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Zusammenfassung 
 

Die für die Herzkontraktion benötigte Energie (ATP) wird zu einem Großteil (> 90 %) aus 

der oxidativen Phosphorylierung in den Mitochondrien gewonnen. Mitochondrien sind 

auch an der Regulation des intrazellulären Calciums (Ca) beteiligt und können aufgrund 

spezialisierter Transportproteine Ca in ihre Matrix aufnehmen und wieder ausschleusen. 

Mitochondriales Ca (mitoCa) kann den Zellstoffwechsel sowie den Zelltod steuern und 

ist ein entscheidender Faktor für die Abstimmung von Energieangebot und -nachfrage 

im Herzen. Daher könnte die (gestörte) mitoCa-Regulation an der Entwicklung von 

Herzerkrankungen beteiligt sein. Ein besseres Verständnis der mitoCa-Regulation 

erscheint deswegen aus physiologischer und pathologischer Sicht dringend geboten.  

In der vorliegenden Arbeit wurde die mitoCa-Regulation in isolierten Kardiomyozyten aus 

adulten Ratten charakterisiert. Die Untersuchungen fanden an einem physiologischen 

Modell statt (Kardiomyozyten aus gesunden WKY-Ratten), sowie an drei pathologischen 

Modellen: Kardiomyozyten aus spontan-hypertensiven Ratten (SHR), Kardiomyozyten 

aus haploinsuffizienten Cacna1c+/--Ratten und an Kardiomyozyten, die mit dem ER/SR-

Stress-Induktor Tunicamycin behandelt wurden. Zuerst wurde ein Protokoll zur 

verlässlichen Messung der mitoCa-Transienten (mitoCaT) etabliert. Dazu wurden die 

isolierten Myozyten mit einem Ca-abhängigen Fluoreszenzfarbstoff beladen (X-Rhod-1) 

und die cytosolische Fluoreszenzkomponente wurde mittels CoCl2-Quenching eliminiert. 

Die mitochondriale Lokalisation von X-Rhod-1 wurde mit Hilfe eines spezifischen 

mitochondrialen Farbstoffes, MitoTracker Green, bestätigt. Die Kardiomyozyten wurden 

elektrisch-stimuliert und die resultierenden mitoCaT wurden am Konfokalmikroskop im 

Linescan-Modus gemessen, analysiert und mit cytosolischen Ca-Transienten (cytoCaT) 

verglichen (gemessen mit Fluo-4). Durch Unterdrückung der Kontraktion der 

Kardiomyozyten mittels Cytochalasin D (10 M) konnte ausgeschlossen werden, dass 

es sich bei den gemessenen mitoCaT um Bewegungsartefakte handelte.  

In dieser Arbeit konnten schnelle oszillierende mitoCaT in Vorhofmyozyten aus WKY-

Ratten gemessen werden, die bei basaler Stimulation (0,5 Hz) eine Amplitude von etwa 

 0,15 – 0,25 (F/Frest), eine Anstiegszeit von etwa  40 – 70 ms und eine 

Abfallzeitkonstante von etwa   60 – 100 ms aufwiesen. Bei Erhöhung der Frequenz kam 

es zu einem Anstieg des diastolischen Ca, zu einer Abnahme der Amplitude und zu einer 

Beschleunigung des Abfalls der mitoCaT. Zudem konnten deutliche subzelluläre 

Unterschiede in den mitoCaT von Vorhofmyozyten gefunden werden. So zeigten die 

subsarkolemmalen mitoCaT erheblich größere Amplituden als zentral gemessene 

mitoCaT. Durch den Vergleich mit den cytoCaT konnte dargestellt werden, dass die 
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(subzellulären) mitoCaT dem Verhalten der (subzellulären) cytoCaT ähnelten, aber 

hinsichtlich ihrer kinetischen Parameter deutliche Unterschiede zeigten.  

Die zu einem frühen Zeitpunkt der hypertensiven Herzerkrankung (3 Monate) 

gemessenen mitoCaT in Vorhofmyozyten aus SHR zeigten (noch) keine Veränderungen 

und lagen sowohl global als auch subzellulär bei ähnlichen Werten wie die mitoCaT der 

Vorhofmyozyten gesunder WKY-Ratten. Jedoch zeigten sich in der Expression wichtiger 

mitoCa-regulierender Proteine (um  50 % erhöhte NCLX- und LETM1-Expression) im 

Vorhofmyokard der SHR bereits deutliche Unterschiede, die auf ein beginnendes 

Remodeling der Mitochondrien in den SHR hindeuten.  

In Ventrikelmyozyten des Cacna1c+/--Rattenmodells konnte mit Hilfe des -adrenergen 

Agonisten Isoprenalin (30 nM) gezeigt werden, dass die mitoCaT auf eine sympathische 

Stimulation reagierten. Es kam zu einem Anstieg des diastolischen Ca (um  20 %) und 

der Amplitude (um  70 %) und zu einer Beschleunigung des Abfalls der mitoCaT (von 

 105 ms auf  75 ms). Trotz einer bereits beschriebenen veränderten cytoCa-

Regulation konnten keine wesentlichen Unterschiede in den mitoCaT der 

Ventrikelmyozyten zwischen den beiden Genotypen gefunden werden (WT vs. 

Cacna1c+/-). Auch die Expression wichtiger mitoCa-regulierender Proteine (MCU, NCLX, 

LETM1) im Ventrikelmyokard zeigte keine Unterschiede zwischen WT und Cacna1c+/--

Ratten.  

Schließlich wurde der Einfluss eines ER/SR-Stress-Induktors (Tunicamycin) auf die 

mitoCa- und cytoCa-Regulation in Ventrikelmyozyten von WKY-Ratten untersucht. 

Tunicamycin (10 M) führte innerhalb von 10 – 12 Minuten zu weitreichenden Störungen 

der mitoCa- und cytoCa-Regulation: Es kam in beiden Fällen zu einem ausgeprägten 

Anstieg des diastolischen Ca verbunden mit einem vermehrten Auftreten von 

arrhythmogenen Ca-Wellen. Zusätzlich konnte (subzellulärer) Ca-Alternans 

nachgewiesen werden.  

Zusammenfassend konnten in isolierten adulten Kardiomyozyten der Ratten schnelle 

oszillierende mitoCaT gemessen werden, die frequenzabhängig reguliert werden. Dabei 

konnte in Vorhofmyozyten ein deutlicher Unterschied in der subzellulären mitoCa-

Regulation zwischen subsarkolemmalen und zentralen Mitochondrien aufgedeckt 

werden. Die beiden Pathologiemodelle (SHR und Cacna1c+/-) zeigten mitoCaT, die 

denen der gesunden Kontrollgruppen ähnelten.  Isoprenalin führte in Ventrikelmyozyten 

zu größeren und schnelleren mitoCaT, wie dies auch für cytoCaT bekannt ist. Weiterhin 

konnte gezeigt werden, dass Tunicamycin als ER/SR-Stress-Induktor bei akuter Gabe 

zu tiefgreifenden Störungen der cytoCa- und mitoCa-Regulation führt, die letztendlich 

das Auftreten von Ca-Alternans und Arrhythmien bedingen. 
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Summary  
 
The energy (ATP) required for cardiac contraction is largely (> 90 %) obtained from 

oxidative phosphorylation in mitochondria. Mitochondria are also involved in the 

regulation of intracellular calcium (Ca). Due to specialized transport proteins, they are 

able to take up Ca into their matrix and to remove it back to the cytosol. Mitochondrial 

Ca (mitoCa) can control both cell metabolism and cell death and is a crucial factor in 

balancing energy supply and demand in the heart. Therefore, the (impaired) mitoCa 

regulation could be involved in the development of heart diseases. Thus, a better 

understanding of mitoCa regulation appears to be mandatory from both physiological 

and pathological perspectives.  

In the present study, mitoCa regulation was characterized in isolated cardiomyocytes 

from adult rats. The investigations were performed in a physiological model 

(cardiomyocytes from healthy WKY rats) and in three pathological models: 

Cardiomyocytes from spontaneously hypertensive rats (SHR), cardiomyocytes from 

haploinsufficient Cacna1c+/- rats and in cardiomyocytes treated with the ER/SR stress 

inducer tunicamycin. First, a protocol for reliable measurements of mitoCa transients 

(mitoCaT) was established. For this purpose, the isolated myocytes were loaded with a 

Ca-dependent fluorescent dye (X-Rhod-1) and the cytosolic fluorescence component 

was eliminated by CoCl2 quenching. Mitochondrial localization of X-Rhod-1 was 

confirmed using a specific mitochondrial dye, MitoTracker Green. The cardiomyocytes 

were electrically stimulated and the resulting mitoCaT were measured on the confocal 

microscope in linescan mode. Furthermore, they were analyzed and compared with 

cytosolic Ca transients (cytoCaT, measured with Fluo-4). By suppressing the contraction 

of the cardiomyocytes using cytochalasin D (10 M), the possibility that the measured 

mitoCaT were movement artifacts was excluded. 

In the present study, fast oscillating (beat-to-beat) mitoCaT could be measured in atrial 

myocytes from WKY rats. During basal stimulation (0,5 Hz) they showed an amplitude 

of approximately  0,15 – 0,25 (F/Frest), a rise time of approximately  40 – 70 ms and 

a tau of decay of approximately  60 – 100 ms. By increasing the stimulation frequency, 

there was an increase in diastolic Ca, a decrease in the amplitude and an acceleration 

of the tau of decay in the mitoCaT. In addition, substantial subcellular differences were 

found in the mitoCaT of atrial myocytes. The subsarcolemmal mitoCaT showed 

considerably larger amplitudes than centrally measured mitoCaT. The comparison with 

the cytoCaT showed that the (subcellular) mitoCaT resembled the behavior of the 
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(subcellular) cytoCaT but exhibited marked differences with regard to their kinetic 

parameters. 

The mitoCaT in atrial myocytes from SHR measured at an early stage of hypertensive 

heart disease (3 months) also did not (yet) show any changes and were similar to the 

mitoCaT of healthy WKY rats both globally and subcellularly. However, there were 

already pronounced differences in the expression of important mitoCa-regulating 

proteins (NCLX and LETM1 expression increased by  50 %) in the atrial myocardium 

of SHR, indicating the onset of mitochondrial remodeling in the SHR.  

With the help of the -adrenergic agonist isoprenaline (30 nM), it was shown that the 

mitoCaT in ventricular myocytes of Cacna1c+/- rats responded to sympathetic 

stimulation. There was an increase in diastolic Ca (by   20 %) and in the amplitude of 

the mitoCaT ( 70 %) as well as an acceleration of the tau of decay (from  105 ms to 

 75 ms). Despite a previously described altered cytoCa regulation, no significant 

differences in the mitoCaT of ventricular myocytes were found between the two 

genotypes (WT vs. Cacna1c+/-). The expression of important mitoCa-regulating proteins 

(MCU, NCLX, LETM1) in the ventricular myocardium also showed no differences 

between WT and Cacna1c+/- rats. 

Finally, the influence of an ER/SR stress inducer (tunicamycin) on mitoCa and cytoCa 

regulation in ventricular myocytes of WKY rats was investigated. Tunicamycin (10 M) 

led to severe disturbances of mitoCa and cytoCa regulation within 10 – 12 minutes: In 

both cases, there was a pronounced increase in diastolic Ca, combined with an 

increased occurrence of arrhythmogenic Ca waves. In addition, (subcellular) Ca 

alternans was detected. 

In summary, fast oscillating (beat-to-beat) mitoCaT could be measured in isolated adult 

cardiomyocytes, which were regulated in a frequency-dependent manner. A profound 

difference in subcellular mitoCa regulation between subsarcolemmal and central 

mitochondria was revealed in atrial myocytes. The two pathology models (SHR and 

Cacna1c+/-) showed mitoCaT similar to those of healthy controls. Isoprenaline led to 

larger and faster mitoCaT in ventricular myocytes, as known for cytoCaT. Furthermore, 

tunicamycin, an ER/SR stress inducer, was shown to cause severe disturbances in 

cytoCa and mitoCa regulation upon acute administration, ultimately leading to the 

occurrence of Ca alternans and arrhythmias.
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1. Einleitung  
 
Als wichtigstes Organ des menschlichen Blutkreislaufes ist das Herz die Quelle der Kraft, 

die benötigt wird, um das Blut durch den gesamten Körper zu pumpen und ihn damit mit 

Sauerstoff sowie allen lebensnotwendigen Nährstoffen zu versorgen. Für diese enorme 

Pumpleistung, die das Herz von Geburt an mit sich bringt, braucht es Energie. Diese für 

die Herzkontraktion notwendige Energie wird zu einem Großteil (> 90 %) aus der 

oxidativen Phosphorylierung in den Mitochondrien gewonnen. Aufgrund ihrer Fähigkeit, 

Energie in Form von ATP zu generieren und intrazelluläres Calcium (Ca) zu regulieren, 

sind Mitochondrien Zellorganellen, die unerlässlich für die Aufrechterhaltung der 

Funktion des Herzmuskels sind. Auch das endo-/sarkoplasmatische Retikulum (ER/SR) 

als wichtigster intrazellulärer Ca-Speicher spielt für die Kontraktion einer 

Herzmuskelzelle eine zentrale Rolle. Dabei ist das sorgfältige Zusammenspiel beider 

Organellen für die Regulation von Ca, als intrazellulärer Signalgeber, ein entscheidender 

Faktor für die Kontraktion der Herzmuskelzelle. Im Rahmen dieser Arbeit wurde an 

isolierten, adulten Kardiomyozyten die mitochondriale Ca (mitoCa)-Regulation 

untersucht, sowie der Einfluss von Tunicamycin, einem ER/SR-Stressor, auf 

mitochondriales und cytosolisches Ca (cytoCa) in ventrikulären Kardiomyozyten. Dafür 

werden folgend die Herzanatomie und -physiologie kurz erläutert sowie die 

zugrundeliegenden Prozesse, die zur Kontraktion führen. Dabei wird vor allem auf die 

mitoCa-Regulation und die Abläufe im ER/SR genauer eingegangen. Im letzten Teil der 

Einleitung werden die pathophysiologischen Aspekte (Herzhypertrophie, ER/SR-Stress) 

erläutert, die ebenfalls als Teil dieser Arbeit untersucht wurden.  

 

1.1 Grundlagen der Herzanatomie und -physiologie 
 

1.1.1 Aufbau und Blutzirkulation des Herzens 
 
Das Herz (Cor) ist ein bemerkenswert komplexes Organ. Es handelt sich um einen 

faustgroßen, innen hohlen Muskel, der als Druck- und Saugpumpe für einen geregelten 

Blutfluss und durch die rhythmische Kontraktion, den Herzschlag, für die Blutversorgung 

(und damit auch für die Sauerstoff- und Nährstoffversorgung) des Körpers sorgt. Es 

wiegt bei Männern ca. 300 g und bei Frauen ca. 250 g und kann in seiner Größe stark 

variieren (z.B. zeigen Sportler oft eine physiologische Vergrößerung des Herzens). Es 

besitzt die Form eines Kegels und liegt schräg zur Körperachse im Thorax. Hier befindet 

es sich eingebettet zwischen den beiden Lungenflügeln, im mittleren Abschnitt des 

unteren Mediastinums oberhalb des Zwerchfells. Umgeben ist das Herz vom Herzbeutel 
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(Perikard), der über den fibrösen Anteil eine Verbindung zur Umgebung herstellt und 

damit das Herz in seiner Position hält. Die Herzspitze (Apex cordis) ist nach links-unten-

ventral gerichtet und relativ frei im Herzbeutel beweglich. Die Herzbasis (Basis cordis) 

dagegen zeigt nach rechts-oben-dorsal und ist durch die Bindung an die großen 

Gefäßstämme fixiert. Funktionell wird das Herz in eine rechte und eine linke Herzhälfte 

gegliedert (Abbildung 1) und verbindet so den Lungenkreislauf (kleiner Kreislauf; rechte 

Seite) mit dem Körperkreislauf (großer Kreislauf; linke Seite). Jede Herzhälfte besitzt 

dabei einen kleineren Vorhof (Atrium) und eine größere Kammer (Ventrikel). Die 

Vorhöfe, die vor den Ventrikeln liegen, empfangen das Blut aus den Blutkreisläufen und 

führen es den Ventrikeln zu. Diese pumpen das Blut daraufhin in die nachgeschalteten 

Kreisläufe zurück. Insgesamt besteht das Herz also aus vier Binnenräumen (rechter und 

linker Vorhof, sowie rechter und linker Ventrikel), die von unterschiedlich starken 

Muskelmassen umgeben sind und die durch rhythmische Erschlaffung (Relaxation) und 

Anspannung (Kontraktion) die Pumpfunktion ermöglichen. Die Herzaktion wird dabei 

unterteilt in die Kontraktionsphase der Kammern, die Systole, und die 

Erschlaffungsphase der Kammern, die Diastole. Getrennt werden die beiden Hälften 

durch die sogenannte Herzscheidewand (Septum). Damit das Herz seiner Aufgabe der 

geregelten Blutversorgung nachkommen kann, ist es zwingend notwendig, dass das Blut 

in die physiologische Richtung fließt. Sauerstoffarmes (venöses) Blut wird dabei zur 

Lunge geleitet und sauerstoffreiches (arterielles) Blut wird in den Körperkreislauf 

gepumpt. Der gerichtete Blutfluss wird hierbei durch die Lage und Ventilfunktion der 

Herzklappen realisiert. Sie wirken wie Ein-Weg-Ventile, da durch das Schließen der 

Klappen der Blutfluss nur in eine Richtung möglich ist. Dabei wird zwischen den 

Segelklappen und den Taschenklappen unterschieden. Die Segelklappen, die sich 

zwischen den Vorhöfen und Ventrikeln befinden und daher auch als 

Atrioventrikularklappen (AV-Klappen) bezeichnet werden, verhindern, dass das Blut bei 

der Kammerkontraktion zurück in die Vorhöfe fließt. Hierbei kann man zwischen der 

Trikuspidalklappe (zwischen rechtem Vorhof und rechter Kammer; 3 Segel) und der 

Bikuspidalklappe (zwischen linkem Vorhof und linker Kammer; 2 Segel; auch 

Mitralklappe genannt) unterscheiden. Durch die Taschenklappen (Semilunarklappen) 

wird der Rückstrom des Blutes aus den großen Arterien (Aorta und Truncus pulmonalis) 

in die Kammern verhindert. Man unterscheidet zwischen der Pulmonalklappe, die 

zwischen rechtem Ventrikel und dem Truncus pulmonalis liegt und der Aortenklappe, die 

sich zwischen dem linken Ventrikel und der Aorta befindet. Verankert sind die Klappen 

im sogenannten Herzskelett, das eine bindegewebige Faserplatte darstellt. Das 

Herzskelett wird aufgrund der Ventilfunktion der Klappen und der Anordnung dieser in 

einer Ebene auch als Ventilebene bezeichnet. Physiologisch betrachtet fließt 
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sauerstoffarmes Blut aus dem Körperkreislauf über die beiden Hohlvenen (Vena cava 

superior und Vena cava inferior) in den rechten Vorhof. Von hier gelangt das Blut über 

die Trikuspidalklappe in die rechte Kammer. Durch die Kontraktion der rechten Kammer 

wird das Blut über die Pulmonalklappe in den Truncus pulmonalis gepumpt. Über die 

beiden Lungenarterien (Arteria pulmonalis dextra und Arteria pulmonalis sinistra), die 

vom Truncus pulmonalis abzweigen, gelangt das Blut in die Lungenflügel und wird hier 

mit Sauerstoff der Atemluft angereichert. Durch die vier Lungenvenen (Vv. pulmonales) 

wird das nun sauerstoffreiche Blut in den linken Vorhof überführt. Nach Passage der 

Mitralklappe (Bikuspidalklappe) strömt das Blut in den linken Ventrikel. Dieser befördert 

das Blut über die Aortenklappe in die Aorta und damit in den Körperkreislauf. Aufgrund 

der unterschiedlichen Drücke, die Vorhöfe und Ventrikel entwickeln müssen, besitzen 

sie unterschiedlich dicke Muskelwände. Die dünnwandigen Vorhöfe besitzen eine 

Wanddicke von ca. 1,5 mm und dienen eher als passive Speicher für das Blut als aktive 

Pumpen. Der rechte Ventrikel besitzt eine Wanddicke von ca. 2 – 4 mm, während der 

linke Ventrikel, der einen ca. 5-mal höheren Druck entwickeln muss, eine Wanddicke 

von 8 – 11 mm aufweist. Die Versorgung des Herzens mit arteriellem Blut selbst erfolgt 

durch zwei Koronararterien (Arteria coronaria sinistra und Arteria coronaria dextra). Das 

venöse Blut sammelt sich weitgehend im Sinus coronarius und gelangt von dort in den 

rechten Vorhof (Aumüller et al., 2020; Larsen, 2016; Vaupel et al., 2015). 

 

Abbildung 1: Makroskopischer Aufbau des Herzens und physiologische Fließrichtung des Blutes  

Schematische Darstellung des Herzens. Die vier Binnenräume sowie die dazugehörigen Klappen sind 
gezeigt. Die Strömungsrichtung des Blutes wird durch die Pfeile angegeben.  

(Erstellt mit BioRender.com) 
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1.1.2 Mikroskopischer Aufbau des Herzens 
 
Ganz grundsätzlich lässt sich die Wand des Herzens auf mikroskopischer Ebene in drei 

Schichten unterteilen. Man unterscheidet von innen nach außen zwischen dem 

Endokard, dem Myokard und dem Epikard. Das innen liegende Endokard kleidet 

lückenlos den gesamten Innenraum der Herzwand einschließlich der Herzklappen aus. 

Durch die nichtthrombogene Oberfläche des einschichtigen Endothels wird ein 

reibungsfreier Blutfluss garantiert. Das Epikard bildet die innere Begrenzung der 

Herzbeutelhöhle. Es besteht aus einem Plattenepithel und einer darunter liegenden 

Bindegewebe- und Fettschicht. Diese dient dazu, die Herzoberfläche abzudecken und 

die Herzkranzgefäße zu schützen. Es ist fest verbunden mit dem in der Mitte befindlichen 

Myokard, der Muskelschicht der Herzwand. Diese stellt den größten Anteil der drei 

Schichten dar und treibt die effiziente Pumpleistung des Herzens an (Aumüller et al., 

2020; Vaupel et al., 2015). Dabei handelt es sich um ein hochgradig vaskularisiertes, 

stoffwechselintensives und elektrisch-leitfähiges Gewebe, bestehend aus einer Vielzahl 

von Muskelzellen, die in einem hoch organisierten strukturellen Verbund 

zusammenarbeiten (Dickerson, 2023). Wie die Skelettmuskulatur zählt auch die 

Herzmuskulatur zur quergestreiften Muskulatur, weist aber dennoch deutliche 

Unterschiede gegenüber der Skelettmuskulatur auf. Aufgebaut ist die Herzmuskulatur 

aus den Herzmuskelzellen, den sogenannten Kardiomyozyten, die für die Erzeugung 

der kontraktilen Kraft verantwortlich sind. Hierbei handelt es sich um gabelartig 

verzweigte Zellen, die durch die Glanzstreifen (Disci intercalares) begrenzt werden. An 

den Glanzstreifen, die zahlreiche Nexus (Gap junctions; Kommunikationskontakte) 

aufweisen, enden die Myofibrillen der aneinanderstoßenden Fasern. Durch die 

Kommunikationskontakte ist über Ionenströme eine elektrische Interaktion möglich und 

erleichtert die Übertragung elektrischer Potentialänderungen. Die Ausbreitung der 

Erregung über das Myokard findet über diese Gap junctions statt, sodass man beim 

Herzmuskelgewebe von einem funktionellen Synzytium spricht (Aumüller et al., 2020; 

Vaupel et al., 2015). Die Myofibrillen, aufgebaut aus filamentärem Aktin und Myosin 

(Myofilamente), stellen die kontraktilen Elemente der Kardiomyozyten dar (Abbildung 2). 

Aufgrund der großen Stoffwechselrate der Herzmuskelfasern findet sich auch eine 

besonders hohe Anzahl an Mitochondrien in diesen Zellen. Die Mitochondrien nehmen 

fast 33 % des Zellvolumens ein (Williams et al., 2015). Sie befinden sich perlschnurartig 

aufgereiht longitudinal zur Zellachse zwischen den einzelnen Sarkomeren (Abbildung 2; 

(Fawcett & McNutt, 1969; Lukyanenko et al., 2009)). Weiterhin zeigen Ventrikelmyozyten 

Einstülpungen der Zellmembran (Sarkolemm), die auf der Höhe der Z-Scheiben tief ins 

Innere der Zelle reichen und in engem Kontakt zu dem dichten Netzwerk des SR stehen. 
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Diese Einstülpungen, auch Transversaltubuli (T-Tubuli) genannt, bilden zusammen mit 

den terminalen Zisternen des SR jeweils eine Dyade aus (Abbildung 2; (Bers, 2001; 

Jones et al., 2018)). Durch diese Strukturen können Aktionspotentiale (APs) schnell und 

tief ins Innere der Zelle geleitet werden. Aufgrund der kurzen Distanz der T-Tubuli zum 

SR kann daraufhin Ca simultan aus dem SR in der gesamten Zelle freigesetzt werden. 

Der hieraus resultierende homogene globale Ca-Transient (CaT) gewährleistet eine 

koordinierte Zellkontraktion  (Smyrnias et al., 2010).  

 

 

Abbildung 2: Schematische Darstellung der Ultrastruktur einer ventrikulären Herzmuskelzelle  

Die Abbildung zeigt den typischen Aufbau einer ventrikulären Säugetierherzmuskelzelle. Zu erkennen sind 
die Myofibrillen, die umgeben sind von den Mitochondrien sowie dem SR. Weiterhin ist auch die 
Dyadenbildung der T-Tubuli mit den terminalen Zisternen des SR zu erkennen. 

 (Übernommen und modifiziert von (Fawcett & McNutt, 1969)) 
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1.1.3 Ventrikel- und Vorhofmyozyten 
 
Das Herz ist aus zwei Vorhöfen und zwei Kammern aufgebaut. Ganz allgemein kann 

man daher bei den Herzmuskelzellen zwei Typen unterscheiden. Die atrialen 

Kardiomyozyten, aus dem Vorhof stammend, und die ventrikulären Kardiomyozyten, aus 

dem Ventrikel stammend. Da Ventrikel und Vorhöfe unterschiedliche Aufgaben innerhalb 

des Herzens übernehmen, zeigen diese zwei Zelltypen auch strukturelle und funktionelle 

Unterschiede. Ventrikelmyozyten sind relativ große Zellen mit einer eher rechteckigen 

Form und meist zwei Zellkernen. Dagegen sind Vorhofmyozyten kleiner, weisen eine 

spindelförmige Struktur auf und besitzen meist nur einen in der Mitte liegenden Zellkern. 

Beide Zelltypen gehören zur quergestreiften Muskulatur (Bootman et al., 2006; Plačkić 

& Kockskämper, 2018). Die weiteren Unterschiede zwischen den beiden Zelltypen 

werden in den jeweiligen Kapiteln genauer beschrieben. 

 

1.2 Die Regulierung des cytoplasmatischen Calciums in 
Kardiomyozyten 
 
Ca ist einer der wichtigsten Signalgeber (second messenger) in fast allen Zellen. In 

Kardiomyozyten ist Ca der Schlüsselfaktor der elektromechanischen Kopplung 

(engl.: excitation-contraction coupling, ECC). Die ECC beschreibt den Prozess der 

elektrischen Erregung des Myokards bis hin zur mechanischen Kraftentwicklung, der 

Kontraktion (Bers, 2002). Die für die Erregung des Myokards notwendigen APs 

entstehen in den primären Schrittmacherzellen des rechten Vorhofs und gelangen über 

das Erregungsleitungssystem des Herzens bis hin zum ventrikulären Arbeitsmyokard. 

Nach dem AP führt der vorrübergehende Anstieg des cytoCa, auch Ca-Transient (CaT) 

genannt, zur Aktivierung der Myofilamente, die wiederum die Kontraktion verursachen 

(Bers, 2002; Blatter et al., 2021). Eine genaue Ca-Regulierung ist für eine gesunde 

Herzfunktion von zentraler Bedeutung und Störungen dieser Regulation können zu 

kontraktilen Dysfunktionen sowie zu Herzrhythmusstörungen führen (Bers, 2002). 

 

1.2.1 Erregungsbildung und Aktionspotential eines Kardiomyozyten 
 
Die Kontraktion der Vorhöfe und Ventrikel des Herzens erfolgt rhythmisch. Dabei breitet 

sich die elektrische Erregung von den Vorhöfen hin zu den Ventrikeln aus und die 

Herzmuskelabschnitte werden nacheinander zur Kontraktion gebracht. Daran beteiligt 

sind zum einen die Herzmuskelfasern des Erregungsbildungs- und Leitungssystems und 

zum anderen das Arbeitsmyokard (Vaupel et al., 2015). Das Herz kann den Herzschlag 

selbst steuern, besitzt also eine Autorhythmie. Diese erfolgt aufgrund der spontanen 
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Bildung von APs durch spezialisierte Schrittmacherzellen im Sinusknoten (Sinuatrialer 

Knoten, Keith-Flack-Knoten; primärer Schrittmacher), der sich im rechten Vorhof 

befindet. Durch diese Autorhythmie ist das Herz befähigt, auch ohne Innervation 

rhythmische Kontraktionen zu zeigen. Vom Sinusknoten aus werden die APs dann über 

den AV-Knoten, das His-Bündel, die Kammerschenkel (Tawara-Schenkel) und letztlich 

über die Purkinje-Fasern bis an die Herzmuskelzellen der Herzkammern weitergeleitet. 

Durch eine Verzögerung der Erregungsweiterleitung im AV-Knoten kann eine zeitliche 

Trennung der Kontraktion von Vorhöfen und Ventrikeln gewährleistet werden (Aumüller 

et al., 2020; Brandes et al., 2019).  

200 – 400 ms dauert das AP eines Ventrikelmyozyten und ist damit im Vergleich zu einer 

Nerven- oder Skelettmuskelzelle (1 – 10 ms) deutlich länger. Es lassen sich fünf Phasen 

(Phasen 0 – 4) des APs charakterisieren. Das Ruhemembranpotential (Phase 4) liegt 

stabil bei ca. -85 mV und wird vor allem durch das Kaliumgleichgewichtspotential 

bestimmt (EK, -90 mV), was an der hohen Leitfähigkeit des Sarkolemms für Kaliumionen 

liegt. Wird das Ruhemembranpotential durch eine depolarisierende Nachbarzelle auf 

über  -60 mV (Schwellenpotential) angehoben, kommt es zur Aktivierung 

spannungsgesteuerter Natrium (Na)-Kanäle (M. B. Liu et al., 2016). Die schlagartige 

Öffnung dieser Kanäle bedingt einen schnellen und starken Na-Einwärtsstrom (INa) und 

führt zu einer Änderung des Membranpotentials auf +30 mV (overshoot). Dieser steile 

Aufstrich des APs, gekennzeichnet durch eine initiale Spitze, wird auch als initiale 

Depolarisation (Phase 0) bezeichnet. Auf diese folgt unmittelbar die partielle 

Repolarisation (Phase 1), da die Na-Kanäle sehr schnell (< 1 – 2 ms) inaktivieren. Erst 

nach Repolarisation der Zellmembran ist eine erneute Aktivierung dieser Kanäle 

möglich. Zusätzlich kommt es zu einer transienten Aktivierung spannungsgesteuerter 

Kalium (K)-Kanäle. Dies führt zu einem transienten K-Auswärtsstrom (Ito, transient 

outward current), der ebenfalls an der partiellen Repolarisation beteiligt ist. In dieser 

Phase fällt das Membranpotential auf +10 mV ab. Im Anschluss folgt die Plateauphase 

(Phase 2). Aufgrund der Öffnung von spannungsabhängigen Ca-Kanälen vom L-Typ 

(LTCC, Cav1.2) während der schnellen Depolarisation kommt es in dieser Phase zu 

einem lang anhaltendem Ca-Einwärtsstrom (ICa,L). Dieser bildet zusammen mit 

verschiedenen K-Auswärtsströmen unterschiedlicher Kinetik ein Gleichgewicht und führt 

so zu einem Plateau. 

Durch die sehr langsame Inaktivierung der LTCC (> 100 ms) bleiben diese lange offen 

und sind hauptverantwortlich für diese Plateauphase. Das Membranpotential liegt in 

dieser Phase konstant bei ca. 0 mV. Sobald die LTCC inaktivieren, überwiegen die K-

Ausströme und die Membran repolarisiert. Während der Repolarisation (Phase 3) 

werden weitere K-Kanäle aktiviert und es kommt zu einem verstärkten K-Ausstrom (IK), 
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wodurch das Membranpotential weiter sinkt. Zusätzlich öffnen sich 

einwärtsgleichrichtende Kaliumkanäle (IK1), sodass das Ruhemembranpotential (Phase 

4) der Zelle wieder hergestellt wird (Brandes et al., 2019; Kockskämper, 2016). Die 

gleichen Phasen sind auch bei einem AP eines Vorhofmyozyten zu differenzieren. 

Dennoch sind deutliche Unterschiede in der Form und Dauer des APs einer Vorhofzelle 

zu erkennen. Atriale Myozyten haben ein stabiles Ruhemembranpotential (Phase 4) von 

ca. -80 mV. Da die Eigenschaften der spannungsgesteuerten Na- und Ca-Kanäle in 

Vorhof- und Ventrikelmyozyten sehr ähnlich sind, weisen die initiale Depolarisation 

(Phase 0) und die partielle Repolarisation (Phase 1) auch einen ähnlichen Verlauf auf. 

Allerdings sind die Eigenschaften der verschiedenen K-Ströme unterschiedlich, was zu 

einer weniger stark ausgeprägten Plateauphase (Phase 2) in Vorhofmyozyten führt. 

Auch Phase 3, die Repolarisation, zeigt sich dadurch weniger steil und langsamer als in 

Ventrikelmyozyten. Dies führt letztendlich dazu, dass atriale APs meist kürzer sind als 

die APs der Ventrikelmyozyten (Kockskämper, 2016; Nerbonne & Kass, 2005). 

 

1.2.2 Elektromechanische Kopplung  
 
Die Herzmuskelzellen sowohl des Vorhofs als auch des Ventrikels, übersetzen die 

elektrische Erregung in eine mechanische Kontraktion (Brandes et al., 2019). Zellulär 

betrachtet wird die ECC durch die Erhöhung der cytosolischen Ca-Konzentration 

angetrieben (Bers, 2002). Dabei beginnt die ECC mit der Öffnung der 

spannungsabhängigen Ca-Kanäle (LTCC, Cav1.2) während der Depolarisation. Die 

LTCC befinden sich in der Oberflächenmembran, aber vor allem auch in den tiefen 

Einstülpungen der Plasmamembran, den T-Tubuli. Die T-Tubuli bilden mit den 

terminalen Zisternen des SR eine Dyade. Über die Lokalisation der LTCC in den T-Tubuli 

besteht ein enger Kontakt zu den Ca-freisetzenden Ryanodinrezeptoren (RyR, kardiale 

Isoform RyR2), die sich in der Membran des SR befinden. In diesem engen 

Verbindungsspalt, auch junctional cleft genannt, stehen sich die LTCC und die RyR 

unmittelbar gegenüber ( 15 nm). Dabei kommen auf eine Gruppe von 100 – 200 RyR 

etwa 10 – 25 LTCC. Diese Anordnung in Clustern wird auch als Couplon oder Ca-

Signalkomplex bezeichnet (Bers, 2008; Scriven et al., 2013). Das über die LTCC in die 

Zelle strömende Ca diffundiert in diesen dyadischen Spalt und führt dort zu einer 

schnellen Erhöhung der Ca-Konzentration von ca. 100 nM auf ca. 10 M. Durch diesen 

Ca-Anstieg werden die RyR2 aktiviert und die Öffnung dieser ermöglicht die Freisetzung 

von Ca aus dem SR. Dieser Mechanismus wird auch als Calcium-induzierte Calcium-

Freisetzung (engl.: calcium-induced calcium release, CICR) bezeichnet und verstärkt 

das ursprüngliche Ca-Einstromsignal erheblich (Bers, 2008; Smyrnias et al., 2010). Die 
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Ca-Konzentration im junctional cleft steigt auf etwa 200 – 400 M und die Ca-Ionen 

diffundieren von dort in das Cytoplasma der Zelle (Bers, 2008). Hier werden durch das 

Ca die Myofilamente aktiviert und damit auch der Querbrückenzyklus der letztlich die 

Kontraktion der Zelle bewirkt (Abbildung 3). Das Sarkomer als kleinste kontraktile Einheit 

besteht aus dem dünnen Myofilament Aktin und dem dicken Myofilament Myosin sowie 

weiteren regulatorischen Proteinen. Diese leiten Ca- und ATP-abhängig den 

Querbrückenzyklus ein (Solaro & Rarick, 1998).  

