac growth and regulation of neonatal heart size in
general as well as for compensatory growth of cHccs+/�

hearts in particular.
Here we show that inhibiting mTORC1 in the final quarter

of gestation by rapamycin treatment of pregnant mice causes
IUGR and reduces heart size and cardiac output at birth. Body
and heart size partially normalize during postnatal life, and
despite a reduction in cardiomyocyte number, cardiac func-
tion is not compromised in adult mice after prenatal mTORC1
inhibition. cHccs+/� mice after prenatal rapamycin treatment
exhibit cellular differences in the myocardium at birth
compared with controls but no major alterations of postnatal
heart size or function.

Methods

Mice
The generation and characterization of heart conditional Hccs
KO mice have been described previously.11 Briefly, floxed (fl)
Hccs mice were bred to mice expressing Cre recombinase
under the control of the Nkx2.5 promoter. All mice were
maintained on a mixed 129Sv/C57Bl6 genetic background,
and all experiments throughout the study were performed on
heterozygous Hccs KO females (Hccsfl/+/Nkx2.5Cre, referred
to as cHccs+/�) and their respective Cre positive female
littermate controls (Hccs+/+/Nkx2.5Cre, referred to asHccs+/+).
The latter were furthermore used to compare the effects of
rapamycin versus vehicle treatment in control animals,
implying that all mice used in the study were carrying the
Nkx2.5Cre knock-in.13 Unless specifically annotated, all
results refer to control mice, whereas data of cHccs+/� mice
are explicitly labeled in figures or figure legends. The total
number of mice included in the different experiments of this
study is as follows: vehicle-treated neonates, Hccs+/+ n=31,
cHccs+/� n=30; rapamycin-treated neonates, Hccs+/+ n=39,
cHccs+/� n=41; vehicle-treated adults, Hccs+/+ n=9, cHccs+/�

n=15; rapamycin-treated adults, Hccs+/+ n=9, cHccs+/�

n=11. All animal procedures were performed following
institutional guidelines and had previously been approved by
the responsible authorities (Landesamt f€ur Gesundheit und
Soziales Berlin, approval number G 0027/10).

Rapamycin Injection
Female mice were mated to the respective males for 1 night
and separated the next morning (ie, at 0.5 days postconcep-
tion [dpc]). Dams with visible pregnancy at 14.5 dpc were

randomly assigned to vehicle or rapamycin treatment starting
in the morning at 15.5 dpc. Rapamycin (Cayman Chemical Co,
Ann Arbor, MI) was dissolved as stock solution (20 mg/mL) in
dimethylacetamide (DMA, Sigma-Aldrich, St. Louis, MO).
Pregnant dams were treated with rapamycin or vehicle by
subcutaneous injections every 12 hours from 15.5 dpc until
delivery. Each injection contained 5 mg rapamycin/kg body
weight diluted in 200 lL vehicle (10% PEG 300 [Sigma], 17%
Tween 80 [Sigma] in 0.9% NaCl solution) or DMA-containing
vehicle only. Injections were administered alternating into the
loose skin of the interscapular or the right and left femoral area.

Echocardiography
Adult mice (11 weeks old) were anesthetized by inhalation of
a 2.5% isoflurane/oxygen mixture using the Vevo compact
dual anesthesia system (VisualSonics, Toronto, ON, Canada).
Body temperature was kept constant at 37°C using a heat
lamp and a rectal temperature probe. Measurements on
neonates were performed on awake pups. Echocardiography
was recorded using the Vevo 2100 high-frequency ultrasound
system (VisualSonics, Toronto, ON, Canada) with a Micro-
ScanTM transducer MS400 set to 30 MHz for adult mice or
MS700 set to 50 MHz for neonatal mice. Operators were
blinded for mouse genotypes and treatment groups during
echocardiographic recordings as well as data analyses.

Organ Preparation and Histology
Hearts, kidneys, and lungs from neonatal mice were prepared
on postnatal day 1, and hearts, livers, kidneys, and spleens
from adult mice were prepared at the age of 11 weeks. Adult
mice were euthanized by cervical dislocation, and neonates
were decapitated. Organs were excised, rinsed in cold PBS,
weighed, snap-frozen in liquid nitrogen, and stored at �80°C.
If organs were used for histological analyses, they were fixed
in 4% paraformaldehyde/PBS (Sigma) for 24 to 48 hours. The
tissue was subsequently dehydrated through an increasing
ethanol series, cleared in toluol, and embedded in paraffin.
Five-micrometer paraffin sections were stained with hema-
toxylin and eosin (Carl Roth, Karlsruhe, Germany) to assess
overall cardiac morphology and tissue composition or with
Sirius Red (Direct Red 80, Sigma) to visualize myocardial
fibrosis.

Quantification of Fibrosis in Adult Hearts
Light microscopy images of Sirius Red–stained heart sections
from 11-week-old adult mice were taken using the Biozero BZ-
8100 microscope (Keyence, Osaka, Japan). Under 95 optical
magnification, 6 random fields of the left ventricular (LV)
myocardium, including free wall and interventricular septum,
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were imaged, thereby covering the entire LV tissue. Two
nonadjacent cross sections per heart were used. The
percentage of interstitial fibrotic tissue was quantified using
the color-threshold plugin of ImageJ software (https://imagej.
nih.gov/ij/), which measures the red-stained area in relation
to the total LV myocardial area. Values of all 12 images were
averaged to give the mean fibrotic tissue content for each
heart. Perivascular fibrosis was excluded and deleted from the
images before analysis.

Evaluation of Cell Proliferation
To assess proliferation rates in neonatal hearts, immunofluo-
rescence staining for Ki67 was performed. Paraffin sections
were deparaffinized and rehydrated, and heat-mediated antigen
retrieval was performed in sodium citrate buffer (10 mmol/L,
pH 6.0) for 20 minutes. After blocking in antibody solution
containing 5% normal goat serum (Jackson ImmunoResearch,
West Grove, PA) for 1 hour, sections were incubated overnight
with a rabbit monoclonal anti-Ki67 antibody (RM-9106, Thermo
Scientific, Waltham, MA) at 4°C. Secondary antibody detection
was performed at room temperature for 1 hour using a goat
anti-rabbit Alexa Fluor 555-conjugated secondary antibody
(Invitrogen, Carlsbad, CA). Nuclei were stained with 40,6-
diamidino-2-phenylindole (DAPI) (Invitrogen). Longitudinal sec-
tions were imaged with 940 optical magnification using the
Biozero BZ-8100 fluorescence microscope (Keyence, Osaka,
Japan), and 10 random fields per section were taken within the
LV myocardium, including the free wall and interventricular
septum. Cells that exhibited colocalization of Ki67 and DAPI
were considered to be cycling. Ki67-positive nuclei and the total
number of DAPI-stained nuclei were manually quantified using
the cell counter plugin of the ImageJ software. A total number of
�5000 nuclei per heart were evaluated, and data from all 10
images were averaged to give the mean proliferation rate for
each heart.

Evaluation of Cell Death
Apoptotic cells were detected in cardiac paraffin sections
using a terminal deoxynucleotidyl transferase dUTP nick end
labeling (TUNEL) assay (ApopTag� Fluorescein Apoptosis
Detection Kit, Merck Millipore, Billerica, MA) according to the
manufacturer’s instructions. Nuclei were stained with DAPI
(Invitrogen). Two longitudinal nonadjacent TUNEL-stained
sections per heart and 6 random fields per section were
imaged using the Biozero BZ-8100 fluorescence microscope
(Keyence) with 915 optical magnification. Cells that exhibited
colocalization of TUNEL and DAPI staining were considered
apoptotic. TUNEL staining as well as the total number of DAPI-
stained nuclei were manually counted using ImageJ. A total
number of �15 000 nuclei per neonatal heart were analyzed,

and data from all 12 images were averaged to give the mean
apoptosis rate for each heart.

Cardiomyocyte Cross-Sectional Area, Length, and
Volume
To evaluate cardiomyocyte cross-sectional area (CSA), cardiac
paraffin sections were stained with fluorochrome-conjugated
wheat germ agglutinin (WGA, Alexa Fluor 555; Invitrogen) to
visualize cell membranes. Nuclei were stained with DAPI or
TO-PRO-3 (Invitrogen). For neonates, images were taken with
the confocal laser scanning microscope TSC SPE (Leica
Microsystems, Wetzlar, Germany) applying 9120 optical
magnification, whereas adult hearts were imaged with the
Biozero BZ-8100 fluorescence microscope (Keyence) applying
920 optical magnification. Fifteen random fields of the LV
myocardium including free wall and interventricular septum
were imaged per section, and 2 nonadjacent WGA-stained
sections per heart were used. At least 200 cardiomyocytes
per heart were measured using the area measurement tool of
the Biozero BZ image analysis application software (Keyence).
Only cardiomyocytes that were cut along their transverse axis
and matched the following selection criteria were included:
visible central nucleus, cell shape close to circular, clear cell
borders discernible, and visible cytoplasm. Values of all
cardiomyocytes were averaged to give a mean estimate of
cardiomyocyte CSA for each heart.

Cardiomyocyte length was measured in adult hearts
following immunofluorescence staining of paraffin sections
with WGA and an antibody against N-cadherin (sc-7939, Santa
Cruz Biotechnology, Dallas, TX) to identify intercalated disks
(general staining procedure same as for evaluation of
proliferation described above). Two nonadjacent sections
per heart were imaged at 940 magnification using a Zeiss
Axio Scope.A1 fluorescence microscope. Ten to 15 images
per section were taken from areas of the LV myocardium (free
wall and interventricular septum) that showed cardiomyocytes
in their longitudinal orientation. Rod-shaped cardiomyocytes
with clearly visible cell borders, nuclei and intercalated disks
were included. The distance between intercalated disks of
�70 to 100 cardiomyocytes per heart was measured using
the ZEN blue software (Zeiss), and the average cardiomyocyte
length was calculated.

Calculation of cardiomyocyte volume was based on the
simplified assumption that cardiomyocytes are of cylindrical
shape (as previously described14), such that mean CSA was
multiplied by mean cardiomyocyte length for each adult heart.

Calculation of Cardiomyocyte Number Per Heart
Cardiomyocyte number per adult heart was estimated based
on previously published protocols15 with minor modifications.
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Heart volume was calculated by multiplying cardiac wet
weight or LV mass (determined by echocardiography) with the
tissue density of rat myocardium, ie, 1.048 g/mm3.15 The
relative contribution of cardiomyocytes to the cardiac tissue
was estimated by determining cardiomyocyte area fraction on
WGA-stained paraffin sections (staining as described above
for CSA). Briefly, LV myocardium of 2 nonadjacent sections
was imaged at 940 magnification, resulting in 20 to 30
images per heart. For each image the WGA-positive area
(including nonmyocytes, extracellular matrix, and cell mem-
branes) was measured using the color threshold plug-in in
ImageJ and related to the overall tissue area. The remaining
WGA-negative tissue area was considered to represent
cardiomyocytes. Cardiomyocyte area fraction was averaged
from all images per heart. Cardiomyocyte (CM) number was
calculated according to the following equation:

CM number ¼ heart volume� CM area fraction
CM volume

Western Blot Analyses
For isolation of total protein extracts fresh or snap-frozen
tissue samples (heart, lung, kidney) were homogenized in
RIPA buffer supplemented with protease (Complete Protease
Inhibitor Cocktail Tablets, Roche Diagnostics, Indianapolis, IN)
and phosphatase inhibitors (PhosSTOP Phosphatase Inhibitor
Cocktail Tablets, Roche Diagnostics) and incubated at 4°C for
2 hours with gentle agitation. For samples on the same gel,
equal protein amounts were loaded (20 to 50 lg), separated
using denaturing SDS-PAGE and blotted onto nitrocellulose
(GE Healthcare, Chicago, IL) or polyvinylidene fluoride (Merck
Millipore) membranes. Membranes were blocked for 1 hour in
5% nonfat dry milk (Carl Roth) in Tris-buffered saline with
Tween 20 and incubated with the following primary antibodies
at 4°C overnight: phospho-S6K1 Thr389 (#9234), total S6K1
(#2708), phospho-S6 Ser235/236 (#4858), phospho-S6
Ser240/244 (#4838), total S6 (#2217), phospho-4E-BP1
Thr37/46 (#2855), phospho-4E-BP1 Ser65 (#9451), total 4E-
BP1 (#9644), phospho-mTOR Ser2448 (#2971), phospho-
mTOR Ser2481 (#2974), total mTOR (#2983), RICTOR
(#2114), RAPTOR (#2280), phospho-AMPKa Thr172
(#4188), total AMPKa (#2532), phospho-ULK1 Ser555
(#5869), phospho-ULK1 Ser757 (#6888), total ULK1
(#8054), LC3B (#3868), p62 (#5114), phospho-Akt Thr308
(#13038), phospho-Akt Ser473 (#4060), total Akt (#4691) (all
from Cell Signaling Technology, Danvers, MA). Antibodies
against GAPDH (MA1-22670, Thermo Scientific, Waltham,
MA), a-tubulin (T9026, Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), and
vinculin (V9131, Sigma-Aldrich) were used for loading control.
Secondary detection was performed using horseradish per-
oxidase–linked secondary antibodies (Cell Signaling

Technology). Enhanced chemiluminescence reaction was
performed and detected with the imaging system Odyssey
Fc (LI-COR Biosciences, Lincoln, NE) or by exposure of the
membrane to chemiluminescence-sensitive CL-XPosure films
(Thermo Scientific). Intensity of detected protein bands was
quantified by densitometry using ImageJ.

Quantitative Real-Time Polymerase Chain
Reaction
Fresh or snap frozen cardiac tissue samples were homoge-
nized in TRIzol reagent (Invitrogen), and total RNA was
isolated according to the manufacturer’s instructions. RNA
was subsequently purified using RNeasy spin columns (Qia-
gen, Hilden, Germany), including digestion of genomic DNA on
the column (RNase-free DNase set, Qiagen). Isolated cardiac
RNA was reversely transcribed into cDNA using M-MuLV
reverse transcriptase (New England BioLabs, Ipswich, MA) and
random hexamer primers. Quantitative real-time polymerase
chain reaction (PCR) was performed using the Power SYBR�

Green PCR Master Mix (Applied Biosystems, Foster City, CA)
on the ViiATM 7 real-time PCR system (Applied Biosystems).
Primers were obtained from BioTeZ (Berlin, Germany), and
sequences are as follows: Nppa forward 50-CAGCATGGGC
TCCTTCTCCAT-30, Nppa reverse 50- TGTACACAGGATTTGCTC-
CAATATG-30, Myh7 forward 50-CTAGAGTCAAAGTGGGCAACG-
30, Myh7 reverse 50-GTGTCACCATCCAGTTGAACA-30, Nppb
forward 50-AGGACCAAGGCCTCACAAAA-30, Nppb reverse 50-
TTGAGATATGTGTCACCTTGGAATTT-30. Target gene expression
was normalized against Gapdh: Gapdh forward 50-AGGTT
GTCTCCTGCGACTTCA-30, Gapdh reverse 50-CCAGGAAAT-
GAGCTTGACAAAGTT-30. All primers and PCR conditions were
optimized to PCR efficiencies between 90% and 110% and a
correlation coefficient ≥0.990 using cDNA dilution series. All
samples were analyzed in triplicate. Relative expression
differences between groups were determined using the DDCT
method.

