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Zusammenfassung

Die Funktion des Herz-Kreislauf-Systems ist von grundlegender Bedeutung für die Versorgung

des Organismus mit Sauerstoff und Nährstoffen. Die Pumpleistung des Herzens wird durch

hochspezialisierte kontraktile Kardiomyozyten gewährleistet, welche als Teil Ihrer Differenzie-

rung postmitotisch sind und einen hohen Energiebedarf aufweisen. Eine Unterbrechung der

Energieversorgung der Kardiomyozyten, wie beispielsweise durch einen Myokardinfarkt, führt

unweigerlich zum Absterben der Kardiomyozyten, welche aufgrund des fehlenden Regenerati-

onspotentials durch Narbengewebe ersetzt werden. Dabei spielt während der Remodellierung

des Myokards die Dedifferenzierung von Kardiomyozyten eine große Rolle. Bedeutend hierbei

ist die posttranskriptionelle Regulation durch miRNAs, da durch eine Expression von spe-

zifischen Genen verschiedenste Zelltypen und Zellfunktionen definiert und somit biologische

Prozesse gesteuert werden. Einige miRNAs werden gewebsspezifisch exprimiert. Ein Beispiel

hierfür sind die im Herz und Skelettmuskel spezifischen miRNAs miR-1 und miR-133a.

Die vorliegende Arbeit untersucht die physiologische Rolle von miR-1 und miR-133a im Herzen,

welche als Cluster im Genom vorliegen und gemeinsam exprimiert werden. Hierbei konnte eine

von miR-1/133a vermittelte Repression der synergistisch wirkenden Rezeptoren Osmr und

Fgfr1 nachgewiesen werden, welche eine Rolle bei der Dedifferenzierung und Proliferation von

Kardiomyozyten spielen. Ein Verlust von miR-1/133a führte zu einer Dedifferenzierung der

Kardiomyozyten, welche einherging mit einer Veränderung der Genexpression der extrazellu-

lären Matrix, dem Wiedereintritt in den Zellzyklus und metabolischen Veränderungen vom

Fettsäure- zum glykolytischen Metabolismus. Weiterhin schützte ein Verlust von miR-1/133

adulte Kardiomyozyten vor Ischämie was bei einem Myokardinfarkt zu einem stark verringerten

Infarktbereich führte. Ein langfristiger Verlust von miR-1/133a jedoch ist schädlich und hat

eine dilatative Kardiomyopathie zur Folge. Dabei scheint der MEK/ERK Signalweg für die

Veränderungen nach einem Verlust von miR-1/133a verantwortlich zu sein, da eine Behandlung

der miR-1/133a Knockout Tiere mit dem MEK/ERK Inhibitor UO126 eine Normalisierung

der Gene zur Folge hatte, die durch den Verlust von miR-1/133a erhöht exprimiert wurden.

Weiterhin konnte auch ein zusätzlicher Knockout von Osmr oder Fgfr1 in Kombination mit

miR-1/133a die meisten Auswirkungen des miR-1/133a Verlustes verhindern. Die Ergebnis-

se dieser Arbeit unterstreichen die Bedeutung der von miR-1/133a vermittelte Repression

von Osmr und Fgfr1 in Bezug auf die Transkriptionsregulation und Aufrechterhaltung des

differenzierten Zustandes von Kardiomyozyten.
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Abstract

The function of the cardiovascular system is fundamental to the supply of the organism with

oxygen and nutrients. The pumping capacity of the heart is ensured by highly specialized

contractile cardiomyocytes, which become postmitotic and require high energy during diffe-

rentiation. An interruption of the energy supply to the cardiomyocytes, for example through

myocardial infarction, inevitably leads to cardiomyocyte death. Following death cardiomyocytes

are replaced by scar tissue due to their lack of regeneration potential. Post-transcriptional

regulation by miRNAs controls several biological processes through the expression of specific

genes which then lead to the development of specific cell types and defined functions. During

myocardium remodeling, miRNAs play a pivotal role in myocardium dedifferentiation. miRNAs

can also be expressed in a tissue-specific manner. For instance, miRNAs miR-1 and miR-133a

are specific to the heart and skeletal muscle.

The present work examines the physiological role of miR-1 and miR-133a in the heart, which

are clustered in the genome and expressed together. miR-1/133a mediated repression of the

synergistic receptors Osmr and Fgfr1, which play a role in the dedifferentiation and prolife-

ration of cardiomyocytes, could be demonstrated. Loss of miR-1/133a led to cardiomyocyte

dedifferentiation, changes in gene expression of the extracellular matrix as well as re-entry

into the cell cycle and to metabolic switch from fatty acid to glycolytic. Furthermore, loss of

miR-1/133 protected adult cardiomyocytes from ischemia, leading to a significantly reduced

infarct area following myocardial infarction. Nonetheless, long-term loss of miR-1/133a was

detrimental since it resulted in dilated cardiomyopathy. The MEK/ERK signaling pathway is

responsible for the changes following loss of miR-1/133a. Indeed, treatment of miR-1/133a

knockout animals with the MEK/ ERK inhibitor UO126 normalized the increased expression

of genes due to the loss of miR-1/133a. Furthermore, additional knockout of Osmr or Fgfr1

in combination with miR-1/133a prevented most of the effects of miR-1/133a loss. This

work highlights the importance of miR-1/133a-mediated repression of Osmr and Fgfr1 in the

regulation of transcription as well as in the maintenance of cardiomyocyte differentiated state.
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1. Einleitung

1.1 Die Entwicklung und Funktion des Herzens

Das Herz ist das erste funktionale Organ und entwickelt sich sehr früh während der Embryo-

nalentwicklung, wobei der größte Teil des Herzgewebes aus dem Mesoderm entsteht (Kelly,

Buckingham et al. 2014). Konzeptionell kann die Entwicklung des Herzens in drei Phasen

unterteilt werden: Spezifikation, Morphogenese und Reifung der Kardiomyozyten (Guo and

Pu 2020). Während der Spezifikation und Morphogenese wächst das Herz zum einen durch die

Differenzierung proliferierender multipotenter Herzvorläuferzellen in Kardiomyozyten, zum

anderen durch Proliferation bereits differenzierter Kardiomyozyten (Kelly, Buckingham et

al. 2014). Hierbei spielt die intrazelluläre Expression von Transkriptionsfaktoren als auch die

Regulation von extrazellulären Wachstumsfaktoren eine wichtige Rolle (Gunthel, Barnett et

al. 2018). Später entwickelt sich bei Säugetieren daraus das Vierkammerherz, dessen Aufgabe

es ist den gesamten Körper mit Blut zu versorgen. Das Blut wird dabei über die Blutgefäße

gepumpt und bildet so das Kreislaufsystem, welches den Körper auf der einen Seite mit

Sauerstoff und wichtigen Nährstoffen versorgt, auf der anderen Seite bei der Beseitigung von

Stoffwechselabfällen beteiligt ist (Buckingham, Meilhac et al. 2005). Säugetiere zeichnen sich

mit zwei eigenständigen Kreisläufen, dem Körperkreislauf und dem Lungenkreislauf, aus, die als

sogenannter „doppelter Kreislauf“ bezeichnet werden. Hierbei wird durch die Kontraktion des

linken Ventrikels das mit Sauerstoff angereicherte Blut über die Aorta in den Körperkreislauf

gepumpt. Die ersten Arterien die von der Aorta abzweigen sind die zwei großen Herzkranzgefäße

(rechte und linke Koronararterie). Sie umgeben den Herzmuskel und versorgen diesen dadurch

mit Sauerstoff und wichtigen Nährstoffen. Für ein gesundes Herz ist diese Durchblutung des

Herzmuskels essenziell. Nach den Koronararterien folgt eine Abzweigung der Arterien in den

Kopf, vordere Extremitäten, abdominale Organe und hintere Extremitäten bevor das nun

sauerstoffarme Blut in der oberen und unteren Hohlvene ankommt. Von dort strömt das Blut

zunächst in das rechte Atrium und anschließend in den rechten Ventrikel. Mit der Kontraktion

des rechten Ventrikels wird das Blut dann in den Lungenkreislauf gepumpt. Es strömt durch

die Lungenarterie in die Lunge, gibt dabei Kohlenstoffdioxid ab und wird wieder mit Sauerstoff
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angereichert. Aus der Lungenvene strömt das nun sauerstoffreiche Blut über das linke Atrium

in den linken Ventrikel und kann von dort aus mit der nächsten Kontraktion wieder in den Kör-

perkreislauf gepumpt werden (Campbell, 2009). Um eine lebenslange effiziente Kontraktilität

und Pumpleistung des Herzens zu gewährleisten, ist eine Reifung der Kardiomyozyten während

der Entwicklung essenziell. Unter der Reifung von Kardiomyozyten versteht man grundsätzlich

eine Änderung der Funktion, der Zellstruktur, des Metabolismus und der Genexpression,

wodurch aus sogenannten undifferenzierten „fetalen“ Kardiomyozyten, differenzierte „adulte“

Kardiomyozyten gebildet werden (Guo and Pu 2020). In den Myofibrillen findet während der

Reifung der Kardiomyozyten ein Wechsel der Isoformen und eine Anordnung und Erweiterung

der Sarkomere statt, um so die Sarkomerkontraktion gewährleisten zu können. Zudem kommt

es zu einer Veränderung der elektrophysiologischen Eigenschaften, um die für eine Kontraktion

benötigte Reizbildung und Reizweiterleitung zu koordinieren. Darüber hinaus kommt es zu

einem Wechsel des Metabolismus von Glykolyse zum Fettsäurestoffwechsel und einem Verlust

des Proliferationspotentials, was zu einer Bildung von binukleären und polyploiden Kardio-

myozyten führt (Abbildung 1). Diese differenzierten Kardiomyozyten sind grundlegend für die

Kontraktion des Herzens. Sie sind durch Glanzstreifen (engl. intercalated disc) miteinander

verbunden und bilden die Herzmuskelfasern und das Myokard. Prinzipiell werden zwei Arten

von Herzmuskelfasern unterschieden: Das Arbeitsmyokard (ca. 98 %), welches als Arbeits-

muskulatur der Vorhöfe und Ventrikel die eigentliche mechanische Pumparbeit des Herzens

verrichtet, und Zellen des Erregungsbildungs- und Leitungssystems (ca. 2 %), welche aus

spezialisierten Kardiomyozyten bestehen, die für die elektrische Reizbildung und Weiterleitung

verantwortlich sind (Aumüller, 2010). Auch wenn die Kontraktion des Herzens autonom erfolgt,

wird die Frequenz und der zeitliche Ablauf, mit denen sämtliche Kardiomyozyten synchron

kontrahieren, vom Sinusknoten festgelegt. Dieser besteht aus einer Gruppe autorhythmischer

Zellen und generiert elektrische Impulse die sich mit Hilfe von Gap Junctions, welche die

Kardiomyozyten elektrisch miteinander koppeln, rasch über den atrioventrikulären Knoten

(AV-Knoten) und den Purkinje-Fasern im Herzgewebe ausbreiten. Die rhythmische Kontraktion

kann dabei von physiologischen Einflüssen, wie dem vegetativen Nervensystem, die auf den

Sinusknoten einwirken, beeinflusst werden (Campbell, 2009).
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Abbildung 1 – Veränderung der Kardiomyozyten während der Entwicklung des Herzens.
(A) Darstellung wesentlicher Parameter während der Reifung der Kardiomyozyten (adaptiert
von (Guo and Pu 2020)). (B) Schematische Darstellung über die Zellzyklusaktivität von
Kardiomyozyten während der Herzentwicklung und des postnatalen Wachstums bei Mäusen.
Das Herz wächst während der Entwicklung durch die Proliferation von Kardiomyozyten
(grüne Linie). Die Proliferation nimmt dabei bereits vor der Geburt ab. Dabei kann die DNA-
Replikation und Karyokinese noch stattfinden aber keine Cytokinese, was zur Bildung von
zweikernigen (DNA-Replikation mit Karyokinese; rote Linie) oder polyploiden Kardiomyozyten
(DNA-Replikation ohne Karyokinese; blaue Linie) führt (M = Mitose; C = Cytokinese; adaptiert
von(Gunthel, Barnett et al. 2018)).
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1.2 Arten, Ursachen und Folgen von Herzinsuffizienzen

Alle Erkrankungen, die die Struktur oder Funktion des Herzens und des Gefäßsystems beein-

trächtigen, werden als Herz-Kreislauf-Erkrankungen bezeichnen und sind weltweit die häufigste

Todesursache (GBD causes of death; 2018). Einige Erkrankungen des Herzens sind zum Bei-

spiel Herzrhythmusstörungen (Arrhythmien), Herzklappenerkrankungen, Kardiomyopathien,

koronare Herzerkrankungen, Herzinfarkte und die Herzinsuffizienz. Während Herzrhythmusstö-

rungen in den meisten Fällen ungefährlich sind, können sie jedoch wie andere Herzerkrankungen

schwere Folgen mit sich ziehen. Bei einem Vorhofflimmern beispielsweise können sich Blutge-

rinnsel bilden, die wiederum Schlaganfälle verursachen können. Bei einem Kammerflimmern

kommt es sogar zum Herzstillstand da kein Blut mehr gepumpt werden kann. Herzklappe-

nerkrankungen verändern den Blutfluss und können bei fehlerhaften Öffnen und Schließen

zu einer Verdickung des Herzmuskels oder einer Herzinsuffizienz führen. Kardiomyopathien

umfassen Erkrankungen die das Myokard betreffen und in Folge dessen das Herz nicht mehr

richtig kontrahieren kann. Darunter fallen beispielsweise die dilatative Kardiomyopathie (DCM)

und die ischämische Kardiomyopathie (ICM). Bei der dilatativen Kardiomyopathie kommt es

vor allem zur Dilatation des linken Ventrikels, wobei bei einem Fortschreiten der Krankheit

auch der rechte Ventrikel und die Atrien betroffen sein können. Zudem kann die komplette

Herzwand aufgrund der Dilatation dünner werden, wodurch das Herz nicht mehr sinngemäß

kontrahieren kann, um das Blut in den Körper- und Lungenkreislauf zu pumpen. Die ischämi-

sche Kardiomyopathie umfasst dilatierte und schlecht kontrahierende Herzen und tritt bei

schweren koronaren Herzerkrankungen auf, welche mit oder ohne Infarktbereiche auftreten

können. Eine koronare Herzerkrankung entwickelt sich durch Ablagerungen in den Arterien.

Damit einhergehend kommt es zur Behinderung der Blutzirkulation des Herzmuskels, der dann

nicht mehr ausreichend mit Blut versorgt werden kann. Es kommt zu Durchblutungsstörungen

die zu anfallsartigen Brustschmerzen (Angina pectoris) führen oder, sollte die Koronararterie

durch Ablagerungen komplett verschlossen werden, zu einem Herzinfarkt (Khan, 2005). Die

Ursachen von solchen Erkrankungen sind dabei sehr vielseitig und reichen von Bluthochdruck,

über den Lebensstil (z. B. Alkohol, Drogen, Fettleibigkeit, Stress), bis hin zu Lungenproblemen
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(z. B. Asthma, Bronchitis, schlechte Lungendurchblutung) (Ponikowski, Anker et al. 2014). All

diese geschilderten Erkrankungen können das Herz schwächen und Herzinsuffizienzen nach

sich ziehen. Beispielsweise kann eine chronische Herzinsuffizienz als Folge nach einem Herzin-

farkt auftreten und dabei eine Reihe von Symptomen mit sich führen, die zu einer enormen

Belastung werden können (Mosterd and Hoes 2007, Jenca, Melenovsky et al. 2021). Die Größe

des Infarktbereiches kann als prognostischer Marker für eine anschließende Herzinsuffizienz

genutzt werden, da mit der Größe des Infarktbereiches auch die Wahrscheinlichkeit einer

Herzinsuffizienz zunimmt (Takemura, Nakagawa et al. 2009). Obwohl die Lebenserwartungen

heute aufgrund von fortwährenden Verbesserungen von pharmakologischen Therapien und

entlastetende operativen Eingriffe erhöht werden kann (O’Leary, Murphy et al. 2009), weisen

Herz-Kreislauf-Erkrankungen weiterhin eine hohe Mortalitätsrate auf (Riley and Beattie 2017).

Hauptursache hierfür ist, dass Schäden durch Herzinfarkte oder Herzinsuffizienzen mit einem

Absterben von Kardiomyozyten verbunden ist (Konstantinidis, Whelan et al. 2012). Anders als

bei Amphibien und Fischen, die das Herz nach Schädigung komplett regenerieren können, sind

erwachsene Säugetiere nur zu einer Wundheilung fähig. Hier führt eine Schädigung des Herzens

durch beispielsweise einem Herzinfarkt aufgrund des fehlenden Regenerationspotentiales zur

Bildung einer permanenten fibrotischen Narbe (Tanaka and Reddien 2011, Tzahor and Poss

2017, Hortells, Johansen et al. 2019). Der Grund hierfür liegt darin, dass bei Säugetieren

kurz nach der Geburt das Proliferationspotential von Kardiomyozyten verloren geht (siehe

Abbildung 1 B) (Bergmann, Bhardwaj et al. 2009). Während zum Beispiel in neonatalen

Mäusen das fetale Herz kurz nach der Geburt durch die fetalen und dadurch noch stark proli-

ferativen Kardiomyozyten nach einem Myokardinfarkt komplett regenerieren kann, bildet sich

in adulten Mäusen durch das begrenzte Proliferationspotential von adulten Kardiomyozyten

nach einem Myokardinfarkt eine permanente fibrotische Narbe (Abbildung 2) (Drenckhahn,

Schwarz et al. 2008, Bergmann, Bhardwaj et al. 2009, Porrello, Mahmoud et al. 2011, Porrello,

Mahmoud et al. 2013, Konfino, Landa et al. 2015, Haubner, Schneider et al. 2016, Tzahor

and Poss 2017). In Mäusen stoppt die Proliferation der Kardiomyozyten fünf Tage nach der

Geburt. Ab diesem Zeitpunkt findet in den Kardiomyozyten bis zu einem gewissen Grad zwar

noch eine DNA-Replikation und Karyokinese statt, jedoch keine Cytokinese mehr, was zur
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Bildung von zweikernigen oder polyploiden Kardiomyozyten führt (Li, Wang et al. 1996, Liu,

Yue et al. 2010, Zebrowski, Jensen et al. 2017). Um also die Herzfunktion zu verbessern und so

eine Herzinsuffizienz in adulten Herzen zu unterbinden ist das Verständnis über die Induktion

der Proliferation in adulten Kardiomyozyten essenziell (Foglia and Poss 2016, Mohamed,

Ang et al. 2018, Hashmi and Ahmad 2019, Judd, Lovas et al. 2019, Li, Feng et al. 2020).

Verschiedene Studien, die sich mit der Proliferation in adulten Kardiomyozyten befassen,

zeigen, dass die Proliferation durch unterschiedlichste Bedingungen induziert werden kann.

Dazu gehören zum Beispiel die Überexpression von Zellzyklusregulatoren (Mohamed, Ang et al.

2018), Veränderungen von extrazellulären Matrix Komponenten (Bassat, Mutlak et al. 2017)

und hypoxische Bedingungen (Nakada, Canseco et al. 2017). Darüber hinaus können vor allem

in frühen neonatalen Stadien auch Wachstumsfaktoren wie Interleukin-6 oder Fibroblasten

Wachstumsfaktoren (FGF) die Proliferation von fetalen Kardiomyozyten stimulieren (Kardami,

Banerji et al. 2003, Engel, Hsieh et al. 2006, Zhou, Honor et al. 2011, Przybyt, Krenning et

al. 2013). Ein weiterer unterstützender Faktor für die Aufrechterhaltung der Herzfunktion

nach einem Herzinfarkt scheint die Dedifferenzierung von adulten Kardiomyozyten zu sein,

die nach einem Herzinfarkt auftritt und sich in der Expression von Genen wiederspiegelt, die

charakteristisch in embryonalen, fetalen und frühen postnatalen Kardiomyozyten exprimiert

sind (Ausma, Wijffels et al. 1997, Driesen, Verheyen et al. 2009, Taegtmeyer, Sen et al. 2010,

Kubin, Poling et al. 2011, Hou, Adrian-Segarra et al. 2015). Zusammenfassend gibt es viele

Arten und Ursachen einer Herzerkrankung, welche jedoch alle aufgrund des fehlenden Rege-

nerationspotentials in adulten Herzen letztendlich zu einer Herzinsuffizienz führen. Um die

Herzfunktion nach einer Schädigung zu verbessern und eine Herzinsuffizienz zu vermeiden,

müssten adulte Kardiomyozyten das Regenerationspotential durch Dedifferenzierung und

Proliferation erhöhen.
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Abbildung 2 – Regenerationspotential von Zebrabärblingen, neonatalen und adulten
Mäusen.

Adulte Zebrafische können den Herzmuskel nach einer Verletzung durch beispielsweise eine
Resektion des ventrikulären Apex mittels Kardiomyozytenproliferation vollständig regenerieren
(Links). Neonatale Mäuse weisen ein Regenerationspotential nach einem Myokardinfarkt auf
inklusiver kompensatorischer Proliferation während des Wachstums des Herzens, welches
die Folgen einer Verletzung in dieser Phase minimiert (Mitte). Adulte Mäusen besitzen
kein Regenerationspotential mehr und weisen nach einem Myokardinfarkt stattdessen eine
Wundheilung auf, welche zu einer Bildung einer permanenten fibrotischen Narbe führt (Rechts;
adaptiert von (Tzahor und Poss 2017)).
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1.3 Der Oncostatin M Rezeptor (OSMR) und seine Funktion und Relevanz

im Herzen

Der Oncostatin M Rezeptor (OSMR) interagiert ebenso wie gp130 oder der LIF Rezeptor

(LIFR) mit Oncostatin M (OSM), einem Glykoprotein der Interleukin-6 Familie (IL-6) (Gearing,

Comeau et al. 1992, Mosley, De Imus et al. 1996). OSM wird durch aktivierte Monozyten,

dendritische Zellen und T-Lymphozyten synthetisiert (Rose and Bruce 1991) und ist das

einzige Zytokin aus der IL-6 Familie, dass in der Lage ist, mit einer hohen Affinität, zwei

Signalkomplexe zu aktivieren. Hierfür bindet OSM entweder an den Typ I Rezeptorkomplex

bestehend aus gp130 und dem LIFR (gp130/LIFR) (Gearing, Comeau et al. 1992) oder an den

Typ II Rezeptorkomplex bestehend aus gp130 und OSMR (gp130/OSMR) (Mosley, De Imus

et al. 1996). Da der OSMR sowohl im Gefäßsystem als auch im Herzen, in der Lunge, im Fett-

gewebe und vielem mehr exprimiert wird, kann OSM dadurch eine Vielzahl von biologischen

Prozessen und auch pathologische Situationen, wie etwa verschiedene chronische entzündliche

Erkrankungen, oder akute Myokardverletzungen beeinflussen (Abbildung 3) (Hermanns 2015).

Dabei kann OSM neben dem JAK/STAT-Signalweg (Lutticken, Wegenka et al. 1994, Radtke,

Hermanns et al. 2002) auch die Mitogen-aktivierten Proteinkinasen ERK1/ERK2 (Schie-

mann, Bartoe et al. 1997, Hermanns, Radtke et al. 2000), den Phosphatidylinositol-3-Kinase

(PI3K)/Akt-Signalweg (Negoro, Oh et al. 2001) und die durch die Spannung aktivierten

Proteinkinasen p38 und die c-Jun N-terminale Kinase (JNK) aktiveren (Abbildung 3) (Wang,

Robledo et al. 2000, Hermanns 2015). Studien, welche die Aktivierung des gp130/OSMR

Rezeptorkomplexes in in vivo Modellen gründlich untersuchten, konnten in verschiedenen

Erkrankungen wie beispielsweise Rückenmarksverletzungen, durch Fettleibigkeit hervorgeru-

fen Leberinsulinresistenz und bei einem ischämischen Schlaganfall einen schützenden Effekt

nachweisen (Slaets, Nelissen et al. 2014, Guo, Li et al. 2015, Luo, Wang et al. 2016). Im

Herz spielt OSM eine essenzielle Rolle bei der Dedifferenzierung von Kardiomyozyten (Kubin,

Poling et al. 2011) und der Regulation der extrazellulären Matrix (Stawski and Trojanowska

2019). Dabei wurden Gene die durch OSM reguliert werden auch bei Patienten mit dilatativer

Kardiomyopathie und ischämischen Herzerkrankungen identifiziert (Kubin, Poling et al. 2011,
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Szibor, Poling et al. 2014, Hou, Adrian-Segarra et al. 2015, Richter, Lautze et al. 2015). Es

scheint jedoch, dass sich die Rolle von OSM von einer akuten Verletzung zu einer chronischen

Erkrankung des Herzens unterscheidet. Während die OSM induzierte Dedifferenzierung von

Kardiomyozyten das Herz nach einer akuten Verletzung wie etwa einem Herzinfarkt schützt,

kommt es bei einer chronischen Aktivierung von OSM wie beispielsweise bei einer dilatativen

Kardiomyopathie, zu einer Verschlechterung der Funktion des Herzens bis hin zur Letalität

(Kubin, Poling et al. 2011). Diese unterschiedlichen Wirkmechanismen wurden auch in anderen

Modellen beobachtet. In Diabetes-Mäusen konnte bei einer akuten Verletzung des Herzens

durch Ischämie/Reperfusion eine schützende Wirkung von OSM nachgewiesen werden (Sun,

Li et al. 2015), während in einer weiteren Studie die schädliche Wirkung von OSM bei einer

dilatativen Kardiomyopathie bestätigt wurde, indem eine Anwendung eines Antikörpers gegen

die extrazelluläre Domäne von OSMRβ die Herzleistung in einem Mausmodell mit dilatativer

Kardiomyopathie signifikant verbesserte (Poling, Gajawada et al. 2014). Verantwortlich für

die schützende Funktion von OSM soll dabei Reg3β sein, das Makrophagen an die Stelle der

Verletzung im Herzen rekrutieren soll und somit den Heilungsprozess unterstützt. Bestätigt

wird diese Annahme durch eine Korrelation zwischen dem Verlust der Reg3β Expression

und einer verringerten Anzahl von Makrophagen im ischämischen Herzen, welches von einer

erhöhten ventrikulären Dilatation begleitet wird (Lorchner, Poling et al. 2015).
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Abbildung 3 – Übersicht der durch OSM aktivierten Signalwege und Funktionen von
OSM.

(A) Nachdem OSM an den OSMR gebunden hat, ist es in der Lage durch Phosphorylierungen
verschiedenste Signalwege zu initiieren (B)Zusammenfassende schematische Darstellung einiger
physiologischen und pathophysiologischen Funktionen von OSM, in verschiedenen Geweben,
welches durch aktivierte Monozyten, dendritische Zellen, Neutrophile und T-Lymphozyten
synthetisiert wird. (adaptiert von (Hermanns 2015)).
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1.4 Der Fibroblasten-Wachstumsfaktor-Rezeptor 1 (FGFR1) und seine Funk-

tion und Relevanz im Herzen

Der Fibroblasten-Wachstumsfaktor-Rezeptor 1 (FGFR1) interagiert mit sogenannten

Fibroblasten-Wachstumsfaktoren (FGF; engl. fibroblast growth factor), welche als FGF-Familie

bezeichnet werden und aus 23 sekretierten Proteinen besteht (FGF1-FGF23), die mit vier

Tyrosinkinase-FGF-Rezeptoren (FGFR1-4) interagieren (Ornitz and Itoh 2015). Obwohl

diese vier Rezeptoren von unterschiedlichen Genen kodiert werden, weisen sie bei einer

identischen Sequenz zwischen 56 % bis 71 % eine hohe Homologie auf (Itoh and Ornitz 2004,

Dai, Zhou et al. 2019). Die FGFR´s werden ähnlich wie andere Rezeptortyrosinkinasen auf

der Zellmembran exprimiert und können so durch extrazelluläre Signale aktiviert werden.

Durch die Bindung eines FGF´s an einen Rezeptor kommt es zur Dimerisierung der FGFR´s

und zur Transautophosphorylierung der intrazellulären Kinasedomäne mit anschließender

Aktivierung der nachgeschalteten Signalwege (Lemmon and Schlessinger 2010). Diese

Signalwege umfassen die Mitogen-aktivierten Proteinkinasen Ras/Raf-Mek-MAPKs, den

Phosphatidylinositol-3-Kinase (PI3K)/Akt-Signalweg und STAT. Zudem können FGFR´s

auch PLCγ rekrutieren und phosphorylieren (Ornitz and Itoh 2015). Dies ermöglicht den

FGFR´s die Beteiligung an verschiedenen lebenswichtigen Prozessen wie etwa die Proliferation,

Differenzierung und Zellmigration in verschiedensten Geweben und Zelltypen (Abbildung 4)

(Beenken and Mohammadi 2009, Dorey and Amaya 2010, Ornitz and Itoh 2015, Xie, Su et al.

2020). Im Herzen spielt die Signalübertragung via FGF eine wichtige Rolle bei der kardialen

Remodellierung (Itoh and Ohta 2013) und trägt unter anderem, sowohl bei neonatalen, als

auch bei adulten Kardiomyozyten, zur Proliferation der Zellen bei (Engel, Hsieh et al. 2006,

Novoyatleva, Sajjad et al. 2014, Itoh, Ohta et al. 2016). Dabei scheint im adulten Herzen

vorwiegend der FGFR1 in Kardiomyozyten exprimiert zu werden, während FGFR2, FGFR3

und FGFR4 im Herzen nur in sehr geringen Mengen exprimiert werden (Fon Tacer, Bookout et

al. 2010). Kommt es zu einer akuten Verletzung des Herzens wie etwa einem Myokardinfarkt,

steigt die Expression von FGFR1 im Bereich der Verletzung an und ist an der Regulation

der Angiogenese und Regeneration des Herzens beteiligt (Zhao, Zhao et al. 2011). Diese
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unterstützende Funktion des FGFR1 bei der Regeneration des Herzens konnte auch in weitere

Studien gezeigt werden, in denen man den FGF2/FGFR1 Signalweg mittels FGF2-Mutante,

die nicht mehr an den FGFR1 binden konnte, inhibierte, und keine Verbesserung mehr bei der

Regeneration des Herzens nach Ischämie/Reperfusion nachweisen konnte (Jiang, Padua et al.

2002). Auch eine Inhibition des Signalweges mit einem Pan-FGFR-Inhibitor bei Ratten führte

zu keiner schützenden Wirkung, sondern einer kardialen Dysfunktion (Yanochko, Vitsky et al.

2013).



1. Einleitung 17

Abbildung 4 – Übersicht der durch FGF aktivierten Signalwege und Funktionen von
FGF.

(A) Nachdem FGF an einen FGFR (dargestellt hier FGFR1) gebunden hat ist es in der Lage
verschiedenste Signalwege zu initiieren (B) Zusammenfassende schematische Darstellung einiger
physiologischen und pathophysiologischen Funktionen von FGF in verschiedenen Geweben
(adaptiert von (Xie, Su et al. 2020))
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1.5. MicroRNAs und ihre Funktion und Relevanz im Herzen

1.5.1 Biogenese und Funktion

MicroRNAs (miRNAs) sind etwa 20 bis 25 Nukleotide lang, gehören zu den kleinen nicht-

kodierenden RNAs und können sowohl in kodierenden, als auch nicht-kodierenden genomischen

Elementen lokalisiert werden (Bartel 2004, Boettger and Braun 2012). Dabei weisen miRNAs die

zwischen den genomischen Elementen lokalisiert sind eine eigene Promotorregion auf, während

miRNAs die in einem genomischen Bereich lokalisiert sind für gewöhnlich mit dem Wirtsgen

exprimiert werden (Baskerville and Bartel 2005). In Säugern kommen miRNAs überwiegend

in Clustern vor, wobei alle miRs innerhalb eines Clusters polycistronisch exprimiert werden

(Cai, Hagedorn et al. 2004, Baskerville and Bartel 2005, Xu and Wong 2008). Die Biogenese

der miRNAs besteht aus mehreren Schritten (Abbildung 5) und beginnt mit der Transkription

einer langen primären miRNA (pri-miRNA). Dabei werden pri-miRNAs in der Regel durch

die RNA Polymerase II transkribiert mitunter auch durch die RNA Polymerase III (Lee,

Jeon et al. 2002, Borchert, Lanier et al. 2006). Anschließend wird die pri-mRNA durch den

Mikroprozessorkomplex, welcher aus Drosha, RNase III und dem RNA bindenden Protein

DGCR8 besteht, endonukleolytisch prozessiert. Dadurch entsteht eine in etwa 85 Nukleotid

lange pre-miRNA, die als typische Sekundärstruktur eine Haarnadelstruktur bildet. Das 3´Ende

der pre-miRNA wird von Exportin-5 gebunden und mit Hilfe von Ran-GTP aus dem Nukleus

in das Zytoplasma transportiert (Yi, Qin et al. 2003, Denli, Tops et al. 2004, Gregory, Yan et

al. 2004, Lund, Guttinger et al. 2004, Winter, Jung et al. 2009). Im Zytoplasma erkennt und

schneidet das RNase III Enzym Dicer die Haarnadelstruktur der pre-miRNA, sodass ein in etwa

20 bis 25 Nukleotid langer miRNA Doppelstrang (miRNA/miRNA-Duplex) entsteht, welcher

anschließend entwunden wird, wodurch zwei RNA Stränge entstehen. Der Hauptstrang wird

als so genannte reife miRNA bezeichnet und wird in den miRISC (engl. microRNA-induced

silencing complex), bestehend aus Dicer, Argonaut (Ago2) und den RNA-Bindeproteinen

PACT (engl. Protein ACTivator of the interferon-induced protein kinase) und TRBT (engl.

HIV-1 TAR RNA binding protein), eingebaut (Kok, Ng et al. 2007, Winter, Jung et al.

2009), während der komplementäre Strang in der Regel im miRISC abgebaut wird (Rand,
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Petersen et al. 2005). Abschließend bindet der Hauptstrang der reifen miRNA des miRISC

mit Hilfe der Watson-Crick Basenpaarung an ihre Ziel-RNA um diese durch beispielsweise

Spaltung, translationale Repression oder Deadenylierung abzubauen oder zu inhibieren, um

damit die Proteinexpression zu verringern. Dabei ist die Effizienz dieser Bindung von ihrer

Komplementarität und anschließenden Wirkungsweise abhängig (Ambros 2004, Cordes and

Srivastava 2009, Winter, Jung et al. 2009, Peng and Croce 2016).

Abbildung 5 – Schematische Darstellung der Prozessierung und Funktionsweisen von
miRNAs.

Die pri-microRNA wird mittels RNA Polymerase II oder III (RNA Pol II / III) im Nukleus
transkribiert und von dem Drosha/DBCR8 Komplex geschnitten. Dadurch entsteht eine in
etwa 85 Nukleotid lange pre-microRNA. Diese pre-microRNA wird mit Hilfe des Exportin-
5/Ran/GTP Komplex in das Zytoplasma exportiert und dort vom Dicer/TRBP Komplex
erkannt und geschnitten. Der in etwa 20 bis 25 Nukleotid lange miRNA Doppelstrang wird
entwunden und der Hauptstrang (rot dargestellt) der miRNA (reife microRNA) anschließend
zusammen mit Ago2 Proteinen in den RISC Komplex eingebaut, während der komplementäre
Strang (schwarz dargestellt) abgebaut wird. Die reife microRNA wird dann vom RISC Komplex
zur Ziel-RNA gebracht um diese beispielsweise durch Spaltung, translationale Repression oder
Deadenylierung zu inhibieren (aus (Winter, Jung et al. 2009)).
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Die Wirkungsweise von reifen miRNAs ist stark abhängig von einer sechs bis acht Nukleotid

langen Sequenz (seed region) am 5‘Ende der reifen miRNA und besteht hauptsächlich darin die

Genexpression auf posttranskriptionaler Ebene zu regulieren. Liegt eine hohe Übereinstimmung

vor, erfolgt eine Degradierung der Ziel-RNA durch Deadenylierung, während eine geringe

Übereinstimmung die Inhibierung der Translationsmaschinerie zur Folge hat (Lewis, Burge

et al. 2005, Cordes and Srivastava 2009, Peng and Croce 2016). Neben der seed region ist

die Bindung der reifen miRNA an die Ziel-RNA auch davon abhängig wie zugänglich die

Ziel-RNA ist. Beispielsweise kann der Zugang der Ziel-RNA durch RNA-bindende Proteine

oder veränderte Sekundärstrukturen der RNA unterbunden werden (Zhao and Srivastava

2007). Seit der Entdeckung des ersten miRNA-Gens im Jahre 1993 (Lee, Feinbaum et al. 1993)

wurden dank der Entdeckung des RNA-Interferenz Mechanismus in einer miR Datenbank

(http://mirbase.org) die Lokalisation im Genom, die Sequenz, Nomenklatur und Funktion,

sofern diese bekannt ist, von rund 1115 reife miRNAs allein im Menschen (Alles, Fehlmann

et al. 2019) (miRBase V22) und insgesamt über 17000 reife miRNA Sequenzen aus über 140

Spezies annotiert, deren Funktionen bis heute teilweise noch vollkommen unbekannt sind.

Putative Ziel-RNAs werden heutzutage mittels bioinformatischen Programmen (Liu, Li et al.

2014, Chen, Heikkinen et al. 2019), wie miRanda (John, Enright et al. 2004, Betel, Koppal

et al. 2010), TargetScan (Lewis, Shih et al. 2003, Agarwal, Bell et al. 2015), RNAhybrid

(Rehmsmeier, Steffen et al. 2004, Kruger and Rehmsmeier 2006) und PicTar (Krek, Grun

et al. 2005, Lall, Grun et al. 2006), oder experimentellen Ansätzen identifiziert. Zweiteres

basiert auf Immunopräzipitation von Bestandteilen des miRISC, um die daran gebundene

mRNA zu isolieren und anschließend zu sequenzieren (Karginov, Conaco et al. 2007, Orom

and Lund 2007, Hsu, Yang et al. 2009). Die Identifizierung putativer Ziel-RNAs alleine

gibt jedoch keinen Aufschluss über die eigentlichen Gegebenheiten in vivo. Hierfür werden

Experimente mit Gen-spezifischen Knockouts oder Überexpressionen in Modelorganismen

verwendet (Boettger and Braun 2012). Wissenschaftliche Studien wiesen eine wichtige Rolle

von miRNAs in unterschiedlichsten physiologischen Prozessen nach, darunter Proliferation,

Entwicklung, Differenzierung und Metabolismus verschiedenster Gewebe (Bartel 2004, Wang

and Sen 2011). Dabei konnte bei verschiedensten Erkrankungen eine deregulierte Expression

http://mirbase.org/
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von miRNAs nachgewiesen werden (Shukla, Singh et al. 2011, Wang, Chen et al. 2015) und die

Erforschung von miRNAs gewann im Laufe der Jahre immer mehr an zunehmender Bedeutung

für mögliche therapeutische Anwendungspunkte, wie beispielsweise in der Herz-Kreislauf

Medizin (Care, Catalucci et al. 2007, van Rooij, Sutherland et al. 2007, Thum, Gross et al.

2008, da Costa Martins, Salic et al. 2010, Boon, Seeger et al. 2011, Thum, Chau et al. 2011).

1.5.2 Der Einfluss von miRNAs auf das Herz

Wie wichtig die posttranskriptionelle Regulation durch miRNAs für die Entwicklung und Auf-

rechterhaltung eines gesunden Herzens ist, wurde durch verschiedenste Studien nachgewiesen.

Beispielsweise führt im Herzen der frühe Verlust von Enzymen, wie Dicer, Drosha, Ago2 und

DGCR8, die eine wichtige Rolle während der Biogenese von miRNAs spielen, zu schweren

Entwicklungsstörungen, die eine embryonale Letalität zur Folge hat (Kuehbacher, Urbich et al.

2007, Park, Choi et al. 2010, Bauersachs and Thum 2011). Angesichts der Rolle von miRNAs

im Herzen wurden daher im Laufe der Jahre miRNAs im Zusammenhang mit Erkrankungen

des Herzens untersucht, um dadurch ein besseres Verständnis der zugrundeliegenden Mecha-

nismen zu erlangen, und somit die Entwicklung innovativer und wirksamer Therapien für

Herzerkrankungen zu ermöglichen (Abbildung 6). Beispielsweise führt eine in vivo Inhibition

von miR-199 unter anderem zu einer Normalisierung von Herzfunktionsstörungen (da Costa

Martins, Salic et al. 2010) oder eine Runterregulation von miR-29 zu vermehrter Fibrose und

der Verhinderung einer Aortendilatation (van Rooij, Sutherland et al. 2007, Boon, Seeger et al.

2011).

Dabei beinhaltet das Herz verschiedenste Zelltypen und exprimiert miRNAs die nicht grundsätz-

lich Herz- oder Kardiomyozyten spezifisch sind, da diese auch in anderen Geweben weitgehend

exprimiert werden (Ludwig, Leidinger et al. 2016). Wie etwa miR-195 (Porrello, Johnson et

al. 2011) oder miR-99/100 (Aguirre, Montserrat et al. 2014), welche nach einer Inhibierung

zwar die Expression von Zellzyklusgenen in Kardiomyozyten oder die Dedifferenzierung und

Proliferation von Kardiomyozyten fördern, aber nicht spezifisch in Kardiomyozyten exprimiert

sind. Weitere miRNAs die die Proliferation von Kardiomyozyten induzieren sind die miRNAs

miR-199a und miR-590 (Eulalio, Mano et al. 2012). Im Gegensatz dazu hemmen miRNAs
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aus der miR-15 Familie (Porrello, Johnson et al. 2011, Porrello, Mahmoud et al. 2013) und

miR-133 (Liu, Bezprozvannaya et al. 2008) die Proliferation von Kardiomyozyten. Neben der

Proliferation spielen auch weitere Faktoren wie Apoptose, Angiogenese und die interzelluläre

Kommunikation bei der Regeneration des Herzens eine wichtige Rolle. Aufgrund des geringen

Proliferationspotentials von adulten Kardiomyozyten würde die Hemmung der Apoptose nach

einer Schädigung des Herzens die Funktion und Regeneration des Herzens fördern. Diverse

proapoptotische miRNAs umfassen unter anderem die miR-15 Familie (Zhu, Yang et al. 2011);

miR-34 (Bernardo, Gao et al. 2012, Boon, Iekushi et al. 2013); miR-320 (Ren, Wu et al. 2009)

und miR-140 (Li, Li et al. 2014). Antiapoptotische miRNAs umfassen miR-24 (Qian, Van

Laake et al. 2011) und miR-214 (Aurora, Mahmoud et al. 2012).

Die Angiogenese ist entscheidend für die Versorgung des regenerierten Herzmuskels mit Sau-

erstoff und Nährstoffen. MicroRNAs, die die Angiogenese im Herzen induzieren sind unter

anderem miR-15 (Yin, Olsen et al. 2012); miR-24 (Meloni, Marchetti et al. 2013) und miR-26

(Icli, Wara et al. 2013). Gehemmt wird diese durch miRNAs aus dem miR-17/92 cluster

(Bonauer, Carmona et al. 2009).

Im Falle der interzellulären Kommunikation wird die Herzregeneration durch eine Behandlung

mit Stamm- oder Vorläuferzellen induziert, welche dazu beitragen Gewebe neu zu bilden oder

die endogene Regeneration des Herzens über parakrine Wirkungen stimulieren. MicroRNAs

welche die Funktion von solchen Stamm- oder Vorläuferzellen fördern sind beispielsweise miR-1

(Heinrich and Dimmeler 2012) und eine Kombination von miR-21, miR-24 und miR-221 (Hu,

Huang et al. 2011). Umgekehrt hemmen miRNAs aus der miR-15 Familie (Spinetti, Fortunato

et al. 2013) und miR-34 (Xu, Seeger et al. 2012) die Funktion von Stamm- und Vorläuferzellen.