Für die notwendige Relaxation der Zelle muss das Ca wieder aus dem Cytosol entfernt 

werden. Dieser Ca-Konzentrationsabfall leitet die Diastole ein und wird über 

verschiedene Wege in der Herzmuskelzelle vermittelt. Zwei der wichtigsten Wege sind 

zum einen die Ca-Wiederaufnahme in das SR mittels der SR-Ca-ATPase 

(engl.: sarcoplasmic/endoplasmic reticulum ATPase, SERCA). Hierbei werden, während 

eines CaT einer Ratte, ca. 92 % des cytosolischen Ca entfernt.  Zum anderen erfolgt die 

Ca-Entfernung aus der Zelle durch den im Sarkolemm lokalisierten Na-Ca-Austauscher 

(NCX). Dieser macht ca. 7 % der Ca-Entfernung in der Ventrikelzelle einer Ratte aus 

(Bers, 2002).  

Die im Herzen exprimierte Isoform SERCA2a führt ATP-abhängig zur Wiederaufnahme 

von Ca aus dem Cytosol ins SR, entgegen dem elektrochemischen Gradienten. Durch 

das kleine Protein Phospholamban (PLB) wird ihre Aktivität reguliert. Liegt PLB im 

dephosphorylierten Zustand vor, so bindet und inhibiert es die Aktivität der SERCA2a. 

Durch die Phosphorylierung, vermittelt über verschiedene Kinasen (u.a PKA), dissoziiert 

PLB von der SERCA2a ab und hebt dadurch die Hemmung auf (James et al., 1989; 

Kockskämper, 2016). Durch die Regulation der Aktivität von SERCA2a durch PLB wird 

die Kinetik der zellulären CaT beeinflusst. Von der Aktivität der SERCA2a ist nämlich 

der cytosolische Ca-Abfall und die damit verbundene Relaxationsgeschwindigkeit 

abhängig. Weiterhin wird auch der SR-Ca-Gehalt durch die SERCA2a reguliert und 

damit  der Anteil an Ca bestimmt, der bei der folgenden Kontraktion aus dem SR 

freigesetzt werden kann (Kockskämper, 2016).  

Bei dem NCX (kardiale Isoform NCX1) handelt es sich um ein elektrogenes 

Austauscherprotein, das ein intrazelluläres Ca-Ion gegen drei extrazelluläre Na-Ionen 

austauscht. Durch diesen Austausch wird eine positive Ladung in die Zelle verschoben 

(INCX). Grundsätzlich ist der INCX reversibel, der NCX kann im sogenannten 

Rückwärtsmodus (Ca-Einstrom und Na-Ausstrom) also auch in die entgegengesetzte 

Richtung arbeiten (Bers, 2002). Entscheidend für die Transportrichtung sind die Ca- und 

Na-Konzentrationen sowie das Membranpotential. Der Rückwärtsmodus kann unter 

physiologischen Bedingungen innerhalb der schnellen Aufstrichsphase eines APs bei 

einem Membranpotential von +40 mV und einer geringen intrazellulären Ca-
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Konzentration für wenige Millisekunden auftreten. Durch die Öffnung der LTCC und dem 

damit verbundenem ICa,L wird die Ca-Freisetzung aus dem SR initiiert und die 

intrazelluläre Ca-Konzentration steigt stark an. Dadurch arbeitet der NCX kurz nach dem 

Aufstrich des APs im Vorwärtsmodus (Na-Einstrom und Ca-Ausstrom) und bleibt in 

diesem Modus bis zum Ende des CaT (Bers, 2002).  

Neben diesen beiden Hauptwegen, die Ca aus dem Cytosol der Zelle entfernen, gibt es 

noch weitere, langsamere Systeme, über die die restlichen 1 % des Ca entfernt werden. 

Hierbei handelt es sich zum einen um die sarkolemmale Ca-ATPase (engl.: plasma 

membrane Ca-ATPase, PMCA) und zum anderen um die Aufnahme von Ca in die 

kardialen Mitochondrien mittels dem mitochondrialen Ca-Uniporter (MCU) (Bers, 2002). 

Letztere wird in Kapitel 1.4.3 genauer beschrieben.  

Vorhof- und Ventrikelmyozyten haben dieses Grundprinzip der ECC und der 

intrazellulären Ca-Regulation gemeinsam, dennoch gibt es auch hier Unterschiede, die 

kurz erläutert werden sollen. Der LTCC und der RyR2 sind für die ECC von großer 

Bedeutung und beide Kanäle werden in Vorhof- sowie Ventrikelmyozyten in ähnlichem 

Umfang exprimiert (Brandenburg, Arakel, et al., 2016; Gaborit et al., 2007). Trotzdem 

sind deutliche Unterschiede in den intrazellulären CaT (auch auf subzellulärer Ebene) 

zwischen Vorhof und Ventrikel zu erkennen. Das liegt vor allem daran, dass 

Vorhofmyozyten kein organisiertes T-Tubulussystem haben (Bootman et al., 2006; 

Kockskämper et al., 2001). Ventrikelmyozyten dagegen zeigen ein regelmäßig 

angeordnetes und deutlich ausgeprägtes T-tubuläres System, bei denen die T-Tubuli bis 

tief in die Zellmitte vordringen. Die enge Verbindung der T-Tubuli zum SR ermöglicht die 

räumliche Nähe der LTCC und RyR2 auch in zentralen Bereichen der Zelle. Dies führt 

zu einer nahezu simultanen Ca-Freisetzung aus dem SR und damit zu einem 

homogenen CaT während eines APs (Maack & O’Rourke, 2007; Smyrnias et al., 2010). 

Vorhofmyozyten dagegen zeigen einen eher heterogenen CaT, was auf ihr spärlich und 

unregelmäßig vorkommendes Tubulussystem zurückzuführen ist (Blatter et al., 2021). 

In Vorhofmyozyten kann man zwischen zwei Arten des SR unterscheiden. Das 

junktionale SR (j-SR), das sich in der Zellperipherie befindet und die junktionalen RyR2 

(j-RyR2) enthält, und das nicht-junktionale SR (nj-SR), das sich im Zellinneren befindet 

und die nicht-junktionalen RyR2 (nj-RyR2) besitzt (Blatter et al., 2003a). Die ECC wird 

hier durch die CICR in Ca-Freisetzungseinheiten (engl.: calcium release units, CRU) des 

j-SR eingeleitet. In einer CRU stehen ca. 6 LTCC einem Cluster von ca. 50 RyR2 

gegenüber, die einen Abstand von ca. 15 nm haben (Brandenburg, Kohl, et al., 2016). 

Durch die Öffnung der LTCC und dem daraus bedingten Ca-Einstrom, werden die j-

RyR2 aktiviert. Dies führt zunächst zu einem peripheren subsarkolemmalen Ca-Anstieg. 

Die Ca-Welle propagiert daraufhin über die nj-RyR2, die nicht in direktem Kontakt zu den 
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LTCC stehen, mit einer signifikanten Verzögerung (30 – 80 ms) tiefer in die Zelle 

(Bootman et al., 2006; Kirk et al., 2003; Kockskämper et al., 2001; Mackenzie et al., 

2004). Durch diese Form der Ca-Ausbreitung resultieren letztendlich die 

unterschiedlichen subzellulären CaT der Vorhofmyozyten (Blatter et al., 2021). In den 

letzten Jahren gab es aber immer mehr Studien, die zeigen konnten, dass auch 

Vorhofmyozyten über ein Tubulussystem verfügen. Bei diesem axialen System sind die 

Oberflächenmembranen mit wenigen transversalen Tubuli verbunden (Brandenburg, 

Kohl, et al., 2016). Im Vergleich zu den ventrikulären CaT sind die der atrialen Myozyten 

meist größer und trotz der eher heterogenen Ausbreitung kontrahieren Vorhofzellen 

schneller als Ventrikelzellen. Dies kann durch ein höheres Expressionslevel der 

SERCA2a und der schnelleren -MHC Myosin-ATPase begründet werden 

(Brandenburg, Arakel, et al., 2016; Lüss et al., 1999; Walden et al., 2009).  

 

 

 

Abbildung 3: Elektromechanische Kopplung eines Ventrikelmyozyten  

Schematische Darstellung des Ablaufs der elektromechanischen Kopplung eines Ventrikelmyozyten. Der 
schwarze Kasten zeigt den zeitlichen Verlauf eines APs (schwarz), eines CaT (blau) und der mechanischen 
Kontraktion (rot). Die genaue Erklärung der ECC mit den beteiligten Proteinen (sowie den Abkürzungen) ist 
im Fließtext erläutert.  

(übernommen aus (Bers, 2002)) 
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1.3 Der Metabolismus des Herzens  
 

1.3.1 Energieumsatz und Sauerstoffverbrauch des Herzens  
  
Das Herz besitzt aufgrund seiner steten Tätigkeit einen hohen Energieumsatz, der vor 

allem der Verrichtung der mechanischen Myokardarbeit dient. Auch muss das Herz 

Energie für Ionentransporte, die Syntheseleistung für die Strukturerhaltung und die 

Wärmebildung aufbringen. Dabei wird chemische Energie in Form von ATP verwendet, 

welches der unmittelbare Energieträger der Muskelkontraktion ist. Sechzig bis siebzig 

Prozent der Gesamtenergie wird für den Querbrückenzyklus genutzt und die restlichen 

30 – 40 % entfallen auf die SERCA2a und andere Ionenpumpen (Stanley et al., 2005). 

Ein adäquater Energieumsatz ist für die kontinuierliche Pumpfunktion des Herzens daher 

zwingend notwendig. Weiterhin ist auch eine konstant ausreichende 

Koronardurchblutung aufgrund der fehlenden myokardialen Energie- und 

Sauerstoffreserven eine wichtige Voraussetzung für das Ablaufen der Herzarbeit. Unter 

Ruhebedingungen fließen ca. 5 % des Herzzeitvolumens (HZV) in das Myokard selbst. 

Der Verbrauch an Sauerstoff durch das Myokard beträgt hierbei 10 ml/min pro 100 g 

Gewebe. Der Sauerstoffverbrauch des gesamten Herzens (300 g) beträgt 

25 – 30 ml/min und entspricht 10 % des Sauerstoffverbrauchs des Körpers. Durch die 

Myokarddurchblutung von 70 – 80 ml/min pro 100 g Gewebe wird dieser Bedarf gedeckt. 

Die Sauerstoffextraktion des Herzens liegt bei ca. 60 – 65 % und ist damit in Ruhe bereits 

außerordentlich hoch. Ein bei körperlicher Anstrengung erhöhter Sauerstoffbedarf kann 

nur durch einen Anstieg der Koronardurchblutung gedeckt werden. Es kommt zu einer 

Steigerung auf das 4 – 5-fache der Ruhedurchblutung und erlaubt so einen maximal 6-

fachen Anstieg des Sauerstoffverbrauchs (Brandes et al., 2019; Vaupel et al., 2015).  

 

1.3.2 Kardialer Substratstoffwechsel 
 
Um der kontinuierlichen Herzarbeit gerecht zu werden, benötigt das Herz ebenfalls eine 

kontinuierliche Substratzufuhr (Brandes et al., 2019). Dabei stehen die Arbeitsbelastung 

des Myokards (Energiebedarf) und die Verfügbarkeit der Energiesubstrate 

(Energieangebot) in einem ständigen Fluss. Das Herz besitzt allerdings nur eine 

begrenzte Substratspeicherkapazität (Huss & Kelly, 2005). Besonders bemerkenswert 

ist daher die metabolische Flexibilität des Herzens, die es ihm ermöglicht, auf 

Schwankungen der Substratzufuhr im Plasmaspiegel zu reagieren. Es kann die 

verschiedenen Energiesubstrate wie Fettsäuren, Glukose, Laktat, Ketone, Pyruvat und 

Aminosäuren nutzen und so effizient den ATP-Bedarf an die gegebenen Bedingungen 

anpassen. Dabei stellen die drei erstgenannten 90 % und die drei letztgenannten 10 % 
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der Substratversorgung dar (Abbildung 4). Laktat ist bei erhöhter körperlicher Arbeit das 

Hauptsubstrat für die Energieversorgung im Herzen (Abbildung 4). Da selbst unter 

anaeroben Bedingungen im Skelettmuskel die Durchblutung im Herzen gewährleistet 

bleibt, kann es aerob arbeiten und das vermehrt freigesetzte Laktat zu Pyruvat 

metabolisieren. Die Nutzung dieser verschiedenen Substrate wird durch ein komplexes 

Netzwerk interagierender Stoffwechselwege erreicht, an denen jede Klasse der 

Substrate beteiligt ist (Brandes et al., 2019; Ng et al., 2023). Die Funktion des Herzens 

ist untrennbar mit der Regulierung des Stoffwechsels verbunden. Störungen in dieser 

Regulierung kann zur Entwicklung von Herzerkrankungen wie Herzhypertrophie und 

Herzinsuffizienz führen (Huss & Kelly, 2005). 

 

 

Abbildung 4: Anteil der unterschiedlichen Substrate für die Energieversorgung des Herzens  

Das Herz kann aufgrund seiner metabolischen Flexibilität verschiedene Substrate zur Energieversorgung 
verwenden. Dargestellt ist der prozentuale Anteil an der Substratverwertung im Herz unter 
Ruhebedingungen (links) und bei erhöhter Arbeitsbelastung (rechts).  

(Übernommen und modifiziert aus (Brandes et al., 2019)) 

 

1.3.3 Energiegewinnung des Herzens  
 
Fettsäuren, Glukose und Laktat sind die Hauptsubstrate für die Energiegewinnung in der 

Herzmuskelzelle (Abbildung 4). Die alternativen Quellen wie Ketonkörper und 

Aminosäuren spielen unter normalen physiologischen Bedingungen für die ATP-Bildung 

nur eine untergeordnete Rolle. Welches Energiesubstrat für die ATP-Produktion 

ausgewählt wird, hängt zum einen von der Verfügbarkeit der Substrate im Plasma ab 

und zum anderen von dem Energiebedarf und den jeweiligen vorherrschenden 

metabolischen und hormonellen Bedingungen (Ng et al., 2023). Aus den Substraten 

werden die Reduktionsäquivalente NADH/H+
 und FADH2 gebildet. Durch die 

Atmungskette in den Mitochondrien findet dann die Oxidation dieser zu NAD bzw. FAD 

statt. Die Abgabe der Elektronen an die Atmungskette führt zur Freisetzung von Energie, 
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die zur Erzeugung eines elektrochemischen Protonengradienten an der inneren 

Mitochondrienmembran verwendet wird. Am Ende kann dieser Gradient dafür genutzt 

werden, um aus Adenosindiphosphat (ADP) ATP über die F1/F0-ATP-Synthase zu 

generieren (Brandes et al., 2019; Ng et al., 2023). Im Herzen stammt fast das gesamte 

produzierte ATP (> 90 %) aus der oxidativen Phosphorylierung in den Mitochondrien. 

Das restliche ATP wird im Zuge der Glykolyse und der GTP-Bildung im 

Zitronensäurezyklus gewonnen (Abbildung 5, (Stanley et al., 2005)). Auf die genauere 

Bildung wird in Kapitel 1.4.5 detaillierter eingegangen.  

 

 

Abbildung 5: Die wichtigsten Wege des myokardialen Stoffwechsels  

Dargestellt ist die Verstoffwechslung der drei Hauptenergiesubstrate des Herzens (Fettsäuren, Glukose, 

Laktat). Nach Aufnahme in die Zelle werden diese durch die -Oxidation, die Glykolyse sowie den 
anschließenden Zitratzyklus und die Atmungskette abgebaut und daraus Energie in Form von ATP 
gewonnen. Die Glykolyse läuft im Cytoplasma ab, die restlichen genannten Wege finden in den 
Mitochondrien statt.  

(übernommen und modifiziert aus (Brandes et al., 2019)) 
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Trotz des sehr hohen Umsatzes an ATP und Sauerstoff besitzt das Herz nur sehr geringe 

Energie- und Sauerstoffreserven. Bei akuten Schwankungen kann Kreatinphosphat über 

die Kreatinkinasereaktion den ATP-Spiegel kurzfristig puffern. Hierfür sorgt das 

Kreatinkinasesystem, bestehend aus einem Phosphatdonor (Kreatinphosphat), einem 

Phosphatakzeptor (Kreatin) und dem Enzym Kreatinkinase. Dabei wird eine 

Phosphatgruppe von ATP auf Kreatin übertragen. Das entstehende Kreatinphosphat ist 

kleiner und weniger polar als ATP. So wird eine schnelle Diffusion aus den Mitochondrien 

in das Cytosol ermöglicht. Im Cytosol findet dann die umgekehrte Reaktion mittels der 

cytosolischen Kreatinkinase statt, die eine Phosphatgruppe auf ADP überträgt. Die 

Kreatinkinasegleichgewichtskonstante begünstigt die ATP-Produktion um fast das 100-

fache, wodurch der ATP-Spiegel unter physiologischen Bedingungen konstant gehalten 

wird (Brandes et al., 2019; Ng et al., 2023). Der ATP-Gehalt in Herzmuskelzellen ist 

relativ niedrig und beträgt ca. 5 mol/g. Die ATP-Hydrolyserate ist dagegen hoch und 

liegt bei ( 0,5 mol/(g*s)), so findet unter normalen Bedingungen alle 10 s ein 

vollständiger Umsatz des myokardialen ATP-Pools statt (Brandes et al., 2019; Stanley 

et al., 2005). Dabei ist die Rate der oxidativen Phosphorylierung mit der ATP-

Hydrolyserate verknüpft und wird durch ADP und die mitochondriale Ca-Homöostase 

reguliert. Auch besteht ein stöchiometrischer Zusammenhang zwischen der 

Oxidationsrate der Energiesubstrate, der NADH- und FADH2-Reduktion, dem 

Elektronenfluss durch die Atmungskette, dem Sauerstoffverbrauch, der ATP-Hydrolyse, 

der Aktin-Myosin-Interaktion sowie der vom Herzen erzeugten kontraktilen Leistung. Bei 

einem Anstieg der kontraktilen Leistung kommt es gleichzeitig zu einem Anstieg aller 

gerade genannten Komponenten (Stanley et al., 2005).  

 

1.4 Kardiale Mitochondrien 
 

1.4.1 Struktur, Aufbau und Funktion kardialer Mitochondrien  
 
Die meisten der beschriebenen Prozesse des kardialen Metabolismus sowie die 

Produktion von ATP finden in den Mitochondrien statt. Mitochondrien werden zurecht als 

Kraftwerke der Zelle bezeichnet, sind aber weitaus mehr als nur das. Es handelt sich 

hierbei um 1 – 5 m lange Zellorganellen, die aber auch deutlich längere, fadenartige 

Strukturen bilden können, mit einem Durchmesser von 0,2 – 1 m. Sie sind von einer 

Doppelmembran umgeben, bei der die äußere gut permeabel (für Moleküle bis zu 5 kDa) 

und die innere nahezu undurchlässig ist (Dedkova & Blatter, 2012). Durch quer zur 

mitochondrialen Längsachse verlaufende Falten (Cristae) oder fingerförmige 

Einstülpungen (Tubuli) wird die innere Oberfläche deutlich vergrößert. Dadurch 
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unterscheidet man Mitochondrien vom Crista-Typ von Mitochondrien vom Tubulus-Typ. 

Der Intermembranraum befindet sich zwischen der äußeren (outer mitochondrial 

membrane, OMM) und der inneren Mitochondrienmembran (inner mitochondrial 

membrane, IMM). Die Matrix, die von der IMM umschlossen ist, enthält gelöste Proteine, 

Lipide, mitochondriale Desoxyribonucleinsäure (mtDNA) sowie Ribonukleinsäure 

(mtRNA) und Granula unterschiedlichster Form. Mitochondrien stellen das wichtigste 

Zellorganell des Energiestoffwechsels dar und die hierfür erforderlichen Enzyme und 

Coenzyme sind in den entsprechenden Mitochondrienstrukturen funktionell angeordnet 

(Vaupel et al., 2015). Ein weiterer interessanter Aspekt ist die Tatsache, dass 

Mitochondrien ihr eigenes mitochondriales Genom besitzen. Dabei handelt es sich bei 

der mtDNA um ein zirkuläres Molekül, welches nur 1 % der Gesamt-DNA einer 

menschlichen Zelle ausmacht. Es kodiert für 13 mRNAs, 22 tRNAs und 2rRNAs. Alle 

der 13 mRNAs kodieren für 11 Untereinheiten der Komplexe I, III und IV der 

Atmungskette sowie für 2 Untereinheiten der ATP-Synthase (Komplex V; (Bouchez & 

Devin, 2019)). Mitochondrien sind genetisch aber nur halbautonom und die Mehrheit der 

mitochondrialen Enzyme werden von nukleären Genen kodiert. Diese werden dann über 

den TIM (translocase of the inner membrane)/TOM (translocase of the outer membrane)-

Komplex in die Mitochondrien geschleust. Für die mitochondriale Biogenese, also den 

Prozess, in dessen Zuge neue Mitochondrien durch Wachstum und Teilung bereits 

existierender Mitochondrien produziert werden, bedarf es der koordinierten Expression 

des mitochondrialen und des nukleären Genoms. Die mitochondriale Biogenese wird 

dabei zum einen von den Transkriptionsfaktoren NRF1 und NRF2 (nuclear respiratory 

factor 1 und 2) und zum anderen von der Transkriptionsfamilie des PGC-1 (peroxisom 

proliferator-activated receptor  (PPAR) coactivator-1) reguliert. Dazu gehören PGC-

1, PRC (PGC-1-related coactivators) und PGC-1. PGC-1 kann durch 

Phosphorylierung oder Deacetylierung aktiviert werden und daraufhin selbst die NRF- 

(vor allem NRF1) Transkriptionsfaktoren aktivieren. Diese nukleären 

Transkriptionsfaktoren können schließlich die Transkription mitochondrialer Proteine 

regulieren als auch Proteine (wie TFAM (mitochondrial transcription factor A)), die für die 

Transkription des mitochondrialen Genoms erforderlich sind (Bouchez & Devin, 2019; 

Huss & Kelly, 2005). 

Da das Herz das Organ des Körpers mit dem höchsten Sauerstoffverbrauch ist, wird 

etwa ein Drittel eines Kardiomyozyten von Mitochondrien eingenommen. Dies 

verdeutlicht nochmal den hohen Energiebedarf dieser Zellen. Neunzig Prozent der für 

die Herzkontraktion benötigten Energie stammt aus der mitochondrialen oxidativen 

Phosphorylierung (Blatter et al., 2021; Williams et al., 2015). Im Vergleich zu 
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ventrikulären Myozyten weisen atriale Myozyten eine geringere Dichte an Mitochondrien 

auf, aber die bioenergetischen Profile der Mitochondrien beider Typen an 

Kardiomyozyten scheinen sehr ähnlich zu sein (Krajčová et al., 2020; Seguchi et al., 

2005). Dabei produzieren Mitochondrien bis zu 6 kg ATP pro Tag, um die mechanische 

Herzfunktion aufrechtzuerhalten (Hall et al., 2014). Weiterhin sind sie ebenfalls an der 

Ca-Regulation beteiligt und sind ausgestattet mit effizienten Ca-Transportproteinen 

(Williams et al., 2015). Auf diese Regulation wird in Abschnitt 1.4.3 genauer 

eingegangen. Mitochondrien stellen auch die primäre Quelle reaktiver Sauerstoffspezies 

(engl.: reactive oxygen species, ROS) dar. Diese können zu oxidativem Stress führen 

und dadurch das Überleben und den Tod von Zellen beeinflussen. Weitere Prozesse, 

an denen Mitochondrien beteiligt sind, stellen die Redox-Signalübertragung, der 

apoptotisch-nekrotische Zelltod sowie die Kontrolle des Zellzyklus und des 

Zellwachstums dar (Pellegrini & Scorrano, 2007). 

 

1.4.2 Mitochondriale Dynamik sowie subzelluläre Lokalisation  
 
Die Integrität der Mitochondrien spielt eine entscheidende Rolle für das Herz (Vásquez‐

Trincado et al., 2016). Mitochondrien, die fälschlicherweise oft als isolierte runde oder 

ovale Organellen dargestellt werden, bilden in Wirklichkeit hochdynamische Netzwerke, 

deren Struktur und Verteilung sich möglicherweise auf die Stoffwechselfunktion 

auswirken können. Unter dem Begriff der mitochondrialen Dynamik versteht man die 

Prozesse der Fusion, Spaltung, Biogenese und Mitophagie der Mitochondrien 

(Abbildung 6), die wiederum die mitochondriale Morphologie, Qualität und Häufigkeit 

bestimmen (Parra et al., 2011; Westermann, 2002). Die Fusion wird dabei durch die 

Proteine Mitofusin 1 und 2 (MFN1 und MFN2; GTPasen), die sich in der OMM befinden, 

und OPA1 (optic atrophy protein 1), das sich in der IMM befindet, reguliert (Cipolat et al., 

2004). MFN2 wird neben seiner Beteiligung an der Fusion auch mit der Modulation 

energetischer Prozesse, der Kopplung des ER/SR und der Mitochondrien, sowie der 

Regulierung der Mitophagie in Verbindung gebracht. Die Mitophagie ist ein Prozess, bei 

dem die Mitochondrien von Autophagosomen eingeschlossen und zum Abbau an 

Lysosomen geliefert werden. Dies dient der Eliminierung funktionsunfähiger, 

beschädigter Mitochondrien (Chen & Dorn, 2013; Pich et al., 2005; Zorzano et al., 2009). 

Die mitochondriale Spaltung (engl.: fission) wird durch die GTPasen FIS1 (mitochondrial 

fission 1 protein) und DRP1 (dynamin-related protein 1), sowie durch MFF (mitochondrial 

fission factor) und MiD49/51 (mitochondrial dynamic proteins of 49 and 51 kDa) 

gesteuert (Ong et al., 2013; Ong & Hausenloy, 2010). Als Mechanoenzym dient DRP1 

dazu, das Mitochondrium physisch zusammenzuziehen, und leitet den ersten Schritt der 
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Spaltung ein. Da es keine mitochondriale Destinationssequenz besitzt, ist es auf die 

Anwesenheit von FIS1, MFF und MiD49/51 angewiesen, wobei angenommen wird, dass 

mehrere Proteine in der Lage sind, DRP1 an die Mitochondrien zu rekrutieren (Bossy-

Wetzel et al., 2003; Gandre-Babbe & Van Der Bliek, 2008; Otera et al., 2010).  

 

 

 

 

 

Abbildung 6: Mitochondriale Dynamik  

Gezeigt sind die Prozesse der Fusion und Spaltung, der Biogenese sowie die Mitophagie. Fusion erfolgt 
durch die Proteine MFN1/2 und OPA1. Die regulatorischen Proteine für die Spaltung sind DRP1, MFF, FIS1.  
Eine genauere Beschreibung der Prozesse erfolgt im Fließtext.  

(übernommen und modifiziert aus (Cai et al., 2022)) 

 
Alle drei Prozesse – mitochondriale Fusion, Spaltung und die Mitophagie – arbeiten 

zusammen, um die mitochondriale und damit auch die zelluläre Homöostase 

aufrechtzuerhalten. Störungen im Gleichgewicht dieser Prozesse können zu einer 

Akkumulation beschädigter und/oder ineffizienter Mitochondrien führen und so auch 

einen möglichen Einfluss auf die Effizienz der Herzleistung nehmen. In neonatalen 

Herzmuskelzellen und kardialen Zelllinien weisen die Mitochondrien ein 

charakteristisches, fadenförmiges Netzwerk im Cytosol auf und sind hochgradig mobil 
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(Ong et al., 2017). Inwieweit diese Prozesse aber in den sehr dicht gepackten und damit 

in ihrer Bewegung eingeschränkten Mitochondrien der adulten Kardiomyozyten 

stattfindet, ist noch nicht abschließend geklärt. Ein weiterer wichtiger Aspekt, den es zu 

berücksichtigen gilt, ist, dass Größe, Form und Stoffwechselaktivität der Mitochondrien 

in adulten Kardiomyozyten auch von ihrer Lage innerhalb der Zelle abhängen (Dedkova 

& Blatter, 2012; Lukyanenko et al., 2009). Es gibt drei Subtypen von Mitochondrien im 

erwachsenen Herzen (Abbildung 7):  Subsarkolemmale Mitochondrien (SSM), die sich 

unmittelbar unterhalb des Sarkolemms befinden, intermyofibrilläre Mitochondrien (IMFM 

oder IFM), die perlschnurartig zwischen den Myofibrillen liegen und die perinukleären 

Mitochondrien (PNM), die auf beiden Seiten der Kernpole zu finden sind (Hollander et 

al., 2014). Im Gegensatz zu den IMFM weisen die SSM und PNM unterschiedliche 

Formen und Größen auf und sind weniger organisiert als die IMFM (Lukyanenko et al., 

2009; Ong & Hausenloy, 2010). Die IMFM sind relativ einheitlich in Form und Größe 

(0,5 – 1 m breit und 1 – 2 m lang) und befinden sich in der Nähe der SR-Ca-

Freisetzungsstellen. Dabei liegen ein bis zwei Mitochondrien entlang eines Sarkomers 

(Dedkova & Blatter, 2012; Hom & Sheu, 2009; Lukyanenko et al., 2009; Ong et al., 2017). 

Alle drei Typen scheinen sich morphologisch und wahrscheinlich auch biochemisch und 

funktionell voneinander zu unterscheiden (Hackenbrock, 1968; Hollander et al., 2014; 

Kononova, 1982; Matlib et al., 1978; Palmer et al., 1977). So wird angenommen, dass 

PNM die Energie erzeugen, die für die Transkription benötigt wird (Hollander et al., 

2014). SSM sollen vor allem ATP für den aktiven Transport von Ionen und Metaboliten 

durch das Sarkolemm bereitstellen. Die Hauptfunktion der IMFM ist die Produktion von 

ATP für die Muskelkontraktion (Hollander et al., 2014; Palmer et al., 1977; Rosca & 

Hoppel, 2013; Shimada et al., 1984).  

Obwohl Mitochondrien im Herzen aufgrund der charakteristischen räumlichen 

Anordnung in diesen subzellulären Kompartimenten relativ unbeweglich sind, deuten 

neue Daten darauf hin, dass auch im erwachsenen Herzen die Fusion und Spaltung von 

Mitochondrien durchlaufen wird (Ong et al., 2017). Tatsächlich zeigen einige Studien, 

dass Störungen in der mitochondrialen Dynamik für die Entwicklung bestimmter 

kardiovaskulärer Erkrankungen (wie auch bei einer Herzinsuffizienz) eine Rolle spielen. 

Dies kann daraufhin weisen, dass Veränderungen der Morphologie der Mitochondrien 

eventuell als eine Art bioenergetisches kardiales Remodeling zu verstehen ist (Vásquez‐

Trincado et al., 2016).   
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Abbildung 7: Subzelluläre Lokalisation der Mitochondrien 

Gezeigt ist eine elektronenmikroskopische Aufnahme eines adulten Kardiomyozyten mit den drei 
verschiedenen Subtypen der Mitochondrien. PNM=perinukleäre Mitochondrien, IFM=intermyofibrilläre 
Mitochondrien, SSM=subsarkolemmale Mitochondrien.  

(übernommen aus (Ong et al., 2017)) 

 

1.4.3 Mitochondriale Ca Regulation  
 
Mitochondrien sind für die Aufrechterhaltung der Herzmuskelfunktion von wesentlicher 

Bedeutung (Williams et al., 2015). So erzeugen die Mitochondrien des Herzens fast das 

gesamte cytsosolische ATP, welches zur Deckung des massiven und variablen 

Energiebedarfs des Herzens benötigt wird. Dazu dienen die fast 10.000 – 20.000 

Mitochondrien einer jeden Herzmuskelzelle. Die Bedeutung der Mitochondrien wird 

durch ihre dominante Präsenz in diesen Zellen widergespiegelt. Sie nehmen ca. 30 % 

des Zellvolumens ein, welches den größten Anteil des Mitochondrienvolumens in 

Säugetierzellen darstellt (Bers, 2001; Williams et al., 2015). Ca ist ein entscheidender 

Faktor für die Abstimmung von Energieangebot und -nachfrage im Herzen. Der 

Querbrückenzyklus, welcher unter ATP-Verbrauch durch die Myosin-ATPasen 

stattfindet, sorgt für die Kontraktion der Herzmuskelzelle. Dieser Mechanismus wird 

durch einen vorübergehenden Anstieg des cytosolischen Ca ausgelöst. Aufgrund 
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effizienter Ca-Transportproteine in der OMM sowie der IMM können Mitochondrien Ca 

während der ECC aufnehmen und sind so auch an der intrazellulären Ca-Regulation 

beteiligt (Blatter et al., 2021; Williams et al., 2015). Mitochondriales Ca (mitoCa) 

wiederum kann sowohl den Zellstoffwechsel als auch den Zelltod steuern (Murphy & Liu, 

2023). Es stimuliert Schlüsselenzyme des Krebszyklus und die ATP-Synthase und 

reguliert so das Verhältnis von NADH/NAD+ und FADH2/FAD sowie die ATP-Produktion 

(Williams et al., 2015). Eine Ca-Überladung und erhöhter oxidativer Stress sind jedoch 

schädlich und führen zur Öffnung der mPTP (mitochondrial permeabilty transition pore, 

mPTP), zum Zerfall der Mitochondrien und zum Zelltod. Somit könnten Veränderungen 

der Mitochondrien und des mitoCa an der Entwicklung von Herzerkrankungen 

entscheidend beteiligt sein (Murphy et al., 2016; Murphy & Liu, 2023). 

Ca gelangt in den Intermembranraum über die OMM, vermutlich über den VDAC 

(voltage-dependent anion channel, VDAC). Der primäre Weg für den Ca-Einstrom in die 

mitochondriale Matrix ist der MCU (mitochondrial calcium uniporter, MCU). Hier handelt 

es sich um einen multimolekularen Kanalkomplex, der durch verschiedene Proteine in 

seiner Uniporter-Aktivität reguliert wird. Der wichtigste mitochondriale Ca-

Exportmechanismus in Herzmuskelzellen erfolgt über den mitochondrialen NCLX 

(mitochondrial sodium calcium lithium exchanger, NCLX), der ein Ca-Ion gegen drei Na-

Ionen austauscht (Abbildung 8). Die Matrix-Ca-Konzentration wird somit durch das 

dynamische Gleichgewicht zwischen Ca-Einstrom, -Ausstrom und der Pufferung von Ca 

in der mitochondrialen Matrix bestimmt (Garbincius & Elrod, 2022; Williams et al., 2015). 

Die Matrix-Ca-Konzentration wird in ruhenden Herzmuskelzellen auf ca. 100 nM 

geschätzt, was der ruhenden cytosolischen Ca-Konzentration entspricht (Williams et al., 

2015).  

Das SR/ER und die Mitochondrien stehen über Kontaktstellen in enger Verbindung und 

können Ca sowie Phospholipide hierüber austauschen (López-Crisosto et al., 2015). 