Statistical Analyses
All data are presented as mean�standard error of the mean.
Data sets were tested for normal distribution by the
Kolmogorov-Smirnov test, and homogeneity of variances
between groups was assessed by the Levene test using SPSS
(IBM, Armonk, NY). If these criteria were met, differences
between 2 groups were evaluated with an unpaired, 2-sided
Student t test using Excel 2010 (Microsoft, Redmond, WA)
and those among multiple groups with 1-way ANOVA followed
by Bonferroni post hoc test using SPSS (IBM). Differences
among multiple groups with unequal variances were evaluated
with nonparametric Kruskal-Wallis 1-way analysis of variance
followed by Mann-Whitney post hoc test using SPSS (IBM).
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Genotype distributions were compared to expected Mendelian
distribution by a chi-squared test using Microsoft Excel.
Kaplan-Meier survival curves were plotted using SPSS, and
differences between groups were determined by a Log Rank
(Mantel-Cox) test. A probability (P) value less than 0.05 was
considered to indicate statistical significance.

Results

Efficient Inhibition of mTORC1 in Neonatal Mice
by Rapamycin Treatment of Pregnant Dams
In order to inhibit mTORC1 in fetal mice, we treated pregnant
dams during the final quarter of gestation (starting at
15.5 dpc until delivery) by subcutaneous injections of
rapamycin (5 mg/kg body weight) or vehicle every 12 hours
(Figure S1). mTORC1 activity was tested by Western blot
analyses on different tissues harvested from newborn mice on
postnatal day 1 (P1). Prenatal rapamycin treatment efficiently
reduced phosphorylation of the mTORC1 downstream targets
S6K1 and S6 ribosomal protein in the offspring heart, lung,
and kidney (Figure 1A). 4E-BP1 was unaffected, consistent
with previous reports showing different responsiveness of
mTORC1 targets to rapamycin.16,17

mTORC1 regulates autophagy in concert with AMP-
activated protein kinase (AMPK) by phosphorylating ULK1, a
kinase important for the initiation of autophagy.18 Phospho-
rylation of AMPKa was increased in rapamycin- compared
with vehicle-treated neonatal hearts (Figure S2A), as previ-
ously described in the mouse liver.19 Importantly, total ULK1
protein amounts are elevated in the P1 heart by prenatal
rapamycin treatment (Figure S2B). In agreement with AMPK
activation, ULK1 phosphorylation at the AMPK-dependent
residue Ser555 (which promotes autophagy) was increased in
rapamycin- compared with vehicle-treated hearts, even after
normalization to total ULK1 (Figure S2B). In contrast,
phosphorylation of the mTOR-sensitive Ser757, which inhibits
autophagy, was unaltered when normalized to total ULK1
(Figure S2B). In conclusion, besides opposing phosphorylation
by AMPK and mTOR, regulation of ULK1 activity in rapamycin-
treated neonatal hearts seems furthermore to involve altered
ULK1 protein stability and/or synthesis (as previously
proposed).20,21

To investigate the net effect of these interactions, we
tested protein levels of p62 (SQSTM1), which is rapidly
degraded if autophagy is activated,22 and found reduced p62
in hearts of rapamycin- compared with vehicle-treated
neonates (Figure 1B). In addition, we detected reduced
LC3B-I but unaltered LC3B-II protein amounts in rapamycin-
compared to vehicle-treated hearts (Figure 1B), a pattern also
observed in heart conditional Rheb KO mice.10 Consequently,
the LC3B-II/LC3B-I ratio is increased in rapamycin-treated

hearts, a parameter widely used to indicate activation of
autophagy. The fact that LC3B-II levels are not elevated, as
often reported, could indicate accelerated autophagic flux
such that, after conversion of LC3B-I to LC3B-II, the latter is
rapidly degraded via lysosomal turnover.22 Based on these
data we conclude that autophagy is activated in neonatal
hearts after prenatal rapamycin treatment.

It has been proposed that rapamycin can inhibit mTORC2 if
applied in high doses or for prolonged treatment periods.23,24

We did not detect differences in Akt phosphorylation at
Ser473 (Figure 1C), a well-established mTORC2 phosphoryla-
tion site, thereby excluding major inhibitory effects of
rapamycin on mTORC2 in the neonatal heart. Finally, given
that newborn pups did not receive further treatment after
birth, we wanted to know at what postnatal stage mTORC1
activity is fully restored. Western blot analyses revealed that
S6 phosphorylation in the heart is still reduced on postnatal
day 2 (P2) but returns to normal levels at P3 (Figure 1D). In
summary, rapamycin treatment of pregnant mice during late
gestation results in efficient inhibition of rapamycin-sensitive
mTORC1 functions in the offspring at birth, which in the heart
is restored by P3.

Prenatal Rapamycin Treatment Causes IUGR and
Reduces Heart Size at Birth
Prenatal rapamycin treatment in late gestation (starting at
15.5 dpc) does not cause fetal lethality, evident as
unaltered litter size in rapamycin- compared to vehicle-
treated dams on postnatal day 1 (Figure 2A). In contrast,
initiation of rapamycin treatment at 11.5 dpc resulted in
spontaneous abortions around 16.5 dpc and fetal lethality
with severe growth restriction and malformations. Conse-
quently, all further analyses were performed with treatment
commencing at 15.5 dpc (as depicted in Figure S1). Pups
born from rapamycin-treated females were smaller in size at
birth compared to vehicle-treated pups, resulting in a 16.4%
reduction in body weight (BW) (Figure 2B). Similarly, a
reduction in heart size was already evident upon dissection
and was furthermore confirmed by histological examination
(Figure 2C). The latter does not reveal any major structural
or morphological cardiac defects after prenatal mTORC1
inhibition, however. Strikingly, heart weight (HW) was
reduced by 34.5%, resulting in a significantly reduced
HW/BW ratio in rapamycin- versus vehicle-treated pups
(Figure 2D). In contrast, kidney weight (KW) was reduced in
accordance with BW by 19.7%, resulting in unaltered KW/
BW ratios between groups (Figure 2E). In conclusion,
rapamycin treatment during late gestation causes IUGR
evident as reduced body and organ size. Heart size is
disproportionately affected, suggesting that fetal cardiac
growth is specifically sensitive to mTORC1 inhibition.
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Prenatal Rapamycin Treatment Reduces
Cardiomyocyte Size and Induces Apoptosis
but Does Not Affect Proliferation in the
Neonatal Heart

The rapamycin-induced reduction in neonatal heart size
can be the result of different cellular mechanisms: a
reduction in cardiomyocyte size or number, and the

latter can be caused by induction of cell death or by
inhibition of proliferation. We determined cell cycle activ-
ity in neonatal (P1) hearts of rapamycin- compared to
vehicle-treated pups by Ki67 immunostaining but did not
find differences between the groups (Figure 3A). In con-
trast, when we assayed programmed cell death (apoptosis)
by TUNEL staining, a significant increase in the number of
TUNEL-positive cells was observed in rapamycin-treated

Figure 1. Efficient inhibition of mTORC1 in neonatal mice by rapamycin treatment of pregnant dams. A,
Western blots of protein extracts from neonatal (P1) heart, kidney, and lung tissue after prenatal vehicle or
rapamycin treatment. Reduced phosphorylation of the mTORC1 downstream targets S6K1 and S6
ribosomal protein confirmed successful mTORC1 inhibition by rapamycin in all 3 organs. In contrast,
phosphorylation of 4E-BP1 was unaffected in the neonatal heart. B, Western blots revealed reduced p62
(SQSTM1) and LC3B-I protein levels, resulting in an increased LC3B-II/LC3B-I ratio in hearts of rapamycin-
compared to vehicle-treated neonates (densitometric quantification n=6 per group for p62, n=4 for LC3B,
*P<0.05, **P<0.01). C, Western blots of Akt Ser473 phosphorylation normalized to total Akt revealed no
significant differences between hearts of rapamycin- and vehicle-treated neonates (densitometric
quantification n=5 per group). D, Western blots of heart protein extracts from vehicle-treated neonates
at P1 and rapamycin-treated littermates at P1, P2, and P3 illustrating phosphorylation status of S6
ribosomal protein. mTORC1 activity is still inhibited at P2 but restored by P3. B and C, Samples were
detected on the same membrane but were noncontiguous, indicated by a black line.
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Figure 2. Prenatal rapamycin treatment causes IUGR and reduces heart size at birth. A, Average litter size
of vehicle- and rapamycin-treated dams did not differ on postnatal day 1 (n=9 litters per treatment group). B,
Newborn offspring after prenatal rapamycin treatment were smaller compared to vehicle-treated controls
(scale bar=1 cm), resulting in significantly reduced body weight (BW). C, Neonatal mice after prenatal
rapamycin treatment had smaller hearts compared to their vehicle controls but did not exhibit major
structural or morphological cardiac defects (hematoxylin and eosin staining in lower panel, scale bars=1 mm;
Ao indicates aorta; IVS, interventricular septum; IUGR, intrauterine growth restriction; LA, left atrium; LV, left
ventricle; RA, right atrium; RV, right ventricle). D, Rapamycin-treated neonates demonstrated significantly
lower heart weight (HW) and HW/BW ratio compared to vehicle-treated animals. E, Even though kidney
weight (KW) of rapamycin-treated neonates was significantly reduced compared to vehicle-treated animals,
the KW/BW ratio was not altered. B, D, and E, Vehicle n=9, rapamycin n=10. (***P<0.001, *P<0.05).
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P1 hearts (Figure 3B). Most strikingly, cardiomyocyte
CSA was significantly reduced in the latter compared to
vehicle-treated pups, indicating a reduction in cell size
(Figure 3C). Taken together, these data suggest that

prenatal rapamycin treatment reduces cardiac organ size
primarily by reducing cardiomyocyte size in combination
with induction of apoptosis but not by interfering with
proliferation.

Figure 3. Prenatal rapamycin treatment reduces cardiomyocyte size and induces apoptosis but does not
affect proliferation in the postnatal day-1 heart. A, Quantification of immunofluorescence images of Ki67-
labeled nuclei (red) revealed unchanged proliferation rates within the left ventricular (LV) myocardium of
vehicle- and rapamycin-treated neonatal hearts. Nuclei were stained in blue with DAPI (scale bar=50 lm,
vehicle n=6, rapamycin n=12). B, Quantification of TUNEL-positive nuclei (green, see arrowheads) revealed
significantly increased apoptosis within the LV myocardium of neonatal hearts after prenatal mTORC1
inhibition compared to vehicle-treated controls. Nuclei were stained in blue with DAPI (scale bar=50 lm,
vehicle n=4, rapamycin n=6). C, Fluorescence staining of cardiomyocyte membranes with wheat germ
agglutinin (WGA, red) within the LV myocardium revealed a significantly reduced cardiomyocyte cross-
sectional area (CSA) in rapamycin- compared to vehicle-treated neonates. Nuclei were stained in blue with
TO-PRO-3 (confocal microscopy, scale bar=25 lm, vehicle n=5, rapamycin n=3). (***P<0.001, **P<0.01).
TUNEL indicates terminal deoxynucleotidyl transferase dUTP nick end labeling.
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Impact of Fetal mTORC1 Inhibition on a Mouse
Model of Prenatal Compensatory Cardiac Growth

Given the importance of mTOR for cardiac growth and organ
size control,5,6 it might be specifically required for embryonic

heart regeneration in cHccs+/� mice.11 Interestingly, neonatal
cHccs+/� hearts show increased phosphorylation of S6K1 and
S6 ribosomal protein (Figure 4A) but not of mTORC1 (ie, 4E-
BP1, ULK1) or mTORC2 (ie, Akt) (Figure S3) downstream
targets compared to controls. This suggests that perinatal

Figure 4. Impact of fetal mTORC1 inhibition on amousemodel of prenatal compensatory cardiac growth. A,
Western blots illustrating the phosphorylation status of S6K1 and S6 ribosomal protein revealed enhanced
mTORC1 activity in neonatal (P1) cHccs+/� hearts compared to littermate controls (densitometric
quantification for S6K1: Hccs+/+ n=15, cHccs+/� n=14, for S6: n=6 per group). B, Body weight (BW) of
rapamycin-treated neonates was significantly reduced compared to vehicle-treated animals, but no difference
was observed between genotypes. Rapamycin-treated Hccs+/+ and cHccs+/� neonates demonstrated similar
reductions in heart weight (HW) and HW/BW ratio compared to vehicle-treated animals. Note that the reduced
HW and HW/BW ratio in cHccs+/� compared to Hccs+/+ newborns reported previously12 persisted after
prenatal mTORC1 inhibition (vehicle groups n=9, rapamycin groups n=10). C, Quantification of Ki67-positive
nuclei revealed unchanged proliferation rates within the LV myocardium of vehicle- and rapamycin-treated
hearts and between genotypes (vehicle groups n=6, rapamycin Hccs+/+ n=12, rapamycin cHccs+/� n=13). D,
Quantification of TUNEL-positive nuclei revealed significantly increased apoptosis in hearts after prenatal
mTORC1 inhibition, with apoptosis in rapamycin-treated cHccs+/� hearts being significantly higher than in
rapamycin-treated Hccs+/+ controls (vehicle Hccs+/+ n=4, all other groups n=6). E, Prenatal rapamycin
treatment significantly reduced cardiomyocyte cross-sectional area (CSA) in both genotypes, and CSA in
rapamycin-treated cHccs+/� hearts was significantly smaller compared to rapamycin-treated Hccs+/+

controls (vehicle groups n=5, rapamycin groups n=3). B through E, Note that data used for Hccs+/+ animals
are the same as depicted in Figures 2 and 3, respectively. (*P<0.05, **P<0.01, ***P<0.001; §§§P<0.001 vs
vehicle Hccs+/+; ##P<0.01, ###P<0.001 vs vehicle cHccs+/�). mTORC1 indicates mechanistic target of
rapamycin complex 1; TUNEL, terminal deoxynucleotidyl transferase dUTP nick end labeling.
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compensatory cardiac growth, maturation, or cell survival in
cHccs+/� mice might depend on mTORC1 signaling to S6K1,
which has been shown to fulfill various functions in the heart.6

To address this question, we subjected cHccs+/� fetuses to
the same regime of prenatal rapamycin treatment as
described above (ie, starting at 15.5 dpc). Similarly to control
hearts, rapamycin efficiently inhibited mTORC1 activity in
cHccs+/� hearts on postnatal day P1 (Figure S4A). In litters
from rapamycin-treated dams, genotype distribution at P1
was as expected for X-chromosomal inheritance of Hccs and
not different from vehicle-treated litters (Figure S4B), exclud-
ing prenatal lethality of cHccs+/� females upon mTORC1
inhibition. Importantly, the rapamycin-induced reduction in
BW, HW, and HW/BW ratio was similar in cHccs+/� females
compared to rapamycin-treated controls (Hccs+/+) (Fig-
ure 4B). The reduction in heart weight in neonatal cHccs+/�

compared to Hccs+/+ females due to the reduced number of
cardiomyocytes described previously12 was evident in both
treatment groups but was not aggravated by rapamycin. At
the cellular level, rapamycin does not specifically impair
proliferation in cHccs+/� hearts at P1 (Figure 4C) but further
induces apoptosis (Figure 4D) and reduces cardiomyocyte
CSA (Figure 4E) when compared to rapamycin-treated
Hccs+/+ females. In summary, whereas rapamycin does not
seem to affect late-gestational regulation of overall heart size
specifically in cHccs+/� females, it does have more pro-
nounced effects on cardiomyocyte size and cell survival. The
latter implies that rapamycin-sensitive mTORC1 functions
control certain cellular aspects of perinatal compensatory
growth and tissue homeostasis in cHccs+/� hearts, which
could impact on their morphology and function in adulthood
(see Discussion in Data S1).