Zusammenfassend können Veränderungen in Bezug auf die Regulation von miRNAs, die im

Herzen auftritt sobald das Herz verschiedenen Stressfaktoren ausgesetzt ist, als Biomarker für

Erkrankungen des Herzens genutzt werden und untermauern die Wichtigkeit von miRNAs

als potentielle therapeutische Ziele bei verschiedensten Herzerkrankungen (Abbildung 6) (van

Rooij, Sutherland et al. 2006, D’Alessandra, Devanna et al. 2010).
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Abbildung 6 – Schematische Darstellung unterschiedlicher Einflüsse von miRNAs auf
das Herz.

(A) Mehrere miRNAs regulieren die Apoptose in Kardiomyozyten. Zu den proapoptotischen
miRNAs gehören miRNAs aus der miR-15 Familie, miR-34, miR-320 und miR-140. Zu den
Antiapoptotischen miRNAs gehören miR-24 und miR-214 (adaptiert von (Boon and Dimmeler
2015)). (B) MicroRNAs die die Proliferation von Kardiomyozyten fördern sind beispielswei-
se miR-19, miR-199a und miR-590. Die miRNAs miR-15 und miR-133 hingegen hemmen
die Proliferation von Kardiomyozyten (verändert nach (Boon and Dimmeler 2015)). (D)
Repräsentative Zusammenstellung von miRNAs die laut verschiedensten Studien bei Herz-
Kreislauf-Erkrankungen von therapeutischen Interesse sind (aus (Thum 2012)).
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1.5.3 Die Herz- und Muskelspezifischen microRNAs miR-1 und miR-133a

Einige miRNAs sind hoch muskelspezifisch exprimiert (Lagos-Quintana, Rauhut et al. 2002,

Malizia and Wang 2011). Diese spezifisch im Muskel exprimierten miRNAs werden als soge-

nannte MyomiRs (myo = Muskel, miR = miRNA) bezeichnet, da diese zum Teil in Myosin

Genen lokalisiert sind und mit diesen auch koexprimiert werden (Rao, Kumar et al. 2006,

Sweetman, Goljanek et al. 2008, van Rooij, Quiat et al. 2009). Dazu gehören die miRNAs

miR-1, miR-133a, miR-133b, miR-206, miR-208b und miR-499 (Horak, Novak et al. 2016).

Dabei wird die Expression der einzelnen MyomiRs durch Transkriptionsfaktoren reguliert

die als sogenannte MRFs (engl. myogenic regulatory factors) zusammengefasst werden. Dazu

gehören unter anderem MyoD, Myogenin, SRF, Mef2 und Myf5 (Zhao, Samal et al. 2005, Chen,

Mandel et al. 2006, Rao, Kumar et al. 2006, Liu, Williams et al. 2007, Sweetman, Goljanek et al.

2008, Koutsoulidou, Mastroyiannopoulos et al. 2011). Die miRNAs miR-1 und miR-206, deren

Sequenzen sich nur in vier Basen unterscheidet, werden aufgrund ihrer hohen Übereinstim-

mung zur miR-1 Subfamilie gezählt, während miR-133a und miR-133b, deren Sequenzen sich

lediglich in zwei Basen unterscheiden, zur miR-133 Subfamilie gezählt werden (Abbildung 7 A

+ B). Im Genom existieren zwei geclusterte Kopien von miR-1 und miR-133, die bicistronisch

exprimiert werden. Obwohl die Sequenzen der reifen miRNAs von miR-1-1 und miR-1-2 und

die Sequenzen von miR-133a und miR-133b identisch sind, werden diese auf Grund ihrer un-

terschiedlichen Lokalisation im Genom voneinander differenziert. Das miR-1-1/133a-2 Cluster

ist auf Chromosom 2 lokalisiert, besitzt einen eigenen Promotor und wird als gemeinsames

primäres Transkript exprimiert. Das miR-1-2/133a-1 Cluster ist auf Chromosom 18 lokalisiert,

verfügt ebenfalls über einen eigenen Promotor und liegt im Gegenstrang der Ubiquitin Ligase

Mib1 (engl. mindbomb) (Liu, Williams et al. 2007, Malizia and Wang 2011). Ein drittes Cluster,

dessen Sequenz den zwei miR1/133 Clustern ähnelt und aus miR-206/133b besteht, befindet

sich auf Chromosom 1 innerhalb der kodierenden Region von einer langen nicht kodierenden

RNA namens linc-MD1 (Cesana, Cacchiarelli et al. 2011). Während beide miR-1/133 Cluster

sowohl im Herzmuskel als auch im Skelettmuskel exprimiert werden, wird das miR-206/133b

Cluster ausschließlich im Skelettmuskel exprimiert (McCarthy 2008, Horak, Novak et al. 2016),
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wo es unter anderem die Regeneration der Skelettmuskulatur nach einer Verletzung fördert

und negative Regulatoren der Myogenese unterdrückt und dadurch die Differenzierung von

Satellitenzellen begünstigt (Liu, Williams et al. 2012). Die Funktion der miR-1/133 Cluster

im Herzen wurde mit Hilfe von Geneditierungen, welche die Deletion einzelner miRNAs aber

auch ganze miRNA Cluster in vivo ermöglicht, in verschiedenen Mausmodellen untersucht.

Dabei führte eine gezielte Deletion von miR-1-2 bei der Hälfte der untersuchten Tiere zu einer

embryonalen Letalität zwischen E15.5 bis kurz nach der Geburt. Bei der anderen Hälfte der

untersuchten Tiere kam es nach einer Deletion von miR-1-2 zu einer Vielzahl an Phänotypen,

wie etwa ventrikuläre Septumdefekte (VSD), kardiale elekrophysiologische Anomalien wie

Arrhythmien und eines plötzlichen Todes aufgrund einer Herzinsuffizienz (Abbildung 7 C)

(Zhao, Ransom et al. 2007). Eine gezielte Deletion von miR-1-1 resultiere in einem Phänotyp,

der dem Mausmodell mit einer gezielten miR-1-2 Deletion ähnelt, während ein kompletter

Verlust von miR-1 zu einer perinatalen Herzinsuffizienz mit myokardialen Sarkomerdefekten

führt (Heidersbach, Saxby et al. 2013). Außerdem führte im Gegensatz zu einer miR-1 Deletion,

eine gezielte Deletion von miR-133a-1 oder miR-133a-2 zu keinem deutlichen Phänotyp (Liu,

Bezprozvannaya et al. 2008). Der komplette Verlust von miR-133 jedoch führte aufgrund von

ventrikulären Septumdefekten wiederrum zu einer Letalität von ungefähr 56 % kurz nach

der Geburt. Die anderen rund 44 % überlebten bis hin zum Erwachsenalter, entwickelten

jedoch mit der Zeit Herzinsuffizienzen wie etwa eine dilatative Kardiomyopathie (siehe 1.2).

Darüber hinaus wiesen Mäuse mit einem miR-133 Verlust eine ungewöhnlich hohe Anzahl an

proliferierenden Kardiomyozyten auf und zudem auf Transkriptomebene eine Hochregulation

von Genen der glatten Muskulatur wie etwa α-Actin und Calponin (Liu, Bezprozvannaya

et al. 2008). Ein konstitutiver Knockout des miR-1-1/133a-2 oder miR-1-2/133a-1 Clusters

resultiert in einer veränderten Repolarisation des Herzens, weist aber darüber hinaus keine

deutlichen morphologischen Veränderungen in der embryonalen oder postnatalen Entwicklung

auf. Werden hingegen beide miR-1/133a Cluster konstitutiv deletiert, kommt es zu einer frühen

embryonalen Letalität (E12.5) der Tiere aufgrund von Defekten während der Herzentwicklung

(Wystub, Besser et al. 2013, Besser, Malan et al. 2014).
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Abbildung 7 – Übersicht der Herz- und Muskelspezifischen microRNAs miR-1 und
miR-133a.

(A) Im Genom existieren zwei Kopien von miR-1 und miR-133 die als Cluster bicistronisch
exprimiert werden. Obwohl die Sequenzen der reifen miRNAs von miR-1-1 und miR-1-2
und die Sequenzen von miR-133a und miR-133b fast identisch sind werden diese auf Grund
ihrer unterschiedlichen Lokalisation im Genom differenziert. (B) Darstellung der einzelnen
miRNA Sequenzen. Die Sequenz von miR-1 und miR-206 unterscheiden sich nur in vier Basen
und werden aufgrund ihrer hohen Übereinstimmung zur miR-1 Subfamilie gezählt, während
miR-133a und miR-133b, deren Sequenzen sich in lediglich in zwei Basen unterscheiden, zur
miR-133 Subfamilie gezählt werden. (C) Zusammenstellung einiger miR-1 und miR-133a
Knockoutmodelle im Herzen und deren Konsequenzen.
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1.6 Zielsetzung der Arbeit

Die posttranskriptionelle Regulation durch miRNAs spielt bei der Entwicklung des Herzens,

der Proliferation und Differenzierung von Kardiomyozyten, bei der Regeneration des Herzen

nach einer akuten Verletzung, wie etwa einem Myokardinfarkt, oder in verschiedenen Krank-

heitsmodellen, wie beispielsweise Kardiomyopathien, eine wichtige Rolle.

In der vorliegenden Arbeit soll nun zum einen die Auswirkungen eines miR-1/133a Doppel-

knockouts in adulten Herzen, basierend auf vorherigen Untersuchungen von Dr. Katharina

Wystub und Dr. Johannes Besser, weiter untersucht und validiert werden.

Da ein konstitutiver miR-1/133a Doppelknockout eine frühe embryonale Letalität aufgrund

einer defekten Herzentwicklung zur Folge hat, wurden von Dr. Katharina Wystub und Dr.

Johannes Besser für die Untersuchung des Komplettverlustes von miR-1/133a in adulten Tieren

ein konditioneller miR-1/133a Doppelknockout generiert. Während erster Untersuchungen wur-

de eine potentielle Bindestelle für miR-1 innerhalb der 3’UTR von Osmr und zwei potentielle

Bindestellen für miR-133a innerhalb der 3’UTR von Fgfr1 identifiziert und validiert. Daher soll

in diesem Zusammenhang in dieser Arbeit zusätzlich auch die Rolle von Osmr und Fgfr1 mit

miR-1/133a genauer untersucht werden. Um diese Fragen zu adressieren wurden neben den

miR-1/133a Doppelknockout Mäusen auch Mauslinien verwendet in denen neben miR-1/133a

auch Osmr oder Fgfr1 deletiert sind. Neben phänotypischen Analysen sollen außerdem Tran-

skriptomdaten zusätzlichen Aufschluss über die Funktionen auf transkriptioneller Ebene liefern,

welche durch Analysen auf Proteinbasis erweitert werden sollen. Die Ergebnisse dieser Arbeit

sollen neue Erkenntnisse über die funktionelle Rolle der untersuchten miRNAs und Rezeptoren

im Herzen liefern, einen Einblick in die Regulierung zellulärer Prozesse im Herzen gewähren

und zu einem generellen Verständnis der Wirkungsweise von miR-1/133a, Osmr und Fgfr1 für

die Biologie des Herzens und der Trankriptionsregulation von Kardiomyozyten beitragen. Auch

wenn bereits einige Funktionen von Osmr, Fgfr1 und des miR-1/133a Clusters beschrieben

wurden, ist es wichtig das Wissen bezüglich des zugrundeliegenden Mechanismus zu vertiefen,

um somit die Bedeutung dieser Komponenten im speziellen für die Transkriptionsregulation

der Kardiomyozyten zu erörtern.
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2. Material und Methoden

2.1 Materialien

Allgemein verwendete Mauslinien und Software Programme sind in den folgenden Tabellen

aufgelistet. Restliche verwendete Materialien sind im entsprechenden Textabschnitt aufgeführt.

2.1.1 Verwendete Mauslinien

Die in dieser Arbeit verwendeten Mauslinien sind in der folgenden Tabelle aufgelistet.

Tabelle 1: Verwendete Mauslinien

Laborbezeichnung Erläuterung

203 miR-1-1/133a-2 (Chr. 2) KO

239 mir-1-2/ mir-133a-1 (Chr. 18) KO

535flp-203 miR-1-2/133a-1 (Chr. 18) konditionell/

miR-1-1/133a-2 KO

KondDopMer miR-1-2/133a-1 (Chr. 18) konditionell/

miR-1-1/133a-2 KO (Chr. 2)/αMHC-MerCreMer

KondMerOR miR-1-2/133a-1 (Chr. 18) konditionell/

miR-1-1/133a-2 KO/OSMR konditionell/ αMHC-MerCreMer

KondMerFg miR-1-2/133a-1 (Chr. 18) konditionell/

miR-1-1/133a-2 KO/FGFR konditionell/ αMHC-MerCreMer

2.1.2 Humane Proben

Die humanen Myokardproben wurden zur Verfügung gestellt von PD Dr. med. Manfred Richter

(Kerckhoff Klinik; Abt. Herzchirurgie). Das Herzgewebe wurde während einer Herztransplan-

tation von Patienten mit ischämischer Kardiomyopathie oder dilatativer Kardiomyopathie

entnommen, welche eine Ejektionsfraktion von unter 25% aufwiesen. Als Kontrollproben diente
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Herzgewebe, dass aus subvalvulären Myokardresektionen von Patienten mit Aortenstenose

entnommen wurde. Die Ejektionsfraktion lag in diesen Fällen bei über 60%. Die Patienten

wurden nach den Kriterien der New York Heart Association (NYHA) klassifiziert und nach

den Richtlinien der European Society of Cardiology medizinisch behandelt.

2.1.3 Verwendete Software

Die in dieser Arbeit verwendeten Software Programme sind in der folgenden Tabelle aufgelistet.

Tabelle 2: Verwendete Software

Software Hersteller

Access 2016 Microsoft Office

Adobe Adobe System Incorporated

CAT Computer Administriertes Tierhaus (MPG)

Endnote X8 Endote

Excel 2016 Microsoft Office

LATEX XeTeX 3.141592653

Gene Set Enrichment Analysis Broad Institute

GraphPad Prism 8 GraphPad Software

Fiji Image Processing and analysis Java,

MacBiophotonics

Image Lab 6.0.1 Biorad

PowerPoint 2016 Microsoft Office

StepOne Software v2.3 Applied Biosystems

Word 2016 Microsoft Office

Zen 2.3 Zeiss
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2.2 Tierexperimentelle Methoden

Die Haltung der Versuchstiere erfolgte gemäß den geltenden Richtlinien der Tierschutzbestim-

mungen und ist der jeweils gehaltenen Spezies angepasst. Alle genannten Tierversuche wurden

vom Regierungspräsidium Darmstadt genehmigt und wurden entsprechend der jeweiligen

Tierversuchsanträge durchgeführt. Alle Experimente der vorliegenden Arbeit wurden mit

Männchen und Weibchen durchgeführt die zu Beginn der Experimente 8-12 Wochen alt waren.

2.2.1 Haltung von Versuchtieren

Als Versuchstiere dienten verschiedene Mauslinien (Mus musculus) und Sprague-Dawley-

Ratten (Rattus norvegicus). Mäuse wurden in ventilierten (Aero Cage-Mouse IVC Green

Line, Techniplast Italien) und Ratten in konventionellen Käfigen auf Streu gehalten, mit

freiem Zugang zu Futter und Wasser. Die Tiere wurden in Gruppen gehalten und mit Nist-

und Beschäftigungsmaterial versorgt. Um eine zirkadiane Rhythmik zu ermöglichen, betrug

der Tag- und Nachtrhythmus 12 Std. mit jeweils einer Stunde Dämmerung. Für adulte

Versuchstiere wurde ein Alleinfuttermittel genutzt, das empfohlen wird für Nager ab einem

Alter von acht Wochen (altromin #1320). Zur Fütterung ad libitum, empfohlen für adulte

Nager in der Zucht und junge Nager bis zu einem Alter von acht Wochen, wurde ein spezielles

Alleinfuttermittel verwendet (altromin #1310). Die Raumtemperatur betrug zwischen 20-24°C

und die Luftfeuchtigkeit lag bei 45-65 %. Um eine Identifikation der Mäuse zu ermöglichen

wurden diese im Alter von ein bis zwei Wochen mit einer Ohrmarkierung durch Kerben

versehen und eine Schwanzbiopsie zur Genotypisierung durchgeführt. Bei Ratten war dies

nicht erforderlich.

2.2.2 Generierung der verwendeten Mauslinien

Alle Mauslinien wurden von Dr. Katharina Wystub und Dr. Johannes Besser generiert. Für

die Untersuchungen der vorliegenden Arbeit wurde ein konditioneller miR-1/133a Doppel-

knockout (miR-1-1/133a-2-/-/miR-1-2/133a-1fl/fl/Myh6-MerCreMerpos; KondDopMer; kurz:

dKO) verwendet (Abbildung 33 im Anhang). Um die Rolle von Osmr und Fgfr1 für miR-
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1/133a abhängige Effekte im adulten Myokard zu untersuchen wurden konditionelle Osmr

(Tanaka and Reddien 2011) und Fgfr1 (Trokovic, Trokovic et al. 2003) Knockout Tiere mit

miR-1/133a Doppelknockout Tieren gekreuzt. Im Folgenden werden miR-1-1/133a-2-/-/miR-

1-2/133a-1fl/fl/Myh6-MerCreMerpos/OSMR-/- (KondMerOR) als „tKO (OR)“ und miR-1-

1/133a-2-/-/miR-1-2/133a-1fl/fl/Myh6-MerCreMerpos/ Fgfr1fl/fl (KondMerFg) als „tKO (FR1)“

bezeichnet. Als Kontrollen (WT) werden miR-1-1/133a-2+/+ und mir-1-2/ mir-133a-1+/+

Tiere verwendet.

2.2.3 Injektion in adulte Versuchstiere

2.2.3.1 Tamoxifeninjektion in adulte Versuchstiere Konditionelle Knockouts wurden

mittels Tamoxifeninjektion induziert. Hierfür injizierte man den Versuchstieren je nach Versuch

an drei bzw. fünf aufeinanderfolgenden Tagen 20 mg/kg Tamoxifen intraperitoneal (i.p.).

2.2.3.2 UO126 Injektion in adulte Versuchstiere Für Untersuchungen des MEK/ERK

Signalweges wurde der Inhibitor UO126 verwendet. Dafür wurde den Versuchstieren 21 Tage

nach der ersten Tamoxifeninjektion an drei aufeinanderfolgenden Tagen 0,2 mg/kg UO126 i.p.

injiziert.

2.2.3.3 EdU Injektion in adulte Versuchstiere Um die Proliferationsrate von Kardio-

myozyten in adulten Herzen zu untersuchen, wurde den Versuchstieren 14 Tage nach der

ersten Tamoxifeninjektion an sieben Tagen in Folge 50 mg/kg EdU (5-ethynyl-2’-deoxyuridine,

Thermo Scientific A10044) i.p. injiziert. Die Versuchstiere wurden 24 Std. nach der letzten EdU

Injektion getötet und die adulten Herzen wie in 2.2.5 beschrieben entnommen. Vor Gebrauch

wurden zunächst 500 mg EdU bei 50°C in 30 ml 0,9 % NaCl auf einem Schüttler gelöst.

Anschließend wurde die Lösung in einem Verhältnis von 1:3,33 mit 0,9 % NaCl verdünnt,

aliquotiert und bei -20°C gelagert.

Für die Injektionen wurde die EdU Lösung vor Gebrauch auf einem Schüttler bei 37°C aufgetaut

bis sich alle Schwebeteilchen gelöst hatten.
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2.2.3.4 Intravenöse Injektion in adulte Versuchstiere Für die Untersuchung der

Infarktgröße nach einem induzierten Myokardinfarkt (siehe 2.4.1) wurden den Versuchstieren

sieben Tage vor dem Myokardinfarkt LNA (locked nucleid acid) -AntimiRs intravenös (i.v.)

injiziert. Hierbei verabreichte man den Kontrolltieren 7 mg/kg Kontroll-LNA-AntimiR und

miR-1-1/133a-2-/- (single Knockout; sKO) Tieren jeweils 3,5 mg/kg i-mmu-miR-1a-3p und

i-mmu-miR-133a-3 (Exiqon #199900).

2.2.5 Tötung von Versuchstieren und Gewebeentnahme

Sofern nicht anders angegeben wurden die Versuchstiere mittels zervikaler Dislokation getötet.

Für die anschließende Gewebeentnahme wurde der Thorax geöffnet und das Tier mit 10-15 ml

1x Phosphatgepufferte Salzlösung (PBS) durch das Herz perfundiert bis sich die Leber des

Tieres entfärbte. Anschließend wurde das Gewebe entnommen und für molekularbiologische

Untersuchungen in flüssigem Stickstoff schockgefroren. Für histologische Untersuchungen wurde

das Gewebe nach der Entnahme wie in 2.3 beschrieben behandelt.

2.3 Histologische Untersuchung von Mausgeweben

2.3.1 Einfrieren von adulten Herzen für Kryoschnitte

Für das Einfrieren von adulten Herzen für Kryoschnitte wurden die Tiere wie in 2.2.5 beschrie-

ben getötet und mit 1x PBS perfundiert. Anschließend wurde das Tier noch mit 5 ml 4 %

Paraformaldehyd (PFA) (Sigma Aldrich, 6148-1Kg) perfundiert. Danach wurden die Herzen

präpariert und für 1 Std. mit 4 % PFA auf Eis fixiert. Zur Minimierung von Kryoartefakten

wurden die Herzen nach der Fixierung mit 4 % PFA über Nacht bei 4°C in 15 % Saccharo-

se/PBS gelagert. Am Folgetag wurden die Herzen in 30 % Saccharose/PBS überführt und

wiederholt über Nacht bei 4°C gelagert. Anschließend wurden die Herzen für mindestens 24

Std. in Tissue Tek (Leica, Surgipath, FSC 22 Clear #3801480) überführt und bei 4°C gelagert.

Zuletzt wurden die Herzen auf Trockeneis in frisches Tissue Tek eingebettet.
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2.3.2 Anfertigung von Kryoschnitten für immunhistochemische Untersuchungen

Für immunhistochemische Untersuchungen wurden die Herzen wie in 2.3.1 beschrieben einge-

bettet. Aus den eingebetteten Herzen wurden mit Hilfe eines Kryotoms (Leica CM1950) 10

µM dicke Gewebeschnitte gefertigt und auf Objektträger (Thermo ScientificTM, SuperFrost

Ultra PlusTM Adhäsionsobjektträger) aufgezogen. Dabei wurde die Temperatur der Kammer

auf -24°C und die Temperatur des Schnitthalters auf -27°C eingestellt. Die Schnitte konnten

dann entweder direkt für die Färbung genutzt oder bei -80°C gelagert werden.

2.3.3 Anfertigung von Paraffinschnitten

Für die Herstellung von Paraffinschnitten wurden die entnommenen Herzen mittels einer

aufsteigenden Ethanolreihe entwässert (70 %, 80 %, 90 %, 100%, Isopropanol). Dafür lagerte

man die Herzen in der jeweiligen Konzentration bei 4°C über Nacht. Anschließend wurden

die Herzen zunächst in eine 1:1 Isopropanol/Paraffin Mischung gelegt und für 3 Std. bei

56°C aufbewahrt, bevor sie in Paraffin überführt und über Nacht bei 56°C gelagert wurden.

Abschließend wurden die Herzen in Paraffin eingebettet. Von den eingebetteten Herzen wurde

mit Hilfe eines Mikrotoms 8 µm dicke Paraffinschnitte angefertigt und in ein Wasserbad (ca.

40°C) zum Strecken gelegt. Nach dem Strecken der Schnitte wurden diese auf Objektträger

überführt und für mehrere Stunden oder über Nacht auf einer ca. 56°C warmen Heizplatte

getrocknet. Die Schnitte konnten dann entweder direkt für die Färbung genutzt oder bei

Raumtemperatur gelagert werden.

2.3.4 Hämatoxylin-Eosin-Färbung

Die Hämatoxylin-Eosin-Färbung (HE-Färbung) dient zur Visualisierung der zellulären Mor-

phologie. Dafür werden Kerne mittels Hämatoxylin-Lösung (Gills Nr. 3, Sigma #GHS332)

blau angefärbt und Muskelfasern und das Zytoplasma mit Hilfe einer Eosin-Färbung (Merck

#921 K11613835) rot. Hierfür wurden die angefertigten Paraffinschnitte zunächst zweimal

für 5 Min. bei Raumtemperatur in Xylol inkubiert. Dies diente zur Entparaffinierung der

Schnitte. Anschließend wurden die Schnitte bei Raumtemperatur für jeweils 2 Min. mit Hilfe
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einer absteigenden Ethanolreihe rehydriert (100 %, 90 %, 80 %, 70 %) und für weitere 2 Min.

in ddH2O überführt. Danach wurden die Schnitte zum Färben der Kerne für 10 Min. in eine

Hämatoxylin-Lösung getaucht und danach für 10 Min. unter fließendes Leitungswasser gelegt.

Im Falle einer Überfärbung wurden die Schnitte nach diesem Schritt für ca. 10 Sek. in ein

Ethanol/HCL Gemisch gedippt (1 % HCL in 70 % Ethanol) und anschließend wieder für 10 Min.

gründlich unter fließendem Leitungswasser gespült. Es folgte die Färbung der Muskelfasern und

des Zytoplasmas mit Hilfe der Eosin-Arbeitslösung (0,01 % Eosin G, 0,05 % Essigsäure) für 7

Min. Anschließend wurden die Schnitte mittels einer aufsteigenden Ethanolreihe dehydriert.

Hierfür wurden die Schnitte kurz in 70 %, 80 % und 90 % Ethanol getaucht und für 10 Min.

in 100 % Ethanol gelegt. Zuletzt wurden die Schnitte für 10 Min. in 100 % Xylol geklärt, mit

Entellan® (Merck Millipore #107960) eingebettet und über Nacht zum Aushärten unter einem

Abzug liegen gelassen.

2.3.5 Masson-Trichrom-Färbung

Die Masson-Trichrom-Färbung dient zur Visualisierung der zellulären Morphologie. Dafür

werden Muskelfasern in rot angefärbt, Kerne in braun-schwarz und Kollagen in blau. Hierfür

wurden sowohl Paraffinschnitte, als auch Kryoschnitte verwendet. Paraffinschnitte wurden

zunächst zweimal für 5 Min. bei Raumtemperatur in Xylol inkubiert. Dies diente zur Entpar-

affinierung der Schnitte. Anschließend wurden die Schnitte bei Raumtemperatur für jeweils

2 Min. mit Hilfe einer absteigenden Ethanolreihe rehydriert (100 %, 90 %, 80 %, 70 %) und

für weitere 2 Min. in ddH2O überführt. Danach wurden die Paraffinschnitte über Nacht bei

Raumtemperatur in einer Bouin-Lösung (Sigma-Aldrich; #HT10-1) inkubiert. Kryoschnitte

wurden für 30 Min. bei Raumtemperatur getrocknet und anschließend direkt über Nacht bei

Raumtepmeratur in einer Bouin-Lösung inkubiert. Am nächsten Tag erfolgte die Masson-

Trichrom-Färbung nach Angaben des Standard Herstellerprotokolls (Sigma-Aldrich; Weigerts

Eisenhämatoxylin Kit #HT1079; Trichrom-Färbungskit (Masson) #HT15). Nach der Färbung

wurden die Schnitte mittels einer aufsteigenden Ethanolreihe wieder dehydriert. Hierfür wurden

die Schnitte zweimal kurz in 70 %, 80 % und 90 % Ethanol getaucht bevor sie für 10 Min. in

100 % Ethanol gelegt wurden. Zuletzt wurden die Schnitte für zweimal 5 Min. in 100 % Xylol
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geklärt, mit Entellan® (Merck Millipore #107960) eingebettet und über Nacht zum Aushärten

unter einem Abzug liegen gelassen.

2.3.6 Immunhistochemische Färbung von adulten Herz Gewebeschnitten von

Mäusen

Für immunhistochemische Färbungen wurden Kryoschnitte für 30 Min. bei Raumtemperatur

getrocknet und danach mit einem Fettstift (Pap-Pen; Kisker Biotech #MKP-1) umrandet.

Zu Beginn wurden die Kryoschnitte für 10 Min. mit 4 % PFA bei Raumtemperatur oder

für 10 Min. mit einem Aceton/Methanol Gemisch (1:1) bei -20°C fixiert und danach dreimal

für jeweils 5 Min. mit 1x PBS gewaschen. Anschließend folgte eine Permeabilisierung der

Membran für 10 Min. mit 0,1 % Triton-X100/PBS. Danach wurden die Kryoschnitte zunächst

dreimal für jeweils 5 Min. mit 1x PBS gewaschen und dann für 1 Std. in einer Feuchtekammer

bei Raumtemperatur in 200 µl Blocklösung (3 % Normales Ziegen Serum (NGS) (Sigma

Aldrich #G9023-5 ml); 0,5 % Bovines Serumalbumin (BSA); 2 % NP-40 in 1x PBS) inkubiert.

Abschließend folgte die Inkubation der Schnitte in einer Feuchtekammer mit dem primären

Antikörper in 200 µl einer Antikörperlösung (0,5 % BSA; 2 % NP-40 in 1x PBS) bei 4°C über

Nacht. Um ungebundene Erstantikörper auf den Schnitten zu entfernen wurden die Schnitte

am nächsten Tag zunächst dreimal für 5 Min. mit 1x PBS gewaschen. Danach wurden die

Schnitte für 1 Std. in einer Feuchtekammer und bei Raumtemperatur mit dem entsprechenden

sekundären Antikörper in 200 µl Antikörperlösung inkubiert. Anschließend wurden die Schnitte

dreimal für 5 Min. mit 1x PBS gewaschen und bei Raumtemperatur für 10 Min. mit DAPI

inkubiert. Zuletzt wurden die Schnitte erneut dreimal für 5 Min. in 1x PBS gewaschen und mit

Fluoromount W (Serva; #21634.01) eingedeckelt. Die gefärbten Schnitte wurden im Dunkeln

bei 4°C gelagert.
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Tabelle 3: Verwendete primäre Antikörper für immunhistologische Färbungen

Primärer

Antikörper Spezies Verdünnung Fixierung Hersteller

ACTN2 Maus 1:100 Aceton/Methanol Sigma-Aldrich;

EA53; A7811

α-SMA Maus 1:1000 4% PFA Sigma-Aldrich;

C6198

cTnT

(FITC gekoppelt)

Maus 1:250 4% PFA Abcam; ab105439

F-Aktin Kaninchen 1:100 4% PFA Phalloidin;

Sigma-Aldrich

FGFR Kaninchen 1:100 Aceton/Methanol Cell Signaling;

#3472

OSMR Kaninchen 1:100 Aceton/Methanol Proteintech Group;

10982-1-AP

phospho-Histon 3

(Ser-10)

Kaninchen 1:200 4% PFA Upstate Cell

Signaling Solutions;

#06-570

Wheat Germ

Agglutinin

(WGA; Alexa 488

gekoppelt)

1:250 4 % PFA Sigma-Aldrich; #

L4895
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Tabelle 4: Verwendete sekundäre Antikörper für immunhistologische Färbungen

Sekundäre Antikörper Verdünnung Hersteller

Ziege anti-Kaninchen

Alexa Fluor®488

1:1000 Invitrogen; A11070

Ziege anti-Kaninchen

Alexa Fluor®546

1:1000 Invitrogen; A11035

Ziege anti-Kaninchen

Alexa Fluor®594

1:1000 Invitrogen; A11012

Ziege anti-Maus

Alexa Fluor®594

1:1000 Invitrogen; A11005

2.3.7 Immunhistochemische Färbung von humanen Herz Gewebeschnitten

Für immunhistochemische Färbungen von humanen Gewebeschnitten wurde das Gewebe

unmittelbar nach der Entnahme in Stickstoff schockgefroren und entweder direkt verwendet

oder bei -80°C gelagert. Aus dem schockgefrorenen Gewebe wurden Kryoschnitte wie in 2.3.2

beschrieben angefertigt. Die Schnitte wurden zunächst für 10 Min. mit einem Aceton/Methanol

Gemisch (1:1) bei -20°C fixiert und danach an der Luft bei Raumtemperatur getrocknet.

Anschließend wurden die Schnitte für 5 Min. mit 4 % PFA inkubiert. Danach folgten drei

Waschschritte für jeweils 5 Min. bei Raumtemperatur mit 1x PBS bevor die Schnitte mit

dem Primärantikörper über Nacht in einer Feuchtekammer bei 4°C inkubiert wurden. Um

ungebundene Erstantikörper auf den Schnitten zu entfernen wurden die Schnitte am nächsten

Tag dreimal für jeweils 5 Min. bei Raumtemperatur mit 1x PBS gewaschen. Es folgte eine

zweistündige Inkubation bei Raumtemperatur mit Biotin (anti-Kaninchen; Esel-anti-Kaninchen

IgG (h+L) Biotin; Dianova GmbH Hamburg; 705-065-152). Danach wurden die Schnitte

für 2 Std. bei Raumtemperatur mit Streptavidin (Streptavidin FITC Rockland; S000-02)

inkubiert. Abschließend wurden die Schnitte für weitere 2 Std. bei Raumtemperatur mit dem

entsprechenden sekundären Antikörper (siehe Tabelle 4) inkubiert.DAPI wurde in einer 1:1000
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Verdünnung 10 min vor Ablauf des sekundären Antikörpers zu den Schnitten hinzugegeben.

Die Schnitte wurden nach der Inkubation mit dem sekundären Antikörper und DAPI dreimal

für 5 Min. mit 1x PBS gewaschen und abschließend mit Mowiol eingedeckelt. Die gefärbten

Schnitte wurden im Dunkeln bei 4°C gelagert.

Tabelle 5: Verwendete primäre Antikörper für immunhistologische Färbungen von

humanem Gewebe

Primärer

Antikörper Spezies Verdünnung Fixierung Hersteller

FGFR1 Maus 1:100 4% PFA Proteintech; 60325

hOSMR beta Maus 1:100 4% PFA R&D; MAB4389

F-Aktin Maus 1:100 4% PFA Sigma-Aldrich;

FAK100

2.3.8 Färbung von isolierten Maus Kardiomyozyten mit EdU

Die Färbung mit EdU diente zur Detektion von DNA-Synthese in adulten isolierten Maus

Kardiomyozyten. Dabei wird das modifizierte Thymidin-Analogon 5-Ethinyl-2’-desoxyuridin

(EdU) in neu synthetisierte DNA eingebaut. Der Nachweis des EdU Einbaus und damit der

DNA-Synthese erfolgte durch Fluoreszenzfarbstoffe. Für die Färbung wurden adulte Maus

Kardiomyozyten genutzt, die wie in 2.5.2 beschrieben, isoliert wurden. Nach der Isolierung

wurden die Kardiomyozyten auf Kammerobjektträger (Nunc™ Lab-Tek™; 177380) ausgesät

und für 2 Std. anheften lassen. Danach wurde das Medium abgenommen und die Zellen

für 5 Min. bei Raumtemperatur mit 4 % PFA fixiert. Abschließend wurden die Zellen bei

Raumtemperatur einmal für 5 Min. mit 1x PBS gewaschen und entweder direkt für die Färbung

genutzt oder das PBS abgenommen und die Zellen bei -20°C gelagert. Die EdU Färbung

erfolgte, bis auf die Inkubationszeit mit dem EdU Mix, nach Herstellerangaben (Click-iT Plus

EdU Imaging Kits Protocol; Thermo Fisher Scientific; C10639). Die Inkubation mit dem EdU

Mix erfolgte für 40 Min. lichtgeschützt bei Raumtemperatur. Anschließend wurden die Zellen
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zweimal mit 3 % BSA in 1x PBS gewaschen und über Nacht bei 4°C mit FITC gekoppelten

kardialen Troponin T (cTnT; 1:250; Abcam; ab105439) in 1x PBS inkubiert. Um ungebundene

Antikörper zu entfernen wurden die Zellen am nächsten Tag dreimal für 5 Min. mit 1x PBS

gewaschen. Danach erfolgte eine Inkubation mit DAPI für 5 Min. bei Raumtemperatur (1:1000

in 1x PBS). Zuletzt wurden die Zellen bei Raumtemperatur dreimal für 5 Min. gewaschen und

mit Fluoromount W eingedeckelt. Die gefärbten Schnitte wurden im Dunkeln bei 4°C gelagert.

2.3.9 Immunhistochemische Färbung von neonatalen Maus Kardiomyozyten nach

Hikari

Für immunhistochemische Färbungen von neonatalen Maus Kardiomyozyten wurde das Hikari

Kit verwendet. Die Zellen wurden zunächst für 10 Min. mit 4 % PFA fixiert und anschließend

zweimal mit 3 % BSA/PBS gewaschen. Danach erfolgte die Permeabilisierung der Membran für

dreimal 10 Min. mit 0,3 % Triton-X100/PBS. Anschließend wurden die Zellen zweimal mit 3 %

BSA/PBS gewaschen. Danach wurde für eine Detektion der DNA-Synthese eine EdU Färbung

wie in 2.3.8 beschrieben durchgeführt. Nach der EdU Färbung erfolgte ein Waschschritt von

5 Min. mit 1x PBS bevor die Zellen für eine Stunde bei Raumtemperatur mit Blocklösung

(1,8 ml 0,01 % Triton-X100; 200 µl Blocking One (Nacalai; #03953-95)) inkubiert wurden.

Anschließend wurden die Zellen erneut für 5 Min. mit 1x PBS gewaschen und über Nacht bei

4°C mit FITC gekoppelten kardialen Troponin T (cTnT; 1:250; Abcam; ab105439) in Lösung A

(Nacalai; #02272-74) inkubiert. Um ungebundene Erstantikörper auf den Zellen zu entfernen

wurden die Schnitte am nächsten Tag dreimal für jeweils 10 Min. bei Raumtemperatur mit 0,01

% Triton-X100/PBS gewaschen. Anschließend erfolgte eine Inkubation mit DAPI für 5 Min. bei

Raumtemperatur (1:1000 in 1x PBS). Zuletzt wurden die Zellen bei Raumtemperatur dreimal

für 5 Min. mit 0,01 % Triton-X100/PBS gewaschen und mit Fluoromount W eingedeckelt im

Dunkeln bei 4°C gelagert. Falls die Zellen auf 96-well Platten ausgesäht wurden, wurde bis

zur mikroskopischen Untersuchung der Zellen 1x PBS auf die Zellen gegeben, die Platte mit

Parafilm umrandet und mit Alufolie umwickelt bei 4°C gelagert.
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2.3.10 Lebend-Tod-Färbung

Mit Hilfe einer Lebend-Tod-Färbung kann die Zellviabilität untersucht werden, indem der Anteil

von lebenden bzw. toten Zellen dargestellt und mikroskopisch erfasst wird. Hierfür wurden 8-10

Wochen alte Versuchstiere verwendet. Diese wurden an drei aufeinanderfolgenden Tagen wie in

2.2.4.1 beschrieben mit Tamoxifen behandelt und für einen weiteren Tag sitzen gelassen. Vier

Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion wurden dann Kardiomyozyten wie in 2.5.2 beschrieben

isoliert und auf eine 24-well Platte (Corning; #3542) ausplattiert. Nach zwei Stunden erfolgte

ein Mediumwechsel. Am nächsten Tag wurden die Zellen in eine Hypoxiekammer (Whitley H45

HEPA) gestellt und für 18 Std. mit einer Sauerstoffkonzentration von 1 % O2 inkubiert. Nach

18 Std. wurden die Zellen aus der Hypoxiekammer genommen und die Zellviabilität mittels

Lebend-Tod-Färbung (Thermo Fisher Scientific; LIVE/DEADTM Viability/Cytotoxicity Kit,

for mammalian cells; L3224) untersucht. Hierfür wurden die Stocklösungen (4 mM Calcein-

AM (Komponente A); 2 mM Ethidium-Homodimer-1 (EthD-1; Komponente B)) zunächst

aufgetaut und auf Raumtemperatur erwärmt. Danach wurde für die Färbung die für die

Arbeitslösung empfohlene Abfolge und Konzentration aus dem Herstellerprotokoll verwendet

( 2µM Calcein-AM; 4 µM EthD-1) und 100 µl der Lösung pro 22 mm2 Fläche direkt in das

Medium gegeben. Um eine gleichmäßige Verteilung der Lösung zu gewährleisten, wurde die

Platte anschließend vorsichtig geschwenkt und die Zellen dann mit der Lösung für 1 Std.

im Dunkeln und bei Raumtemperatur inkubiert. Direkt im Anschluss wurde mit Hilfe eines

Mikroskops die Zellviabilität erfasst und mit Hilfe von ImageJ ausgewertet (siehe 2.7.2).

2.4 Molekularbiologische und biochemische Methoden

2.4.1 Extraktion von genomischer DNA aus Schwanzbiopsien

Die Extraktion von genomischer DNA aus Schwanzbiopsien diente zur Genotypisierung der

Versuchstiere. Dafür wurden die Schwänze zunächst bei 55°C über Nacht in 500 µl Lysepuffer

(100 mM Tris-HCl pH 8,5, 5 mM EDTA, 200 mM NaCl, 0,2 % SDS) mit 10 µl Proteinase

K (20 mg/ml) verdaut. Anschließend konnten die lysierten Schwänze bei -20°C weg gefroren

oder die DNA direkt extrahiert werden. Für die Extraktion der DNA wurden die verdauten
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Schwänze zunächst mehrfach invertiert und für 15 Min. bei 14000 rpm und Raumtemperatur

zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und in ein frisches 1,5 ml Reaktionsgefäß

überführt (Eppendorf). Für die Fällung der DNA wurde zu den Proben 400 µl Isopropanol

hinzugegeben. Die Proben wurden nach der Zugabe von Isopropanol invertiert und zunächst

für 10 Min. bei Raumtemperatur inkubiert. Danach wurden die Proben für 15 Min. bei 4°C

und 14000 rpm zentrifugiert. Der Überstand wurde möglichst vollständig abgenommen und

verworfen. Das DNA Pellet wurde mit 500 µl 70 % Ethanol für 5 Min. bei 14000 rpm gewaschen

und entsalzt. Nach der Zentrifugation wurde der Überstand möglichst vollständig abgenommen

und verworfen. Das DNA Pellet wurde abschließend für ca. 20 m´Min. bei Raumtemperatur

getrocknet und danach in 100 µl T1/10E Puffer (10 mM Tris/HCl pH 8,0; 0,1 mM EDTA pH

8,0) über Nacht bei 55°C gelöst.