Diese Kontaktstellen werden als MAM (mitochondria-associated membranes, MAM) 

bezeichnet. Über Mulitproteinkomplexe wird die OMM an die Membran des SR 

gebunden, sodass die Entfernung zwischen dem Mitochondrium und dem SR nur noch 

10 – 100 nm beträgt (Eysert et al., 2020). Bei der Verbindung der beiden Organellen wird 

von einer Beteiligung der Mitofusine (MFN2) und GRP75 (glucose regulated protein 75, 

GRP75), welches VDAC mit RyR2 verbindet, angenommen (Abbildung 8). Dadurch 

entstehen mitochondriale Ca-Mikrodomänen, die zu lokalen, intrazellulären Ca-

Konzentrationen an diesen Kontaktstellen von 5 – 30 M führen und so eine Ca-

Aufnahme in das Mitochondrium ermöglichen (Kohlhaas & Maack, 2013). In den 

Intermembranraum der Mitochondrien gelangt Ca über die OMM durch einen großen, 

für Ca immer durchlässigen Kanal, genannt VDAC. VDAC, auch bekannt als 
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mitochondriales Porin, ist das am häufigsten vorkommende Transmembranprotein der 

OMM und an einer Vielzahl mitochondrialer Funktionen beteiligt, wie dem Austausch von 

Metaboliten (einschließlich ADP und ATP), dem Ca-Transport und der Apoptose 

(Rosencrans et al., 2021). Man kann drei verschiedene Isoformen von VDAC in 

eukaryotischen Zellen unterscheiden, VDAC1, VDAC2 und VDAC3, die von drei 

verschiedenen Genen kodiert werden. Dabei ist VDAC1 die am häufigsten 

vorkommende Isoform (10-mal häufiger als VDAC2 und 100-mal häufiger als VDAC3). 

Es konnte gezeigt werden, dass VDAC eine spannungsabhängige Leitfähigkeit und 

Ionenselektivität aufweist. Während VDAC bei niedrigen Spannungen in einem 

langanhaltenden offenen Zustand vorliegt (10 mV), führen hohe positive oder negative 

Spannungen (> 40 mV) zu verschiedenen Subzuständen unterschiedlicher 

Ionenselektivität und Permeabilität. Im offenen Zustand ist VDAC durchlässig für kleine 

Ionen sowie für größere Anionen wie ATP  (Shoshan-Barmatz & Ben-Hail, 2012).  

Die treibende Kraft der Ca-Aufnahme in die mitochondriale Matrix ist der große 

elektrochemische Gradient über die IMM (m = -180 mV). Dadurch gelangt das Ca über 

einen hochselektiven mitochondrialen Ca-Kanal in die mitochondriale Matrix. Dieser 

befindet sich in der IMM ( 10 – 40 pro m2) und ist zusammengesetzt aus MCU, MCUb 

(MCU regulatory subunit b), EMRE (essential MCU regulator) und MICU1/MICU2 

(mitochondrial calcium uptake protein 1/2). MCU selbst stellt dabei die zentrale 

Transmembranuntereinheit des Uniporters dar und kann sich für den Transport von Ca 

aus dem Intermembranraum in die Matrix zu einer oligomeren Porenstruktur 

zusammensetzen. Das Paralog von MCU, MCUb, reguliert die Ca-Aufnahme des Kanals 

negativ. EMRE ist für die basale Aktivität des Uniportes verantwortlich und vermittelt die 

Interaktion von MICU1 und MCU. MICU1 und MICU2 sind Proteine des 

Intermembranraumes und besitzen je zwei kanonische EF-Hand-Motive. Beide sind an 

der Modulation der mitochondrialen Ca-Aufnahme über den MCU beteiligt und fungieren 

als ‚gatekeeper‘ des Kanals. Interessanterweise besitzt der MCU nur eine geringe Ca-

Affinität (Kd  20 – 30 M). Das bedeutet für eine Ca-Aufnahme muss die cytosolische 

Ca-Konzentration ein hohes Niveau von bis zu 5 – 10 μM erreichen. Dies wird durch das 

Vorhandensein der oben beschriebenen mitochondrialen Ca-Mikrodomänen erreicht 

(Kohlhaas & Maack, 2013; W. Wu et al., 2021). 

Der primäre Ca-Exportmechanismus erfolgt über den mitochondrialen NCLX, der sich in 

der IMM befindet. Im Gegensatz zum sarkolemmalen NCX der Herzzelle ist dieser 

Austauscher dazu in der Lage, auch Lithium-Ionen (Li) zu transportieren. Dabei wird 

angenommen, dass drei Na-Ionen im Austausch mit einem Ca-Ion transportiert werden, 

also ein elektrogener Transport stattfindet, der eine positive Ladung in die mitochondriale 
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Matrix verschiebt. Der durch diesen Mechanismus stattfindende Na-Einstrom wird über 

den mNHE (mitochondrial sodium hydrogen exchanger) wieder ausgeglichen, der Na im 

Austausch mit Protonen wieder aus der Matrix entfernt (Garbincius & Elrod, 2022; 

Kohlhaas & Maack, 2013). 

LETM1 (Leucine zipper and EF-hand containing transmembrane protein) ist ein weiteres 

Transmembranprotein der IMM, von dem angenommen wird, dass es an der Ca-

Extrusion aus den Mitochondrien beteiligt ist. Das Vorhandensein von zwei EF-Hand-

Motiven verstärkt seine mögliche Rolle in der intrazellulären Ca-Signalgebung. 

Anfängliche Studien vermuteten, dass LETM1 als elektrogener Ca/Protonen-

Austauscher mit einer Stöchiometrie von 1 Ca:1 Proton arbeitet. Andere Studien 

deuteten auf einen elektroneutralen Kationenaustausch hin (1 Ca:2 Protonen). 

Allerdings sprechen Beobachtungen, dass der Austausch über LETM1 empfindlich auf 

Membranspannung reagiert, für das elektrogene Stöchiometriemodell. Auch wird 

vermutet, dass LETM1 die mitochondriale Ca-Aufnahme bei niedrigen cytosolischen Ca-

Konzentrationen (< 1 M) vermittelt. Dies steht im Widerspruch zum elektroneutralen 

Ca/2 Protonen-Austausch. Hier müsste das cytosolische Ca auf eine > 100-fach höhere 

Konzentration ansteigen als die Matrix-Ca-Konzentration, um die mitochondriale Ca-

Aufnahme durch LETM1 voranzutreiben. Bei einer elektrogenen Stöchiometrie des 

Austausches sollte LETM1 den mitochondrialen Ca-Ausstrom vermitteln, wenn die 

mitochondriale Matrix-Ca-Konzentration im Verhältnis zur cytosolischen Ca-

Konzentration ausreichend hoch und der pH-Wert des Intermembranraums im Verhältnis 

zur Matrix niedrig ist. Weitere Untersuchungen des Austauschers sind allerdings 

notwendig, um die genaue Rolle von LETM1 zu ermitteln (Garbincius & Elrod, 2022; 

Williams et al., 2015). 

Auch die mPTP kann unter physiologischen Bedingungen zum Ca-Ausstrom beitragen. 

Die mPTP ist ein Kanal mit hoher Leitfähigkeit, der die gesamte OMM und IMM 

durchspannt. Besondere Bedeutung besitzt die mPTP wegen ihrer Rolle in der 

Regulation des Zelltods. Bei einer exzessiven Ca-Überladung der Mitochondrien kann 

es zu einer langanhaltenden mPTP-Öffnung kommen. Dies führt zur Depolarisierung der 

IMM, die wiederum das Stoppen der oxidativen Phosphorylierung und eine vermehrte 

Produktion von ROS bedingt. Weiterhin kommt es zu Matrixschwellungen und Cristae-

Entfaltung, die zu Brüchen in der OMM führen. Dadurch kommt es letztlich zur 

Freisetzung von gespeichertem Ca und proapoptotischen Proteinen und so zum 

irreversiblen Zelltod (Rasola & Bernardi, 2011). Bei einer vorübergehenden Öffnung der 

mPTP mit niedriger Leitfähigkeit, auch ‚flickering‘ genannt, kann jedoch selektiv Ca 

freigesetzt werden und damit der schädlichen mitochondrialen Ca-Akkumulation 

entgegengewirkt werden. Die Struktur der mPTP ist noch immer weitgehend undefiniert. 
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Es wird allerdings vermutet, dass zahlreiche Proteine an der Bildung und Regulierung 

dieser Pore beteiligt sind, wie zum Beispiel ANT (adenine nucleotide translocator, ANT), 

die F0/F1 ATP-Synthase, VDAC, CypD (cyclophilin D) und PiC (mitochondrial phosphate 

carrier) (Garbincius & Elrod, 2022).    

 

 

Abbildung 8: Mitochondriale Ca-Regulation in Kardiomyozyten 

Schematische Darstellung der mitochondrialen Ca-Regulation mit den wichtigsten regulatorischen Ca-

Proteinen. Detaillierte Beschreibung zu den Mechanismen ist im Fließtext zu finden.   

(übernommen und modifiziert aus (Modesti et al., 2021) 

 
Zusätzlich zu den Proteinen, die die mitochondriale Ca-Regulation vermitteln, kann auch 

die Pufferkapazität der Mitochondrien einen Einfluss auf die intrazelluläre Ca-

Homöostase haben. Bei einer akuten mitochondrialen Ca-Aufnahme steigt die freie Ca-

Konzentration in der Matrix von  0,1 M auf  5 M. Die Steigerung der Ca-

Konzentration über diesen Punkt hinaus wird durch anorganisches Phosphat 
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abgepuffert. Dieses liegt als Polyphosphatpolymer innerhalb der Matrix vor und 

ermöglicht durch diese Konformation eine Minimierung der Ausfällung von gepufferten 

Ca-Phosphatkomplexen trotz ihrer hohen Konzentration. Das Verhältnis von 

phosphatgebundenem Ca zu freiem Ca kann schätzungsweise auf 100.000:1 ansteigen, 

was die außergewöhnlich hohe Ca-Pufferkapazität der Mitochondrien verdeutlicht. 

Dieses Verhältnis ist empfindlich gegenüber dem pH-Wert der Matrix. Saure 

Matrixbedingungen begünstigen dabei die Dissoziation von Ca-Phosphatkomplexen und 

bedingen so einen Anstieg der freien Matrix-Ca-Konzentration (Garbincius & Elrod, 

2022).  

Aufgrund der Pufferfunktion sowie der Regulation des intrazellulären Ca sind 

Mitochondrien an der Modulierung der ECC beteiligt, können die Form der cytoCaT der 

Kardiomyozyten mitbestimmen und auch die Arrhythmogenese beeinflussen (Blatter et 

al., 2021; Dedkova & Blatter, 2013; K.-C. Yang et al., 2014). Mitochondrien können dabei 

auch als ‚Firewall‘ betrachtet werden, die die Ca-Konzentration in der Zelle und in den 

Mikrodomänen kontrollieren und die Ausbreitung cytosolischer Ca-Wellen 

abschwächen. Dadurch können auch potentiell schädliche Ca-Überladungen der Zelle 

kurzfristig bewältigt werden. Allerdings liegt diese Regulierung auf einem schmalen Grat 

zwischen Ankurbelung des Stoffwechsels und der Einleitung des Zelltods (Rasola & 

Bernardi, 2011).  

Nicht bekannt ist, ob es auch Unterschiede in der mitoCa-Regulation in den einzelnen 

Subtypen der Mitochondrien gibt. Gallitelli et al. und Isenberg et al. konnten in zentral 

und subsarkolemmal gelegenen Mitochondrien den gesamten mitochondrialen Ca-

Gehalt mittels Elektronenstrahlmikroanalyse (engl.: electron probe microanalysis, 

EPMA) in isolierten ventrikulären Myozyten von Meerschweinchen messen. Hier konnte 

gezeigt werden, dass bei einer elektrischen Stimulation der Ca-Gehalt in den SSM im 

Vergleich zu den IMFM signifikant anstieg und während der Systole kam es zu einem 

dreifach höheren Ca-Anstieg in den subsarkolemmalen Mitochondrien als in den 

zentralen (Gallitelli et al., 1999; Isenberg et al., 1993). Weiterhin konnten Lu et al. zeigen, 

dass PNM von ventrikulären Kaninchenmyozyten eine geringere und langsamere Ca-

Aufnahme aufwiesen, weniger empfindlich gegenüber oxidativem Stress waren und eine 

kleinere und rundere Form besaßen als IMFM. Darüber hinaus waren die PNM deutlich 

mobiler und an der mitochondrialen Spaltung und Fusion beteiligt, während die IMFM 

sich relativ statisch verhielten (Lu et al., 2019). Auch Mackenzie et al konnten in mit 

Rhod-2-beladenen Vorhofmyozyten in den subsarkolemmalen Bereichen mitoCaT mit 

einer größeren Amplitude messen als in den zentralen Bereichen (Mackenzie et al., 

2004). Allerdings gibt es bislang keine funktionellen Daten zur dynamischen 

subzellulären mitoCa-Regulation in lebenden Kardiomyozyten von Ratten.  
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1.4.4 Ca, Arrhythmien und Mitochondrien 
 
Die intrazelluläre Ca-Regulation spielt im Hinblick auf eine koordinierte Kontraktion der 

Kardiomyozyten eine entscheidende Rolle. Allerdings können Störungen in der Ca-

Regulation zu verschiedenen (schwerwiegenden) Arrhythmien führen. Bei erhöhten 

intrazellulären Ca-Konzentrationen und einer Ca-Überladung des SR kann es während 

der Diastole zu spontanen SR-Ca-Freisetzungen über die RyR2 kommen (Rubenstein 

et al., 1993; Sedej et al., 2010). Diese spontanen Ca-Freisetzungen werden auch als 

Ca-Sparks bezeichnet. Ca-Sparks können zu einer wellenförmigen Ausbreitung des Ca 

(Ca-Welle) durch Aktivierung benachbarter SR-Ca-Freisetzungskomplexe führen. 

Dadurch können die Myofilamente (partiell) aktiviert und eine (insuffiziente) Kontraktion 

der Zelle ausgelöst werden. Darüber hinaus können Ca-Wellen zu einer vermehrten 

NCX-vermittelten Ca-Extrusion führen. Der im Vorwärtsmodus arbeitende NCX 

verursacht auf diese Weise einen transienten Einwärtsstrom während der Diastole. 

Dieser Einwärtsstrom kann eine verzögerte Nachdepolarisation (engl.: delayed after 

depolarisation, DAD) auslösen. Ist die DAD ausreichend groß, so kann ein spontanes 

(extrasystolisches) AP entstehen und zu lebensbedrohlichen Arrhythmien führen (M. B. 

Liu et al., 2016; Sedej et al., 2010). Ein weiterer potentiell arrhythmogener Mechanismus 

ist das Auftreten von Ca-Alternans (Kockskämper & Blatter, 2002). Ein Ca-Alternans ist 

gekennzeichnet durch einen Wechsel von CaT mit großer und kleiner Amplitude. Dabei 

kann dieser auch subzellulär unterschiedlich stark ausgeprägt sein und innerhalb einer 

Zelle können phasenverschobene alternierende CaT voneinander unterschieden 

werden. Dies kann zu arrhythmogenen Ca-Wellen führen (Díaz et al., 2002; Pieske & 

Kockskämper, 2002). Des Weiteren ist der Ca-Alternans die Grundlage für 

elektromechanischen Alternans. Dieser zeichnet sich durch einen oszillierenden 

Wechsel der Dauer des AP (elektrischer Alternans) und der Amplitude der Kontraktion 

eines Kardiomyozyten (mechanischer Alternans) aus. Der Alternans der ventrikulären 

AP-Dauer kann im Elektrokardiogramm als T-Wellen-Alternans wahrgenommen werden, 

welcher unter anderem mit Kammerflimmern und plötzlichem Herztod in Verbindung 

gebracht wird (Kockskämper & Blatter, 2002). Ganz allgemein ist Alternans ein 

Risikofaktor sowohl für ventrikuläre als auch atriale Arrhythmien (Kanaporis & Blatter, 

2023).  

Auch Mitochondrien sind an der Regulierung potentiell arrhythmogener Prozesse 

beteiligt (Schweitzer et al., 2017; Zhao et al., 2013). Die Matrix-Ca-Konzentration wird 

maßgeblich durch den MCU-vermittelten Ca-Einstrom und den NCLX-vermittelten Ca-

Ausstrom bestimmt  (Williams et al., 2015). Zudem befinden sich Mitochondrien in 

unmittelbarer Nähe der SR-Ca-Freisetzungseinheiten und können über diese 
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mitochondrialen Ca-Mikrodomänen aus dem SR freigesetztes Ca aufnehmen (Kohlhaas 

& Maack, 2013). Die mitochondriale Ca-Aufnahme über den MCU ist also eng mit der 

SR-Ca-Freisetzung verknüpft. Über den RyR2 des SR kann es zu spontanen Ca-

Freisetzungen und/oder einem ‚Ca-Leck‘ kommen. Dies kann in den Mitochondrien zu 

einer Matrix-Ca-Überladung und zu mitochondrialen Dysfunktionen führen. Die Folge ist 

eine erhöhte ROS-Produktion sowie mögliche mPTP-Öffnung. Die vermehrte ROS-

Produktion wiederum kann zur Oxidation des RyR2 führen, was das Ca-Leck 

verschlimmern und damit das Auftreten von Arrhythmien begünstigen kann 

(Gambardella et al., 2017). So konnte die Gabe von MCU-Blockern das Auftreten von 

Kammerflimmern bei Ratten verringern (De J García‐Rivas et al., 2006). In ventrikulären 

Myozyten von Mäusen konnte gezeigt werden, dass eine induzierte Ca-Freisetzung über 

die mPTP die spontane Ca-Freisetzung aus dem SR und die damit verbundenen 

arrhythmogenen Ca-Wellen förderte. Die durch die mitochondriale Ca-Freisetzung 

verstärkten Ca-Wellen lösten pro-arrhythmische Aktivitäten aus. Durch Aktivierung von 

MCU oder Blockade der mPTP konnte dieser Effekt aufgehoben werden. Diese Daten 

deuten darauf hin, dass die mitochondriale Ca-Freisetzung und -Aufnahme die lokalen 

Ca-Konzentrationen in den Mikrodomänen kontrolliert und eine entscheidende Rolle bei 

der Regulierung von intrazellulären Ca-Wellen und der Arrhythmogenese spielt (Zhao et 

al., 2013). 

Schweitzer et al. konnten in einem Mausmodell mit CPVT (katecholaminerge 

polymorphe ventrikuläre Tachykardie, CPVT) zeigen, dass ein verstärkter Ca-Transfer 

vom SR zu den Mitochondrien und eine verstärkte mitochondriale Ca-Aufnahme, als 

eine Art Ca-Puffer, arrhythmische Ca-Ereignisse wie diastolische Ca-Wellen und 

spontane APs verhinderte (Schweitzer et al., 2017). Zusammenfassend zeigen beide 

Arbeiten, dass eine verminderte Ca-Aufnahme durch die Mitochondrien (und 

gegebenenfalls auch deren (verstärkte) Ca-Freisetzung) die Frequenz von Ca-Wellen 

erhöhte. Eine erhöhte Ca-Aufnahme der Mitochondrien verringerte dagegen die 

Frequenz von Ca-Wellen bzw. Arrhythmien. 

 

1.4.5 Stoffwechselfunktion und ATP-Produktion 
 
MitoCa ist auch ein wichtiger Regulator des kardialen Metabolismus (Griffiths & Rutter, 

2009; Williams et al., 2015). Der Energiebedarf des Herzens unterliegt einem ständigen 

Wandel und kann sich je nach Belastung ändern. Das Herz verfügt aber nur über eine 

begrenzte Kapazität an Substratspeicherung, weswegen die ATP-generierenden Wege 

auf die dynamischen Schwankungen des Energiebedarfes des Herzens reagieren 

müssen (Stanley et al., 2005). In der mitochondrialen Matrix findet ein Teil der -
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Oxidation statt. Diese oxidiert die Fettsäuren, die aus zirkulierenden triglyceridreichen 

Lipoproteinen und albumingebundenen nichtveresterten Fettsäuren stammen (Huss & 

Kelly, 2005; Vaupel et al., 2015). Pyruvat, welches aus Glukose oder Laktat gewonnen 

wird, wird durch den in der IMM befindlichen Pyruvat-Dehydrogenase-Komplex oxidiert 

(Huss & Kelly, 2005; Stanley et al., 2005). Das durch diese Stoffwechselwege 

gewonnene Acetyl-Coenzym A (Acetyl-CoA) wird anschließend in den Citratzyklus 

eingeschleust, der in der mitochondrialen Matrix stattfindet. Der Citratzyklus bildet aus 

Acetyl-CoA in acht Schritten Oxalacetat. Dabei stellt die Umwandlung von Isocitrat zu -

Ketoglutarat durch die Isocitratdehydrogenase den geschwindigkeitsbestimmenden 

Schritt dar. Im Zuge des Citratzyklus entstehen bei der Umwandlung eines Moleküls 

Acetyl-CoA drei NADH/H+ (Nikotinamidadenindinukleotid) und ein FADH2 (Flavin-

Adenin-Dinukleotid). Diese Reduktionsäquivalente liefern dann die Energie, die die 

Elektronentransportkette (engl.: electron transport chain, ETC) benötigt, um Protonen 

durch die IMM zu pumpen. Bei der ETC handelt es sich um vier membrangebundene 

Komplexe. Komplex I (NADH-Dehydrogenase) überträgt die Elektronen von NADH/H+ 

auf Ubichinon und pumpt dabei vier Protonen (H+) über die IMM. Komplex II (Succinat-

Ubichinon(Coenzym-Q)-Reduktase) überträgt die Elektronen von FADH2 auf Ubichinon, 

pumpt aber keine Protonen. Das reduzierte Ubichinon gibt die Elektronen dann an 

Komplex III (Ubichinol-Cytochrom-c-Reduktase) weiter. Dieser übergibt sie an 

Cytochrom c, was sich an der Außenseite der IMM befindet, und pumpt dabei vier 

weitere Protonen über die IMM. Die letzte Pumpe der ETC, Komplex IV (Cytochrom-c-

Oxidase) empfängt die Elektronen von Cytochrom c und überträgt sie zusammen mit 

Protonen auf molekularen Sauerstoff, der so zu Wasser reduziert wird. Auch bei diesem 

Schritt werden Protonen über die IMM gepumpt. Die an der oxidativen Phosphorylierung 

beteiligten Enzyme der IMM bezeichnet man auch als Atmungskette (Vaupel et al., 2015; 

Williams et al., 2015). Durch diesen aufgebauten Protonengradienten sowie den 

elektrischen Gradienten entsteht eine Kraft, die als protonenmotorische Kraft bezeichnet 

wird. Diese wird von Komplex V, der ATP-Synthase, genutzt, um aus ADP ATP zu 

generieren. Ein Glukosemolekül wird zu zwei Acetyl-CoA abgebaut, welche dann nach 

Durchlaufen des Citratzyklus und der oxidativen Phosphorylierung zu  30 ATP-

Molekülen umgesetzt werden. In einem Kardiomyozyten entstehen ca. 100 – 500 mol 

ATP pro Liter Cytosol pro Sekunde (Williams et al., 2015). Die oxidative 

Phosphorylierung wird dabei durch ADP und die mitochondriale Ca-Konzentration 

reguliert. Bei einem erhöhten ATP-Bedarf des Herzens (körperliche Anstrengung, 

Sympathikusaktivierung) kommt es zu einem Anstieg des cytosolischen Ca, sowie, 

bedingt durch die vermehrte ATP-Hydrolyse, der ADP-Konzentration. ADP stimuliert die 
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Produktion von ATP durch die F1/F0-ATP-Synthase und führt dadurch zum Verbrauch 

der protonenmotorischen Kraft. Diese muss durch die ETC aufrechterhalten werden. Die 

erhöhte cytosolische Ca-Konzentration führt zu einer verstärkten Aufnahme von Ca in 

die Mitochondrien. Ca stimuliert in der mitochondrialen Matrix dann die Schlüsselenzyme 

des Citratzyklus, die Pyruvat-, Isocitrat- und -Ketoglutaratdeyhdrogenase. Dadurch 

wird die Regeneration der Reduktionsäquivalente NADH/H+ und FADH2 beschleunigt. 

Diese geben ihre Elektronen an die ETC weiter und können so die protonenmotorische 

Kraft erhalten. Darüber hinaus stimuliert Ca auch die ETC (Komplex III) und die F1/F0-

ATP-Synthase und führt so zu einer weiteren Beschleunigung der oxidativen 

Phosphorylierung. Während physiologischer Schwankungen der kardialen Herzarbeit 

kann durch die komplementäre Regulation der oxidativen Phosphorylierung durch Ca 

und ADP das ATP/ADP- sowie das NADH/NAD+-Verhältnis relativ konstant gehalten 

werden (Kohlhaas & Maack, 2013; Ng et al., 2023; Rasola & Bernardi, 2011; Williams et 

al., 2015).  

 

1.5 Rolle des Ca und der Mitochondrien bei kardiovaskulären 
Erkrankungen 
 

Herz-Kreislauf-Erkrankungen zählen weltweit und vor allem in der westlichen Welt zu 

den häufigsten Todesursachen. Zahlreiche und komplexe Faktoren sind dabei an der 

Entstehung und Entwicklung von Herzerkrankungen beteiligt. In den letzten Jahren 

zeigte sich, dass auch mitochondriale Dysfunktionen in der Herzpathophysiologie eine 

zentrale Rolle spielen. Mitochondrien sind zum einen an der myokardialen 

Energieproduktion und zum anderen auch an der intrazellulären Ca-Regulation beteiligt. 

Störungen in dem fein abgestimmten Zusammenspiel der mitoCa-Aufnahme und -

Abgabe können sowohl die mitochondriale als auch die cytosolische Ca-Homöostase 

beeinträchtigen. Dies kann zum Ausbruch oder zu einer Verschlechterung 

kardiovaskulärer Erkrankungen beitragen, wie beispielsweise zur kardialen Hypertrophie 

(pathologische Vergrößerung des Herzens) und Herzinsuffizienz (HI) sowie zu 

Herzrhythmusstörungen (Modesti et al., 2021).  

 

1.5.1 Hypertrophie und Herzinsuffizienz  
 
Bei einem anhaltenden Anstieg des Blutdrucks kommt es zu einer kompensatorischen 

Vergrößerung der Herzmuskelmasse. Ganz allgemein wird dieses Wachstum als 

Herzhypertrophie bezeichnet (Oldfield et al., 2020). Diese anfänglich vorteilhafte 

strukturelle und morphologische Veränderung der Herzmuskelzellen, die zu einer 
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Zunahme der Zellgröße sowie einer allgemeinen Zunahme der Herzmasse führt, 

ermöglicht es dem Herzen, die erhöhte ventrikuläre Wandspannung und den 

Sauerstoffbedarf zunächst zu normalisieren und damit die Herzleistung zu verbessern 

(Samak et al., 2016; Vásquez‐Trincado et al., 2016). Man kann zwischen einer 

physiologischen und einer pathologischen Hypertrophie unterscheiden. Die 

physiologische Hypertrophie kann im Rahmen einer länger andauernden körperlichen 

Anstrengung (“Sportlerherz“) oder einer Schwangerschaft auftreten und ist (leicht) 

reversibel (Chung & Leinwand, 2014; Ellison et al., 2012). Hauptverursacher der 

pathologischen Hypertrophie stellt arterieller Bluthochdruck dar. Eine pathologische 

Hypertrophie tritt in 30 – 70 % der Hypertoniepatienten auf (Kahan, 2005). Bei der 

arteriellen Hypertonie kommt es durch den erhöhten linksventrikulären Druck zu einem 

Anstieg der ventrikulären Wandspannung während der Systole. Dadurch wird eine 

linksventrikuläre konzentrische Hypertrophie ausgelöst. Wenn das Herz dieser erhöhten 

Druckbelastung dauerhaft ausgesetzt ist, kann sich die zunächst kompensatorische 

Hypertrophie in einem maladaptiven Remodeling manifestieren (Osterholt et al., 2013). 

Es kommt zu einer übermäßigen Vergrößerung/Verdickung des Herzens und der (linken) 

Herzkammer, was zu einer Verringerung der Wandspannung führt. Dieser Prozess ist 

auf ein pathologisches Wachstum der Kardiomyozyten zurückzuführen (Brooksby et al., 

1993; Chen-Izu et al., 2007; Plačkić et al., 2016). Neben diesem Remodeling der 

Ventrikelwände gehören zu den anatomischen Veränderungen auch die perivaskuläre 

und myokardiale Fibrose sowie eine Verdickung der intramyokardialen Koronararterien. 

Durch die Hypertrophie und Fibrose wird die kardiale Mikrozirkulation gestört. Dies kann 

eine Gewebehypoxie und dadurch bedingt ein Absterben von Kardiomyozyten zur Folge 

haben (Osterholt et al., 2013). Weiterhin kommt es bei der Hypertrophie auch zu 

Veränderungen der ECC und zu einer verstärkten Myokardkontraktion aufgrund 

gesteigerter cytosolischer CaT (Chen-Izu et al., 2007; Plačkić et al., 2016). Darüber 

hinaus gilt die linksventrikuläre Hypertrophie auch als wichtiger Risikofaktor für weitere 

kardiovaskuläre Erkrankungen wie der koronaren Herzkrankheit, Myokardinfarkt, 

Vorhofflimmern und Arrhythmien. All diese Prozesse führen letztlich zu einer 

verminderten systolischen und diastolischen Funktion, was in einer allmählichen 

Abnahme der Herzfunktion endet und in eine Herzinsuffizienz übergehen kann (Kahan, 

2005). Insgesamt werden pathologische Veränderungen der Struktur und Funktion des 

Herzens, die in Folge eines langanhaltenden Bluthochdruckes auftreten, als 

hypertensive Herzerkrankungen bezeichnet. (Drazner, 2011).  

Die Herzinsuffizienz ist ein multifaktorielles klinisches Syndrom und kann durch 

verschiedene Vorerkrankungen wie z. B. Bluthochdruck, Diabetes, Myokardinfarkt oder 

Kardiomyopathien ausgelöst werden (Osterholt et al., 2013). Sie stellt eines der größten 
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Gesundheitsprobleme dar und ist weltweit eine der häufigsten Todesursachen (Prola et 

al., 2019). Das insuffiziente Herz erfährt weitreichende (epi-)genetische und 

proteomische Veränderungen, die zu einem strukturellen Umbau, einer 

Verschlechterung der ECC sowie Veränderungen der metabolischen 

Substratverwertung führen. Es kommt zu einer allmählichen Abnahme der Aktivität der 

mitochondrialen Atmungskette und der damit verbundenen ATP-Produktion. Dies führt 

zu einer sekundären Dysregulation zellulärer Prozesse, einschließlich der intrazellulären 

Ca-Signalgebung und kontraktilen Funktion des Herzens, die in einer Abwärtsspirale aus 

erhöhtem Energiebedarf und verminderter Funktion endet (Huss & Kelly, 2005). Ein 

wichtiges Kennzeichen der Herzinsuffizienz ist die gestörte ECC. Aufgrund der 

verringerten Expression und Aktivität von SERCA sowie eines vermehrten Austritts von 

Ca aus dem SR über RyR2 (Ca-Leck) ist der SR-Ca-Gehalt in insuffizienten 

Kardiomyozyten reduziert. Durch eine Verstärkung der hemmenden Aktivität von 

Phospholamban wird die Aktivität der SERCA weiter eingeschränkt und die 

Wiederaufnahme von Ca aus dem Cytosol in das SR reduziert. Dadurch sind die 

Amplitude und die Relaxationsgeschwindigkeit der cytoCaT verringert und 

beeinträchtigen so die Kraftentwicklung während der Systole. Weiterhin ist das 

diastolische Ca durch die langsamere Wiederaufnahme von Ca ins SR erhöht, was die 

Relaxation der Herzmuskelzelle erschwert. Zusätzlich ist die cytosolische Na-

Konzentration erhöht. Dies führt zusammen mit der erniedrigten systolischen Ca-

Konzentration dazu, dass der NCX vermehrt im Rückwärtsmodus arbeitet. Der NCX-

vermittelte Ca-Einstrom kompensiert teilweise die verminderte SR-Ca-Freisetzung und 

kann zur Inotropie beitragen. Gleichzeitig wird dadurch aber auch die Extrusion von 

diastolischem Ca nach extrazellulär gestört und beeinträchtigt damit die Relaxation. Dies 

führt zu einem erhöhten Arrhythmierisiko, welches durch strukturelle Veränderungen der 

Dyaden und der damit beeinträchtigten CICR verstärkt wird (Bertero & Maack, 2018). 

Neben all diesen Veränderungen der Ca-Homöostase, die bei der Herzinsuffizienz 

auftreten, kommt es auch zu mitochondrialen Dysfunktionen. Diese können sowohl zur 

Entstehung als auch zum Fortschreiten der Erkrankung beitragen. Dabei können die 

mitochondrialen Veränderungen, die an der Hypertrophie beteiligt sind, nicht von denen 

unterschieden werden, die bei einer Herzinsuffizienz auftreten (Osterholt et al., 2013). 

Zum einen zeigen sich metabolische Veränderungen, die mit einer reduzierten Oxidation 

von Fettsäuren und einer vermehrten Abhängigkeit von glykolytischen 

Stoffwechselwegen einhergehen. Dies steht im Zusammenhang mit einer verminderten 

Expression von PGC-1, der sowohl an der transkriptionellen Regulation der 

Fettsäureoxidation beteiligt ist als auch an der mitochondrialen Biogenese. Dadurch 

kommt es zu einer verminderten Anzahl von Mitochondrien, die eine veränderte 
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Morphologie aufweisen (Finck & Kelly, 2007; Osterholt et al., 2013). Die Störungen der 

Fettsäureoxidation nehmen mit dem Fortschreiten der Hypertrophie und der 

Herzinsuffizienz zu und trotz des Anstieges der Glukoseverwertung kann die verringerte 

ATP-Produktion nicht ausgeglichen werden. Zudem kommt es zu einer verringerten 

Aktivität sowie Expression einzelner Komplexe der Elektronentransportkette 

(z.B. Komplex I) und einer erhöhten Produktion von ROS (Osterholt et al., 2013). Zum 

anderen haben die oben beschriebenen Störungen der ECC negative Auswirkungen auf 

die mitoCa-Homöostase. Aufgrund der geringeren Ca-Freisetzung aus dem SR und des 

langsamen Ca-Einstroms über den NCX, der nicht in der unmittelbaren Nähe zu den 

Mitochondrien stattfindet, werden die systolischen Ca-Konzentrationen in den 

mitochondrialen Ca-Mikrodomänen am SR gesenkt und dadurch die Aufnahme des Ca 

in die Mitochondrien vermindert. Weiterhin verursacht die erhöhte intrazelluläre Na-

Konzentration eine erhöhte NCLX-Aktivität, wodurch die Matrix-Ca-Konzentration 

gesenkt wird. Zudem ist die mRNA-Expression des NCLX bei einer Herzinsuffizienz 

erhöht (Luongo et al., 2017) und die Offenwahrscheinlichkeit des MCU verringert (G. 

Michels et al., 2009). Diese beiden Veränderungen führen zu einer weiteren 

Verringerung der Matrix-Ca-Konzentration. Auch die Struktur der mitochondrialen Ca-

Mikrodomänen selbst ist bei der Herzinsuffizienz verändert, was die Kommunikation der 

beiden Organellen erschwert. Hieran beteiligt sind die Proteine, die für die 

mitochondriale Dynamik eine wichtige Rolle spielen, wie z.B. MFN1 und MFN2. 

Insgesamt kommt es also zu einer Beeinträchtigung der mitoCa-Aufnahme und einer 

Beschleunigung der mitoCa-Extrusion, sodass das Energieangebot nicht mehr 

hinreichend an den Energiebedarf angepasst werden kann und so zum Fortschreiten 

des kardialen Remodeling und der Herzinsuffizienz beiträgt (Bertero & Maack, 2018; 

Noordali et al., 2018). Eine wichtige, aber noch ungelöste Frage ist, ob es auch schon in 

frühen Stadien der hypertensiven Herzerkrankung zu Veränderungen der 

mitochondrialen Funktion sowie der (subzellulären) mitoCa-Regulation kommt.  