Normal Contractility but Reduced Stroke Volume
and Cardiac Output in Neonatal Hearts After
Rapamycin Treatment
Considering the significant effects of prenatal mTORC1
inhibition on neonatal heart size, we performed echocardio-
graphy on rapamycin- and vehicle-treated pups at P1 in order
to evaluate cardiac function. In agreement with the heart
weight and morphology data described above, rapamycin-
treated neonates had a significantly reduced systolic LV wall
thickness (Figure 5A), a reduced LV internal diameter (Fig-
ure 5B), and a reduced calculated LV mass (Figure 5C). LV
contractility, however, was not affected by prenatal rapamycin
treatment (Figure 5D). The smaller LV dimensions result in a
significantly reduced LV stroke volume and cardiac output in
rapamycin- versus vehicle-treated pups, given that heart rate
was not different between groups (Figure 5E). In addition,
prenatal mTORC1 inhibition does not have more severe
effects on cardiac dimensions or function in cHccs+/�

compared to Hccs+/+ females (Table S1). In summary,
prenatal rapamycin treatment reduces LV size and cardiac
output at birth.

Figure 5. Echocardiography revealed normal contractility but
reduced cardiac output in neonatal hearts after rapamycin
treatment. A, Interventricular septum (IVS) and left ventricular
posterior wall (LVPW) thickness in end-diastole (dia) and end-
systole (sys) were reduced after prenatal rapamycin treatment,
even though only systolic wall thickness reached statistical
significance. B, End-diastolic and end-systolic left ventricular
internal diameter (LVID) was reduced in neonatal mice after
prenatal mTORC1 inhibition, whereat only diastolic LVID was
significantly different. C, Neonatal LV mass calculated from
echocardiography data was significantly reduced after prenatal
rapamycin treatment. D, LV contractility at birth, measured as
fractional shortening (FS) and ejection fraction (EF), was not
affected by prenatal rapamycin treatment. E, The smaller LV
dimensions result in significantly reduced LV stroke volume and
consequently cardiac output in rapamycin- vs vehicle-treated
pups, given that heart rate was not different between groups. A
through E, Vehicle n=7, rapamycin n=6. *P<0.05, **P<0.01.
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Body and Organ Weights Partially Normalize After
Prenatal Rapamycin Treatment Until Adulthood
To monitor the postnatal fate of pups born after prenatal
mTORC1 inhibition, we analyzed rapamycin- and vehicle-
treated animals at the age of 11 weeks. As shown above,
mTORC1 activity is restored in the rapamycin-treated heart
3 days after birth (Figure 1D), suggesting that body and organ
growth should be uncompromised thereafter. Nevertheless,
we noticed postnatal lethality in a subset of rapamycin-
treated pups within the first 12 days after birth, resulting in
67.3% survival compared with 95.8% in vehicle-treated mice
(Figure 6A). After day 12 no further deaths were recorded,
and all animals survived to early adulthood. Comparison of
genotype distribution at weaning (ie, at 21 days of age)
revealed no evidence for preferential lethality of rapamycin-
treated cHccs+/� mice after birth (Figure S5). At the age of
11 weeks, rapamycin-treated animals still had a significantly
reduced BW and tibia length (TL) compared with vehicle-
treated mice (Figure 6B). BW was reduced by 10% compared
with 16% at birth, indicating a certain degree of postnatal
catch-up growth, however. Importantly, HW completely nor-
malizes in rapamycin- compared with vehicle-treated mice,
resulting in normal HW/BW and HW/TL ratios after 11 weeks
(Figure 6C). Histological examination confirmed mainly nor-
mal cardiac morphology, although hearts appeared slightly
smaller, and LV walls slightly thinner, compared with the
vehicle group (Figure 6D). Liver and spleen weights were not
different in adult rapamycin- versus vehicle-treated mice,
whereas KW was significantly reduced (Figure 6E). Neverthe-
less, organ weights normalized to BW or TL were not different
between treatment groups (Figure 6F and Table S2). More-
over, no specific effect of rapamycin treatment on body or
organ size was observed in cHccs+/� compared to Hccs+/+

females (Table S2). Taken together, after prenatal rapamycin
treatment, pups that survived the early postnatal period
showed incomplete catch-up growth of body and kidney size,
whereas heart, liver, and spleen weights all normalized until
adulthood.

Reduced LV Mass but Normal Cardiac
Contractility and Output in Adult Mice After
Prenatal Rapamycin Treatment
Long-term consequences of prenatal rapamycin treatment on
postnatal heart morphology and function were evaluated by
echocardiography at the age of 11 weeks. As suggested by
histological examinations (Figure 6D), rapamycin-treated ani-
mals had a significantly reduced LV wall thickness compared
with vehicle-treated controls (Figure 7A). The fact that LV
diameter was not different between the groups (Figure 7B)
resulted in a significantly reduced LV mass in rapamycin-

treated mice calculated from echo data, whereas the LV
mass/BW ratio was unaffected (Figure 7C). Similar to
neonatal stages, rapamycin-treated adults did not show
impairment of LV contractility (Figure 7D). Interestingly and
in contrast to newborns, LV stroke volume, heart rate, and
cardiac output were normal in rapamycin- compared with
vehicle-treated adults (Figure 7E). The latter suggests func-
tional recovery during postnatal life, considering reduced
cardiac output in rapamycin-treated animals at birth (Fig-
ure 5E). No major impairment of cardiac morphology and
function was observed in rapamycin-treated cHccs+/� com-
pared to Hccs+/+ females (Table S3), indicating that prenatal
mTORC1 inhibition does not negatively influence the long-
term outcome specifically in cHccs+/� females despite their
reliance on compensatory cardiac growth. In summary,
prenatal inhibition of rapamycin-sensitive mTORC1 functions
results in a sustained reduction of LV mass until early
adulthood. Despite unaltered overall cardiac wet weight
(Figure 6C), we conclude that LV dimensions are not
completely restored in rapamycin-treated mice within the
first 11 weeks of life, although heart size (ie, wet weight and
LV mass) appears largely appropriate when normalized to BW.

Reduced Cardiomyocyte Number but No
Maladaptive Remodeling in Adult Hearts After
Prenatal Rapamycin Treatment
The reduced LV wall thickness and mass in adult hearts after
prenatal rapamycin treatment could be caused by a reduction
in cardiomyocyte number or size. Surprisingly, cardiomyocyte
CSA was increased in rapamycin- compared with vehicle-
treated mice (Figure 8A), suggesting an increase in cell size. In
addition, we measured cardiomyocyte length in tissue sections
by N-cadherin immunofluorescence staining of the intercalated
disks between longitudinally oriented cells (Figure 8B). Car-
diomyocyte length was not different between rapamycin- and
vehicle-treated adult hearts (Figure 8B). Assuming a simplistic
model of cardiomyocytes being of cylindrical shape, multiplying
CSA by cell length allowed us to calculate the average
cardiomyocyte volume per heart. This revealed a significant
increase in cardiomyocyte volume in rapamycin- compared
with vehicle-treated adult hearts (Figure 8C). Considering
reduced LV mass in echocardiography and unchanged cardiac
wet weight in rapamycin-treated animals, the latter would
argue for compensatory cardiomyocyte hypertrophy to
account for a reduction in cell number. To estimate cardiomy-
ocyte number per heart, we first determined the relative
contribution of cardiomyocytes to the myocardium in WGA-
stained LV tissue sections. These data revealed a slightly but
significantly reduced cardiomyocyte area fraction in rapamy-
cin- compared with vehicle-treated adult hearts (Figure 8D).
Based on LV mass or cardiac wet weight, cardiomyocyte area
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fraction, and cardiomyocyte volume, we were able to calculate
the number of cardiomyocytes per heart (see Methods).
Although this allows only a rough assessment and likely
underestimates the absolute cardiomyocyte number, it should
be suitable for relative comparisons between treatment
groups. The results indeed revealed a significantly reduced
number of cardiomyocytes per heart in rapamycin- compared
with vehicle-treated mice in adulthood (Figure 8E). The reduc-
tion in cell number could be compensated for by excessive
deposition of extracellular matrix and therefore result in
maladaptive myocardial remodeling. We did not detect differ-
ences in interstitial fibrosis within the LV myocardium between

rapamycin- and vehicle-treated mice, however (Figure 8F).
Furthermore, RNA expression of fetal genes to indicate a
molecular signature of pathological conditions was not differ-
ent between groups (Figure 8G). Finally, prenatal rapamycin
treatment does not have more severe consequences on CSA,
fibrosis, or fetal gene expression in adult cHccs+/� compared
to Hccs+/+ females (Figure S6), indicating that prenatal
mTORC1 inhibition can be compensated in cHccs+/� hearts.
Taken together, prenatal rapamycin treatment reduces the
number of cardiomyocytes in the postnatal heart, which can be
partially compensated by increased cell volume to achieve a
near normal organ size.

Figure 6. Body and organ weights partially normalize after prenatal rapamycin treatment until adulthood. A, Survival curves show death of
some rapamycin-treated pups within the first 12 days after birth but not thereafter. Consequently, postnatal survival after 70 days is
significantly reduced in rapamycin- (n=55) vs vehicle-treated (n=48) animals (P<0.0005). Survival curves include all possible genotypes and both
sexes. B, Body weight (BW) and tibia length (TL) in 11-week-old adult mice after prenatal rapamycin treatment were reduced compared with
vehicle-treated animals, indicating incomplete postnatal catch-up growth. C, Heart weight (HW) in adult rapamycin-treated animals completely
normalizes during postnatal life, resulting in normal HW/BW and HW/TL ratios. D, Slightly reduced left ventricular (LV) wall thickness, but no
major morphological changes within the LV, interventricular septum (IVS) or right ventricle (RV), were observed after prenatal mTORC1 inhibition
compared to vehicle-treated animals (hematoxylin and eosin staining, scale bar=1 mm). E, Kidney weight (KW), but not liver (LW) or spleen
weight (SW), was significantly reduced in rapamycin- vs vehicle-treated 11-week-old mice. F, LW/BW, KW/BW and SW/BW ratios in adult mice
displayed no significant differences between the treatment groups. B, C, E, and F, Vehicle n=7, rapamycin n=9. (*P<0.05, **P<0.01). mTORC1
indicates mechanistic target of rapamycin complex 1.
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Discussion
Intrauterine growth restriction can be induced by a variety of
maternal or environmental conditions, most of which converge
on the (single or combined) restriction of nutrients, energy, or

oxygen to the fetus.1 The cellular mechanisms that sense such
shortage and slow down intrauterine growth, however, are not
well understood. Here we show that rapamycin-sensitive
mTORC1 function regulates fetal growth and determines body
and organ size at birth. Given that mTORC1 integrates nutrient,
amino acid, and oxygen availability with cell growth and
proliferation,4 it seems likely that inhibition of mTORC1 by
different IUGR conditions is causally involved in fetal growth
restriction and aberrant organ maturation. Indeed, a low-
protein diet (LPD) fed to female mice throughout pregnancy
reduces pancreatic b-cell mass in the newborn offspring,
eventually leading to impaired insulin secretion and glucose
intolerance.25 LPD causes reduced mTORC1 activity in b-cells
at birth, and transiently restoring mTORC1 function rescues b-
cell mass and prevents the diabetic phenotype in the
offspring.25 In addition, food restriction in pregnant baboons
or sheep reduces mTORC1 activity in the fetal liver and
skeletal muscle, respectively.26,27 Although corresponding
data for the growth-restricted fetal or newborn heart are
missing, it is tempting to speculate that mTORC1 inhibition is a
general consequence of IUGR in various organs, thereby
contributing to developmental programming of adult disease.

Rapamycin treatment of pregnant dams represents a new
IUGR model in rodents, which could prove useful to study
developmental programming in various organ systems. We
have shown efficient inhibition of rapamycin-sensitive (ie,
S6K1, S6) but not rapamycin-insensitive (ie, 4E-BP1) mTORC1
downstream targets in the newborn heart, kidney, and liver
and a concomitant reduction in heart and kidney weight. For
animal studies of developmental programming, however, it
has been recommended to use only 1 representative male
and/or female offspring per litter in order to account for
differences in the intrauterine or postnatal environment
specific for certain pregnancies or dams. A limitation of
the current study in this regard is that we included several
Hccs+/+ and cHccs+/� females from the same litter, which is
common practice when analyzing genetically modified mice.
Consequently, we cannot exclude that the close relationship
of littermates in contrast to randomly chosen mice might have
an effect on certain study results. The rapamycin treatment
protocol applied in this study (ie, starting at 15.5 dpc) results
in a quite stable �16% reduction in neonatal body weight, the
degree of which is comparable to other IUGR studies.28-30 In
contrast, the widely used maternal protein restriction during
pregnancy has shown quite remarkable variations in neonatal
body weight between different studies and investigators,
which are likely to be influenced by the mouse or rat strain
used, the exact diet composition, the precise onset of LPD,
the duration of LPD after birth, and other variables (reviewed
by Zohdi et al31). In this regard we believe that rapamycin
treatment of pregnant dams is easy to control and can be
standardized to achieve consistent degrees of growth

Figure 7. Echocardiography revealed reduced left ventricular
(LV) mass but normal cardiac function in adult mice after prenatal
rapamycin treatment. A, Interventricular septum (IVS) and left
ventricular posterior wall (LVPW) thickness in end-diastole (dia)
and end-systole (sys) were reduced in adult hearts after prenatal
rapamycin compared with vehicle treatment, even though systolic
LVPW missed statistical significance. B, End-diastolic and end-
systolic left ventricular internal diameter (LVID) was not different
between the groups. C, LV mass calculated from echocardiogra-
phy data was significantly reduced in adult mice after prenatal
mTORC1 inhibition compared with vehicle-treated animals,
whereas the LV mass/BW ratio was unaffected. D, Rapamycin-
treated adults did not show impairment of LV contractility, as
indicated by normal fractional shortening (FS). E, LV stroke
volume, heart rate, and cardiac output were normal in rapamycin-
compared with vehicle-treated adults. A through E, Vehicle n=7,
rapamycin n=9. (*P<0.05, **P<0.01). mTORC1 indicates
mechanistic target of rapamycin complex 1.
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restriction and therefore reproducible results when studying
fetal programming in adulthood. Furthermore, the rapamycin
dose can potentially be adjusted to regulate the degree of
IUGR, and an adapted treatment regime might even allow to
precisely time the period of mTORC1 inhibition by starting and
terminating rapamycin application at the desired gestational
stage. Such a protocol could determine time windows during
embryonic or fetal development that are most susceptible to
growth restriction and therefore most relevant for develop-
mental programming.