2.4.2 Genotypisierung der verwendeten Mauslinien

Die Genotypisierung der Mauslinien erfolgte mittels semiquantitativer Polymerase-

Kettenreaktion (PCR) mit anschließender Gelelektrophorese. Dabei wurde die wie in 2.4.1

beschriebene extrahierte DNA verwendet. Verwendete Primer, Programme, Reaktionsansätze

und erwartete Produktgrößen sind in den folgenden Tabellen aufgeführt und diesen zu

entnehmen.
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Tabelle 6: Verwendete Primer für die Genotypisierung verwendeter Mauslinien

Bezeichnung Primerbezeichnung Sequenz

203 AB148 gacttttcagcacgccctgtctgct

AB151 tgggccacccctcagtctggcgaga

TB496 TGAGGAGAGCCATTTGACTCTTTCC

239 AB138 cataaaacactggctgtccatgtgt

AB140 aacacgtgaattttctgtttaacaa

TB496 TGAGGAGAGCCATTTGACTCTTTCC

535flp JD40 CATTAATTCACTCACACAATGAAATGATCC

JD42 CAGAGTCTTAAGTGTATTCAGAAATGTTAGC

OSMR JB139 GTAATCAGACCAATGGCTTTCTC

JB140 GATCCAACAGAGCAATCATGAAGC

JB141 GCACATCTGAACTTCAGC

FGFR1 KW235 AATAGGTCCCTCGACGGTATC

KW236 CTGGGTCAGTGTGGACAGTGT

KW239 aggttccctcctcttggatga

Cre TB512 taaactggtcgagcgatggatttcc

TB513 catatctcgcgcggctccgacacgg



2. Material und Methoden 43

Tabelle 7: Verwendete Reaktionsansätze für die Genotypisierung verwendeter

Mauslinien

Reagenz

Volumen (µl)

(2 Primer)

Volumen (µl)

(3 Primer)

10x Puffer 5 5

50mM MgCl2 2 2

10mM dNTPs 1 1

100 pmol Vorwärtsprimer 1 1

100 pmol

Rückwärtsprimer

1 1

100 pmol

Rückwärtsprimer

(Mutante)

1

Taq-Polymerase 0,5 0,5

DNA 1 1

H2O 38,5 37,5

Gesamtvolumen 50 50
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Tabelle 8: PCR Programm für die Genotypisierung verwendeter Mauslinien

Schritt Temperatur Dauer Zyklen

Initiale

Denaturierung

94°C 5 Min. 1

Denaturierung 94°C 30 Sek. 35

Annealing X°C 30 Sek. 35

Elongation 72°C 45 Sek. 35

Finale Elongation 72°C 5 Min. 1

Ende 10°C ∞



2. Material und Methoden 45

Tabelle 9: Erwartete Produktlängen der verwendeten Primerkombinationen

Bezeichnung Primer

Wildtyp-Allel

(bp)

Mutanten-

Allel

(bp)

Annealing

Temperatur

(°C)

203 AB148

AB151

TB496

257 400 58-63

239 AB138

AB140

TB496

230 278 58-60

535flp JD40

JD24

230 > 360 58; 62

OSMR JB139

JB140

JB141

364 750 60; 62

FGFR KW235

KW236

KW239

594 341 60

Cre TB512

TB513

- 244 58; 62; 66
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2.4.3 RNA Extraktion aus adulten Herzen und isolierten Kardiomyozyten

Um RNA aus adulten Herzen oder isolierten Kardiomyozyten zu extrahieren, wurden die

Mäuse wie in 2.2.5 (für adulte Herzen) oder 2.5 (für isolierte Kardiomyozyten) beschrieben

getötet. Das benötigte Gewebe wurde entnommen und in flüssigem Stickstoff schockgefroren.

Für die Extraktion der RNA wurde das Gewebe dann in ein 2 ml Reaktionsgefäß mit 1 ml

Trizol (Thermo Scientific #15596026) überführt und eine autoklavierte Stahlkugel (5 mm) dazu

gegeben. Die Homogenisierung des Gewebes erfolgte mit Hilfe einer Schwingmühle (Retsch;

MM301) für 5 Min. bei maximaler Intensität.

Die Kardiomyozyten aus adulten Herzen wurden wie in 2.5.2 beschrieben isoliert und ausgesät.

Am nächsten Tag wurde das Medium abgenommen und die Kardiomyozyten einmal mit

1x PBS gewaschen. Danach wurde 1 ml Trizol auf die Platte gegeben und die Zellen mit

einem Zellschaber geerntet. Die Zellen wurden mittels mechanischem Aufschlussverfahren

(Potter-Elvehjem Verfahren) homogenisiert und entweder direkt für die RNA Extraktion

weiterverwendet oder bei -20 °C gelagert.

Nach der Homogenisierung des Gewebes oder der Kardiomyozyten wurde die RNA nach

Herstellerprotokoll extrahiert. Die Konzentration der isolierten RNA erfolgte mit Hilfe des

Nanodrop 2000 (Thermo Scientific #ND-2000).

2.4.4 Reverse Trankriptase Reaktion

Um RNA mit Hilfe einer quantitativen Echtzeit-PCR (qPCR; 2.4.5) analysieren zu können,

muss diese zunächst mit der reverse Transkriptase Reaktion in cDNA umgeschrieben werden.

Die reverse Transkriptase Reaktion erfolgte entweder nach dem PrimeScriptTM RT Reagent

Kit (3RR037A) von Takara, oder dem microRNA Kit zur reversen Transkription (Applied

BiosystemsTM; 4366596) von TaqManTM die in den folgenden Tabellen aufgeführt und zu

entnehmen sind.
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Tabelle 10: cDNA Synthese mittels TaqMan MicroRNA Assay

Reagenz Volumen (µl)

Nuklease freies Wasser 3,68

10x RT-Puffer 1

100 mM dNTPs (mit dTTP) 0,2

RNAse Inhibitor 0,13

MultiScribe RT 0,5

20x TaqMan microRNA RT Primer 0,5

5x TaqMan microRNA RT Primer U6

snRNA

2

Gesamtvolumen 8

Der Mastermix wurde auf Eis vorgelegt und dann 2 µl RNA (10 ng/2 µl) hinzugegeben. Der

RT-Mix wurde für 5 min. auf Eis stehen gelassen und dann in eine PCR Maschine gestellt.

Tabelle 11: PCR Programm für die cDNA Synthese mittels TaqMan MicroRNA

Assay

Temperatur (°C) Dauer (Min.)

16 30

42 30

85 5

4 ∞

Abschließend wurden zum RT-Produkt 27,6 µl destilliertes Wasser gegeben (Verdünnung

1:3,76).
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Tabelle 12: cDNA Synthese mittels PrimeScriptTM RT Takara Kit

Reagenz Volumen (µl)

RNA (1 µg/10 µl) 10

5x PrimeScript Puffer 2 4

PrimeScript Enzym Mix I 1

RT Primer Mix 1:1 (Oligo-dT-Primer; Random

Primer)

4

RNAse freies Wasser 3

Gesamtvolumen 22

Der RT-Mix wurde anschließend direkt in eine PCR Maschine gestellt.

Tabelle 13: PCR Programm für die cDNA Synthese mittels PrimeScriptTM RT

Takara Kit

Temperatur (°C) Dauer

37 15 Min.

85 5 Sek.

4 ∞

Abschließend wurden zu 2 µl RT-Produkt 198 µl destilliertes Wasser gegeben (Verdünnung

1:100). War die Expression der untersuchten Gene zu gering, wurde das RT-Produkt 1:10

verdünnt.
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2.4.5 Quantitative Echtzeit-PCR (qPCR)

Die qPCR dient zur quantitativen Analyse von cDNA. Dabei wird, im Verlauf der cDNA

Vervielfältigung, die quantitative Menge der cDNA, durch einen Einbau eines Fluoreszenzfarb-

stoffes in die cDNA, gemessen. Abhängig davon, ob die cDNA nach dem PrimeScriptTM RT

Reagent Kit von Takara oder dem microRNA Kit zur reversen Transkription von TaqManTM

umgeschrieben wurde, wurden unterschiedliche Protokolle für die qPCR verwendet die, sowie

die verwendeten TaqMan Assays, in den folgenden Tabellen aufgeführt und zu entnehmen sind.

Alle Proben wurden als technische Replikate aufgetragen und die PCR-Reaktionen mit Hilfe

des Step One Plus System (#4376600) von Thermo Scientific durchgeführt.

Tabelle 14: PCR Reaktion der qPCR für miRNAs

Reagenz Volumen (µl)

Nuklease freies Wasser 1,5

2x TaqMan Universal PCR MasterMix

(no UNG)

5

20x TaqMan Assay miRNA (FAM) 0,5

20x TaqMan Assay U6 snRNA (VIC) 0,5

Gesamtvolumen 7,5

Abschließend wurden 2,5 µl des verdünnten RT-Produktes (2.4.4) auf Eis vorgelegt und 7,5 µl

des MasterMix dazugegeben.
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Tabelle 15: Verwendetes PCR-Programm für eine miRNA qPCR

Temperatur (°C) Dauer Zyklen

95 10 Min.

95 15 Sek. 40

60 1 Min. 40

Tabelle 16: PCR Reaktion der qPCR für die Expression von Genen

Reagenz Volumen (µl)

2x TaqMan Gene Expression

MasterMix

5

20x TaqMan Assay (FAM) 0,5

20x TaqMan Assay GAPDH (VIC) 0,5

Gesamtvolumen 6

Abschließend wurden 4 µl des verdünnten RT-Produktes (2.4.4) auf Eis vorgelegt und 6 µl des

MasterMix dazugegeben.

Tabelle 17: Verwendetes PCR-Programm für die Expression von Genen

Temperatur (°C) Dauer Zyklen

50 2 Min.

95 10 Min.

95 15 Sek. 40

60 1 Min. 40
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Tabelle 18: Verwendete TaqMan Assays

Assay Assay ID

Agrin Mm01264855_m1

Col1a1 Mm00801666_g1

Col4a1 Mm01210125_m1

Ctgf Mm01192933_g1

Fgfr1 (Maus) Mm00438930_m1

Fgfr1 (Mensch) Hs00384276_m1

Gapdh 4352339E

hsa-miR-1 002222

hsa-miR-133a 002246

Lox Mm00495386_m1

Mmp2 Mm00439498_m1

OSMR (Maus) Mm01307326_m1

OSMR (Mensch) Hs00384276_m1

Periostin Mm01284919_m1

Timp1 Mm01341361_m1

U6 snRNA 001973
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2.4.6 Microarray

Für Transkriptionsanalysen in Mäusen wurde zunächst die Qualität von isolierter RNA aus

adulten Herzen mit Hilfe eines Bioanalyzer und dem RNA 6000 Nano Kit (Agilent) überprüft

(RNA Integrity Number (RIN) > 7 - 8). Für die Anaylse wurden dann 200 ng qualitativ geeignete

RNA eingesetzt und nach Herstellerangaben (Affymetrix) mit Fluoreszenz-Farbstoffen markiert.

Für die anschließende Hybridisierung wurde ein Affymetrix GeneChip Mouse Gene 1.0 ST

Array verwendet. Abschließend wurde der Chip gescannt und die Fluoreszenzsignale analysiert

(DNAStar Arraystar 5). Die Durchführung und Messung erfolgte durch Sylvia Thomas und

die anschließende Analyse der Rohdaten durch Prof. Dr. Thomas Böttger.

2.4.7 Proteinanalyse mittels Western Blot Methode

Die Proteinanalyse mittels Western Blotting erfolgte mit Hilfe einer Größenauftrennung der

Proteine mittels Acrylamidgel und anschließender Übertragung auf eine Nitrocellulosemembran,

auf welcher die Proteine mit spezifischen Antikörpern detektiert werden konnten.

2.4.7.1 Proteinextraktion aus adulten Mausherzen Für die Proteinextraktion aus

adulten Mausherzen wurden die Tiere wie in 2.2.5 beschrieben getötet und mit 1x PBS

perfundiert. Das Herz wurde entnommen, die Atrien entfernt und der Rest in ein 2 ml

Reaktionsgefäß überführt und in flüssigem Stickstoff schockgefroren. Auf das gefrorene Herz

wurde für die Proteinextraktion 500 µl Extraktionspuffer gegeben, der sich wie in Tabelle

19 angegeben zusammensetzte. Dabei ist zu beachten, dass die Proben im weiteren Verlauf

mit Hilfe eines Bradford-Tests bestimmt wurden und dem Extraktionspuffer daher kein

Dithiothreitol (DTT) zugegeben wurde. Sollten die Proben im weiteren Verlauf nicht mittels

Bradford-Test bestimmt werden, kann in den Extraktionspuffer noch 0,04 M DTT (0,4 ml bei

einem 1 M DTT Stock; Roth; #6908.2) zugegeben werden.
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Tabelle 19: Zusammensetzung des Protein-Extraktionspuffers

Reagenz 10 ml Ansatz Stock

0,1 M Tris/HCl pH 8,0 1 ml 1 M Tris/HCl pH 8,0

(Roth; #9090.4)

0,01 M EDTA 0,2 ml 0,5 M EDTA pH 8,0

(Roth; 8040.3)

10 % SDS 5 ml 20 % SDS

(8040.3)

ddH2O 3,4 ml

1 x Proteinase Inhibitor

Cocktail

1 Tablette Complete mini

(Roche; #04693132001)

Das Gewebe mit dem Extraktionspuffer wurde dann mit Hilfe eines Sonifizierstabes (Sonolab)

aufgeschlossen (Power: 40 %; Zyklen: 5x; Dauer: 20 Sek.). Im Anschluss wurden die Proben bei

Raumtemperatur für 5 Min. und 14000 rpm zentrifugiert und der Überstand in ein neues 1,5 ml

Reaktionsgefäß überführt. Aus dem Überstand wurden dann für die Proteinbestimmung mittels

Bradford-Test (siehe 2.4.7.2) 10 µl entnommen und in ein weiteres 1,5 ml Reaktionsgefäß

überführt. Zum restlichen Proteinlysat wurde dann 4 µl 1 M DTT pro 100 µl Protein-

Extraktionspuffer hinzugegeben. Die Proteinlysate wurden abschließend für 1 Min. bei 96°C

aufgekocht und bei -80°C gelagert.

2.4.7.2 Bradford-Test zur Bestimmung von Proteinkonzentrationen Der kolorime-

trische Bradford-Test diente zur Bestimmung der Proteinkonzentration. Hierfür wurde das DC

Protein Assay Kit (Bio-Rad; 5000111) verwendet. Die Durchführung erfolgte nach Herstellerpro-

tokoll. Für die Berechnung der Standardkurve wurde der Proteinstandard von Sigma-Aldrich

(#P0843) genutzt und für die Auswertung ein MultiskanTM FC Mikrotiterplatten-Photometer

(Thermo Fisher Scientific; #51119000) verwendet.
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2.4.7.3 Western Blot Die isolierten Proteine (siehe 2.4.7.1) wurden mit Hilfe einer SDS

Polyacrylamid Gelelektrophorese (SDS-Page) entsprechend ihrer Molekülmasse aufgetrennt.

Hierfür wurde die Proteinkonzentration wie in 2.4.7.2 beschrieben gemessen und 10 µg pro

Probe für das weitere Verfahren eingesetzt. Dafür wurden die Proben zunächst entsprechend

mit Extraktionspuffer verdünnt und 1:4 mit 4x Laemmli Puffer (Tabelle 20) versetzt. Danach

wurden die Proben für 10 min bei 70°C aufgekocht und kurz abzentrifugiert.

Tabelle 20: Zusammensetzung des 4x Laemmli Puffer

Reagenz Volumen (ml) Hersteller

0,5 M Tris-HCl (pH 6,8) 5 Roth; #9090.4

Glycerol 4 Sigma Aldrich; #G5516

10% SDS 8 Sigma Aldrich; #862010

0,1%

Bromphenolblaulösung

2 Sigma Aldrich; #B0126

β-Mercaptoethanol 1 Sigma Aldrich; #M6250

ddH2O Ad 20 ml -

Als Gele wurden fertige Gradientengele verwendet (NuPAGETM 4 bis 12 %; BisTris-Gele;

InvitrogenTM). Die Gele wurden in eine Gelkammer (InvitrogenTM; XCell SureLockTM Mini-

Cell; EI0001) eingesetzt. Zwischen den Gelen wurde frischer MES-Laufpuffer (50 mM MES,

0,1 % SDS, 50 mM Tris, 1 mM EDTA) gefüllt und in die äußere Kammer gebrauchter MES-

Laufpuffer. Dabei war zu beachten, dass die Geltaschen vom frischen Laufpuffer zwischen

den Gelen vollständig bedeckt waren. Die Geltaschen wurden mit dem Laufpuffer mehrfach

durchgespült und anschließend mit 10 µg Protein geladen. Als Marker diente ein vorgefärb-

ter Proteinmarker (5 µl; 10-245 kDa; AppliChem; #A8889). Die Auftrennung der Proteine

erfolgte zunächst für 15 min bei 75 V. Anschließend wurde die Gelkammer auf Eis gestellt

und die Spannung auf 180 V erhöht. Die Auftrennung der Proteine erfolgte so lange, bis
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die unterste Bande des vorgefärbten Proteinmarkers das untere Ende des Geles erreichte.

Nach der Auftrennung folgte die Übertragung der Proteine auf eine Nitrozellulose Membran

(Amersham™ Protran® Western-Blotting-Membranen, Nitrozellulose; GE10600002) mit Hilfe

einer Blotkammer (InvitrogenTM; XCell IITM Blot Module; EI9051). Hierfür wurden zunächst

Blottschwämme (Novex®, life technologies #EI9052) in Transferpuffer (20 % Methanol; 0,5 M

Bicine; 0,5 M BisTris; 20,5 mM EDTA) getränkt und in die Blotkammer gelegt. Danach wurde

ein in Transferpuffer getränktes Filterpapier (Whatman #3030704) darauf gelegt. Anschließend

wurden die beiden Platten des Gradientengels mit Hilfe eines Gelmessers aufgebrochen und das

Gel auf das nasse Filterpapier gelegt. Auf das Gel wurde eine mit Transferpuffer durchnässte

Nitrozellulosemembran gelegt und darauf geachtet, dass sich keine Luftblasen zwischen Gel und

Membran befanden. Darauf folgten wieder ein in Transferpuffer getränktes Filterpapier und

Blottschwämme. Zwischen den einzelnen Lagen vorkommende Luftblasen wurden herausgerollt.

Abschließend wurden das Blotmodul zusammengedrückt und in die Blotkammer eingesetzt.

Das Blotmodul wurde mit Transferpuffer und die Blotkammer bis zum oberen Teil mit ddH2O

befüllt. Die Übertragung der Proteine erfolgte dann für 2 Std. bei 30 V. Anschließend wurde die

Blotkammer auseinandergebaut, die Nitrozellulosemembran mit RedAlertTM (Merck #71078)

gefärbt und eingescannt um die Übertragung der Proteine zu detektieren und zu dokumentieren.

Die Nitrozellulosemembran konnte danach direkt weiterverwendet oder luftgetrocknet und

lichtgeschützt bis zur Weiterverwendung gelagert werden. Nach der Dokumentation der Nitro-

zellulosemembran erfolgte die Markierung der Proteine mit Antikörpern. Um mehrere Proteine

zeitgleich untersuchen zu können wurde die Nitrozellulosemembran zunächst entsprechend der

Molekülmassen der Proteine zerschnitten. Anschließend wurden die Membranen erst 20 Min.

mit ddH2O auf einem Schüttler gewaschen und dann für 1 Std. mit 5 % Magermilchpulver

(Hersteller) in 1x TRIS-gepufferte Kochsalzlösung (TBS-T; Sigma-Aldrich; #T6664-10PAK)

mit 1 % Tween20 (Sigma-Aldrich; #P1379) geblockt. Anschließend wurden die Membranen

sechsmal für 5 min. in 1x TBS-T mit 1% Tween20 auf einem Schüttler gewaschen und mit den

Primärantikörpern (Tabelle 21) in entsprechender Verdünnung in 3 % BSA (Sigma Aldrich

#A7284-500ml) oder 3 % Magermilchpulver über Nacht bei 4°C auf einem Schüttler inkubiert.

Um ungebundene Erstantikörper auf der Membran zu entfernen wurden die Membranen am
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nächsten Tag zunächst sechsmal für jeweils 5 min. in 1x TBS-T mit 1 % Tween20 auf einem

Schüttler gewaschen. Anschließend wurden Meerrettichperoxidase (Horseradish peroxidase

(HRP)) gekoppelte Sekundärantikörper (Tabelle 22) auf die Membranen gegeben und für

eine Stunde bei Raumtemperatur auf einem Schüttler inkubiert. Die Verdünnung der Sekun-

därantikörper erfolgte nach Herstellerempfehlungen in 3 % BSA oder 3 % Magermilchpulver.

Abschließend wurden die Membranen zunächst sechsmal für 5 min. in 1x TBS-T mit 1 %

Tween20 und dann für weitere 60 Min. bei Raumtemperatur auf einem Schüttler gewaschen.

Die Detektion der Antikörpersignale erfolgte mit Hilfe eines Pico- (#35065) oder Femto-Kit

(#34095) nach Herstellerprotokoll und einem ChemiDoc-Imaging System (BioRad #1708280).

Tabelle 21: Verwendete primäre Antikörper für die Proteinanalyse mittels Western

Blot

Primärer Antikörper Spezies Verdünnung Hersteller

Fgfr1 Kaninchen 1:500 Cell Signaling; #9740

Osmrβ Ziege 1:500 R&D; AF662

GAPDH Kaninchen 1:5000 Cell Signaling; #2118

pERK Kaninchen 1:500 Cell Signaling; #9101

panERK Maus 1:500 BD; 612641

ACTN1 Kaninchen 1:1000 Abcam; ab68194

ACTN4 Kaninchen 1:1000 Abcam; ab108198

Alpha smooth muscle

actin

Maus 1:1000 Sigma-Aldrich; A5228

Hexokinase Kaninchen 1:1000 Cell Signaling; #2024

MAD2 Maus 1:1000 BD; 610679

Myh Maus 1:1000 LSBio; LS-B6307

PCNA Maus 1:1000 Bionity; 555566
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Primärer Antikörper Spezies Verdünnung Hersteller

Phospho-Histon H3

(Ser10)

Kaninchen 1:1000 Cell Signaling; #9701

Ral A Maus 1:5000 BD; 610222

Runx Kaninchen 1:1000 Abcam; ab92336

SDHA Kaninchen 1:1000 Cell Signaling; #5839

Timp1 Maus 1:1000 R&D; MAB9801

Hsp60 Kaninchen 1:1000 Cell Signaling; # 4870

ATP5F1 Maus 1:1000 Abcam; ab117991

Tabelle 22: Verwendete sekundäre Antikörper für die Proteinanalyse mittels

Western Blot

Sekundäre Antikörper Verdünnung Hersteller

Ziege anti-Maus (HRP) 1:5000 Pierce; 1858413

Ziege anti-Kaninchen

(HRP)

1:5000 Pierce; 31460

Esel anti-Ziege (HRP) 1:5000 R&D; HAF109

2.4.8 Apoptose und Nekrose Assay

Der Apoptose und Nekrose Assay (Promega; #JA1011) diente zur Untersuchung des Zelltodes

von Kardiomyozyten unter hypoxischen Bedingungen. Hierfür wurden 8-10 Wochen alte

Versuchstiere verwendet, welche an drei aufeinanderfolgenden Tagen wie in 2.2.4.1 beschrieben

mit Tamoxifen behandelt wurden. Anschließend wurden die Versuchstiere für einen weiteren

Tag sitzen gelassen. Vier Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion wurden die Kardiomyozyten
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dann wie in 2.5.2 beschrieben isoliert und nach Vorgaben des Herstellerprotokolls auf 96-well

Platten (1 Platte pro Zeitpunkt) ausplattiert. Am nächsten Tag wurden die Zellen für 2,

12, 18, oder 24 Std. in eine Hypoxiekammer (Whitley H45 HEPA) gestellt und mit einer

Sauerstoffkonzentration von 1% O2 inkubiert. Entsprechend den untersuchten Zeitpunkten

wurden die 96-well Platten aus der Hypoxiekammer genommen und nach Angaben des

Herstellerprotokolls mit den Komponenten des Kits behandelt. Anschließend konnte dann

mit Hilfe eines Multimode-Mikroplatten-Lesers (Berthold Technologies; Mithras LB 940) die

Lumineszenz und Fluoreszenz (485nmEx/525–530nmEm) gemessen werden und daraus die

Apoptose und Nekrose der Zellen ermittelt werden.

2.4.9 Fettsäure-Oxidations-Assay und Glukose-Oxidations-Assay

Der Fettsäure-Oxidations-Assay (FAO) und der Glukose-Oxidations-Assay dienten zur Un-

tersuchung des Metabolismus von adulten Kardiomyozyten und basierten auf den zuvor

beschriebenen Methoden (Moon & Rhead, 1987; Schweisgut, Schutt et al. 2017). Hierfür wur-

den 10-12 Wochen alte Versuchstiere verwendet. Diese wurden an drei aufeinanderfolgenden

Tagen wie in 2.2.4.1 beschrieben mit Tamoxifen behandelt und für einen weiteren Tag sitzen

gelassen. Vier Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion wurden die Kardiomyozyten wie in

2.5.2 beschrieben isoliert, gezählt und in eine vorab beschichtete 24-Well Platte (Hersteller)

ausgesät (30000 Zellen pro Well). Am nächsten Tag erfolgte ein Mediumwechsel. Das Kultur-

medium in denen die Zellen über Nacht inkubiert wurden, wurde durch ein Kulturmedium

ausgetauscht, das mit Tritium-markierte Fettsäure (5 µCi Palmitic acid (9,10-3H(N) + 50

mM/well L-Carnitin) oder Glukose (2,2 µCi Glucose D-(5-3H(N)) versetzt wurde. Dieie Kar-

diomyozyten wurden dann für 6 Std. bei 37°C und 5 % CO2 mit dem Medium inkubiert.

Nach der Inkubation wurde der Überstand in ein Glasfläschchen überführt. Die Glasfläschchen

wurden mit Hilfe von Gummistopfen verschlossen, durch die ein hanging center well gestochen

wurde, in dem sich ein angefeuchtetes Filterpapier befand. Diese Konstruktion ermöglichte

die Äquilibrierung der 3H2O Konzentration zwischen dem Medium und dem angefeuchteten

Filterpapier im hanging center well. Die Glasfläschchen wurden dann für 48 Std. bei 37°C

inkubiert. Nach 48 Std. wurde die 3H2O Konzentration im Filterpapier gemessen. Hierfür
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wurde das Filterpapier in Szintillationsfläschchen (6,5 ml; Roth; #AYX4.1) überführt, in denen

sich 5 ml Szintillationsflüssigkeit (Roth; #00163) befand. Die Menge an 3H2O wurde dann mit

Hilfe eines Szintillationszählers (Tri-Carb 2810TR Low Activity Liquid Scintillation Analyzer;

Perkin Elmer) gemessen. Die Normalisierung erfolgte auf die Anzahl der ausgesäten Zellen.

2.4.10 Metabolomische Untersuchungen

Die metabolomischen Untersuchungen dienten zur Untersuchung von verschiedenen Metaboliten

in adulten Herzen. Hierfür wurden die 10-12 Wochen alten Versuchstiere eine Woche nach der

ersten Tamoxifen Injektion wie in 2.2.5 beschrieben getötet und mit 1x PBS perfundiert bis sich

die Leber entfärbte. Die Herzen wurden entnommen und in flüssigem Stickstoff schockgefroren.

Die gefrorenen Herzen wurden dann mit einem Mörser auf Trockeneis zermahlen und jeweils

ca. 50 mg der gemörserten Probe in 2 ml Reaktionsgefäße überführt. Die Proben wurden bei

-80°C gelagert bis die weitere Probenaufbereitung, sowie die metabolomischen Untersuchungen

(Quantifizierung von Metaboliten des TCA Zyklus, freien Aminosäuren im Gewebe und Acyl-

Coenzym A im Gewebe) von Dr. Sven Zukunft (Vascular Research Centre; Frankfurt am Main)

durchgeführt wurden.

2.5 Isolierung, Stimulation und Inhibierung von neonatalen und adulten

Kardiomyozyten

2.5.1 Isolation von neonatalen Maus Kardiomyozyten

Die Isolation von neonatalen Maus Kardiomyozyten erfolgte mittels dem Dissoziations (Miltenyi

Biotec; #130-098-373) und Isolations Kit (Miltenyi Biotec; #130-100-825) für neonatale Maus

Herzen von Miltenyi Biotec. Hierfür wurden neonatale Mäuse bis zu drei Tage nach der

Geburt (P0-P3) getötet und das Herz entnommen. Zunächst erfolgte die Herstellung einer

Einzelzellsuspension aus den Herzen mit einer Kombination von mechanischer Dissoziation

(gentleMACS Dissoziator von Miltenyi Biotec; #130-096-427) und enzymatischer Degradation

der extrazellulären Matrix nach Angaben des Herstellerprotokolls. Anschließend folgte die

Lyse der roten Blutkörperchen mittels Red Blood Cell Lysis Solution (Miltenyi Biotec; #130-
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094-183). Hierfür wurde das Zellpellet in 1 ml PEB Puffer (1:20, auto MACS® BSA Stock

Lösung (Miltenyi Biotec; #130-091-376) und auto MACS® Spüllösung (Miltenyi Biotec; #130-

091-222)) resuspendiert und 10 ml Red Blood Cell Lysis Solution (1:10 in ddH2O verdünnt)

für eine Minute bei Raumtemperatur hinzugegeben. Die Zellsuspension wurde dann bei 600g

für 5 Min. zentrifugiert und der Überstand abgenommen. Das Pellet wurde in 10 ml PBS

mit 15 µl Enzym A resuspendiert und anschließend wieder bei 600g für 5 min. zentrifugiert.

Abschließend wurde der Überstand entnommen und das Pellet in entsprechender Menge PEB

Puffer, die für die weitere Isolation der neonatalen Kardiomyozyten vom Hersteller empfohlen

wird, resuspendiert (90 µl Puffer/5x106 Zellen) und in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt.

Zur Einzelzellsuspension wurden dann 10 µl pro 5x106 Zellen des neonatalen Isolations Kits

hinzugegeben, die Suspension durch vorsichtiges auf- und abpipettieren gut vermischt und

für 15 Min. bei 4°C im Dunkeln inkubiert. Dieser Schritt diente zur Markierung der nicht-

Kardiomyozyten mit magnetischen Beads und ermöglicht somit die anschließende magnetische

Auftrennung der Zellsuspension zwischen Kardiomyozyten und nicht-Kardiomyozyten mit

Hilfe von MS Columns (Miltenyi Biotec; #130-042-201) nach Angaben des Herstellerprotokolls.

Abschließend wurden die Zellen in Kulturmedium resuspendiert auf zuvor mit Fibronektin

beschichteten (PromoCell; C-43050) Platten (20 µg/ml) ausgesät. Dabei sollte das Fibronektin

mind. 2 Std. vor den Kardiomyozyten auf die Platten pipettiert werden und erst kurz vor dem

aussäen der Kardiomyozyten abgenommen werden.

Tabelle 23: Kulturmedium für neonatale Maus Kardiomyozyten

Reagenz Konzentration Menge für 500 ml

DMEM (high glucose) - 445 ml

FCS 10% 50 ml

Pen-Strep 5% 5 ml
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2.5.1.1 Stimulation von neonatalen Maus Kardiomyozyten mit Agrin Die Stimulati-

on von neonatalen Maus Kardiomyozyten mit Agrin diente zur Untersuchung der Proliferation.

Hierfür wurden neonatale Kardiomyozyten wie in 2.5.1 beschrieben isoliert und ausplattiert.

Vier Stunden nach der Isolation wurde frisches Kulturmedium auf die Kardiomyozyten gegeben

und die Kardiomyozyten anschließend für 48 Std. bei 37°C und 5 % CO2 inkubiert. Nach 48

Std. wurde das Kulturmedium durch mit Agrin versetztes Medium (DMEM (high glucose);

Pen-Strep 5 %; Agrin 100 ng/ml) ersetzt und die Kardiomyozyten für weitere 72 Std. bei 37°C

und 5 % CO2 inkubiert. Danach wurden die Kardiomyozyten wie in 2.3.9 beschrieben gefärbt.

2.5.2 Isolation von adulten Maus Kardiomyozyten

Die Isolation von adulten Maus Kardiomyozyten basierte auf die zuvor beschriebene Langen-

dorff Methode (O’Connell, Rodrigo et al. 2007). Hierfür wurde den Versuchstieren zunächst

100 µl Heparin und 100 µl/10 g Körpergewicht Ketamin/Xylariem (4 ml NaCl 0,9 %; 500

µl Ketamin; 250µl Xylariem) intraperitoneal (i.p.) injiziert. Die Narkosetiefe wurde anhand

verschiedener Reflexe überprüft und der Brustkorb geöffnet. Das Herz und die Lunge wur-

den entnommen und in eine mit Silikon beschichtete Petrischale gelegt und mit Hilfe von

Stecknadeln, die durch die Lungenflügel gesteckt wurden, fixiert. Der Thymus wurde entfernt

und die Aorta freipräpariert. Eine abgeschliffene Kanüle wurde in die Aorta eingeführt bis

sich die Spitze der Kanüle direkt über der Aortenklappe befand. Die Kanüle wurde anschlie-

ßend unterhalb des ersten Abganges des Aortenbogens mit Hilfe eines Knotens befestigt und

das Herz komplett von überschüssigen Gewebe freipräpariert und mit 1 ml Perfusionspuffer

(Tabelle 25) langsam perfundiert. Anschließend wurde das Herz luftblasenfrei an eine mit

Perfusionspuffer gefüllte Langendorff-Apparatur gehängt. Es folgte eine Perfusion des Herzens

mit ca. 15 ml Perfusionspuffer. Das dabei entstehende Perfusat wurde verworfen. Danach

wurden für den Verdau des Herzens 15 ml Enzympuffer (Tabelle 26) in die Anlage gefüllt. Das

dabei entstehende Perfusat wurde für den Verdau gesammelt und wiederverwendet. Während

dem Verdau sollte das Herz anschwellen und verblassen. Diese Anzeichen weisen auf eine

gute Verdauung des Herzens hin. Konnte man dazu noch mit Hilfe eines Mikroskopes erste

Kardiomyozyten im Perfusat nachweisen und das Herz mit Hilfe einer Pinzette leicht von der
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Langendorf-Apparatur lösen, war der Verdau abgeschlossen. Nach dem Verdau wurde das

Herz von der Langendorff-Apparatur genommen und in eine Schale mit 3 ml des verwendeten

Enzympuffers aus der Anlage überführt. Restliche Gefäße und die Atrien wurden entfernt

und das Herz anschließend mit Hilfe von zwei Pinzetten mechanisch zerkleinert. Das Gemisch

wurde mit einer 10 ml Plastikpipette in ein 50 ml Falcon überführt und die Schale nochmal

mit 2 ml Stopppuffer gespült um möglichst alle Zellen zu bekommen. Das Falcon wurde

dann für ca. 3 min. stehen gelassen damit sich die Zellen absetzen konnten. Dann wurde der

Großteil des Überstandes in ein neues 15 ml Falcon überführt und zu dem Rest im 50 ml

Falcon 7,5 ml Stopppuffer pipettiert. Das 15 ml Falcon wurde dann bei 500 rpm für 1 Min.

bei Raumtemperatur abzentrifugiert. Der Überstand des 15 ml Falcons wurde verworfen oder

als Nicht-Kardiomyozyten Fraktion verwendet (siehe 2.5.2). Das Pellet aus dem 15 ml Falcon

wurde mit Hilfe von 2 ml des Stopppuffers aus dem 50 ml Falcon resuspendiert und beide

Pellets in dem 50 ml Falcon vereint. Für die Kultivierung der Kardiomyozyten wurden dem

Pellet nach und nach mit Cacl2 zugegeben. Die Zugabe erfolgte in fünf Schritten (50 µl 10 mM;

50 µl 10 mM; 100 µl 10 mM; 30 µl 100 mM; 50 µl 100 mM) mit jeweils 4 min. Inkubationszeit

wobei die Zellen nach jeder Zugabe vorsichtig geschwenkt wurden. Nach der CaCl2 Zugabe

wurden die Zellen noch einmal vorsichtig geschwenkt und für weitere 4 Min. stehen lassen.

Anschließend wurde die Zellsuspension über ein 100 µm Filter in ein neues 50 ml Falcon

überführt. Die Zellen wurden dann bei 500 rpm für 1 Min. bei Raumtemperatur zentrifugiert

und der Überstand weitesgehend abgenommen. Dabei sollte behutsam vorgegangen werden, da

das Pellet sich leicht löst. Das Pellet wurde dann mit Kulturmedium vorsichtig resuspendiert,

wobei überschüssiges resuspendieren dabei vermieden werden sollte, da Kardiomyozyten sehr

empfindlich sind. Abschließend wurden die Zellen in Kulturmedium resuspendiert und auf

zuvor mit Laminin beschichteten Platten (4 µg/ml) ausgesät. Dabei sollte das Laminin mind. 2

Std. vor den Kardiomyozyten auf die Platten pipettiert werden und erst kurz vor dem aussäen

der Kardiomyozyten abgenommen werden. Der erste Mediumwechsel erfolgte 2 Std. nach der

Isolation. Wollte man die Kardiomyozyten länger in Kultur halten, musste das Medium nach

dem ersten Mediumwechsel alle zwei Tage gewechselt werden.
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Tabelle 24: Kalzium freier Puffer für die Isolation von adulten Maus Kardiomyo-

zyten

Reagenz Konzentration Menge (g/l)

NaCl 113 mM 6,60

KCl 4,7 mM 0,35

Na2HPO4 0,6 mM 0,085

KH2PO4 0,6 mM 0,082

MgSO4 x 7 H2O 1,2 mM 0,3

NaHCO3 12 mM 1,0

KHCO3 10 mM 1,0

Taurin 30 mM 3,75

Hepes 10 mM 10 ml/l

Gekauftes Aqua dest.

(Braun)

- Auffüllen auf 1 Liter

Das Kalzium freie Medium muss steril filtriert werden und kann danach bei 4°C gelagert

werden.

Tabelle 25: Perfusionspuffer für die Isolation von adulten Maus Kardiomyozyten

Reagenz Konzentration Menge

Kalzium freier Puffer - 100 ml

BDM 10 mM 2 ml 0,5 M/100 ml

Glucose 5,5 mM 100 mg/100 ml
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Der Perfusionspuffer muss steril filtriert und immer frisch angesetzt werden. Für drei Tiere

benötigt man 200 ml Perfusionspuffer.

Tabelle 26: Enzympuffer für die Isolation von adulten Maus Kardiomyozyten

Reagenz Konzentration Menge pro Tier

Perfusionspuffer - 14 ml

Liberase DH 0,25 mg/ml 0,7 ml

Trypsin 0,27 mg/ml 3,75 mg

CaCl2 (100 mM) 23,2 µM 3,25 µl

Der Enzympuffer muss steril filtriert und immer frisch angesetzt werden.

Tabelle 27: Stopppuffer für die Isolation von adulten Maus Kardiomyozyten

Reagenz Konzentration Menge pro Tier

Perfusionspuffer 9,5 ml

FCS 5 % 0,5 ml

CaCl2 (10 mM) 12,5 µM 12,5 µl

Der Stopppuffer muss steril filtriert und immer frisch angesetzt werden.



2. Material und Methoden 65

Tabelle 28: Kulturmedium für adulten Maus Kardiomyozyten

Reagenz Konzentration Menge für 500 ml

M199 - 0,430 l

Creatine x H2O 5 mM 0,330 g/l

L-Carnitin x H2O 2 mM 0,220 g/l

Taurin 5 mM 0,315 g/l

HEPES 25 mM 12,6 ml

Pen-Strep 1% 5 ml

ITS 1% 5 ml

AraC 10 µM 100 µl

Den pH-Wert des Kulturmediums mit Hilfe von NaOH auf pH 7,3 einstellen und steril filtrieren.

Das Kulturmedium kann bei 4°C gelagert werden.

2.5.2.1 Behandlung adulter Kardiomyozyten mit Etomoxir Für die Behandlung

mit Etomoxir wurden adulte Kardiomyozyten, wie in 2.5.2 beschrieben, isoliert und auf 24-

well Platten (Corning; #3542) ausplattiert. Am nächsten Tag erfolgte ein Mediumwechsel

und eine Zugabe von 100 µM Etomoxir/well. Nach 12 Std. Inkubation mit 100µM Etomoxir

wurden die Zellen in eine Hypoxiekammer (Whitley H45 HEPA) gestellt und für 18 Std. mit

einer Sauerstoffkonzentration von 1 % O2 inkubiert. Nach 18 Std. wurden die Zellen aus der

Hypoxiekammer genommen und die Zellviabilität mittels Lebend-Tod-Färbung wie in 2.3.10

beschrieben untersucht.
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2.5.3 Isolation von Nicht-Kardiomyozyten aus adulten Maus Herzen

Die Isolation von Nicht-Kardiomyozyten erfolgte zunächst wie in 2.5.2 beschrieben. Nach dem

Verdau des Herzens und der Zentrifugation des 15 ml Falcons wurde der Überstand des 15 ml

Falcons als Nicht-Kardiomyozyten Fraktion verwendet. Hierfür wurde der Überstand in ein

neues 15 ml Falcon überführt und bei 2000 rpm für 5 Min. bei Raumtemperatur zentrifugiert.

Der Überstand wurde verworfen und das Zellpellet in 1 ml Trizol resuspendiert und mittels

mechanischem Aufschlussverfahren (Potter-Elvehjem Verfahren) homogenisiert und entweder

direkt für die RNA Extraktion (2.4.3) weiterverwendet oder bei -20°C gelagert.

2.5.4 Isolation von Ratten Kardiomyozyten

Die Isolation von Ratten Kardiomyozyten erfolgte, nach zuvor beschriebenen Methoden (Kubin,

Ando et al. 1999), durch Dr. Thomas Kubin. Als Versuchstiere dienten Sprague Dawley Ratten

(200-250 g). Die isolierten Kardiomyozyten wurden gezählt, in der entsprechenden Menge

Kulturmedium resuspendiert und auf zuvor mit Laminin beschichtete Platten ausgesät (1,5

x 104 Zellen/cm2). Die ausplattierten Kardiomyozyten wurden während der Experimente

kontinuierlich in Kulturmedium gehalten.

2.5.4.1 Stimulation und Inhibierung von isolierten Ratten Kardiomyozyten Die

Stimulation von isolierten Ratten Kardiomyozyten erfolgte durch Zugabe von 20 ng/ml

Fibroblasten-Wachstumsfaktor 2 (FGF2; PeproTech), 20 ng/ml Onkostatin M (OSM; Sigma)

oder einer Kombination aus OSM+FGF2 (1:1) im Kulturmedium. Als Kontrolle dienten

Kardiomyozyten denen 20 ng/ml Albumin in das Kulturmedium zugegeben wurden. Die

Stimulation erfolgte über mehrere Tage (die genaue Dauer ist den einzelnen Abbildungen zu

entnehmen). Dabei wurde das Medium alle zwei Tage gewechselt. Für die Inhibierung von

isolierten Ratten Kardiomyozyten wurden die Kardiomyzyten einen Tag vor der Stimulation

mit 0,05 µM LNA-anti-miRs (locked nucleid acid; i-mmu-miR-1a-3p und i-mmu-miR-133a-

3p; Exiqon; #199900) oder einer Kontrolle (scrambled negative control; Exiqon; #199900)

transfiziert (DharmaFECT-Transfektionsreagenz; Dharmacon).
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2.6 Operative Methoden

2.6.1 Myokardinfarkt-Modell der Maus

Die Induktion der akuten Myokardinfarkte erfolgte durch Ischämie und Reperfusion (I/R) und

wurde von Marion Wiesnet durchgeführt. Hierfür wurden den Tieren zunächst 20 min vor dem

Eingriff subkutan 5 IU Heparin und 0,1 mg/kg Buprenorphin injiziert. Für den Eingriff wurden

die Tiere dann mit 5 mg/l Isofluran betäubt. Danach erfolgte eine oropharyngeale Intubation

der Tiere um eine Aufrechterhaltung der Anästhesie im Verlaufe des Eingriffes zu gewährleisten

(1,5 mg/l Isofluran). Um die Augenoberfläche der Tiere vor Schäden durch Austrocknung zu

schützen wurde auf den Augen eine Salbe aufgetragen. Weiterhin wurden die Tiere während

dem gesamten Eingriff auf eine Heizplatte gelegt um somit ein unterkühlen der Tiere zu

vermeiden. Das Fell wurde auf der linken Thoraxseite entfernt und der linke Thoraxbereich

mit einem Schnitt zwischen der 3. und 4. Rippe geöffnet. Die „oberflächliche Oberbauchaterie“

(Arteria epigastrica superficialis) wurde mit Hilfe eines Elektrokauters verödet und es folgte

ein Einschnitt der Interkostalmuskulatur um die LAD (left anterior descending artery oder

ramus interventricularis anterior (RIVA)) freizulegen. Die Ischämie erfolgte mittels distaler

Ligatur der LAD mit Hilfe eines nicht resorbierbaren Seidenfadens. Um eine Reperfusion und

ein Öffnen des Knotens zu ermöglichen, wurde zwischen dem Knoten eine kleine Kanüle als

„Platzhalter“ platziert. Die Dauer der Ischämie betrug 30 Minuten. Dabei diente ein Verblassen

des Myokards und Veränderungen im EKG als Kontrolle für eine erfolgreiche Ischämie. Nach

der Ischämie folgte die Reperfusion durch Lösen des Knotens. Der Thorax wurde mit Hilfe

einer chirurgischen Naht verschlossen und das Tier extubiert. Postoperative Schmerzkontrolle

erfolgte durch orale Schmerztherapie mit Hilfe von 200 mg/kg Metamizol im Trinkwasser für

eine Dauer über drei Tage.