 

1.6 ER/SR-Stress 
 

1.6.1 Das endo-/sarkoplasmatische Retikulum (ER/SR) 
 
Das endoplasmatische Retikulum (ER), in Muskelzellen auch sarkoplasmatisches 

Retikulum (SR) genannt, ist ein Zellorganell mit einer bemerkenswerten funktionellen 

Plastizität und strukturellen Vielfalt. Es reguliert die Proteostase, den Lipidstoffwechsel, 

die Gluconeogenese und ist verantwortlich für die intrazelluläre Ca-Homöostase (Hetz 

et al., 2020; Lemmer et al., 2021; Nusier et al., 2021). Das SR ist der größte intrazelluläre 
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Ca-Speicher in Kardiomyozyten mit einer Gesamtkonzentration an Ca von  19 mM, 

wobei die intraluminale freie Ca- Konzentration bei  1 – 1,5 mM liegt. Durch diese hohe 

intraluminale Ca-Konzentration besteht ein starker Konzentrationsgradient zwischen SR 

und Cytosol, in dem die Ca-Konzentration während der Diastole bei  100 nM liegt 

(Kockskämper, 2016; Shannon et al., 2003; Shannon & Bers, 1997). Die Größe des 

cytoCaT und somit auch die Stärke der Kontraktion des Kardiomyozyten hängt dabei 

wesentlich von der Ca-Beladungsmenge des SR ab. Zu geringe SR-Ca-Konzentrationen 

können zu verminderter Ca-Freisetzung aus dem SR führen und damit die Kontraktion 

der Zelle beeinträchtigen. Bei zu hohen Konzentrationen dagegen kann es zu 

diastolischen SR-Ca-Freisetzungen (Ca-Leck) durch die RyR2 kommen und dadurch zu 

pro-arrhythmogenen Ereignissen (Bers, 2002).  

Auch während der ECC spielt das SR eine entscheidende Rolle. Hier wird über die CICR 

die cytosolische Ca-Konzentration während der Systole auf  1 M angehoben 

(Kockskämper, 2016). Durch die räumliche Nähe der Mitochondrien zu den SR-

Membranen mit den Ca-Freisetzungseinheiten entstehen die mitochondrialen Ca-

Mikrodomänen. Diese ermöglichen einen lokalen Anstieg des Ca auf  5 – 30 M und 

damit die Aufnahme von Ca in die Mitochondrien (Kohlhaas & Maack, 2013). So können 

die Mitochondrien das intrazelluläre Ca-Signal sowie die daraus resultierenden cytoCaT 

mitbeeinflussen und die ATP-Produktion an die wechselnden 

Stoffwechselanforderungen anpassen. Störungen dieser organisierten Abläufe können 

zu Defekten der ECC und der mitochondrialen Funktion führen bis hin zur Apoptose der 

Kardiomyozyten (Dorn & Maack, 2013; Kohlhaas & Maack, 2013).  

 

1.6.2 ER/SR-Stress und die UPR  
 
Neben seiner Funktion für die intrazelluläre Ca-Regulation stellt das ER/SR auch den 

Ort für die Synthese und Faltung von sezernierten und Membranproteinen dar (Prola et 

al., 2019). Die Proteine treten im ungefalteten Zustand vom Cytosol in das ER/SR ein, 

wo sie dann mit Hilfe von Chaperonen gefaltet werden und so ihre funktionsfähige 

Tertiärstruktur erhalten. Die Proteinfaltung ist allerdings ein äußerst fehleranfälliger 

Prozess und abhängig von komplexen Kontrollmechanismen, die die Qualität der 

Proteine sowie deren korrekte Faltung überprüfen. Einige dieser Kontrollmechanismen 

finden im ER/SR statt. Sowohl physiologische als auch pathologische Prozesse können 

die ER/SR-Homöostase stören, was sich auf die vielfältigen Funktionen des ER/SR (Ca-

Reservoir, Synthese und Faltung von Proteinen, Ort der Lipid- und Sterolbiosynthese, 

Signalübertragung und intraorganelle Kommunikation) auswirken kann. Störungen der 

ER/SR-Homöostase durch eine vermehrte Proteinsekretion oder eine gestörte Faltung 
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von ER/SR-Proteinen kann zu einer Akkumulation von nicht- oder falsch-gefalteten 

Proteinen im Lumen des ER/SR führen. Dieser Zustand wird auch als ER/SR-Stress 

bezeichnet. Um die normale Homöostase und damit die Funktion des ER/SR wieder 

herzustellen, wird als kompensatorischer Mechanismus die UPR (engl.: unfolded protein 

response) aktiviert. Diese stellt ein Netzwerk von Signaltransduktionswegen dar, das 

dazu dient, die Gentranskription, die Translation und die Proteinmodifikation zu 

regulieren, um die Belastung des ER/SR mit nicht/falsch-gefalteten Proteinen zu 

verringern und die Proteinhomöostase (Proteostase) wieder herzustellen. Dabei wirkt 

sich die Aktivierung der UPR auf mehrere Aspekte der Proteostase aus. Beeinflusst 

werden die Geschwindigkeit der Proteinsynthese und -translokation in das ER/SR, die 

Proteinfaltung, -reifung und -qualitätskontrolle, der Proteintransport sowie die 

Beseitigung fehlgefalteter Proteine durch Aktivierung der Autophagie und des ER-

assoziierten Proteinabbaus (engl.: ER-associated protein degradation, ERAD). All diese 

Prozesse dienen in erster Linie dazu, den ER/SR-Stress zu minimieren. Allerdings kann 

lang anhaltender und/oder schwerer ER/SR-Stress, bei dem die ER/SR-Homöostase 

nicht wieder hergestellt werden kann, auch zum apoptotischen Zelltod führen (Hetz et 

al., 2020; Prola et al., 2019). Neuere Studien konnten ER/SR-Stress sowohl mit 

physiologischen als auch pathologischen Zuständen im Herz-Kreislauf-System 

verbinden, darunter auch Hypertrophie und Herzinsuffizienz (Minamino & Kitakaze, 

2010). So wird vermutet, dass die durch ER/SR-Stress ausgelöste UPR kardioprotektiv 

wirkt (Severino et al., 2007), während eine Hemmung schädlich zu sein scheint 

(Shintani-Ishida et al., 2006). Langfristig führt ER/SR-Stress allerdings zur Apoptose, ist 

an der maladaptiven Reaktion des Herzens bei hämodynamisch bedingtem Stress 

beteiligt und trägt zur kardialen Dekompensation bei (Bravo et al., 2011). Trotz des 

größer werdenden Verständnisses der pathologischen Rolle von ER/SR-Stress bei 

kardiovaskulären Erkrankungen ist die genaue (patho)physiologische Wirkung von 

ER/SR-Stress auf die Kardiomyozytenfunktion bisher kaum bekannt (Prola et al., 2019) 

 

1.6.3 Die drei UPR-Signalwege 
 
Die UPR-Signalwege bestehen aus drei Hauptsignalkaskaden, die durch 

Transmembranproteine des ER/SR initiiert werden. Bei diesen ER/SR-Stress-Sensoren 

handelt es sich um die Kinase PERK (protein kinase R-like endoplasmic reticulum 

kinase), den Transkriptionsfaktor ATF6 (activating transcription factor 6) und die 

Kinase/Endoribonuklease IRE1 (inositol-requiring enzyme 1-alpha) (Abbildung 9).  

Es wird vermutet, dass alle drei Transmembranproteine durch Interaktion mit dem im 

ER/SR befindlichen Chaperon GRP78/BiP (endoplasmic reticulum chaperone BiP/ 
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binding immunoglobulin protein) inaktiv gehalten werden. Diese signalübertragenden 

Proteine enthalten sowohl eine luminale ER/SR-Domäne als auch eine cytosolische 

Region. Durch die luminale Domäne können sie ungefaltete Proteine im ER/SR 

erkennen und die Stressreaktion auslösen. Die cytosolische Region schützt über 

Translation und/oder Transkription von UPR-Zielgenen sowie über Interaktionen mit 

Signalmolekülen die Zelle unter physiologischen Bedingungen vor ER/SR-Stress.  

Über die PERK (Abbildung 9 b) wird die unmittelbare Anpassungsreaktion auf ER/SR-

Stress eingeleitet. Die Kinase phosphoryliert eIF2 (eukaryotic translation initiation 

factor 2 subunit ), wodurch die Proteinsynthese vorübergehend gedämpft wird. Dies 

führt zu einer Begrenzung der nicht/falsch-gefalteten Proteine, indem der Zustrom neu 

synthetisierter Proteine in das ER/SR verringert wird. Weiterhin verstärkt 

phosphoryliertes eIF2 die Translation von ATF4 (activating transcription factor 4), 

einem Transkriptionsfaktor, der die Expression von Genen aktiviert, die an der Redox-

Homöostase, dem Aminosäurestoffwechsel, der Proteinsynthese sowie der Apoptose 

und Autophagie beteiligt sind.  

IRE1 (Abbildung 9 a) ist eine Typ-1-ER-Transmembran-Proteinkinase/ 

Endoribonuklease, die unter ER/SR-Stress oligomerisiert und autophosphoryliert wird, 

um die RNase-Aktivität auszulösen. Sie schneidet ein kleines (26-Nukleotid) Intron aus 

der mRNA heraus, die für den Transkriptionsfaktor XBP1 (X-box-binding-protein 1) 

kodiert. Dies führt zur Expression des aktiven XBP1-Transkriptionsfaktors (XBP1s), der 

wiederum die Expression von UPR-Zielgenen steigert. In einem weiteren Prozess, dem 

sogenannten RIDD (regulated IRE1- dependent decay), spaltet IRE1 eine kleine 

Gruppe von mRNAs und/oder mikroRNAs (miRNAs) und führt so zu deren Abbau. 

Darüber hinaus tritt IRE1 auch über Adapterproteine mit anderen 

Stressreaktionswegen (MAPK-Signalweg) in Verbindung.  

ATF6 (Abbildung 9 c) wird bei ER/SR-Stress durch Interaktion mit COPII (coat protein II 

complex) zum Golgi-Apparat transportiert, wo es durch die beiden Proteasen S1P (site-

1-protease) und S2P (site-2-protease) gespalten wird. Dadurch wird ein Fragment 

gebildet, das einen bZIP (basic leucine zipper)-Transkriptionsfaktor, genannt ATF6p50 

(ATF6f), enthält. Dieser führt im Zellkern zur Expression von UPR-Zielgenen.  

Die durch die beiden Transkriptionsfaktoren ATF6p50 und XBP1s regulierten UPR-

Zielgene kodieren für ER/SR-Chaperone und Enzyme, die an der Translokation, Faltung, 

Reifung und Sekretion von ER/SR-Proteinen sowie dem Abbau von fehlgefalteten 

Proteinen beteiligt sind. Auch werden durch die beiden Faktoren die ER/SR- und Golgi-

Apparat-Biogenese gefördert und so die Synthese- und Sekretionskapazität der Zelle 

unter ER/SR-Stress erhöht.  
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Abbildung 9: UPR-Signalwege  

Gezeigt sind die drei Hauptsignalkaskaden der UPR. a) Durch Aktivierung von IRE1 kommt es zur Bildung 
von XBP1s und zur vermehrten Expression von UPR-Zielgenen sowie zum RIDD. b) PERK führt bei ER/SR-

Stress zur Phosphorylierung von eIF2 und dadurch zur Aktivierung des Transkriptionsfaktors ATF4. c) 
ATF6 wird nach Aktivierung zu ATF6f und reguliert die Transkription von UPR-Zielgenen. Eine detaillierte 
Beschreibung der einzelnen Wege ist im Fließtext beschrieben.  

(übernommen aus (Hetz, 2012))   

 
Zusammenfassend ist die UPR eine Kombination von Signalwegen, die sowohl die 

ER/SR-Proteostase als auch die Zellfunktion unter ER/SR-Stress aufrechterhalten soll. 

Durch eine Reduktion der Proteinsynthese, eine Erhöhung der ER/SR-Chaperon-

Expression sowie eine vermehrte Expression von Proteinen, die am ERAD beteiligt sind, 

wird die ER/SR-Faltungskapazität von Proteinen auf dynamische Weise angepasst. 

Kann die ER/SR-Homöostase so nicht wieder hergestellt werden, wird letztlich die 

Apoptose eingeleitet (Hetz, 2012; Hetz et al., 2020; Prola et al., 2019).    

 

1.6.4 ER/SR-Ca-Homöostase und Auslösung von ER/SR-Stress 
 

Das ER/SR ist der größte intrazelluläre Ca-Speicher. Verschiedene intraluminale 

Chaperone, wie Calnexin, Calreticulin und BiP (binding immunoglobulin protein) wirken 

als Ca-Puffer und können Ca binden (Lièvremont et al., 1997). Die Aufrechterhaltung 

einer hinreichend hohen intraluminalen Ca-Konzentration ist nicht nur für das Ablaufen 

der ECC grundlegend, sondern ist auch für die Proteinfaltung und -reifung von großer 

Bedeutung. Intraluminales Ca bindet an ER/SR-Chaperone, die für die korrekte Faltung 

der Proteine verantwortlich sind, und ist für deren Aktivität erforderlich (Carreras-Sureda 

et al., 2018; Görlach et al., 2006). Verminderte Ca-Spiegel, die durch Störungen der 

ER/SR-Ca-Homöostase hervorgerufen werden, verhindern eine ordnungsgemäß 
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ablaufende Faltung von Proteinen und können zur Aktivierung von UPR- und/oder 

ERAD-Signalwegen führen (Lemmer et al., 2021). Diese Störungen der ER/SR-Ca-

Homöostase können durch verschiedene Prozesse ausgelöst werden wie Ischämie, 

Hypoxie, freie Radikale oder eine erhöhte Proteinsyntheserate (Lee et al., 2013). Im 

Herzen werden durch Aktivierung von ER/SR-Stress vermehrt die Chaperone und Ca-

bindenden Proteine Calnexin, Calreticulin und BiP exprimiert. Dadurch soll die Fähigkeit 

des ER/SR verbessert werden, seine intraluminalen Ca-Spiegel zu regulieren und die 

korrekte Faltung der Proteine zu fördern (Lee et al., 2013). 

Die genauen Abläufe der ER/SR-Ca-Regulierung und deren Veränderungen bei ER/SR-

Stress in Kardiomyozyten sind noch nicht abschließend geklärt und Gegenstand 

aktueller Forschungen. Um ER/SR-Stress experimentell zu induzieren, werden 

verschiedene ER/SR-Stress-Induktoren verwendet, wie z.B. Thapsigargin, DTT, 

Brefeldin A und Tunicamycin. Die verschiedenen ER/SR-Stress-Induktoren haben 

unterschiedliche Wirkmechanismen. 

Unter physiologischen Bedingungen wird Ca durch die SERCA ins ER/SR transportiert. 

Durch die Hemmung der SERCA mittels Thapsigargin (irreversibler, nicht-kompetitiver 

Hemmstoff der SERCA) kommt es zu einer Abnahme der intraluminalen Ca-

Konzentration und eine dadurch vermittelte ER/SR-Stress-Reaktion (Lemmer et al., 

2021). DTT (Dithiothreitol) ist ein starkes Reduktionsmittel. Es blockiert die Bildung von 

Disulfidbindungen, was innerhalb von Minuten zu ER/SR-Stress führt. Allerdings wird 

auch die Bildung von Disulfidbindungen neu synthetisierter Proteine im Cytosol blockiert, 

daher ist DTT kein spezifischer ER/SR-Stress-Induktor (Oslowski & Urano, 2011). Die 

beiden Antibiotika Brefeldin A (Lacton-Antibiotikum) und Tunicamycin (Gemisch aus 

Nucleosidantibiotika) werden ebenfalls eingesetzt, um ER/SR-Stress zu induzieren. 

Brefeldin A hemmt den Transport von Proteinen vom ER/SR zum Golgi-Apparat. Der 

Golgi-Apparat wird abgebaut und in das ER/SR zurückverlagert (Doms et al., 1989). Dies 

führt zu einer Anhäufung von ungefalteten Proteinen im ER/SR und somit zu ER/SR-

Stress (Moon et al., 2012). Das auch in dieser Arbeit verwendete Tunicamycin führt 

aufgrund einer Anhäufung von nicht- oder falsch-gefalteten Proteinen zu ER/SR-Stress. 

Dabei hemmt Tunicamycin den ersten Schritt der Glykoproteinsynthese und dadurch die 

Bildung von N-glykosidischen Protein-Verknüpfungen (Lehrman, 1991; Yamamoto & 

Ichikawa, 2019). 

So kann über unterschiedliche Mechanismen, die entweder direkt die ER/SR-Ca-

Homöostase betreffen (Thapsigargin) oder die Proteinsynthese, -faltung, -modifikation 

oder den Proteintransport beeinträchtigen (DTT, Brefeldin A, Tunicamycin), ER/SR-

Stress ausgelöst und anschließend in unterschiedlen Modellsystemen untersucht 

werden (Oslowski & Urano, 2011). 
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1.7 Zielsetzung der Arbeit  
 

Mitochondrien sind die Zellorganellen des Energiestoffwechsels und können über die 

Aufnahme von Ca die ATP-Produktion an den jeweiligen Bedarf anpassen. Aufgrund 

des massiven Energiebedarfs des Herzens besitzen Kardiomyozyten eine enorme 

Anzahl an Mitochondrien (rund 30 % des Zellvolumens), die auch an der intrazellulären 

Ca-Regulation beteiligt sind. Dennoch sind die Mechanismen der dynamischen 

mitochondrialen Ca-Regulation in adulten Kardiomyozyten bisher nur unzureichend 

verstanden. Übergeordnetes Ziel des Projekts stellte daher die Untersuchung und 

Charakterisierung der mitochondrialen Ca-Regulation in isolierten, adulten 

Kardiomyozyten dar. Zunächst wurde eine Methode etabliert, um mitochondriale Ca-

Änderungen in isolierten adulten Kardiomyozyten mit Hilfe der Konfokalmikroskopie 

verlässlich zu messen. Anschließend wurde die mitochondriale Ca-Regulation in 

Vorhofmyozyten gesunder WKY-Ratten charakterisiert. Dabei wurden auch 

Unterschiede zwischen subsarkolemmalen und zentralen Mitochondrien aufgedeckt. Die 

mitochondriale Ca-Regulation der WKY-Ratten wurde verglichen mit der 

mitochondrialen Ca-Regulation eines Hypertrophie-Modells (spontan-hypertensive 

Ratten, SHR). Zusätzlich wurden die zugrundeliegenden zellulären Mechanismen und 

die beteiligten Ca-regulierenden Proteine analysiert. In einem weiteren Krankheitsmodell 

(haploinsuffiziente Cacna1c+/--Ratten) wurde der Einfluss eines heterozygoten 

Knockouts des CACNA1C-Gens (Cacna1c+/-) auf die mitochondriale Ca-Regulation 

ventrikulärer Kardiomyozyten unter basalen Bedingungen sowie nach -adrenerger 

Stimulation (Isoprenalin) untersucht. Im letzten Teil dieser Arbeit wurde die besondere 

Bedeutung des sarkoplasmatischen Retikulums (SR) für die mitochondriale Ca- sowie 

cytosolische Ca-Regulation unter dem Einfluss eines ER/SR-Stress-Induktors 

(Tunicamycin) charakterisiert.  
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2. Material & Methoden 
 

2.1 Versuchstiere 
 
Die funktionellen Daten in dieser Arbeit wurden an frisch isolierten Vorhof- und 

Ventrikelmyozyten der Ratte erhoben. Für die Proteinquantifikation wurde kardiales 

Gewebe des Vorhofs und des Ventrikels isoliert. Dazu wurden 12 – 16 Wochen alte, 

männliche Wistar-Kyoto-Ratten (WKY) und spontan hypertensive Ratten (SHR) 

verwendet, bezogen vom Züchter Janvier (Frankreich). Ein weiterer Teil der hier 

vorgestellten Ergebnisse wurden an einem Cacna1c+/--Rattenmodell erhoben. Hierbei 

handelte es sich um weibliche haploinsuffiziente Cacna1c+/--Ratten (Cacna1c+/-, +/-) und 

ihre Wildtyp-Sprague-Dawley-Wurfgeschwister (Cacna1c+/+, +/+, WT) im Alter von 9 – 

15 Monaten. Diese wurden uns von der AG Dr. Markus Wöhr (FB Psychologie) zur 

Verfügung gestellt. Die Haltung der Tiere entsprach dem geltenden deutschen 

Tierschutzgesetz und der Richtlinie 2010/63/EU des europäischen Parlaments und des 

Rates zum Schutz der zu wissenschaftlichen Zwecken verwendeten Tiere. Die Tiere 

wurden zu zweit in einem Käfig mit ad libitum Zugang zu Nahrung und Wasser bei 

konstanter Temperatur von 22°C und einer Luftfeuchtigkeit von 55 % untergebracht. 

Zudem befanden sich die Tiere in einem 12 Stunden Hell-Dunkel-Rhythmus. Die Tötung 

der Tiere mit anschließender Organentnahme erfolgte durch Dekapitation mit Hilfe einer 

Guillotine. Zuvor wurden die Tiere mit Isofluran betäubt und erst nach Ausbleiben des 

Zwischenzehenreflexes getötet. Dieses Verfahren nach §4(3) Tierschutzgesetz und alle 

anderen experimentellen Vorgehensweisen wurden den Tierschutzbeauftragten 

angezeigt und von diesen genehmigt (AK-2-2018-Kockskämper, AK-4-2018-

Kockskämper).  

 

2.1.1 Physiologisches (WKY) & pathophysiologisches (SHR) 
Tiermodell  
 
Normotensive Wistar-Kyoto-Ratten (WKY) wurden als physiologisches Tiermodell 

verwendet und stellen in unserem Labor ein etabliertes Modell zur Untersuchung 

gesunder, adulter Kardiomyozyten dar. Dagegen dienten die spontan-hypertensiven 

Ratten (SHR) als geeignetes und bereits gut charakterisiertes Krankheitsmodell 

(pathophysiologisches Tiermodell) der essenziellen Hypertonie und hypertensiven 

Herzerkrankungen (Doggrell & Brown, 1998; Kokubo et al., 2005). Gezüchtet wurde der 

SHR-Stamm durch selektive Inzucht von hypertensiven Wistar-Ratten (Doggrell & 

Brown, 1998; Okamoto & Aoki, 1963). Im Alter von 6 – 12 Wochen entwickeln die SHR 
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spontan eine arterielle Hypertonie, die im weiteren Verlauf zu einer kompensatorischen 

linksventrikulären (LV) Hypertrophie führt. Diese geht schließlich nach 15 – 24 Monaten 

Lebenszeit in eine Herzinsuffizienz über (Plačkić, 2017). Das Tiermodell eignet sich 

besonders gut zur Untersuchung der Hypertonie und der dadurch induzierten 

hypertensiven Herzerkrankung und Herzinsuffizienz, da sich die Auswirkungen des 

Bluthochdrucks der SHR und die in hypertensiven Menschen auftretenden Vorgänge in 

vielen Aspekten ähneln (Brooksby et al., 1993; Tomanek & Hovanec, 1981). 

 

2.2 Chemische Substanzen 
 
Die meisten eingesetzten chemischen Materialien wurden von Roth (Karlsruhe) oder von 

Sigma-Aldrich (München) bezogen. Des Weiteren sind die Firmen, über die die 

jeweiligen Substanzen/Stoffe bezogen wurden, im Text oder den entsprechenden 

Tabellen angegeben. Die Lagerung aller verwendeten Substanzen und Lösungen 

erfolgte sachgerecht und nach den substanzspezifischen Angaben (Aufbewahrung bei 

Raumtemperatur im Schrank oder Sicherheitsschrank, bei +8°C im Kühlschrank oder 

gefroren bei -20°C bzw. -80°C im Gefrierschrank). Für die Herstellung aller Lösungen 

und Puffer im Labor selbst wurde mit demineralisiertem Reinstwasser Typ 1 (Aqua valde 

purificata, ddH20) gearbeitet, welches durch ein Milli-QTM Reference A+ System (Merck 

Millipore, Darmstadt) aufbereitet wurde. 

 

2.2.1 Pharmakologisch aktive Substanzen 
 
2.2.1.1 Cytochalasin D 
 
Cytochalasin D (CytoD, Abbildung 10) gehört zur Gruppe der Alkaloide und ist ein 

zellpermeables mykotisches Toxin, das von Schimmelpilzen (vor allem 

Helminthosporium) produziert wird. Als Aktinfilamentblocker hemmt es potent die Aktin-

Polymerisation und limitiert dadurch die Verlängerung der Aktinfilamente (Carlier et al., 

1986). Unter den verwandten Cytochalasin-Toxinen, die auch an Aktin binden und damit 

die Polymerisation verändern, ist CytoD der spezifischste Inhibitor der 

Aktinmikrofilamente (Cooper, 1987). In Kardiomyozyten ist Aktin ein Bestandteil der 

Mikrofilamente des Zytoskelettes und der dünnen Myofilamente, die wiederum 

(zusammen mit den dicken Filamenten bestehend aus Myosin) verantwortlich sind für 

die Kontraktion des Myozyten (Howarth et al., 1998). Verschiedene Studien an isolierten 

Kardiomyozyten und an intakten Herzen zeigen eine Reduktion der Kontraktilität durch 

CytoD, ohne einen Einfluss auf die Funktion der L-Typ-Ca-Kanäle zu haben (Biermann 
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et al., 1998; Calaghan et al., 2000; Howarth et al., 1998; Skobel & Kammermeier, 1997; 

Undrovinas & Maltsev, 1998). 

 

 

 

 

 

Abbildung 10: Strukturformel Cytochalasin D 

 
In dieser Arbeit wurde CytoD (CAS-Nr.: 22144-77-0; Best.-Nr.: 250255-M Merck) 

genutzt, um die Kontraktion der isolierten atrialen Kardiomyozyten zu stoppen, ohne die 

Funktion der L-Typ-Ca-Kanäle zu beeinträchtigen. Dadurch konnte ein möglicher 

Einfluss von Bewegungsartefakten (durch die Kontraktion der Zelle) bei der Messung 

mitochondrialer Ca-Transienten (mitoCaT) ausgeschlossen werden. In den Versuchen 

wurden die Zellen dazu für 12 Minuten mit einer 10 µM CytoD-Lösung inkubiert. Die 

hierfür verwendete CytoD-Stammlösung wurde wie in Tabelle 1 angegeben hergestellt, 

aliquotiert und bis zur Verwendung bei -20°C gelagert. Für die Versuche wurde zunächst 

eine 100 µM Lösung aus dieser Stammlösung hergestellt. Von dieser Lösung wurden 

40 µl auf die Zellen gegeben, die sich auf einem Kulturschälchen in 400 µl Messlösung 

(Tabelle 13) befanden, um zu einer Arbeitskonzentration von 10 µM zu gelangen.  
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Tabelle 1: Herstellung der CytoD-Stamm- und Arbeitslösungen 

 Cytochalasin D DMSO Konzentration 

Stammlösung  1 mg 1,97 ml 1 mM 

 

 1 mM Stammlösung  Messlösung (ad) 

100 µM Cytochalasin D  10 µl  100 µl 

 

 100 µM Cytochalasin D  Messlösung (ad) 

10 µM Cytochalasin D  40 µl 400 µl 

 
 

2.2.1.2 Isoprenalin 

 
Das Catecholaminderivat Isoprenalin (auch Isoproterenol genannt; Iso; Abbildung 11) ist 

ein Wirkstoff aus der Gruppe der nicht-selektiven Betasympathomimetika. Wie 

Noradrenalin gehört es zu den Phenylalkylaminen, besitzt also ein Phenylethylamin-

Gerüst als Grundstruktur sowie zwei Hydroxylgruppen am Aromaten (Brenzcatechin-

Strukturelement). Bei beiden Substanzen, Noradrenalin sowie Isoprenalin, handelt es 

sich pharmakologisch gesehen um Agonisten an adrenergen Rezeptoren. Während 

Noradrenalin eine hohe Affinität gegenüber 𝛼-Adrenorezeptoren zeigt, weist Isoprenalin 

durch den am Stickstoff eingeführten Isopropylrest eine Selektivität gegenüber 𝛽-

Adrenorezeptoren auf (Mutschler et al., 2013; Steinhilber et al., 2010).    

 

 

 

Abbildung 11: Strukturformel Isoprenalin 

 
Als kompetitiver Agonist an 𝛽-Adrenorezeptoren führt Isoprenalin zu einer 𝛽-adrenergen 

Stimulation und wirkt positiv-inotrop, -dromotrop, -chronotrop und -lusitrop (W. C. Elliott 

& Gorlin, 1966). In dieser Arbeit wurde Isoprenalin genutzt, um isolierte, ventrikuläre 

Kardiomyozyten einer 𝛽-adrenergen Stresssituation auszusetzen. Dazu wurden die 

https://flexikon.doccheck.com/de/Betasympathomimetikum
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Zellen mit Isoprenalin (Isoprenalin-HCl; CAS-Nr.: 51-30-9; Best.-Nr.: I5627-5G, Sigma-

Aldrich) am Konfokal-Mikroskop superfundiert. Die notwendigen Lösungen wurden am 

Tag der Versuche frisch hergestellt. Aufgrund der Oxidationsempfindlichkeit des 

Isoprenalins erfolgte die Herstellung der 1 mM Stammlösung unter Zusatz von 

Ascorbinsäure (L-Ascorbinsäure; CAS-Nr.: 50-81-7; Best.-Nr.: A0278-25G) im 

Verhältnis 1:5 (Isoprenalin : Ascorbinsäure). Alle weiteren Isoprenalinlösungen (Tabelle 

2) wurden aus dieser Stammlösung hergestellt und waren zum unmittelbaren Verbrauch 

bestimmt. Während der Experimente wurden die Lösungen kurzfristig lichtgeschützt und 

luftundurchlässig gelagert. 

 

Tabelle 2: Herstellung der Isoprenalin-Stamm- und Arbeitslösungen 

 Isoprenalin-HCl 5 mM Ascorbinsäure Konzentration 

Stammlösung  1 mg  5 ml 1 mM  

 

 1mM Stammlösung Messlösung (ad) 

1 µM Isoprenalin  100 µl 100 ml  

 

 1 µM Isoprenalinlösung Messlösung (ad) 

30 nM Isoprenalin  3 ml 100 ml 

 

 
2.2.1.3 Tunicamycin 

 
Tunicamycin ist ein Gemisch von Nucleosidantibiotika, bestehend aus einem C11-

Aminodesoxydialdose-Grundgerüst, genannt Tunicamin, an dem weiterhin jeweils ein 

Uracil-, ein N-Acetylglucosamin- und ein Fettsäurerest gebunden ist. Die konjugierte 

Fettsäure der einzelnen Tunicamycin-Homologen kann in ihrer Länge variieren 

(Abbildung 12, n = 8 – 11). Es handelt sich hierbei um einen Naturstoff, der aus 

Streptomyces lysosuperficus erstmals isoliert wurde. Es wirkt sowohl antibakteriell als 

auch antimykotisch, findet aktuell aber nur Anwendung zum Induzieren und Untersuchen 

von ER/SR-Stress in der Forschung (Yamamoto & Ichikawa, 2019). Im ER/SR hemmt 

es den ersten Schritt der Glykoproteinsynthese, indem es die UDP-N-Acetylglucosamin-

dolichylphosphat-N-Acetylglucosamin-Phosphotransferase (GPT) inhibiert, die für die 

Bildung von N-glykosidischen Protein-Verknüpfungen verantwortlich ist (Lehrman, 

1991). Dabei wird der Transfer von N-Acetylglucosamin-1-phosphat von UDP-N-

Acetylglucosamin auf Dolicholmonophosphat gehemmt (Yamamoto & Ichikawa, 2019). 

Dies führt zu einer fehlerhaften Bildung und/oder falschen Faltung der Glykoproteine, 
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welche sich im ER/SR anreichern und dort die ER/SR-Homöostase stören. Daraus kann 

akuter ER/SR-Stress resultieren und chronisch auch zur Aktivierung der UPR (unfolded 

protein response) führen (Prola et al., 2019).  

 

 

 

Abbildung 12: Strukturformel von Tunicamycin (n=8-11) 

 

Im Rahmen dieser Arbeit wurden isolierte, adulte Ventrikelmyozyten für 15 Minuten mit 

einer 10 µM Tunicamycinlösung superfundiert, um dessen akute Effekte auf die Zellen 

zu untersuchen. Dafür wurde zunächst eine 10 mM Tunicamycin-Stammlösung 

hergestellt, indem die Substanz (Tunicamycin CAS-Nr.: 11089-65-9; Best.-Nr.: 3516, 

Tocris) in 1,18 ml DMSO gelöst wurde. Anschließend wurden 75 µl Aliquote hergestellt 

und diese bei -20°C gelagert. Für die Versuchsdurchführung wurde eine frische 10 µM 

Tunicamycin-Messlösung hergestellt (je ein 75 µl Aliquot in 75 ml Messlösung) und 

unmittelbar verwendet (Tabelle 3).  
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Tabelle 3: Herstellung der Tunicamycin-Stamm- und Arbeitslösungen 

 Tunicamycin DMSO Konzentration 

Stammlösung 10 mg 1,18 ml 10 mM 

 

 10 mM Stammlösung Messlösung (ad) 

10 µM Tunicamycin 75 µl 75 ml 

 
 

2.3 Isolierung ventrikulärer und atrialer Myozyten 
 
Ein fundamentaler Teil der Methoden dieser Arbeit stellt die Isolierung von qualitativ 

hochwertigen ventrikulärer sowie atrialer Myozyten dar. Die mit Hilfe einer Langendorff-

Apparatur gewonnenen kardialen Myozyten sind die Grundlage aller hier beschriebenen 

Zellexperimente. Diese Methode wird in unserem Labor regelmäßig durchgeführt und ist 

für unsere AG eine etablierte Standardtechnik (Plačkić & Kockskämper, 2018). In den 

folgenden Abschnitten werden die grundlegenden Vorgänge der Herzentnahme, der 

retrograden Herzperfusion nach Langendorff sowie der Isolierung der Kardiomyozyten 

beschrieben. Weiterhin werden auch die dafür notwendigen Lösungen und deren 

Funktionen erläutert.  

 

2.3.1 Lösungen der Zellisolierung 
 
2.3.1.1 Tyrode-Lösung 

 
Die leicht modifizierte Tyrode-Lösung (Tabelle 4) stellte den Basispuffer für alle anderen 

während der Zellisolierung verwendeten Lösungen dar. Dabei handelte es sich um eine 

physiologische Lösung von Elektrolyten in Wasser, die physiologische Elektrolyt- und 

pH-Bedingungen nachahmte. Benannt ist sie nach dem amerikanischen Pharmakologen 

Maurice Tyrode. Die Lösung wurde bereits vor der Zellisolierung hergestellt und im 

Kühlschrank bei +4°C für maximal 2 Wochen gelagert. Mit einer 1 M NaOH-Lösung 

wurde auf den physiologischen Blut-pH-Wert von 7,4 eingestellt. Zum Aufrechterhalten 

des pH-Wertes wurde ein Puffersystem, zusammengesetzt aus NaH2PO4 und HEPES 

(2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure, Best.-Nr.: HN78.4, Roth), 

verwendet. Die Tyrode-Lösung wurde vor und während des Einsatzes in der 

Zellisolierung oxygeniert. 
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Tabelle 4: Zusammensetzung der modifizierten Tyrode-Lösung (1000 ml, pH 7,4) 

Substanz Einwaage/ Menge Endkonzentration (mM) Firma 

NaCl 7,597 g 130 Roth 

1 M KCl 5,4 ml 5,4 Roth 

1 M MgCl2 0,5 ml 0,5 Sigma 

0.33 M NaH2PO4 x 2H2O 1 ml 0,33 Roth 

Glucose x H2O 4,356 g 22 Roth 

HEPES 5,96 g 25 Roth 

1 M NaOH zur Einstellung des pH auf 7,4  

 
 

2.3.1.2 Kardioplegielösung 

 
Die Kardioplegielösung (Tabelle 5), die sich durch einen hohen Gehalt an Kaliumionen 

auszeichnet, wurde verwendet, um das Herz nach Extraktion aus dem Thorax ruhig zu 

stellen. Dazu wurde dieses unmittelbar nach der Exzision in eine Petrischale, gefüllt mit 

eiskalter Kardioplegielösung, gelegt, welche vorher durch Zufuhr von Sauerstoff 

oxygeniert wurde. Wie bereits erwähnt, weist die Kardioplegielösung eine hohe 

Kaliumkonzentration von 20 mM auf, die damit deutlich höher liegt als die 

physiologischen, extrazellulären Kaliumkonzentrationen (3,5 – 5 mM). Die so erzeugte 

Änderung des Kaliumgleichgewichtspotentials führt zu einer Anhebung des 

Ruhemembranpotenzials der Zelle, welches maßgeblich durch Kaliumionen bestimmt 

wird. Die Folge ist eine permanente Depolarisation der Zellmembran, die nicht mehr 

ausreichend repolarisieren kann, um die spannungsabhängigen Natriumkanäle wieder 

in einen aktivierbaren Zustand zu überführen. Das bedeutet, dass das Myokard 

unerregbar wird und keine Kontraktionen mehr zeigt. Diese funktionelle Lähmung des 

Herzens (Kardioplegie) wird zum einen genutzt, um das Gewebe vor einem möglichen 

ischämischen Schaden durch einen zu hohen Energieverbrauch zu schützen und zum 

anderen für das reibungslose Einführen der Kanüle in die Aorta (Carvajal et al., 2023; 

Melrose et al., 1955). 