An important consideration in assessing the new IUGR
model described here is the effect of rapamycin on the
maternal organism. Because it is applied systemically to
pregnant mice, it is likely to interfere with placental growth
and function, even though placental development is already

well established at the onset of treatment (ie, 15.5 dpc in this
study).32 Nevertheless, mTORC1 signaling has been shown to
play an important role in placental nutrient sensing and
consequently maternal-to-fetal nutrient exchange.33 Interest-
ingly, however, mTORC1 activity is reduced in the placenta by
maternal protein or nutrient restriction in rats and baboons,
respectively,28,29 as well as in human placentas upon
IUGR.34,35 Systemic rapamycin administration to pregnant
dams could furthermore interfere with mammary gland
development, thereby impairing lactation and milk intake of
newborn offspring. Indeed, treatment of pregnant mice with
the mTORC1 inhibitor RAD001 or rapamycin starting on the
day before delivery and continuing for 5 or 12 days,
respectively, disturbs mammary gland tissue architecture
and reduces organ size, milk protein production, and pup

Figure 8. Cardiomyocyte number is reduced, but cell volume is increased in adult hearts after prenatal rapamycin treatment. A,
Cardiomyocyte cross-sectional area (CSA) was significantly larger in adult hearts exposed to prenatal rapamycin treatment compared with
vehicle (vehicle n=6, rapamycin n=7). B, Immunofluorescence staining for N-cadherin to visualize intercalated disks (red), WGA to detect cell
membranes (green), and DAPI to stain nuclei (blue) in adult hearts. White lines indicate representative longitudinally oriented cardiomyocytes
used to measure the distance between 2 intercalated disks (scale bar=50 lm). Cardiomyocyte length was not different between vehicle- and
rapamycin-treated adult hearts. C, Calculated cardiomyocyte volume is significantly increased in adult hearts after prenatal rapamycin vs vehicle
treatment. D, Cardiomyocyte area fraction is slightly but significantly lower in rapamycin- vs vehicle-treated adult hearts. E, Calculation of
cardiomyocyte number revealed a significant reduction in adult hearts after prenatal rapamycin treatment compared with vehicle controls (n=5
per group in B through E). F, Quantification of interstitial fibrosis within the left ventricle myocardium of adult mice did not reveal differences
between the treatment groups (vehicle n=6, rapamycin n=8). G, RNA expression of Nppa (natriuretic peptide type A), Myh7 (b-myosin heavy
chain 7) and Nppb (natriuretic peptide type B) was determined in adult hearts by quantitative real-time polymerase chain reaction. For all 3
genes no significant difference was observed after prenatal rapamycin compared to vehicle treatment (n=8 per group). (*P<0.05, **P<0.01).
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weight.36,37 Rapamycin furthermore reduces milk protein
production in murine and bovine mammary epithelial cells
in vitro, which was also observed upon amino acid starva-
tion.38 Importantly, maternal LPD during pregnancy in rats
impairs late gestation mammary gland development,39 and
uteroplacental insufficiency induced by uterine artery ligation
in rats impairs mammary gland development and function as
well as milk production and composition, thereby restraining
postnatal pup growth.30 These studies indicate that impaired
mammary gland function as well as placental mTORC1
inhibition appear to be general features of various IUGR
animal models, such that a potential maternal impact by
rapamycin treatment would not be fundamentally different.
The degree of the latter will have to be compared to other
IUGR models in future studies, however. This appears
furthermore warranted considering lethality in �30% of
rapamycin-treated pups during the first 12 postnatal days
(Figure 6A).The latter could well be caused by lactation
insufficiency or metabolic alterations in the maternal organ-
ism, resulting in undernourishment of the offspring. Alterna-
tively, postnatal lethality could be independent of maternal
factors and might be the result of variable severity of
rapamycin-induced IUGR and organ dysfunction or impaired
postnatal compensatory processes (eg, insufficient catch-up
growth) in some pups.

Our data show that full mTORC1 activity is essential for
fetal heart growth during late gestation, given that neonates
after prenatal rapamycin treatment have small hearts and a
reduced HW/BW ratio compared with vehicle-treated con-
trols. The latter is the result of a disproportional (34.5%)
reduction in HW compared with BW (16.4%). These findings
are in contrast to maternal LPD or placental insufficiency in
rats, in which reduction in offspring HW parallels the reduction
in BW, such that HW/BW ratio is normal.30,31 Interestingly,
the reduction in KW (19.7%) in rapamycin-treated pups was
proportional to body weight, resulting in normal KW/BW
ratios. These data suggest that fetal heart growth more
heavily depends on rapamycin-sensitive mTORC1 activity as
compared with other organs and that the prenatal heart might
be specifically susceptible to fetal programming involving
mTORC1 inhibition.

Decreased neonatal heart size after prenatal rapamycin
treatment is primarily caused by a reduction in cardiomyocyte
size, whereas proliferation is unaffected at birth. This is in
agreement with rapamycin inhibiting phosphorylation of S6K1
but not 4E-BP1 in the neonatal heart, as it has been shown
that 4E-BP1 primarily mediates the proliferative effects
downstream of mTORC1, whereas S6K1 regulates cell
size.40,41 It is furthermore consistent with the heart condi-
tional knockout of mTOR and the upstream mTORC1 activator
Rheb, both of which result in full mTORC1 inhibition shortly
after birth with reduced cardiomyocyte size by days 8 and 15,

respectively,7,10 whereas proliferation rates were not directly
determined. We furthermore detected increased apoptotic
cell death within the myocardium of rapamycin-treated
neonates, which is in agreement with previous studies
showing cardiomyocyte apoptosis upon mTORC1 inhibition
in the embryonic or early postnatal heart.7-9 It is tempting to
speculate that in addition to diminished cell size a reduced
cardiomyocyte number due to rapamycin-induced cell death
might also contribute to the reduction in heart size. A
limitation of our study, however, is that we did not differen-
tiate between cell types when determining proliferation and
apoptosis, so we cannot exclude that primarily a nonmyocyte
cell population is undergoing cell death. Similarly, unaltered
overall proliferation rates in the myocardium could obscure
slight differences between cardiac cell types. Nevertheless,
when studying adult hearts after prenatal rapamycin treat-
ment, morphometric calculations revealed a reduced car-
diomyocyte number in rapamycin- versus vehicle-treated
hearts in adulthood. An intriguing question is whether this
cardiomyocyte deficit is solely due to increased cardiomy-
ocyte apoptosis in the perinatal phase or whether impaired
proliferation in the prenatal period also contributes. In
addition, given that murine cardiomyocytes can proliferate
during the first postnatal week,42 and mTORC1 activity is only
restored by day 3, cardiomyocyte proliferation could also be
impaired shortly after birth. A limitation of our study in this
regard is that we did not investigate fetal hearts or placental
morphology and function between commencement of rapa-
mycin treatment at 15.5 dpc and birth. Therefore, we cannot
exclude that rapamycin induces metabolic alterations in the
mother or molecular changes in the placenta that generally
impair nutrient supply to the fetus, thereby potentially
inhibiting fetal (cardiac) growth beyond the rapamycin-
sensitive functions of mTORC1. For example, impaired
placental amino acid exchange28,29,34 could potentially result
in full mTOR inhibition, which in turn could inhibit cardiomy-
ocyte proliferation in the fetus. Given that such rapamycin-
independent inhibitory effects would be restored quickly after
birth, our current study might be unable to detect the
molecular and cellular consequences when investigating
hearts on postnatal day 1. So whether rapamycin-treated
neonates are born with a reduced cardiomyocyte number or
whether this develops after birth will have to be determined in
future studies, in parallel with investigations of placental
function.

The reduction in body and organ weight in rapamycin-
treated mice at birth is partially normalized until early
adulthood. Body weight and tibia length remain slightly
reduced at the age of 11 weeks, which is in agreement with
persistent weight reduction in other IUGR rodent models.31,43

Interestingly, the ability for postnatal catch-up growth appears
to vary among organs. Although absolute heart, liver, and
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spleen weights are mainly normal in 11-week-old rapamycin-
compared with vehicle-treated animals, kidney weight is still
reduced, although not different when normalized to body
weight or tibia length. Nevertheless, these data suggest that
the kidney has an impaired postnatal growth plasticity in
response to IUGR (as previously proposed by human as well
as animal studies43,44), which might contribute to develop-
mental programming of hypertension and kidney disease. For
the heart, we observed a discrepancy between overall
gravimetric wet weight and LV mass calculated from
echocardiography data. Whereas the latter was reduced in
rapamycin- versus vehicle-treated mice in adulthood, wet
weight was unchanged. These differences are likely caused by
the impact of blood or fluids in the cardiac cavities as well as
right ventricular and atrial myocardium on wet weight but not
LV mass calculations. Given that histological examinations
and echocardiography data confirmed slightly reduced LV wall
thickness in rapamycin- versus vehicle-treated adult mice, we
conclude that heart dimensions are not fully normalized until
early adulthood after prenatal mTORC1 inhibition. This is in
contrast to other IUGR animal models, which mainly revealed
unaltered heart size in adulthood, although it was often
determined as wet weight at later stages.31,43 Therefore, it is
quite possible that LV mass completely normalizes in
rapamycin-treated mice with further aging.

Neonates after prenatal rapamycin treatment show
reduced cardiac output caused by smaller LV dimensions
and stroke volume but not impaired contractility when
compared with vehicle-treated controls. This is in contrast
to mice with an inducible, heart conditional knockout of
mTOR or Raptor in adulthood, which develop contractile
dysfunction and heart failure under baseline conditions,45,46

although over a period of 4 to 6 weeks. Importantly, it is
also different from heart conditional Rheb KO mice, which
show efficient mTORC1 inhibition by postnatal day 5 and
contractile dysfunction by day 8.10 Similarly, heart condi-
tional mTOR KO mice that exhibit efficient mTOR protein
depletion by postnatal day 7 develop contractile dysfunction
by day 15.7 The latter 2 genetic models, however, cause a
broad inhibition of mTORC1 (and also mTORC2 in case of
the mTOR knockout) in the heart beyond rapamycin-
sensitive functions, evident as decreased phosphorylation
of 4E-BP1, which was unaffected in our current study. These
data suggest that LV contractility in fetal and neonatal
hearts is relatively insensitive toward rapamycin-dependent
mTORC1 inhibition, and cardiac output is primarily deter-
mined by LV volume. Within the first few weeks after birth,
however, mTORC1 activity becomes essential to establish
and maintain normal LV function. The latter coincides with
various milestones of postnatal cardiac maturation, such as
changes in cardiomyocyte metabolism, growth pattern,
tissue composition, and myocardial workload.47 Thus, it is

tempting to speculate that mTORC1 plays an important role
in the transition from fetal to postnatal cardiac growth and
function.

Despite slightly reduced LV mass and wall thickness and a
reduced number of cardiomyocytes, adult hearts after prena-
tal rapamycin treatment exhibit normal contractility and
complete recovery of cardiac output as compared with
neonatal stages without signs of maladaptive myocardial
remodeling. This is consistent with some rodent studies
showing unaltered LV contractility after IUGR under baseline
conditions in adulthood,31,48 but others have reported
reduced heart function at 10 to 12 weeks of age.49,50

Similarly, most IUGR animal models eventually show
increased myocardial fibrosis with age, whereas the onset
of tissue remodeling in early adulthood is less clear.31,49,51 In
addition, maternal LPD during pregnancy has recently been
proposed to alter the biochemical composition of myocardial
tissue in adult offspring.51 Whether this represents a general
effect of IUGR or whether it is specific to the LPD model
needs to be confirmed, such that characterizing the cardiac
lipid, proteoglycan, and carbohydrate profile in rapamycin-
treated hearts might add valuable information to this ques-
tion. So although prenatal rapamycin treatment obviously
results in an IUGR phenotype at birth, it will have to be
established whether it furthermore represents a suitable
model for fetal programming in adulthood. In this regard it will
be interesting to determine the long-term cardiac outcome of
adult mice after prenatal rapamycin treatment upon aging as
well as their response to various challenges (such as
ischemia, pressure overload, or neurohumoral stimulation) in
future studies. Such data would have important implications
for both fetal programming in general as well as for the
specific role of mTORC1 in long-term cardiovascular health
and disease susceptibility.
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4.5. Die Folgen einer Proteinrestriktion in der Nahrung für das Wachstum des prä- 
und postnatalen Herzens der Maus 