2.7 Statistische Auswertungen und Analysen

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden generierte Ergebnisse statistisch ausgewertet

und analysiert. Die hierfür verwendeten Programme und Signifikanztests sind im Folgenden

aufgeführt.
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2.7.1 Transkriptomanalysen mittels GSEA (Gene set enrichment analysis)

Die Trankriptomanalysen mit Hilfe von GSEA (Subramanian, Tamayo et al. 2005) wurden für

eine genauere Analyse der Microarray Daten (2.4.6) verwendet. Dies diente der Untersuchung

von potentiell veränderten Gensets. Die eingestellten Parameter sind in Tabelle 29 aufgeführt

und zu entnehmen. Für die Untersuchungen wurden implementierte Datenbänke der Software

verwendet (Hallmark (Keysar, Le et al. 2017); C2 und C5 (Ashburner, Ball et al. 2000)). Dabei

wurden immer zwei unterschiedliche Genotypen miteinander verglichen. Wiesen Gene eines

untersuchten Genotyps eine Veränderung der Expression auf, die um mehr als 5% von der

Expressionsstärke der gleichen Gene in der Kontrollgruppe abwichen galten diese Gene als

verändert (Eden, Lipson et al. 2007, Eden, Navon et al. 2009).

Tabelle 29 – Parameter für die Transkriptomanalyse mittels GSEA

1 param collapse true
2 param cls
3 param plot_top_x 100
4 param norm meandiv
5 param save_rnd_lists false
6 param median false
7 param num 200
8 param scoring_scheme weighted
9 param make_sets true

10 param mode Max_probe
11 param gmx gseaftp.broadinstitute.org://pub/gsea/gene_sets_final/c5.all.v6.2.symbols.gmt
12 param gui false
13 param chip gseaftp.broadinstitute.org://pub/gsea/annotations/MoGene_1_0_st.chip
14 param metric Signal2Noise
15 param rpt_label dKO
16 param help false
17 param order descending
18 param out P:\Affy
19 param create_svgs false
20 param permute gene_set
21 param rnd_type no_balance
22 param set_min 15
23 param include_only_symbols true
24 param sort real
25 param create_gcts false
26 param rnd_seed timestamp
27 param nperm 1000
28 param zip_report false
29 param set_max 1000
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2.7.2 Untersuchung der lebenden und toten Maus Kardiomyozyten mittels Fiji

Für die Untersuchung von lebenden und toten Kardiomyozyten wurden Fluoreszenzbilder von

isolierten Kardiomyozyten (2.5.2) verwendet die, wie in 2.3.8 beschrieben, behandelt wurden.

Die Bilder wurden mikroskopisch dokumentiert und aus der Zen Software als JPG-Datei

exportiert und anschließend mit Fiji geöffnet. Mit Hilfe des „Multi-Point“ Tools wurden

dann alle lebenden Kardiomyozyten angeklickt. Anschließend konnte mit „Strg + M“ die

Anzahl angezeigt werden. Das gleiche Verfahren wurde dann für die Untersuchung von toten

Kardiomyozyten verwendet.

2.7.3 Bestimmung der Infarktgröße mittels Fiji

Für die Bestimmung der Infarktgröße wurden Fluoreszenzbilder von adulten Herzen verwendet

die, wie in 2.6.1 behandelt und wie in 2.3 beschrieben geschnitten und mit WGA gefärbt

wurden (2.3.1; 2.3.2; 2.3.6). Die gefärbten Schnitte wurden mit Hilfe einer Mosaikaufnahme

des Mikroskops aufgenommen und als JPG-Datei exportiert und anschließend mit Fiji geöffnet.

Zunächst wurde ein Bild mit einem Maßstabsbalken geöffnet und dieser mit dem „Straight“ Tool

von Fiji nachgezogen. Anschließend wurde unter „Analyze“ die Option „set scale“ ausgewählt.

Hier wird die Pixellänge des vorher nachgezogenen Maßstabsbalken als „Distance in Pixels“

angegeben. Im Feld „known Distance“ wurde dann die bekannte Distanz des nachgezogenen

Maßstabsbalkens eingefügt und bei „Unit of length“ die entsprechende Einheit eingefügt (µM).

Abschließend wurde der Punkt „Global“ angeklickt um den Maßstab auf alle weiteren Bilder

übertragen zu können. Das Menü wurde geschlossen und mit Hilfe des „Polygon“ Tools der

Infarktbereich umrandet. Nach der Umrandung des Infarktbereiches konnte dann mit Hilfe

von „Strg + M“ die Größe der Fläche angezeigt werden.



2. Material und Methoden 70

2.7.4 Statistische Auswertung der Experimente

Die statistische Auswertung der Experimente erfolgte mit Hilfe des Programms GraphPad Prism

(Version 8). Für die statistische Auswertung wurde zunächst auf eine Normalverteilung getestet.

Lag eine Gaußverteilung der untersuchten Gruppen vor, wurde die statistische Signifikanz mit

Hilfe eines „Students T-Tests“ berechnet. Lag keine Gaußverteilung der untersuchten Gruppen

vor, wurde, wenn nicht anders angegeben, der „Mann-Whitney-Test“ angewendet. Statistisch

signifikante Ausreißer wurden mittels ROUT-Ausreißertest (Q=1%) ermittelt. Statistische

Signifikanzen werden als p-Wert angegeben und sind Tabelle 30 zu entnehmen.

Tabelle 30: Darstellung der statistischen Signifikanzen

Symbol Signifikanz

ns P > 0,05; nicht signifikant

* P < 0,05; signifikant

** P < 0,01; signifikant

*** P < 0,001; signifikant

**** P < 0,0001; signifikant
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3. Ergebnisse

3.1 In Kardiomyozyten wird die Expression von Osmr und Fgfr1 durch

miR-1/133a reguliert

Zur Identifikation von posttranskriptionellen Regulationsprozessen im Herzen erfolgte eine

Analyse von putativen Bindestellen der gewebsspezifischen microRNAs (miRNAs) miR-1 und

miR-133a. Mittels TargetScan und MiRanda (miRNA „target prediction tools“) wurde eine

potentielle miR-1 Bindestelle innerhalb der 3’UTR von Osmr und zwei potentielle miR-133a

Bindestellen innerhalb der 3’UTR von Fgfr1 in Mus musculus identifiziert (Abbildung 32

A + C im Anhang). Diese konnten mittels Luziferase-Reporter-Assay funktionell validiert

werden (Abbildung 32 B + D im Anhang). Um eine mögliche Auswirkung von miR-1 und

mir-133a auf die Expression von OSMR und FGFR1 zu untersuchen wurden neonatale

Kardiomyozyten (P0-P3) isoliert und mit siRNAs transfiziert. Die qRT-PCR Analysen ergaben

nach einer Transfektion mit miR-1 eine signifikant verringerte Expression (über 50 %) von

Osmr (ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05) und nach einer Transfektion mit

miR-133a eine signifikant verringerte Expression (über 80%) von Fgfr1 (ungepaarter einseitiger

t-Test; p-Wert: **** < 0,0001; Abbildung 32 E). Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass

sowohl miR-1, als auch miR-133a die Expression der Rezeptoren, die eine wichtige Rolle in der

Proliferation und Dedifferenzierung von Kardiomyozyten spielen, unterdrücken können.

Um diese Hypothese genauer zu untersuchen, wurde zunächst die alleinige Auswirkung von

OSM und FGF2 in adulten Kardiomyozyten untersucht. Hierfür wurden adulte Kardiomyozyten

aus Ratten isoliert und mit OSM und FGF2 behandelt. Die adulten Kardiomyozyten wurden

über einen Zeitraum von zwölf Tagen mit OSM, FGF2 oder OSM + FGF2 behandelt. Dabei

wurden die Zellen nach fünf, sieben oder zwölf Tagen geerntet, lysiert und mittels Western Blot

analysiert (Abbildung 8). Als Kontrolle dienten Zellen die nicht mit OSM und FGF2 behandelt

wurden. Die Western Blot Analysen ergaben, dass OSM nicht nur die Expression von OSMR

(180 kDa) und FGFR1 (145 kDa) induziert, sondern auch die Expression von Runx1 (55 kDa),

α-SMA (43 kDa), ACTN1 (105 k Da), ACTN4 (105 kDa), PCNA (36 kDa) und MAD2 (24

kDa). Eine Behandlung mit FGF2 induzierte die Expression von TIMP1 (24 kDa), ACTN2
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(105 kDa) und ebenfalls die Expression von OSMR, α-SMA, ACTN1, ACTN4, PCNA und

MAD2. Dabei wies eine Behandlung mit FGF2 aber im Vergleich zu einer Behandlung mit

OSM nur eine geringfügigere Auswirkung auf die Expression von OSMR und ACTN1 auf,

jedoch nach zwölf Tagen eine vergleichsweise verstärkte Auswirkung auf die Expression der

Zellzyklusmarker PCNA und MAD2. Eine Co-Stimulation mit OSM und FGF2 führte, im

Vergleich zu einer Behandlung mit OSM oder FGF2 allein, zu einer Steigerung der Expression

von OSMR, α-SMA, ACTN1, ACTN4, PCNA und MAD2. Zusammenfassend deuten diese

Ergebnisse auf einen synergistischen Effekt von OSMR und FGFR1 hin.

Abbildung 8 – Eine Stimulation mit OSM und FGF2 enthüllt einen synergistischen
Effekt von Osmr und Fgfr1.

Untersuchung der Expression von OSMR, FGFR1 und Marker für Zellzyklus, Fibrose und
Kontraktilität in isolierten Ratten Kardiomyozyten nach Behandlung mit OSM, FGF2 oder
OSM+FGF2 für 5 Tage, 7 Tage oder 12 Tage auf Proteinebene. Die Western Blot Analysen
zeigen, dass eine Stimulation mit OSM oder FGF2 die Expression von verschiedenen Markern
erhöht (OSM Stimulation: OSMR, FGFR1, Runx1, α-SMA, ACTN1 und ACTN4; FGF2 Stimu-
lation: Timp1, α-SMA und ACTN4). Eine Co-Stimulation mit OSM und FGF2 (OSM+FGF2)
erhöht die Expression von OSMR, α-SMA, ACTN1, ACTN4 und Timp1 synergistisch. Dazu
verstärkt eine Co-Stimulation (OSM + FGF2) die Expression der Zellzyklusmarker PCNA
und MAD2. Der Western Blot wurde durchgeführt von Dr. Thomas Kubin.
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Um herauszufinden wie sich eine Überexpression von miR-1/133a auf die Auswirkungen einer

Stimulation mit OSM+FGF2 in adulten Kardiomyozyten auswirkt, wurden adulte Ratten

Kardiomyozyten isoliert und zunächst für sieben Tage mit OSM+FGF2 behandelt. Dies diente

zur Erhöhung der Expression der untersuchten Marker, um so eine mögliche Auswirkung der

anschließend erfolgten Zugabe von miR-1, miR-133a oder miR-1/133a besser untersuchen

zu können. Als Kontrolle dienten hierbei adulte Ratten Kardiomyozyten die für sieben Tage

mit OSM+FGF2 behandelt wurden, ohne zusätzliche Zugabe der untersuchten miRNAs. Die

Western Blot Analysen ergaben, dass eine Überexpression von miR-1 im Vergleich zur Kontrolle

zu einer signifikanten Verringerung der Expression von OSMR (180 kDa; p-Wert: ## < 0,01),

pERK (42/44 kDa; p-Wert: # < 0,05), MAD2 (24 kDa; p-Wert: # < 0,05), ACTN1 (105 kDa;

p-Wert: ## < 0,01) und ACTN4 (105 kDa; p-Wert: # < 0,05) führt. Des Weiteren hat eine

Überexpression von miR-1 eine deutliche Verringerung der Expression von TIMP1 zur Folge.

Eine Überexpression von miR-133a führte, im Vergleich zur Kontrolle, zu einer signifikanten

Verringerung der Expression von FGFR1 (145 kDa; p-Wert: ### < 0,001), α-SMA (43 kDa;

p-Wert: ## < 0,05), ACTN1 (p-Wert: ## < 0,01) und ACTN4 (p-Wert: ### < 0,001).

Eine Überexpression beider miRNAs (miR-1/133a) führte im Vergleich zur Kontrolle zu einer

signifikanten Verringerung der Expression von OSMR (p-Wert: ## < 0,01), FGFR1 (p-Wert:

### < 0,001), pERK (p-Wert: #### < 0,0001), α-SMA (p-Wert: ## < 0,01), ACTN1

(p-Wert: ### < 0,001), ACTN4 (p-Wert: #### < 0,0001), PCNA ( 36 kDa; p-Wert:

#### < 0,0001) und MAD2 (p-Wert: # < 0,05). Weiterhin führte eine Überexpression von

miR-1/133a auch zu einer deutlichen Verringerung der Expression von TIMP1 (24 kDa; p-Wert:

> 0,05; nicht signifikant; ungepaarter einseitiger t-Test; Abbildung 9). Eine Überexpression der

Kombination beider miRNAs (miR-1/133a) wirkte sich, im Vergleich zu der Überexpression

von miR-1 oder miR-133a allein, vertärkt auf einzelne Expressionen der untersuchten Gene

aus (p-Wert (OSMR, miR-133a vs. miR-1/133a): ** < 0,01, p-Werte (FGFR1, miR-1 vs.

miR-1/133a; miR-133a vs. miR-1/133a): * < 0,05, p-Wert (pERK, miR-133a vs. miR-1/133a):

** < 0,01, p-Wert (PCNA, miR-1 vs. miR-1/133a): ** < 0,01, p-Wert (α-SMA, miR-1 vs.

miR-1/133a): ** < 0,01, p-Wert (ACTN1, miR-1 vs. miR-1/133a): ** < 0,01, p-Wert (ACTN1,

miR-133a vs. miR-1/133a): * < 0,05, p-Wert (ACTN4, miR-1 vs. miR-1/133a): *** < 0,001,
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p-Wert (ACTN4, miR-133a vs. miR-1/133a): * < 0,05).

Zusammenfassend konnte mit den in vitro Analysen gezeigt werden, dass dir miRNAs miR-1

und miR-133a eine wichtige Rolle bei der Regulation der Dedifferenzierung von Kardiomyozyten

zu spielen scheinen, indem diese die synergistische Aktivität der Signalübertragung von OSMR

und FGFR1 inhibieren.
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Abbildung 9 – Eine Überexpression von miR-1, miR-133a oder miR-1/133a hebt die
Wirkung von OSM+FGF2 in adulten Ratten Kardiomyozyten nahezu auf.

(A) Western Blot Analyse von OSMR, FGFR1, pERK und Marker für Zellzyklus, Fibrose
und Kontraktilität nach 7 Tagen OSM+FGF2 Stimulation von isolierten adulten Ratten
Kardiomyozyten mit und ohne miR-1/133a Behandlung. Der Western Blot wurde von Dr.
Thomas Kubin durchgeführt. (B) Quantifizierung der in (A) gezeigten Ergebnisse (n = 3
pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test). Die Zugabe von miR-1,
miR-133a oder miR-1/133a führt zu einer signifikanten Verringerung der Expression der
untersuchten Gene (# = Verglichen zur Kontrolle; * = Verglichen zu miR-1/133a). Als
Kontrolle (scramble) dienten Kardiomyozyten die für sieben Tage mit OSM+FGF2 behandelt
wurden, ohne zusätzliche Zugabe der untersuchten miRNAs.



3. Ergebnisse 76

Die Inhibition der Expression der Zellzyklusmarker PCNA und MAD2 durch eine Überexpres-

sion von miR-1/133a deutet darauf hin, dass sich miR-1/133a auf die Proliferation von adulten

Kardiomyozyten auswirkt. Um diese Annahme zu untersuchen wurde die Akkumulation von

Phospho-Histon-H3 positiven (pH3+) Kernen in Kardiomyozyten untersucht. Für diesen Zweck

wurden adulte Kardiomyozyten aus Ratten isoliert und über sieben Tage mit OSM+FGF2

stimuliert. Mit Hilfe von immunhistochemischen Untersuchungen konnten in unbehandelten

Zellen keinerlei pH3+ Kerne nachgewiesen werden. Im Vergleich dazu konnte in knapp 80%

der Zellen, die mit OSM+FGF2 stimuliert wurden (Abbildung 10; ungepaarter zweiseitiger

t-Test; p-Wert (OSM+FGF2 vs. Kontrolle): **** < 0,0001), pH3+ Kerne nachgewiesen werden.

Der Anstieg der pH3+ Kerne in OSM+FGF2 stimulierten Zellen konnte nach einer Zugabe

von miR-1/133a (miRs) nahezu aufgehoben werden (ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert

(OSM+FGF2 vs. OSM+FGF2+miRs): **** < 0,0001).

Diese Ergebnisse unterstützen die vorangegangene Annahme, dass eine Überexpression von

miR-1/133a die Auswirkungen einer Stimulation mit OSM+FGF2 in adulten Kardiomyozyten

in Bezug auf die Zellzyklusaktivität von Kardiomyozyten unterdrückt.



3. Ergebnisse 77

Abbildung 10 – Eine Co-Stimulation mit OSM und FGF2 führt zu einer erhöhten Menge
an pH3+ Kerne in Kardiomyozyten.

(A+B) Immunfluoreszenzfärbung mit DAPI (blau), ACTN2 (grün) und pH3 (rot) von isolierten
adulten Ratten Kardiomyozyten zeigt eine erhöhte Menge an pH3+ Kernen in OSM+FGF2
stimulierten Kardiomyozyten im Vergleich zu nicht stimulierten Kardiomyozyten (Kontrolle)
auf. Eine Zugabe von miR-1/133a (OSM+FGF2+miRs) inhibiert die erhöhte Menge von
pH3+ Kernen (n = 5 pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert
(OSM+FGF2 vs. Kontrolle): **** < 0,0001; p-Wert (OSM+FGF2 vs. OSM+FGF2+miRs):
**** < 0,0001). Maßstabsbalken = 50µm.

3.2 Die erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 nach dem Verlust von

miR-1/133a führt zu einer Aktivierung des MEK/ERK Signalweges

Um die zuvor erlangten in vitro Ergebnisse zu Überprüfen, wurde die Funktion von miR-1/133a

in Kardiomyozyten in vivo untersucht. Für diesen Zweck wurde für die vorliegende Arbeit

ein herzspezifischer Verlust beider miR-1/133a Gencluster im Mausmodell induziert (Besser,

Malan et al. 2014). Hierfür wurde eine Tamoxifen induzierbare αMHC-MerCreMer (Sohal,

Nghiem et al. 2001) mit zuvor beschriebenen miR-1/133a Allelen (Wust, Drose et al. 2018)

kombiniert. Das endgültige Resultat der Verpaarungsstrategie waren Myh6-MerCreMerpos/miR-

1-1/133a-2-/-/miR-1-2/133a-1fl/fl Tiere, die im weiteren Verlauf der vorliegenden Arbeit als

Doppelknockout (dKO) Tiere bezeichnet werden (Abbildung 33 im Anhang). Zur Klärung
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der Rolle von Osmr und Fgfr1 im adulten Myokard nach Verlust von miR1/133a, wurde

zusätzlich zu den miR-1/133a Gencluster auch Osmr oder Fgfr1 konditionell inaktiviert.

Hierfür wurden dKO Tiere mit zuvor beschriebenen Osmr (Tanaka, Hirabayashi et al. 2003)

oder Fgfr1 (Trokovic, Trokovic et al. 2003) konditionellen Verlustmodellen gekreuzt. Das

Resultat dieser Verpaarungsstrategie waren Myh6-MerCreMerpos/miR-1-1/133a-2-/-/miR-1-

2/133a-1fl/fl/OSMR-/- (tKO (OR)) und Myh6-MerCreMerpos/miR-1-1/133a-2-/-/miR-1-2/133a-

1fl/fl/Fgfr1fl/fl (tKO (FR1)) Tiere. Als Kontrollen wurden Myh6-MerCreMerneg/miR-1-1/133a-

2+/+ Tiere verwendet, die im weiteren Verlauf der Arbeit als Wildtypen (WT) bezeichnet

werden.

Drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion wurde mittels qRT-PCR die Expression von

miR-1, mir-133a, Osmr und Fgfr1 in Kardiomyozyten und Nicht-Kardiomyozyten untersucht.

Die Untersuchungen ergaben eine signifikante Verringerung der Expression von miR-1 und

miR-133a in Kardiomyozyten von dKO Tieren im Vergleich zu WT Tieren (Abbildung 34 A

im Anhang; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Werte (miR-1 dKO vs. WT Kardiomyozyten;

miR-133a dKO vs. WT Kardiomyozyten): * < 0,05), während sowohl in WT Tieren als auch

dKO Tieren keinerlei miR-1 und mir-133a Expression in Nicht-Kardiomyozyten detektiert

werden konnte. Im Gegensatz dazu konnte ein Anstieg der Osmr und Fgfr1 Expression in

isolierten dKO Kardiomyozyten (ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Werte (Osmr, dKO vs.

WT Kardiomyozyten; Fgfr1, dKO vs. WT Kardiomyozyten): * < 0,05), jedoch nicht in Nicht-

Kardiomyozyten, verzeichnet werden (Abbildung 34 B + C im Anhang). Mittels Western Blot

Analyse von adulten Herzen drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion konnte die

starke Hochregulation von Osmr (180 kDa) und Fgfr1 (145 kDa) in dKO Mäusen bestätigt

werden (Abbildung 11; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (Osmr, dKO vs. Wildtyp): ###

< 0,001; p-Wert (Fgfr1, dKO vs. Wildtyp): > 0,05; nicht signifikant). Weiterhin wurde mittels

Western Blot die Effizienz der Inaktivierung der jeweiligen Gene in tKO Herzen drei Wochen

nach der ersten Tamoxifen Injektion untersucht. Die Analysen ergaben im Falle von Osmr eine

effiziente und signifikante Inaktivierung von Osmr in tKO (OR) Tieren im Vergleich zu WT

und dKO Tieren (ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (dKO vs. tKO (OR)): **** < 0,0001;
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p-Wert (tKO (OR) vs. Wildtyp): #### < 0,0001) und eine signifikant verringerte Menge

an Osmr in tKO (FR1) Tieren verglichen mit dKO Tieren (ungepaarter einseitiger t-Test;

p-Wert (Osmr, tKO (FR1) vs. dKO): dKO vs. tKO (FR1)): * < 0,05). Jedoch war die Menge

an Osmr in tKO (FR1) Tieren im Vergleich zu WT Tieren erhöht (ungepaarter einseitiger

t-Test; p-Wert (Osmr, tKO (FR1) vs. WT): 0,06). Im Falle von Fgfr1 ergaben die Analysen

eine beträchtliche Reduktion von FGFR1 in tKO (FR1) Tieren im Vergleich zu dKO Tieren

und eine leichte Reduktion der Expression von FGFR1 in tKO (OR) Tieren verglichen mit

dKO Tieren.

Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse, dass eine effiziente Inaktivierung von miR-1/133a zu

einer erhöhten Expression von Osmr und Fgfr1 auf RNA und Proteinebene führt, welche durch

einen zusätzlichen Knockout von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) inhibiert wird.

Abbildung 11 – Der Doppelknockout von miR-1/133a führt zu einer Hochregulation
von Osmr und Fgfr1 in adulten Mausherzen.

(A) Western Blot Analyse der OSMR und FGFR1 Expression in Wildtyp, Doppelknockout
(dKO) und Trippelknockout (tKO; tKO (OR): miR-1/133a+OSMR KO; tKO (FR1): miR-
1/133a+FGFR1 KO) Herzen 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion. Als Ladekontrolle
und für die Normalisierung wurde GAPDH verwendet. (B+C) Quantifizierung der in (A)
gezeigten Ergebnisse (n = 3 pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test).
Die Western Blot Analyse der adulten Herzen zeigt eine starke Hochregulation von OSMR
(p-Wert (dKO vs. Wildtyp): ### < 0,001; p-Wert (tKO (OR) vs. Wildtyp): #### < 0,0001;
p-Wert (tKO (FR1) vs. Wildtyp): 0,06, nicht signifikant; p-Wert (dKO vs. tKO (OR)): ****
< 0,0001; p-Wert (dKO vs. tKO (FR1)): * < 0,05) und FGFR1 (p-Werte alle > 0,05; nicht
signifikant) in Doppelknockout Herzen und eine effiziente Inaktivierung der jeweiligen Gene in
den Trippelknockout Herzen.
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Neben der erhöhten Expression von Osmr und Fgfr1 in dKO Tieren konnte nach einem

Verlust der miR-1/133a Gencluster auch ein signifikanter Anstieg der ERK Phosphorylierung

in adulten Herzen drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion nachgewiesen werden

(Abbildung 12 A). Die Western Blot Analysen ergaben eine signifikant erhöhte Menge an pERK

(Phospho-ERK; 42/44 kDa) in dKO Tieren im Vergleich zu Wildtyp Tieren (ungepaarter

einseitiger t-Test; p-Wert: ## < 0,01), die allerdings durch eine zusätzliche Deletion von Osmr

oder Fgfr1 wieder normalisiert wurde (ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (dKO vs. tKO

(OR)): * < 0,05; p-Wert (dKO vs. tKO (FR1)): * < 0,05). Die Menge an panERK (42/44

kDa) war dabei in allen Gruppen unverändert.

Die Normalisierung der Menge an pERK nach einer zusätzlichen Deletion von Osmr oder Fgfr1

deutete darauf hin, dass der Anstieg an pERK in dKO Tieren auf den Verlust von miR-1/133a

und die damit verbundene erhöhte Expression von OSMR und FGFR1 zurückzuführen ist. Um

diese Hypothese zu überprüfen wurde der MEK/ERK Signalweg in dKO Herzen drei Wochen

nach der ersten Tamoxifen Injektion mit Hilfe eines selektiven Inhibitors der Enzyme MEK 1

und MEK 2 (UO126) inhibiert (Abbildung 12 B) und mittels GSEA (Gene Set Enrichment

Analysis) untersucht. Die GSEA Analysen wiesen eine signifikante Hochregulation von Genen

(p-Wert: < 0,0001) in dKO Herzen auf, die mit der MAP Kinase Aktivität und der ERK 1

und ERK 2 Kaskade zusammenhängen (Abbildung 12 C + D). Eine Behandlung mit UO126

(dKO + UO/WT) oder eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO (OR)/WT) oder Fgfr1 (tKO

(FR1)/WT) normalisierte die Expression der hochregulierten Gene. Die Ergebnisse bestätigen

die vorangegangene Hypothese, dass die erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 nach dem

Verlust von miR-1/133a eine erhöhte Aktivität des MEK/ERK Signalweges zur Folge hat.

Die GSEA Analysen weiterer putativer Signalwege ergab keine deutliche Anreicherung von

veränderten Genexpressionen im Falle des Notch-, Hippo-, JAK/STAT- und Wnt-Signalweges

(Abbildung 35 im Anhang).
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Abbildung 12 – Der Doppelknockout von miR-1/133a führt zu einem starken Anstieg der
ERK-Phosphorylierung die durch eine Behandlung mit UO126 oder einer zusätzlichen
Deletion von Osmr oder Fgfr1 wieder aufgehoben wird.

(A) Western Blot Analyse der ERK-Phosphorylierung in adulten dKO Herzen (n = 5) im
Vergleich zu Wildtyp Herzen (n = 5) zeigt eine erhöhte ERK-Phosphorylierung in dKO Herzen
im Vergleich zu Wildtyp Herzen (Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert:
## < 0,01). Die erhöhte ERK-Phosphorylierung wird durch eine zusätliche Deletion von
Osmr (tKO (OR); n = 3) oder Fgfr1 (tKO (FR1); n = 3) normalisiert (Mittelwert ± SEM;
ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (dKO vs. tKO (OR)): * < 0,05; p-Wert (dKO vs. tKO
(FR1)): * < 0,05). (B) Modell der Repression von OSMR und FGFR1 durch miR-1 und
miR-133a. Beide Rezeptoren aktivieren synergistisch die MEK-ERK Signalübertragung die
durch UO126 inhibiert wird. (C + D) In einer GSEA (broadinstitute.org) signifikant veränderte
Gensets von Microarray Daten aus adulten Mausherzen 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen
Injektion zeigen in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen eine Anreicherung von Genen,
die mit dem MEK-ERK Signalweg in Zusammenhang stehen (rot = Angereichert in dKO
Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen). Eine Behandlung mit UO126 (dKO + UO)
oder eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert die
Expression von hochregulierten Genen (n = 3 pro Gruppe). Die 10 am stärksten hochregulierten
Gene sind neben der dazugehörigen GSEA dargestellt und zeigen die Hochregulation (rot; Fold
Change (FC) > 1) der Gene in dKO Herzen die durch eine zusätzliche UO126 Zugabe oder
Deletion von Osmr oder Fgfr1 normalisiert wird (blau; Fold Change (FC) < 1).
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Da miRNAs im Allgemeinen eine große Anzahl von Zielgenen regulieren können, wurden weitere

potentielle Zielgene für miR-1/133a mit Hilfe von miRanda und Luziferase Assays identifiziert

und validiert. Dabei wurde, neben Osmr, unter anderem auch Runx1 (Abbildung 36 A + B im

Anhang) als potentielles direktes Zielgen von miR-1 identifiziert. Zur Klärung, der Rolle von

Runx1 im adulten Myokard nach Verlust von miR1/133a, wurde zusätzlich zu den miR-1/133a

Gencluster auch Runx1 konditionell inaktiviert. Das Resultat der Verpaarungsstrategie waren

Myh6-MerCreMerpos/miR-1-1/133a-2-/-/miR-1-2/133a-1fl/fl/Runx1fl/fl (tKO (Rx)) Tiere. Der

zusätzliche Runx1 Knockout hatte jedoch im Vergleich zu einem zusätzlichen Osmr (tKO

(OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) Knockout keinerlei Auswirkungen der im weiteren Verlauf

der Arbeit untersuchten und dargestellten Experimente nach dem Verlust von miR-1/133a

(Abbildung 36 C - H im Anhang). Daher wird im Folgenden Verlauf der vorliegenden Arbeit

nicht mehr darauf eingegangen.

3.3 Der Verlust von miR-1/133a führt zu einer Aktivierung des Zellzyklus in

adulten Kardiomyozyten

Bisher konnte mit den vorangegangenen Ergebnissen eine Inhibierung von Osmr und Fgfr1 durch

miR-1/133a nachgewiesen werden, die mit einer Inhibierung des Zellzyklus von Kardiomyozyten

in Zusammenhang zu stehen scheint. Um zu überprüfen ob eine Aktivität von Osmr und Fgfr1

in miR-1/133a dKO Herzen ausreichend ist, um den Eintritt von adulten Kardiomyozyten

in den Zellzyklus zu initiieren und um die in vitro Western Blot Daten der OSM, FGF2

und miR-1/133a behandelten Ratten Kardiomyozyten (siehe 3.1) in vivo zu untersuchen,

wurden die in 3.2 beschriebenen Mauslinien verwendet. Zunächst wurden mittels qRT-PCR

Analysen die Expression von Genen untersucht die bei der Regulation des Zellzyklus eine

Rolle spielen. Für diesen Zweck wurden Herzen von WT und dKO Tieren verwendet denen

drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion auf drei aufeinanderfolgenden Tagen der

MEK/ERK Signalweg Inhibitor UO126 injiziert wurde. Die qRT-PCR Analysen wiesen in

dKO Tieren im Vergleich zu WT Tieren eine erhöhte Expression von Cdk1, Ccna2, Ccnb1,

E2f3, Pdk3 und Runx1 auf (Abbildung 37 im Anhang). Eine zusätzliche Behandlung der dKO

Tiere mit UO126 führte zu einer Normalisierung der zuvor erhöhten Expression (ungepaarter
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einseitiger t-Test; dKO + UO126 vs. dKO ohne UO126) von Cdk1 (p-Wert: 0,07), Ccna2

(p-Wert: ** < 0,01), Ccnb1 (p-Wert: * < 0,05), E2f3 (p-Wert: ** < 0,01), Pdk3 (p-Wert:

** < 0,01) und Runx1 (p-Wert: * < 0,05). Die qRT-PCR Analysen der WT Tiere zeigte

hingegen keine deutlichen Unterschiede zwischen UO126 behandelten und unbehandelten

Tieren. Unvoreingenommene GSEA Analysen ergaben zudem in dKO Herzen drei Wochen

nach der ersten Tamoxifen Injektion eine Aktivierung von Prozessen im Zusammenhang mit

Zellzyklus und Zellteilung. Diese Hochregulation von Genen konnte durch eine zusätzliche

Behandlung mit UO126 oder einer zusätzlichen Deletion von Osmr (tKO (OR)) normalisiert

werden. Eine zusätzliche Deletion von Fgfr1 hingegen konnte die Hochregulation der Gene

nur partiell normalisieren (Abbildung 13 A + B). Um die Transkriptomanalysen zu validieren

und zu überprüfen ob die Zellzyklus assoziierten Gene ausschließlich in Kardiomyozyten

hochreguliert sind, wurden zunächst adulte Maus Kardiomyozyten isoliert und mittels qRT-

PCR mit Nicht-Kardiomyozyten aus dem Herzen vergleichen. Die qRT-PCR Analysen zeigten

eine deutliche Erhöhung der Expression von Ccnd2 (p-Wert: ** < 0,01), E2f1 (p-Wert: *

< 0,05), E2f3 (p-Wert: * < 0,05), Ccna2 (p-Wert: ** < 0,01), Ccnb1 (p-Wert: * < 0,05),

Cdk1 (p-Wert: * < 0,05) und Anln (p-Wert: 0,059) in dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu

WT Kardiomyozyten (ungepaarter einseitiger t-Test; Abbildung 38 im Anhang). In Nicht-

Kardiomyozyten war die Expression von Ccnd2 und E2f3 in dKO Nicht-Kardiomyozyten und

WT Nicht-Kardiomyozyten vergleichbar. Jedoch war die Expression von E2f1 (p-Wert: * <

0,05), Ccna2 (p-Wert: * < 0,05), Ccnb1 (p-Wert: ** < 0,01), Cdk1 (p-Wert: ** < 0,01) und

Anln (p-Wert: * < 0,05) in Nicht-Kardiomyozyten aus dKO Herzen im Vergleich zu WT

Nicht-Kardiomyozyten signifikant verringert.

Diese Ergebnisse unterstützten die Tranksriptomanalysen und deuteten darauf hin, dass die

erhöhte Zellzykluskativität spezifisch auf Kardiomyozyten zurück zu führen ist.

Durch immunhistochemische Färbungen sollten die vorangegangenen Erkenntnisse veranschau-

licht und unterstützt werden. Zu diesem Zweck wurde 5-Ethinyl-2´-desoxyuridin (EdU) ein

Analog von Thymidin (Chehrehasa, Meedeniya et al. 2009) verwendet. Hierfür wurde den

Versuchstieren zwei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion an sieben aufeinanderfol-
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genden Tagen EdU injiziert. Die EdU Injektion führte im Falle einer DNA-Synthese zu EdU

positiven (EdU+) Kardiomyozyten. Die immunhistochemischen Untersuchungen der isolierten

Kardiomyozyten konnten in dKO Tieren, jedoch nicht in WT Tieren, EdU+ Kardiomyozyten

nachweisen (one-way ANOVA; p-Wert (dKO vs. Wildtyp): ### < 0,001; Abbildung 13 C +

D). EdU+ Kardiomyozyten konnten auch in tKO (OR) und tKO (FR1) Tieren nachgewiesen

werden. Jedoch war in tKO (OR) Tieren die Menge an EdU+ Kardiomyozyten im Vergleich zu

dKO Kardiomyozyten signifikant verringert (one-way ANOVA; p-Wert (dKO vs. tKO (OR)):

* < 0,05), während die Menge an EdU+ Kardiomyozyten in tKO (FR1) Tieren verglichen

mit dKO Tieren nur leicht verringert war. Diese Ergebnisse stimmen mit den Transkripto-

manalysen überein und unterstützen die Annahme, dass eine zusätzliche Deletion von Osmr

eine Normalisierung der Zellzyklus assoziierten Gene zur Folge hat, während eine zusätzliche

Deletion von Fgfr1 nur eine partielle Auswirkung auf Zellzyklus assoziierte Gene hat.
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Abbildung 13 – Eine erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 führt zu einem Zellzy-
kluseintritt adulter Kardiomyozyten.

(A + B) In einer GSEA (broadinstitute.org) signifikant veränderte Gensets von Microarray
Daten aus adulten Mausherzen 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigen eine
Anreicherung von Genen in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen die mit dem
Phasenübergang des Zellzyklus (A) und der Zellteilung (B) zusammenhängen (n = 3 pro
Gruppe; rot = Angereichert in dKO Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen). Eine
Behandlung mit UO126 (dKO + UO) oder eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO (OR))
oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert die Expression von hochregulierten Genen (n = 3 pro
Gruppe). Die 10 am stärksten hochregulierten Gene sind neben der dazugehörigen GSEA
dargestellt und zeigen die Hochregulation (rot; Fold Change (FC) > 1) der Gene in dKO Herzen
die durch eine zusätzliche UO126 Zugabe oder Deletion von Osmr oder Fgfr1 normalisiert
wird (blau; Fold Change (FC) < 1). (C) Repräsentative Bilder einer Immunfluoreszenzfärbung
durchgeführt und aufgenommen von Dr. Johannes Besser mit DAPI (blau), cTNT (grün)
und EdU (rot) von isolierten adulten Doppelknockout Maus Kardiomyozyten 3 Wochen nach
der ersten Tamoxifen Injektion und 7 tägiger EdU Injektion eine Woche vor der Isolation.
Die isolierten Maus Kardiomyozyten weisen EdU+ Kerne und unterschiedliche Grade von
Dedifferenzierung auf. Maßstabsbalken = 20 µm. (D) Quantifizierung der in (C) repräsentativ
dargestellten Färbung (Wildtyp: n = 13; dKO: n = 10; tKO (OR): n = 14; tKO (FR1): n =
11; Mittelwert ± SEM; one-way ANOVA; p-Wert (dKO vs. Wildtyp): ### < 0,001; p-Wert
(tKO (FR1) vs. Wildtyp): ## < 0,01; p-Wert (dKO vs. tKO (OR)): * < 0,05; p-Werte (tKO
(OR) vs. Wildtyp; dKO vs. tKO (FR1)): > 0,05, nicht signifikant). Der Einbau von EdU
konnte sowohl in dKO Kardiomyozyten nachgewiesen werden, als auch in tKO (OR) oder tKO
(FR1) Kardiomyozyten. Wildtyp Kardiomyozyten wiesen keinen EdU Einbau auf.
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Um herauszufinden ob die Zellzyklusaktivität von adulten Kardiomyozyten mit der Aktivie-

rung der OSMR und FGFR Signalwege zusammenhängt, wurde zusätzlich zu den in vivo

Experimenten in Bezug auf die Zellzyklusaktivität von adulten Maus Kardiomyozyten auch

in vitro Untersuchungen in isolierten adulten Ratten Kardiomyozyten durchgeführt. Hierfür

wurden adulte isolierte Ratten Kardiomyozyten für sieben Tage mit OSM +FGF2 behandelt

und mittels immunhistochemischer Färbungen analysiert. Die Analysen ergaben, dass eine

Stimulation mit OSM+FGF2 ebenfalls zu EdU+ Kardiomyozyten führt (Abbildung 14). Zudem

konnte in einigen EdU+ Kardiomyozyten auch Co-Färbungen von EdU und pH3 nachgewiesen

werden, was eine Zellzyklusaktivität von adulten Kardiomyozyten, mit einer OSM+FGF2

Überexpression, untermauerte.

Abbildung 14 – In vitro Stimulation von adulten Ratten Kardiomyozyten mit
OSM+FGF2 führt zu EdU+ und pH3+ Kernen.

(A + B) Immunfluoreszenzfärbung mit DAPI (blau), ACTN2 (weiß); EdU (rot) und pH3
(grün) von isolierten adulten Ratten Kardiomyozyten 7 Tage nach OSM+FGF2 Stimulation
zeigen sowohl EdU+ Kerne (A) als auch Kerne mit einer Co-Färbung von EdU und pH3 (B).
Maßstabsbalken = 20 µm.
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Im Zuge der Untersuchung von EdU+ Kardiomyozyten wiesen mononukleären Kardiomyozyten

sowohl im dKO (p-Wert: ** < 0,01), als auch im tKO (OR) (p-Wert: *** < 0,001) und tKO

(FR1) (p-Wert: *** < 0,001) die Mehrheit der EdU+ Kerne auf (zweiseitger ungepaarter t-Test;

Abbildung 15 A). In Übereinstimmung mit diesem Ergebnis konnte auch ein signifikanter

Anstieg von ca. 10 % an mononukleären Kardiomyozyten in dKO (p-Wert (dKO vs. WT):

## < 0,01), tKO (OR) (p-Wert (tKO (OR) vs. WT): # < 0,05) und tKO (FR1) (p-Wert

(tKO (FR1) vs. WT): ## < 0,01) Herzen festgestellt werden (ungepaarter zweiseitiger t-Test;

Abbildung 15 B). Zusammenfassend zeigen die Experimente einen Anstieg an Zellzyklusaktivität

von adulten Kardiomyozyten nach Verlust von miR-1/133a. Diese war verbunden mit einer

erhöhten Expression des Cytokinese Markers Anilin (Straight, Field et al. 2005) in adulten

Kardiomyozyten und dem signifikanten Anstieg von mononukleären Kardiomyozyten was

darauf hindeuten könnte, dass die erhöhte Zellzyklusaktivität auch mit einer anschließenden

Cytokinese verbunden ist. Jedoch konnte in vitro keine Proliferation von isolierten adulten

Kardiomyozyten beobachtet werden.
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Abbildung 15 – Der Doppelknockout von miR-1/133a führt zu einem Anstieg von
mononukleären Kardiomyozyten.

(A) Analyse des EdU-Einbaus in mono- und binukleären isolierten Maus Kradiomyozyten in
vivo 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion und 7 tägiger EdU Injektion. Der Einbau
von EdU ist in mononukleären verglichen mit binukleären Kardiomyozyten erhöht (Wildtyp:
n = 3; dKO: n = 3; tKO (OR): n = 5; tKO (FR1): n = 4; Mittelwert ± SEM; ungepaarter
zweiseitiger t-Test; p-Wert (dKO): *** < 0,001; p-Werte (tKO (OR); tKO (FR1)): *** <
0,0001). (B) Eine Quantifizierung von mono- und binukleären Maus Kardiomyozyten in vivo 3
Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion weist im Vergleich zu WT Kardiomyozyten eine
Zunahme von mononukleären Kardiomyozyten in dKO, tKO (OR) und tKO (FR1) auf (WT:
n = 3; dKO: n = 3; tKO (OR): n = 5; tKO (FR1): n = 4; Mittelwert ± SEM; ungepaarter
zweiseitiger t-Test; p-Werte (dKO vs. WT, tKO (FR1) vs. WT): ## < 0,01; p-Wert (tKO
(OR) vs Wildtyp): # < 0,05).