 

Tabelle 5: Kardioplegielösung  

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma 

147 ml Kanülierungslösung 1 M KCl  3 ml 20 mM  Roth  
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2.3.1.3 Kanülierungslösung  

 
Die zuvor oxygenierte Kanülierungslösung (Tabelle 6) befand sich sowohl in der Kanüle 

als auch in der Langendorff-Apparatur, an die das Herz im Verlauf der Präparation 

angeschlossen wurde. Zur Durchspülung der Koronararterien mit der calciumhaltigen 

Kanülierungslösung wurde die Kanüle in die Aorta ascendens eingeführt, mit einem 

chirurgischen Faden fixiert und daraufhin das restliche Blut aus den Gefäßen gespült. 

Anschließend wurde das kanülierte Herz an die Langendorff-Apparatur angeschlossen 

und weiter mit Kanülierungslösung durchspült, bis die Ca-freie Lösung appliziert wurde.  

Das in der Lösung befindliche Heparin, ein Antikoagulans, diente dabei zur Verhinderung 

einer Thrombusbildung. Durch das in der Kanülierungslösung vorhandene Ca wurde die 

Kardioplegie wieder aufgehoben und das Herz begann erneut, leicht zu kontrahieren. 

Diese Kontraktion war nicht nur für die Überprüfung einer erfolgreichen Extraktion des 

Herzens wichtig, sondern dadurch wurde auch die weitere Blutentleerung gefördert. 

 

Tabelle 6: Kanülierungslösung  

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma  

250 ml Tyrode-

Lösung  

1 M CaCl2 37,5 µl 150 µM Sigma 

5000 i.E./ml 

Heparin-Na+ 

100 µl 2 i.E./ml Roth 

 
 

2.3.1.4 Calcium-freie Lösung  

 
Nach der Kanülierung erfolgte die Perfusion der Koronarien des Herzens mit der 

oxygenierten Ca-freien Lösung (Tabelle 7) über das Langendorff-System. Diese Lösung 

wurde ohne Zugabe von Ca hergestellt, sie ist also nominell Ca-frei. Um dennoch 

eventuell vorhandene Calciumionen abzufangen, wurde der Ca-Chelatkomplexbildner 

EGTA (Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N‘,N‘-tetraessigsäure) der Lösung 

zugefügt. Um weiterhin das Thrombusrisiko so gering wie möglich zu halten, war auch 

Heparin in dieser Lösung noch vorhanden. Durch die Reduktion der Ca-Konzentration 

im Gewebe hörte das Herz auf zu kontrahieren, sobald die Ca-freie Lösung dieses 

erreichte. Zusätzlich enthielt die Lösung BDM (2,3-Butandionmonoxim, Synonym: 

Diacetylmonoxim, Roth), welches chemisch gesehen ein Oxim darstellt. Als nicht-

spezifische Phosphatase kann es die Calcium-regulierenden Proteine des Herzens 

dephosphorylieren. Weiterhin hemmt es auch reversibel die Myosin-ATPase. Dadurch 

kann BDM die Kontraktion ebenfalls reduzieren, den Energieverbrauch geringhalten und 
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damit das Herz vor einem möglichen hypoxischen Schaden bewahren (Louch et al., 

2011; Tani et al., 1996).  

Eine weitere wichtige Aufgabe der Ca-freien Lösung war die Auflösung mechanischer 

Zell-Zell-Verbindungen (Glanzstreifen) zwischen zwei benachbarten Kardiomyozyten 

(Plačkić & Kockskämper, 2018). Die Perfusionsdauer der Ca-freien Lösung sollte nicht 

länger als maximal 4 Minuten andauern, da dadurch auch die Glykokalyx der Myozyten 

zerstört wird und dies eine erhöhte Permeabilität des Sarkolemms gegenüber 

Calciumionen zur Folge hat. Dies kann bei der anschließenden Erhöhung der 

extrazellulären Ca-Konzentration zu einem exzessiven Ca-Einstrom führen und 

erheblichen Schaden in der Herzmuskulatur anrichten. Ein Phänomen, das auch als Ca-

Paradoxon bezeichnet wird (Chapman & Tunstall, 1987).   

 
Tabelle 7: Ca-freie Lösung  

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma 

50 ml Tyrode-

Lösung  

100 mM EGTA 200 µl 0,4 mM  Roth 

BDM 50 mg 1 mg/ml Roth 

5000 i.E./ml Heparin-

Na+ 

20 µl 2 i.E./ml Roth 

 

 

2.3.1.5 Enzymlösung  

 
Die Enzymlösung (Tabelle 8) wurde im Anschluss an die Ca-freie Lösung über das 

Langendorff-System appliziert. Während der gesamten Applikationsdauer wurde die 

Lösung mit reinem Sauerstoff oxygeniert. Hauptfunktion der Enzymlösung war es, die 

einzelnen Kardiomyozyten aus ihren Zellverbänden herauszulösen, sowie die Zell-Zell-

Kontakte zu unterbrechen. Dazu wurden der Lösung zwei verschiedene Enzym-

Mischungen zugesetzt, Kollagenase Typ 2 und Protease Typ XIV. Während die aus dem 

Bakterium Clostridium histolyticum stammende Kollagenase Typ 2 eine Mischung von 

proteolytischen Enzymen darstellt, handelt es sich bei der aus Streptomyces griseus 

isolierten Protease Typ XIV hauptsächlich um unterschiedliche Proteasen. Da die 

Enzyme für ihre Aktivität Ca als Cofaktor benötigen, wurde die Ca-Konzentration wieder 

auf 0,2 mM angehoben. Zusätzlich enthielt diese Lösung auch BDM. Die Dauer des 

Verdaus war abhängig von der Herzgröße und dem Alter der Tiere, lag aber im 

Durchschnitt zwischen 45 und 60 Minuten.  

 

 

 



Material und Methoden 

 

 
53 

 

Tabelle 8: Enzymlösung  

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma 

50 ml Tyrode-

Lösung  

Kollagenase Typ 2 

(~300 U/mg) 

40 mg 150 U/ml Worthington 

Protease Typ XIV 2,5 mg 0,005 mg/ml Sigma 

BDM 50 mg 1 mg/ml Roth 

1 M CaCl2 10 µl 0,2 mM  Sigma  

 

2.3.1.6 Stopplösung der Ventrikel  

 
Um den enzymatischen Verdau zu unterbrechen und die Zellmembran der isolierten 

Kardiomyozyten vor einer zu starken Proteolyse zu schützen, wurde der Ventrikel nach 

Abtrennung der Vorhöfe in die Stopplösung gegeben (Tabelle 9). Dabei wurde der 

Ventrikel vorsichtig in kleine Stücke zerschnitten. Die Stopplösung wurde zuvor in einem 

Wasserbad auf 37°C erwärmt. Um die Aktivität der Enzyme zu hemmen, enthielt die 

Stopplösung Rinderserumalbumin (BSA) im Überschuss und sorgte so für eine 

Absättigung der noch vorhandenen Enzyme, die daraufhin die Kardiomyozyten nicht 

mehr weiter verdauten. Auch diese Lösung enthielt weiterhin BDM, um eine 

unerwünschte Kontraktion der isolierten Zellen zu vermeiden. Die Stopplösung wurde 

dann zusammen mit dem Ventrikelgewebe durch ein Sieb (Porengröße 300 µm; Kobe, 

Deutschland) gefiltert und die isolierten Kardiomyozyten konnten für 15 Minuten 

sedimentieren. Mit einer Ca-Konzentration von 0,5 mM stellt die Stopplösung den ersten 

Schritt der Ca-Adaptation dar. 

 

Tabelle 9: Stopplösung  

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma 

15 ml Tyrode-

Lösung 

BSA 30 mg  2 mg/ml Roth 

1 M CaCl2 7,5 µl 0,5 mM  Sigma 

BDM 15 mg 1 mg/ml Roth 

 

2.3.2.7 Calciumlösungen zur Adaptation der Ventrikelmyozyten 

 
Nach erfolgter Sedimentation von 15 Minuten, wurde der Überstand mit einer Pipette 

entfernt und die Kardiomyozyten erhielten zunächst eine 1 mM Ca-Lösung (Tabelle 10), 

die ebenfalls BSA enthielt. Diese wurde nach erneut 15 Minuten Sedimentation mit einer 

1,5 mM Ca-Lösung (Tabelle 10) ausgetauscht. Die beiden Lösungen wurden zuvor auf 

Raumtemperatur erwärmt. Durch die Sedimentation der ventrikulären Zellen und das 
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Abtrennen des Überstandes können andere im Herzen befindliche Zelltypen sowie tote 

Zellen entfernt werden (Louch et al., 2011). Dieses schonende Verfahren der 

schrittweisen Adaptation der Zellen an höhere Ca-Konzentrationen, bis hin zur finalen 

Arbeitskonzentration von 1,5 mM Ca, ermöglichte eine hohe Ausbeute an gesunden 

ventrikulären Kardiomyozyten guter Qualität. Die Zellsuspension wurde bei 

Raumtemperatur gelagert und noch am selben Tag verwendet. 

 

Tabelle 10: Calciumlösungen 1mM (oben) und 1,5 mM (unten) 

1 mM Calciumlösung 

Lösung  Substanz Menge Endkonzentration Firma 

15 ml Tyrode-

Lösung 

BSA 30 mg 2 mg/ml  Roth  

1 M CaCl2 15 µl 1 mM Sigma 

 

1,5 mM Calciumlösung 

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma 

100 ml Tyrode-

Lösung 

1 M CaCl2 150 µl 1,5 mM  Sigma 

 

 

2.3.2.8 Stopplösung und Adaptationsverfahren der Vorhöfe 

 
Das Calciumadaptationsverfahren für Vorhöfe weicht von dem der Ventrikel erheblich 

ab. Zunächst wurden der linke und der rechte Vorhof vom Herzen getrennt und jeweils 

in ein kleines Becherglas überführt. Die Bechergläser enthielten 500 µl einer 0,2 mM Ca-

Lösung mit BDM (Enzymlösung ohne Enzymzugabe, Tabelle 8). Daraufhin wurde das 

Gewebe des jeweiligen Vorhofs mit einer Pinzette möglichst schonend zertrennt, und die 

Bechergläser wurden auf eine Schüttelplattform gestellt. Anschließend erfolgte eine 

schrittweise Erhöhung der Ca-Konzentration, bei der die Lösungen aus Tabelle 12 

nacheinander alle 2 Minuten vorsichtig in die Lösung zu den atrialen Kardiomyozyten 

hinzu pipettiert wurden. Nach Zugabe der letzten Calciumlösung (2 mM, Tabelle 11) 

wurde eine finale Konzentration von  1,3 mM Ca erreicht. Die isolierten atrialen 

Myozyten konnten daraufhin für 10 Minuten sedimentieren. Je nach Grad der Ausbeute 

wurden dann erneut 2 – 3 ml des Überstandes abpipettiert. Lagerung und Verwendung 

dieser Zellsuspension erfolgte, wie bei der Ventrikelzellsuspension, bei Raumtemperatur 

und noch am selben Tag. 
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Tabelle 11: Calciumlösung 2 mM  

Lösung Substanz Menge Endkonzentration Firma 

1,5 mM Calcium-

Lösung  

1 M CaCl2 5 µl 2 mM Sigma 

 

Tabelle 12: Calciumadaptationsschema für Vorhöfe  

Lösung Menge 

Stopplösung (0,5 mM Ca) 5x 0,1 ml 

1 mM Calcium-Lösung  4x 0,1 ml 

3x 0,2 ml 

1,5 mM Calcium-Lösung  5x 0,2 ml 

2 mM Calcium-Lösung 4x 0,1 ml 

3x 0,2 ml 

 
 

2.3.3 Herzentnahme  
 
Für die Entnahme des Herzens wurden die Tiere zuerst betäubt. Dazu wurden die Ratten 

in eine Styroporbox gebracht und bekamen eine Inhalationsnarkose mittels Isofluran 

( 2 %; FORENE 100 % (V/V), AbbVie, Deutschland). Ob eine ausreichende Tiefe der 

Narkose erreicht wurde, konnte durch Ausbleiben des Zwischenzehenreflexes überprüft 

werden. Dieser wurde kontrolliert, indem mit einer chirurgischen Pinzette der Mittelfuß 

der hinteren Pfote gequetscht wurde. Bei einer nicht ausreichend tiefen Narkose würde 

die Ratte das Bein ruckartig nach hinten ziehen. Blieb diese Reaktion aus, wurde eine 

ausreichende Narkosetiefe bestätigt. Das nun vollständig anästhesierte Tier wurde erst 

gewogen und anschließend mittels Guillotine dekapitiert. Auf einer Saugunterlage, 

ebenfalls aus Styropor, wurde die Ratte in Rückenlage mit 4 Einmal-Kanülen an den 

Pfoten fixiert. Als nächstes erfolgte die Öffnung des Bauchraumes mit darauffolgender 

Durchtrennung des Diaphragmas. Dann wurde der Thorax geöffnet, wobei die Rippen 

separiert wurden, um das Herz freizulegen. Schließlich wurden erst die umliegenden 

Lungenflügel, Gefäße und das Perikard entfernt. Letztlich wurde das Herz durch das 

Trennen von den arteriellen und venösen Gefäßstielen aus dem Mediastinum geholt und 

unmittelbar in die eisgekühlte Kardioplegielösung überführt.  

Für die Isolierung von kardialem Gewebe wurde daraufhin erst sowohl der linke als auch 

der rechte Vorhof vom Herzen getrennt, in Kryo-Röhrchen überführt und in flüssigem 

Stickstoff schockgefroren. Anschließend wurden auch die Herzkammern separat in 

Kryo-Röhrchen überführt und unmittelbar danach schockgefroren. Dabei erfolgte die 
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Trennung der Kammern entlang der Herzscheidewand in den linken und in den rechten 

Ventrikel. Die Kryo-Röhrchen mit dem kardialen Gewebe wurden dann bis zur weiteren 

Untersuchung bei -80°C gelagert.   

Für die Isolierung von Ventrikel- und Vorhofmyozyten fand hier die Kanülierung der Aorta 

des Herzens statt, welches anschließend an die Langendorff-Apparatur angeschlossen 

wurde. Daraufhin begann die retrograde Perfusion.  

 

2.3.4 Retrograde Herzperfusion nach Langendorff 
 
Den Ursprung dieser Technik findet man im 19. Jahrhundert. Carl Ludwig war dabei der 

erste Physiologe, der an isolierten Organsystemen arbeitete. 1866 gelang es Elias Cyon, 

einem Assistenten von Carl Ludwig und ebenfalls Mediziner, ein Froschherz zu isolieren. 

1895 war es dann der deutsche Physiologe Oscar Langendorff, der diese Methode 

weiterentwickelte und schließlich die retrograde Perfusion an Säugetierherzen an der 

nach ihm benannten Langendorff-Apparatur einführte (Skrzypiec-Spring et al., 2007; 

Zimmer, 1998).  

Diese Methode ist essenziell für die Untersuchung physiologischer und 

pathophysiologischer Vorgänge im Herzen sowie von isolierten Kardiomyozyten auf 

zellulärer und molekularer Ebene. Sie bietet die Möglichkeit, das Herz unter gut 

kontrollierbaren Bedingungen und frei von neuronalen sowie humoralen Einflüssen zu 

untersuchen. Weiterhin können so auch unterschiedliche Areale des Herzens und 

Effekte pharmakologischer Stoffe auf das Herz erforscht werden.  

Hierfür wird der aufsteigende Teil der Aorta (Aorta ascendens) des frisch extrahierten 

Herzens kanüliert. Über ein Perfusionssystem kann so kontinuierlich eine oxygenierte, 

physiologische Pufferlösung appliziert werden. Dies geschieht entgegen der 

physiologischen Richtung des Blutflusses, also retrograd.  

Die Koronararterien versorgen das Herz selbst mit Sauerstoff (Vasa privata). Dabei 

zweigen sich die Herzkranzgefäße unmittelbar oberhalb der Aortenklappe aus der Aorta 

ab. Man unterscheidet zwischen der linken Koronararterie (Arteria coronaria sinistra) und 

der rechten Koronararterie (Arteria coronaria dextra). Während der Diastole ist die 

Aortenklappe durch den auf sie ausgeübten Druck des Blutes geschlossen, sodass das 

Blut in die Koronararterien abfließen und das Herz versorgen kann. Das sauerstoffarme 

Blut wird dann von den Koronarvenen über die Mündungsstelle des Sinus coronarius 

(Ostium sinus coronarii) wieder in den rechten Vorhof geleitet.  

Bei der retrograden Perfusion kommt es durch den aufgebauten Perfusionsdruck 

ebenfalls zum Schließen der Aortenklappe. Dadurch strömt die applizierte Pufferlösung 

direkt in die Koronararterien sowie deren Verzweigungen und gelangt so fein verteilt tief 
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in das gesamte kardiale Gewebe. Anschließend gelangt der Puffer, wie oben 

beschrieben, in die Koronarvenen und damit in den rechten Vorhof. Über die obere 

Hohlvene oder über den rechten Ventrikel und die abgetrennte Lungenarterie verlässt 

die Pufferlösung wieder das Herz (Bell et al., 2011). Diese Standardtechnik der 

kardiovaskulären Forschung wurde auch im Rahmen dieser Arbeit genutzt, um das Herz 

enzymatisch zu verdauen und gesunde, adulte Ventrikel- und Vorhofmyozyten zu 

isolieren.  

 

2.3.5 Verlauf der Zellisolierung 
 
Zunächst wurde die Ratte anästhesiert, gewogen und schließlich dekapitiert. Daraufhin 

wurde das Herz entnommen und direkt in die eisgekühlte, oxygenierte 

Kardioplegielösung gelegt, um es funktionell zu lähmen. Dort wurde die Kanüle in die 

Aorta ascendens eingeführt und mit einem chirurgischen Faden fixiert. Um die 

retrograde Perfusion zu ermöglichen und die Lösungen über die Koronararterien fließen 

lassen zu können, wurde die Kanüle so platziert, dass sie oberhalb der Aortenklappe 

endet. Durch die Kanüle wurden dann 10 ml Kanülierungslösung appliziert, um das Blut 

aus den Gefäßen zu spülen. Zudem wurde dadurch die Lähmung des Herzens 

aufgehoben und das Herz begann wieder zu kontrahieren. Der Zusatz von Heparin in 

dieser Lösung verhinderte dabei die Bildung von Thromben. Es musste auch darauf 

geachtet werden, dass keine Luftblasen in der Spritze vorhanden waren, um die Gefahr 

einer Luftembolie zu vermeiden. Ein wichtiger Qualitätsfaktor für die am Ende isolierten 

Zellen war die Zeit zwischen der Tötung des Tieres und der Applikation der 

Kanülierungslösung. Diese sollte unter 5 Minuten liegen. Schließlich wurde das Herz an 

das Langendorff-System angeschlossen (Abbildung 13), welches bereits vor der 

Isolierung des Herzens mit oxygenierter Kanülierungslösung befüllt wurde. Vor und 

während des Durchlaufens der Lösungen durch das Langendorff-System wurden diese 

mit reinem Sauerstoff angereichert und durch ein Wasserbadsystem auf 37°C temperiert 

(Abbildung 13, 1). Mit Hilfe einer Peristaltikpumpe (Abbildung 13, 2) konnte eine 

konstante Flussrate der jeweiligen Lösungen eingestellt werden. Wie bei der 

Kanülierung musste auch während des gesamten Perfusionsverfahrens darauf geachtet 

werden, dass keine Luftblasen in das Gefäßsystem des Herzens gelangen, um einen 

möglichen hypoxischen Schaden und den damit verbundenen Gewebeverlust zu 

vermeiden. Das an der Langendorff-Apparatur hängende Herz (Abbildung 13, 7) wurde 

zunächst noch mit der bereits im System befindlichen Kanülierungslösung durchspült, 

bevor auf die Ca-freie Lösung gewechselt wurde. Diese Lösung wurde mit einer 

Durchflussrate von 4 ml/min für maximal 4 Minuten appliziert. Durch die Perfusion mit 
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Ca-freier Lösung hörte das Herz auf zu kontrahieren. Als nächstes erfolgte die Perfusion 

der Enzymlösung mit einer Durchflussrate von 3,5 ml/min. Dabei wurde das Organbad 

(Abbildung 13, 6) von unten verschlossen, wodurch es sich langsam mit Enzymlösung 

füllte und das Herz letztlich vollständig von dieser Lösung umgeben war. Die 

überlaufende Lösung wurde dabei aufgefangen und dem System im Sinne eines 

Kreislaufes wieder zugeführt. Der enzymatische Verdau dauerte in der Regel 45 – 60 

Minuten und war unter anderem von Herzgröße und Alter der Ratte abhängig. Die 

optimale Verdauzeit wurde für jedes Herz individuell bestimmt. Dafür wurde das Herz 

während des gesamten enzymatischen Verdaus regelmäßig optisch und haptisch 

kontrolliert. Dies stellte einen weiteren entscheidenden Faktor für die Zellqualität dar. Ein 

zu kurzer Verdau kann zu einer zu geringen Zellausbeute führen, da nicht ausreichend 

Zellen aus dem Gewebeverband gelöst werden. Eine zu lange Verdauzeit kann 

allerdings dazu führen, dass die Enzyme bereits die Membran der Myozyten 

beschädigen und damit die Qualität der Zellen verschlechtern. Eine optimale Verdauzeit 

zeichnete sich durch eine blassere Farbe, eine weichere Konsistenz sowie den 

Formverlust des Herzens aus. Zusätzlich wurde ein Tropfen der abfließenden 

Enzymlösung entnommen und unter dem Lichtmikroskop untersucht. Lag ein 

ausreichender Verdau vor, konnte man bereits isolierte Myozyten erkennen. Als 

nächstes wurden die Vorhöfe (erst der linke und dann der rechte Vorhof) vom Herzen 

getrennt und jeweils in ein Becherglas, gefüllt mit 500 µl der atrialen Stopp-Lösung, 

überführt. Direkt danach wurden auch die Ventrikel von der Apparatur abgenommen und 

ebenfalls in ein Becherglas, gefüllt mit 15 ml der ventrikulären Stopp-Lösung, überführt. 

Anschließend wurden sowohl die Vorhöfe als auch die Ventrikel vorsichtig zerkleinert 

und auf eine Schüttelplattform gebracht. Die Ventrikelsuspension wurde dann durch ein 

Sieb mit einer Porengröße von 300 μm (Kobe, Marburg) filtriert. Daraufhin wurde die 

extrazelluläre Ca-Konzentration durch schrittweise Erhöhung auf eine Endkonzentration 

von 1,5 mM gebracht (siehe 2.3.2.7). Die Calciumadaptation der Vorhofmyozyten auf 

eine Endkonzentration von 1,3 mM wurde auf der Schüttelplattform durchgeführt. Hier 

wurde nach dem Schema aus Tabelle 12 und Abschnitt 2.3.2.8 vorgegangen. Die 

fertigen Zellsuspensionen wurden am selben Tag für die jeweiligen Experimente 

verwendet. Eine Lagerung bei Raumtemperatur für mehrere Stunden war dabei 

unproblematisch (Plačkić & Kockskämper, 2018). 
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Abbildung 13: Aufbau der Langendorff-Apparatur  

1) Temperierbares Wasserbad, 2) Peristaltikpumpe mit einstellbarer Geschwindigkeit, 3) Behälter mit 
Perfusionslösung (hier: Enzymlösung), 4) Sauerstoffzufuhr, 5) Spiralwärmetauscher, 6) temperierte 
Organbadkammer, 7) kanüliertes Herz angeschlossen an die Langendorff-Apparatur.    

 

2.3.6 Ausplattieren der isolierten Kardiomyozyten  
 
Für die Messungen am Mikroskop mussten die fertigen Zellsuspensionen zunächst 

verdünnt werden, um zur gewünschten Zelldichte zu gelangen. Das Ausplattieren 

erfolgte auf Kulturschälchen mit Glasboden (WillCo Wells, Niederlande; Durchmesser 

Schälchen/Glasboden: 35/22 mm, Glasdicke: 0,17 mm, Best.-Nr.: HBST- 3522), die 

zuvor mit Laminin (Sigma-Aldrich, München) beschichtet wurden. Dazu wurde eine 

Lamininlösung mit einer Konzentration von 50 µg/ml hergestellt. Die Kulturschälchen 

wurden anschließend für eine Stunde bei Raumtemperatur geschlossen gelagert. 

Danach wurde überschüssiges Laminin abpipettiert und die Zellsuspension auf dem 

übriggebliebenen dünnen Lamininfilm ausplattiert. Bei Laminin handelt es sich um ein 

Glykoprotein, welches durch Interaktion mit Integrinen an die Zellmembranen binden 

kann. Dadurch haften die ausplattierten Kardiomyozyten an den Kulturschälchen, 

sodass die Zellen beim Anschließen des Perfusionssystem und der laufenden Messung 

nicht verrutschten. Für eine ausreichende Adhäsion der ausplattierten Zellen blieben 

diese für zehn Minuten auf dem Lamininfilm. Nach diesem Schritt wurde mit der 

Beladung der Fluoreszenzfarbstoffe für die Messungen begonnen.  

  



Material und Methoden 

 
60 

 

2.4 Konfokalmikroskopie und Fluoreszenzfarbstoffe 
 

2.4.1 Grundlagen der Konfokalmikroskopie 
 
Die Anfänge der Konfokalmikroskopie findet man in den 1950er Jahren. Dabei 

entwickelte der amerikanische Forscher Marvin Minsky an der Harvard Universität 1955 

das erste konfokale Mikroskop und ließ das Prinzip 1957 patentieren (Minsky, 1988). 

Ende der 1980er Jahre folgte die Entwicklung des ersten Laser-Scanning-

Konfokalmikroskops (LSCM). Das LSCM ist ein optimaler Kompromiss zwischen der 

Epifluoreszenzmikroskopie und der Elektronenmikroskopie, wodurch es in der 

biomedizinischen Forschung einen bedeutenden Stellenwert erlangt hat (Paddock, 

1999). Dabei stellt die Abbildung von fixiertem oder lebendem Gewebe, beladen mit 

einem oder mehreren Fluoreszenzfarbstoffen, eine der Hauptanwendungen der 

konfokalen Mikroskopie dar. Bei konventionellen Lichtmikroskopen (z. B. einem 

Epifluoreszenzmikroskop) wird bei der Abbildung der zu untersuchenden Probe auch 

Fluoreszenzlicht oberhalb und unterhalb der Fokusebene von dem Detektor gesammelt. 

Dadurch entsteht eine Überlagerung (Interferenz) mit dem Fluoreszenzlicht aus der 

Fokusebene, also dem eigentlich zu untersuchenden Bereich. Dies hat eine geringere 

Auflösung der Strukturen im Fokus zur Folge. Dieser Nachteil besteht vor allem bei 

Proben, die dicker als 2 μm sind. Bei der Konfokalmikroskopie wird dieser Nachteil 

umgangen, indem nicht die gesamte Probe, sondern immer nur ein kleiner Teilbereich 

der Probe beleuchtet wird. Nachdem alle Teilbereiche der Probe nacheinander 

beleuchtet (abgescannt) wurden, wird aus den einzelnen Aufnahmen ein vollständiges 

Bild der Probe generiert. Durch eine Lochblende (Abbildung 14, 8; engl.: pinhole) wird 

zudem verhindert, dass Fluoreszenzlicht, welches nicht aus der Fokusebene stammt, 

zum Detektor gelangt. Dadurch fließt dieses nicht in die am Schluss entstehende 

Abbildung mit ein. Durch diesen enormen Vorteil können auch dickere (> 2 µm) Proben 

(wie auch lebende Zellen z.B. Kardiomyozyten) mit einer hohen Auflösung und 

besserem Kontrast dargestellt werden (Paddock, 2000).  

Für die in dieser Arbeit präsentierten Daten wurde ein konfokales Laser-Scanning-

Mikroskop (LSM 510, Zeiss) im Line-Scan-Modus verwendet, dessen Aufbau und 

Funktionsweise im Folgenden erläutert wird (Abbildung 14). Als punktförmiges, 

kurzwelliges Anregungslicht (Abbildung 14, 2) dient monochromatisches Laserlicht 

(Argonlaser, 488 nm, oder Helium-Neon-Laser, 543 nm; Abbildung 14, 1), welches 

zunächst die Anregungsblende durchtritt (Abbildung 14, 3). Das Laserlicht wird dann von 

einem dichroitischen Spiegel (Abbildung 14, 4) reflektiert und anschließend über das 

Objektiv (Abbildung 14, 5) auf einen kleinen Teilbereich der zu untersuchenden Probe 
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(Abbildung 14, 6) fokussiert. Dadurch wird für einen präzisen und definierten 

Beleuchtungsbereich gesorgt. Innerhalb des fokussierten Teilbereiches werden die 

Fluorophore des Farbstoffes angeregt und erzeugen eine ebenfalls punktförmige 

Emissionslichtquelle. Die Anregungsintensität ist in der Fokusebene (im fokussierten 

Teilbereich der Probe; Abbildung 14, 7) am stärksten, da hier am meisten Licht eintrifft. 

Dennoch werden auch die Fluoreszenzfarbstoffe der Probe oberhalb oder unterhalb der 

Fokusebene (also in den Ebenen, die außerhalb des fokussierten Teilbereiches liegen) 

angeregt. Das im Vergleich zur Anregungswellenlänge langwelligere Emissionslicht 

(Stokes shift) wird erneut durch das Objektiv gesammelt, gelangt zurück zum 

dichroitischen Spiegel und kann diesen nun passieren (Abbildung 14, rote Lichtstrahlen). 

Dabei wird das gesamte emittierte Licht hinter den Spiegel auf eine Lochblende 

(konfokale Ebene; Abbildung 14, 8) in der Nähe des Detektors (Abbildung 14, 9) 

fokussiert. Der beleuchtete Teilbereich der Probe (Beleuchtungspunkt) und der Bereich 

in der Mitte der Lochblende (Beobachtungspunkt) sind zueinander konfokal, sie besitzen 

also den gleichen Brennpunkt bzw. sie sind gleichzeitig im Fokus. Diese konfokale 

Lochblende führt dazu, dass das Emissionslicht oberhalb oder unterhalb des 

fokussierten Teilbereiches (Abbildung 14, 10) nicht zum Detektor gelangt, da dieses 

nicht in der gleichen konfokalen Ebene liegt und damit die Lochblende nicht passieren 

kann (A. D. Elliott, 2020; Paddock, 2000). Nur das Emissionslicht aus der Ebene, die für 

das Objektiv im Fokus liegt (der beleuchtete Teilbereich; Abbildung 14, 11) und damit 

auch für die Lochblende, kann diese passieren und gelangt zum Detektor mit dem 

Photomultiplier. Dieser verstärkt das Signal und detektiert die Intensitätswerte (A. D. 

Elliott, 2020; Paddock, 2000). Die Weite der Lochblende kann variiert werden und damit 

auch die Menge an Fluoreszenzlicht, die letztlich vom Detektor erfasst wird. Je größer 

die Lochblende, desto mehr Fluoreszenzlicht gelangt zum Detektor und desto dicker ist 

die Ebene aber umso geringer ist die anschließende Auflösung (Paddock, 1999). 
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Abbildung 14: Aufbau und Prinzip eines konfokalen Laser-Scanning-Mikroskops.  

Das (blaue) Anregungslicht wird durch das Objektiv nach Reflektion am dichroitischen Spiegel auf die Probe 
fokussiert. Das (rote) Emissionslicht kann nun den dichroitischen Spiegel passieren. Nur Emissionslicht aus 
der konfokalen Ebene passiert die Lochblende und kann detektiert werden. Nicht fokussiertes Emissionslicht 
wird durch die Lochblende blockiert und gelangt nicht zum Detektor. Genauere Beschreibung erfolgt im 
Fließtext.  

(Modifiziert nach Universität von Queensland, Institut für molekulare Biowissenschaften, Abteilung für 
Mikroskopie)   

 

2.4.2 Fluoreszenzindikatoren 
 
Wie auch in dieser Arbeit spielt Ca in vielen anderen Forschungsgebieten eine zentrale 

Rolle. Ca ist nicht nur ein lebensnotwendiger Mineralstoff, sondern als sekundärer 

Botenstoff unerlässlich für die unterschiedlichsten Funktionen fast jeder Körperzelle 

(Berridge et al., 2000). Dementsprechend gibt es zahlreiche Untersuchungen, die sich 

mit Ca und dessen Beteiligung an zellulären Prozessen beschäftigen. Dazu werden 

verschiedenste Fluoreszenzindikatoren für Ca verwendet, deren Entwicklung in den 

1980er Jahren begann. Daran maßgeblich beteiligt war der amerikanische 

Wissenschaftler Roger Y. Tsien, der zusammen mit Kollegen 2008 den Nobelpreis für 

Chemie erhielt (Rink et al., 2016).  

 

Bestimmte Moleküle besitzen die Eigenschaft der Fluoreszenz. Durch optische 

Anregung dieser Moleküle kommt es bei einer bestimmten Wellenlänge zur Absorption 

von Licht. Anschließend wird durch die Rückkehr in den Grundzustand Licht einer 

längeren Wellenlänge wieder emittiert. Stoffe, die diese Fähigkeit besitzen, werden auch 

Fluorophore genannt. Bei Fluoreszenzindikatoren (Fluoreszenzfarbstoffen) für Ca-

Messungen macht man sich diese Eigenschaft zu nutze. Es handelt sich dabei um 
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Fluorophore, welche Ca komplexieren können und daraufhin ihre spektralen 

Eigenschaften ändern. Die Grundstruktur dieser Farbstoffe beruht auf der Verknüpfung 

eines fluoreszierenden Chromophors, häufig ein Fluoreszein-Analogon, mit einem Ca-

affinen Chelatbildner wie BAPTA (1,2-bis (o-aminophenoxy) ethan-N, N, N, N‘ 

tetraacetat) (Gee et al., 2000). Durch die Bindung mit Ca kommt es zur Modifizierung 

des konjugierten Doppelbindungssystems des Chromophors und damit zu Änderungen 

des Fluoreszenzverhaltens. Die in dieser Arbeit verwendeten Einzelwellenlängen-

Indikatoren (nicht-ratiometrische Indikatoren; X-Rhod-1, Fluo-4) weisen nach 

Komplexierung von Ca eine Erhöhung ihrer Fluoreszenzintensität auf, ohne ihre 

Anregungs- oder Emissionswellenlängen zu verändern (Paredes et al., 2008).  

Neben den spektralen Eigenschaften müssen auch die Bindungseigenschaften sowie 

die physikochemischen Eigenschaften der Fluoreszenzfarbstoffe genau betrachtet 

werden, da sie ebenfalls eine entscheidende Rolle bei der Auswahl eines geeigneten 

Calciumindikators spielen. Ca liegt innerhalb der Zelle zu einem großen Teil gebunden 

vor, Calciumfluoreszenzindikatoren können aber nur das frei diffundierende Ca binden. 