Eine Proteinrestriktion von normalerweise ~22% auf ~8% in der mütterlichen Nahrung 
während der Trächtigkeit ist ein weit verbreitetes Modell zu Induktion einer IUGR in Nagern 
(siehe Kapitel 1.4.4.). Viele Studien zeigen unter diesen Bedingungen in den Nachkommen 
eine Reduktion des Körpergewichts bei der Geburt sowie kleinere Herzen, möglicherweise 
bedingt durch eine Reduktion der Kardiomyozytenzahl (87). Werden diese Nachkommen 
postnatal auf eine normale Nahrung umgestellt, so führt die IUGR zu verschiedenen 
Veränderungen im adulten Herzen, die letztendlich dessen Stress-Anfälligkeit erhöhen und 
beispielsweise die Erholung der Herzfunktion nach Ischämie/Reperfusion verschlechtern. Es 
wurde postuliert, dass solche negativen Konsequenzen einer durch Nährstoffmangel 
induzierten IUGR auf das adulte Herz vor allem durch eine fehlende Übereinstimmung 
zwischen prä- und postnatalem Nährstoffangebot bedingt sind (siehe Kapitel 1.4.1.). 
Demnach sollte es keine negativen Folgen für das adulte Herz haben, wenn ein 
Nährstoffmangel während der intrauterinen Entwicklung auch nach der Geburt weiterhin 
bestehen bleibt. Aus diesen Überlegungen leiteten wir die Hypothese ab, dass eine 
kontinuierliche Proteinrestriktion während der intrauterinen und postnatalen Entwicklung 
keine pathologischen Veränderungen im adulten Herzen der Maus induzieren dürfte. 
Um dies zu überprüfen, wurden weibliche Mäuse vor und während der Trächtigkeit sowie 
während der Säuge-Phase auf einer proteinreduzierten Diät (low protein diet = LPD) 
gehalten. Nach der Trennung von der Mutter wurden auch die Nachkommen bis ins Alter von 
12 Wochen mit derselben LPD ernährt. Kontrolltiere wurden zu jeder Zeit während der 
Trächtigkeit, der Säuge-Phase und danach bis ins Alter von 12 Wochen auf einem normalen 
Futter gehalten. Die LPD führt im Vergleich zur Kontrolldiät bei der Geburt zu einer leichten 
Reduktion des Körpergewichts in weiblichen aber nicht in männlichen Nachkommen, wobei 
die Herzgröße bei beiden Geschlechtern nicht beeinträchtigt ist. Die zelluläre 
Zusammensetzung des myokardialen Gewebes, die Zellzyklus-Aktivität und die Entwicklung 
des Gefäßsystems wird im neonatalen Herzen durch eine pränatale LPD nicht beeinflusst. 
Lediglich in weiblichen (nicht aber in männlichen) LPD-Herzen zeigt sich bei der Geburt eine 
leichte Größenzunahme der Kardiomyozyten, was bei unveränderter Herzgröße auf eine 
reduzierte Zellzahl hindeuten könnte. Im Alter von 12 Wochen sind Mäuse auf LPD 
insgesamt kleiner als Kontrollen, haben aber ein normal großes und morphologisch 
unauffälliges Herz. Echokardiographisch zeigt sich in den LPD-Tieren eine leicht erhöhte 
Wanddicke des linken Ventrikels bei normaler Kontraktilität. Histologische sind adulte Tiere 
auf LPD dagegen durch ein kleineres Kardiomyozyten-Volumen und eine höhere 
Kardiomyozyten-Dicht charakterisiert. Die Kardiomyozytenzahl pro Herz ist in LPD-Tieren im 
Vergleich zu Kontrollen folglich tendenziell erhöht, dieser Unterschied erreicht aber keine 
statistische Signifikanz. Die Fibrosierung des linksventrikulären Myokards und die Dichte an 
Fibrozyten sind in LPD-Tiere im Vergleich zu Kontrollen reduziert, während die Kapillardichte 
erhöht ist. Zusammenfassend deuten ein reduziertes Kardiomyozyten-Volumen, eine 
verringerte Ablagerung von extrazellulärer Matrix und eine bessere Kapillarisierung des 
Myokards auf  einen möglicherweise vorteilhaften Gewebeumbau im LPD-Herzen hin. Dies 
würde nicht nur zeigen, dass die Aufrechterhaltung von konstanten Nahrungsbedingungen 
vor und nach der Geburt pathologische Veränderungen im adulten Herzen verhindern 
könnte, sondern dass eine dauerhafte Proteinreduktion in der Ernährung möglicherweise 
generell positive Auswirkungen auf die Gewebe-Homöostase des Herzens hat. 
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postnatal life results in potentially 
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remodeling in the adult mouse 
heart
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Diet composition impacts metabolic and cardiovascular health with high caloric diets contributing 
to obesity related disorders. Dietary interventions such as caloric restriction exert beneficial effects 
in the cardiovascular system, but alteration of which specific nutrient is responsible is less clear. 
This study investigates the effects of a low protein diet (LPD) on morphology, tissue composition 
and function of the neonatal and adult mouse heart. Mice were subjected to LPD (8.8% protein) or 
standard protein diet (SPD, 22% protein) throughout intrauterine and postnatal life. At birth LPD 
female but not male offspring exhibit reduced body weight whereas heart weight was unchanged in 
both sexes. Cardiomyocyte cross sectional area was increased in newborn LPD females compared to 
SPD, whereas proliferation, cellular tissue composition and vascularization were unaffected. Adult 
female mice on LPD exhibit reduced body weight but normal heart weight compared to SPD controls. 
Echocardiography revealed normal left ventricular contractility in LPD animals. Histology showed 
reduced interstitial fibrosis, lower cardiomyocyte volume and elevated numbers of cardiomyocyte 
and non-myocyte nuclei per tissue area in adult LPD versus SPD myocardium. Furthermore, capillary 
density was increased in LPD hearts. In conclusion, pre- and postnatal dietary protein restriction in mice 
causes a potentially beneficial myocardial remodeling.

Diet composition has a major impact on metabolic and cardiovascular health in humans and influences the 
pathogenesis of various chronic diseases including diabetes mellitus, hypertension and coronary heart disease1. 
One of the most obvious examples is obesity induced by high caloric diets (containing high levels of saturated 
fats and refined carbohydrates, i.e. sugar), which causes metabolic syndrome and is associated with most of the 
diseases listed above2. Furthermore, a high fat diet (HFD) has been shown to execute negative effects in animal 
models by increasing body weight and fat deposition, increasing blood glucose and lipid levels, causing insulin 
resistance and elevating blood pressure3,4. In the rodent heart, HFD causes variable outcomes likely caused by dif-
ferences in diet composition, onset and duration as well as species, gender or genetic background3. Nevertheless, 
HFD appears to promote cardiac hypertrophy resulting in impaired contractility under baseline conditions5,6 and 
increase myocardial susceptibility to ischemia7,8.
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Caloric restriction (CR) has been shown to improve metabolic and cardiovascular health in humans9,10 and 
extend lifespan in various model organisms11. In rodents, for example, CR prevents hypertension and cardiac 
hypertrophy in spontaneously hypertensive rats12, improves heart function after ischemia/reperfusion injury or 
myocardial infarction13,14 and ameliorates ageing associated cardiac dysfunction15,16. Furthermore, intermittent 
fasting has been shown to exert cardioprotective effects in the rat heart17,18. Interestingly, a Mediterranean diet is 
associated with beneficial influences on human cardiovascular health and lifespan19. Although a Mediterranean 
diet might contain less calories compared to most western diets, it has become increasingly clear that its com-
position (high amounts of whole grains, vegetables, fruits, nuts and olive oil; moderate amounts of seafood, fish, 
poultry and dairy products; little red meat and sweets) likely mediates the positive impact19.

In order to identify specific diet components that mediate the beneficial effects of CR, carbohydrate and pro-
tein content has been modified. Interestingly, low carbohydrate/high protein diets appear to increase the risk of 
cardiovascular disease in humans20,21. In contrast, dietary protein restriction has been associated with longevity 
in various model organisms as well as humans by reducing overall mortality and cancer incidence22–24. It even 
appears that specific amino acids, such as branched-chain amino acids or methionine, might be primarily respon-
sible for the positive outcome of dietary protein restriction23.

Although beneficial influences of a low protein diet (LPD) on overall metabolic health and longevity have 
been proposed in animal models and humans, the specific effects on the heart have not been investigated. The aim 
of this study was to expose mice to dietary protein restriction both throughout intrauterine development as well 
as postnatal life and investigate the consequences for the heart at birth and in early adulthood. Our data revealed 
normal left ventricular function and various potentially beneficial alterations in cell composition and vasculari-
zation of the LV myocardium in adult mice constantly on LPD.

Results
Reduced protein content in the diet is not compensated for by increased food intake in female 
mice.  We subjected female mice to LPD (8.8% protein compared to 22% in the standard protein diet (SPD)) 
for ≥2 weeks prior to mating and throughout pregnancy. Mice could potentially compensate the effect of the 
altered diet composition by increasing food consumption, such that protein uptake would not be different com-
pared to the SPD group. We measured food intake in pregnant and non-pregnant adult female mice but did not 
find a difference between groups (Supplementary Fig. S1a and S1b). Consequently, the calculated daily protein 
uptake per mouse normalized to body weight was 44.7 ± 3.2 mg/g BW in SPD versus 14.7 ± 0.7 mg/g BW in LPD 
non-pregnant females and 29.2 ± 0.6 mg/g BW versus 10.4 ± 1.2 mg/g BW in pregnant females, respectively.

LPD reduces body weight in female but not male offspring at birth and does not affect heart 
size or cardiac morphology.  To explore the consequences of intrauterine protein restriction on the neo-
natal heart, we analyzed mice from SPD and LPD litters on postnatal day 1 (P1). Importantly, litter size was 
comparable between both groups (Supplementary Fig. S1c). Although maternal LPD during pregnancy has been 
shown to reduce birth weight in both sexes25, we only observed a reduction in body weight in female but not male 
offspring (Fig. 1a). Heart weight as well as heart weight to body weight ratios were not different between SPD and 
LPD hearts in both sexes at P1 (Fig. 1a). Histological examinations confirmed normal cardiac morphology, left 
ventricular (LV) dimensions and wall thickness in LPD compared to SPD neonates (Fig. 1b).

Sex dependent alterations in cardiomyocyte size but not proliferation in newborn LPD com-
pared to SPD mice.  Neonatal heart sections were stained with fluorochrome-conjugated wheat germ 
agglutinin (WGA) to visualize cell membranes and measure cardiomyocyte cross sectional area (CSA) in the LV 
myocardium. Whereas no difference in cardiomyocyte CSA was observed between SPD and LPD males, CSA 
was significantly increased in LPD compared to SPD females at P1 (Fig. 1c). The latter indicates a sex specific 
effect of prenatal LPD on cardiomyocyte size at birth. Proliferation rates in the neonatal heart were investigated 
using immunostaining for phosphorylated histone H3 (p-HH3) to detect mitotic cells. When normalizing the 
number of p-HH3 positive nuclei to the total number of nuclei in the left ventricular myocardium (irrespective 
of cell type), no differences in overall proliferation rates were observed in LPD compared to SPD male and female 
P1 hearts (Fig. 1d). In summary, these data indicate that under the experimental conditions used in this study 
maternal LPD during pregnancy has sex specific effects on cardiomyocyte size but not cell cycle activity in the 
neonatal heart.

Normal cell composition in LPD versus SPD myocardium at birth.  Cellular tissue composition 
was determined in the left ventricular myocardium of newborn SPD and LPD hearts. Non-myocytes and car-
diomyocytes were differentiated based on WGA staining of cell membranes in combination with DAPI staining 
of nuclei (see methods and Supplementary Fig. S2). Consistent with increased cardiomyocyte CSA, the num-
ber of total nuclei as well as cardiomyocyte nuclei normalized to myocardial tissue area was reduced in LPD 
compared to SPD female hearts (Fig. 2a). The number of non-myocyte nuclei per tissue area and the ratio of 
non-myocyte per cardiomyocyte nuclei were not affected by LPD, however (Fig. 2a). Nuclei numbers per area 
as well as non-myocyte to cardiomyocyte nuclei ratio was not different in LPD versus SPD male myocardium 
(Fig. 2a), consistent with normal cardiomyocyte size in LPD male hearts. These data indicate appropriate cellular 
tissue composition in LPD compared to SPD neonatal myocardium, despite alterations caused by increased car-
diomyocyte size in LPD females.

Normal vascularization in newborn LPD compared to SPD myocardium.  To evaluate whether 
prenatal LPD has consequences for myocardial vascularization in the neonatal heart, we investigated the number 
of coronary arteries in SPD and LPD LV myocardium at P1 based on immunofluorescence staining of smooth 
muscle cells in vessel walls (Supplementary Fig. S3a). These data revealed a normal number of intramyocardial 

https://doi.org/10.1038/s41598-019-51654-3


3Scientific Reports |         (2019) 9:15126  | https://doi.org/10.1038/s41598-019-51654-3

www.nature.com/scientificreportswww.nature.com/scientificreports/

Figure 1.  Normal cardiac size and morphology but increased cardiomyocyte cross sectional area in LPD 
compared to SPD neonatal female mice. (a) Body and heart weight were determined in neonatal mice from 
SPD and LPD pregnancies on postnatal day 1. Body weight was reduced in LPD compared to SPD females but 
not males. Heart weight (absolute as well as normalized to body weight) is not affected by LPD (SPD ♂ n = 22, 
LPD ♂ n = 17, SPD ♀ n = 20, LPD ♀ n = 11 litters, *P < 0.05 versus SPD females). (b) Representative overview 
images of male and female P1 hearts on SPD and LPD (H&E staining, RV = right ventricle, LV = left ventricle, 
scale bar = 500 µm). (c) Fluorescence images of cross-sectioned cardiomyocyte in the LV myocardium of 
neonatal SPD and LPD female hearts. Cell membranes are stained in red using WGA and nuclei in blue using 
TO-PRO-3. Cardiomyocyte cross sectional area is increased in female but not male hearts on LPD compared 
to SPD (SPD ♂ n = 5, LPD ♂ n = 6, SPD ♀ n = 6, LPD ♀ n = 6 litters, scale bar = 25 µm, *P < 0.05 versus SPD 
females). (d) Immunofluorescence staining for phosphorylated histone H3 (p-HH3, red) was used to detect cell 
proliferation in the LV myocardium of neonatal SPD and LPD mice. Cell membranes were stained in green and 
nuclei in blue using WGA and DAPI, respectively. No difference in proliferation rates was observed between 
groups (SPD ♂ n = 5, LPD ♂ n = 6, SPD ♀ n = 6, LPD ♀ n = 5 litters, scale bar = 50 µm).
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arteries per tissue area in LPD compared to SPD males and females, although LPD females tended to have fewer 
arteries compared SPD females (Fig. 2b). Morphology and size of arteries was not different in LPD versus SPD 
female hearts, however (Supplementary Fig. S3b and S3c). Capillary density was determined based on Isolectin 
B4 fluorescence staining to detect endothelial cells (Fig. 2c). The number of capillaries normalized to myocardial 

Figure 2.  Cellular tissue composition and vascularization in the neonatal LPD heart. (a) The total number of 
nuclei as well as the number of cardiomyocyte nuclei per LV tissue area is reduced in LPD compared to SPD 
females whereas no difference between diets was observed in males. The number of non-myocyte nuclei per 
area as well as the ratio of non-myocyte to cardiomyocyte nuclei are not different between groups (SPD ♂ 
n = 5, LPD ♂ n = 6, SPD ♀ n = 6, LPD ♀ n = 5 litters, *P < 0.05 versus SPD females). (b) The number of smooth 
muscle actin (SMA) positive arteries within the LV myocardium was not different between SPD and LPD 
neonates of both sexes (SPD ♂ n = 5, LPD ♂ n = 6, SPD ♀ n = 6, LPD ♀ n = 6 litters). (c) Capillarization of the 
LV myocardium in neonatal SPD and LPD hearts was determined by Isolectin B4 fluorescence staining (red, 
arrowheads indicate capillary profiles) whereas cell membranes were stained in green using WGA and nuclei 
in blue using DAPI. No differences in capillary density or the ratio of capillaries per cardiomyocyte nuclei were 
observed between groups (SPD ♂ n = 5, LPD ♂ n = 6, SPD ♀ n = 6, LPD ♀ n = 5 litters, scale bar = 50 µm).
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tissue area as well as the ratio of capillaries per cardiomyocyte nuclei (determined by WGA/DAPI staining as 
described above) was not different between dietary groups in both sexes (Fig. 2c), indicating normal development 
of the myocardial microvasculature in LPD hearts. In summary, these data show that prenatal dietary protein 
restriction does not affect vascularization in the neonatal mouse myocardium.