3.4 Die Aktivierung des Zellzyklus in adulten miR-1/133a dKO Kardiomyo-

zyten ist mit einer Dedifferenzierung der Zellen verbunden

Da in adulten Kardiomyozyten die Proliferation durch eine Dedifferenzierung der Zellen

unterstützt wird (Zhang, Li et al. 2010), wurde aufbauend auf vorangegangene Ergebnisse

untersucht, wie sich die erhöhte Aktivität von Osmr und Fgfr1 auf die Dedifferenzierung

von adulten Kardiomyozyten auswirkt. Im Zuge der EdU Untersuchungen konnten in EdU+

Kardiomyozyten aller Mauslinien oftmals Anzeichen einer Dedifferenzierung nachgewiesen

werden. Dies zeichnete sich durch einen Verlust der Querstreifung und einer verminderten

cTnT Färbung aus (Abbildung 13 C). Darüber hinaus konnte durch elektronenmikroskopische

Untersuchungen eine Desorganisation der Sarkomere und unscharfe Zwischenscheiben (Z-

Scheiben) in dKO Herzen im Vergleich zu WT Herzen nachgewiesen werden (Abbildung 39 im

Anhang). Die Ergebnisse deuteten darauf hin, dass eine erhöhte Zellzyklusaktivität von dKO

Kardiomyozyten mit einer ausgeprägten Dedifferenzierung von Kardiomyozyten verbunden
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ist. Um diese Annahme genauer zu untersuchen, wurden zunächst Transkriptomanalysen

durchgeführt. Unvoreingenommene GSEA Analysen ergaben in dKO Herzen drei Wochen nach

der ersten Tamoxifen Injektion eine Aktivierung von Aktinfilament basierenden Prozessen, die

durch eine zusätzliche Behandlung mit UO126 oder einer zusätzlichen Deletion von Osmr (tKO

(OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) nicht normalisiert wurde (Abbildung 16 A). Zudem konnte

drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion in dKO Herzen im Vergleich zu WT Herzen

durch Microarray-Analysen eine Hochregulation von Genen nachgewiesen werden, die mit

dem Zytoskelett von Kardiomyozyten zusammenhängen und ebenfalls durch eine zusätzliche

Behandlung mit UO126 oder einer zusätzlichen Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1

(tKO (FR1)) nicht normalisiert wurden (Abbildung 16 B). Eines dieser hochregulierten Gene

war ACTA2, welches durch die MEK-ERK-Kaskade in adulten Kardiomyozyten initiiert und

für gewöhnlich nur in embryonalen Kardiomyozyten exprimiert wird (Kubin, Poling et al.

2011). Neben ACTA2 war auch die Expression von Myh7 stark erhöht, welches vorwiegend nur

während der pränatalen Entwicklung von Mäusen exprimiert wird (Guo und Pu, 2020). Zur

Unterstützung der Transkriptomanalysen wurde mittels qRT-PCR Analysen drei Wochen nach

der ersten Tamoxifen Injektion die Expression von ACTA2 und Myh7 in dKO Kardiomyozyten

untersucht. . Dabei konnte in dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten eine

erhöhte Expression sowohl von ACTA2 (p-Wert: *** < 0,001), als auch von Myh7 (p-Wert:

**** < 0,0001) nachgewiesen werden (einseitiger ungepaarter t-Test; Abbildung 16 C + D). Die

erhöhte Expression von ACTA2 in dKO Tieren im Vergleich zu WT Tieren konnte weiterhin

mit Immunfluoreszenzfärbungen von Kryoschnitten des Herzens 50 Tage nach der ersten

Tamoxifen Injektion (Abbildung 16 E) und mittels Western Blot Analysen in Herzen drei

Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion nachgewiesen werden (Abbildung 16 F + G). Eine

zusätzliche Deletion von Osmr (tKO(OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) hatte dabei sowohl in den

immunhistochemischen Färbungen, als auch in den Western Blot Analysen keine Auswirkung

auf die erhöhte Expression von ACTA2 (α-sma (43 kDA); ungepaarter zweiseitiger t-Test;

p-Wert (dKO vs. WT): # < 0,05; p-Wert: (tKO (OR) vs. WT): ## < 0,01; p-Wert (tKO

(FR1) vs. WT): ### < 0,001).
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Abbildung 16 – Die erhöhte Zellzyklusaktivität der adulten Doppelknockout Kardio-
myozyten ist mit Dedifferenzierung verbunden.

(A) In einer GSEA (broadinstitute.org) signifikant verändertes Genset von Microarray Daten
aus adulten Mausherzen 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt eine Anreicherung
von Genen in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen die in Zusammenhang mit
Aktinfilament basierenden Prozessen stehen (n = 3 pro Gruppe; rot = Angereichert in dKO
Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen). Eine Anreicherung dieser Gene kann auch
in UO126 behandelten dKO Herzen (dKO + UO126), in tKO (OR) und tKO (FR1) Herzen
beobachtet werden. (B) Die 10 am stärksten hochregulierten Gene der in (A) dargestellten
GSEA zeigt weder in UO126 behandelten dKO Herzen, noch in tKO (OR) und tKO (FR1)
Herzen eine Normalisierung der in den dKO Herzen erhöhten Genexpression (n = 3 pro
Gruppe). (C + D) RT-PCR Analyse der Expression von Acta2 und Myh7 in isolierten
adulten Wildtyp Kardiomyozyten und dKO Kardiomyozyten 3 Wochen nach der ersten
Tamoxifen Injektion zeigt eine erhöhte Expression von Acta2 und Myh7 in dKO Kardiomyozyten
verglichen mit Wildtyp Kardiomyozyten (Wildtyp: n = 10; dKO: n = 8; Mittelwert ± SEM;
einseitiger ungepaarter t-Test; p-Wert (Acta2): *** < 0,001; p-Wert (Myh7): **** < 0,0001).
(E) Immunfluoreszenzfärbung mit DAPI (blau) und α-SMA (rot) in Gewebeschnitten aus
adulten Wildtyp Herzen, dKO Herzen, tKO (OR) Herzen und tKO (FR1) Herzen 50 Tage nach
der ersten Tamoxifen Injektion zeigt verglichen mit Wildtyp Herzen eine erhöhte Expression
von α-SMA in dKO, tKO (OR) und tKO (FR1) Herzen (Wildtyp: n = 2; dKO: n = 2; tKO
(OR): n = 5; tKO (FR1): n = 5). Maßstabsbalken = 20 µm. (F + G) Die erhöhte Expression
von α-SMA in dKO, tKO (OR) und tKO(FR1) Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen kann
mit einer Western Blot Analyse nachgewiesen werden (n = 3 pro Gruppe; Mittelwert ± SEM;
ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert (dKO vs. Wildtyp): # < 0,05; p-Wert (tKO (OR) vs.
Wildtyp): ## < 0,01; p-Wert (tKO (FR1) vs. Wildtyp: ### < 0,001).
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Eine dauerhaft erhöhte Expression von Genen wie beispielsweise ACTA2, das vorwiegend

in glatter Muskulatur oder in embryonalen Kardiomyozyten exprimiert wird, oder Myh7,

welches vorwiegend während der pränatalen Entwicklung von Mäusen exprimiert ist, kann sich

nachteilig auf die Kontraktilität des Herzens auswirken. Daher wurden die physiologischen

Folgen einer Langzeit-Inaktivierung von miR-1/133a im Herzen untersucht. Für diesen Zweck

wurden Herzen 50 Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion mittels HE-Färbung untersucht

und mit Hilfe von Fiji analysiert. Obwohl eine Tamoxifen induzierte Deletion von miR-1/133a

kurz nach den Injektionen keinen offensichtlichen klinischen Phänotyp aufwies, konnte jedoch

50 Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion eine deutliche Veränderung der dKO Herzen

festgestellt werden (Abbildung 17).

Abbildung 17 – Eine langanhaltende Dedifferenzierung von Kardiomyozyten hat eine
dilatative Kardiomyopathie zur Folge.

(A + B) Gewebeschnitte mit Hämatoxylin-Eosin-Färbung von dKO Herzen und Wildtyp
Herzen 50 Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion. Ein dauerhafter Knockout von miR-
1/133a führt zu einer dilatativen Kardiomyopathie. Maßstabsbalken = 2 mm. (A), welche
durch einen zusätzlichen Knockout von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) nicht
verhindert werden kann (B; n = 3 pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger
t-Test; p-Werte (dKO vs. Wildtyp; tKO (OR) vs. Wildtyp; tKO (FR1) vs. Wildtyp): # <
0,05).
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Eine Langzeit-Inaktivierung von miR-1/133a führte in dKO Herzen im Vergleich zu WT

Herzen zu einer massiven Vergrößerung der Ventrikel und Atrien sowie eine Ausdünnung der

Ventrikelwände (ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: # < 0,05). Eine zusätzliche Deletion

von Osmr (p-Wert (tKO (OR) vs. WT): # < 0,05) oder Fgfr1 (p-Wert (tKO (FR1) vs. WT):

# < 0,05) hatte dabei keinerlei Auswirkungen auf die dilatativen Veränderungen (ungepaarter

zweiseitiger t-Test).

Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse, dass eine Repression von Osmr und Fgfr1 durch miR-

1/133a mit einer Inhibierung der Dedifferenzierung von adulten Kardiomyozyten verbunden

ist. Dabei führt der Verlust von miR-1/133a zu einer erhöhten Expression von Genen die

vorwiegend in glatter Muskulatur oder in embryonalen Kardiomyozyten exprimiert sind. Diese

erhöhten Expressionen können weder durch eine zusätzliche Behandlung mit UO126, noch

durch eine zusätzliche Deletion von Osmr oder Fgfr1 normalisiert werden. Weiterhin war die

Dedifferenzierung von dKO Kardiomyozyten über längere Zeit hinweg mit einer dilatativen

Kardiomyopathie verbunden, was zu der Annahme führt, dass miR-1/133a eine essenzielle

Rolle für die Aufrechterhaltung eines differenzierten Zustands von Kardiomyozyten spielt, der

wiederum für die Verhinderung einer Herzinsuffizienz entscheidend ist.

3.5 Eine erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 in miR-1/133a dKO Herzen

verändern die Expression extrazellulärer Matrixgene

Während der postnatalen Entwicklung des Herzens von Säugetieren verlieren Kardiomyozyten

zunehmend ihre embryonalen Eigenschaften. Diese Veränderungen gehen einher mit einer

Veränderung der Zusammensetzung der extrazellulären Matrix (Hortells, Johansen et al. 2019).

Auf Grund der vorangegangenen Ergebnisse wurde daher zunächst mit einer WGA Färbung

untersucht, ob ein Verlust von miR-1/133a mit einer Veränderung der Extrazellulären Matrix

verbunden ist. Die WGA Färbungen ergaben eine erhöhte Ablagerung von extrazellulären

Matrixkomponenten in dKO Herzen im Vergleich zu WT Herzen, welche jedoch nach einer

zusätzlichen Deletion von Osmr oder Fgfr1 nicht mehr nachgewiesen werden konnte (Abbildung

18). Um diese Veränderungen in der extrazellulären Matrix näher zu charakterisieren wurden
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Transkriptomanalysen durchgeführt. Die GO-GSEA Analysen ergaben, dass die Veränderungen

der extrazellulären Matrix mit einer deutlichen Anreicherung von Gensätzen zusammenhängt

die mit der extrazellulären Matrix zusammenhängen (Abbildung 19 A). Weiterhin ergaben

unvoreingenommene GSEA Analysen in dKO Herzen drei Wochen nach der ersten Tamoxifen

Injektion eine Hochregulation von Genen die in Zusammenhang mit der extrazellulären Matrix

stehen. Diese Hochregulation der Gene konnte durch eine zusätzliche Behandlung mit UO126

oder einer zusätzlichen Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert

werden (Abbildung 19 B).

Abbildung 18 – Die erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 in miR-1/133a Doppel-
knockout Herzen ist verbunden mit einer erhöhten Ablagerung von extrazellulären
Matrixkomponenten.

Immunfluoreszenzfärbung mit DAPI (blau) und WGA (grün) in Gewebeschnitten aus adulten
WT Herzen, dKO Herzen, tKO (OR) Herzen und tKO (FR1) Herzen 50 Tage nach der
ersten Tamoxifen Injketion zeigen in dKO Herzen, im Vergleich zu WT Herzen, eine erhöhte
Ablagerung der Extrazellulären Matrix. Ein zusätzlicher Knockout von Osmr (tKO (OR))
oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert diese erhöhte Ablagerung der Extrazellulären Matrix
(WT: n = 2; dKO: n = 2; tKO (OR): n = 5; tKO (FR1): n = 5). Maßstabsbalken = 20 µm.
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Um die Transkriptomanalysen zu validieren und zu untersuchen, ob die extrazelluläre Matrix

assoziierten Gene spezifisch in Kardiomyozyten hochreguliert sind, wurden zunächst adulte

Maus Kardiomyozyten isoliert und mittels qRT-PCR mit Nicht-Kardiomyozyten aus dem

Herzen verglichen. Die Analysen wiesen im Vergleich zu WT Kardiomyozyten einen starken

Anstieg von Timp1 (p-Wert: * < 0,05), Col1a1 (p-Wert: * < 0,05), Col4a1 (p-Wert: * < 0,05),

Ctgf (p-Wert: * < 0,05) und Mmp2 (p-Wert: * < 0,05) in adulten dKO Kardiomyozyten

nach (ungepaarter zweiseitiger t-Test; Abbildung 19 C). In Nicht-Kardiomyozyten aus dKO

Herzen konnte hingegen nur ein vergleichbar mäßiger Anstieg der Expression von Col1a1

(p-Wert: * < 0,05), Lox (p-Wert: * < 0,05), und Mmp2 (p-Wert: * < 0,05) im Vergleich zu

Nicht-Kardiomyozyten aus WT Herzen nachgewiesen werden. In Bezug auf Timp1, Col4a1

und Ctgf konnte in Nicht-Kardiomyozyten kein Unterschied zwischen dKO und WT Herzen

nachgewiesen werden (ungepaarter zweiseitiger t-Test; Abbildung 19 D).

Zusammenfassend führt der Verlust von miR-1/133a und die damit verbundene erhöhte

Aktivität von Osmr und Fgfr1 zu einer Veränderung der Expression von extrazellulären

Matrixgenen in adulten Kardiomyozyten.
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Abbildung 19 – Die erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 in miR-1/133a Doppel-
knockout Herzen verändern die Expression von extrazellulären Matrixgenen.

(A) Eine GO-GSEA Analyse (broadinstitute.org) von Microarray Daten aus adulten Mausherzen
3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt die zehn am stärksten veränderten
Gensets in dKO Herzen verglichen mit Wildtyp Herzen (n = 3 pro Gruppe). Acht von zehn
Gensets sind mit der extrazellulären Matrix assoziiert (rot). (B) Microarray basierte GSEA
(broadinstitute.org) Analyse von adulten Mausherzen 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen
Injektion zeigt eine Anreicherung von Genen in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen
die im Zusammenhang mit der extrazellulären Matrix stehen (n = 3 pro Gruppe; rot =
Angereichert in dKO Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen). Eine Behandlung mit
UO126 (dKO + UO) oder eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO
(FR1)) normalisiert die Expression von hochregulierten Genen (n = 3 pro Gruppe). Die 10
am stärksten hochregulierten Gene der dargestellten GSEA zeigen die Hochregulation (rot;
Fold Change (FC) > 1) der Gene in dKO Herzen die durch eine zusätzliche UO126 Zugabe
oder Deletion von Osmr oder Fgfr1 normalisiert wird (blau; Fold Change (FC) < 1). (C +
D) qRT-PCR Analysen in adulten Wildtyp (n = 5) und dKO (n = 4) Kardiomyozyten und
Nicht-Kardiomyozyten (Wildtyp: n = 4; dKO: n = 2-3) zeigen eine erhöhte Expression von
Timp1, Col1a1, Col4a1, Lox und Mmp2 in dKO Kardiomyozyten verglichen mit Wildtyp
Kardiomyozyten (Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Werte: * < 0,05). Eine
geringe Hochregulierung von Col1a1, Lox und Mmp2 kann auch in dKO Nicht-Kardiomyozyten
im Vergleich zu Wildtyp Nicht-Kardiomyozyten gezeigt werden (Mittelwert ± SEM; ungepaarter
zweiseitiger t-Test; p-Werte: * < 0,05). Die Zellen wurden 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen
Injektion isoliert.
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Neugeborene Mäuse weisen im Vergleich zu adulten Tieren eine „elastischere“ extrazelluläre

Matrix auf, welche die Herzregeneration und die Proliferation von Kardiomyozyten bei Ver-

letzungen des neonatalen Herzen unterstützt (Williams, Quinn et al. 2014). Adulte Herzen

weisen hingegen eine eher „steife“ extrazelluläre Matrix auf, die auf die Differenzierung der

Kardiomyozyten zurückzuführen ist (Abbildung 20 A) (Hortells, Johansen et al. 2019). Ausge-

hend von der Annahme, dass die extrazelluläre Matrix von dKO Herzen auf Grund der zuvor

nachgewiesenen Dedifferenzierung (siehe 3.4) der Kardiomyozyten und der erhöhten Zellzy-

klusaktivität (siehe 3.3) ebenso eine eher neonatale Komposition aufweist, wurde zunächst

die Expression von Agrin und Periostin, welche repräsentativ für eine neonatale extrazelluläre

Matrix Komposition sind (Bassat, Mutlak et al. 2017, Chen, Xie et al. 2017), mittels qRT-PCR

analysiert. Hierfür wurden adulte Kardiomyozyten und Nicht-Kardiomyozyten drei Wochen

nach der ersten Tamoxifen Injektion isoliert. Die qRT-PCR Analysen ergaben sowohl eine

erhöhte Expression von Agrin in dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten

(ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: **** < 0,0001; Abbildung 20 B), als auch eine

erhöhte Expression von Perisotin in Nicht-Kardiomyozyten aus dKO Herzen im Vergleich zu

Nicht-Kardiomyozyten aus WT Herzen (ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05;

Abbildung 20 C). Zusätzliche Transkriptomanalysen von adulten Mausherzen drei Wochen

nach der ersten Tamoxifen Injektion ergaben eine Anreicherung von Genen in dKO Herzen

im Vergleich zu Wildtyp Herzen die im Zusammenhang mit einer eher neonatal ähnlichen

extrazellulären Matrix Komposition stehen. Eine zusätzliche Behandlung mit UO126 oder

eine zusätzlichen Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisierte die

Expression der hochregulierten Gene in dKO Herzen (Abbildung 20 D).
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Abbildung 20 – Der Doppelknockout von mir-1/133a in adulten Herzen führt zu einer
neonatal ähnlichen Zusammensetzung der adulten extrazellulären Matrix.

(A) Schematische Darstellung von Veränderungen der Genexpression im Herzen von neugebo-
renen und adulten Mäusen die die Steifigkeit der Extrazellulären Matrix beeinflussen. (B +
C) qRT-PCR Analyse der erhöhten Expression von Agrin (B; Wildtyp: n = 4; dKO: n = 3;
Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: **** < 0,0001) und Periostin (C;
WT: n = 4; dKO: n = 4; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05)
in isolierten Doppelknockout Kardiomyozyten und in der Nicht-Kardiomyozyten Fraktion der
Doppelknockout Tiere im Vergleich zum WT. Die Zellen wurden 3 Wochen nach der ersten
Tamoxifen Injektion isoliert. (D) Transkriptomanalysen von adulten Mausherzen (n = 3 pro
Gruppe; rot = Angereichert in dKO Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen) 3 Wochen
nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt eine Anreicherung von Genen in dKO Herzen im
Vergleich zu Wildtyp Herzen die im Zusammenhang mit einer „weichen“ Extrazellulären Matrix
stehen. Eine Behandlung mit UO126 (dKO + UO126) oder eine zusätzlichen Deletion von
Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert die Expression der hochregulierten
Gene im dKO.
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Um zu überprüfen, ob sich der Verlust von miR-1/133a und die damit verbundene Dedifferen-

zierung, Veränderung der extrazellulären Matrix und der Wiedereintritt der Kardiomyozyten in

den Zellzyklus positiv auf eine proproliferative Behandlung auswirkt, wurden sowohl neonatale

WT, als auch dKO Kardiomyozyten isoliert und mit EdU behandelt. Zusätzlich wurde ein Teil

der Zellen mit Agrin behandelt um die proproliferative Behandlung zu untersuchen. Mit Hilfe

von immunhistochemischen Untersuchungen konnten zunächst in den unbehandelten Zellen

sowohl in den WT, als auch in den dKO Kardiomyozyten EdU nachgewiesen werden. Nach

einer Agrin Behandlung stieg die Menge an EdU+ Kardiomyozyten sowohl in den WT als auch

in den dKO Kardiomyozyten an. Dabei konnte zwischen den WT und dKO Kardiomyozyten

ein signifikanter Unterschied nachgewiesen werden (ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: *

< 0,05; Abbildung 21).

Diese Ergebnisse unterstützen die Annahme, dass der Verlust von miR-1/133a sich positiv auf

eine proproliferative Behandlung auswirkt, wodurch dKO Kardiomyozyten empfänglicher für

proproliferative Signale sind.

Abbildung 21 – Der durch den Verlust von miR-1/133a ausgelöste proproliferative
Zustand von Kardiomyozyten macht diese empfänglicher für proproliferative Signale.

Immunfluoreszenzfärbung mit DAPI (blau), cTnT (grün) und EdU (gelb) von isolierten
neonatalen Kardiomyozyten aus WT und dKO zeigt eine vermehrte EdU-Inkorporation in
dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten. Dabei stimuliert eine Behandlung
mit Agrin (100 ng/ml) die EdU-Inkorporation stärker in dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu
WT Kardiomyozyten (WT: n = 6; dKO: n = 3; ungepaarter zweiseitiger t-Test; Maßstabsbalken
= 30 µM).
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3.6 Der Verlust von miR-1/133a im Herzen führt zu einer metabolischen

Veränderung vom Fettsäurestoffwechsel zur Glykolyse

Während der Entwicklung des Herzens wechseln Kardiomyozyten vom glykolytischen Me-

tabolismus zur oxidativen Phosphorylierung, welche mit einer verstärkten Biogenese der

Mitochondrien in frühen postnatalen Stadien einhergeht (Doenst, Nguyen et al. 2013). Da die

vorherigen Ergebnisse nach dem Verlust von miR-1/133a darauf hindeuten, dass adulte Kar-

diomyozyten ihren differenzierten Zustand nicht aufrechterhalten können und eher neonatale

Eigenschaften annehmen, wurde daher aufbauend auf die vorherigen Ergebnisse untersucht,

wie sich die Dedifferenzierung von adulten dKO Kardiomyozyten auf deren Metabolismus

auswirkt. Zu diesem Zweck wurden zunächst unvoreingenommene GSEA Analysen und Mi-

croarray Untersuchungen durchgeführt. Die unvoreingenommene GSEA Analysen ergaben

in dKO Herzen drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion eine Runterregulation des

Fettsäurestoffwechsels und der β-Oxidation von Fettsäuren. Diese Runterregulationen konnten

zudem drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion in dKO Herzen im Vergleich zu WT

Herzen durch Microarray-Analysen validiert werden, da diese Analysen eine Runterregulation

von Genen ergaben, die mit dem Fettsäurestoffwechsel oder der β-Oxidation zusammenhängen.

Eine zusätzliche Behandlung mit UO126, oder eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO (OR))

oder Fgfr1 (tKO (FR1)), normalisierte die Runterregulation der Gene (Abbildung 22 A + B).

Weitere Metabolomanalysen von dKO und WT Herzen eine Woche nach der ersten Tamoxifen

Injektion, welche von Dr. Sven Zukunft in Frankfurt durchgeführt wurden, stützten unter

anderem die Ergebnisse der Transkriptomanalyse und ergab eine Herunterregulierung des

Fettsäurestoffwechsels mit einer massiv reduzierten Menge an Acyl-CoA-Konzentrationen in

dKO Herzen im Vergleich zu WT Herzen (Abbildung 22 C). Neben der massiv reduzierten

Menge an Acyl-CoA-Konzentrationen konnte im Zuge der Metabolomanalysen im Gegensatz

dazu ein signifikanter Anstieg einiger freier Aminosäuren (Asparagine (Asn), p-Wert: ** <

0,01; Proline-hydroxyproline (PHP), p-Wert: *** < 0,001; Theanine (THE), p-Wert: * < 0,05;

1-Methyl-histidine (1MHIS), p-Wert: *** < 0,001; Glycine-proline (GPR), p-Wert: **** <

0,0001; Proline (Pro), ** < 0,01; Tyrosine (Tyr), p-Wert: ** < 0,01; ungepaarter einseitiger
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t-Test) in dKO Herzen im Vergleich zu WT Herzen nachgewiesen werden, welcher vermutlich

auf die verringerte β-Oxidation in dKO Herzen zurückzuführen ist (Abbildung 22 D).

Abbildung 22 – Die miR-1/133a Doppelknockout Herzen weisen einen runterregulierten
Fettsäurestoffwechsel und einen Anstieg der Konzentration von freien Aminosäuren auf.

(A + B) In einer GSEA (broadinstitute.org) signifikant verändertes Genset von Microarray
Daten aus adulten Mausherzen (n = 3 pro Gruppe; rot = Angereichert in dKO Herzen; blau
= Angereichert in Wildtyp Herzen) 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt
eine Runterregulierung von Genen in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen die mit
dem Fettsäurestoffwechsel zusammenhängen. Eine Behandlung mit UO126 (dKO + UO) oder
eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert die
Expression der runtergeregelten Gene (n = 3 pro Gruppe). Die 10 am stärksten runtergeregelten
Gene sind neben der dazugehörigen GSEA dargestellt und zeigen die Runterregulation (blau;
Fold Change (FC) < 1) der Gene in dKO Herzen die durch eine zusätzliche UO126 Zugabe oder
Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) partiell normalisiert wird (rot; Fold
Change (FC) > 1). (C + D) Volcano Plot der metabolomischen Analysen von dKO Herzen (n
= 9) im Vergleich zu Wildtyp Herzen (n = 12) 1 Woche nach der ersten Tamoxifen Injektion
zeigen einen signifikanten Rückgang von Acyl-CoA (C) und einen Anstieg der Konzentration
an freien Aminosäuren (D). Dargestellt ist das Verhältnis (log2) der Metabolitkonzentrationen
in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen und der entsprechende p-Wert (-log10).
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Da sowohl Acyl-CoAs, als auch freie Aminosäuren eine wichtige Rolle im Tricarbonsäurezyklus

(TCA-Zyklus) spielen, wurde auch die Auswirkung des Verlustes von miR-1/133a auf den

TCA-Zyklus mittels Metabolomanalysen untersucht. Die Analysen ergaben eine signifikante

Abnahme aller messbaren Metabolite des TCA-Zyklus. Darin inbegriffen waren Citrat (p-Wert:

** < 0,01), α-Ketogluterat (p-Wert: * < 0,05), Succinat (p-Wert: ** < 0,01), Fumarat (p-Wert:

** < 0,01) und Malat (p-Wert: * < 0,05; ungepaarter zweiseitiger t-Test; Abbildung 23).

Abbildung 23 – Der miR-1/133a Doppelknockout im Herzen führt zu einer Abnahme
von Metaboliten des Tricarbonsäurezyklus.

(A - E) Metabolomische Analysen von dKO Herzen (n = 9) im Vergleich zu Wildtyp Herzen
(n = 12) 1 Woche nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigen in dKO Herzen eine signifikant
verminderte Konzentration von Metaboliten die am Zitratzyklus beteiligt sind (WT: n = 12;
dKO: n = 9; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Werte (Zitrat; Succinat;
Fumarat): ** < 0,01; P-Werte (α-Ketogluterat; Malat): * < 0,05).

Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass ein Verlust von miR-1/133a in dKO Herzen zu einer

allgemeinen Verringerung der Stoffwechselprozesse führt.
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Um herauszufinden, ob und wie sich ein Verlust von miR-1/133a in adulten dKO Herzen, neben

dem Fettsäurestoffwechsel und dem TCA-Zyklus, auch auf die Glykolyse auswirkt wurden

GSEA Analysen durchgeführt. Die Analysen ergaben eine Anreicherung von Genen in dKO

Herzen im Vergleich zu WT Herzen die mit der Glykolyse zusammenhängen. Zusätzliche Tran-

skriptomanalysen von adulten Mausherzen drei Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion

ergaben eine Hochregulation von Genen in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen, die

bei der Glykolyse eine Rolle spielen. Eine zusätzliche Behandlung mit UO126 oder eine zusätz-

lichen Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisierte die Expression

der hochregulierten Gene in dKO Herzen (Abbildung 24 A). Diese Ergebnisse deuteten auf eine

Verschiebung des Metabolismus der adulten Kardiomyozyten von der Fettsäureoxidation hin

zur Glykolyse. Um diese Annahme zu validieren wurde der Kardiomyozytenstoffwechsel durch

direkte Messung des Verbrauches von Fettsäuren und Glukose von isolierten Kardiomyozyten

mit Hilfe von Fettsäure-Oxidations-Assays und Glukose-Oxidations-Assays untersucht. Hierfür

wurden WT und dKO Tiere an drei aufeinanderfolgenden Tagen Tamoxifen injiziert. Vier

Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion wurden die adulten Kardiomyozyten isoliert. Die

isolierten Kardiomyozyten wurden dann in einem Medium inkubiert, das entweder Tritium

markiertes Palmitat (9.10-H3 Fettsäure), oder Tritium markierte Glukose (5-H3 Glukose)

enthielt. Dies ermöglichte Rückschlüsse auf die oxidative und glykolytische Aktivität der

isolierten Kardiomyozyten. Die Untersuchungen ergaben eine Abnahme der Oxidation von Fett-

säuren in dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten (ungepaarter einseitiger

t-Test; p-Wert: * < 0,05), welche die vorangegangenen Trankriptom- und Metabolomanalysen

bestätigte (Abbildung 24 B). Zudem konnte verglichen mit isolierten WT Kardiomyozyten

eine Zunahme der glykolytischen Aktivität in isolierten dKO Kardiomyozyten (ungepaarter

einseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05) nachgewiesen werden (Abbildung 24 C), welches durch

ein erhöhtes Glukose-Fettsäureoxidations Verhältnis untermauert wird (Abbildung 24 D).
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Abbildung 24 – Die Abnahme der Fettsäureoxidation in miR-1/133a Doppelknockout
Herzen ist mit einer erhöhten Glykolyse verbunden.

(A) Microarray basierte GSEA (broadinstitute.org) Analyse von adulten Mausherzen (n = 3 pro
Gruppe; rot = Angereichert in dKO Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen) 3 Wochen
nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp Herzen
eine Anreicherung von Genen die mit der Glykolyse zusammenhängen. Die 10 am stärksten
hochregulierten Gene der dargestellten GSEA zeigen die Hochregulation (rot; Fold Change (FC)
> 1) der Gene in dKO Herzen die durch eine zusätzliche UO126 Zugabe (dKO + UO126), oder
Deletion von Osmr (tKO (OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) normalisiert wird (blau; Fold Change
(FC) < 1). (B - D) Oxidations-Assays mit Kardiomyozyten die 4 Tage nach der ersten Tamoxifen
Injektion isoliert wurden (Fettsäure-Oxidations-Assay (B); Glukose-Oxidations-Assay (C))
weisen eine verringerte Fettsäureoxidation (B; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger
t-Test; p-Wert: * < 0,05) aber eine erhöhte Glykolyse (C; Mittelwert ± SEM; ungepaarter
einseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05) in dKO Kardiomyozyten (n = 10) im Vergleich zu Wildtyp
Kardiomyozyten (n = 8) auf, was durch ein erhöhtes Glukose/Fettsäureoxidation Verhältnis
bestätigt wird (D; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05).

Zusammenfassend deuten die Ergebnisse auf eine allgemeine Verringerung der Stoffwechsel-

prozesse in adulten Kardiomyozyten nach Verlust von miR-1/133a hin. Dazu konnte eine

Verschiebung des Metabolismus der adulten Kardiomyozyten von der Fettsäureoxidation hin

zur Glykolyse verzeichnet werden, was zu der Annahme führt, dass ein Verlust von miR-1/133a

in adulten Kardiomyozyten einen eher neonatalen Metabolismus zur Folge hat.
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3.7 miR-1/133a dKO Kardiomyozyten haben eine erhöhte Resistenz gegen-

über hypoxischen Bedingungen

Metabolische Veränderungen von adulten Kardiomyozyten, vom Fettsäurestoffwechsel hin

zur Glykolyse führt zu der Annahme, dass adulte dKO Kardiomyozyten auf Grund der

verminderten sauerstoffverbrauchenden oxidativen Phosphorylierung eine vermeintlich höhere

Hypoxieresistenz aufweisen. Diese Annahme wird zum einen durch eine verringerte Expression

kontraktiler Gene und zum anderen durch die vorangegangenen Ergebnissen bezüglich der

Kompositionsveränderungen von dKO Kardiomyozyten von adult zu eher neonatal unterstützt.

Um diese Annahme zu untersuchen wurde den Tieren an drei aufeinanderfolgenden Tagen

Tamoxifen injiziert und vier Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion wurden die adulten

Kardiomyozyten isoliert. Die isolierten Kardiomyozyten wurden dann für 18 Std. normoxischen

oder hypoxischen Bedingungen ausgesetzt (1 % O2) und die Überlebensrate anschließend

mit Hilfe einer Lebend-Tod-Färbung analysiert. Die Analysen ergaben unter normoxischen

Bedingungen keinerlei auffällige Unterschiede zwischen den einzelnen Mauslinien. Jedoch

konnte unter hypoxischen Bedingungen signifikante Unterschiede in der Anzahl von toten

Kardiomyozyten verzeichnet werden (Abbildung 25 A + B). Nach 18 Std. Hypoxie konnten

in dKO´s im Vergleich zu normoxischen Bedinungen rund 10 % mehr tote Kardiomyozyten

nachgewiesen werden. Im WT hingegen konnten nach 18 Std. Hypoxie im Vergleich zu

normoxischen Bedingungen rund 24 % tote Kardiomyozyten nachgewiesen werden. Somit wiesen

dKO Kardiomyozyten unter hypoxischen Bedingungen rund 50 % weniger tote Kardiomyozyten

auf und damit eine signifikant erhöhte Zellviabilität im Vergleich zu WT Kardiomyozyten

(ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05). Eine zusätzliche Deletion von Osmr (tKO

(OR)) oder Fgfr1 (tKO (FR1)) revertierten die vorteilhafte Auswirkung des Verlustes von

miR-1/133a in dKO Kardiomyozyten und wiesen im Vergleich zu dKO Kardiomyozyten eine

signifikant erhöhte Anzahl toter Kardiomyozyten auf (ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert:

(tKO (OR) vs. dKO): * < 0,05; p-Wert (tKO (FR1) vs. dKO): * < 0,05), und somit eine

geringere Zellviabilität unter hypoxischen Bedingungen.
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Abbildung 25 – Der Verlust von miR-1/133a in adulten Kardiomyozyten führt zu
einer erhöhten Resistenz der Doppelknockout Kardiomyozyten gegenüber hypoxischen
Bedinungen.

(A) Assay zur Untersuchung der Zellviabilität von adulten dKO Kardiomyozyten im Vergleich zu
Wildtyp Kardiomyozyten unter Normoxie und Hypoxie (18 Std.; 1 % O2). Die Kardiomyozyten
wurden 4 Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion isoliert. Nach 18 Std. Hypoxie weisen
dKO Kardiomyozyten eine erhöhte Viabilität (grün) auf. Im Vergleich dazu weisen Wildtyp
Kardiomyozyten eine erhöhte Menge von toten Zellen auf (rot). (B) Die Quantifizierung der
Untersuchung der Zellviabilität nach 18 Std. Hypoxie zeigt eine geringere Menge an toten dKO
Kardiomyozyten (n = 7) im Vergleich zu Wildtyp Kardiomyozyten (n = 9; Mittelwert ± SEM;
ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (dKO vs. Wildtyp): * < 0,05). Eine zusätzliche Deletion
von Osmr (tKO (OR); n = 5) oder Fgfr1 (tKO (FR1); n = 6) führt zu einer Verringerung der
durch einen dKO hervorgerufenen erhöhten Zellviabilität (Mittelwert ± SEM; ungepaarter
einseitiger t-Test; p-Werte (tKO (OR) vs. dKO; tKO (FR1) vs. dKO): * < 0,05). (C) Assay
zur Untersuchung der Zellviabilität von adulten WT Kardiomyozyten mit und ohne Etomoxir
Behandlung (100µM, 12 Std.) unter Normoxie und Hypoxie (18 Std.; 1 % O2). Die mit Etomoxir
behandelten Zellen weisen im Vergleich zu unbehandelten Zellen unter hypoxischen Bedinungen
eine erhöhte Viabilität auf (Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert (WT
+ Etomoxir vs. WT): * < 0,05).
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Um zu überprüfen ob die erhöhte Zellviabilität allein auf den veränderten Metabolismus

zurückzuführen ist, wurden adulte WT Kardiomomyozyten isoliert und für 12 Std. mit

Etomoxir behandelt (100 µM). Anschließend wurden sowohl die mit Etomoxir behandelten,

als auch die unbehandelten Zellen für 18 Std. normoxischen und hypoxischen Bedingungen

ausgesetzt (1 % O2) und die Zellviabilität mittels Lebend-Tod-Färbung analysiert. Um eine

mögliche Auswirkung der Etomoxir Behandlung auf die Zellviabilität auszuschließen, wurden

die hypoxischen Bedingungen mit den normoxischen Bedingungen verrechnet. Die Analysen

ergaben unter hypoxischen Bedingungen eine signifikant höhere Anzahl toter Kardiomyozyten

in unbehandelten WT Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten die zuvor mit

Etomoxir behandelt wurden (ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05; Abbildung 25

C).

Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse eine erhöhte Zellviabilität von Kardiomyozyten nach

einem Verlust von miR-1/133a die jedoch durch eine zusätzliche Deletion von Osmr oder

Fgfr1 revertiert wird. Weiterhin deuten die Ergebnisse des Etomoxir Experimentes darauf hin,

dass eine Inhibierung des Fettsäurestoffwechsels ausreichend ist um die Zellviabilität unter

hypoxischen Bedingungen zu erhöhen.
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Um herauszufinden ob die Ursache der erhöhte Zellviabilität auf Veränderungen in der Apop-

tose oder Nekrose von Kardiomyozyten zurückzuführen ist, wurden adulte WT und dKO

Kardiomyozyten isoliert und hypoxischen Bedingungen ausgesetzt (1 % O2). An verschiedenen

Zeitpunkten wurden die Kardiomyozyten dann mittels einem Apoptose und Nekrose Assays

untersucht. Die Analysen ergaben in Bezug auf Apoptose zu keinem Zeitpunkt einen Unter-

schied zwischen WT und dKO Kardiomyozyten. Jedoch konnte in den dKO Kardiomyozyten

in allen Zeitpunkten eine deutliche Reduktion der Nekrose festgestellt werden (p-Wert (2 Std):

*** < 0,001, p-Werte (12 Std., 18 Std., 24 Std.): **** < 0,0001; Abbildung 26).

Abbildung 26 – Der Verlust von miR-1/133a in adulten Kardiomyozyten führt unter
hypoxischen Bedingungen zu einer reduzierten Nekrose.

Assay für Apoptose und Nekrose mit isolierten adulten WT und dKO Kardiomyozyten unter
hypoxischen Bedingungen. An verschiedenen Zeitpunkten weisen dKO Kardiomyozyten unter
hypoxischen Bedingungen keine Unterschiede bei der Apoptose auf. Im Falle der Nekrose
weisen dKO Kardiomyozyten durchgehend eine reduzierte Nekrose auf (n = 2, je 4 technische
Replikate; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert (2 Std.): *** < 0,001;
p-Werte (12 Std., 18 Std., 24 Std.): **** < 0,0001).
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3.8 Eine Runterregulation von miR-1/133a führt nach einem Myokardinfarkt

zu einem deutlich verringerten Infarktbereich

Vorangegangene in vitro Untersuchungen bestätigten die Annahme einer erhöhten Hypoxiere-

sistenz adulter Kardiomyozyten nach Verlust von miR-1/133a (siehe 3.7.). Zusammen mit der

Dedifferenzierung und der erhöhten Zellzyklusaktivität der dKO Kardiomyozyten könnte es das

Herz bei einem akuten Myokardinfarkt und der darauffolgenden Regeneration unterstützen. Da

sich eine Langzeit-Inaktivierung von miR-1/133a jedoch negativ auf die Herzfunktion auswirkt

(siehe 3.6), wurden miR-1/133a für die Untersuchung, wie sich der Verlust von miR-1/133a

bei einem akuten Myokardinfarkt auswirkt, nur vorübergehend unterdrückt. Für diesen Zweck

wurden miR-1-1/133a-2-/-/miR-1-2/133a-1+/+ Tiere (single knockout Tiere; sKO), welche

keine offensichtlichen Veränderungen in der Kardiomyozytenphysiologie aufweisen (Besser,

Malan et al. 2014), eine Woche vor dem akuten Myokardinfarkt miR-1/133a gerichtete LNAs

intravenös injiziert. Für die Quantifizierung 14 Tage nach dem Myokardinfarkt wurden die

Herzen mit Hilfe von WGA-Färbungen untersucht (Abbildung 27 A; Validierung des Infarktbe-

reiches mittels Trichrom Färbung siehe Abbildung 40 im Anhang). Um eine möglichst exakte

Quantifizierung zu ermöglichen, wurden ab der Stelle der Ligation bis hin zum Apex alle

50 µm Schnitte aufgenommen und als Serienschnitt gefärbt und ausgewertet (Abbildung 27

B). Die Quantifizierung ergab in sKO Tieren mit miR-1/133a-LNA Injektion einen rund 50

% verringerten Infarktbereich im Vergleich zu WT Tieren mit einer Kontroll-LNA Injektion

(ungepaarter zweiseitiger t-Test; pWert: * < 0,05; Abbildung 27 C).
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Abbildung 27 – Eine Runterregulation von miR-1/133a in adulten Herzen vor einem
Myokardinfarkt führt zu einem deutlich verringerten Infarktbereich.

(A) Analyse des Infarktbereiches mittels WGA-Färbung 14 Tage nach einem Myokardinfarkt.
Die Injektion der Kontroll-LNA (LNA-scramble) in Wildtyptiere und der Kombination von
miR-1-LNA und miR-133a-LNA (LNA-miR-1/133a) in sKO Tiere (single Knockout) erfolgte
intravenös 7 Tage vor dem Myokardinfarkt. Die gestrichelte weiße Linie umrandet die Infarktbe-
reiche, die anschließend mittels Fiji quantifiziert wurden (LV = linker Ventrikel; RV = rechter
Ventrikel). Maßstabsbalken = 100 µM (B) Schematische Darstellung des Myokardinfarktes
(rotes Kreuz) und der Schnittebenen (blaue Striche). Schnitte wurden alle 50 µm entlang
der basal-apikalen Achse aufgenommen. (C) Quantifizierung des Infarktbereiches relativ zur
Ventrikelfläche des linken Ventrikels. Eine Injektion von LNA-miR-1/133a in sKO Tiere 7
Tage vor einem Myokardinfarkt führt zu einem fast 50 % kleineren Infarktbereich im Vergleich
zu Wildtyp Tieren denen 7 Tagen vor einem Myokardinfarkt eine Kontroll-LNA injiziert
wurde (WT + LNA-scramble: n = 14; sKO + LNA-miR-1/133a: n = 12; Mittelwert ± SEM;
ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05).
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3.9 Die Expression von Osmr und Fgfr1 ist im Infarktbereich und im ischämi-

schen Bereich von ICM Patienten erhöht

Vorangegangene in vitro und in vivo Untersuchungen in Mus musculus ergaben unter ande-

rem nach einem Verlust von miR-1/133a eine erhöhte Resistenz von Kardiomyozyten unter

hypoxischen Bedingungen (siehe Abbildung 25). Zudem konnte eine Wechselwirkung zwischen

miR-1/133a und den Rezeptoren OSMR und FGFR1 nachgewiesen werden (siehe Abbildung

9; Abbildung 32 E im Anhang und Abbildung 34 B im Anhang).

Um herauszufinden ob diese Wechselwirkung auch nach einem Myokardinfarkt bei Mäusen

und bei verschiedenen Erkrankungen des humanen Herzens vorzufinden ist, wurde zunächst

die Expression von OSMR und FGFR1 in humanen Proben von Patienten mit ischämischer

Kardiomyopathie (ICM) und im akuten Myokardinfarkt bei Mäusen untersucht. Immunhisto-

chemische Untersuchungen ergaben zunächst eine Hochregulierung von OSMR und FGFR1

im ischämischen Bereich von ICM Patienten (Abbildung 28 A) und im Infarktbereich bei

Mäusen sieben Tage nach einem akuten Myokardinfarkt (Abbildung 28 B) aber nicht im

nicht-ischämischen Bereich von ICM Patienten oder im nicht infarzierten Bereich bei Mäusen

(Abbildung 28 A + B).