Sobald die Indikatoren Ca gebunden haben, sind sie selbst an der Pufferung von Ca 

beteiligt und können dadurch wichtige Parameter, wie intrazelluläre Ca-Konzentrationen 

oder die Kinetik der Ca-Transienten, verändern (Paredes et al., 2008). Eine weitere 

wichtige Eigenschaft der Indikatoren ist die Dissoziationskonstante Kd oder ihr Kehrwert, 

die Assoziationskonstante Ka. Der Kd-Wert beschreibt, wie stark Calciumionen von dem 

Farbstoff gebunden werden. Er gibt somit die Bindungsaffinität an und entspricht der Ca-

Konzentration, bei der im Gleichgewicht die Hälfte der Farbstoffmoleküle Ca gebunden 

haben. Für Messungen von Calciumtransienten sollten dabei Indikatoren verwendet 

werden, die Ca-Konzentrationen zwischen dem 0,1 und 10-fachen ihres Kd-Wertes 

messen können, da dies der Bereich ist, in dem die calciumabhängigen 

Fluoreszenzänderungen am höchsten sind. Generell sollte die Dissoziationskonstante 

des verwendeten Farbstoffes im selben Bereich liegen, in der sich auch die zu 

messenden Ca-Konzentrationen befinden. Darüber hinaus ist die Kd auch abhängig von 

verschiedenen anderen Faktoren wie dem pH-Wert, der Temperatur, der Viskosität, der 

Proteinbindung, der Ionenstärke und der Konzentration anderer Ionen. Das kann zu 

unterschiedlichen in vitro / in vivo Kd-Werten des selben Indikators führen (Paredes et 

al., 2008).  

Letztlich spielt also für die Auswahl eines geeigneten Calciumfluoreszenzindikators zum 

einen die oben beschriebenen physikochemischen Eigenschaften wie 

Dissoziationskonstante (Kd), Anregungs- und Emissionsspektren sowie ihr 

Dynamikumfang eine wichtige Rolle. Zum anderen richtet sich die Auswahl aber auch 

nach der jeweiligen zu untersuchenden Fragestellung und den vorhandenen 
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Möglichkeiten, diese mit dem gegebenen Setup umzusetzen. In dieser Arbeit wurde mit 

drei verschiedenen Fluoreszenzfarbstoffen gearbeitet, die in den folgenden Abschnitten 

genauer beleuchtet werden.  

 

2.4.2.1 Fluo-4  
 
Die cytosolischen Calciummessungen dieser Arbeit wurden mit Fluo-4 (Abbildung 15), 

einem nicht-ratiometrischem Farbstoff durchgeführt. Dabei handelt es sich um ein 

helleres, photostabileres Derivat von Fluo-3. Nach Komplexierung mit Ca liegt sein 

Absorptionsmaximum bei λex = 494 nm und sein Emissionsmaximum bei λem = 516 nm 

(Abbildung 16). Das Absorptionsmaximum ist im Vergleich zu Fluo-3 um ~ 12 nm 

verschoben, weshalb Fluo-4 eine effizientere Absorption bei 488 nm aufweist und nach 

Anregung mit einem Argon-Ionen-Laser eine intensivere Fluoreszenz zeigt. Dadurch ist 

Fluo-4 bei einer geringeren Farbstoffkonzentration heller und folglich weniger 

phototoxisch (Gee et al., 2000; Paredes et al., 2008; Sun et al., 1997).  Auch in dieser 

Arbeit wurde Fluo-4 mit einem Argon-Ionen-Laser bei 488 nm angeregt und dessen 

Fluoreszenz bei > 505 nm detektiert. Der Kd-Wert von Fluo-4 liegt bei 345 nM (in vitro, 

22°C) und verdeutlicht die hohe Calciumaffinität des Farbstoffes (Gee et al., 2000). In 

der veresterten AM-Form (Acetoxymethylester) ist der Farbstoff lipophil. In dieser Form 

kann er die Membran der Zellen passieren und sich dann im Cytoplasma anreichern. 

Durch die oben beschriebenen Eigenschaften eignet sich Fluo-4 optimal, um die 

cytoCaT in Kardiomyozyten am LSM 510 zu messen.  

 

Abbildung 15: Strukturformel von Fluo-4/AM 
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Abbildung 16: Fluoreszenzspektrum von Fluo-4  

Abbildung des Fluoreszenzspektrums von Fluo-4 nach Komplexierung von Calcium. Absorptionsspektrum 
dargestellt in blau mit Maximum bei 494 nm. Emissionsspektrum dargestellt in rot mit Maximum bei 516 nm.  

(Übernommen und modifiziert aus Molecular Probes Handbuch– Kapitel 19.3)  

 
2.4.2.2 X-Rhod-1 
 
Zur Messung von mitochondrialem Ca wurde der auf Tetramethylrhodamin basierende 

Farbstoff X-Rhod-1 (Abbildung 17) verwendet. Hierbei handelt es sich ebenfalls um 

einen nicht-ratiometrischen Farbstoff. Nach Bindung von Ca kommt es zu einer 

Erhöhung der Fluoreszenzintensität um das 100-fache. Dabei liegt das 

Absorptionsmaximum der calciumgebundenen Form bei λex = 580 nm und das 

Emissionsmaximum bei λem = 602 nm (Abbildung 18). Die Bindungsaffinität zu Ca ist mit 

einem Kd-Wert von ~700 nM geringer als bei Fluo-4 und verhindert dadurch eine zu 

schnelle Sättigung bei hohen mitochondrialen Ca-Konzentrationen (Dedkova & Blatter, 

2012; Paredes et al., 2008). Der Farbstoff gelangt als Acetoxymethylester in die Zellen. 

Nach Spaltung durch intrazelluläre Esterasen entsteht ein positiv geladenes 

Farbstoffmolekül, welches aufgrund des sehr hohen negativen Membranpotentials der 

Mitochondrien bevorzugt in diesem Zellorganell akkumuliert (Dedkova & Blatter, 2012). 

Um den im Cytosol verbleibenden Anteil des fluoreszierenden Signals weitgehend zu 

eliminieren, wird zusätzlich mit CoCl2 gequencht, was in Abschnitt 2.4.4 genauer 

erläutert wird. X-Rhod-1 wurde mit einem Helium-Neon-Laser bei 543 nm angeregt und 

die Emission bei 560-615 nm gemessen.  
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Abbildung 17: Strukturformel von X-Rhod-1 

 
Abbildung 18: Fluoreszenzspektrum von X-Rhod-1  

Abbildung des Fluoreszenzspektrums von X-Rhod-1 nach Komplexierung von Calcium. 
Absorptionsspektrum dargestellt in blau mit Maximum bei 580 nm. Emissionsspektrum dargestellt in rot mit 
Maximum bei 602 nm.  

(Übernommen und modifiziert aus Molecular Probes Handbuch – Kapitel 19.3) 

 
2.4.2.3 MitoTracker Green 
 
Der auf Carbocyanin basierende Fluoreszenzfarbstoff MitoTracker Green (MTG) 

(Abbildung 19) wurde zur selektiven Anfärbung von Mitochondrien verwendet. Durch 

passive Diffusion gelangt er durch die Plasmamembran ins Zellinnere und reichert sich 

unabhängig vom mitochondrialen Membranpotential in den Mitochondrien an (Spence & 

Johnson, 2010). Der Besitz einer schwach thiolreaktiven Chlormethylgruppe führt zu 

einer Reaktion mit freien Thiolgruppen von Cysteinresten und damit zu einer kovalenten 

Bindung an mitochondriale Proteine. Dadurch bleibt die Färbung auch nach Verlust des 

mitochondrialen Membranpotentials erhalten. In wässrigen Lösungen ist MTG nur sehr 

gering fluoreszierend und zeigt erst in der Lipidumgebung der Mitochondrien ein 

deutliches hellgrünes Fluoreszenzsignal (Presley et al., 2003). Das birgt den Vorteil einer 

vernachlässigbaren Hintergrundfluoreszenz und die Möglichkeit, die Mitochondrien in 
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lebenden Kardiomyozyten unmittelbar nach Farbstoffzugabe ohne weiteren 

Waschschritt sichtbar zu machen. Sein Absorptionsmaximum liegt bei λex = 490 nm und 

das Emissionsmaximum bei λem = 516 nm (Spence & Johnson, 2010). In dieser Arbeit 

wurde MTG verwendet, um die mitochondriale Lokalisation von X-Rhod-1 zu verifizieren. 

Dazu wurde er mit einem Argon-Ionen-Laser bei 488 nm angeregt und die Emission bei 

505-530 nm gemessen. 

 

 
 

Abbildung 19: Strukturformel von MitoTracker Green 

 

 
Abbildung 20: Fluoreszenzspektrum von MitoTracker Green  

Abbildung des Fluoreszenzspektrums von MitoTracker Green. Absorptionsspektrum dargestellt in blau mit 
Maximum bei 490 nm. Emissionsspektrum dargestellt in rot mit Maximum bei 516 nm.  

(Übernommen und modifiziert aus Molecular Probes Handbuch – Kapitel 12.2) 
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2.4.3 Beladung der Myozyten mit Fuo-4/AM  
 

Zum Beladen der Kardiomyozyten wurde Fluo-4 in der AM-Form (Acetoxymethylester) 

verwendet. Bei einem physiologischen pH-Wert von 7,4 liegt Fluo-4 als negativ 

geladenes Anion vor. In dieser Salzform ist der Farbstoff hydrophil und gelangt nicht 

oder in nur sehr geringen Maßen über lipophile Plasmamembranen. Um eine einfachere 

und bequemere Methode für das Einbringen des hydrophilen Farbstoffes in die Zellen 

zu ermöglichen, wurden die Carboxylgruppen mit Acetoxymethylgruppen verestert und 

damit die Ladung des Moleküls maskiert. Das in der AM-Form vorliegende Molekül ist 

nun ausreichend hydrophob bzw. lipophil, um durch die Plasmamembran zu diffundieren 

und sich im Cytosol anzureichern. Dort werden durch zelleigene, unspezifische 

Esterasen die AM-Gruppen hydrolysiert, sodass der Farbstoff wieder in seine hydrophile 

Salzform umgewandelt wird. Dieser kann die Zelle in dieser Form nicht wieder verlassen 

und akkumuliert dadurch intrazellulär. Diese Art der Beladung ermöglicht, dass bereits 

geringe extrazelluläre Farbstoffkonzentrationen (1 – 5 μM) zu einer cytosolischen 

Konzentration von über 100 μM führen (Paredes et al., 2008).  

Zur Herstellung einer 1 mM Fluo-4/AM (Invitrogen)-Stammlösung wurde der Farbstoff in 

20 % (w/v) Pluronic F-127/DMSO (Invitrogen) gelöst. Dimethylsulfoxid (DMSO) diente 

dabei zur Hemmung bzw. Verlangsamung der Hydrolyse der Estergruppen in wässriger 

Umgebung, wodurch die Aktivität des Indikators bis zum Erreichen des Cytosols 

gewährleistet wurde. Die geringe Löslichkeit der AM-Gruppen wurde durch das 

nichtionische Tensid Pluronic F-127 erhöht, welches das AM-gebundene Fluo-4 im 

wässrigen Medium dispergiert (Paredes et al., 2008; Spence & Johnson, 2010). 

Anschließend wurden aus der Stammlösung 4 μl Aliquots erstellt und diese bis zur 

Verwendung bei -20°C gelagert. Für die jeweiligen Versuche wurde je ein Aliquot auf 

6,6 μM mit 600 μl Messlösung verdünnt und am selben Tag verbraucht. Bei der 

Messlösung (Tabelle 13) handelt es sich um eine modifizierte Tyrode-Lösung mit einer 

1,5 mM Ca-Konzentration. Neben der Farbstoffbeladung diente sie auch als Grundlage 

aller anderen Lösungen, die für die Messungen am LSM 510 verwendet wurden. 

Weiterhin stellte sie auch die Basislösung der zellulären Calciummessungen dar.  Zur 

Beladung der Zellen wurden 40 μl der 6,6 μM Fluo-4/AM Lösung auf die ausplattierten 

Kardiomyozyten gegeben und damit für 20 Minuten inkubiert. Danach wurde die 

Farbstofflösung abpipettiert, durch Messlösung ersetzt und die Zellen erneut für 20 

Minuten ruhen gelassen. Dies diente vor allem dazu, den Esterasen genügend Zeit zu 

lassen, um den Farbstoff ausreichend zu hydrolysieren. Aufgrund der Photosensitivität 

des Farbstoffes wurde unter Ausschluss von Licht gearbeitet.  
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Tabelle 13: Messlösung (1 l) 

Substanz Einwaage/ Menge Endkonzentration (mM) Firma 

NaCl 7,597 g 130 Roth 

1 M KCl 5,4 ml 5,4 Roth 

1 M MgCl2 0,5 ml 0,5 Sigma 

1 M CaCl2 1,5 ml 1,5 Sigma 

Glucose x H2O 1,982 g 10 Roth 

HEPES 2,383 g 10 Roth 

1 M NaOH zur Einstellung des pH auf 7,4 

 
 

2.4.4 Beladung der Myozyten mit X-Rhod-1/AM 
 
Auch X-Rhod-1 wurde zur Beladung der Myozyten in der AM-Form angewandt. 

Allerdings entsteht nach der Esterhydrolyse ein positiv geladenes Kation. In der 

kationischen hydrophilen Salzform reichert es sich vor allem in den Mitochondrien an, 

die aufgrund des Protonengradienten an der inneren Mitochondrienmembran ein stark 

negatives Membranpotential aufweisen (Dedkova & Blatter, 2012). Zudem muss mit 

CoCl2 das verbleibende cytosolische Fluoreszenzsignal ausgelöscht werden, um nur das 

mitochondriale Calciumfluoreszenzsignal zu detektieren (Dedkova & Blatter, 2012; 

Seidlmayer et al., 2016). Es wurden nur Zellen gemessen, die fluoreszenzfreie Kerne 

besaßen und ein typisches mitochondriales (gestreiftes) Färbemuster zeigten.  

Wie bei Fluo-4/AM wurde erst eine 1 mM X-Rhod-1/AM (Invitrogen)-Stammlösung 

hergestellt, in der der Farbstoff in 20 % (w/v) Pluronic F-127/DMSO (Invitrogen) gelöst 

wurde. Die Stammlösung wurde aliquotiert und ebenfalls bei -20°C bis zur Verwendung 

gelagert. Am Tag der Messung wurde je ein Aliquot (4 μl) mit 800 μl Messlösung 

verdünnt, sodass eine Endkonzentration von 5 μM entstand. Davon wurden 70 μl auf die 

zuvor ausplattierten Kardiomyozyten gegeben und für 30 Minuten bei 37°C in dem 

Inkubator gelagert (Spence & Johnson, 2010). Anschließend wurde der Farbstoff 

abpipettiert und 70 μl Messlösung für 10 Minuten bei Raumtemperatur auf die Zellen 

gegeben. Diese wurde danach durch 70 μl einer 1 mM CoCl2-Lösung ersetzt, um die 

cytosolische Fluoreszenzlöschung zu ermöglichen. Nach weiteren 10 Minuten wurde die 

1 mM CoCl2-Lösung wieder gegen die Messlösung ausgetauscht. X-Rhod-1 weist wie 

Fluo-4 eine Photosensitivität auf, weshalb stets unter Ausschluss von Licht gearbeitet 

wurde.  
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2.4.5 Beladung der Myozyten mit MitoTracker Green 
 
Für die selektive Anfärbung der Mitochondrien wurde MTG (Invitrogen) verwendet, der 

durch passive Diffusion in die Zellen gelangt und sich dort in aktiven Mitochondrien 

anreichert. MTG, als selektiver Marker für Mitochondrien, diente vor allem zur Kontrolle 

der korrekten mitochondrialen Lokalisierung von X-Rhod-1. Hierfür wurde am Tag des 

Experimentes zunächst eine 5 μM MTG-Stammlösung hergestellt, indem der Farbstoff 

in DMSO gelöst wurde. Nach der X-Rhod-1/CoCl2-Färbung wurden die Zellen in den 

Kulturschälchen mit 500 μl Messlösung benetzt und anschließend am LSM 510 

gemessen. Dazu wurden 2,5 μl der MTG-Stammlösung direkt in das Kulturschälchen 

pipettiert, sodass sich eine Endkonzentration von 25 nM ergab. Nach 30 Minuten 

Inkubationszeit wurde das Fluoreszenzprofil von X-Rhod-1 und MTG in derselben Zelle 

gemessen und konnte somit direkt verglichen werden. Auch dieser Farbstoff zeigte eine 

Photosensitivität, sodass unter Ausschluss von Licht gearbeitet wurde.  

 

2.5 Calciummessungen am LSM 510 
 

2.5.1 Cytosolische und mitochondriale Calciummessungen am LSM 
510 
 
Zur Messung cytosolischer sowie mitochondrialer Calciumtransienten (CaT) wurde ein 

konfokales Laser-Scanning-Mikroskop LSM 510 der Firma Zeiss (Abbildung 21) 

verwendet. Nach Färbung der Kardiomyoyzten mit den jeweiligen Farbstoffen, deren 

Auswahl sich nach der am Tag bearbeiteten Fragestellung richtete, konnten die Zellen 

mit Hilfe eines Stimulators (MyoPacer, IonOptix) mit verschiedenen Frequenzen (0,5 Hz, 

1 Hz, 2 Hz, 4 Hz) elektrisch stimuliert werden. Dabei wurde in den Kulturschälchen mit 

Glasboden, auf dem sich die zu untersuchenden Kardiomyozyten befanden, mittels 

zweier Platinelektroden ein elektrisches Feld von 40 V erzeugt. Zusätzlich wurde ein 

Superfusionssystem über einen Schlauch direkt am Kulturschälchen angeschlossen. 

Die Zellen konnten so kontinuierlich mit Messlösung superfundiert werden. Die 

Geschwindigkeit der Lösungen im Superfusionssystem war manuell einstellbar. Als 

Lichtquelle diente ein Argon-Ionen-Laser (488 nm) zur Anregung von Fluo-4 und MTG 

beladenen Zellen. Die Fluoreszenz wurde hier bei > 505 nm detektiert (Abbildung 22 B, 

oben). Zur Anregung der X-Rhod-1 beladenen Zellen wurde ein Helium-Neon-Laser 

(543 nm) verwendet und die Emission bei 560-615 nm gemessen (Abbildung 22 B, 

unten). Dabei wurde das emittierte Licht mit Hilfe eines Öl-Immersionsobjektivs (Plan-

Apochromat, 63x/1.4 Oil DIC M27) gesammelt. Die Aufnahmen der CaT erfolgte im 

Linescan-Modus des Mikroskops. Das bedeutet, dass eine definierte Laserlinie 
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transversal zur Längsachse der Zelle unter Vermeidung der Zellkerne gelegt wird 

(Abbildung 22 A). Diese Linie wird wiederholt beleuchtet und gescannt. Die Gesamtzahl 

der Linien betrug 1600 mit einer Scandauer von 3,07 ms pro Linie. Die Bildtiefe war bei 

Fluo-4 beladenen Zellen 12 bit und bei X-Rhod-1 beladenen Zellen 16 bit. Um konfokal 

zu messen, wurde der Durchmesser der Lochblende auf 140 μm eingestellt. Dies 

entsprach einer optischen Schichtdicke von ≈ 1 μm in der Zelle. 

 

 

Abbildung 21: Konfokales Laser-Scanning-Mikroskop LSM 510  

1. Axiovert Lichtmikroskop 2. Stimulator (MyoPacer) 3. Perfusionssystem 4. Peristaltikpumpe 5. Lasermodul 
6. Computerdesktop mit LSM-Software 7. Scanmodul  
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Abbildung 22: Linescan-Modus  

A) Schematische Darstellung einer Vorhofzelle mit transversaler Linie (oben) und 2D-Aufnahme einer 
Vorhofzelle nach X-Rhod-1/CoCl2-Färbung (unten). B) Beispielhafte cytosolische Calciumtransienten 
(cytoCaT) einer Vorhofzelle nach Fluo-4-Beladung, aufgenommen bei einer elektrischen Stimulation von 0,5 
Hz (oben); beispielhafte mitochondriale Calciumtransienten (mitoCaT) einer Vorhofzelle nach X-Rhod-

1/CoCl2-Färbung, aufgenommen bei einer elektrischen Stimulation von 0,5 Hz (unten).  

 

2.5.2 Auswertung der Calciumtransienten 
 
Mit dem Programm FIJI (Image J, NIH, Bethesda, USA) wurden die aufgenommenen 

konfokalen Linescan-Bilder ausgewertet. Dabei wurden die Aufnahmen im ersten Schritt 

hintergrundkorrigiert, indem das ermittelte Hintergrundfluoreszenzsignal vom jeweiligen 

Bild subtrahiert wurde. Als nächstes wurde aus der Fluoreszenzspur der Linescan-

Aufnahmen die Calcium Transienten (CaT) dargestellt. Je nach ausgewählter 

elektrischer Frequenz wurden dann 2 – 14 CaT gemittelt. Die gemittelten Transienten 

wurden nach folgenden Parametern analysiert (Abbildung 23): Bestimmt wurde das 

diastolische Ca (F0), welches der Grundlinienfluoreszenz entspricht, also das basale 

Fluoreszenzsignal darstellt. Das systolische Ca (F), welches dem Maximum (peak) eines 

Transienten entspricht, also das maximale Fluoreszenzsignal darstellt. Aus der Differenz 

der beiden Werte ergibt sich die Amplitude (ΔF) des CaT. Weiterhin wurden auch die 

kinetischen Parameter der Transienten wie die Anstiegszeit (Rise time 10 – 90 %) und 

die Abfallzeitkonstante Tau (Tau of decay, ) bestimmt. Die Anstiegszeit spiegelt die Zeit 

wider, die benötigt wird, um von der Grundlinie bis hin zum Maximum des Transienten 

zu gelangen. Ermittelt wurde hierfür die Zeit ab dem Punkt, an dem 10 % der maximalen 

Fluoreszenz erreicht wurde, bis zu dem Punkt, an dem 90 % der maximalen Fluoreszenz 

erreicht wurde. Mittels einer mono-exponentiellen Funktion, die dem Abfall des CaT 
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angepasst wurde, wurde die Abfallzeitkonstante Tau () ermittelt. Hierfür wurde der 

Bereich von 90 % der maximalen Fluoreszenz bis zur Rückkehr zur 

Grundlinienfluoreszenz (F0) ausgewählt (wie in Abbildung 23 gezeigt). Weiterhin wurde 

auch die Ruhefluoreszenz FRest ermittelt. FRest ist die Grundfluoreszenz einer jeden Zelle, 

die nach einer Minute ohne elektrische Stimulation gemessen wurde. Diese wurde zur 

Normalisierung der diastolischen und systolischen Fluoreszenzwerte sowie der 

Fluoreszenzwerte der Amplitude (F0/Frest, F/Frest, ΔF/Frest) benötigt. Es wurde entweder 

die Fluoreszenzspur der gesamten Zelle ausgewertet oder mit Hilfe des Programmes 

ein kleinerer Bereich innerhalb der Zelle für die subzelluläre Analyse ausgewählt.  

 

 
Abbildung 23: Schematische Darstellung eines CaT mit analysierten Parametern  

Diastolisches Calcium (F0), systolisches Calcium (F), Amplitude des CaT (ΔF), Anstiegszeit (rise time 

10 - 90 %) und Abfallzeitkonstante Tau (). 

 

2.5.3 Bildbearbeitung  
 
Die originalen Linescan-Aufnahmen wurden zu Darstellungszwecken in dieser Arbeit mit 

FIJI weiterbearbeitet. Dazu wurden alle gezeigten Aufnahmen wie bereits beschrieben 

zunächst hintergrundkorrigiert. Als nächstes wurde die Helligkeit bzw. der Kontrast des 

Abbildungsbereiches (Display Range) verändert (Image – Adjust – Brightness/Contrast 

– Set Display Range). Alle Aufnahmen einer Zelle innerhalb einer Abbildung besitzen 

dabei dieselbe Display Range. Weiterhin wurden die Fluoreszenzspuren der gezeigten 

Linescan-Aufnahmen einmal geglättet (Process – Smooth) 
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2.6 Western Blot  
 
Bei der Western Blot-Methode (auch Immunoblot) handelt es sich um eine gut etablierte 

sowie weit verbreitete biochemische Methode zum Nachweis und zur semi-quantitativen 

Bestimmung von Proteinen. Die zu untersuchenden Proteine werden dabei zunächst 

mittels einer SDS-Polyacrylamidgel-Elektrophorese (SDS-Page) nach ihrer Größe 

aufgetrennt und anschließend auf eine Trägermembran (z.B.: Nitrozellulosemembran) 

übertragen (engl.: blotting). Die Detektion der Proteine erfolgt im Anschluss durch eine 

Antikörperreaktion (Kurien & Scofield, 2006). Die Methode diente zur Untersuchung der 

Expression bestimmter mitochondrialer Proteine in atrialen und ventrikulären 

Gewebeproben von WKY, SHR und Cacna1c+/--Ratten. 

 

2.6.1 Gewebehomogenisierung  

 
Für die Western Blot-Untersuchungen wurde kardiales Gewebe isoliert. Dabei wurde das 

kardiale Gewebe von je 8 WKY- und SH-Ratten entnommen. Das Gewebe der 

Cacna1c+/--Ratten wurde bereits früher durch Mitarbeiter der Arbeitsgruppe isoliert. In 

dieser Arbeit wurden vor allem der linke Vorhof sowie der linke Ventrikel untersucht, 

welche für die weitere Vorgehensweise erst homogenisiert werden mussten. Die 

Homogenisierung des Gewebes fand manuell statt und wurde kontinuierlich auf Eis 

durchgeführt. Der bereits im Vorfeld hergestellte und bei -20°C gelagerte 

Homogenisierungspuffer (Tabelle 14) wurde zunächst aufgetaut und mit je einer Tablette 

PhosSTOP (Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) und einer Tablette cOmplete Mini 

(Roche Diagnostics GmbH, Mannheim) versetzt. Bei der Homogenisierung kommt es 

durch den Zellaufschluss zur Freisetzung verschiedener Enzyme (z. B. endogene 

Proteasen). Dies würde zu einem Abbau und/oder einer Dephosphorylierung der zu 

untersuchenden Proteine und damit zu einem verfälschten Ergebnis führen. Daher 

enthielten die beigesetzen Tabletten einen Mix aus Phosphatase- und Protease-

Inhibitoren, um die Proteine davor zu schützen. Des Weiteren enthielt der 

Homogenisierungspuffer bereits EDTA (Ethylendiamintetraessigsäure) und EGTA 

(Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-N,N,N′,N′-tetraessigsäure), die als Inhibitoren von 

Metalloproteasen eingesetzt wurden. Für die Homogenisierung von atrialem Gewebe 

wurden 50 μl des fertigen Homogenisierungspuffers in die Mörser (Micro tissue grinder, 

Wheaton UK Limited, Rochdale, Großbritanien) vorgelegt. Bei der Homogenisierung von 

Ventrikelgewebe wurden 100 μl des Puffers vorgelegt. Anschließend wurde das 

gefrorene kardiale Gewebe in etwa gleich großen Stücken in die Mörser zu dem 

Homogenisierungspuffer gegeben. Als Nächstes erfolgte die eigentliche 
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Homogenisierung, indem das Gewebe mit einem Glaspistill gründlich gemörsert wurde. 

Die Mörser wurden dann bei 3.000 Umdrehungen pro Minute (rpm, engl.: revolutions per 

minute) für drei Minuten zentrifugiert und der Überstand in ein frisches Eppendorfgefäß 

(Collecting tube) überführt und dort gesammelt. Danach wurde erneut 

Homogenisierungspuffer zu dem im Mörser verbliebenem Gewebe gegeben (Vorhof 

50 μl, Ventrikel 100 μl) und weiter gemörsert sowie zentrifugiert. Der Überstand wurde 

wieder in dasselbe Collecting tube überführt. Die gleichen Homogenisierungsschritte 

wurden so lange wiederholt, bis die Überstände hellgelblich wurden und das Gewebe 

sowohl blass als auch aufgedunsen wirkte. Schließlich wurden die gesammelten 

Überstände in den jeweiligen Collecting tubes drei Minuten lang bei 13.000 rpm 

zentrifugiert. Der neue Überstand wurde dann in ein frisches Eppendorfgefäß (Final 

tube) überführt. Hieraus wurde 1 μl für die anschließende quantitative 

Proteinbestimmung entnommen und der Rest im -80°C-Gefrierschrank gelagert.  

 
Tabelle 14: Homogenisierungspuffer (Lysepuffer) 100 ml 

Substanz Menge Endkonzentration Firma 

NP-40 (Igepal) 1 ml 1 % Sigma-Aldrich 

Glycerol 10 ml 10 % Roth 

NaCl 0,8 g 137 mM Roth 

1 M Tris-HCl 2 ml 20 mM Roth 

𝛽-Glycerolphosphat 1,53 g 50 mM Sigma-Aldrich 

100 mM EDTA (pH 8) 10 ml 10 mM Sigma-Aldrich 

100 mM EGTA (pH 7) 1 ml 1 mM Sigma-Aldrich 

 

 

2.6.2 Quantitative Proteinbestimmung  
 
Die Messung der Proteinkonzentration des homogenisierten Gewebes erfolgte mit 

einem BCA-Test (Pierce™ BCA Assay Kit, Thermo Fisher Scientific, Darmstadt, 

Deutschland). Dieser Test basiert auf zwei wesentlichen Reaktionen. Erst erfolgt die 

Biuret-Reaktion, bei der zunächst zweiwertige Kupferionen (Cu2+) mit den 

Peptidbindungen von Proteinen einen Komplex eingehen. Dabei werden sie im 

alkalischen Milieu zu einwertigen Kupferionen (Cu+) reduziert. Im nächsten Schritt 

kommt es zur Bildung eines violetten Farbkomplexes von zwei BCA-Molekülen mit 

einem Cu+-Ion (Abbildung 24). Dieser wasserlösliche Komplex ermöglicht einen 

empfindlichen kolorimetrischen Nachweis von Proteinen bei einer Wellenlänge von 
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562 nm und zeigt dabei eine starke lineare Korrelation gegenüber zunehmenden 

Proteinkonzentrationen (Smith et al., 1985).   

 

 
Abbildung 24: BCA-Test  

Darstellung der Biuret-Reaktion und anschließender Komplexbildung des Cu+ mit 2 BCA-Molekülen.  

(Übernommen aus (Kurreck et al., 2022), Bioanalytik 4. Auflage, Kapitel 3)  

 
Zur Durchführung des BCA-Tests wurde erst eine BSA-Verdünnungsreihe (Tabelle 15) 

hergestellt. Hierfür wurde ein Albuminstandard mit einer Konzentration von 1 mg/ml 

benötigt. Dieser wurde durch Verdünnung mit 50 μl Wasser aus einem Albuminstandard 

(2 mg/ml, Thermo Fischer) hergestellt. Aus diesem Standard, sowie ddH2O und 

Homogenisierungspuffer wurde dann die BSA-Standardkurve erstellt.  

 

Tabelle 15: BSA-Standardkurve 

BSA (mg/ml) 1 mg/ml BSA (μl) ddH2O (μl) Homogenisierungspuffer (μl) 

0 0 18 2 

0,1 2 16 2 

0,2 4 14 2 

0,4 8 10 2 

0,6 12 6 2 

0,9 18 0 2 

 

Als nächstes wurden die Homogenate mit Homogenisierungspuffer 1:50 verdünnt und 

5 μl dieser Proben mit 20 μl ddH2O und 200 μl BCA-Reagenz vermischt. Dabei wurden 

jeweils 2 Messreihen für die zu untersuchenden Homogenate und die BSA-

Standardkurve erstellt. Das im Vorfeld hergestellte BCA-Reagenz wurde nach den 

Herstellerangaben im Verhältnis 1 zu 50 durch Mischen von Reagenz A mit Reagenz B 
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erstellt. Anschließend wurden die Proben sowie die Standardkurven bei 60°C für 30 

Minuten inkubiert, um dem BCA-Reagenz ausreichend Zeit für die Bildung der violetten 

Komplexe zu geben. Die Reaktion wurde am Ende der Inkubationszeit gestoppt, indem 

die Proben auf Eis gelegt wurden. Danach wurden die Proben in eine 96-well 

Mikrotiterplatte (Roche, Applied Science, Deutschland) pipettiert und die Absorption bei 

562 nm mit dem FluoStar OPTIMA Plate Reader (BMG Labtech, Offenbach) gemessen. 

Durch die Verrechnung der Daten von den Proben mit denen der BSA-Standardkurve 

konnte dann die Proteinkonzentration bestimmt werden. Durch die doppelte Ausführung 

konnte jeweils der Mittelwert der Messungen verwendet werden. Die gemittelten 

Konzentrationen wurden genutzt, um die Proben mit Homogenisierungspuffer auf 5 μg/μl 

zu verdünnen. Bis zur weiteren Verwendung wurden die Proben bei -80°C gelagert.  

 

2.6.3 Proben- und Gelvorbereitung  
 
Für die Beladung der Gele und die folgende Gelelektrophorese mussten die Proben 

entsprechend vorbereitet werden. Diese wurden zunächst aus dem -80°C-

Gefrierschrank geholt und auf Eis gelagert. Um eine Proteinmenge von 40 μg zu 

erreichen, wurden 8 μl der auf 5 μg/μl eingestellten Proben verwendet und mit 8 μl 

Homogenisierungspuffer und 4 μl Lämmli-Puffer (Tabelle 16) versetzt. Die Proben 

wurden im Anschluss gevortext und 3 Minuten bei 13.000 U/min zentrifugiert. Der 

Lämmli-Puffer enthielt das anionische Detergenz Natriumdodecylsulfat (engl.: sodium 

dodecyl sulfate, SDS) sowie Dithiothreitol (DTT). SDS sorgt für die Denaturierung der 

Proteine und maskiert deren Ladung mit seiner eigenen negativen Ladung. DTT ist ein 

Reduktionsmittel und reduziert die Disulfidbrücken in den Proteinen. Die Herstellung des 

Puffers erfolgte im Voraus und die Lagerung erfolgte bei -20°C. Vor der Zugabe zu den 

Proben wurde dem Lämmli-Puffer noch 5 %-𝛽-Mercaptoethanol zugesetzt, welches 

auch ein Reduktionsmittel darstellt. Auf diese Weise wird gewährleistet, dass die 

Trennung der Proteine aufgrund ihrer Größe und nicht ihrer Nettoladung oder Struktur 

stattfindet. Zur Bestimmung des mitochondrialen Proteins MCU wurden die Proben 

zusätzlich 5 Minuten bei 95°C gekocht. Die fertigen Proben wurden dann in die Taschen 

der Gradientengele (4-20 %, Mini-Protean TGX, Biorad, München) pipettiert, wobei 20 μl 

der Probe 40 μg Protein entsprach. Zuvor mussten die Taschen der Gele mit 

Elektrophoresepuffer (engl.: running buffer; Tabelle 17) befüllt werden. Jeweils in die 

erste Tasche eines Gels wurde eine sogenannte Proteinleiter (PageRuler™Plus 

Prestained Protein Ladder, Thermo Scientific) hinein pipettiert. Dabei handelt es sich um 

einen Marker, der Proteine mit verschiedenen Molekulargewichten bekannter Größen 

enthält. Mit deren Hilfe kann das Molekulargewicht der zu untersuchenden Proteine 
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abgeschätzt werden. Dies macht den Marker für die Identifizierung der Proteine in den 

Proben unerlässlich.  