Reduced body weight but normal cardiac morphology and function in adult females subjected 
to pre- and postnatal LPD.  Given the sex specific alterations in body weight and cardiomyocyte size 
observed in LPD females but not males at birth, we subjected female mice born from LPD pregnancies to postna-
tal LPD until early adulthood (i.e. 11 weeks of age). Another rational to focus on females was the aim to investi-
gate the effect of dietary protein restriction on postnatal compensatory growth of the heart after neonatal cardiac 
hypoplasia. Therefore, we used mice carrying a heart conditional knockout of the X-linked Holocytochrome c 
synthase (Hccs) gene26. Whereas the hemizygous inactivation of Hccs in the heart of male mice results in embry-
onic lethality, heterozygous Hccs knockout females (cHccs+/−) are born with reduced heart size due to a reduced 
number of cardiomyocytes27. Heart size normalizes during postnatal development until early adulthood mainly 
by compensatory hypertrophy of existing cardiomyocytes27. To test whether this process is dependent on dietary 
protein uptake, we included cHccs+/− female mice in this study and subjected them to pre- and postnatal dietary 
protein restriction.

Pre- and postnatal LPD results in reduced body weight and tibia length (Fig. 3a) but normal absolute heart 
weight as well as normal heart weight to body weight and heart weight to tibia length ratios in adult wildtype LPD 
compared to SPD female mice (Fig. 3b). Interestingly, none of these parameters was different in LPD compared 
to SPD cHccs+/− females or in LPD cHccs+/− compared to LPD wildtype females (Supplementary Fig. S4). Gross 
cardiac morphology was not affected by LPD in wildtype mice, as revealed by histological analyses (Fig. 3c). To 
gain further insights into LV morphology and function, we performed echocardiography in adult LPD and SPD 
female mice. These data revealed a slight but significant increase in LV wall thickness in diastole but not in systole 
as well as a slightly reduced LV internal diameter in LPD compared to SPD females (Fig. 3d). Left ventricular 
contractility, however, was not different between dietary groups (Fig. 3e). Consistently, RNA expression of fetal 
genes reactivated in the adult heart upon pathological conditions is not different between LPD and SPD females 
(Fig. 3f). Interestingly, echocardiography furthermore revealed that LV wall thickness, diameter and contractility 
in cHccs+/− female mice were not negatively affected by pre- and postnatal LPD (Supplementary Table S1). The 
latter suggests that the demands for postnatal compensatory growth and maintenance of normal cardiac function 
after neonatal cardiac hypoplasia are not negatively influenced by LPD. In summary, pre- and postnatal dietary 
protein restriction is well tolerated in the murine heart until early adulthood and does not negatively impact on 
left ventricular function.

Reduced cardiomyocyte size but normal cardiomyocyte number in adult hearts after pre- and 
postnatal LPD.  The consequences of pre- and postnatal LPD on myocardial tissue composition were deter-
mined in heart sections of 11 week old female mice. Cardiomyocyte CSA was measured based on WGA staining 
(Fig. 4a), which revealed a reduced CSA in LPD compared to SPD hearts (Fig. 4b). Cardiomyocyte length was not 
different between dietary groups (Fig. 4b), as determined by N-cadherin immunofluorescence staining of inter-
calated discs in longitudinally oriented cardiomyocytes (Supplementary Fig. S5). Consequently, the calculated 
cardiomyocyte volume was significantly reduced in LPD compared to SPD hearts (Fig. 4b). Furthermore, the 
cardiomyocyte area fraction was reduced in LPD versus SPD hearts (Fig. 4c), as determined by WGA staining in 
tissue sections. Based on heart weight, myocardial tissue density, cardiomyocyte volume and cardiomyocyte area 
fraction, the number of cardiomyocytes per heart was calculated (see methods). This revealed a normal cardio-
myocyte number in LPD compared to SPD female hearts (Fig. 4d). Considering reduced cardiomyocyte volume 
but normal cardiomyocyte number in adult LPD compared to SPD females, this raises the question how normal 
heart weight and morphology (Fig. 3) is achieved upon LPD conditions. One possible explanation would be the 
compensatory deposition of extracellular matrix (ECM), which could also explain the reduced cardiomyocyte 
area fraction. However, quantification of Sirius Red stained tissue sections actually revealed a reduction in myo-
cardial fibrosis in adult LPD versus SPD hearts (Fig. 4e). The latter was confirmed by unaltered RNA and protein 
expression of various ECM components (i.e. collagen isoforms, fibronectin, osteopontin) and key regulators of 
fibrosis (TGF-β) in LPD hearts (Supplementary Fig. S6). In summary, pre- and postnatal LPD results in normal 
cardiomyocyte number but reduced size, which is not compensated by excessive ECM deposition to maintain 
normal organ size.

Increased cell density per tissue area in the adult heart after pre- and postnatal LPD.  Given 
normal cardiomyocyte number but reduced cardiomyocyte volume we hypothesized that a non-myocyte cell 
population might account for normal heart size in adult LPD females. This would be consistent with a reduced 
cardiomyocyte area fraction in the absence of myocardial fibrosis, as shown above (Fig. 4). Cardiomyocyte and 
non-myocyte nuclei were differentiated based on WGA and DAPI staining, as described for neonatal hearts (see 
methods and Supplementary Fig. S7). The number of both non-myocyte nuclei as well as cardiomyocyte nuclei 
per tissue area was significantly increased in LPD compared to SPD hearts, resulting in a normal non-myocyte/
cardiomyocyte nuclei ratio (Supplementary Fig. S7). Given that differentiating myocardial cell types based on 
WGA and DAPI staining might be inaccurate we verified these data by specifically detecting cardiomyocyte 
nuclei using immunofluorescence staining for PCM1 (pericentriolar material 1) (Fig. 5a). The latter has been 
shown to reliably label cardiomyocyte nuclei in the adult heart28. This approach confirmed the results based on 
WGA/DAPI staining (Supplementary Fig. S7), showing increased numbers of total nuclei as well as PCM1 pos-
itive cardiomyocyte nuclei per LV tissue area in LPD compared to SPD hearts but normal ratios of non-myocyte 
(PCM1 negative) nuclei per cardiomyocyte (PCM1 positive) nuclei (Fig. 5a).
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Given the increased density of non-myocyte nuclei per tissue area in LPD compared to SPD myocardium, we 
aimed to identify the underlying cell type. Fibroblasts represent an obvious candidate, however, quantification 
of vimentin positive fibroblasts based on immunostaining in tissue sections (Supplementary Fig. S8a) revealed 
a reduced contribution to the myocardial cell populations in LPD compared to SPD females (Fig. 5b). Smooth 
muscle actin (SMA) positive myofibroblasts (Supplementary Fig. S8b) were unchanged between dietary groups 
(Fig. 5b). Consistently, RNA and/or protein expression of vimentin and SMA was not different between LPD and 
SPD adult hearts (Supplementary Fig. S6). In conclusion, pre- and postnatal LPD conditions alter myocardial tis-
sue composition by increasing cardiomyocyte and non-myocyte density, which appears not to involve fibroblasts.

Increased capillary density per area but normal capillary per cardiomyocyte ratio in adult 
hearts after pre- and postnatal LPD.  Considering that endothelial cells have recently been proposed to 
be the most abundant non-myocyte cell population in the adult mouse heart29, we hypothesized that LPD might 
impact on myocardial capillarization. Endothelial cell were detected in tissue sections of adult hearts based on 
Isolectin B4 staining and quantified in relation to tissue area and cardiomyocyte number (evaluated by WGA/
DAPI staining as described in Supplementary Fig. S7 and verified in Fig. 5a). Capillary density per area was 
increased in LPD compared to SPD adult hearts, but the ratio of capillaries per total nuclear number as well as 
capillaries per cardiomyocytes was not different between groups (Fig. 6a). Myocardial arteries were detected by 

Figure 3.  Reduced body weight but normal heart weight and contractility in adult female mice on LPD. (a) 
Body weight and tibia length are reduced in 11 week old LPD compared to SPD female mice (*P < 0.05). (b) 
Absolute heart weight as well as heart weight normalized to body weight (HW/BW) or tibia length (HW/TL) 
is not different between SPD and LPD females (n = 5 litters per group in (a) and (b)). (c) Histological analyses 
revealed no major alterations of gross myocardial morphology in adult LPD compared to SPD mice (H&E 
staining, scale bar = 1 mm). (d) Echocardiographic measurements show a significantly increased left ventricular 
posterior wall (LVPW) thickness in diastole but not systole as well as a reduced left ventricular internal diameter 
(LVID) in 11 week old LPD compared to SPD females (*P < 0.05). (e) Left ventricular contractility determined 
by echocardiography is not different between SPD and LPD hearts (FS = fractional shortening, EF = ejection 
fraction, SPD n = 7, LPD n = 6 mice in (d) and (e)). (f) RNA expression of fetal genes reactivated in the 
adult heart upon pathological conditions was not different between adult LPD and SPD hearts (ANF = atrial 
natriuretic factor, encoded by the Nppa gene; BNP = brain natriuretic protein, encoded by the Nppb gene; Myh7 
encoding β-myosin heavy chain, SPD n = 4, LPD n = 5 litters).
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SMA staining in vessel walls (Supplementary Fig. S9). The number of SMA positive profiles per tissue area was 
not different in LPD compared to SPD hearts (Fig. 6b). In conclusion, pre- and postnatal LPD results in increased 
capillary tissue density but a normal capillary to cardiomyocyte ratio.

Signaling pathways involved in cell growth and nutrient sensing are not altered in adult hearts 
after pre- and postnatal LPD.  To gain insights into the molecular alterations induced by long-term dietary 
protein restriction that might underlie the changes in cellular tissue composition in adult female LPD hearts, 
we performed western blot analyses of key signaling pathways regulating cellular metabolism, nutrient and 
energy sensing and cell growth. The mTOR (mechanistic target of rapamycin) pathway is regulated by amino 
acid availability to induce translation and protein biosynthesis required for cell proliferation and cardiomyocyte 
hypertrophy30. mTOR complex 1 activity was normal in adult LPD female hearts, however, evident as unaltered 
phosphorylation of the well characterized downstream targets S6 ribosomal protein and 4E-BP1 (Supplementary 
Fig. S10a). Moreover, Ser473 phosphorylation of Akt, a target site for mTOR complex 230, as well as Akt Thr308 
phosphorylation was not different between groups (Supplementary Fig. S10a). Similarly, we did not detect altered 
phosphorylation of p42/44 (ERK1/2) and p38 MAP-kinases in adult LPD hearts (Supplementary Fig. S10b), both 
of which are involved in cardiac growth31 and have been shown to be responsive to amino acid availability32.

It has recently been reported that dietary amino acid restriction increases capillary density in murine skel-
etal muscle33, a phenotype similar to the one seen in heart muscle in this study. The underlying proangiogenic 
mechanism was proposed to depend on an amino acid starvation response (AASR) involving phosphorylation of 
eIF2α by GCN2, increased translation of ATF4 and transcriptional induction of VEGF. In addition, activation of 

Figure 4.  Reduced cardiomyocyte volume but normal number and absence of fibrosis in adult hearts on LPD. 
(a) Representative images of cross-sectioned cardiomyocytes in the LV myocardium of adult SPD and LPD 
hearts. Cell membranes are stained in red using WGA and nuclei in blue using DAPI (scale bar = 100 µm). 
(b) Cardiomyocyte cross sectional area (SPD n = 6, LPD n = 4 mice) is reduced in adult LPD compared 
to SPD LV myocardium, whereas cardiomyocyte length (n = 6 mice per group) is unaltered. This results 
in a significant reduction in calculated cardiomyocyte volume (SPD n = 6, LPD n = 4 mice) in LPD hearts 
(**P < 0.01, ***P < 0.001). (c) Cardiomyocyte area fraction is reduced in tissue sections of LV myocardium in 
LPD compared to SPD hearts (SPD n = 6, LPD n = 4 mice, **P < 0.01). (d) Cardiomyocyte number per heart 
was calculated based on cardiomyocyte volume, area fraction and heart weight (see methods). No difference 
was observed between adult LPD and SPD hearts (SPD n = 6, LPD n = 4 mice). (e) Representative images 
of LV myocardium stained with Sirius Red to visualize extracellular matrix deposition (scale bar = 300 µm). 
Interstitial fibrosis was reduced in LPD compared to SPD hearts (SPD n = 4, LPD n = 6 mice, *P < 0.05).
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AMPK (AMP-regulated protein kinase) results in metabolic adaptations to support endothelial cell proliferation 
and migration33. We did not find evidence that a similar mechanism is active in adult hearts after long-term LPD 
treatment, as we did not detect differences in eIF2α phosphorylation (Fig. 7a) or RNA expression of ATF4 and 
AASR target genes (Fig. 7b) between SPD and LPD hearts. Moreover, phosphorylation of the catalytic AMPK 
subunit α (Fig. 7c) as well as protein and RNA expression of VEGFA was not different between groups (Fig. 7d,e). 
Our data furthermore excludes an AASR mediated by activation of p42/44 MAP-kinase (ERK1/2) previously 
reported in cultured cells34. In conclusion, long-term dietary protein restriction does not seem to affect some of 
the key pathways involved in cell growth, energy and nutrient sensing or AASR in the adult heart.

Figure 5.  Altered cellular tissue composition in the LV myocardium of adult mice on LPD. (a) The number 
of cardiomyocyte and non-myocyte nuclei per tissue area was determined in LV myocardium of adult SPD 
and LPD mice based on immunofluorescence staining for PCM1 (red). WGA and DAPI staining was used to 
label cell membranes (green) and nuclei (blue), respectively. The total number of nuclei as well as the number 
of PCM1 positive cardiomyocyte nuclei per area was increased in LPD compared to SPD hearts. The number 
of non-myocyte nuclei per area as well as the ratio of non-myocyte/cardiomyocyte nuclei were not different 
between groups (SPD n = 3, LPD n = 5 litters, *P < 0.05, **P < 0.01). (b) Fibroblasts and myofibroblasts were 
quantified in the LV myocardium of adult LPD and SPD hearts based on immunofluorescence staining for 
vimentin and smooth muscle actin (SMA), respectively. The number of vimentin positive cells normalized to 
the total number of nuclei was reduced in LPD compared to SPD hearts, whereas SMA positive cell numbers 
were unchanged (n = 4 mice per group, *P < 0.05).
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Discussion
It is well-established that diet impacts on human health and disease. The most striking examples are high caloric 
diets contributing to the pathogenesis of diseases associated with metabolic syndrome, such as type 2 diabe-
tes, hypertension and coronary heart disease1–3. In contrast, caloric restriction positively influences health and 
lifespan in humans and animal models9,11, whereas the specific diet components mediating these effects are under 
debate. It has been proposed that not caloric intake itself but rather the ratio of dietary macronutrients determines 
cardiometabolic health, aging and longevity in mice with optimal outcome when dietary protein is replaced by 
carbohydrates35. At the same time low carbohydrate/high protein diets seem to negatively influence cardiovas-
cular health in humans20,21. Therefore, dietary protein content has gained increasing attention, as it has been 
reported that protein restriction reduces overall mortality in young and middle aged humans and mice, whereas 
high protein intake is essential in the elderly24. Further dissecting the role of specific diet components has revealed 
that sulfur amino acids (methionine and cysteine) mediate some of the beneficial effects of dietary restriction on 
stress resistance and longevity36. The impact of diets on metabolic health is mostly determined at the systemic 
level (by monitoring body weight, body composition, blood pressure and parameters such as blood glucose, 
insulin, triglycerides, cholesterol, etc.) whereas changes at the organ or tissue level are less frequently investigated. 
Our present study suggests that dietary protein restriction positively affects myocardial tissue composition, as 
mice constantly on LPD had smaller cardiomyocytes, reduced interstitial fibrosis and increased capillary density 
in the left ventricle compared to SPD controls. Whether the observed changes are influenced by beneficial effects 
of LPD on body weight, blood pressure or circulating metabolites is unclear at this stage. Also, future studies are 
warranted to longitudinally follow up hearts constantly on LPD upon ageing and investigate their response to 
challenges like ischemia or pressure overload. Such analyses will address the possibility that certain myocardial 
changes upon long-term protein restriction observed in our study might increase stress tolerance of the adult 
heart thereby promoting cardiovascular health.