Ausgehend von der Annahme, dass miR-1/133a mit den Rezeptoren Osmr und Fgfr1 in einer

Wechselwirkung zueinander stehen, wurde zum einen die relative Expression der miRNAs miR-1

und miR-133a und zum anderen die relative Expression der Rezeptoren OSMR und FGFR1

im Infarktbereich bei Mäusen sieben Tage nach einem akuten Myokardinfarkt untersucht. Die

qRT-PCR Analysen ergaben eine signifikant verringerte Expression von miR-1 (über 50 %,

p-Wert (miR-1, Infarktbereich vs. Nicht infarzierten Bereich): *** < 0,001) und miR-133a

(um die 40 %, p-Wert (miR-133a, Infarktbereich vs. Nicht infarzierten Bereich): ** < 0,01) im

Infarktbereich im Vergleich zum nicht infarzierten Bereich (Abbildung 29 A). Zudem konnte

auch eine Hochregulierung von OSMR und FGFR1 im Infarktbereich von Mäusen sieben Tage

nach einem akuten Myokardinfarkt mittels RT-PCR und Western Blot Analysen verifiziert

werden (Abbildung 29 B - E).
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Abbildung 28 – Die Osmr und Fgfr1 Expression ist im Infarktbereich und im ischämischen
Bereich von ICM Patienten erhöht.

(A+B) Immunfluoreszenzfärbung mit DAPI (blau), F-actin (grün) und Osmr (rot) oder Fgfr1
(rot) bei Patienten mit ischämischer Kardiomyopathie (ICM) (A; Maßstabsbalken = 30 µm)
und Mausherzen 7 Tage nach LAD-Ligation (B; Maßstabsbalken = 20 µm). Sowohl Osmr,
als auch Fgfr1 sind im Infarktbereich und im ischämischen Bereich der ICM Patienten im
Vergleich zu den jeweiligen Kontrollen (ischämischer Bereich vs. nicht ischämischer Bereich;
Infarktbereich vs. Nicht infarzierter Bereich) hochreguliert.

Dabei war die relative Expression von OSMR im Infarktbereich fünfmal höher als die relative

Expression von OSMR im nicht infarzierten Bereich (p-Wert: ** < 0,01). Im Falle von

FGFR1 war die relative Expression im Infarktbereich mehr als doppelt so hoch wie im nicht

infarzierten Bereich (p-Wert: * < 0,05; Abbildung 29 B). Im Western Blot wurden die Mengen

von OSMR (180 kDa) und FGFR1 (145 kDa) auf GAPDH (37 kDa) normalisiert. Die Analysen

ergaben dabei, dass die Menge an OSMR und FGFR1 im Infarktbereich im Vergleich zum

nicht infarzierten Bereich ebenfalls signifikant erhöht sind (p-Wert (OSMR): < 0,05; p-Wert

(FGFR1): ** < 0,01). Die Menge an OSMR im Infarktbereich war dabei fast dreimal so hoch

wie im nicht infarzierten Bereich. Die Menge an FGFR1 im Infarktbereich war fast viermal so

hoch wie im nicht infarzierten Bereich (Abbildung 29 C - E).
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Abbildung 29 – Die erhöhte Osmr und Fgfr1 Expression im Infarktbereich kann mit
anderen Nachweismethoden bestätigt werden.

(A) qPCR Analyse der mir-1 und mir-133a Expression in Mausherzen 7 Tage nach LAD-
Ligation zeigt eine deutliche Verringerung von miR-1 und mir-133a im Infarktbereich im
Vergleich zum nicht infarzierten Bereich (n = 7 pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter
zweiseitiger t-Test; p-Wert (miR-1): *** < 0,001; p-Wert (miR-133a): ** < 0,01). Die relative
Expression wurde auf U6 normalisiert. (B) RT-PCR Analysen von Mausherzen 7 Tage nach
LAD-Ligation zeigen eine erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 im Infarktbereich im
Vergleich zum nicht infarzierten Bereich (n = 7 pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter
zweiseitiger t-Test; p-Wert (SOMR): ** < 0,01; p-Wert (Fgfr1): * < 0,05). (C - E) Western
Blot Analysen der Expression von OSMR (C + D) und FGFR1 (C + E) im Infarktbereich
und nicht infarzierten Bereich von Mausherzen 7 Tage nach LAD-Ligation (n = 5 pro Gruppe;
Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert (SOMR): * < 0,05; p-Wert (Fgfr1):
** < 0,01) zeigen eine erhöhte Expression der Rezeptoren im Infarktbereich (I) im Vergleich
zum nicht infarzierten Bereich (N).
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Da qRT-PCR Analysen mit Proben von ICM Patienten problematisch sind, weil man den

ischämischen und nicht ischämischen Bereich nicht gut trennen kann, wurden für die Untersu-

chung der Wechselwirkung von miR-1/133a und den Rezeptoren OSMR und FGFR1 Proben

von Patienten mit dilativer Kardiomyopathie (DCM) untersucht. Als Kontrollgruppe wurden

Proben von Patienten mit Aortenstenose (AS) ohne Auffälligkeiten verwendet.

Die qRT-PCR Untersuchungen wiesen eine signifikant verringerte Expression von miR-1

und miR-133a in DCM Patienten auf im Vergleich zur Kontrollgruppe (p-Werte: ** < 0,01;

Abbildung 30 A + B). Im Gegensatz dazu war die Expression von Osmr tendenziell (p-Wert:

> 0,05, nicht signifikant) und die Expression von Fgfr1 signifikant erhöht (p-Wert: *** <

0,001; Abbildung 30 C + D). Diese Ergebnisse bestätigen eine Wechselwirkung zwischen

miR-1/133a mit den Rezeptoren Osmr und Fgfr1 und untermauern eine wichtige Rolle dieser

Wechselwirkung sowohl bei einer Herzinsuffizienz, als auch nach einem akuten Myokardinfarkt.

Abbildung 30 – Auch in DCM Patienten stehen die Rezeptoren und die miRNAs in
einer entgegengesetzten Beziehung zueinander.

(A+B) qPCR Analyse der miR-1 (A) und miR-133a (B) Expression bei Patienten mit dilatativer
Kardiomyopathie (DCM; n = 5) oder Aortenstenose (AS; n = 3) zeigen eine deutlich verringerte
Expression von miR-1 und miR-133a in DCM Patienten im Vergleich zu Patienten mit AS
(Kontrollgruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert: ** < 0,01).
(C+D) qPCR Analyse der Osmr (C) und Fgfr1 (D) Expression in DCM Patienten (n = 5)
und Patienten mit Aortenstenose (n = 3) zeigen eine erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1
in DCM (n = 5) Patienten im Vergleich zu Patienten mit Aortenstenose (n = 3; Mittelwert
± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Wert (OSMR): > 0,05, nicht signifikant; p-Wert
(FGFR1): *** < 0,001).
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4. Diskussion

4.1 Die Expression von Osmr und Fgfr1 in Kardiomyozyten wird von miR-

1/133a reguliert

Die Aufgabe des Herzens ist die Aufrechterhaltung des Herz-Kreislauf-Systems, um den Körper

somit einerseits mit Sauerstoff und wichtigen Nährstoffen zu versorgen, und andererseits

Stoffwechselabfälle zu beseitigen (Buckingham, Meilhac et al. 2005). Um dies zu ermöglichen

muss es regelmäßig kontrahieren wofür differenzierte Kardiomyozyten grundlegend sind. Um

diesen funktionsfähigen und kontraktilen Zustand aufrecht zu erhalten, spielen zum einen die

Genregulation eine wichtige Rolle, da durch die Expression spezifischer Gene verschiedens-

te Zelltypen und Zellfunktionen definiert und somit biologische Prozesse gesteuert werden

können, und zum anderen die posttranskriptionelle Regulation durch miRNAs im Herzen

(siehe 1.5.2). Allerdings fehlt es differenzierten Kardiomyozyten nach einem Myokardinfarkt

an ausreichendem Regenerationspotential weswegen es zu einer Narbenbildung kommt die,

je nach Grad des Myokardinfarktes zu einer chronischen Herzinsuffizienz führen kann (siehe

1.2). Daher wäre in solchen Fällen ein dedifferenzierter Zustand der Kardiomyozyten, wie

beispielsweise in neonatalen Kardiomyozyen, von Vorteil, um die Umstände eines Myokardin-

farktes besser zu überstehen und anschließend eine Regeneration einleiten zu können. Hierbei

spielen Osmr und Fgfr1, welche unter anderem die Dedifferenzierung und Proliferation von

Kardiomyozyten regulieren, eine wichtige Rolle. Dadurch ist es wichtig das Wissen bezüglich

des zugrundeliegenden Mechanismus von Osmr, Fgfr1 und des miR-1/133a Clusters zu vertiefen,

um somit die Bedeutung dieser Komponenten im speziellen für die Transkriptionsregulation

der Kardiomyozyten zu erörtern.

OSMR wird durch OSM aktiviert und reguliert die Dedifferenzierung der adulten Kardiomyozy-

ten über die Aktivierung des MEK/ERK-Signalweges. Zusätzlich kommt es zu einer Erhöhung

der Zellzyklusaktivität und einer erhöhten Resistenz gegenüber hypoxischen Bedingungen,

welches allesamt Faktoren sind, die das Myokard bei einem akuten Myokardinfarkt vorüberge-

hend schützen (Kubin, Poling et al. 2011, Hu, Zhang et al. 2017, Stawski and Trojanowska
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2019). FGFR1 hingegen wird durch FGF´s aktiviert und unterstützt den Wiedereintritt von

Kardiomyozyten in den Zellzyklus (Dell’Era, Ronca et al. 2003, Engel, Hsieh et al. 2006, Feng,

Niu et al. 2013, Novoyatleva, Sajjad et al. 2014, Itoh, Ohta et al. 2016, Krejci, Pesevski et al.

2016). Im Zebrabärbling unterstützt der FGFR1 sogar die Regeneration des Myokards (Poss

2007).

Im Verlauf dieser Arbeit wurden potentielle Bindestellen für miRNAs analysiert um somit

posttranskriptionelle Regulationsprozesse für Osmr und Fgfr1 identifizieren zu können. Dabei

konnte eine Bindestelle für miR-1 innerhalb der 3´UTR von Osmr und zwei Bindestellen für

miR-133a innerhalb der 3´UTR von Fgfr1 identifiziert und mittels Luziferase Assay validiert

werden. Die miRNAs miR-1 und miR-133a sind die im Herzen am häufigsten vorkommenden

miRNAs und spielen bei der pränatalen Herzentwicklung, durch die Inhibierung verschiedener

Zielgene, eine essenzielle Rolle (Zhao, Ransom et al. 2007, Liu, Bezprozvannaya et al. 2008,

Heidersbach, Saxby et al. 2013, Wei, Peng et al. 2014). Mittels in vitro Untersuchungen

konnte in neonatalen Kardiomyozyten nach einer Transfektion mit miR-1 und miR-133a eine

signifikant verringerte Expression von Osmr und Fgfr1 nachgewiesen werden, was darauf

hindeutet, dass die miRNAs miR-1 und miR-133a die Expression der Rezeptoren OSMR und

FGFR1 posttranskriptionell unterdrücken können und dadurch die Dedifferenzierung und

Proliferation von Kardiomyozyten regulieren.

Im Falle einer akuten Verletzung oder Erkrankung des Herzens könnte der Verlust des differen-

zierten Zustandes eine Möglichkeit sein mit den pathologischen Veränderungen umzugehen. Bei

der genaueren Untersuchung der Wechselwirkung zwischen miR-1/133a und den Rezeptoren

OSMR und FGFR1 in vitro konnten wir zunächst, nach einer OSM oder FGF2 Stimulation

von adulten Rattenkardiomyozyten, eine erhöhte Expression von Markern nachweisen die in

Zusammenhang stehen mit dem Zellzyklus, der Fibrose und der Kontraktilität von Kardiomyo-

zyten. Eine Co-Stimulation mit OSM+FGF2 führte zudem, im Vergleich zu einer Behandlung

mit OSM oder FGF2 allein, zu einer Steigerung der Expression von α-SMA, ACTN1, ACTN4,

PCNA, MAD2 und sogar OSMR selbst. Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass OSM und

FGF2 für die Induktion der Dedifferenzierung von adulten Kardiomyozyten synergistisch
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wirken. Um die Annahme der Wechselwirkung zwischen miR-1/133a und den Rezeptoren

OSMR und FGFR1 im Weiteren zu validieren, wurde neben einer Co-Stimulation von adulten

Ratten Kardiomyozyten mit OSM+FGF2 zusätzlich auch miR-1/133a überexprimiert. Diese

Überexpression von miR-1/133a hob die Wirkung der Co-Stimulation von OSM+FGF2 in

adulten Ratten Kardiomyozyten nahezu auf, was die Annahme der Wechselwirkung bestätigte.

Da miRNAs im Allgemeinen aber eine große Anzahl von Zielgenen regulieren können, üben

auch miR-1/133a ihre Funktionen nicht ausschließlich über den OSMR und FGFR1 aus. Daher

wurde nach weiteren putativen Zielgenen gesucht und neben der Hochregulation von Osmr und

Fgfr1 auch eine Hochregulation von schon bekannten miR-1/133a Zielgenen wie Myocardin

und Kcnmb1 (Wystub, Besser et al. 2013) nachgewiesen. Auch eine Hochregulation von noch

unbekannten Zielgenen wie Myotrophin, welches unter anderem neben der Bindung von Aktin

(Bhattacharya, Ghosh et al. 2006), auch die Stimulierung des Myozytenwachstums durch

nukleare Translokation von p65 induziert (Das, Gupta et al. 2008) und den Proteinen Cnn1

und Cnn2, welche in embryonalen Kardiomyozyten exprimiert werden (Samaha, Ip et al. 1996),

und spezifisch in der glatten Muskulatur Aktin, Tropomyosin und Calmodulin binden (Strasser,

Gimona et al. 1993, Jin, Wu et al. 2003) konnte nachgewiesen werden. Da diese Zielgene im

Zuge dieser Arbeit jedoch nicht weiter untersucht wurden, kann man nicht ausschließen, dass

diese auch eine mögliche Rolle bei der Dedifferenzierung von adulten Kardiomyozyten spielen.

Neben den bereits erwähnten putativen Bindestellen konnte für miR-1 innerhalb der 3‘UTR

von Runx1 eine weitere potentielle Bindestelle nachgewiesen werden. Da Runx1 nicht nur als

Dedifferenzierungsmarker von Kardiomyozyten bekannt ist (Zhang, Ma et al. 2016, Riddell,

McBride et al. 2020), sondern in Kardiomyozyten auch durch OSM induziert wird (Kubin,

Poling et al. 2011), wurde im Rahmen dieser Arbeit partiell auch die Funktion von Runx1

untersucht, indem Mausmodelle generiert wurden, bei denen neben den miR-1/133a Gencluster

auch Runx1 (tKO (Rx)) konditionell inaktiviert wurde. Allerdings normalisierte die zusätzliche

Inaktivierung von Runx1 im Gegensatz zu einer zusätzlichen Deletion von Osmr oder Fgfr1,

kaum Gene, welche durch den Verlust von miR-1/133a in den dKO Tieren hochreguliert

wurden. Weiterhin konnten die Transkriptomanalysen durch immunhistochemische Färbungen
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unterstüzt werden, da auch diese keinerlei Unterschiede zwischen dKO und tKO (Rx) Herzen

aufzeigten. Diese Ergebnisse unterstützen die Schlussfolgerung, dass miR-1/133a den differen-

zierten Zustand von adulten Kardiomyozyten auf Grund der Inhibierung von Osmr und Fgfr1

aufrechterhalten.

4.2 Die erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 nach Verlust von miR-1/133a

aktiviert den MEK-ERK Signalweg

Um die zuvor erlangten in vitro Ergebnisse zu Überprüfen, musste die Funktion von miR-1/133a

in Kardiomyozyten in vivo untersucht werden. Da aber ein Komplettverlust beider miR-1/133a

Cluster eine embryonale Letalität zur Folge hat (Wystub, Besser et al. 2013) wurden miR-1

und miR-133a, welche eine funktionelle Einheit bilden (Wystub, Besser et al. 2013), bisher nur

separat untersucht (Zhao, Ransom et al. 2007, Liu, Bezprozvannaya et al. 2008, Heidersbach,

Saxby et al. 2013, Wei, Peng et al. 2014). Daher wurde für die in vivo Experimente der

vorliegenden Arbeit ein herzspezifischer Verlust beider miR-1/133a Gencluster im Mausmodell

generiert (dKO). Diese dKO Tiere wiesen im Vergleich zu WT Tieren drei Wochen nach der

ersten Tamoxifen Injektion mittels qRT-PCR Analysen eine erhöhte Expression von Osmr und

Fgfr1 in Kardiomyozyten auf aber nicht in Nicht-Kardiomyozyten. Um zusätzlich die Rolle

von Osmr und Fgfr1 im adulten Myokard nach Verlust von miR1/133a zu klären, wurden

Mausmodelle generiert, bei denen neben den miR-1/133a Gencluster auch Osmr (tKO (OR))

oder Fgfr1 (tKO (FR1)) konditionell inaktiviert wurden. Mittels Western Blot Analysen konnte

die starke Hochregulation von Osmr und Fgfr1 in dKO Herzen bestätigt werden. Zudem

wurde mittels Western Blot auch die Effizienz der Inaktivierung der jeweiligen Gene in tKO

Herzen untersucht. Die Analysen ergaben im Falle von Osmr eine effiziente und signifikante

Inaktivierung von Osmr in tKO (OR) Herzen im Vergleich zu WT und dKO Tieren. Im Falle

von Fgfr1 ergaben die Analysen eine wesentliche Reduktion von FGFR1 in tKO (FR1) Herzen

im Vergleich zu dKO Herzen. Im Vergleich zu WT Herzen, war die Menge an Fgfr1 in tKO

(FR1) Tieren jedoch erhöht. Dies kann damit begründet werden, dass im adulten Herzen zwar

vorwiegend der FGFR1 in Kardiomyozyten exprimiert wird, dieser aber mit den anderen drei

Tyrosinkinase-FGF-Rezeptoren (FGFR2, FGFR3, FGFR4) eine hohe Homologie aufweist (Itoh
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and Ornitz 2004, Dai, Zhou et al. 2019), welche ebenfalls in sehr geringen Mengen im adulten

Herzen exprimiert werden (Fon Tacer, Bookout et al. 2010). Daher kann eine Kreuzreaktivität

des für den Western Blot verwendeten FGFR1 Antikörpers mit den anderen FGFRs oder die

FGFR1 Expression in Nicht-Kardiomyozyten nicht vollständig ausgeschlossen werden.

Die Aktivierung der Osmr und Fgfr1 Expression nach einem Verlust von miR-1/133a führte,

neben der Hochregulation von OSMR und FGFR1, auch zu einer erhöhten ERK-Aktivität,

welche für eine OSM-vermittelte Dedifferenzierung von Kardiomyozyten eine wichtige Rolle

spielt (Kubin, Poling et al. 2011). Die erhöhte ERK-Aktivität in dKO Herzen wurde nach einer

zusätzlichen Deletion von Osmr oder Fgfr1 normalisiert was darauf hindeutet, dass der Anstieg

an pERK in dKO Tieren auf den Verlust von miR-1/133a und die damit verbundene erhöhte

Expression von OSMR und FGFR1 zurückzuführen ist. Eine Inhibition des ERK-Signalweges

mit UO126 normalisierte ebenfalls die Expression der meisten hochregulierten Gene der dKO

Herzen und zeigte im Wesentlichen die gleichen Auswirkungen wie die der zusätzlichen Deletion

von Osmr oder Fgfr1 in tKO Herzen. Obwohl es nach einer Bindung von OSM oder FGF zu

einer Aktivierung mehrerer unterschiedlicher Signalwege kommt (Lutticken, Wegenka et al.

1994, Schiemann, Bartoe et al. 1997, Hermanns, Radtke et al. 2000, Wang, Robledo et al. 2000,

Negoro, Oh et al. 2001, Radtke, Hermanns et al. 2002, Ornitz and Itoh 2015), scheint bei der

miR-1/133a vermittelten Inhibition von OSMR und FGFR1 jedoch der ERK-Signalweg eine

zentrale Rolle zu spielen. Dies konnte nicht nur durch die gleichen Auswirkungen der UO126

Inhibition in dKO Herzen und der Auswirkungen in tKO Herzen gezeigt werden, sondern auch

durch Transkriptomanalysen (GSEA) die in dKO Herzen nur eine minimal erhöhte Aktivität

des Hippo-, Notch-, Wnt- und des JAK/STAT-Signalweges aufzeigten, die jedoch im Vergleich

zu WT Herzen nicht signifikant verändert waren.

4.3 Nach Verlust von miR-1/133a kommt es zu einer erhöhten Zellzyklusak-

tivität der adulten Kardiomyozyten

Kurz nach der Geburt geht das Proliferationspotential von Kardiomyozyten bei Säugetieren

verloren (Bergmann, Bhardwaj et al. 2009). In Mäusen stoppt die Proliferation der Kardiomyo-



4. Diskussion 119

zyten fünf Tage nach der Geburt. Ab diesem Zeitpunkt kommt es zur Bildung von zweikernigen

und polyploiden Kardiomyozyten, da in den Kardiomyozyten bis zu einem gewissen Grad

eine DNA-Replikation und Karyokinese stattfindet aber keine Cytokinese mehr (Li, Wang

et al. 1996, Liu, Yue et al. 2010, Zhang, Li et al. 2010). Dieser Prozess dauert ungefähr bis

zur dritten postnatalen Woche an. Ab da sind etwa 80 - 90% der Kardiomyozyten binukleär

(Ahuja, Sdek et al. 2007). Grund hierfür ist die Reifung der Kardiomyozyten bei der es unter

anderem zu einer Veränderung der Zellstruktur, des Metabolismus, der Genexpression und

vor allem Funktion kommt (Guo and Pu 2020). Nur so kann gewährleistet werden, dass

differenzierte adulte Kardiomyozyten, welche grundlegend für die Kontraktion des Herzens

sind, ihrer Funktion gewachsen sind.

Da in den vorhergehenden in vitro Untersuchungen nachgewiesen werden konnte, dass eine

Überexpression von miR-1/133a die erhöhte Expression einiger Dedifferenzierungs- und Zellzy-

klusmarker, welche durch eine Co-Stimulation mit OSM+FGF2 hervorgerufen wurden, nahezu

aufhob, stellte sich die Frage, ob ein Verlust von miR-1/133a eine gegensätzlichen Wirkung

zur Folge hat.

Nach einem Verlust von miR-1/133a in vivo konnte in dKO Herzen mittels Transkriptomanalyse

eine Anreicherung von Genen nachgewiesen werden, welche eine wichtige Rolle während des

Zellzyklus und der Zellteilung spielen. Dabei spielt die translationale Regulation der Gene

die für die Zellzyklusprogression verantwortklich ist eine wichtige Rolle (Stumpf, Moreno

et al. 2013). Da die Transkriptomanalysen jedoch mit ganzen Herzen durchgeführt wurden,

liefern diese keine genaue Aussage darüber, ob die transkriptionellen Veränderungen tatsächlich

auch von adulten Kardiomyozyten ausgehen oder nicht. Um diese Frage zu klären, wurde die

Expression verschiedenster Zellzyklusmarker mittels qRT-PCR in isolierten Kardiomyozyten

untersucht und mit Nicht-Kardiomyozyten, welche eine Gruppe von anderen Zelltypen des

Herzens, wie beispielsweise Fibroblasten oder Endothelzellen, zusammenfassen, verglichen.

Dabei konnte im Vergleich zu WT Kardiomyozyten ausschließlich in dKO Kardiomyozyten eine

erhöhte Expression von Genen festgestellt werden, welche in unterschiedlichsten Phasen (G1/0,

S, G2) des Zellzyklus eine Rolle spielen. Dahingegen konnte in dKO Nicht-Kardiomyozyten im
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Vergleich zu WT Nicht-Kardiomyozyten keinerlei erhöhte Expression nachgewiesen werden.

Diese Ergebnisse deuten darauf hin, dass die transkriptionellen Veränderungen der erhöhten

Genexpression von Genen, welche eine Rolle während des Zellzyklus und der Zellteilung

spielen tatsächlich von dKO Kardiomyozyten ausgeht und diese somit einen proproliferativen

Phänotyp aufweisen. Um zu untersuchen, ob diese proproliferativen Kardiomyzyoten jedoch

auch wirklich in den Zellzyklus eintreten, wurde adulten dKO Tieren EdU injiziert, welches

als Thymidin Analog während der DNA-Synthese eingebaut wird (Chehrehasa, Meedeniya et

al. 2009), und mittels Immunfluoreszenzfärbung detektiert werden kann. Nach der Isolation

der Kardiomyozyten konnte nur in dKO Kardiomyozyten ein Einbau von EdU nachgewiesen

werden, was darauf hindeutet, dass diese proproliferativen dKO Kardiomyozyten tatsächlich

in den Zellzyklus eintreten. Da auf einen Wiedereintritt in den Zellzyklus bei Kardiomyozyten

nicht automatisch auch eine Zellteilung folgt (Li, Wang et al. 1996, Liu, Yue et al. 2010), stellte

sich die Frage, ob die proproliferative Eigenschaften der dKO Kardiomyzyten ausreichend für

eine Zellteilung ist.

Hinweise hierfür lieferte zum einen die erhöhte Expression von Anilin, ein Protein, das an

der Cytokinese beteiligt ist (Field and Alberts 1995, Oegema, Savoian et al. 2000, Piekny

and Glotzer 2008), und zum anderen eine allgemein erhöhte Anzahl von mononukleärer

Kardiomyozyten in dKO Herzen. Weiterhin war der Großteil der EdU+ dKO Kardiomyzyten

mononukleär.

Um nun die Zellteilung in dKO Kardiomyozyten zu untersuchen, wurden Aurora B Färbun-

gen durchgeführt. Jedoch konnte trotz erhöhter DNA-Synthese keinerlei Aurora B Färbung

nachgewiesen werden. Dies kann entweder daran liegen, dass im Allgemeinen eine zu geringe

Menge an dKO Kardiomyozyten DNA-Synthese betreiben (ca. 0,25 %), was den Nachweis einer

eventuell folgende Zellteilung erschwert oder es den dKO Kardiomyzyten an noch unbekannten

bestimmten Signalen fehlt eine Zellteilung wirklich durchzuführen.
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4.4 Der Verlust von miR-1/133a führt zu einer Dedifferenzierung von Kardio-

myozyten und einer veränderten Expression von extrazellulären Matrixgenen

In adulten Kardiomyozyten wird eine Proliferation durch eine Dedifferenzierung der Zelle

unterstützt (Zhang, Li et al. 2010). Da durch vorangegangenge Ergebnisse ein proproliferativer

Zustand der dKO Kardiomyozyten nachgewiesen werden konnte, wurde aufbauend auf diese

Ergebnisse untersucht, wie sich die erhöhte Aktivität von Osmr und Fgfr1 nach Verlust von

miR-1/133a auf die Dedifferenzierung von adulten Kardiomyozyten auswirkt. Bereits während

der Untersuchungen der EdU Inkorporation wiesen dKO Kardiomyozyten Anzeichen einer

Dedifferenzierung auf, welche sich durch eine verminderte cTnT- Färbung und einem Verlust der

Querstreifung auszeichnete. Mittels Tranksiptomanalysen konnte weiterhin eine Anreicherung

von Markergenen der glatten Muskulatur in dKO Kardiomyoyzten nachgewiesen werden, welche

durch immunhistochemische Färbungen, Western Blot Analysen und qRT-PCR Analysen

validiert wurden. In dKO Kardiomyozyten konnte somit zum einen eine erhöhte Expression von

ACTA2 nachgewiesen werden, welches im Grunde nur in glatten Muskelzellen und embryonalen

Kardiomyozyten exprimiert wird (Kubin, Poling et al. 2011, Guo, Li et al. 2015), und zum

anderen eine erhöhte Expression von MYH7, welches hauptsächlich während der pränatalen

Entwicklung von Mäusen exprimiert wird (Guo, Li et al. 2015). Da eine dauerhafte Expression

von MYH7 oder Genen der glatten Muskulatur sich nachteilig auf die Kontraktilität des

Herzens auswirkt, wurden die physiologischen Folgen eines dauerhaften miR-1/133a Verlustes

untersucht. Obwohl bei den Untersuchungen kurz nach der Tamoxifeninjektion kein klinischer

Phänotyp festgestellt werden konnte, kam es 50 Tage nach der Behandlung mit Tamoxifen zu

einer dilatativen Kardiomyopathie, welche sich durch dünnere Herzwände und eine massive

Vergrößerung der Atrien und Ventrikel auszeichnete. Im Gegensatz zu den Veränderungen der

Genexpression in Bezug auf den Zellzyklus oder des MEK/ERK Signalweges konnte jedoch

weder die Anreicherung von ACTA2 oder MYH7, noch die dilatative Kardiomyopathie durch

eine Inhbierung des MEK/ERK Signalweges mit UO126 oder durch eine zusätzliche Deletion

von Osmr oder Fgfr1 normalisiert werden. Dies deutet darauf hin, dass die miRNAs miR-1

und miR-133a die Expression der Gene, welche für die Kontraktilität des Herzens zuständig
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sind, über andere Wege als Osmr und Fgfr1 regulieren müssen. Eine Möglichkeit hierfür

wäre beispielsweise die Regulierung von Myocardin, SRF und Kcnmb1 durch miR-1/133a.

Frühere Studien konnten zeigen, dass es nach einem Verlust von miR-1/133a zu einer erhöhten

Expression von Myocardin, SRF und Kcnmb1 kommt, welche eine bedeutende Rolle bei der

Genexpression der glatten Muskulatur spielen (Wang, Wang et al. 2003, Heidersbach, Saxby

et al. 2013, Wystub, Besser et al. 2013). Dabei führt ein embryonaler Verlust von miR-1/133a

zu einer erhöhten Expression von Myocardin, das durch miR-1 reguliert wird, und Kcnmb1,

welches zum einen durch miR-133a reguliert wird und zum anderen auf transkriptioneller

Ebene auch durch Myocardin. Die Folgen sind eine fehlerhafte Herzentwicklung, die eine

embryonale Lethalität zur Folge hat (Wystub, Besser et al. 2013). Aufgrund dieser Ergebnisse

wurde in adulten Mäusen in weiteren Studien nur der Verlust von miR-1 oder miR-133a

untersucht. Auch nach einem Verlust von miR-1 allein konnte ein Zusammenhang von miR-1

und Myocardin nachgewiesen werden. Zudem konnte gezeigt werden, dass auch SRF von

miR-1/133a reguliert wird und das Zusammenspiel von miR-1/133a, SRF und Myocardin

zum einen die Genregulation der glatten Muskulatur in Säugetierherzen unterdrückt, und

zum anderen die Bildung der Sarkomere reguliert (Heidersbach, Saxby et al. 2013). Da die

in den Studien beschriebenen Phänotypen, wie beispielsweise die erhöhte Expression von

ACTA2 oder der Verlust der Sarkomerstruktur, dem Phänotyp unserer adulten miR-1/133a

dKO Tieren entspricht und in unseren Transkriptomdaten die Expression von Myocardin

in den dKO Tieren signifikant erhöht ist, welche auch nach einer Behandlung mit UO126

oder einer zusätzlichen Deletion von Osmr und Fgfr1 signifikant erhöht ist, kann man daraus

schließen, dass die Regulation der Gene, welche für die Kontraktilität des Herzens zuständig

sind, vermutlich durch Myocardin reguliert werden.

Ein weiteres wichtiges Anzeichen für eine Dedifferenzierung von Kardiomyozyten ist eine

Veränderung der Komposition der extrazellulären Matrix. Vergleicht man die Komposition

der extrazellulären Matrix von neugeborenen Mäusen mit der Komposition der extrzellulären

Matrix von adulten Tieren, weisen neugeborene Tiere eine vergleichsweise „elastischere“ ex-

trazelluläre Matrixkomposition im Herzen auf, welche die Regeneration des Herzens und die



4. Diskussion 123

Proliferation von Kardiomyozyten bei Verletzungen des neonatalen Herzens unterstützt (Wil-

liams, Quinn et al. 2014). Die extrazelluläre Matrixkomposition von adulten Herzen allerdings

ist vergleichsweise „steifer“ was auf die Differenzierung der Kardiomyozyten zurückzuführen ist

(Hortells, Johansen et al. 2019). Im Laufe der Untersuchungen konnte neben dem veränderten

Transkriptionsmuster von zellzyklusbezogenen Genen in dKO Herzen auch eine erhöhte Abla-

gerung von extrazellulären Matrixkomponenten festgestellt werden, die mit einer Veränderung

von Gensets einherging, welche im Zusammenhang mit der extrazellulären Matrix standen. Um

zu überprüfen ob die Veränderung der extrazellulären Matrix Gene auch auf Kardiomyozyten

zurückzuführen ist, wurde die Genexpression von Timp1, Col1a1, Col4a1, Lox, Ctgf und

Mmp2 in Kardiomyozyten und Nicht-Kardiomyozyten untersucht. Alle Gene waren in dKO

Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten stark erhöht. In Nicht-Kardiomyozyten

konnte zwar auch eine leichte Erhöhung der Expression von Col1a1, Lox und Mmp2 in dKO

Nicht-Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Nicht-Kardiomyozyten festgestellt werden, jedoch

waren die Gene in dKO Nicht-Kardiomyozyten bei weitem nicht so stark exprimiert wie in

dKO Kardiomyzyten und ist vermutlich auf doe paraktrine Aktivität von Kardiomyozyten

zurückzuführen.

Da die vorangegangenen Ergebnisse darauf hindeuten, dass ein Verlust von miR-1/133a und die

damit einhergehende verstärkte Expression von Osmr und Fgfr1 im adulten Herzen zu einem

eher neonatalen Phänotyp der Kardiomyozyten führt, wurde mittels Transkriptomanalysen die

Expression von Genen untersucht, welche repräsentativ für eine eher neonatale Zusammenset-

zung der extrazellulären Matrix sind. Die Transkriptomanalysen ergaben in dKO Herzen eine

Hochregulation der untersuchten Gene, welche durch eine Behandlung mit UO26 oder einer

zusätzlichen Deletion von Osmr oder Fgfr1 normalisiert wurden. Auffallend war insbesondere

die Hochregulation von Agrin und Periostin, zwei Proteine welche nicht nur repräsentativ

für eine neonatale Komposition der extrazellulären Matrix sind, sondern auch eine wichtige

Rolle bei der Regeneration des Herzens spielen (Bassat, Mutlak et al. 2017, Chen, Xie et al.

2017). Aufgrund mehrerer Studien, welche sich mit der Zusammensetzung der extrazellulären

Matrix im Zusammenhang mit der Herzregeneration auseinandersetzten (Hortells, Johansen et
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al. 2019, Silva, Pereira et al. 2020), könnte die veränderte Komposition der extrazellulären

Matrix nach einem Verlust von miR-1/133a die Regeneration des adulten Herzens nach einer

Verletzung wie beispielsweise einem Myokardinfarkt unterstützen.

4.5 Die erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 nach Verlust von miR-1/133a

führt zu einer Änderung des Metabolismus

Während der Entwicklung des Herzens kommt es nicht nur zu einem Verlust der Proliferati-

onsfähigkeit und finalen Differenzierung von Kardiomyozyten, sondern auch zu Veränderungen

des Energie-Metabolismus. In der frühen Entwicklung des Herzens betreiben Kardiomyozyten

vermehrt einen glykolytischen Stoffwechsel, während bei differenzierten Kardiomyozyten der

Stoffwechsel von Glykolyse auf die β-Oxidation von Fettsäuren umgestellt wird. Begründet

wird dies unter anderem durch die Veränderung der Aufgabe und Nährstoffverfügbarkeit des

adulten Herzens (Guo and Pu 2020).

Da ein Verlust von miR-1/133a zu einer Veränderung der extrazellukären Matrixkomposition

führt, welche einhergeht mit der Dedifferenzierung von Kardiomyozyten und deren Wiederein-

tritt in den Zellzyklus, wurde die Annahme untersucht, dass es auf Grund des eher neonatalen

Phänotyps der dKO Kardiomyozyten auch zu metabolischen Veränderungen kommt. Mittels

Transkriptomanalysen konnte in dKO Kardiomyozyten eine verringerte Expression von Genen

festgestellt werden, welche eine Rolle beim Fettstoffwechsel und der β-Oxidation von Fettsäuren

spielen, während die Expression von Genen die im Zusammenhang mit der Glykolyse stehen

hochreguliert war. Die Transkriptomanalysen wurden durch weitere metabolomische Analysen

unterstützt indem diese neben der Herunterregulation des Fettsäurestoffwechsels auch eine

stark reduzierte Konzentration von Acyl-CoA aufzeigten. Zudem konnte auch ein Anstieg

von freien Aminosäuren festgestellt werden, welche vermutlich auf die reduzierte oxidative

Phrosphorylierung in dKO Kardiomyozyten zurückzuführen ist. Da eine Herunterregulation des

Fettstoffwechsels nicht automatisch mit einem Anstieg der Glykolyse verbunden ist, wurde in ei-

nem Experiment die oxidative und glykolytische Aktivität von isolierten dKO Kardiomyozyten

untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass es, neben einer Abnahme der Fettsäureoxidation,
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auch zu einem Anstieg der Glykolyse kommt. Diese Ergebnisse unterstützten die Annahme,

dass es in adulten dKO Kardiomyozyten zu einer Veränderung des Metabolismus kommt,

welcher dem Metabolismus von unreifen Kardiomyozyten ähnelt.

Einige Studien, die sich mit dem Metabolismus von Kardiomyozyten im Zusammenhang mit

der Regeneration des Herzens befassen, zeigen, dass sich eine Hemmung des Fettstoffwechels

(Lim 2020) oder eine Stimulation der Glykolyse sich nicht nur positiv auf die Proliferation von

Kardiomyzyten auswirkt, sondern auch auf die Regeneration des Herzens (Fukuda, Marin-Juez

et al. 2020, Martik 2020, Bae, Paltzer et al. 2021). Dabei reduziert der Wechsel von der

β-Oxidation von Fettsäuren hin zur Glyskolyse den Sauerstoffverbrauch, was eine Veränderung

der Sarkomerstruktur zur Folge hat (Bayeva and Ardehali 2010). Diese Studien stimmen mit

unseren Daten überein und führen zu der Annahme, dass die metabolischen Veränderungen

der dKO Kardiomyzyten, neben der Dedifferenzierung und Veränderung der extrazellulären

Matrixkomposition, zum proproliverativen Zustand der dKO Kardiomyozyten beitragen.

Dabei scheinen die metabolischen Veränderungen unseren Studien nach abhängig von der

Hochregulation von Osmr und Fgfr1 zu sein, da eine zusätzliche Deletion von Osmr oder Fgfr1

die metabolischen Veränderungen wieder normaliserte.

4.6 Der Verlust von miR-1/133a führt zu einer erhöhten Hypoxieresistenz

und zu einer kleineren Narbe nach einem Myokardinfarkt

Die Dedifferenzierung von dKO Kardiomyozyten, welche einhergeht mit einer reduzierten

Expression kontraktiler Proteine, und der metabolischen Veränderung von der β-Oxidation

von Fettsäuren hin zur Glyskolyse lässt darauf schließen, dass die dKO Kardiomyozyten im

Vergleich zu WT Kardiomyozyten eine erhöhte Hypoxieresistenz aufweisen könnten. Diese

Annahme wurde mittels isolierten Kardiomyozyten untersucht die für 18 Std. hypoxischen

Bedingungen ausgesetzt wurden. Mittels Zellviabilitätsassays konnte nach Hypoxie in dKO

Kardiomyozyten im Vergleich zu WT Kardiomyozyten eine signifikant geringere Menge an

toten Zellen nachgewiesen werden. Eine zusätzliche Deletion von Osmr oder Fgfr1 führte nach

Hypoxie zu einer erhöhten Anzahl von toten Zellen im Vergleich zu dKO Kardiomyozyten.
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Diese Ergebnisse unterstützten die vorausgegangene Annahme, dass dKO Kardiomyozyten

eine erhöhte Hypoxieresistenz aufweisen. Auch im Falle der zusätzlichen Deletion von Osmr

oder Fgfr1 stimmen die Ergebnisse mit vorherigen Daten überein. Da in den vorangegangenen

Untersuchungen eine zusätzliche Deletion von Osmr oder Fgfr1 sowohl die erhöhte Expression

der Gene, welche für die Dedifferenzierung von Kardiomyozyten eine Rolle spielen, als auch

die metabolischen Veränderungen von der β-Oxidation von Fettsäuren hin zur Glyskolyse

normalisierte, war keine erhöhte Hypoxieresistenz zu erwarten.

Eine Behandlung von adulten WT Kardiomyozyten mit Etomoxir 12 Std. bevor diese hypoxi-

schen Bedingungen ausgesetzt wurden, verbesserte die Hypoxieresistenz und führte zu einer

geringeren Anzahl toter Zellen in Etomoxir behandelten WT Kardiomyozyten im Vergleich

zu unbehandelten Kardiomyozyten. Dabei war die Anzahl toter Zellen in Etomoxir behan-

delten WT Kardiomyozyten jedoch vergleichsweise höher als die Anzahl toter Zellen in dKO

Kardiomyozyten. Dies lässt vermuten, dass die Etomoxir behandelten WT Kardiomyozyten

aufgrund der reduzierten Fettsäureoxidation zwar dem Phänotyp der dKO Kardiomyozyten

ähneln, jedoch eine Reduktion der Fettsäureoxidation allein nicht ausreicht, um eine ähnlich

gute Hypoxieresistenz wie die der dKO Kardiomyozyten aufzuweisen.

Bei einer genaueren Untersuchung des Zelltodes konnte keinerlei Unterschied in Bezug auf

Apoptose nachgewiesen werden, jedoch konnte eine signifikante Verringerung der Nekrose

festgestellt werden, was darauf hindeutet, dass die erhöhte Anzahl lebender Zellen in dKO

Kardiomyozyten unter hypoxischen Bedingungen nicht von einem programmierten Zelltod

abhängig ist. Obwohl Studien zeigen, dass unter hypoxischen Bedingungen und bei Herzinsuffi-

zienzen sowohl Apoptose, als auch Nekrose eine Rolle spielen können (Chiong, Wang et al.

2011), sprechen neben den Ergebnissen des Apoptose und Nekrose Assays weitere Punkte dafür,

dass der Unterschied in der Anzahl toter Zellen in unserem Falle nicht auf eine Veränderung in

Bezug der Apoptose zurückzuführen ist, da auch mit Western Blot Analysen sowohl Caspase 3

als auch Parp untersucht wurde und keinerlei Unterschiede zwischen dKO Kardiomyozyten

und WT Kardiomyozyten nachgewiesen werden konnte.
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Fasst man die bisherigen Ergebnisse zusammen, führt ein Verlust von miR-1/133a zu einer

Dedifferenzierung von Kardiomyozyten die einhergeht mit einem Wiedereintritt in den Zellzy-

klus und einem veränderten Metabolismus. All diese Veränderungen tragen zu einer erhöhten

Hypoxieresistenz bei und ähneln dem Phänotyp von unreifen Kardiomyozyten. Daher könnte

sich ein Verlust von miR-1/133a nach einem Myokardinfarkt positiv auf die Regeneration und

Funktion des Herzens auswirken. Jedoch führt ein miR-1/133a Verlust auf Dauer zu einer

dilatativen Kardiomyopathie, die durch eine zusätzliche Deletion von Osmr oder Fgfr1 nicht

verhindert werden konnte. Um aber die putativen positiven Auswirkungen des dKO Phänotypes

auf die Regeneration des Herzens zu untersuchen, wurden miR-1/133a mittels LNA-Injektion

in sKO Tieren nicht dauerhaft, sondern vorübergehend inhibiert. Die immunhistochemischen

Analysen ergaben im Vergleich zu WT Tieren einen ca. 50 % kleineren Infarktbereich in sKO

Tieren denen eine Woche vor dem Myokardinfarkt zusätzlich noch LNA injiziert wurden. Im

Vergleich dazu konnte in sKO Tieren, denen zuvor keine LNAs injiziert wurden im Vergleich

zu WT Tieren keine Unterschiede in der Infarktgröße festgestellt werden. Dies liegt vermutlich

daran, dass sKO Tiere keine offensichtlichen Veränderungen in der Kardiomyozytenphysiologie

aufweisen (Besser, Malan et al. 2014) und das neben dem Knockout eines Clusters eine zusätz-

liche Inhibierung der durch das zweite miR-1/133a Clusters exprimierten miRNAs durch LNAs

notwendig ist, um eine postive Auswirkung auf die Regeneration und Funktion des Herzens zu

erzielen.