 

Tabelle 16: Zusammensetzung 4 x Lämmli-Puffer, 20 ml 

Substanz Menge Endkonzentration 

100 mM EGTA (pH 7,4) 3,2 ml 16 mM 

20% SDS-Lösung 4 ml 4 % 

1 M Tris-HCl (pH 6,8) 800 μl 40 mM 

1 M Dithiothreitol (DTT) 320 μl 16 mM 

Glycerol 9,4 ml 47 % 

1 % Bromphenolblau 1 ml 0,05 % 

ddH2O ad 20 ml 

 
 

2.6.4 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE) 
 
Im Anschluss an die Beladung der Geltaschen mit den zu untersuchenden Proben 

erfolgte eine SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE) zur Auftrennung der 

Proteine. Dazu wurden die beladenen Gele in einen Tank (Mini Trans-Blot Cell, Bio-Rad, 

Deutschland) gebracht und dieser bis zu der jeweiligen Markierung (2 oder 4 Gele) mit 

Elektrophoresepuffer (Tabelle 17) befüllt. Für die Elektrophorese wurde dann zuerst eine 

Spannung von 90 V für 30 Minuten angelegt, die daraufhin für weitere 50 Minuten auf 

120 V erhöht wurde. Erst bei einer ausreichenden Auftrennung der Proteine wurde die 

Elektrophorese gestoppt und die Gele aus den Glasplatten entnommen. 

 

Tabelle 17: Zusammensetzung 10 x Elektrophoresepuffer, 1 l 

Substanz Menge (g) Endkonzentration 

Tris-Base 30,2  0,25 M 

Glycin 144 1,9 M 

SDS 10 1 % 

1 x Elektrophoresepuffer: 100 ml 10 x Elektrophoresepuffer + 900 ml ddH2O 

 
 

2.6.5 Transfer 
 
Die aufgetrennten Proteine wurden anschließend in einem Nass-

Elektrotransferverfahren (engl.: Wet electroblotting) vom Gel auf eine 

Nitrozellulosemembran mit einer Porengröße von 0,45 μm (BioRad, Deutschland) 
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transferiert. Der hierfür notwendige 1 x Transferpuffer wurde während der 

Elektrophorese aus dem 10 x Transferpuffer (Tabelle 18) hergestellt, welcher 

kontinuierlich auf Vorrat hergestellt wurde. Nach Zusatz von 20 % Methanol wurde dieser 

zur Abkühlung in den Kühlschrank (+4°C) gestellt. Methanol wurde aufgrund einer 

effizienteren Proteinbindung an die Membran verwendet. Die für den Transfer 

notwendige Nitrozellulosemembran wurde auf die Größe der Gele zurechtgeschnitten 

und 10 Minuten in kalten Transferpuffer gelegt. Das Filterpapier und die Schwämme 

wurden vor dem Zusammenbau des sogenannten Blot-Sandwiches ebenfalls 10 

Minuten in kalten Transferpuffer gelegt. Der Aufbau des Sandwiches bestand aus einem 

Schwamm, auf den ein dickes Filterpapier gelegt wurde. Auf das Filterpapier wurde das 

Gel vorsichtig platziert und die Membran ohne Lufteinschlüsse auf das Gel gelegt. Die 

Membran wurde dann von einem dünnen und einem dicken Filterpapier überdeckt, 

gefolgt von einem zweiten Schwamm (Abbildung 25). Das Blot-Sandwich wurde dann in 

einer Nass-Elektroblotkammer (BioRad, Deutschland) befestigt. Die Kammer wurde bis 

zur Markierung mit Transferpuffer befüllt und mit einem Rührfisch sowie einem Kühlakku 

ausgestattet. Der Transfer erfolgte in einem Kühlraum bei 4°C für ca. 100 Minuten. Dazu 

wurde pro Gel ein Stromfluss von 180 mA/Gel angelegt.  

 

Tabelle 18: Zusammensetzung 10 x Transferpuffer, 1 l 

Substanz Menge (g) Endkonzentration 

Tris-Base 39,4 0,33 M 

Glycin 144 1,92 M 

1 x Transferpuffer: 100 ml 10 x Transferpuffer + 200 ml Methanol + 700 ml ddH2O 
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Abbildung 25: Schematischer Aufbau eines Blot-Sandwiches  

Von oben nach unten: Elektrode (Anode), dickes Filterpapier, dünnes Filterpapier, Nitrozellulosemembran, 
Gel, dickes Filterpapier, Elektrode (Kathode); Zwischen den dicken Filterpapieren und der Elektroden 
befindet sich je ein Schwamm, der in dieser Abbildung nicht gezeigt ist.    

(übernommen aus (Hermes, 2023)) 

 

2.6.6 Proteindetektion 
 
Nach dem Transfer wurde die Nitrozellulosemembran aus dem Sandwich befreit und 

anhand der Proteinleiter an unterschiedlichen Stellen, die sich nach den 

Molekulargewichten der untersuchten Proteine richteten, geschnitten. Dies ermöglichte 

die Detektion mehrerer Proteine unterschiedlicher Größe auf einer Membran bei einem 

Western Blot-Durchlauf. Dadurch konnte das Probenmaterial und damit auch die Anzahl 

an Tieren eingespart werden. Weiter brachte dies auch den Vorteil, dass die 

Ladekontrolle (Housekeeping enzyme) und das zu untersuchende Protein auf derselben 

Membran detektiert werden konnten. Nach dem Schneiden wurden die Membranen 

dreimal für 10 Minuten mit TBST-Puffer (engl.: Tris-buffered saline Tween; Tabelle 19) 

gewaschen. Danach wurden die Membranen bei Raumtemperatur für eine Stunde mit 

5 % Milchpulver (Skim Milk Powder, Sigma-Aldrich) in TBST geblockt, sodass 

unspezifische Bindungen der Antikörper an freien Bindungsstellen der Membran nicht 

möglich waren. Anschließend wurde der Primärantikörper (Tabelle 20) auf die 

Membranen gegeben und diese über Nacht auf einer Schüttelplattform bei 4°C inkubiert. 

Nach der Inkubation des primären Antikörpers wurden die Membranen erneut dreimal 

für 10 Minuten mit TBST gewaschen. Als nächstes erfolgte die Inkubation mit dem 

Meerrettich-Peroxidase-konjugierten Zweitantikörper (engl.: horseradish-peroxidase, 

HRP; Tabelle 21) für eine Stunde bei Raumtemperatur auf der Schüttelplattform. Vor der 

Detektion der Proteine wurden die Membranen wieder drei Mal für 10 Minuten mit TBST 



Material und Methoden 

 

 
81 

 

gewaschen. Die Membranen wurden dann zur Detektion für eine Minute entweder in das 

Reagenz SuperSignalTM West Pico PLUS (Thermo Fisher Scientific, Darmstadt) oder in 

das sensitivere Reagenz SuperSignalTM West Femto Maximum Sensitivity Substrate 

(Thermo Fisher Scientific, Darmstadt) gelegt. Am Chemidoc-XRS-System (BioRad, 

Deutschland) wurde die auf der Oxidation von Luminol beruhende Chemilumineszenz-

Reaktion, welche zur Licht-Emission führt, detektiert (Marquette & Blum, 2006). Als 

cytosolische Ladekontrolle dienten GAPDH (Glycerinaldehyd-3-phosphat-

Dehydrogenase) oder Vinculin, während Tim23 (translocase of the inner mitochondrial 

membrane 23) sowie VDAC (voltage-dependent anion channel) als mitochondriale 

Ladekontrollen verwendet wurden. Auf diese Kontrollen wurden die untersuchten 

Proteine normalisiert.  

 

Tabelle 19: 20x TBS-Puffer (1 l, pH 7,5) 

Substanz Menge (20x TBS) Endkonzentration (1x TBST) 

NaCl 198,2 g 170 mM 

Tris Base  24,2 g 10 mM 

6 M HCl q.s. zur pH-Wert 

Einstellung  

 

TBST-Puffer: 50 ml 20x TBS, 950 ml ddH2O + 1 ml Tween 20 
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Tabelle 20: Bezeichnung der verwendeten Primärantikörper 

Protein (kDa) Antikörper Firma, 

Katalognummer 

Wirtsspezies Verdünnung  

GAPDH 

(≈35) 

Anti-GAPDH 

Mouse mAB 

(6c5) 

Calbiochem, 

#CB1001 

Maus 1:50,000 

Vinculin 

(≈116) 

Anti-Vinculin Sigma-Aldrich 

#V9264 

Maus 1:20,000 

VDAC (≈32) VDAC antibody  Cell Signaling 

#4866 

Kaninchen 1:1,000 

Tim23 (≈23) Anti-Tim23 BD Transduction 

Laboratories 

#611223 

Maus 1:1,000 

NCLX (≈71) Anti-SLC24A6 Sigma-Aldrich 

#SAB2102181-

100UL 

Kaninchen 1:2,000 

LETM1 (≈71) LETM1 antibody  Biozol 

# orb157790 

Kaninchen 1:2,000 

MCU (≈30) MCU (D2Z3B) 

Rabbit mAb 

Cell Signaling 

#14997 

Kaninchen 1:1000 

GAPDH = Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase; VDAC = voltage-dependent anion channel; Tim23 
= translocase of the inner mitochondrial membrane 23, NCLX = Na/Ca/Li-exchanger; LETM1 = leucine 
zipper and EF-hand containing transmembrane protein 1; MCU = mitochondrial Ca-uniporter 

 
 
 

Tabelle 21: Bezeichnung der verwendeten Sekundärantikörper 

Antikörper Firma, Katalognummer  Verdünnung 

Immunopure Goat Anti-Mouse IgG, 

Peroxidase Conjugated 

Thermo Scientific, #31430 1:5,000 

Immunopure Goat Anti-Rabbit IgG, 

Peroxidase Conjugated 

Thermo Scientific, #31460 1:5,000 

 
 

2.6.7 Auswertung der Western Blots 
 
Die Auswertung der aufgenommenen Western Blots erfolgte mit dem Programm FIJI 

(ImageJ). Für jeden Blot wurden dafür die Intensitäten der gezeigten Banden ermittelt 

und auf die dazugehörige Ladekontrolle (GAPDH, Vinculin, Tim23, VDAC) normalisiert. 

Bei der Untersuchung von WKY und SHR wurden auf jeder Membran jeweils 4 WKY-
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Proben und 4 SHR-Proben aufgetragen. Die normalisierten Bandenintensitäten der 

WKY-Proben wurden dann auf 100 % gesetzt und die normalisierten Bandenintensitäten 

der SHR-Proben wurde in Relation dazu ausgewertet. Für die statistische Analyse der 

relativen Expression eines Proteins wurden immer acht WKY- und acht SHR-Proben 

ausgewertet. Bei der Untersuchung der Cacna1c+/--Proben vs. WT-Proben wurde in 

gleicher Weise verfahren. Dabei wurden die ermittelten normalisierten Intensitäten der 

WT-Proben auf 100 % gesetzt und die ebenfalls normalisierten Intensitäten der 

Cacna1c+/--Proben in Relation dazu ausgewertet. Auch hier wurden acht Cacna1c+/--

Proben vs. acht WT-Proben statistisch analysiert.  

 

2.7 Statistik  
 
Für die statistische Auswertung wurde mit dem Programm GraphPad Prism (GraphPad 

Software, San Diego, USA) gearbeitet. Zunächst wurden die Daten mit dem D’Agostino 

& Pearson-Test auf eine Normalverteilung überprüft. Lag eine Normalverteilung vor, 

wurden die Daten mit einem gepaarten oder ungepaarten, zweiseitigen Student-t-Test 

analysiert. Für nicht-normalverteilte Daten wurde der Wilcoxon- oder Mann-Whitney-

Test angewendet. Bei dem Vergleich von mehr als zwei Datensätzen wurde bei einer 

Normalverteilung eine einfaktorielle ANOVA durchgeführt. Wenn keine Normalverteilung 

vorlag, wurde der Kruskal-Wallis-Test eingesetzt. Anschließend wurde dann entweder 

ein Tukey- (bei normalverteilten Daten) oder Dunns- (bei nicht-normalverteilten Daten) 

Post-hoc-Test durchgeführt. Das Frequenzprotokoll wurde mit einer Zweiwege-ANOVA 

und dem Bonferroni-Test als Post-hoc-Test ausgewertet. In den Legenden der 

Abbildungen ist der jeweils angewendete statistische Test angegeben. Die Daten dieser 

Arbeit werden unter Nennung des Mittelwerts±Standardfehler (SEM) präsentiert. Dabei 

steht n für die Anzahl der gemessenen Kardiomyozyten und N für die Anzahl der dafür 

verwendeten Tiere. Ein statistisch signifikanter Unterschied (*) zwischen zwei Gruppen 

bestand, wenn P<0,05, (**), wenn P<0,01, (***), wenn P<0,001 und (****), wenn 

P<0,0001. 
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3. Ergebnisse  
 
Im ersten Teil dieser Arbeit wurde die mitochondriale Ca-Regulation atrialer Myozyten 

untersucht und charakterisiert. Für diese Zielsetzung wurden isolierte Vorhofmyozyten 

von 12 – 16 Wochen alten männlichen WKY-Ratten verwendet. Zunächst wurde ein 

Protokoll etabliert, um mitochondriales Ca in adulten atrialen Myozyten zu messen. Im 

Anschluss an die Etablierung erfolgte eine Grundcharakterisierung der mitochondrialen 

Ca-Regulation unter basalen Bedingungen, gefolgt von der Untersuchung der 

Frequenzabhängigkeit der mitoCaT und deren Verhalten im Vergleich zu cytosolischen 

Calcium-Transienten (cytoCaT). In einer weiteren Versuchsreihe wurde die 

mitochondriale Ca-Regulation atrialer Myozyten in einem pathophysiologischen Modell 

untersucht und mit dem physiologischen Modell (WKY) verglichen. Hierfür wurden 

isolierte Vorhofmyozyten von 12 – 16 Wochen alten männlichen SHR verwendet. 

Weiterhin wurde isoliertes Vorhofgewebe von WKY-Ratten und SHR genutzt, um mit 

Immunoblot-Untersuchungen die Proteinexpression mitochondrialer Proteine zu 

bestimmen. Schließlich wurde eine subzelluläre Untersuchung der atrialen Myozyten 

von WKY und SHR vorgenommen, um mögliche Unterschiede der mitochondrialen Ca-

Regulation in den verschiedenen Subtypen der atrialen Mitochondrien zu analysieren.  

 
In einer kleineren Versuchsreihe wurde der Einfluss eines heterozygoten Knockouts des 

CACNA1C-Gens (Cacna1c+/-) auf die mitochondriale Ca-Regulation untersucht. Hierfür 

wurden weibliche haploinsuffiziente Cacna1c+/--Ratten verwendet, während die Wildtyp-

Wurfgeschwister (Cacna1c+/+, WT) als Kontrollgruppe dienten. MitoCaT der 

ventrikulären Myozyten von Cacna1c+/--Ratten und WT-Ratten wurden zunächst unter 

basalen Bedingungen gemessen und bewertet. Anschließend wurden die Zellen einem 

Protokoll unterworfen, welches sympathischen Stress simulierte und erneut die 

mitochondriale Ca-Regulation untersucht. Auch hier erfolgte eine Immunoblot-

Untersuchung der Expression mitochondrialer Proteine.  

 
Im letzten Teil der Arbeit wurde die Auswirkung der akuten Gabe eines ER/SR-Stress-

Induktors auf cytosolische und mitochondriale CaT untersucht. Für diese Versuchsreihe 

wurden isolierte ventrikuläre Myozyten von 12 – 16 Wochen alten männlichen WKY-

Ratten verwendet. Hierbei wurden cytoCaT und mitoCaT unter dem Einfluss eines 

ER/SR-Stress-Induktor gemessen und die Möglichkeit eines beginnenden ER/SR-

Stresses und dessen Auswirkung auf das Verhalten der cytosolischen und 

mitochondrialen Ca-Regulation untersucht.  
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3.1 Etablierung des Messprotokolls für mitoCaT in Vorhofmyozyten 
von WKY-Ratten 
 

3.1.1 Messung mitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten nach 
CoCl2-vermittelter Auslöschung der cytosolischen X-Rhod-1-
Fluoreszenz 
 
Für die Untersuchung der mitochondrialen Ca-Regulation ist es entscheidend, zwischen 

cytosolischen und mitochondrialen CaT zu unterscheiden. Daher wurde zunächst ein 

Protokoll zur Messung von mitoCaT in isolierten Vorhofmyozyten entwickelt. Zu diesem 

Zweck wurden die Zellen mit X-Rhod-1/AM (5 µM) für 30 min im Inkubator (37°C) 

beladen und anschließend mit dem Laser-Scanning-Mikroskop LSM 510 der Firma Carl 

Zeiss im Line-Scan-Modus gemessen. Die Linie wurde dabei transversal zur 

Längsachse der Zelle gelegt unter Vermeidung des Nukleus. Als lipophiler 

Acetoxymethyl (AM)-Ester kann X-Rhod-1/AM die Plasmamembran passieren und sich 

im Cytoplasma verteilen. Durch intrazelluläre Esterasen kommt es zur Spaltung der 

Esterbindung und der Bildung eines positiv geladenen Farbstoffkations. In diesem 

Zustand kann es Ca binden und zeigt ein Ca-abhängiges Fluoreszenzsignal. Aufgrund 

der positiven Ladung von X-Rhod-1 reichert dieses sich bevorzugt in der mitochondrialen 

Matrix an, da die innere Mitochondrienmembran stark negativ geladen ist (Dedkova & 

Blatter, 2012; Spence & Johnson, 2010). Nach 10-minütigem Waschen mit der 

Messlösung wurden die Zellen bei 1 Hz elektrisch stimuliert und nach ca. vier Minuten 

wurde eine Linescan-Aufnahme der X-Rhod-1-Fluoreszenz-Transienten gestartet 

(Abbildung 26 A vor CoCl2). Die elektrische Stimulation wurde gestoppt und eine 1 mM 

CoCl2-Messlösung wurde für 10 Minuten direkt in die Kulturschälchen gegeben. Co 

bindet an den Farbstoff mit einer höheren Affinität als Ca, ohne ein Fluoreszenzsignal zu 

zeigen (Spence & Johnson, 2010). Im Gegensatz zu Ca wird es jedoch nicht in die 

Mitochondrien transportiert (Petronilli et al., 1999). Der in den Mitochondrien 

akkumulierte X-Rhod-1-Farbstoff bindet das in der mitochondrialen Matrix vorhandene 

Ca und zeigt so ein Ca-abhängiges mitochondriales Fluoreszenzsignal. Der im 

Cytoplasma an das Co-gebundene X-Rhod-1-Farbstoff kann dagegen kein 

Fluoreszenzsignal mehr zeigen (Davidson et al., 2007; Seidlmayer et al., 2016). Am 

Ende der 10 Minuten wurde die CoCl2-Messlösung durch Co-freie Messlösung ersetzt 

und die Feldstimulation bei 1 Hz wieder aufgenommen. So wurden die X-Rhod-1-

Fluoreszenztransienten erneut in denselben Zellen und in denselben Fokusebenen 

aufgezeichnet (Abbildung 26 A nach CoCl2). Vor den 1 Hz Aufnahmen wurde jeweils 

eine Linescan-Aufnahme ohne Stimulation aufgenommen. Dabei waren alle Aufnahmen 

5 s lang (entspricht 1600 Linien). Bei der anfänglichen Beladung zeigte X-Rhod-1 eine 
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relativ einheitliche Fluoreszenz im Cytoplasma der atrialen Myozyten, wobei einige 

Regionen eine höhere Fluoreszenz aufwiesen. Erst nach der CoCl2-Behandlung zeigte 

sich eine insgesamt geringere X-Rhod-1-Fluoreszenz und in den Linescan-Aufnahmen 

wurde ein gestreiftes Fluoreszenzmuster sichtbar. Dies stammte vermutlich aus den 

Mitochondrien und deutete auf eine erfolgreiche Auslöschung des cytosolischen X-

Rhod-1-Fluoreszenzsignals hin. In Abbildung 26 A sind die normalisierten X-Rhod-1-

Fluoreszenzspuren unter den Originalaufnahmen der Linescan-Bilder zu sehen und in C 

der Vergleich der elektrisch stimulierten CaT vor und nach der CoCl2-Zugabe. Sowohl in 

den normalisierten Fluoreszenzspuren als auch in den Balkendiagrammen (Abbildung 

26 C, ΔF/Frest) zeigten die mitoCaT (gemessen nach CoCl2) eine kleinere Amplitude als 

die CaT der gesamten Zelle (gemessen vor CoCl2), die wiederum vom cytosolischen 

Signal dominiert wurden. Im Allgemeinen reduzierte die CoCl2-Behandlung die 

systolische Fluoreszenz (F/Frest) um 22 % (von 1,82±0,09 auf 1,34±0,06, P=0,0015) und 

die Amplitude (ΔF/Frest) um 49 % (von 0,71±0,08 auf 0,31±0,06, P=0,002; Abbildung 26 

C). Der Einschub in Abbildung 26 B zeigt die normalisierten gemittelten CaT aus den 

Aufzeichnungen von Abbildung 26 A vor (grau) und nach (dunkelrot) der CoCl2-

Behandlung. Dies ermöglichte einen direkten Vergleich der Kinetik der CaT der ganzen 

Zelle sowie der Mitochondrien. Dabei zeigten die mitoCaT (nach CoCl2) der 

Vorhofmyozyten eine viel schnellere Abfallzeitkonstante  als die CaT der gesamten 

Zelle (vor CoCl2). Im Durchschnitt wurde die Abfallzeitkonstante  von 103±16 ms vor 

auf 75±10 ms nach der CoCl2-Behandlung reduziert (Abbildung 26 C, P=0,0302). 

Zusammenfassend deuten die hier gezeigten Ergebnisse daraufhin, dass die CoCl2-

Behandlung das cytosolische X-Rhod-1-Fluoreszenzsignal effektiv löscht und das 

verbleibende X-Rhod-1-Signal aus den Mitochondrien stammt. Somit stellt die X-Rhod-

1/CoCl2-Färbung eine geeignete Methode zum Nachweis dynamischer mitochondrialer 

Ca-Veränderungen in Vorhofmyozyten dar. Besonders auffallend ist, dass die auf diese 

Weise gemessenen mitoCaT eine andere Kinetik zeigen als die CaT der gesamten Zelle, 

die in denselben Zellen mit demselben calciumbindenden Farbstoff gemessen wurden. 

Dies weist daraufhin, dass die Mitochondrien des Herzens mit leistungsfähigen 

calciumregulierenden Transportmechanismen ausgestattet sind.  
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Abbildung 26: Messung mitochondrialer X-Rhod-1-Fluoreszenz nach CoCl2-vermittelter Auslöschung des 
cytosolischen X-Rhod-1-Fluoreszenzsignal 

Zur Überprüfung einer ausreichenden Fluoreszenzauslöschung mittels CoCl2 wurden die mit der X-Rhod-1-
Färbung erhaltenen Fluoreszenzen in denselben Zellen sowohl vor als auch nach Zugabe von 1 mM CoCl2 

aufgezeichnet. A) Originale Linescan-Bilder der X-Rhod-1-Fluoreszenz-Transienten atrialer Myozyten von 
WKY bei 1 Hz Stimulation vor (links) und nach (rechts) Applikation von 1 mM CoCl2 und den entsprechenden 
normalisierten Fluoreszenzspuren (unten). B) Gemittelte X-Rhod-1-Fluoreszenztransienten aus A. C) 
Quantifizierung der CaT vor (grau) und nach CoCl2-Behandlung (dunkelrot). Von links nach rechts: 

Systolisches Calcium (F/Frest), CaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante  von n=15 
atrialen Myozyten von N=5 WKY. Gepaarter Student-t-Test, *P<0,05, **P<0,01. Der Display Range beträgt: 
6099-22472 (nach Hintergrundkorrektur). 

 

3.1.2 Bestimmung der mitochondrialen Lokalisation von X-Rhod-1 
mittels MitoTracker Green 
 
Die korrekte mitochondriale Lokalisierung von X-Rhod-1 wurde mit Hilfe des 

mitochondrialen Markers MitoTracker Green (MTG) untersucht. Dieser Farbstoff 

akkumuliert unabhängig vom mitochondrialen Membranpotential in den Mitochondrien 

und zeigt eine hellgrüne Fluoreszenz (Spence & Johnson, 2010). Durch den Vergleich 

der entstehenden Fluoreszenzmuster von MTG und X-Rhod-1 kann überprüft werden, 

ob sich X-Rhod-1 tatsächlich in den Mitochondrien anreichert, und ob das gestreifte 

Fluoreszenzmuster, welches nach CoCl2-Behandlung deutlich sichtbar wird, mit der 

Lokalisation der Mitochondrien übereinstimmt. Die atrialen Kardiomyozyten wurden 

dafür zunächst nur mit X-Rhod-1/CoCl2 beladen. Anschließend wurde MTG (25 nM) 

direkt in das Kulturschälchen pipettiert und nach 30 Minuten wurden Linescan-Bilder 

(1600 Linien, 5 s) für die Fluoreszenz von X-Rhod-1 (λex= 543 nm, λem= 560 – 615 nm) 
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und MTG (λex= 488 nm, λem= 505 – 530 nm) von denselben Zellen am LSM 510 ohne 

Stimulation aufgenommen. Abbildung 27 A links zeigt ein originales Linescan-Bild eines 

mit X-Rhod-1-beladenen und anschließend mit CoCl2-behandelten atrialen Myozyten 

und rechts die gleiche Zelle nach 30-minütiger Inkubation mit MTG. Das Profil der X-

Rhod-1- und MTG-Fluoreszenz über die gesamte Breite der Zelle ist unter den Linescan-

Aufnahmen dargestellt (Abbildung 27 B). Dabei war zu erkennen, dass die Spitzen der 

X-Rhod-1-Fluoreszenz (rote Linie), angezeigt durch die gepunkteten vertikalen Linien, 

von den Spitzen der MTG-Fluoreszenz (grüne Linie) begleitet wurden. Diese 

Beobachtung wurde in insgesamt n=35 atrialen Myozyten gemacht (N=6), die 

gleichzeitig mit X-Rhod-1 und MTG gefärbt wurden. Diese Überlappung der X-Rhod-1- 

und der MTG-Fluoreszenzspitzen deutet stark daraufhin, dass sich X-Rhod-1 in den 

Mitochondrien anreichert und ermöglicht zusammen mit der CoCl2-Behandlung die 

verlässliche Messung der mitochondrialen Ca-Dynamik in Vorhofmyozyten. 
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Abbildung 27: Mitochondriale Lokalisation von X-Rhod-1 in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten 

A) Linescan-Bilder (5 s) eines mit X-Rhod-1 (links, rot)-beladenen Vorhofmyozyten und nach 30-minütiger 
Inkubation mit MTG (rechts, grün.) B) Überlappende Fluoreszenzsignale beider Farbstoffe über die gesamte 

Breite der Zelle. Die Fluoreszenzspitzen sind durch die gestrichelten vertikalen Linien gekennzeichnet.  
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3.2 Grundcharakterisierung der mitoCa-Regulation in 
Vorhofmyoyzten von WKY-Ratten 

 

3.2.1 MitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten unter basaler und 
erhöhter elektrischer Stimulationsfrequenz   

 
Zur Charakterisierung der mitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY wurden diese, nach 

Färbung mit X-Rhod-1/CoCl2, am LSM 510 mit einer basalen Frequenz von 0,5 Hz 

elektrisch stimuliert. Dabei wurden die Zellen kontinuierlich durch das 

Superfusionssystem mit Messlösung überspült. Eine erste Linescan-Aufnahme wurde 

etwa 3 – 4 Minuten nach Beginn der elektrischen Stimulation gestartet. Anschließend 

wurde die Stimulation für eine Minute gestoppt. Nach Ablauf dieser Minute wurde erneut 

eine Aufnahme (ohne Stimulation) gestartet, um die Ruhefluoreszenz (Frest) der 

jeweiligen Zelle zu ermitteln. Danach wurde wieder mit 0,5 Hz stimuliert und nach 20 s 

eine Aufnahme gestartet. Zeigte die Zelle bei diesem Schritt gleichmäßige CaT, so 

wurde sie für das folgende Frequenzprotokoll verwendet. Das Frequenzprotokoll 

bestand aus einer Erhöhung der Frequenz von 0,5 Hz zunächst auf 1 Hz für 20 s und 

schließlich auf 2 Hz für 20 s gefolgt von einer weiteren Minute, in der die Stimulation 

gestoppt wurde. Dabei wurde gegen Ende jeder Frequenz eine Linscan-Aufnahme 

gestartet. Um die mitoCaT mit den cytoCaT zu vergleichen, wurde das gleiche Protokoll 

auch an Vorhofmyozyten angewendet, die mit Fluo-4 beladen wurden. Alle Aufnahmen 

hatten eine Dauer von ≈ 5 s (1600 Linien). In Abbildung 28 A sind originale Linescan-

Aufnahmen einer mit X-Rhod-1-beladenen atrialen Zelle bei den verschiedenen 

Frequenzen (0,5, 1, 2 Hz, je 2 s) gezeigt. Darunter sind die normalisierten X-Rhod-1-

Fluoreszenzspuren für alle drei Frequenzen dargestellt. Entsprechend ist eine Fluo-4-

beladene atriale Zelle mit den normalisierten Fluo-4-Fluoreszenzspuren in Abbildung 28 

B abgebildet. Die jeweiligen analysierten Parameter der mitoCaT und cytoCaT sind in 

Abbildung 28 C (mitoCaT) und D (cytoCaT) dargestellt. Sowohl die mitoCaT als auch die 

cytoCaT zeigten einen signifikanten Anstieg des diastolischen Ca mit zunehmender 

Frequenz (mitoCaT: von 1,020,01 bei 0,5 Hz auf 1,060,01 bei 2 Hz F0/Frest, P<0,0001; 

cytoCaT: von 1,080,01 bei 0,5 Hz auf 1,530,05 bei 2 Hz F0/Frest, P<0,0001). Das 

systolische Ca sowie die Amplitude der cytoCaT zeigten dagegen keine Veränderung. 

Auch die mitoCaT wiesen keinen signifikanten Unterschied im systolischen Ca bei einer 

Erhöhung der Frequenz auf, allerdings zeigte sich eine signifikante Reduktion der 

Amplitude bei 2 Hz (von 0,250,02 bei 0,5 Hz auf 0,190,01 bei 2 Hz ΔF/Frest, P=0,0011). 

Bei der Betrachtung der kinetischen Parameter blieb die Anstiegszeit in beiden Fällen 

ohne große Änderung, während die Abfallzeitkonstante  bei hohen Frequenzen 
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signifikant schneller wurde (mitoCaT: von 925 ms bei 0,5 Hz auf 575 ms bei 2 Hz, 

P<0,0001; cytoCaT: von 15610 ms bei 0,5 Hz auf 1157 ms bei 2 Hz, P=0,004). Die 

dargestellten Ergebnisse deuten darauf hin, dass atriale Kardiomyozyten bei jeder 

elektrischen Stimulation einen mitoCaT zeigen, also bei jeder Stimulation der Zelle Ca 

von den Mitochondrien aufgenommen und wieder abgegeben wird. Weiterhin zeigt sich, 

dass bei einer Erhöhung der Frequenz das diastolische Ca ansteigt, die Amplitude der 

mitoCaT abnimmt und die Abfallzeitkonstante schneller wird. Ein ähnliches Verhalten ist 

auch bei den cytoCaT zu erkennen. Dies lässt darauf schließen, dass die mitoCaT 

abhängig von den cytoCaT gebildet werden. 

 

 
Abbildung 28: MitoCaT und cytoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten im Vergleich 

A) Originale Linescan-Aufnahmen von mitoCaT (2 s) bei 0,5, 1, und 2 Hz Stimulation einer Vorhofzelle von 
WKY (oben) und die entsprechenden normalisierten X-Rhod-1-Fluoreszenzspuren für alle drei Frequenzen 
(unten). B) Originale Linescan-Aufnahmen von cytoCaT (2 s) bei 0,5, 1, und 2 Hz Stimulation einer 
Vorhofzelle von WKY (oben) und die entsprechenden normalisierten Fluo-4-Fluoreszenzspuren für alle drei 
Frequenzen (unten). C) Analysierte Parameter der mitoCaT (rot) bei den verschiedenen Frequenzen. Von 
links nach rechts: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), mitoCaT-Amplitude 

(ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante . D) Analysierte Parameter der cytoCaT (grau) bei den 
verschiedenen Frequenzen. Von links nach rechts: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium 

(F/Frest), cytoCaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante . WKY-Vorhofzellen mit X-
Rhod-1/CoCl2-Beladung: n=83, N=22; WKY-Vorhofzellen mit Fluo-4-Beladung: n=65, N=13; Kruskal-Wallis-
Test mit Dunn's Post-hoc-Test, *P<0,05, **P<0,01, ****P<0,0001. Display Range X-Rhod-1: 5200-13878 
(nach Hintergrundkorrektur); Display Range Fluo-4: 0-1727 (nach Hintergrundkorrektur).  
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3.2.2 Vorhofmyozyten von WKY-Ratten zeigen eine verminderte 
Zellverkürzung nach Cytochalasin D-Behandlung  
 
Um sicherzustellen, dass die mitoCaT der Vorhofmyozyten nicht durch 

Bewegungsartefakte der Zellen während der Kontraktion beeinflusst wurden, wurde 

Cytochalasin D (CytoD) eingesetzt. CytoD hemmt als Aktinfilamentblocker die 

Kontraktion der Kardiomyozyten. Dadurch sind die CaT während der Stimulation der 

Myozyten weiterhin sichtbar und aufgrund der stillgelegten Kontraktion ohne 

Beeinflussung von Bewegungsartefakten (Undrovinas & Maltsev, 1998).  

Die Vorhofmyozyten wurden entweder mit X-Rhod-1/CoCl2 oder mit Fluo-4 beladen. 

Zunächst wurde der Einfluss von CytoD auf die Zellverkürzung der Vorhofmyozyten bei 

elektrischer Stimulation mit 0,5 Hz untersucht. Für diese Zellverkürzungsexperimente 

wurde die Linie im Linescan-Modus des LSM 510 in Längsrichtung (longitudinal) der 

Zelle positioniert (Abbildung 29 A und C oben). Die Vorhofmyozyten wurden mit 0,5 Hz 

elektrisch stimuliert und eine Linescan-Aufnahme aufgezeichnet (1600 Linien, 5 s). 

Anschließend wurden die Zellen über das Superfusionssystem mit einer 10 μM CytoD-

Lösung kontinuierlich superfundiert und weiter mit 0,5 Hz stimuliert. Nach 12 Minuten 

wurde ein weiterer Linescan aufgenommen (1600 Linien, 5 s). Aus den Aufnahmen vor 

und nach der CytoD-Behandlung konnte anhand der longitudinalen Linie die 

Zellverkürzung (die durch die Kontraktion der Zelle entsteht) ermittelt werden. In 

Abbildung 29 A sind originale Linescan-Aufnahmen von mitoCaT vor (links) und nach 

(rechts) CytoD-Behandlung dargestellt und unter den jeweiligen Linescan-Aufnahmen 

die korrespondierenden normalisierten mitochondrialen Fluoreszenzspuren. In C ist das 

Gleiche für cytoCaT gezeigt. Sowohl in den Linescan-Aufnahmen als auch in den 

Balkendiagrammen (Abbildung 29 B und D) ist erkennbar, dass CytoD die 

Zellverkürzung während der Stimulation deutlich reduzierte (für X-Rhod-1/CoCl2-

beladene Vorhofzellen: P<0,0001, für Fluo-4-beladene Vorhofzellen: P=0,0037), die 

CaT aber dennoch sichtbar blieben. Dies ließ darauf schließen, dass CytoD die 

Kontraktion der Zellen deutlich verminderte aber kaum einen Einfluss auf die CaT besaß.  
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Abbildung 29: Cytochalasin D verringert die Zellverkürzung in Vorhofmyozyten 

A) Originale Linescan-Bilder von mitoCaT atrialer Myozyten von WKY bei 0,5 Hz Stimulation vor (links) und 
nach (rechts) Superfusion mit 10 µM CytoD und die entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren 
(unten). Schematische Darstellung einer Vorhofzelle mit longitudinal positionierter Scanlinie (oben). B) 
Zellverkürzung in mit X-Rhod-1/CoCl2-beladenen Zellen. C) Originale Linescan-Bilder von cytoCaT atrialer 
Myozyten von WKY bei 0,5 Hz Stimulation vor (links) und nach (rechts) Superfusion mit 10 µM CytoD und 
die entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren (unten). Schematische Darstellung einer Vorhofzelle 
mit longitudinal positionierter Scanlinie (oben). Die grauen Kästen zeigen je die Hälfte der Zelle mit einem 
Transient. Vor CytoD-Behandlung erkennt man am unteren Ende eine Welle, die durch die Kontraktion der 
Zelle entsteht und die nach CytoD-Behandlung nicht mehr vorhanden ist.  D) Zellverkürzung in Fluo-4-
beladenen Zellen. WKY-Vorhofzellen mit X-Rhod-1/CoCl2-Beladung: n=38, N=9; WKY-Vorhofzellen mit 
Fluo-4-Beladung: n=9, N=4. Gepaarter Student t-Test oder Wilcoxon-Test, **P<0,01, ****P<0,0001. Display 
Range X-Rhod-1: 1903-11048 (nach Hintergrundkorrektur), Display Range Fluo-4: 137-919 (nach 
Hintergrundkorrektur).  