Figure 6.  Vascularization of the LV myocardium in adult mice on LPD. (a) Detection of capillary profiles in 
the LV myocardium of adult SPD and LPD hearts by Isolectin B4 staining (co-stained with WGA and DAPI to 
visualize cell membranes and nuclei, respectively). The number of capillaries per tissue area was increased in 
LPD versus SPD hearts, whereas the ratio of capillaries per total nuclei, cardiomyocyte (CM) profiles and non-
myocyte nuclei was unchanged (SPD n = 6, LPD n = 7 mice, **P < 0.01, scale bar = 50 µm). (b) Intramyocardial 
arteries were detected by immunofluorescence staining for smooth muscle actin and quantified in the LV free 
wall and interventricular septum (IVS) of adult SPD and LPD hearts. No difference in the number of arteries 
per tissue area was detected (n = 6 mice per group).
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Dietary interventions have previously been reported to alter tissue composition in animal models. For exam-
ple, a high fat diet decreases capillary density in heart and skeletal muscle and increases cardiomyocyte diame-
ter37,38. In contrast, caloric restriction accelerates revascularization after hindlimb ischemia in part by increasing 
capillary density39 and exerts proangiogenic functions in cerebral endothelial cells40. Importantly, caloric restric-
tion ameliorates myocardial fibrosis in postischemic heart failure and upon ageing as well as age associated 
cardiomyocyte hypertrophy14–16. Similarly, intermittent fasting has positive effects on tissue remodeling after 

Figure 7.  No activation of an amino acid starvation response or induction of VEGF expression in adult LPD 
hearts. (a) Western blot analyses revealed no difference in eIF2α (eukaryotic translation initiation factor 2α) 
phosphorylation in adult LPD compared to SPD hearts (SPD n = 3, LPD n = 6 litters). (b) RNA expression 
of Atf4 (activating transcription factor 4) and its target genes involved in amino acid starvation response is 
not different between SPD and LPD hearts (qRT-PCR data; Ddit3 = DNA damage inducible transcript 3 (also 
known as Chop), Asns = asparagine synthetase, Trib3 = Tribbles homolog 3; SPD n = 4, LPD n = 5 litters). (c) 
Phosphorylation of AMPK (AMP activated protein kinase) subunit α is not different between groups (n = 5 
litters per group). (d) Protein expression of the proangiogenic factor VEGFA (vascular endothelial growth 
factor A) is not different between SPD and LPD hearts (n = 5 litters per group). (e) RNA expression of Vegfa is 
unaltered in adult LPD compared to SPD hearts (qRT-PCR data, SPD n = 4, LPD n = 5 litters). In (a), (c) and 
(d) samples were run on the same gel but were non-contiguous, as indicated by a vertical black line. Full length, 
uncropped blots are presented in Supplementary Fig. S11.
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myocardial infarction in rats by attenuating cardiomyocyte hypertrophy, reducing fibrosis and increasing capil-
lary density17,18. The impact of dietary protein restriction on myocardial tissue composition is less clear. Maternal 
LPD during pregnancy is often used in animal studies to induce intrauterine growth restriction and investigate 
the consequences for disease susceptibility in adulthood25. Typically, mothers and pups are switched to standard 
chow shortly after birth (between postnatal day 1 and 3), such that LPD conditions are effective during pre- and 
perinatal life. Such diet regime results in maladaptive changes in the adult offspring heart, a pathological gene 
expression program and increased collagen deposition41,42. Dietary protein restriction initiated after birth and 
maintained throughout the lactation period or LPD started after weaning also negatively affect cardiomyocyte 
contractility and morphometry as well as myocardial fibrosis43,44. Our data show that constant pre- and post-
natal LPD reduces cardiomyocyte size and myocardial fibrosis but increases capillary density in the adult heart 
compared to mice on SPD. Interestingly, LPD restricted to the prenatal period also increases capillary density in 
the adult heart41. A recent study has identified a proangiogenic function of dietary amino acid restriction when 
initiated in young adult mice resulting in increased capillary density in skeletal muscle33. In contrast, prenatal 
LPD has been proposed to reduce capillary density in adult skeletal muscle45. Therefore, although dietary protein 
restriction could exert certain positive effects on myocardial tissue composition the timing of initiation might be 
crucial to determine beneficial versus maladaptive changes in the adult heart.

Adult female mice after pre- and postnatal LPD exhibit reduced cardiomyocyte size but normal heart weight 
compared to mice constantly on SPD. Such counterintuitive findings could be explained by an increase in car-
diomyocyte and/or non-myocyte numbers or increased extracellular matrix (ECM) deposition. The latter can 
be excluded given that LPD hearts exhibit less myocardial fibrosis compared to SPD controls. In contrast, the 
number of cardiomyocyte nuclei per tissue area was significantly increased in adult LPD myocardium, although 
this could represent differences in nuclearity rather than cell number46. Calculations based on heart weight and 
cardiomyocyte volume show a trend towards increased cardiomyocyte numbers in LPD compared to SPD hearts, 
although this difference misses statistical significance. Nevertheless, given that this approach is based on various 
simplistic assumptions, future studies are warranted to precisely determine cardiomyocyte numbers in the adult 
LPD heart using more sensitive methodologies, such as stereology or FACS sorting28,46. The latter would further-
more allow to more precisely quantify non-myocyte cell populations. Interestingly, cardiomyocyte cross sectional 
area is increased in LPD female hearts at birth but heart weight is not different compared to SPD controls. This 
might indicate compensatory hypertrophy to account for a reduced cardiomyocyte number. Prenatal LPD in rats 
has been reported to cause a cardiomyocyte deficit at birth47 which is normalized until weaning48. In agreement, 
others have reported reduced proliferation in the neonatal rat heart upon LPD followed by a boost around day 749. 
Our data raise the interesting hypothesis that combined pre- and postnatal dietary protein restriction in female 
mice reduces cardiomyocyte number at birth but through compensatory proliferation in the postnatal period 
eventually increases cardiomyocyte number in the adult heart, although this will have to be thoroughly tested in 
future studies.

Our data might have implications for fetal or developmental programming, a phenomenon by which the intra-
uterine environment impacts postnatal health and disease. Intrauterine growth restriction (IUGR) resulting in 
low birth weight and small for gestational age babies increases susceptibility towards various chronic diseases in 
adulthood, including diabetes mellitus, hypertension and coronary artery disease50. This is proposed to be caused 
by alterations of cellular metabolism, gene and protein expression and epigenetics induced in the fetal organism 
upon unfavorable growth conditions and persisting after birth50. According to the thrifty phenotype hypothe-
sis, fetal programming primes the unborn organisms to live in a postnatal environment in which nutrients and 
resources are likely to be short. In today’s western world, however, a mismatch exists between poor intrauterine 
growth conditions and a postnatal environment of plenty51. It is proposed that after IUGR accelerated postnatal 
growth during infancy, overfeeding and an unhealthy lifestyle are the main drivers boosting maladaptive con-
sequences of fetal programming52. That way, intrauterine adaptations initially intended to be beneficial for the 
growth restricted baby turn into a risk factor for various diseases in adulthood. Based on this logic, maintaining 
starvation conditions after birth should prevent fetal programming associated disease after IUGR. In support 
of such idea, studies in sheep have shown that a mismatch in pre- versus postnatal nutrient conditions induces 
alterations in blood pressure regulation, renal function and LV morphology that were not observed if nutrient 
conditions were the same before and after birth53. As described above, IUGR can be induced by maternal LPD 
during pregnancy in mice or rats25. Switching pups to standard chow after birth results in maladaptive changes in 
the adult heart, which also includes contractile dysfunction25,41,42. Interestingly, if LPD conditions are maintained 
for 2 weeks after birth no impairment of heart function was observed in adulthood54. Consistently, our data show 
that constant pre- and postnatal LPD conditions do not adversely affect the offspring´s heart in adulthood under 
baseline conditions, even though detrimental changes upon cardiac stress or ageing cannot be excluded. This 
supports the hypothesis that if pre- and postnatal nutrient availability and growth trajectories match, negative 
effects of IUGR on the adult heart can potentially be prevented or at least delayed. A limitation of our study in 
regard of such interpretation is that we did not include mice subjected to prenatal LPD but switched to SPD after 
birth to confirm maladaptive changes in the heart. Interestingly, we applied pre- and postnatal LPD conditions to 
cHccs+/− mice, which are born with smaller hearts due to a reduced cardiomyocyte number and require postnatal 
compensatory hypertrophy to normalize heart size until adulthood27. Heart size and function were normal in 
adult cHccs+/− mice on LPD compared to SPD, indicating that the increased demand for postnatal cardiac growth 
is not affected by dietary protein restriction and that LPD does not induce cardiac pathology in this mouse model.

After prenatal LPD we observed a reduction in neonatal body weight in female but not male offspring com-
pared to SPD but no changes in heart weight in either sex. This is in contrast to various other IUGR studies that 
showed reduced body and heart weight in both sexes at birth25. This reflects the variety of outcomes reported 
when using the LPD model, which might depend on species (rats versus mice), diet regime (prior to concep-
tion, during pregnancy, postnatally), diet composition, time of analyses (postnatal day 1 versus later stages) and 
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others25. Nevertheless, sex specific changes in response to IUGR have been reported previously and fetal pro-
gramming is known to affect sexes differently50. We furthermore observed increased cardiomyocyte cross sec-
tional area in LPD versus SPD females but not males at birth, which could potentially indicate a sex specific effect 
of LPD on cardiomyocyte growth and proliferation. Interestingly, maternal hypoxia (but not nutrient restriction) 
during the second half of gestation in guinea pigs reduces the number of cardiomyocytes in the heart of adult 
female but not male offspring55.

A limitation of our study is that the SPD used was a normal rodent chow but not an ideal experimental con-
trol diet with the best possible match compared to the LPD. Although this is a general concern in diet induced 
animal models including protein restriction56, it has become clear that factors other than protein content could 
have confounding effects on the resulting data57. The reduction in protein has to be adjusted for by increasing 
other ingredients (usually fat and starch) to ensure isocaloric conditions. The diets used in this study for example 
show differences in sugar content (see Supplementary Table S2), such that we cannot exclude that other nutrient 
components contribute to the observed outcome.

In summary, our data reveal that a combined pre- and postnatal dietary protein restriction does not lead to 
detectable pathological changes in the murine heart under baseline conditions. In contrast, it is tempting to spec-
ulate that myocardial tissue remodeling observed in adult mice permanently on LPD might represent beneficial 
effects of dietary protein restriction, which could positively influence cardiovascular health and longevity.

Methods
Diet composition, treatment regime and heart preparation.  Mice were either fed a low protein 
diet (LPD) containing 8.8% crude protein (ssniff® EF R/M Protein deficient experimental diet, E15202-24) or 
a standard protein diet (SPD) containing 22% crude protein (ssniff® M-Z complete feed for mice, V1124-3). A 
detailed diet composition is provided in Supplementary Table S2. Female and male mice were accustomed to LPD 
conditions for at least two weeks prior to mating and pregnant dams were kept on SPD or LPD during pregnancy. 
Newborn mice were studied on postnatal day 1 (P1), defined as the morning when litters were first observed. 
Pups were weight, euthanized by decapitation and hearts were prepared. To study adult hearts, after birth mothers 
and offspring were kept on the same diet as during pregnancy, offspring were weaned after 3 weeks and remained 
on their respective diet until early adulthood. At the age of 11 weeks, mice were euthanized by cervical disloca-
tion, weighed and hearts were prepared.

Mice and sample sizes.  Basic considerations for mice used in this study and sample sizes have been 
described before26,27,58. In order to investigate the effect of dietary protein restriction on both normal as well as 
compensatory postnatal cardiac growth and function, a specific mouse strain which generates a heart conditional 
Hccs (Holocytochrome c synthase) knock-out (KO) was used for all experiments. Mice were kept on a mixed 
129 Sv/C57BL6 genetic background. The characterization of pre- and postnatal development in heart conditional 
Hccs KO mice has been described previously26,27. Briefly, mice carrying a “floxed” (fl) Hccs allele were bred to mice 
expressing Cre recombinase under the control of the Nkx2.5 promoter. Experiments in adulthood that included 
heart conditional Hccs KO mice were performed on heterozygous Hccs KO females (Hccsfl/wt/Nkx2.5Cre/wt, referred 
to as cHccs+/−) and their respective female littermate controls (Hccsfl/wt/Nkx2.5wt/wt, referred to as Hccs+/+). The 
latter were furthermore used for all other experiments not including cHccs+/− females, implying that all mice were 
carrying the “floxed” Hccs allele. Similarly, the genotype of neonates used in the study was Hccsfl/wt/Nkx2.5wt/wt for 
all females and Hccsfl/Y/Nkx2.5wt/wt for all males.

The total number of mice included in the different experiments is as follows: neonates on postnatal day 1: SPD 
males n = 9 from 5 different litters, SPD females n = 10 from 6 different litters, LPD males n = 7 from 6 different 
litters, LPD females n = 8 from 6 different litters; adults: SPD Hccs+/+ females n = 9 from 5 different litters, SPD 
cHccs+/− females n = 9 from 6 different litters, LPD Hccs+/+ females n = 9 from 5 different litters, LPD cHccs+/− 
females n = 13 from 7 different litters.

For animal studies of developmental programming it is recommended to use only one representative male 
and/or female per litter in order to compensate for differences in intrauterine or postnatal conditions specific 
for a particular pregnancy or dam. If more than one mouse per litter is used, this should be accounted for in the 
statistical analyses59. Thus, data was averaged for mice from the same litter if applicable, such that n represents 
the number of litters included. In case this results in small sample sizes (n ≤ 3), data represent individual mice. 
Whether n indicates litters or mice is stated in each figure legend.