Auch wenn sich ein vorübergehender Verlust von miR-1/133a positiv auf die Regeneration des

Herzens auswirkt, ist nicht sicher, ob das auch auf die Wechselwirkung zwischen den miRNAs

und den Rezptoren zurückzuführen ist. Daher wurden die Expressionen von miR-1/133a

und den Rezeptoren OSMR und FGFR1 nach einem Myokardinfarkt bei Mäusen und bei

verschiedenen Erkrankungen des humanen Herzens in humanen Proben von Patienten mit

ischämischer Kardiomyopathie (ICM) und Patienten mit dilatativer Kardiomyopathie (DCM)

untersucht.

Mittels Immunhistochemischen Untersuchungen konnte eine Hochregulation von OSMR und

FGFR1 sowohl im ischämischen Bereich von ICM Patienten, als auch im Infarktbereich bei
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Mäusen sieben Tage nach einem akuten Myokardinfarkt nachgewiesen werden, welche weiterhin

durch RT-PCR und Western Blot Analysen verifiziert werden konnten. Im nicht-ischämischen

Bereich von ICM Patienten und im nicht infarzierten Bereich bei Mäusen konnte zudem

keinerlei Hochregulation von OSMR oder FGFR1 nachgewiesen werden. Diese Ergebnisse

deuten auf eine wichtige Rolle von Osmr und Fgfr1 sowohl bei einer Herzinsuffizienz als auch

nach einem akuten Myokardinfarkt hin. Da Osmr als auch Fgfr1 nach einem Myokardinfarkt

gerade in der Grenzzone stark exprimiert sind deutet dies darauf hin, dass die Kardiomyozyten

versuchen bei bestimmten pathologischen Bedingungen eine Dedifferenzierung einzuleiten,

um so eine verbesserte Resistenz gegenüber widrigen Bedingungen zu erlangen. Dabei ist

die Hochregulation von OSMR und FGFR1 größtenteils auf positive Rückkopplungsschleifen

zurückzuführen, bei denen die Konzentration der Rezeptoren simultan mit der Konzentration

des entsprechenden Liganden ansteigt (Kubin, Poling et al. 2011).

Weiterhin konnten wir in der Grenzzone des Infarktbereiches und in DCM Patienten neben

der Hochregulation von OSMR und FGFR1 eine Runterregulation von miR-1 und miR-133a

feststellen (Bostjancic, Zidar et al. 2009, Danowski, Manthey et al. 2013, Ferreira, Frade et al.

2014), welche die vorangegangenene Annahme einer Wechselwirkung zwischen den miRNAs

und den Rezeptoren unterstützt.

4.7 Wissenschatfliche Erkenntnisse und Ausblick

Mit den Ergebnissen dieser Arbeit konnte nachgewiesen werden, dass die miRNAs miR-1

und miR-133a durch die Inhibierung von Osmr und Fgfr1 den differenzierten Zustand von

Kardiomyozyten aufrechterhalten. Zusammenfassend verändern sich die im Herzen ablaufenden

Prozesse nach einem Verlust von miR-1/133a in Richtung eines fetalen Genprogramms. Dabei

kommt es nicht nur zu einer Dedifferenzierung der adulten Kardiomyozyten, sondern auch zu

einer erhöhten Zellzyklusaktivität, einer veränderten Komposition der extrazellulären Matrix

und einer erhöhten Hypoxieresistenz. Ein langfristiger Verlust von miR-1/133a hat allerdings

eine dilatative Kardiomyopathie zur Folge, während sich ein kurzfristiger Verlust positiv auf

die Regeneration des Herzens nach einem Myokardinfarkt auswirkt (Abbildung 31). Hierbei
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scheinen die durch den Verlust von miR-1/133a induzierten zellulären Veränderungen während

der Zeit der Verletzung wirksam zu werden, was wahrscheinlicher für eine Schutzfunktion des

umprogrammierten Metabolismus und der extrazellulären Matrix spricht, als für vorteilhafte

Effekte des Wiedereintritts in den Zellzyklus dedifferenzierter Kardiomyozyten. Weiterhin

konnte sieben Tage nach einem Myokardinfarkt bei Mäusen eine verringerte Expression von

miR-1/133a im Infarkbereich, im Vergleich zum nicht infarzierten Bereich, nachgewiesen

werden, während die Expression von Osmr und Fgfr1 im Infarktbereich erhöht war. Dies lässt

auf eine Wechselwirkung von miR-1/133a und den Rezeptoren Osmr und Fgfr1 schließen.

Zudem konnte diese Wechselwirkung auch in Patienten mit einer ischämischen oder dilatativen

Kardiomyopathie nachgewiesen werden. Diese Ergebnisse könnten dafür sprechen, dass diese

Wechselwirkung bei Herzerkrankungen eine essenzielle Rolle spielt. Zieht man dabei die

positiven Auswirkungen eines kurzfristigen miR-1/133a Verlustes in Betracht, scheint es

offensichtlich ein Zeitfenster zu geben, bei dem der Verlust von miR-1/133a therapeutisch

genutzt werden könnte. Dabei müsste die Inhibierung von miR-1/133a jedoch vor einem

Myokardinfarkt erfolgen, um den differenzierten Kardiomyozyten somit ausreichend Zeit zu

geben sich in Richtung eines fetalen Genprogramms umzustellen. Erfolgt die Inhibierung

verspätet käme es vermutlich zu keiner Verbesserung der Regeneration des Herzens nach einem

Myokardinfarkt.

Weitere Untersuchungen zeigten, dass eine Behandlung mit dem MEK/ERK Inhibitor UO126

oder eine zusätzliche Deletion von Osmr und Fgfr1 die charakteristische Signatur des neona-

talen Phänotyps der dKO Kardiomyozyten aufhob, was darauf hindeutet, dass die neonatal

ähnliche Komposition der extrazellulären Matrix, die Dedifferenzierung und die erhöhte Zellzy-

klusaktivität eng miteinander verbunden sind.

Jedoch konnte in dieser Arbeit die Funktion von miR-1/133a im Herzen nur partiell gelöst

werden, was zu weiteren Fragen führt, die nicht vollständig geklärt wurden. Im Falle der

erhöhten Zellzyklusaktivität konnte zwar neben der erhöhten DNA-Synthese auch eine erhöhte

Expression von Zellzyklusgenen und Anilin, welches bei der Cytokinese beteiligt ist, nachgewie-

sen werden, jedoch keinerlei Aurora B Färbung. Somit hängt die erhöhte Zellzyklusaktivität
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der dKO Kardiomyozyten nicht automatisch mit einer Zellteilung zusammen. Allerdings konn-

te die Effizienz der Zellzyklusaktivität in dKO Kardiomyozyten mittels Agrin Behandlung

gesteigert werden. Dies deutet darauf hin, dass der Verlust von miR-1/133a zu einer erhöhten

Zellzyklusaktivität führt deren Effizienz durch proproliferative Behandlung verstärkt werden

kann aber letztlich essenzielle Signale fehlen, welche zu einer anschließenden Zellteilung führen

würden. Dahingehend könnten sich zukünftige Untersuchungen damit auseinandersetzen den

dedifferenzierten Zustand der dKO Kardiomyozyten zu nutzen um mittels der notwendigen

proproliferativen Stimulation eine Zellteilung zu induzieren.

Ein weiterer Punkt, der genauer untersucht werden müsste, wäre die Resistenz der dKO

Kardiomyozyten gegenüber hypoxischen Bedingungen. Die bisherigen Untersuchungen zeigten,

dass die erhöhte Hypoxieresistenz der Kardiomyozyten nach einem Verlust von miR-1/133a

nicht auf eine Veränderung in Bezug der Apoptose zurückzuführen ist, sondern auf eine

Verringerung der Nekrose. Diese Ergebnisse liefern zwar erste Hinweise in Bezug auf die

„Schutzwirkung“ des Verlustes von miR-1/133a, allerdings wäre eine genauere Untersuchung

wie beispielsweise in Bezug auf Autophagozytose, Mitochondrien oder potentielle Regulatoren

(z.B Gene, Proteine, Moleküle etc.) erstrebenswert.

Da die miRNAs miR-1 und miR-133a im Herzen abundant sind, wäre auch die Untersuchung

anderer putativer Zielgene interessant. Neben Osmr und Fgfr1 konnten weitere noch unbekannte

putative Zielgene nachgewiesen werden. Da diese Zielgene im Zuge dieser Arbeit jedoch nicht

weiter untersucht wurden, ist nicht geklärt welche Rolle das Zusammenspiel dieser Gene mit

miR-1/133a in Kardiomyozyten spielt.

Zusammenfassend könnte eine umfassendere Analyse putativer synergistischer Effekte von

einem miR-1/133a Verlust in Kardiomyozyten Antworten in Bezug auf die Transkriptions-

regulation und Aufrechterhaltung des differenzierten Zustandes von Kardiomyozyten liefern,

welche widerum bei Herzerkrankungen in Zukunft therapeutisch genutzt werden könnten.
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Abbildung 31 – Die Repression von Osmr und Fgfr1 durch miR-1 und miR-133a
verhindert die Dedifferenzierung von Kardiomyozyten und den Zellzykluseintritt im
adulten Herzen.

Die Aktivierung von OSMR und FGFR1 führt zu einer erhöhten MEK/ERK Signalüber-
tragung, die für die Induktion der Dedifferenzierung von Kardiomyozyten erforderlich ist.
Damit verbunden ist ein Zellzykluseintritt der Kardiomyozyten, eine erhöhte Elastizität der
extrazellulären Matrix, verringerte Fettsäureoxidation und eine erhöhte Glykolyse. Die miRNAs
miR-1 und miR-133a unterdrücken die Expression der OSMR und FGFR Rezeptoren und
halten Kardiomyozyten dadurch in einem differenzierten Zustand.
Ein kurzfristiger Verlust von miR-1/133a wirkt sich positiv auf die Regeneration des Herzens
nach einem akuten Myokardinfarkt aus. Eine Langzeit-Inaktivierung jedoch hat eine dilatativen
Kardiomyopathie zur Folge.



LITERATUR 132

Literatur
[1] Agarwal, V., Bell, G. W., Nam, J. W., and Bartel, D. P. Predicting effective microrna target sites in

mammalian mrnas. Elife 4 (2015).

[2] Aguirre, A., Montserrat, N., Zacchigna, S., Nivet, E., Hishida, T., Krause, M. N., Kurian, L., Ocampo, A.,
Vazquez-Ferrer, E., Rodriguez-Esteban, C., Kumar, S., Moresco, J. J., Yates, J. R., r., Campistol, J. M.,
Sancho-Martinez, I., Giacca, M., and Izpisua Belmonte, J. C. In vivo activation of a conserved microrna
program induces mammalian heart regeneration. Cell Stem Cell 15, 5 (2014), 589–604.

[3] Ahuja, P., Sdek, P., and MacLellan, W. R. Cardiac myocyte cell cycle control in development, disease, and
regeneration. Physiol Rev 87, 2 (2007), 521–44.

[4] Alles, J., Fehlmann, T., Fischer, U., Backes, C., Galata, V., Minet, M., Hart, M., Abu-Halima, M.,
Grasser, F. A., Lenhof, H. P., Keller, A., and Meese, E. An estimate of the total number of true human
mirnas. Nucleic Acids Res 47, 7 (2019), 3353–3364.

[5] Ambros, V. The functions of animal micrornas. Nature 431, 7006 (2004), 350–5.

[6] Ashburner, M., Ball, C. A., Blake, J. A., Botstein, D., Butler, H., Cherry, J. M., Davis, A. P., Dolinski,
K., Dwight, S. S., Eppig, J. T., Harris, M. A., Hill, D. P., Issel-Tarver, L., Kasarskis, A., Lewis, S.,
Matese, J. C., Richardson, J. E., Ringwald, M., Rubin, G. M., and Sherlock, G. Gene ontology: tool for the
unification of biology. the gene ontology consortium. Nat Genet 25, 1 (2000), 25–9.

[7] Aumüller, G. Anatomie. Georg Thieme, Stuttgart, 2010.

[8] Aurora, A. B., Mahmoud, A. I., Luo, X., Johnson, B. A., van Rooij, E., Matsuzaki, S., Humphries, K. M.,
Hill, J. A., Bassel-Duby, R., Sadek, H. A., and Olson, E. N. Microrna-214 protects the mouse heart from
ischemic injury by controlling ca2+ overload and cell death. Journal of Clinical Investigation 122, 4 (2012),
1222–1232.

[9] Ausma, J., Wijffels, M., vanEys, G., Koide, M., Ramaekers, F., Allessie, M., and Borgers, M. Dedifferen-
tiation of atrial cardiomyocytes as a result of chronic atrial fibrillation. American Journal of Pathology 151, 4
(1997), 985–997.

[10] Bae, J., Paltzer, W. G., and Mahmoud, A. I. The role of metabolism in heart failure and regeneration. Front
Cardiovasc Med 8 (2021), 702920.

[11] Bartel, D. P. Micrornas: genomics, biogenesis, mechanism, and function. Cell 116, 2 (2004), 281–97.

[12] Baskerville, S., and Bartel, D. P. Microarray profiling of micrornas reveals frequent coexpression with
neighboring mirnas and host genes. RNA 11, 3 (2005), 241–7.

[13] Bassat, E., Mutlak, Y. E., Genzelinakh, A., Shadrin, I. Y., Baruch Umansky, K., Yifa, O., Kain, D.,
Rajchman, D., Leach, J., Riabov Bassat, D., Udi, Y., Sarig, R., Sagi, I., Martin, J. F., Bursac, N., Cohen,
S., and Tzahor, E. The extracellular matrix protein agrin promotes heart regeneration in mice. Nature 547, 7662
(2017), 179–184.

[14] Bauersachs, J., and Thum, T. Biogenesis and regulation of cardiovascular micrornas. Circ Res 109, 3 (2011),
334–47.

[15] Bayeva, M., and Ardehali, H. Mitochondrial dysfunction and oxidative damage to sarcomeric proteins. Curr
Hypertens Rep 12, 6 (2010), 426–32.

[16] Beenken, A., and Mohammadi, M. The fgf family: biology, pathophysiology and therapy. Nat Rev Drug Discov
8, 3 (2009), 235–53.

[17] Bergmann, O., Bhardwaj, R. D., Bernard, S., Zdunek, S., Barnabe-Heider, F., Walsh, S., Zupicich, J.,
Alkass, K., Buchholz, B. A., Druid, H., Jovinge, S., and Frisen, J. Evidence for cardiomyocyte renewal in
humans. Science 324, 5923 (2009), 98–102.

[18] Bernardo, B. C., Gao, X. M., Winbanks, C. E., Boey, E. J., Tham, Y. K., Kiriazis, H., Gregorevic, P.,
Obad, S., Kauppinen, S., Du, X. J., Lin, R. C., and McMullen, J. R. Therapeutic inhibition of the mir-34



LITERATUR 133

family attenuates pathological cardiac remodeling and improves heart function. Proc Natl Acad Sci U S A 109, 43
(2012), 17615–20.

[19] Bertero, E., and C., M. Metabolic remodelling in heart failure. Nat Rev Cardiol (2018).

[20] Besser, J., Malan, D., Wystub, K., Bachmann, A., Wietelmann, A., Sasse, P., Fleischmann, B. K., Braun,
T., and Boettger, T. Mirna-1/133a clusters regulate adrenergic control of cardiac repolarization. PLoS One 9,
11 (2014), e113449.

[21] Betel, D., Koppal, A., Agius, P., Sander, C., and Leslie, C. Comprehensive modeling of microrna targets
predicts functional non-conserved and non-canonical sites. Genome Biol 11, 8 (2010), R90.

[22] Bhattacharya, N., Ghosh, S., Sept, D., and Cooper, J. A. Binding of myotrophin/v-1 to actin-capping protein
- implications for how capping protein binds to the filament barbed end. Journal of Biological Chemistry 281, 41
(2006), 31021–31030.

[23] Boettger, T., and Braun, T. A new level of complexity: the role of micrornas in cardiovascular development.
Circ Res 110, 7 (2012), 1000–13.

[24] Bonauer, A., Carmona, G., Iwasaki, M., Mione, M., Koyanagi, M., Fischer, A., Burchfield, J., Fox, H.,
Doebele, C., Ohtani, K., Chavakis, E., Potente, M., Tjwa, M., Urbich, C., Zeiher, A. M., and Dimmeler,
S. Microrna-92a controls angiogenesis and functional recovery of ischemic tissues in mice. Science 324, 5935 (2009),
1710–3.

[25] Boon, R. A., and Dimmeler, S. Micrornas in myocardial infarction. Nat Rev Cardiol 12, 3 (2015), 135–42.

[26] Boon, R. A., Iekushi, K., Lechner, S., Seeger, T., Fischer, A., Heydt, S., Kaluza, D., Treguer, K.,
Carmona, G., Bonauer, A., Horrevoets, A. J., Didier, N., Girmatsion, Z., Biliczki, P., Ehrlich, J. R.,
Katus, H. A., Muller, O. J., Potente, M., Zeiher, A. M., Hermeking, H., and Dimmeler, S. Microrna-34a
regulates cardiac ageing and function. Nature 495, 7439 (2013), 107–10.

[27] Boon, R. A., Seeger, T., Heydt, S., Fischer, A., Hergenreider, E., Horrevoets, A. J., Vinciguerra, M.,
Rosenthal, N., Sciacca, S., Pilato, M., van Heijningen, P., Essers, J., Brandes, R. P., Zeiher, A. M.,
and Dimmeler, S. Microrna-29 in aortic dilation: implications for aneurysm formation. Circ Res 109, 10 (2011),
1115–9.

[28] Borchert, G. M., Lanier, W., and Davidson, B. L. Rna polymerase iii transcribes human micrornas. Nat Struct
Mol Biol 13, 12 (2006), 1097–101.

[29] Bostjancic, E., Zidar, N., and Glavac, D. Microrna microarray expression profiling in human myocardial
infarction. Dis Markers 27, 6 (2009), 255–68.

[30] Buckingham, M., Meilhac, S., and Zaffran, S. Building the mammalian heart from two sources of myocardial
cells. Nat Rev Genet 6, 11 (2005), 826–35.

[31] Cai, X. Z., Hagedorn, C. H., and Cullen, B. R. Human micrornas are processed from capped, polyadenylated
transcripts that can also function as mrnas. Rna 10, 12 (2004), 1957–1966.

[32] Campbell, N. A., and Reece, J. B. Biologie. Pearson Studium, 2009.

[33] Care, A., Catalucci, D., Felicetti, F., Bonci, D., Addario, A., Gallo, P., Bang, M. L., Segnalini, P.,
Gu, Y., Dalton, N. D., Elia, L., Latronico, M. V., Hoydal, M., Autore, C., Russo, M. A., Dorn, G. W.,
n., Ellingsen, O., Ruiz-Lozano, P., Peterson, K. L., Croce, C. M., Peschle, C., and Condorelli, G.
Microrna-133 controls cardiac hypertrophy. Nat Med 13, 5 (2007), 613–8.

[34] Cesana, M., Cacchiarelli, D., Legnini, I., Santini, T., Sthandier, O., Chinappi, M., Tramontano, A., and
Bozzoni, I. A long noncoding rna controls muscle differentiation by functioning as a competing endogenous rna.
Cell (2011).

[35] Chehrehasa, F., Meedeniya, A. C., Dwyer, P., Abrahamsen, G., and Mackay-Sim, A. Edu, a new thymidine
analogue for labelling proliferating cells in the nervous system. J Neurosci Methods 177, 1 (2009), 122–30.



LITERATUR 134

[36] Chen, J. F., Mandel, E. M., Thomson, J. M., Wu, Q., Callis, T. E., Hammond, S. M., Conlon, F. L., and
Wang, D. Z. The role of microrna-1 and microrna-133 in skeletal muscle proliferation and differentiation. Nat
Genet 38, 2 (2006), 228–33.

[37] Chen, L., Heikkinen, L., Wang, C., Yang, Y., Sun, H., and Wong, G. Trends in the development of mirna
bioinformatics tools. Brief Bioinform 20, 5 (2019), 1836–1852.

[38] Chen, Z., Xie, J., Hao, H., Lin, H., Wang, L., Zhang, Y., Chen, L., Cao, S., Huang, X., Liao, W., Bin, J.,
and Liao, Y. Ablation of periostin inhibits post-infarction myocardial regeneration in neonatal mice mediated by
the phosphatidylinositol 3 kinase/glycogen synthase kinase 3beta/cyclin d1 signalling pathway. Cardiovasc Res
113, 6 (2017), 620–632.

[39] Chiong, M., Wang, Z. V., Pedrozo, Z., Cao, D. J., Troncoso, R., Ibacache, M., Criollo, A., Nemchenko,
A., Hill, J. A., and Lavandero, S. Cardiomyocyte death: mechanisms and translational implications. Cell Death
Dis 2 (2011), e244.

[40] Collaborators, G. B. D. C. o. D. Global, regional, and national age-sex-specific mortality for 282 causes of
death in 195 countries and territories, 1980-2017: a systematic analysis for the global burden of disease study 2017.
Lancet 392, 10159 (2018), 1736–1788.

[41] Collaborators, G. B. D. C. o. D. Global, regional, and national age-sex-specific mortality for 282 causes of
death in 195 countries and territories, 1980-2017: a systematic analysis for the global burden of disease study 2017.
Lancet 392, 10159 (2018), 1736–1788.

[42] Cordes, K. R., and Srivastava, D. Microrna regulation of cardiovascular development. Circ Res 104, 6 (2009),
724–32.

[43] da Costa Martins, P. A., Salic, K., Gladka, M. M., Armand, A. S., Leptidis, S., el Azzouzi, H., Hansen,
A., Coenen-de Roo, C. J., Bierhuizen, M. F., van der Nagel, R., van Kuik, J., de Weger, R., de Bruin, A.,
Condorelli, G., Arbones, M. L., Eschenhagen, T., and De Windt, L. J. Microrna-199b targets the nuclear
kinase dyrk1a in an auto-amplification loop promoting calcineurin/nfat signalling. Nat Cell Biol 12, 12 (2010),
1220–7.

[44] Dai, S., Zhou, Z., Chen, Z., Xu, G., and Chen, Y. Fibroblast growth factor receptors (fgfrs): Structures and
small molecule inhibitors. Cells 8, 6 (2019).

[45] D’Alessandra, Y., Devanna, P., Limana, F., Straino, S., Di Carlo, A., Brambilla, P. G., Rubino, M.,
Carena, M. C., Spazzafumo, L., De Simone, M., Micheli, B., Biglioli, P., Achilli, F., Martelli, F.,
Maggiolini, S., Marenzi, G., Pompilio, G., and Capogrossi, M. C. Circulating micrornas are new and sensitive
biomarkers of myocardial infarction. Eur Heart J 31, 22 (2010), 2765–73.

[46] Danowski, N., Manthey, I., Jakob, H. G., Siffert, W., Peters, J., and Frey, U. H. Decreased expression of
mir-133a but not of mir-1 is associated with signs of heart failure in patients undergoing coronary bypass surgery.
Cardiology 125, 2 (2013), 125–30.

[47] Das, B., Gupta, S., Vasanji, A., Xu, Z., Misra, S., and Sen, S. Nuclear co-translocation of myotrophin and p65
stimulates myocyte growth. regulation by myotrophin hairpin loops. J Biol Chem 283, 41 (2008), 27947–27956.

[48] Dell’Era, P., Ronca, R., Coco, L., Nicoli, S., Metra, M., and Presta, M. Fibroblast growth factor receptor-1
is essential for in vitro cardiomyocyte development. Circulation Research 93, 5 (2003), 414–420.

[49] Denli, A. M., Tops, B. B., Plasterk, R. H., Ketting, R. F., and Hannon, G. J. Processing of primary
micrornas by the microprocessor complex. Nature 432, 7014 (2004), 231–5.

[50] Doenst, T., Nguyen, T. D., and Abel, E. D. Cardiac metabolism in heart failure: implications beyond atp
production. Circ Res 113, 6 (2013), 709–24.

[51] Dorey, K., and Amaya, E. Fgf signalling: diverse roles during early vertebrate embryogenesis. Development 137,
22 (2010), 3731–42.

[52] Drenckhahn, J. D., Schwarz, Q. P., Gray, S., Laskowski, A., Kiriazis, H., Ming, Z., Harvey, R. P., Du,
X. J., Thorburn, D. R., and Cox, T. C. Compensatory growth of healthy cardiac cells in the presence of diseased
cells restores tissue homeostasis during heart development. Dev Cell 15, 4 (2008), 521–33.



LITERATUR 135

[53] Driesen, R. B., Verheyen, F. K., Debie, W., Blaauw, E., Babiker, F. A., Cornelussen, R. N. M., Ausma,
J., Lenders, M. H., Borgers, M., Chaponnier, C., and Ramaekers, F. C. S. Re-expression of alpha skeletal
actin as a marker for dedifferentiation in cardiac pathologies. Journal of Cellular and Molecular Medicine 13, 5
(2009), 896–908.

[54] Eden, E., Lipson, D., Yogev, S., and Yakhini, Z. Discovering motifs in ranked lists of dna sequences. PLoS
Comput Biol 3, 3 (2007), e39.

[55] Eden, E., Navon, R., Steinfeld, I., Lipson, D., and Yakhini, Z. Gorilla: a tool for discovery and visualization
of enriched go terms in ranked gene lists. BMC Bioinformatics 10 (2009), 48.

[56] Engel, F. B., Hsieh, P. C., Lee, R. T., and Keating, M. T. Fgf1/p38 map kinase inhibitor therapy induces
cardiomyocyte mitosis, reduces scarring, and rescues function after myocardial infarction. Proc Natl Acad Sci U S
A 103, 42 (2006), 15546–51.

[57] Eulalio, A., Mano, M., Dal Ferro, M., Zentilin, L., Sinagra, G., Zacchigna, S., and Giacca, M. Functional
screening identifies mirnas inducing cardiac regeneration. Nature 492, 7429 (2012), 376–81.

[58] Fan, D., Takawale, A., Lee, J., and Kassiri, Z. Cardiac fibroblasts, fibrosis and extracellular matrix remodeling
in heart disease. Fibrogenesis Tissue Repair 5, 1 (2012), 15.

[59] Feng, Y., Niu, L. L., Wei, W., Zhang, W. Y., Li, X. Y., Cao, J. H., and Zhao, S. H. A feedback circuit
between mir-133 and the erk1/2 pathway involving an exquisite mechanism for regulating myoblast proliferation
and differentiation. Cell Death & Disease 4 (2013).

[60] Ferreira, L. R., Frade, A. F., Santos, R. H., Teixeira, P. C., Baron, M. A., Navarro, I. C., Benvenuti,
L. A., Fiorelli, A. I., Bocchi, E. A., Stolf, N. A., Chevillard, C., Kalil, J., and Cunha-Neto, E. Micrornas
mir-1, mir-133a, mir-133b, mir-208a and mir-208b are dysregulated in chronic chagas disease cardiomyopathy. Int
J Cardiol 175, 3 (2014), 409–17.

[61] Field, C. M., and Alberts, B. M. Anillin, a contractile ring protein that cycles from the nucleus to the cell
cortex. Journal of Cell Biology 131, 1 (1995), 165–178.

[62] Foglia, M. J., and Poss, K. D. Building and re-building the heart by cardiomyocyte proliferation. Development
143, 5 (2016), 729–40.

[63] Fon Tacer, K., Bookout, A. L., Ding, X., Kurosu, H., John, G. B., Wang, L., Goetz, R., Mohammadi, M.,
Kuro-o, M., Mangelsdorf, D. J., and Kliewer, S. A. Research resource: Comprehensive expression atlas of the
fibroblast growth factor system in adult mouse. Mol Endocrinol 24, 10 (2010), 2050–64.

[64] Fukuda, R., Marin-Juez, R., El-Sammak, H., Beisaw, A., Ramadass, R., Kuenne, C., Guenther, S., Konzer,
A., Bhagwat, A. M., Graumann, J., and Stainier, D. Y. Stimulation of glycolysis promotes cardiomyocyte
proliferation after injury in adult zebrafish. EMBO Rep 21, 8 (2020), e49752.

[65] Gearing, D. P., Comeau, M. R., Friend, D. J., Gimpel, S. D., Thut, C. J., McGourty, J., Brasher, K. K.,
King, J. A., Gillis, S., Mosley, B., and et al. The il-6 signal transducer, gp130: an oncostatin m receptor and
affinity converter for the lif receptor. Science 255, 5050 (1992), 1434–7.

[66] Gregory, R. I., Yan, K. P., Amuthan, G., Chendrimada, T., Doratotaj, B., Cooch, N., and Shiekhattar,
R. The microprocessor complex mediates the genesis of micrornas. Nature 432, 7014 (2004), 235–40.

[67] Gunthel, M., Barnett, P., and Christoffels, V. M. Development, proliferation, and growth of the mammalian
heart. Mol Ther 26, 7 (2018), 1599–1609.

[68] Guo, S., Li, Z. Z., Gong, J., Xiang, M., Zhang, P., Zhao, G. N., Li, M., Zheng, A., Zhu, X., Lei, H., Minoru,
T., and Li, H. Oncostatin m confers neuroprotection against ischemic stroke. J Neurosci 35, 34 (2015), 12047–62.

[69] Guo, Y., and Pu, W. T. Cardiomyocyte maturation: New phase in development. Circ Res 126, 8 (2020),
1086–1106.

[70] Hashimoto, H., Olson, E. N., and Bassel-Duby, R. Therapeutic approaches for cardiac regeneration and repair.
Nat Rev Cardiol 15, 10 (2018), 585–600.



LITERATUR 136

[71] Hashmi, S., and Ahmad, H. R. Molecular switch model for cardiomyocyte proliferation. Cell Regen 8, 1 (2019),
12–20.

[72] Haubner, B. J., Schneider, J., Schweigmann, U., Schuetz, T., Dichtl, W., Velik-Salchner, C., Stein, J. I.,
and Penninger, J. M. Functional recovery of a human neonatal heart after severe myocardial infarction. Circ Res
118, 2 (2016), 216–21.

[73] Heidersbach, A., Saxby, C., Carver-Moore, K., Huang, Y., Ang, Y. S., de Jong, P. J., Ivey, K. N., and
Srivastava, D. microrna-1 regulates sarcomere formation and suppresses smooth muscle gene expression in the
mammalian heart. Elife 2 (2013), e01323.

[74] Heinrich, E. M., and Dimmeler, S. Micrornas and stem cells: control of pluripotency, reprogramming, and lineage
commitment. Circ Res 110, 7 (2012), 1014–22.

[75] Hermanns, H. M. Oncostatin m and interleukin-31: Cytokines, receptors, signal transduction and physiology.
Cytokine Growth Factor Rev 26, 5 (2015), 545–58.

[76] Hermanns, H. M., Radtke, S., Schaper, F., Heinrich, P. C., and Behrmann, I. Non-redundant signal
transduction of interleukin-6-type cytokines. the adapter protein shc is specifically recruited to rhe oncostatin m
receptor. J Biol Chem 275, 52 (2000), 40742–8.

[77] Horak, M., Novak, J., and Bienertova-Vasku, J. Muscle-specific micrornas in skeletal muscle development.
Dev Biol 410, 1 (2016), 1–13.

[78] Hortells, L., Johansen, A. K. Z., and Yutzey, K. E. Cardiac fibroblasts and the extracellular matrix in
regenerative and nonregenerative hearts. J Cardiovasc Dev Dis 6, 3 (2019).

[79] Hou, Y., Adrian-Segarra, J. M., Richter, M., Kubin, N., Shin, J., Werner, I., Walther, T., Schonburg,
M., Poling, J., Warnecke, H., Braun, T., Kostin, S., and Kubin, T. Animal models and ömics"technologies for
identification of novel biomarkers and drug targets to prevent heart failure. Biomed Res Int 2015 (2015), 212910.

[80] Hsu, R. J., Yang, H. J., and Tsai, H. J. Labeled microrna pull-down assay system: an experimental approach for
high-throughput identification of microrna-target mrnas. Nucleic Acids Res 37, 10 (2009), e77.

[81] Hu, J. Q., Zhang, L., Zhao, Z. J., Zhang, M. M., Lin, J., Wang, J. X., Yu, W. J., Man, W. R., Li, C. Y.,
Zhang, R. Q., Gao, E. H., Wang, H. C., and Sun, D. D. Osm mitigates post-infarction cardiac remodeling and
dysfunction by up-regulating autophagy through mst1 suppression. Biochimica Et Biophysica Acta-Molecular
Basis of Disease 1863, 8 (2017), 1951–1961.

[82] Hu, S., Huang, M., Nguyen, P. K., Gong, Y., Li, Z., Jia, F., Lan, F., Liu, J., Nag, D., Robbins, R. C., and
Wu, J. C. Novel microrna prosurvival cocktail for improving engraftment and function of cardiac progenitor cell
transplantation. Circulation 124, 11 Suppl (2011), S27–34.

[83] Icli, B., Wara, A. K., Moslehi, J., Sun, X., Plovie, E., Cahill, M., Marchini, J. F., Schissler, A., Padera,
R. F., Shi, J., Cheng, H. W., Raghuram, S., Arany, Z., Liao, R., Croce, K., MacRae, C., and Feinberg,
M. W. Microrna-26a regulates pathological and physiological angiogenesis by targeting bmp/smad1 signaling. Circ
Res 113, 11 (2013), 1231–41.

[84] Itoh, N., and Ohta, H. Pathophysiological roles of fgf signaling in the heart. Front Physiol 4 (2013), 247.

[85] Itoh, N., Ohta, H., Nakayama, Y., and Konishi, M. Roles of fgf signals in heart development, health, and
disease. Front Cell Dev Biol 4 (2016), 110.

[86] Itoh, N., and Ornitz, D. M. Evolution of the fgf and fgfr gene families. Trends Genet 20, 11 (2004), 563–9.

[87] Jenca, D., Melenovsky, V., Stehlik, J., Stanek, V., Kettner, J., Kautzner, J., Adamkova, V., and
Wohlfahrt, P. Heart failure after myocardial infarction: incidence and predictors. ESC Heart Fail 8, 1 (2021),
222–237.

[88] Jiang, Z. S., Padua, R. R., Ju, H., Doble, B. W., Jin, Y., Hao, J., Cattini, P. A., Dixon, I. M., and Kardami,
E. Acute protection of ischemic heart by fgf-2: involvement of fgf-2 receptors and protein kinase c. Am J Physiol
Heart Circ Physiol 282, 3 (2002), H1071–80.



LITERATUR 137

[89] Jin, J. P., Wu, D., Gao, J., Nigam, R., and Kwong, S. Expression and purification of the h1 and h2 isoforms of
calponin. Protein Expr Purif 31, 2 (2003), 231–9.

[90] John, B., Enright, A. J., Aravin, A., Tuschl, T., Sander, C., and Marks, D. S. Human microrna targets.
PLoS Biology (2004).

[91] Judd, J., Lovas, J., and Huang, G. N. Defined factors to reactivate cell cycle activity in adult mouse cardiomyo-
cytes. Sci Rep 9, 1 (2019), 18830.

[92] Köberich, S. Barriers and facilitators to palliative care of patients with chronic heartfailure in germany: a study
protocol. J Public Health Res (2015).

[93] Kardami, E., Banerji, S., Doble, B. W., Dang, X., Fandrich, R. R., Jin, Y., and Cattini, P. A. Pkc-dependent
phosphorylation may regulate the ability of connexin43 to inhibit dna synthesis. Cell Communication and Adhesion
10, 4-6 (2003), 293–297.

[94] Karginov, F. V., Conaco, C., Xuan, Z., Schmidt, B. H., Parker, J. S., Mandel, G., and Hannon, G. J. A
biochemical approach to identifying microrna targets. Proc Natl Acad Sci U S A 104, 49 (2007), 19291–6.

[95] Kelly, R. G., Buckingham, M. E., and Moorman, A. F. Heart fields and cardiac morphogenesis. Cold Spring
Harb Perspect Med 4, 10 (2014).

[96] Keysar, S. B., Le, P. N., Miller, B., Jackson, B. C., Eagles, J. R., Nieto, C., Kim, J., Tang, B., Glogowska,
M. J., Morton, J. J., Padilla-Just, N., Gomez, K., Warnock, E., Reisinger, J., Arcaroli, J. J., Messersmith,
W. A., Wakefield, L. M., Gao, D., Tan, A. C., Serracino, H., Vasiliou, V., Roop, D. R., Wang, X. J., and
Jimeno, A. Regulation of head and neck squamous cancer stem cells by pi3k and sox2. J Natl Cancer Inst 109, 1
(2017).

[97] Khan, M. G. Encyclopedia of Heart Diseases. Academic Press, 2005.

[98] Kok, K. H., Ng, M. H. J., Ching, Y. P., and Jin, D. Y. Human trbp and pact directly interact with each other
and associate with dicer to facilitate the production of small interfering rna. Journal of Biological Chemistry 282,
24 (2007), 17649–17657.

[99] Konfino, T., Landa, N., Ben-Mordechai, T., and Leor, J. The type of injury dictates the mode of repair in
neonatal and adult heart. J Am Heart Assoc 4, 1 (2015), e001320.

[100] Konstantinidis, K., Whelan, R. S., and Kitsis, R. N. Mechanisms of cell death in heart disease. Arterioscler
Thromb Vasc Biol 32, 7 (2012), 1552–62.

[101] Koutsoulidou, A., Mastroyiannopoulos, N. P., Furling, D., Uney, J. B., and Phylactou, L. A. Expression
of mir-1, mir-133a, mir-133b and mir-206 increases during development of human skeletal muscle. BMC Dev Biol
11 (2011), 34.

[102] Krejci, E., Pesevski, Z., Nanka, O., and Sedmera, D. Physiological role of fgf signaling in growth and remodeling
of developing cardiovascular system. Physiol Res 65, 3 (2016), 425–35.

[103] Krek, A., Grun, D., Poy, M. N., Wolf, R., Rosenberg, L., Epstein, E. J., MacMenamin, P., da Piedade, I.,
Gunsalus, K. C., Stoffel, M., and Rajewsky, N. Combinatorial microrna target predictions. Nat Genet 37, 5
(2005), 495–500.

[104] Kruger, J., and Rehmsmeier, M. Rnahybrid: microrna target prediction easy, fast and flexible. Nucleic Acids
Res 34, Web Server issue (2006), W451–4.

[105] Kubin, T., Ando, H., Scholz, D., Bramlage, P., Kostin, S., van Veen, A., Heling, A., Hein, S., Fischer, S.,
Breier, A., Schaper, J., and Schaper, W. Microvascular endothelial cells remodel cultured adult cardiomyocytes
and increase their survival. American Journal of Physiology-Heart and Circulatory Physiology 276, 6 (1999),
H2179–H2187.

[106] Kubin, T., Poling, J., Kostin, S., Gajawada, P., Hein, S., Rees, W., Wietelmann, A., Tanaka, M., Lorchner,
H., Schimanski, S., Szibor, M., Warnecke, H., and Braun, T. Oncostatin m is a major mediator of cardiomyocyte
dedifferentiation and remodeling. Cell Stem Cell 9, 5 (2011), 420–432.



LITERATUR 138

[107] Kuehbacher, A., Urbich, C., Zeiher, A. M., and Dimmeler, S. Role of dicer and drosha for endothelial microrna
expression and angiogenesis. Circ Res 101, 1 (2007), 59–68.

[108] Lagos-Quintana, M., Rauhut, R., Yalcin, A., Meyer, J., Lendeckel, W., and Tuschl, T. Identification of
tissue-specific micrornas from mouse. Curr Biol 12, 9 (2002), 735–9.

[109] Lall, S., Grun, D., Krek, A., Chen, K., Wang, Y. L., Dewey, C. N., Sood, P., Colombo, T., Bray, N.,
Macmenamin, P., Kao, H. L., Gunsalus, K. C., Pachter, L., Piano, F., and Rajewsky, N. A genome-wide
map of conserved microrna targets in c. elegans. Curr Biol 16, 5 (2006), 460–71.

[110] Lee, R. C., Feinbaum, R. L., and Ambros, V. The c. elegans heterochronic gene lin-4 encodes small rnas with
antisense complementarity to lin-14. Cell 75, 5 (1993), 843–54.

[111] Lee, Y., Jeon, K., Lee, J. T., Kim, S., and Kim, V. N. Microrna maturation: stepwise processing and subcellular
localization. EMBO J 21, 17 (2002), 4663–70.

[112] Lemmon, M. A., and Schlessinger, J. Cell signaling by receptor tyrosine kinases. Cell 141, 7 (2010), 1117–34.

[113] Lewis, B. P., Burge, C. B., and Bartel, D. P. Conserved seed pairing, often flanked by adenosines, indicates
that thousands of human genes are microrna targets. Cell 120, 1 (2005), 15–20.

[114] Lewis, B. P., Shih, I. H., Jones-Rhoades, M. W., Bartel, D. P., and Burge, C. B. Prediction of mammalian
microrna targets. Cell 115, 7 (2003), 787–98.

[115] Li, F., Wang, X., Capasso, J. M., and Gerdes, A. M. Rapid transition of cardiac myocytes from hyperplasia to
hypertrophy during postnatal development. J Mol Cell Cardiol 28, 8 (1996), 1737–46.

[116] Li, J. C., Li, Y. Z., Jiao, J. Q., Wang, J. X., Li, Y. R., Qin, D. N., and Li, P. F. Mitofusin 1 is negatively
regulated by microrna 140 in cardiomyocyte apoptosis. Molecular and Cellular Biology 34, 10 (2014), 1788–1799.

[117] Li, Y. D., Feng, J., Song, S., Li, H. T., Yang, H. J., Zhou, B., Li, Y., Yue, Z., Lian, H., Liu, L. H., Hu,
S. S., and Nie, Y. gp130 controls cardiomyocyte proliferation and heart regeneration. Circulation 142, 10 (2020),
967–982.

[118] Lim, G. B. Inhibiting fatty acid oxidation promotes cardiomyocyte proliferation. Nat Rev Cardiol 17, 5 (2020),
266–267.

[119] Liu, B., Li, J., and Cairns, M. J. Identifying mirnas, targets and functions. Brief Bioinform 15, 1 (2014), 1–19.

[120] Liu, N., Bezprozvannaya, S., Williams, A. H., Qi, X., Richardson, J. A., Bassel-Duby, R., and Olson, E. N.
microrna-133a regulates cardiomyocyte proliferation and suppresses smooth muscle gene expression in the heart.
Genes Dev 22, 23 (2008), 3242–54.

[121] Liu, N., Williams, A. H., Kim, Y., McAnally, J., Bezprozvannaya, S., Sutherland, L. B., Richardson, J. A.,
Bassel-Duby, R., and Olson, E. N. An intragenic mef2-dependent enhancer directs muscle-specific expression of
micrornas 1 and 133. Proc Natl Acad Sci U S A 104, 52 (2007), 20844–9.

[122] Liu, N., Williams, A. H., Maxeiner, J. M., Bezprozvannaya, S., Shelton, J. M., Richardson, J. A., Bassel-
Duby, R., and Olson, E. N. microrna-206 promotes skeletal muscle regeneration and delays progression of
duchenne muscular dystrophy in mice. J Clin Invest 122, 6 (2012), 2054–65.

[123] Liu, Z., Yue, S., Chen, X., Kubin, T., and Braun, T. Regulation of cardiomyocyte polyploidy and multinucleation
by cycling1. Circ Res 106, 9 (2010), 1498–506.

[124] Lorchner, H., Poling, J., Gajawada, P., Hou, Y., Polyakova, V., Kostin, S., Adrian-Segarra, J. M.,
Boettger, T., Wietelmann, A., Warnecke, H., Richter, M., Kubin, T., and Braun, T. Myocardial healing
requires reg3beta-dependent accumulation of macrophages in the ischemic heart. Nat Med 21, 4 (2015), 353–62.

[125] Ludwig, N., Leidinger, P., Becker, K., Backes, C., Fehlmann, T., Pallasch, C., Rheinheimer, S., Meder,
B., Stahler, C., Meese, E., and Keller, A. Distribution of mirna expression across human tissues. Nucleic
Acids Res 44, 8 (2016), 3865–77.



LITERATUR 139

[126] Lund, E., Guttinger, S., Calado, A., Dahlberg, J. E., and Kutay, U. Nuclear export of microrna precursors.
Science 303, 5654 (2004), 95–98.

[127] Luo, P., Wang, P. X., Li, Z. Z., Zhang, X. J., Jiang, X., Gong, J., Qin, J. J., Guo, J., Zhu, X., Yang, S.,
and Li, H. Hepatic oncostatin m receptor beta regulates obesity-induced steatosis and insulin resistance. Am J
Pathol 186, 5 (2016), 1278–92.

[128] Lutticken, C., Wegenka, U. M., Yuan, J., Buschmann, J., Schindler, C., Ziemiecki, A., Harpur, A. G.,
Wilks, A. F., Yasukawa, K., Taga, T., and et al. Association of transcription factor aprf and protein kinase
jak1 with the interleukin-6 signal transducer gp130. Science 263, 5143 (1994), 89–92.

[129] Malizia, A. P., and Wang, D. Z. Micrornas in cardiomyocyte development. Wiley Interdiscip Rev Syst Biol Med
3, 2 (2011), 183–90.

[130] Martik, M. L. Heart development and regeneration: Metabolism makes and mends the heart. Elife 9 (2020).

[131] McCarthy, J. J. Microrna-206: the skeletal muscle-specific myomir. Biochim Biophys Acta 1779, 11 (2008),
682–91.

[132] Meloni, M., Marchetti, M., Garner, K., Littlejohns, B., Sala-Newby, G., Xenophontos, N., Floris, I.,
Suleiman, M. S., Madeddu, P., Caporali, A., and Emanueli, C. Local inhibition of microrna-24 improves
reparative angiogenesis and left ventricle remodeling and function in mice with myocardial infarction. Mol Ther
21, 7 (2013), 1390–402.

[133] Mohamed, T. M. A., Ang, Y. S., Radzinsky, E., Zhou, P., Huang, Y., Elfenbein, A., Foley, A., Magnitsky,
S., and Srivastava, D. Regulation of cell cycle to stimulate adult cardiomyocyte proliferation and cardiac
regeneration. Cell 173, 1 (2018), 104–116 e12.

[134] Moon, A., and Rhead, W. J. Complementation analysis of fatty acid oxidation disorders. J Clin Invest 79, 1
(1987), 59–64.

[135] Mosley, B., De Imus, C., Friend, D., Boiani, N., Thoma, B., Park, L. S., and Cosman, D. Dual oncostatin m
(osm) receptors. cloning and characterization of an alternative signaling subunit conferring osm-specific receptor
activation. J Biol Chem 271, 51 (1996), 32635–43.

[136] Mosterd, A., and Hoes, A. W. Clinical epidemiology of heart failure. Heart 93, 9 (2007), 1137–46.

[137] Nakada, Y., Canseco, D. C., Thet, S., Abdisalaam, S., Asaithamby, A., Santos, C. X., Shah, A. M., Zhang,
H., Faber, J. E., Kinter, M. T., Szweda, L. I., Xing, C., Hu, Z., Deberardinis, R. J., Schiattarella, G.,
Hill, J. A., Oz, O., Lu, Z., Zhang, C. C., Kimura, W., and Sadek, H. A. Hypoxia induces heart regeneration
in adult mice. Nature 541, 7636 (2017), 222–227.

[138] Negoro, S., Oh, H., Tone, E., Kunisada, K., Fujio, Y., Walsh, K., Kishimoto, T., and Yamauchi-Takihara, K.
Glycoprotein 130 regulates cardiac myocyte survival in doxorubicin-induced apoptosis through phosphatidylinositol
3-kinase/akt phosphorylation and bcl-xl/caspase-3 interaction. Circulation 103, 4 (2001), 555–561.

[139] Novoyatleva, T., Sajjad, A., Pogoryelov, D., Patra, C., Schermuly, R. T., and Engel, F. B. Fgf1-mediated
cardiomyocyte cell cycle reentry depends on the interaction of fgfr-1 and fn14. FASEB J 28, 6 (2014), 2492–503.

[140] O’Connell, T. D., Rodrigo, M. C., and Simpson, P. C. Isolation and culture of adult mouse cardiac myocytes.
Methods Mol Biol 357 (2007), 271–96.

[141] Oegema, K., Savoian, M. S., Mitchison, T. J., and Field, C. M. Functional analysis of a human homologue of
the drosophila actin binding protein anillin suggests a role in cytokinesis. J Cell Biol 150, 3 (2000), 539–52.

[142] O’Leary, N., Murphy, N. F., O’Loughlin, C., Tiernan, E., and McDonald, K. A comparative study of the
palliative care needs of heart failure and cancer patients. Eur J Heart Fail 11, 4 (2009), 406–12.

[143] Ornitz, D. M., and Itoh, N. The fibroblast growth factor signaling pathway. Wiley Interdiscip Rev Dev Biol 4, 3
(2015), 215–66.

[144] Orom, U. A., and Lund, A. H. Isolation of microrna targets using biotinylated synthetic micrornas. Methods 43,
2 (2007), 162–165.



LITERATUR 140

[145] Park, C. Y., Choi, Y. S., and McManus, M. T. Analysis of microrna knockouts in mice. Hum Mol Genet 19, R2
(2010), R169–75.

[146] Peng, Y., and Croce, C. M. The role of micrornas in human cancer. Signal Transduct Target Ther 1 (2016),
15004.

[147] Piekny, A. J., and Glotzer, M. Anillin is a scaffold protein that links rhoa, actin, and myosin during cytokinesis.
Current Biology 18, 1 (2008), 30–36.

[148] Poling, J., Gajawada, P., Richter, M., Lorchner, H., Polyakova, V., Kostin, S., Shin, J., Boettger, T.,
Walther, T., Rees, W., Wietelmann, A., Warnecke, H., Kubin, T., and Braun, T. Therapeutic targeting of
the oncostatin m receptor-beta prevents inflammatory heart failure. Basic Res Cardiol 109, 1 (2014), 396.

[149] Ponikowski, P., Anker, S. D., AlHabib, K. F., Cowie, M. R., Force, T. L., Hu, S., Jaarsma, T., Krum, H.,
Rastogi, V., Rohde, L. E., Samal, U. C., Shimokawa, H., Budi Siswanto, B., Sliwa, K., and Filippatos, G.
Heart failure: preventing disease and death worldwide. ESC Heart Fail 1, 1 (2014), 4–25.

[150] Porrello, E. R., Johnson, B. A., Aurora, A. B., Simpson, E., Nam, Y. J., Matkovich, S. J., Dorn, G. W.,
n., van Rooij, E., and Olson, E. N. Mir-15 family regulates postnatal mitotic arrest of cardiomyocytes. Circ Res
109, 6 (2011), 670–9.

[151] Porrello, E. R., Mahmoud, A. I., Simpson, E., Hill, J. A., Richardson, J. A., Olson, E. N., and Sadek,
H. A. Transient regenerative potential of the neonatal mouse heart. Science 331, 6020 (2011), 1078–80.

[152] Porrello, E. R., Mahmoud, A. I., Simpson, E., Johnson, B. A., Grinsfelder, D., Canseco, D., Mammen,
P. P., Rothermel, B. A., Olson, E. N., and Sadek, H. A. Regulation of neonatal and adult mammalian heart
regeneration by the mir-15 family. Proc Natl Acad Sci U S A 110, 1 (2013), 187–92.

[153] Poss, K. D. Getting to the heart of regeneration in zebrafish. Semin Cell Dev Biol 18, 1 (2007), 36–45.

[154] Przybyt, E., Krenning, G., Brinker, M. G. L., and Harmsen, M. C. Adipose stromal cells primed with
hypoxia and inflammation enhance cardiomyocyte proliferation rate in vitro through stat3 and erk1/2. Journal of
Translational Medicine 11 (2013).

[155] Qian, L., Van Laake, L. W., Huang, Y., Liu, S., Wendland, M. F., and Srivastava, D. mir-24 inhibits
apoptosis and represses bim in mouse cardiomyocytes. J Exp Med 208, 3 (2011), 549–60.

[156] Radtke, S., Hermanns, H. M., Haan, C., Schmitz-Van De Leur, H., Gascan, H., Heinrich, P. C., and
Behrmann, I. Novel role of janus kinase 1 in the regulation of oncostatin m receptor surface expression. J Biol
Chem 277, 13 (2002), 11297–305.

[157] Rand, T. A., Petersen, S., Du, F., and Wang, X. Argonaute2 cleaves the anti-guide strand of sirna during risc
activation. Cell 123, 4 (2005), 621–9.

[158] Rao, P. K., Kumar, R. M., Farkhondeh, M., Baskerville, S., and Lodish, H. F. Myogenic factors that regulate
expression of muscle-specific, micrornas. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of
America 103, 23 (2006), 8721–8726.

[159] Rehmsmeier, M., Steffen, P., Hochsmann, M., and Giegerich, R. Fast and effective prediction of microrna/target
duplexes. RNA 10, 10 (2004), 1507–17.

[160] Ren, X. P., Wu, J. H., Wang, X. H., Sartor, M. A., Qian, J., Jones, K., Nicolaou, P., Pritchard, T. J.,
and Fan, G. C. Microrna-320 is involved in the regulation of cardiac ischemia/reperfusion injury by targeting
heat-shock protein 20. Circulation 119, 17 (2009), 2357–U128.

[161] Richter, M., Lautze, H. J., Walther, T., Braun, T., Kostin, S., and Kubin, T. The failing heart is a major
source of circulating fgf23 via oncostatin m receptor activation. Journal of Heart and Lung Transplantation 34, 9
(2015), 1211–1214.

[162] Riddell, A., McBride, M., Braun, T., Nicklin, S. A., Cameron, E., Loughrey, C. M., and Martin, T. P.
Runx1: an emerging therapeutic target for cardiovascular disease. Cardiovasc Res 116, 8 (2020), 1410–1423.



LITERATUR 141

[163] Riley, J. P., and Beattie, J. M. Palliative care in heart failure: facts and numbers. ESC Heart Fail 4, 2 (2017),
81–87.

[164] Rose, T. M., and Bruce, A. G. Oncostatin-m is a member of a cytokine family that includes leukemia-inhibitory
factor, granulocyte colony-stimulating factor, and interleukin-6. Proceedings of the National Academy of Sciences
of the United States of America 88, 19 (1991), 8641–8645.

[165] Samaha, F. F., Ip, H. S., Morrisey, E. E., Seltzer, J., Tang, Z., Solway, J., and Parmacek, M. S.
Developmental pattern of expression and genomic organization of the calponin-h1 gene. a contractile smooth muscle
cell marker. J Biol Chem 271, 1 (1996), 395–403.

[166] Schiemann, W. P., Bartoe, J. L., and Nathanson, N. M. Box 3-independent signaling mechanisms are involved
in leukemia inhibitory factor receptor alpha- and gp130-mediated stimulation of mitogen-activated protein kinase -
evidence for participation of multiple signaling pathways which converge at ras. Journal of Biological Chemistry
272, 26 (1997), 16631–16636.

[167] Schweisgut, J., Schutt, C., Wust, S., Wietelmann, A., Ghesquiere, B., Carmeliet, P., Drose, S., Korach,
K. S., Braun, T., and Boettger, T. Sex-specific, reciprocal regulation of eralpha and mir-22 controls muscle
lipid metabolism in male mice. EMBO J 36, 9 (2017), 1199–1214.

[168] Shukla, G. C., Singh, J., and Barik, S. Micrornas: Processing, maturation, target recognition and regulatory
functions. Mol Cell Pharmacol 3, 3 (2011), 83–92.

[169] Silva, A. C., Pereira, C., Fonseca, A., Pinto-do, O. P., and Nascimento, D. S. Bearing my heart: The role
of extracellular matrix on cardiac development, homeostasis, and injury response. Front Cell Dev Biol 8 (2020),
621644.

[170] Slaets, H., Nelissen, S., Janssens, K., Vidal, P. M., Lemmens, E., Stinissen, P., Hendrix, S., and Hellings,
N. Oncostatin m reduces lesion size and promotes functional recovery and neurite outgrowth after spinal cord
injury. Mol Neurobiol 50, 3 (2014), 1142–51.

[171] Sohal, D. S., Nghiem, M., Crackower, M. A., Witt, S. A., Kimball, T. R., Tymitz, K. M., Penninger, J. M.,
and Molkentin, J. D. Temporally regulated and tissue-specific gene manipulations in the adult and embryonic
heart using a tamoxifen-inducible cre protein. Circulation Research 89, 1 (2001), 20–25.

[172] Spinetti, G., Fortunato, O., Caporali, A., Shantikumar, S., Marchetti, M., Meloni, M., Descamps, B.,
Floris, I., Sangalli, E., Vono, R., Faglia, E., Specchia, C., Pintus, G., Madeddu, P., and Emanueli, C.
Microrna-15a and microrna-16 impair human circulating proangiogenic cell functions and are increased in the
proangiogenic cells and serum of patients with critical limb ischemia. Circ Res 112, 2 (2013), 335–46.

[173] Stawski, L., and Trojanowska, M. Oncostatin m and its role in fibrosis. Connect Tissue Res 60, 1 (2019), 40–49.

[174] Straight, A. F., Field, C. M., and Mitchison, T. J. Anillin binds nonmuscle myosin ii and regulates the
contractile ring. Mol Biol Cell 16, 1 (2005), 193–201.

[175] Strasser, P., Gimona, M., Moessler, H., Herzog, M., and Small, J. V. Mammalian calponin. identification
and expression of genetic variants. FEBS Lett 330, 1 (1993), 13–8.

[176] Stumpf, C. R., Moreno, M. V., Olshen, A. B., Taylor, B. S., and Ruggero, D. The translational landscape
of the mammalian cell cycle. Mol Cell 52, 4 (2013), 574–82.

[177] Subramanian, A., Tamayo, P., Mootha, V. K., Mukherjee, S., Ebert, B. L., Gillette, M. A., Paulovich,
A., Pomeroy, S. L., Golub, T. R., Lander, E. S., and Mesirov, J. P. Gene set enrichment analysis: a
knowledge-based approach for interpreting genome-wide expression profiles. Proc Natl Acad Sci U S A 102, 43
(2005), 15545–50.

[178] Sun, D., Li, S., Wu, H., Zhang, M., Zhang, X., Wei, L., Qin, X., and Gao, E. Oncostatin m (osm) protects
against cardiac ischaemia/reperfusion injury in diabetic mice by regulating apoptosis, mitochondrial biogenesis and
insulin sensitivity. J Cell Mol Med 19, 6 (2015), 1296–307.

[179] Sweetman, D., Goljanek, K., Rathjen, T., Oustanina, S., Braun, T., Dalmay, T., and Munsterberg, A.
Specific requirements of mrfs for the expression of muscle specific micrornas, mir-1, mir-206 and mir-133. Dev Biol
321, 2 (2008), 491–9.



LITERATUR 142

[180] Szibor, M., Poling, J., Warnecke, H., Kubin, T., and Braun, T. Remodeling and dedifferentiation of adult
cardiomyocytes during disease and regeneration. Cell Mol Life Sci 71, 10 (2014), 1907–16.

[181] Taegtmeyer, H., Sen, S., and Vela, D. Return to the fetal gene program: a suggested metabolic link to gene
expression in the heart. Ann N Y Acad Sci 1188 (2010), 191–8.

[182] Takemura, G., Nakagawa, M., Kanamori, H., Minatoguchi, S., and Fujiwara, H. Benefits of reperfusion
beyond infarct size limitation. Cardiovasc Res 83, 2 (2009), 269–76.

[183] Tanaka, E. M., and Reddien, P. W. The cellular basis for animal regeneration. Dev Cell 21, 1 (2011), 172–85.

[184] Tanaka, M., Hirabayashi, Y., Sekiguchi, T., Inoue, T., Katsuki, M., and Miyajima, A. Targeted disruption
of oncostatin m receptor results in altered hematopoiesis. Blood 102, 9 (2003), 3154–62.

[185] Thum, T. Microrna therapeutics in cardiovascular medicine. EMBO Mol Med 4, 1 (2012), 3–14.

[186] Thum, T., Chau, N., Bhat, B., Gupta, S. K., Linsley, P. S., Bauersachs, J., and Engelhardt, S. Comparison
of different mir-21 inhibitor chemistries in a cardiac disease model. J Clin Invest 121, 2 (2011), 461–2; author reply
462–3.

[187] Thum, T., Gross, C., Fiedler, J., Fischer, T., Kissler, S., Bussen, M., Galuppo, P., Just, S., Rottbauer,
W., Frantz, S., Castoldi, M., Soutschek, J., Koteliansky, V., Rosenwald, A., Basson, M. A., Licht, J. D.,
Pena, J. T., Rouhanifard, S. H., Muckenthaler, M. U., Tuschl, T., Martin, G. R., Bauersachs, J., and
Engelhardt, S. Microrna-21 contributes to myocardial disease by stimulating map kinase signalling in fibroblasts.
Nature 456, 7224 (2008), 980–4.

[188] Trokovic, R., Trokovic, N., Hernesniemi, S., Pirvola, U., Weisenhorn, D. M. V., Rossant, J., McMahon,
A. P., Wurst, W., and Partanen, J. Fgfr1 is independently required in both developing mid- and hindbrain for
sustained response to isthmic signals. Embo Journal 22, 8 (2003), 1811–1823.

[189] Tzahor, E., and Poss, K. D. Cardiac regeneration strategies: Staying young at heart. Science 356, 6342 (2017),
1035–1039.

[190] van Rooij, E., Quiat, D., Johnson, B. A., Sutherland, L. B., Qi, X., Richardson, J. A., Kelm, R. J., J., and
Olson, E. N. A family of micrornas encoded by myosin genes governs myosin expression and muscle performance.
Dev Cell 17, 5 (2009), 662–73.

[191] van Rooij, E., Sutherland, L. B., Liu, N., Williams, A. H., McAnally, J., Gerard, R. D., Richardson,
J. A., and Olson, E. N. A signature pattern of stress-responsive micrornas that can evoke cardiac hypertrophy
and heart failure. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America 103, 48 (2006),
18255–18260.

[192] van Rooij, E., Sutherland, L. B., Qi, X., Richardson, J. A., Hill, J., and Olson, E. N. Control of
stress-dependent cardiac growth and gene expression by a microrna. Science 316, 5824 (2007), 575–9.

[193] Wang, J., Chen, J., and Sen, S. Microrna as biomarkers and diagnostics. J Cell Physiol (2015).

[194] Wang, J., and Sen, S. Microrna functional network in pancreatic cancer: from biology to biomarkers of disease. J
Biosci 36, 3 (2011), 481–91.

[195] Wang, W. E., Li, L., Xia, X., Fu, W., Liao, Q., Lan, C., Yang, D., Chen, H., Yue, R., Zeng, C., Zhou,
L., Zhou, B., Duan, D. D., Chen, X., Houser, S. R., and Zeng, C. Dedifferentiation, proliferation, and
redifferentiation of adult mammalian cardiomyocytes after ischemic injury. Circulation 136, 9 (2017), 834–848.

[196] Wang, Y., Robledo, O., Kinzie, E., Blanchard, F., Richards, C., Miyajima, A., and Baumann, H. Receptor
subunit-specific action of oncostatin m in hepatic cells and its modulation by leukemia inhibitory factor. J Biol
Chem 275, 33 (2000), 25273–85.

[197] Wang, Z. G., Wang, D. Z., Pipes, G. C. T., and Olson, E. N. Myocardin is a master regulator of smooth muscle
gene expression. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America 100, 12 (2003),
7129–7134.



LITERATUR 143

[198] Wei, Y., Peng, S., Wu, M., Sachidanandam, R., Tu, Z., Zhang, S., Falce, C., Sobie, E. A., Lebeche, D., and
Zhao, Y. Multifaceted roles of mir-1s in repressing the fetal gene program in the heart. Cell Res 24, 3 (2014),
278–92.

[199] Williams, C., Quinn, K. P., Georgakoudi, I., and Black, L. D., r. Young developmental age cardiac extracellular
matrix promotes the expansion of neonatal cardiomyocytes in vitro. Acta Biomater 10, 1 (2014), 194–204.

[200] Winter, J., Jung, S., Keller, S., Gregory, R. I., and Diederichs, S. Many roads to maturity: microrna
biogenesis pathways and their regulation. Nature Cell Biology 11, 3 (2009), 228–234.

[201] Wust, S., Drose, S., Heidler, J., Wittig, I., Klockner, I., Franko, A., Bonke, E., Gunther, S., Gartner,
U., Boettger, T., and Braun, T. Metabolic maturation during muscle stem cell differentiation is achieved by
mir-1/133a-mediated inhibition of the dlk1-dio3 mega gene cluster. Cell Metabolism 27, 5 (2018), 1026–+.

[202] Wystub, K., Besser, J., Bachmann, A., Boettger, T., and Braun, T. mir-1/133a clusters cooperatively specify
the cardiomyogenic lineage by adjustment of myocardin levels during embryonic heart development. PLoS Genet 9,
9 (2013), e1003793.

[203] Xie, Y., Su, N., Yang, J., Tan, Q., Huang, S., Jin, M., Ni, Z., Zhang, B., Zhang, D., Luo, F., Chen, H., Sun,
X., Feng, J. Q., Qi, H., and Chen, L. Fgf/fgfr signaling in health and disease. Signal Transduct Target Ther 5, 1
(2020), 181.

[204] Xu, J., and Wong, C. A computational screen for mouse signaling pathways targeted by microrna clusters. RNA
14, 7 (2008), 1276–83.

[205] Xu, Q., Seeger, F. H., Castillo, J., Iekushi, K., Boon, R. A., Farcas, R., Manavski, Y., Li, Y. G., Assmus,
B., Zeiher, A. M., and Dimmeler, S. Micro-rna-34a contributes to the impaired function of bone marrow-derived
mononuclear cells from patients with cardiovascular disease. J Am Coll Cardiol 59, 23 (2012), 2107–17.

[206] Yanochko, G. M., Vitsky, A., Heyen, J. R., Hirakawa, B., Lam, J. L., May, J., Nichols, T., Sace, F.,
Trajkovic, D., and Blasi, E. Pan-fgfr inhibition leads to blockade of fgf23 signaling, soft tissue mineralization,
and cardiovascular dysfunction. Toxicol Sci 135, 2 (2013), 451–64.

[207] Yi, R., Qin, Y., Macara, I. G., and Cullen, B. R. Exportin-5 mediates the nuclear export of pre-micrornas and
short hairpin rnas. Genes Dev 17, 24 (2003), 3011–6.

[208] Yin, K. J., Olsen, K., Hamblin, M., Zhang, J., Schwendeman, S. P., and Chen, Y. E. Vascular endothelial
cell-specific microrna-15a inhibits angiogenesis in hindlimb ischemia. J Biol Chem 287, 32 (2012), 27055–64.

[209] Zhang, X. T., Ma, S., Zhang, R., Li, S., Zhu, D., Han, D., Li, X. J., Li, C. Y., Yan, W., Sun, D. D., Xu, B.,
Wang, Y. B., and Cao, F. Oncostatin m-induced cardiomyocyte dedifferentiation regulates the progression of
diabetic cardiomyopathy through b-raf/mek/erk signaling pathway. Acta Biochimica Et Biophysica Sinica 48, 3
(2016), 257–265.

[210] Zhang, Y., Li, T. S., Lee, S. T., Wawrowsky, K. A., Cheng, K., Galang, G., Malliaras, K., Abraham,
M. R., Wang, C., and Marban, E. Dedifferentiation and proliferation of mammalian cardiomyocytes. PLoS One
5, 9 (2010), e12559.

[211] Zhao, T., Zhao, W., Chen, Y., Ahokas, R. A., and Sun, Y. Acidic and basic fibroblast growth factors involved
in cardiac angiogenesis following infarction. Int J Cardiol 152, 3 (2011), 307–13.

[212] Zhao, Y., Ransom, J. F., Li, A., Vedantham, V., von Drehle, M., Muth, A. N., Tsuchihashi, T., McManus,
M. T., Schwartz, R. J., and Srivastava, D. Dysregulation of cardiogenesis, cardiac conduction, and cell cycle in
mice lacking mirna-1-2. Cell 129, 2 (2007), 303–17.

[213] Zhao, Y., Samal, E., and Srivastava, D. Serum response factor regulates a muscle-specific microrna that targets
hand2 during cardiogenesis. Nature (2005).

[214] Zhao, Y., and Srivastava, D. A developmental view of microrna function. Trends Biochem Sci 32, 4 (2007),
189–97.

[215] Zhou, B., Honor, L. B., He, H., Ma, Q., Oh, J. H., Butterfield, C., Lin, R. Z., Melero-Martin, J. M.,
Dolmatova, E., Duffy, H. S., Gise, A., Zhou, P., Hu, Y. W., Wang, G., Zhang, B., Wang, L., Hall, J. L.,



LITERATUR 144

Moses, M. A., McGowan, F. X., and Pu, W. T. Adult mouse epicardium modulates myocardial injury by
secreting paracrine factors. J Clin Invest 121, 5 (2011), 1894–904.

[216] Zhu, H., Yang, Y., Wang, Y., Li, J., Schiller, P. W., and Peng, T. Microrna-195 promotes palmitate-induced
apoptosis in cardiomyocytes by down-regulating sirt1. Cardiovasc Res 92, 1 (2011), 75–84.



Abkürzungsverzeichnis 145

Abkürzungsverzeichnis

Abkürzung Bedeutung

°C Celsius
µCi Mikrocurie
µg Mikrogramm
µl Mikroliter
µm Mikrometer
µM Mikromol
3H2O Tritiumoxid
α-SMA engl. alpha smooth muscle actin
Abb. Abbildung
Acta2 actin alpha 2
ACTN1 Actinin Alpha 1
ACTN2 Actinin Alpha 2
ACTN4 Actinin Alpha 4
ad auffüllen bis
Ago2 Argonaut
Akt Proteinkinase B
ANOVA engl. analysis of variance
AraC engl. Cytosine β-D-arabinofuranoside
AS Aortenstenose
ATP5G1 ATP Synthase, H+ Transporting, Mitochondrial F0 Complex, Subunit C1

(Subunit 9)
AV-Knoten Atrioventrikuläre Knoten
BDM engl. 2,3-Butanedione 2-Monoxime
BisTris Bis(2-hydroxyethyl)amino-tris(hydroxymethyl)methan
BSA Bovines Serumalbumin
Ca2+ Calcium
CaCl2 Calciumchlorid
Cav 1.2 engl. Calcium channel, voltage-dependent, L type, alpha 1C subunit
cDNA engl. complementary DNA
Chr. Chromosom
cm Zentimeter
CO2 Kohlenstoffdioxid
CoA Coenzym A
Col1a1 Kollagen Typ I, alpha 1



Abkürzungsverzeichnis 146

Abkürzung Bedeutung

Col4a1 Kollagen Typ IV, alpha 1
Ctgf engl. connective tissue growth factor
cTnT engl. Cardiac Troponin T
ctrl engl. Control
DAPI engl. 4’,6-Diamidine-2’-phenylindole dihydrochloride
DCM dilatative Kardiomyopathie
ddH2O demineralisiertes Wasser
dKO miR-1/133a Doppelknockout
DMEM engl. Dulbecco’s Modified Eagle Medium
DNA Desoxyribonukleinsäure (Acid)
dNTP Desoxyribonukleosidtriphosphat
DTT Dithiothreitol
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure
EdU 5-ethynyl-2’-deoxyuridine
ERK engl. extracellular-signal regulated kinases
et al. et alterae
EthD-1 Ethidium-Homodimer-1
FAM Fluorescein
FAO engl. Fatty Acid Oxidation
FC engl. Fold change
FCS engl. Fetal Calf Serum
FGF Fibroblasten Wachstumsfaktor
FGFR1 Fibroblasten-Wachstumsfaktor-Rezeptor 1
FITC Fluoresceinisothiocyanat
Flp Flippase
FRS2 engl. Fibroblast Growth Factor Receptor Substrate 2
FWER engl. family-wise error rate
g (SI-
Einheit)

Gramm

g (Zentrifu-
ge)

Gravitation

GAB1 engl. GRB2 Associated Binding Protein 1
Gapdh Glycerinaldehy-3-phosphat-Dehydrogenase
GO engl. gene onthology
GRB2 engl. Growth factor receptor-bound protein 2
GSEA engl. Gene Set Enrichment Analysis
HCL Salzsäure



Abkürzungsverzeichnis 147

Abkürzung Bedeutung

HCN4 engl. Potassium/sodium hyperpolarization-activated cyclic nucleotide-gated
channel 4

Hepes 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure
hOSMR humaner Oncostatin M Rezeptor
HRP engl. Horseradish peroxidase
hsa homo sapiens
Hsp60 60-kDa-Hitzeschockproteine
i.p. intraperitoneal
i.v. intravenös
I/R Ischämie/Reperfusion
ICM ischämische Kardiomyopathie
IL-6 Interleukin-6 Familie
ITS Insulin-Transferrin-Selenium
IU engl. International Unit
Jak Janus Kinase
JNK c-Jun-N-terminale Kinasen
KCl Kaliumchlorid
KCNJ2 engl. Potassium Inwardly-Rectifying Channel, Subfamily J, Member 2
kDa kilo Dalton
kg Kilogramm
KH2PO4 Kaliumdihydrogenphosphat
KHCO3 Kaliumhydrogencarbonat
KO Knockout
l Liter
LA linkes Atrium
LAD engl. left anterior descending artery
LIFR LIF Rezeptor
LNA engl. Locked-nucleid acid
Lox Lysyl oxidase
LV linker Ventrikel
M (SI-
Einheit)

Mol

M199 Medium 199
MAD2 engl. mitotic arrest deficient 2
MAPKs Mitogen-aktivierte Proteinkinasen
Mef2 engl. myocyte enhancer factor-2
mg Milligramm



Abkürzungsverzeichnis 148

Abkürzung Bedeutung

MgCl2 Magnesiumchlorid
MgSO4 x 7
H2O

Magnesium Sulfat Heptahydrat

Mib1 engl. Mindbomb
min. Minuten
miR microRNA
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MyoD Myogener Faktor 3
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nd nicht detektiert
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pERK phospho ERK (engl. extracellular-signal regulated kinases)
PFA Paraformaldehyd
pH3 engl. Phosho-Histone 3
PI3K Phosphatidylinositol-3-Kinase
PKC Proteinkinase C
PLCγ Phospholipase Cγ

pre-
miRNA

engl. Precursor miRNA

pri-mRNA primäre miRNA
p-val. engl. p-value
qPCR quantitative Echtzeit-PCR
RA rechtes Atrium
Raf engl. rapidly accelerated fibrosarcoma
Ral A engl. RAS Like Proto-Oncogene A
RNA Ribonukleinsäure (Acid)
rpm engl. Rounds per Minute
RT Reverse Transkriptase
Runx1 engl. Runt-related transcription factor 1
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SERCA2 engl. Sarcoplasmic/endoplasmic reticulum calcium ATPase
snRNA engl. small nuclear RNA
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TBS-T engl. Tris Buffered Saline - Tween20
TCA Tricarbonsäure
TE Trypsin/EDTA
Timp1 engl. tissue inhibitors of metalloproteinases 1
tKO (FR1) miR-1/133a Doppelknockout + FGFR1 Knockout
tKO (OR) miR-1/133a Doppelknockout + OSMR Knockout
TNNI1 Troponin I1
TNNI3 Troponin I3
TRBT engl. HIV-1 TAR RNA binding protein
Tris Tris-aminomethan
TTN-N2B Titin Isoform N2B
TTN-
N2BA

Titin Isoform N2BA

UO126 Inhibitor des MEK/ERK-Signalweges
V Volt
VIC 2’-Chloro-7’-phenyl-1,4-dichloro-6-carboxyfluorescein
VSD ventrikuläre Septumdefekte
WGA engl. Wheat Germ Agglutinin
WT wildtypisch
z.B. zum Beispiel
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Abbildung 32 – Osmr und Fgfr1 weisen Bindestellen von miR-1 und miR-133a auf.
(A-D) Potentielle Bindestellen von miR-1 und miR-133a wurden mit Hilfe von microRNA
„target prediction tools“ (TargetScan und MiRanda) identifiziert (A + C) und mittels Luziferase
Assay funktional validiert (C+D). Als Kontrollen für die Luziferase Assays wurden mutierte
Versionen der Bindestellen verwendet. Es wurde eine miR-1 Bindestelle innerhalb der 3´UTR
von Osmr (A) identifiziert und zwei miR-133a Bindestellen innerhalb der 3ÚTR von Fgfr1 (C).
(E) Transfektion von isolierten neonatale Kardiomyozyten (P0-P3) mit siRNAs. Die qRT-PCR
Analysen ergaben nach einer Transfektion mit miR-1 eine signifikant verringerte Expression
von Osmr (ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert: * < 0,05) und nach einer Transfektion mit
miR-133a eine signifikant verringerte Expression von Fgfr1 (ungepaarter einseitiger t-Test; p-
Wert: **** < 0,0001). Die Untersuchungen wurden von Dr. Johannes Besser und Dr. Katharina
Wysub-Lis durchgeführt.
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Abbildung 33 – Inhibierung der miR-1/133a Gene im adulten Herzen.
(A) Schematische Darstellung des miR-1-2/133a-1 Zielvektors und des resultierenden mutierten
miR-1/133a Allels. (B+C) qRT-PCR-Analyse der pri-miR-Expression in adulten Herzen (B;
WT: n = 5; dKO: n = 5; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (pri-miR-
1-1): **** < 0,0001; p-Wert (pri-miR-133a-2): **** < 0,0001; p-Wert (pri-miR-1-2): *** <
0,001; p-Wert (pri-miR-133a-1): *** < 0,001) und isolierten Kardiomyozyten (C; n = 4-5
pro Gruppe; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (pri-miR-1-2): ** <
0,01; p-Wert (pri-miR-133a-1): * < 0,05) 14 (Herzen) oder 21 (isolierte Kardiomyozyten) Tage
nach Tamoxifen induzierter Aktivierung der Rekombination. (D+E) Northern-Blot-Analyse
der Expression von reifer miR-1/133a in adulten Herzen. Für die Normalisierung wurde die
ubiquitär exprimierte U6 snRNA verwendet. Die Inhibierung der miR-1/133a Gene im adulten
Herzen wurde von Dr. Johannes Besser durchgeführt.
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Abbildung 34 – Der Knockout von miR-1/133a hat eine erhöhte Expression von Osmr
und Fgfr1 in Kardiomyozyten zur Folge.

(A) qPCR-Analyse der miR-1/133a Expression in adulten Kardiomyozyten (Wildtyp: n =
6; dKO: n = 6) 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion. Die miR-1/133a Expression
ist in den Doppelknockout Kardiomyozyten im Vergleich zu den Kontrollen stark reduziert
während in den Nicht-Kardiomyozyten (Nicht-K.) Fraktionen (WT: n = 5; dKO: n = 6) beider
Gruppen keinerlei miR-1/133a Expression detektiert wird (nd= nicht detektiert; Mittelwert
± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Werte: * < 0,05). (B+C) qRT-PCR-Analyse der
Osmr und Fgfr1 Expression in adulten Kardiomyozyten (B; Osmr: Wildtyp: n = 4, dKO: n =
4; Fgfr1: Wildtyp: n = 4, dKO: n = 4; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test;
p-Werte: * < 0,05) und Nicht-Kardiomyozyten (C; Osmr: Wildtyp: n = 4, dKO: n = 3; Fgfr1:
WT: n = 5, dKO: n = 4; Mittelwert ± SEM; ungepaarter zweiseitiger t-Test; p-Werte: > 0,05,
nicht signifikant) in Wildtyp und mir-1/133a Doppelknockout Mäusen zeigt im Vergleich eine
deutlich erhöhte Expression von Osmr und Fgfr1 in Doppelknockout Kardiomyozyten. Nicht-
Kardiomyozyten zeigen keinen Unterschied innerhalb der Gruppen. Die relative Expression
wurde auf GAPDH normalisiert. Die verwendeten Zellen wurden 3 Wochen nach der ersten
Injektion von Tamoxifen isoliert. Die Durchführung und Auswertung dieser Experimente
erfolgte durch Dr. Johannes Besser.
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Abbildung 35 – Der Doppelknockout von miR-1/133a führt zu keiner Anreicherung von
Genen im Zusammenhang mit dem WNT-, Notch-, JAK/STAT- und Hippo Signalweg.

Microarray basierte GSEA (broadinstitute.org) Analyse von adulten Mausherzen (n = 3 pro
Gruppe; rot = Angereichert in dKO Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen) 3 Wochen
nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt sowohl in dKO als auch tKO Herzen im Vergleich
zu Wildtyp Herzen keine Anreicherung von Genen die mit dem WNT-, Notch-, JAK/STAT-
und Hippo Signalweg Zusammenhang stehen. Angegebene p-Werte beziehen sich auf den FC
von dKO/WT.
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Abbildung 36 – Ein zusätzlicher Knockout von Runx1 hat keinen Einfluss auf die
Veränderungen durch einen Verlust von miR-1/133a.

(A+B) Eine potentielle Bindestelle von miR-1 wurde mit Hilfe von microRNA „target prediction
tools“ (TargetScan und MiRanda) identifiziert (A) und mittels Luziferase Assay funktional vali-
diert (B). Als Kontrollen für die Luziferase Assays wurden mutierte Versionen der Bindestellen
verwendet. Es wurde eine miR-1 Bindestelle innerhalb der 3´UTR von Runx1 identifiziert. (C
- H) Microarray basierte GSEA (broadinstitute.org) Analyse von adulten Mausherzen (n = 3
pro Gruppe; rot = Angereichert in dKO Herzen; blau = Angereichert in Wildtyp Herzen) 3
Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion zeigt in dKO Herzen im Vergleich zu Wildtyp
Herzen eine Anreicherung von Genen die mit dem Zellzyklus (D), der extrazellulären Matrix
(E) und dem Aktinzytoskelett (G) zusammenhängen. Die Gene der dargestellten GSEA zeigen
die Hochregulation (rot; Fold Change (FC) > 1) der Gene in dKO Herzen die durch eine
zusätzliche Deletion von Runx1 (tKO (Rx)) nicht normalisiert wird. Auch eine Quantifizierung
von EdU+ Kardiomyozyten (C; WT: n = 13; dKO: n = 10; tKO (Rx): n =9, zweiseitiger
ungepaarter t-Test) und Immunfluoreszenzfärbungen mit WGA (F; WT: n = 2; dKO: n = 2;
tKO (Rx): n =2) und α-sma (H; WT: n = 2; dKO: n = 2; tKO (Rx): n = 2) zeigten in tKO
(Rx) Tieren im Vergleich zu dKO Tieren keine Normalisierung. Maßstabsbalken = 20µm.
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Abbildung 37 – Inhibierung des ERK-Signalweges mit UO126 normalisiert die erhöhte
Expression von Zellzyklusmarkern in miR-1/133a Doppelknockout Herzen.

(A-F) qRT-PCR Analyse der Genexpression von Zellzyklusmarker (Cdk1 (A); Ccna2 (B);
Ccnb2 (C); E2f2 (D)) und Downstream liegende Ziele vom OSMR/FGFR1 Signalweg (Pdk3
(E); Runx1 (F)) in Wildtyp und miR-1/133a Doppelknockout Herzen mit (WT: n = 7; dKO:
n = 6; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (Cdk1 in dKO): 0,07, nicht
signifikant; p-Wert (Ccna2 in dKO): ** < 0,01; p-Wert (Ccnb1 in dKO): * < 0,05; p-Wert
(E2f3 in dKO): ** < 0,01; p-Wert (Pdk3 in dKO): ** < 0,01; p-Wert (Runx1 in dKO): * < 0,05;
p-Werte (in WT): > 0,05, nicht sigifikant) und ohne (WT: n = 10; dKO: n = 4; Mittelwert ±
SEM; ungepaarter einseitiger t-Test) UO126 Behandlung. Die mir-1/133a Doppelknockout
Herzen weisen im Vergleich zu den Wildtyp Herzen eine erhöhte Expression der untersuchten
Marker auf, welche durch eine Zugabe vom MEK/ERK- Inhibitor UO126 normalisiert werden.
Die Untersuchungen und Auswertungen wurden von Dr. Johannes Besser und Dr. Katharina
Wysub-Lis durchgeführt.
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Abbildung 38 – Deutliche Erhöhung von Zellzyklusmarkern in miR-1/133a Doppel-
knockout Kardiomyozyten.

(A+B) qRT-PCR Analyse verschiedener Zellzyklusmarker in Kardiomyozyten (A; WT: n =
8-12; dKO: n = 7-9; Mittelwert ± SEM; ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert (CCND2):
** < 0,01; p-Wert (E2F1): * < 0,05; p-Wert (E2F3): * < 0,05; p-Wert (CCNA2): ** <
0,01; p-Wert (CCNB1): * < 0,05; p-Wert (CDK1): * < 0,05; p-Wert (ANLN): 0,059, nicht
signifikant) und Nicht-Kardiomyozyten (B; WT: n = 6-7; dKO: n = 6-7; Mittelwert ± SEM;
ungepaarter einseitiger t-Test; p-Wert(CCND2, E2f3): > 0,05, nicht signifikant; p-Wert (E2F1):
* < 0,05; p-Wert (CCNA2): * < 0,05; p-Wert (CCNB1): ** < 0,01; p-Wert (CDK1): ** < 0,01;
p-Wert (ANLN): * < 0,05) 3 Wochen nach der ersten Tamoxifen Injektion. Die Expression der
Zellzyklusmarker ist in den Doppelknockout Kardiomyozyten im Vergleich zu den Kontrollen
deutlich erhöht. In der Nicht-Kardiomyozyten Fraktion ist die Expression der Zellzyklus
Marker in Doppelknockout Kardiomyozyten im Vergleich zu den Kontrollen verringert. Die
Untersuchung und Auswertung erfolgte durch Dr. Johannes Besser.

Abbildung 39 – Der miR-1/133a Doppelknockout ist mit einer Dedifferenzierung der
Kardiomyozyten verbunden.

(A+B) Elektronemikroskopische Aufnahmen von adulten Kardiomyozyten (WT (A): n = 3;
dKO (B): n = 2) 50 Tage nach der ersten Tamoxifen Injektion. Maßstabsbalken = 1 µm. Die
Sarkomere der Doppelknockout Kardiomyozyten weisen unscharfe Z-Scheiben (weißer Pfeil)
und Anzeichen einer Desorganisation auf. Die Untersuchung und Auswertung erfolgte durch
Dr. Johannes Besser.
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Abbildung 40 – Darstellung des verringerten Infarktbereichs nach einer Runterregulation
von miR-1/133a vor einem Myokardinfarkt.

Trichrom Färbung von Herzschnitten 14 Tage nach einem Myokardinfarkt. Die Injektion der
Kontroll-LNA (LNA-scramble) in Wildtyptiere und der Kombination von miR-1-LNA und
miR-133a-LNA (LNA-miR-1/133a) in sKO Tiere (single Knockout) erfolgte intravenös 7 Tage
vor dem Myokardinfarkt. Maßstabsbalken = 100 µm
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