All animal procedures were performed following institutional guidelines and had previously been approved 
by the responsible authorities (“Landesamt für Gesundheit und Soziales” (LaGeSo) Berlin, approval number G 
0027/10).

Evaluation of food intake.  To measure food intake of adult mice, 5 months old non-pregnant or preg-
nant females were kept in individual cages. A defined amount of food was weighed and provided to the mice. 
For non-pregnant mice the remaining food was weighed at the same time each day over the following 10 days 
and body weight was determined half way through the observation period (i.e. on day 5). For pregnant mice the 
defined amount of food was provided at 13.5 dpc (days post coitum) and the remaining food was weighed daily 
until 19.5 dpc. Body weight was determined at the end of pregnancy at 19.5 dpc. Absolute food intake was calcu-
lated from the daily decline in food weight and averaged over the observation period (given in gram food per day 
per mouse) and food intake was furthermore normalized to body weight.

Echocardiography.  Echocardiography was performed as described58. Adult mice (11 weeks old) were 
anesthetized by inhalation of a 2.5% isoflurane/oxygen mixture using the Vevo compact dual anesthesia system 
(VisualSonics, Toronto, Canada). Body temperature was kept constant at 37 °C using a heat lamp and a rectal 
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temperature probe. Echocardiography was recorded using the Vevo 2100 high frequency ultrasound system 
(VisualSonics) with a MicroScanTM transducer MS400 set to 30 MHz. Operators were blinded for mouse geno-
types and treatment groups during echocardiographic recordings as well as data analyses.

Histological analyses and immunofluorescence staining.  Histology and immunofluorescence stain-
ing were performed as described58. Hearts were excised, rinsed in cold PBS and fixed in 4% paraformaldehyde/
PBS (Sigma Aldrich) for 24–48 hours. The tissue was subsequently dehydrated through an increasing ethanol 
series, cleared in toluol and embedded in paraffin. 5 µm paraffin sections were stained with hematoxylin & eosin 
(Carl Roth) to assess overall cardiac morphology or with Sirius Red (Direct Red 80, Sigma Aldrich) to visualize 
myocardial fibrosis.

For immunofluorescence staining paraffin sections were deparaffinized, rehydrated and heat mediated antigen 
retrieval was performed in sodium citrate buffer (10 mM, pH 6.0) for 20 minutes. After blocking in antibody solu-
tion containing 5% normal goat serum (Jackson ImmunoResearch) for 1 hour, sections were incubated over night 
with primary antibodies at 4 °C. Secondary antibody detection was performed at room temperature for 1 hour 
using Alexa Fluor 488 or 555 conjugated secondary antibodies (Life Technologies, 1:500). Nuclei were stained 
with DAPI or TO-PRO-3 (Life Technologies) and sections were mounted in ProLong Gold antifade reagent (Life 
Technologies).

Quantification of myocardial fibrosis.  Experiments for quantifying fibrosis have been described pre-
viously58. Light microscopy images of Sirius Red stained heart sections from 11 week old adult mice were taken 
using the Biozero BZ-8100 microscope (Keyence, Osaka, Japan). By applying 5x optical magnification, 6 ran-
dom fields of the left ventricular (LV) myocardium, including free wall and interventricular septum (IVS), were 
imaged, thereby covering the entire LV tissue. Two non-adjacent cross-sections per heart were used. The percent-
age of interstitial fibrotic tissue was quantified using the color-threshold plugin of the ImageJ software (https://
imagej.nih.gov/ij/), which measures the red stained area in relation to the total LV myocardial area. Values of all 
12 images were averaged to give the mean fibrotic tissue content for each heart. Perivascular fibrosis was excluded 
and deleted from the images prior to analysis.

Quantification and morphological assessment of coronary arteries.  Paraffin sections of postnatal 
day 1 and adult hearts were stained with an antibody against alpha smooth muscle actin (SMA, Abcam ab5694, 
1:200) following standard procedures. For neonates 3 non-adjacent sections per heart and for adults 1 section 
per heart were included. Neonatal hearts were imaged at 40x and adult hearts at 20x magnification using a Zeiss 
Axio Scope A1 microscope. SMA positive coronary arteries within the entire myocardium of the LV free wall 
and interventricular septum were counted irrespective of their size and morphological appearance. The num-
ber of coronary arteries was related to the overall tissue area. For size measurements in the neonatal heart, only 
cross sectioned arteries with a circular profile were outlined along the outer margin of the SMA positive cell 
layer and the area occupied as well as the outer circumference were measured (using Zeiss ZEN blue software). 
Approximately 15 arteries per heart were included.

Evaluation of cellular tissue composition.  Paraffin sections of neonatal and adult hearts were stained 
with Alexa Fluor 488 or 555 conjugated wheat germ agglutinin (WGA, Life Technologies, 1:500) and DAPI to 
visualize cell membranes and nuclei, respectively. Images of tissue areas with cross sectioned cardiomyocytes 
within the LV free wall and IVS were captured at 40x magnification using a Zeiss Axio Scope A1 microscope. 
In neonates 7–10 images and in adults 6–8 images per heart were analyzed. The total number of DAPI stained 
nuclei per image was automatically counted using the “find maxima” tool of the ImageJ software and manually 
corrected if necessary. The total tissue area was measured using ZEN blue software (Zeiss). Nuclei were assigned 
to the cardiomyocyte or non-myocyte cell population based on WGA staining: WGA staining directly adjacent to 
the nucleus with no visible cytoplasm was considered to indicate non-myocytes, whereas nuclei localized within 
large cells with a discernable cytoplasmic fringe were scored as cardiomyocytes (see Supplementary Figs S2 and 
S7). The number of cardiomyocyte and non-myocyte nuclei per tissue area as well as the non-myocyte/cardio-
myocyte nuclei ratio was calculated for each image and averaged for each heart. Cardiomyocyte area fraction per 
image was estimated by measuring the total WGA stained area (which includes cell membranes, non-myocytes, 
capillaries and extracellular matrix (ECM)) using the “color threshold” tool of the ImageJ software. The WGA 
positive area (i.e. the non-myocyte/ECM fraction) was expressed as percentage of the overall tissue area and the 
remaining tissue was considered to represent the cardiomyocyte area fraction.

Cellular tissue composition in the adult heart was validated by staining cardiomyocyte nuclei with an anti-
body against PCM1 (HPA023374, Sigma Aldrich, 1:200). Secondary detection was performed by Tyramide signal 
amplification (TSA Plus Cyanine 3 System, Perkin Elmer) according to the manufacturer’s instructions using a 
horseradish peroxidase (HRP)-linked secondary antibody (Cell Signaling Technology, #7074, 1:500). Nuclei and 
cell membranes were co-stained as described above.

Fibroblast and myofibroblasts in the adult LV myocardium were detected using immunostaining for vimentin 
(Abcam, ab7783, 1:100) and smooth muscle actin (Sigma Aldrich, A2547, 1:400), respectively. The number of 
vimentin and SMA positive cells was manually counted on four confocal laser scanning microscopy (Leica SP5) 
images per heart and related to the total number of DAPI stained nuclei.

Evaluation of myocardial capillarization.  To visualize endothelial cells in the myocardium, paraffin 
sections of postnatal day 1 and adult hearts were stained with Alexa Fluor 568 conjugated Isolectin B4 (Life 
Technologies, I21412, 1:200). Sections were co-stained with Alexa Fluor 488 conjugated wheat germ aggluti-
nin (Life Technologies, W11261, 1:500) and DAPI to visualize cell membranes and nuclei, respectively. Images 
of tissue areas with cross-sectioned cardiomyocytes within the LV free wall and IVS were captured at 40x 
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magnification using a Zeiss Axio Scope A1 microscope. In neonates 7–10 images and in adults 6–8 images per 
heart were analyzed using ZEN blue software (Zeiss) and ImageJ. The total number of nuclei as well as the number 
of cardiomyocyte and non-myocyte nuclei was determined for each image as described above. In adult hearts, 
the total number of cardiomyocyte profiles (with and without visible nuclei) was furthermore counted. Capillary 
profiles were manually counted and normalized to the underlying tissue area to indicate capillary density. In 
neonatal hearts the ratio of capillaries per cardiomyocyte nuclei and in adult hearts the ratio of capillaries per 
cardiomyocyte profiles and non-myocyte nuclei were calculated. Values were determined for each image and 
averaged per heart.

Evaluation of cardiomyocyte size, volume and number.  Cardiomyocyte cross sectional area (CSA), 
length, volume and number per heart were determined as previously described58. Briefly, CSA was measured in 
the LV myocardium based on WGA staining whereas cardiomyocyte length was measured by visualizing inter-
calated discs based on N-cadherin immunostaining using rabbit polyclonal antibody sc-7939 (1:200) from Santa 
Cruz (see Supplementary Fig. S5). Mean cardiomyocyte volume per heart was calculated by multiplying mean 
CSA x mean length. Cardiomyocyte number per heart was calculated based on heart volume, cardiomyocyte area 
fraction and cardiomyocyte volume58.

Evaluation of cell cycle activity.  To assess proliferation rates in neonatal hearts, immunofluorescence 
staining for phosphorylated histone H3 (p-HH3) was performed (using rabbit polyclonal antibody #9701 from 
Cell Signaling Technology, 1:200). Sections were co-stained with WGA and DAPI following standard procedures 
as described above. One longitudinal section per heart was imaged at 40x optical magnification using a Zeiss Axio 
Scope A1 fluorescence microscope resulting in approximately 10 random fields taken within the LV myocardium 
(including the free wall and IVS). Cells that exhibited co-localization of p-HH3 and DAPI were considered as 
cycling. The total number of DAPI stained nuclei as well as p-HH3 positive nuclei were manually quantified using 
the cell counter plugin of the ImageJ software. For each image the percentage of p-HH3 positive nuclei was calcu-
lated. Data from all images were averaged to give the mean proliferation rate for each heart.

Western blot analyses.  Western blot analyses were performed as described previously58. For isolation of 
cardiac protein extracts snap frozen tissue samples derived from apical LV myocardium were homogenized in 
RIPA buffer supplemented with protease (Complete Protease Inhibitor Cocktail Tablets, Roche Diagnostics) 
and phosphatase inhibitors (PhosSTOP Phosphatase Inhibitor Cocktail Tablets, Roche) and incubated at 4 °C 
for 2 hours with gentle agitation. For samples on the same gel equal protein amounts were loaded (40 μg), sep-
arated using denaturing polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE) and blotted onto nitrocellulose (GE 
Healthcare) or PVDF (Millipore) membranes. Membranes were blocked for 1 h in 5% non-fat dry milk (Carl 
Roth) in TBS-T and incubated with the following primary antibodies at 4 °C over night: phospho-S6 Ser235/236 
(#4858, 1:2000), phospho-S6 Ser240/244 (#4838, 1:1000), total S6 (#2217, 1:1000), phospho-4E-BP1 Thr37/46 
(#2855, 1:1000), phospho-4E-BP1 Ser65 (#9451, 1:1000), total 4E-BP1 (#9644, 1:1000), phospho-AMPKα Thr172 
(#4188, 1:2000), total AMPKα (#2532, 1:1000), phospho-Akt Thr308 (#13038, 1:1000), phospho-Akt Ser473 
(#4060, 1:2000), total Akt (#4691, 1:1000), phospho-p42/44 Thr202/Tyr204 (#4370, 1:2000), total p42/44 (#4695, 
1:1000), phospho-p38 Thr180/Tyr182 (#4511, 1:1000), total p38 (#8690, 1:1000), phospho-eIF2α Ser51 (#3597, 
1:1000), total eIF2α (#2103, 1:1000) (all from Cell Signaling Technology); collagen I (ab34710, 1:5000), vimentin 
(ab8978, 1:500), osteopontin (ab8448, 1:2000), fibronectin (ab23750, 1:1000), VEGFA (ab46154, 1:1000) (all from 
Abcam); smooth muscle actin (A2547, 1:2000), α-actinin (A7811, 1:1000) (both from Sigma Aldrich); troponin 
T (CT3, Developmental Studies Hybridoma Bank, 1:500). Antibodies against GAPDH (MA1-22670, Thermo 
Scientific, 1:10000), α-Tubulin (T9026, 1:5000) and Vinculin (V9131, 1:5000) (both from Sigma Aldrich) were 
used for loading control. Secondary detection was performed using horseradish peroxidase (HRP)-linked sec-
ondary antibodies (Cell Signaling Technology, #7074 and #7076, 1:2000). Enhanced chemiluminescence (ECL) 
reaction was performed and detected with the imaging system Odyssey Fc (LI-COR Biosciences) or ChemiDoc 
XRS + (BIO-RAD). Intensity of detected protein bands was quantified by densitometry using ImageJ software.

Analyses of RNA expression by qRT-PCR.  RNA isolation and qRT-PCR experiments have been 
described previously58. Snap frozen tissue samples derived from apical LV myocardium were homogenized in 
TRIzol reagent (Invitrogen) and total RNA was isolated according to the manufacturer´s instructions. RNA was 
subsequently purified using RNeasy spin columns (Qiagen), including digestion of genomic DNA on the col-
umn (RNase-free DNase set, Qiagen). Isolated cardiac RNA was reversely transcribed using M-MuLV reverse 
transcriptase (New England BioLabs) and random hexamer primers. Quantitative real time PCR was performed 
using the Power SYBR® Green PCR Master Mix (Applied Biosystems) on the ViiA™ 7 real-time PCR system 
(Applied Biosystems). Primers were obtained from BioTeZ (Berlin, Germany) and sequences are provided in 
Supplementary Table S3. All primers and PCR conditions were optimized to PCR efficiencies between 90–110% 
and a correlation coefficient ≥0.990 using cDNA dilution series. All samples were analyzed in triplicates and 
normalized to GAPDH expression. Relative expression differences between groups were determined using the 
ΔΔCT method.

Statistical analyses.  Basic considerations for statistical analyses have been described previously58. All data 
were analyzed with SPSS (IBM) or Excel 2010 (Microsoft) software and are presented as mean ± standard error 
of the mean (SEM). Data sets were tested for normal distribution by Kolmogorov-Smirnov test and homogeneity 
of variances between groups was assessed by Levene’s test. If these criteria were met, differences between two 
groups were evaluated with unpaired, two-sided student’s t-test and those among multiple groups with one-way 
analysis of variance (ANOVA) followed by Bonferroni post-hoc test. Differences between multiple groups with 
unequal variances were evaluated with non-parametric Kruskal-Wallis one-way analysis of variance followed by 
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Mann-Whitney post-hoc test. Neonatal data involving males and females were analyzed by two-way ANOVA 
with the factors diet, sex and their interaction followed by Bonferroni post-hoc test for pairwise comparison. A 
probability (P) value less than 0.05 was considered to indicate statistical significance (*P < 0.05, **P < 0.01 and 
***P < 0.001).

Data availability
All data generated or analyzed during this study are included in this article and its Supplementary Information. 
No datasets were generated or analyzed during the current study.
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