 

3.2.3 MitoCaT und cytoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten 
unter Cytochalasin D-Behandlung 
 
Für die Überprüfung, ob die Kontraktion der Zelle einen Einfluss auf die mitoCaT hat, 

wurden diese vor (mit Kontraktion) und nach (ohne Kontraktion) CytoD-Behandlung 

gemessen und miteinander verglichen. Zur Aufnahme mitoCaT und cytoCaT vor und 

nach CytoD-Behandlung wurden die atrialen Zellen von WKY-Ratten entweder mit Fluo-

4 (cytoCaT) oder mit X-Rhod-1/CoCl2 (mitoCaT) beladen. Dann erfolgte die Messung am 

LSM 510 mit 0,5 Hz und anschließendem Frequenzprotokoll im Linescan-Modus mit der 
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Laserlinie transversal zur Längsachse der Zelle. Darauffolgend wurde eine 10 μM 

CytoD-Lösung für 12 Minuten zugegeben, während die Zellen mit 0,5 Hz stimuliert 

wurden. Am Ende der 12 Minuten wurde dann das Frequenzprotokoll erneut 

durchgeführt. Alle Aufnahmen hatten eine Dauer von ≈ 5 s (1600 Linien).  

In Abbildung 30 sind die untersuchten Parameter vor (-) und nach (+) CytoD-Behandlung 

bei basaler elektrischer Stimulation (0,5 Hz) der cytoCaT (A) und der mitoCaT (B) 

dargestellt. Nach 12 Minuten CytoD-Behandlung zeigte sich kein Unterschied in den 

diastolischen Ca-Werten der cytoCaT aber eine signifikante Reduktion um  25 % der 

systolischen Ca-Werte (F/Frest: von 4,830,28 auf 3,620,18, P<0,0001) und um  30 % 

der Amplitude der cytoCaT (ΔF/Frest; von 3,740,27 auf 2,550,18, P<0,0001). Die 

Anstiegszeit verlangsamte sich (von 383 ms auf 795 ms, P<0,0001), während die 

Abfallzeitkonstante  keine Veränderung erkennen ließ (Abbildung 30 A). Ein ähnliches 

Bild ergab sich auch bei der Untersuchung der mitoCaT. Hier ergab sich eine Reduktion 

um  10 % der systolischen Ca-Werte (F/Frest: von 1,330,05 auf 1,170,02, P=0,0012) 

und um  45 % der Amplitude (ΔF/Frest; von 0,330,05 auf 0,180,02, P=0,0028). Die 

diastolischen Ca-Werte sowie die kinetischen Parameter (Anstiegszeit und 

Abfallzeitkonstante) blieben unverändert.  
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Abbildung 30: CytoCaT und mitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY bei basaler Stimulationsfrequenz vor 
und nach CytoD-Behandlung sowie die cytoCaT in Vorhofmyozyten von WKY ohne CytoD-Behandlung 

A) Analysierte Parameter der cytoCaT (grau) vor und nach 12 Minuten Behandlung mit 10 μM CytoD bei 
elektrischer Stimulation von 0,5 Hz. Von links nach rechts: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches 

Calcium (F/Frest), cytoCaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante . B) Analysierte 
Parameter der mitoCaT (rot) vor und nach 12 Minuten Behandlung mit 10 μM CytoD bei elektrischer 
Stimulation von 0,5 Hz. Von links nach rechts: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), 

mitoCaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante . C) Analysierte Parameter der cytoCaT 
(grau) zu Beginn und nach 12 Minuten bei elektrischer Stimulation von 0,5 Hz (ohne CytoD-Behandlung). 
Von links nach rechts: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), cytoCaT-Amplitude 

(ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante .  WKY-Vorhofzellen mit X-Rhod-1/CoCl2-Beladung: n=16, 
N=6; WKY-Vorhofzellen mit Fluo-4-Beladung: n=48, N=10; WKY-Vorhofzellen mit Fluo-4-Beladung ohne 
CytoD-Behandlung: n=13, N=6. Gepaarter Student t-Test oder Wilcoxon-Test, *P<0,05, **P<0,01, 

***P<0,001, ****P<0,0001. 

 
Im nächsten Schritt wurde auch die Frequenzabhängigkeit der CaT atrialer Myozyten 

nach CytoD-Behandlung untersucht (Abbildung 31). Beim Vergleich der 

Frequenzabhängigkeit der cytoCaT vor und nach CytoD-Behandlung zeigte sich hier ein 

Anstieg im diastolischen Ca mit ähnlichem Verlauf der beiden Kurven. Bei 2 Hz wiesen 

die cytoCaT ohne CytoD-Behandlung allerdings signifikant höhere diastolische Ca-

Werte auf (Abbildung 31 A, F0/Frest: 1,500,06 (-) vs. 1,340,03 (+), P=0,014). Die schon 

bei der basalen Stimulation signifikant reduzierten systolischen Ca-Werte und die 
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erniedrigten Amplituden der cytoCaT unter CytoD-Behandlung blieben auch bei den 

erhöhten Frequenzen reduziert (Abbildung 31 A, F/Frest: 2 Hz 5,140,29 (-) vs. 3,320,19 

(+), P<0,0001; ΔF/Frest; 2 Hz 3,640,28 (-) vs. 1,980,18 (+), P<0,0001). Während die 

Anstiegszeit bei allen Frequenzen nach CytoD-Behandlung deutlich langsamer war, 

konnte bei der Abfallzeitkonstante kaum ein Unterscheid festgestellt werden (Abbildung 

31 A, unten). In Abbildung 31 B sind die gleichen Parameter für die mitoCaT dargestellt. 

Die diastolischen Ca-Werte und die Anstiegszeit ließen keinen Unterschied zwischen 

den mitoCaT vor und nach CytoD-Behandlung erkennen. Wie bei den cytoCaT zeigten 

auch hier die systolischen Ca-Werte sowie die Amplituden der mitoCaT eindeutig 

niedrigere Werte bei jeder gemessenen Frequenz nach CytoD-Behandlung (F/Frest: 2 Hz 

1,280,05 (-) vs. 1,130,02 (+), P=0,008; ΔF/Frest: 2 Hz 0,260,04 (-) vs. 0,130,02 (+), 

P=0,028). Die Abfallzeitkonstante der mitoCaT vor CytoD-Behandlung war bei allen 

gemessen Frequenzen etwas langsamer als nach CytoD-Behandlung (P=0,037). 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass sich die cytoCaT und die mitoCaT nach 12 

Minuten CytoD-Behandlung in ihrem Verhalten ähneln. So zeigten die cytoCaT und die 

mitoCaT bei basaler Frequenz (0,5 Hz) nach CytoD-Behandlung weder Änderungen in 

den diastolischen Ca-Werten noch in der Abfallzeitkonstante. Allerdings wurde eine 

Reduktion der systolischen Ca-Werte und der Amplitude der CaT nach CytoD-

Behandlung gemessen. Bei allen gemessenen Frequenzen (0,5 Hz, 1 Hz und 2 Hz) lag 

das systolische Ca sowie die Amplitude der cytoCaT und der mitoCaT nach CytoD-

Behandlung bei niedrigeren Werten als davor. Lediglich die kinetischen Parameter 

verhielten sich unterschiedlich. Nach CytoD-Behandlung zeigten die cytoCaT eine 

langsamere Anstiegszeit, wohingegen die mitoCaT eine schnellere Abfallzeitkonstante 

aufwiesen.  
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Abbildung 31: Frequenzabhängigkeit der cytoCaT und der mitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY vor und 
nach CytoD-Behandlung sowie die cytoCaT in Vorhofmyozyten von WKY ohne CytoD-Behandlung 

A) Analysierte Parameter der cytoCaT bei 0,5, 1 und 2 Hz Stimulation vor und nach 12 Minuten CytoD-
Behandlung. Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). 
Unten: Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante B) Analysierte Parameter der mitoCaT bei 0,5, 1 und 2 Hz 
Stimulation vor und nach 12 Minuten CytoD-Behandlung. Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), 
systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). Unten: Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante. C) 
Analysierte Parameter der cytoCaT (grau) 0,5, 1 und 2 Hz Stimulation zu Beginn und nach 12 Minuten 
Stimulation (ohne CytoD-Behandlung). Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), 
Amplitude (ΔF/Frest). Unten: Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante. WKY-Vorhofzellen mit X-Rhod-1/CoCl2-
Beladung: n=16, N=6; WKY-Vorhofzellen mit Fluo-4-Beladung: n=48, N=10; WKY-Vorhofzellen mit Fluo-4-
Beladung ohne CytoD-Behandlung: n=13, N=6. Zweiwege-ANOVA gefolgt von Bonferroni’s multiple 
comparisons Test. *P<0,05, **P<0,01, ***P<0,001, ****P<0,0001. 
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3.2.4 CytoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten zeigen 
zeitabhängige Veränderungen, die denen nach CytoD-Behandlung 
ähneln   
 
Um zu überprüfen, ob es sich bei den Veränderungen unter CytoD um Wirkungen des 

Aktin-Inhibitors handelt, wurden unbehandelte Kontrollen vermessen. Dazu wurden die 

Vorhofzellen mit Fluo-4 beladen und demselben Protokoll wie in 3.2.3 beschrieben 

unterworfen. Allerdings wurden diese Zellen über den gesamten Versuchsablauf nur mit 

Messlösung überspült, die kein CytoD enthielt. In Abbildung 30 C sind die analysierten 

Parameter der cytoCaT dieser unbehandelten Kontrollen dargestellt. Ähnlich wie die 

CytoD-behandelten Kardiomyozyten zeigten auch die unbehandelten Kontrollen nach 

12 Minuten eine deutliche Reduktion der systolischen Ca-Werte und der Amplitude der 

cytoCaT (F/Frest: von 3,970,31 auf 3,060,32, P=0,0013; ΔF/Frest: von 2,930,30 auf 

1,950,30, P=0,0006). Ebenfalls wiesen die unbehandelten Kontrollen eine 

Verlangsamung der Anstiegszeit auf (von 334 ms auf 566 ms, P=0,0113).  

Auch der direkte Vergleich der Frequenzabhängigkeit der cytoCaT nach CytoD-

Behandlung mit den unbehandelten Kontrollen zeigte, dass die CaT in beiden Fällen 

einen vergleichbaren Verlauf aufwiesen. Wie in Abbildung 31 C dargestellt, ließ sich ein 

Anstieg in den diastolischen Ca-Werten der cytoCaT der unbehandelten Kontrolle bei 

Erhöhung der Frequenz erkennen, sowohl zu Beginn als auch nach den 12 Minuten 

Stimulation. Die systolischen Ca-Werte sowie die Amplitude der cytoCaT der 

unbehandelten Kontrollen waren, wie bei den cytoCaT die mit CytoD behandelt wurden 

(Abbildung 31 A), bei allen gemessenen Frequenzen stark reduziert (zu Beginn vs. nach 

12 Minuten Stimulation, F/Frest: P=0,0014; ΔF/Frest: P=0,001; Abbildung 31 C, oben). 

Weiterhin zeigten die unbehandelten Kontrollen nach 12 Minuten Stimulation auch eine 

langsamere Anstiegszeit der cytoCaT (P=0,0004), während die Abfallzeitkonstante der 

cytoCaT keine zeitabhängigen Unterschiede bei den verschiedenen Frequenzen 

aufwies. Generell zeigten die cytoCaT der unbehandelten Kontrollen – sowohl beim 

basalen Vergleich bei 0,5 Hz Stimulation als auch beim Vergleich der 

Frequenzabhängigkeit – ein ähnliches Verhalten wie die cytoCaT der CytoD-

behandelten Zellen. Dies lässt darauf schließen, dass die beobachteten Veränderungen 

der CaT nach CytoD-Behandlung nicht oder nur in einem geringen Umfang auf die 

Behandlung mit CytoD zurückzuführen sind. Viel mehr lässt sich eine zeitabhängige 

Veränderung der CaT beobachten – im Sinne eines „Rundowns“. Grundsätzlich zeigen 

diese Untersuchungen, dass auch nach Unterdrückung der Kontraktion sowohl cytoCaT 

als auch mitoCaT messbar waren, die denen ohne CytoD-Behandlung ähneln.  
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3.3 MitoCa-Regulation in Vorhofmyozyten spontan-hypertensiver 
Ratten (SHR) 
 

3.3.1 MitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR bei basaler (0,5 Hz) 
Stimulation zeigen keinen Unterschied zu mitoCaT in 
Vorhofmyozyten von WKY-Ratten 
 
Bluthochdruck ist eine der Hauptursachen für das Entstehen einer pathologischen 

Herzhypertrophie. Eine chronische linksventrikuläre Hypertrophie wiederum kann zu 

einem fortschreitenden maladaptiven Remodeling und einer Herzinsuffizienz führen 

(McDonagh et al., 2021). Weiterhin verursacht Bluthochdruck auch ein Remodeling des 

linken Vorhofs, was zu einer kontraktilen Dysfunktion des Vorhofs und zu Vorhofflimmern 

führen kann (Kockskämper & Pluteanu, 2022). Eine veränderte intrazelluläre Ca-

Regulation und eine veränderte Ca-abhängige Regulation der Transkription konnten 

eindeutig mit der Pathogenese der Hypertrophie und Herzinsuffizienz in Verbindung 

gebracht werden (Backs et al., 2009; Wilkins et al., 2004). Weniger gut untersucht und 

immer noch ungeklärt dagegen bleibt die Frage, ob es in frühen Stadien der 

hypertensiven Herzerkrankung auch schon zu Veränderungen im mitoCa kommt. Um 

dies zu untersuchen, wurden von 12 – 16 Wochen alten (frühes Stadium der 

hypertensiven Herzerkrankung) männlichen spontan-hypertensiven Ratten (SHR) 

intakte Vorhofmyozyten isoliert und im Hinblick auf die mitoCa-Regulation analysiert. 

Zunächst wurden hierfür die isolierten Vorhofmyozyten mit X-Rhod-1/CoCl2 beladen und 

am LSM 510 im Linescan-Modus vermessen. Dazu wurde erneut das Protokoll, welches 

in Abschnitt 3.2.1 beschrieben wurde, verwendet. Abbildung 32 A zeigt eine originale 

Linescan-Aufnahme eines Vorhofmyozyten isoliert aus einer SHR und rechts daneben 

die normalisierte und gemittelte X-Rhod-1-Fluoreszenz bei allen gemessenen 

Frequenzen (0,5, 1 und 2 Hz). In Abbildung 32 B sind die analysierten Parameter 

dargestellt (Vergleich WKY: Abbildung 28 C). Die bei 0,5 Hz Stimulation 

aufgenommenen mitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR (n=56) zeigten im Vergleich zu 

den mitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten (n=83) keine signifikanten 

Unterschiede im diastolischen Ca, systolischen Ca und in der Amplitude der mitoCaT 

(F0/Frest: 1,020,01 WKY vs. 1,020,0003 SHR, P=0,15; F/Frest: 1,260,02 WKY vs. 

1,260,02 SHR, P=0,85; ΔF/Frest: 0,250,02 WKY vs. 0,240,02 SHR, P=0,91). Auch die 

Anstiegszeit und die Abfallzeitkonstante der mitoCaT wiesen keine Unterschiede 

zwischen den beiden Gruppen auf (Anstiegszeit: 514 ms WKY vs. 556 ms SHR, 

P=0,7; : 925 ms WKY vs. 988 ms SHR, P=0,91).   
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Abbildung 32: MitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR bei 0,5, 1 und 2 Hz 

A) Originale Linescan-Aufnahmen (links) von mitoCaT bei 0,5, 1, und 2 Hz Stimulation einer Vorhofzelle von 
SHR und die entsprechenden normalisierten X-Rhod-1-Fluoreszenzspuren für alle drei Frequenzen (rechts). 
B) Analysierte Parameter der mitoCaT bei 0,5, 1 und 2 Hz Stimulation. Von links nach rechts: Diastolisches 
Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), mitoCaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und 

Abfallzeitkonstante . SHR: n=56, N=15; Display Range X-Rhod-1 SHR: 7799 – 22001 (nach 
Hintergrundkorrektur). Kruskal-Wallis-Test mit Dunn's Post-hoc-Test, *P<0,05, **P<0,01, ***P<0,001, 
****P<0,0001. 

 

3.3.2 MitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR zeigen eine ähnliche 
Frequenzabhängigkeit wie mitoCaT in Vorhofmyozyten von WKY-
Ratten 
 
Als nächstes wurde auch die Frequenzabhängigkeit der mitoCaT in Vorhofmyozyten von 

SHR untersucht und mit den Werten der mitoCaT von WKY-Ratten verglichen. In 

Abbildung 32 B sind die analysierten Parameter der mitoCaT in Vorhofmyozyten von 

SHR dargestellt. Das diastolische Ca stieg mit zunehmender Frequenz an (F0/Frest: von 

1,020,003 bei 0,5 Hz auf 1,070,01 bei 2 Hz, P<0,0001). Das systolische Ca veränderte 

sich bei den höheren Frequenzen kaum, während die Amplitude der mitoCaT bei den 

erhöhten Frequenzen abnahm (F/Frest: von 0,240,02 bei 0,5 Hz auf 0,180,01 bei 

2 Hz, P=0,0001). Die Abfallzeitkonstante wurde mit zunehmender Frequenz signifikant 

kleiner (: von 988 ms bei 0,5 Hz auf 525 ms bei 2 Hz, P<0,0001).  

Insgesamt ergab sich ein ähnliches Bild wie bei der Frequenzabhängigkeit der mitoCaT 

in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten. In Tabelle 22 sind die MittelwerteSEM der 

analysierten Parameter zwischen den beiden Gruppen (WKY vs. SHR) aufgelistet. Beim 

Vergleich dieser Werte konnte kein signifikanter Unterschied festgestellt werden, weder 
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bei basaler (0,5 Hz) Stimulation noch bei den erhöhten Stimulationsfrequenzen (1 Hz 

und 2 Hz). Dies deutet daraufhin, dass in den frühen Stadien der hypertensiven 

Herzerkrankung von SHR noch keine messbaren Veränderungen der mitoCaT in 

Vorhofmyozyten stattgefunden haben. 

 

Tabelle 22: Mittelwerte SEM der analysierten Parameter der mitoCaT von WKY und SHR 

 WKY SHR 

Hz 0,5 1 2 0,5 1 2 

F0 / Frest 1,020,01 

 

1,030,01 

 

1,060,01 

 

1.020,00 

 

1.040,01 

 

1.070,01 

 

F / Frest 1,260,02 

 

1,250,02 

 

1,250,02 

 

1,260,02 

 

1,230,02 

 

1,240,02 

 

F / Frest 0,250,02 

 

0,220,02 

 

0,190,01 

 

0,240,02 

 

0,190,02 

 

0,180,01 

 

Anstiegszeit 
(ms) 

514 483 

 

493 

 

556 

 

505 

 

463 

 

Tau (ms) 925 745 

 

575 988 

 

758 

 

525 

 

 
 

3.3.3 Vergleich der Expression mitochondrialer Proteine zwischen 
Vorhofmyokard von SHR und WKY  
 
Nach den funktionellen Messungen wurde zusätzlich die Expression mitochondrialer 

Proteine untersucht, die an der Regulation des mitoCa beteiligt sind. Ca gelangt über 

den VDAC in den Intermembranraum und von dort über den MCU in die mitochondriale 

Matrix. Die Extrusion von Ca aus der mitochondrialen Matrix zurück in den 

Intermembranraum erfolgt hauptsächlich über den NCLX und in einem geringeren 

Ausmaß auch über den LETM1 (Dedkova & Blatter, 2012; Williams et al., 2015). Die 

mitoCa-Konzentration der Matrix wird also vor allem durch das dynamische 

Gleichgewicht zwischen MCU-Ca-Import und NCLX-Ca-Export bestimmt (Williams et al., 

2015). 

In Abbildung 33 sind die untersuchten Proteine (MCU, NCLX, LETM1) aus kardialem 

Vorhofmyokard von WKY und SHR jeweils als originale Western Blot-Abbildungen zu 

sehen, und die gemittelten, auf die Ladekontrollen normalisierten Daten sind in den 

Balkendiagrammen zusammengefasst. Auf einem Immunoblot wurden immer je vier 

WKY und je vier SHR-Proben im Wechsel aufgetragen und die WKY-Daten wurden als 

Referenz (=100 %) verwendet. Abbildung 33 A zeigt die originalen Immunoblots der 

NCLX-Expression und B die dazugehörigen Daten. Dabei wurde die Expression von 

NCLX sowohl auf ein cytosolisches Protein (GAPDH) als auch auf zwei mitochondriale 
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Proteine (VDAC und Tim23) als Ladekontrollen normalisiert. Bereits in den Immunoblots 

(Abbildung 33 A) konnte man eine viel stärkere NCLX-Expression in den SHR-Proben 

als in den WKY-Proben erkennen. Dies spiegelte sich auch in der statistischen 

Auswertung wider. Die Expression von NCLX war nach Normalisierung auf die 

cytosolische Ladekontrolle (GAPDH) um  50 % erhöht (WKY: 1,000,14, SHR: 

1,560,21, P=0,044). Nach Normalisierung auf die mitochondrialen Proteine zeigte sich 

ein ähnliches Bild. Auch hier war die Expression von NCLX in den SHR-Proben um 

 60 % (VDAC; WKY: 1,000,08, SHR: 1,610,21, P=0,003) bzw. um  80 % (Tim23; 

WKY: 1,000,08, SHR: 1,830,16, P=0,0006) signifikant erhöht im Vergleich zu den 

WKY-Proben (Abbildung 33 B). Abbildung 33 C zeigt Immunoblots für LETM1 und in D 

sind die entsprechenden Daten für dieses Protein dargestellt. Wie bei NCLX wurde hier 

ein cytosolisches Protein (GAPDH) zur Normalisierung verwendet und anschließend 

auch ein mitochondriales (Tim23). Die Expression von LETM1 war in den SHR-Proben 

ebenfalls deutlich stärker ausgeprägt als in den WKY-Proben. In den SHR-Proben zeigte 

LETM1, normalisiert auf GAPDH, eine  50 % höhere Expression als in den WKY-

Proben (WKY: 1,000,17, SHR: 1,590,13, P=0,016; Abbildung 33 D). Normalisiert auf 

die mitochondriale Ladekontrolle (Tim23) zeigte LETM1 eine 2,4-fach höhere Expression 

in den SHR-Proben (WKY: 1,000,11, SHR: 2,470,34, P=0,001; Abbildung 33 D).  

Schließlich wurde auch die Expression von MCU untersucht. Der Immunoblot der MCU-

Expression ist in Abbildung 33 E gezeigt und die analysierten Daten in F. Anders als bei 

NCLX und LETM1 konnte hier keine Veränderung der Expression von MCU zwischen 

WKY und SHR festgestellt werden. Sowohl bei der Normalisierung auf die cytosolische 

Ladekontrolle (Vinculin; WKY: 1,000,06, SHR: 1,000,08, P=0,93) als auch auf die 

mitochondriale Ladekontrolle (Tim23; WKY: 1,000,05, SHR: 1,000,06, P=0,94) zeigte 

sich kein signifikanter Unterschied.  
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Abbildung 33: Expression von mitochondrialen Proteinen, die an der Regulation von mitoCa beteiligt sind, 

in atrialem Gewebe von WKY-Ratten und SHR 

A) Originale Immunoblots von NCLX mit GAPDH als cytosolische Ladekontrolle und Tim23 sowie VDAC als 
mitochondriale Ladekontrolle. B) Zusammenfassung der Daten der Proteinexpression von NCLX. C) 
Originale Immunoblots von LETM1 mit GAPDH als cytosolische Ladekontrolle und Tim23 als mitochondriale 
Ladekontrolle. D) Zusammenfassung der Daten der Proteinexpression von LETM1. E) Originale 
Immunoblots von MCU mit Vinculin als cytosolische Ladekontrolle und Tim23 als mitochondriale 
Ladekontrolle. F) Zusammenfassung der Daten der Proteinexpression von MCU. Die Proteinexpression 
wurde jeweils auf die GAPDH- oder Vinculin-Expression als cytosolische Kontrolle sowie auf Tim23 oder 
VDAC als mitochondriale Kontrolle normalisiert und die WKY-Daten dienten als Referenz (=100 %). N=8/8 
(WKY/SHR); ungepaarter Student t-Test oder Mann-Whitney Test, *P<0,05, **P<0,01, ***P<0,001. 
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3.4 Subzelluläre Analyse der cytoCaT und mitoCaT in 
Vorhofmyozyten 
 

3.4.1 CaT in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten zeigen deutliche 
subzelluläre Unterschiede bei 0,5 Hz Stimulation 
 
Die Mitochondrien in adulten Kardiomyozyten werden nach ihrer subzellulären 

Lokalisation eingeteilt. Subsarkolemmale Mitochondrien (SSM) befinden sich direkt 

unter dem Sarkolemm, intermyofibrilläre Mitochondrien (IMFM) liegen zwischen den 

Sarkomeren und perinukleäre Mitochondrien (PNM) befinden sich in unmittelbarer Nähe 

zum Nukleus (Lukyanenko et al., 2009). Alle drei Typen scheinen sich morphologisch 

und wahrscheinlich auch biochemisch voneinander zu unterscheiden (Hackenbrock, 

1968; Hollander et al., 2014; Kononova, 1982; Matlib et al., 1978; Palmer et al., 1977). 

Die PNM erzeugen vermutlich die für die Transkription benötigte Energie (Hollander et 

al., 2014). Die SSM produzieren das ATP, das für den aktiven Transport von Ionen und 

Metaboliten durch das Sarkolemm gebraucht wird, während die Hauptfunktion der IMFM 

die Produktion von ATP für die Muskelkontraktion ist (Hollander et al., 2014; Palmer et 

al., 1977; Rosca & Hoppel, 2013; Shimada et al., 1984). Gallitelli et al. sowie Isenberg 

et al. konnten in zentral und subsarkolemmal gelegenen Mitochondrien den gesamten 

mitochondrialen Ca-Gehalt mittels Elektronenstrahlmikroanalyse in isolierten 

ventrikulären Myozyten von Meerschweinchen messen. Hier konnte gezeigt werden, 

dass bei einer elektrischen Stimulation der Ca-Gehalt in den SSM im Vergleich zu den 

IMFM signifikant anstieg. Zudem kam es während der Systole zu einem dreifach 

höheren Ca-Anstieg in den subsarkolemmalen Mitochondrien als in den zentralen 

(Gallitelli et al., 1999; Isenberg et al., 1993). Auch Mackenzie et al konnten in mit Rhod-

2-beladenen Vorhofmyozyten in den subsarkolemmalen Bereichen mitoCaT mit einer 

größeren Amplitude messen als in den zentralen Bereichen (Mackenzie et al., 2004). 

Weiterhin weisen Vorhofmyozyten auch subzelluläre Unterschiede in den cytoCaT auf, 

wie eine schnellere Anstiegszeit und eine größere Amplitude subsarkolemmaler CaT 

(Blatter et al., 2003a; Kockskämper et al., 2001; Mackenzie et al., 2004). In dieser Arbeit 

wurde erstmals die subzelluläre dynamische mitoCa-Regulation in Vorhofmyozyten der 

verschiedenen Subtypen der Mitochondrien untersucht. Dazu wurden sowohl 

subzelluläre cytoCaT als auch subzelluläre mitoCaT von Vorhofmyozyten von 12 – 16 

Wochen alten männlichen WKY- und SH-Ratten am LSM 510 im Linescan-Modus 

gemessen. Für die cytoCaT wurden die Zellen mit Fluo-4 beladen und für die mitoCaT 

mit X-Rhod-1/CoCl2. Zur Aufnahme der Transienten wurde die Linie transversal zur 

Längsachse der Zelle gelegt unter Vermeidung des Zellkerns. Anschließend wurde das 

gleiche Protokoll wie in Abschnitt 3.2.1 beschrieben durchgeführt. Zur Auswertung der 
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subzellulären CaT wurde jeweils ein subsarkolemmaler Bereich (ss) und ein zentraler 

Bereich (z) ausgesucht und die dazu entsprechende normalisierte Fluoreszenz 

analysiert. In Abbildung 34 sind originale Linescan-Aufnahmen von Vorhofmyozyten mit 

einer X-Rhod-1/CoCl2-Beladung (A) und einer Fluo-4-Beladung (B) dargestellt. Darunter 

befinden sich die jeweiligen Fluoreszenzspuren für einen ausgewählten zentralen 

Bereich (z) und einen subsarkolemmalen Bereich (ss), die durch die Balken und Pfeile 

an den Linescan-Aufnahmen gekennzeichnet wurden. Bereits in den gezeigten 

Fluoreszenzspuren waren die Unterschiede zwischen den beiden Bereichen deutlich 

erkennbar. Sowohl der cytoCaT als auch der mitoCaT war im subsarkolemmalen 

Bereich größer als im zentralen Bereich. Die analysierten Parameter der subzellulären 

CaT der jeweiligen Bereiche sind in Abbildung 34 C (mito; rot) und D (cyto; grau) gezeigt.  

Das diastolische Ca sowie die Abfallzeitkonstante (𝜏) der subzellulären cytoCaT zeigten 

keinen Unterschied zwischen dem zentralen und dem subsarkolemmalen Bereich. 

Allerdings war das systolische Ca sowie die Amplitude der subzellulären cytoCaT im 

subsarkolemmalen Bereich signifikant größer als im zentralen (F/Frest: 4,410,56 z vs. 

5,810,50 ss, P=0,015; ΔF/Frest: 3,330,56 z vs. 4,760,50 ss, P=0,015; Abbildung 34  

D). Auch die Anstiegszeit war im subsarkolemmalen Bereich erheblich schneller als im 

zentralen Bereich (Anstiegszeit: 11820 ms z vs. 3810 ms ss, P=0,0009; Abbildung 34 

D). Diese Ergebnisse entsprachen im Wesentlichen den bereits vorhandenen 

Erkenntnissen (subsarkolemmal höhere Amplitude und schnellere Anstiegszeit).  

Das diastolische Ca der subzellulären mitoCaT lag im subsarkolemmalen Bereich bei 

niedrigeren Werten als im zentralen Bereich (F0/Frest: 0,970,01 z vs. 0,930,02 ss, 

P=0,018). Das systolische Ca sowie die Amplitude der mitoCaT war, wie bei den 

cytoCaT, im subsarkolemmalen Bereich größer als im zentralen (F/Frest: 1,280,03 z vs. 

1,430,06 ss, P=0,0005; ΔF/Frest: 0,310,02 z vs. 0,500,05 ss, P<0,0001; Abbildung 34 

C). Interessanterweise zeigten die kinetischen Parameter der subzellulären mitoCaT ein 

anderes Verhalten als die der subzellulären cytoCaT. Die Anstiegszeit war im 

subsarkolemmalen Bereich langsamer als im zentralen Bereich (374 ms z vs. 484 ms, 

P=0,034), während die Abfallzeitkonstante (𝜏) im zentralen Bereich schneller war als im 

subsarkolemmalen Bereich (𝜏: 594 ms z vs. 704 ms ss, P=0,0008; Abbildung 34 C).  
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Abbildung 34: Subzelluläre Charakteristika der mitoCaT und cytoCaT atrialer Myozyten von WKY-Ratten 

A) Originale Linescan-Aufnahme von mitoCaT bei 0,5 Hz Stimulation. Schwarze Pfeile indizieren die 
Bereiche, die ausgewertet wurden für die zentralen (z) und die subsarkolemmalen mitoCaT (ss) (oben); 
normalisierte Fluoreszenzspur für die zentralen (z, hellrot, links) und die subsarkolemmalen mitoCaT (ss, 
dunkelrot, rechts). B) Originale Linescan-Aufnahme von cytoCaT bei 0,5 Hz Stimulation. Schwarze Pfeile 
indizieren die Bereiche, die ausgewertet wurden für die zentralen (z) und die subsarkolemmalen cytoCaT 
(ss) (oben); normalisierte Fluoreszenzspur für die zentralen (z, hellgrau, links) und die subsarkolemmalen 
cytoCaT (ss, dunkelgrau, rechts). C) Analysierte Parameter der mitoCaT und D) die gleichen Parameter 
dargestellt für cytoCaT. Von links nach rechts: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium 

(F/Frest), CaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante . Z=zentral und 
ss=subsarkolemmal. WKY-Vorhofzellen mit X-Rhod-1/CoCl2-Beladung (mitoCaT): n=37, N=12; WKY-
Vorhofzellen mit Fluo-4-Beladung (cytoCaT): n=15, N=2. Gepaarter Student t-Test oder Wilcoxon-Test, 
**P<0,01, ***P<0,001, ****P<0,0001. Display Range X-Rhod-1: 7293-18267 (nach Hintergrundkorrektur), 
Display Range Fluo-4: 128-973 (nach Hintergrundkorrektur).  

 

3.4.2 Frequenzabhängigkeit der subzellulären cytoCaT und mitoCaT 
in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten  
 
Abbildung 35 zeigt repräsentative Linescan-Aufnahmen eines weiteren Vorhofmyozyten 

von einer WKY-Ratte bei den drei gemessenen Frequenzen (0,5, 1 und 2 Hz). In 

Abbildung 35 B sind die entsprechenden Fluoreszenzspuren für die jeweiligen 

subzellulären Bereiche (ss1, z und ss2) dargestellt. Die im zentralen Bereich 

aufgenommenen mitoCaT waren viel kleiner als die subsarkolemmalen mitoCaT. Die 

Erhöhung der Stimulationsfrequenz auf 1 und 2 Hz zeigte eine Abnahme in der 

Amplitude sowohl subsarkolemmal als auch zentral. Die gemittelten mitoCaT der 

einzelnen Bereiche (ss1, z und ss2) bei den verschiedenen Frequenzen sind in 
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Abbildung 35 C gezeigt. Hier ließ sich ebenfalls die Abnahme der Amplitude bei den 

höheren Frequenzen sowie die kleineren Transienten im zentralen Bereich erkennen 

(hellrot). 

Die Frequenzabhängigkeit der subzellulären CaT ist in Abbildung 36 dargestellt. Hier 

zeigte sich, dass mit zunehmender Frequenz das diastolische Ca der subzellulären 

cytoCaT in gleichem Maße anstieg. Das systolische Ca sowie die Amplitude der 

subzellulären cytoCaT nahm mit zunehmender Frequenz ab. Dabei lagen die Werte im 

zentralen Bereich bei jeder Frequenz signifikant niedriger als im subsarkolemmalen 

Bereich (F/Frest: von 4,410,56 bei 0,5 Hz auf 3,870,42 bei 2 Hz z vs. von 5,810,50 bei 

0,5 Hz auf 5,160,47 bei 2 Hz ss, P=0,0088; ΔF/Frest: von 3,330,56 bei 0,5 Hz auf 

2,260,39 bei 2 Hz z vs. von 4,760,50 bei 0,5 Hz auf 3,520,41 bei 2 Hz ss, P=0,0071; 

Abbildung 36 B, oben). Sowohl die Anstiegszeit als auch die Abfallzeitkonstante der 

subzellulären cytoCaT wurde mit zunehmender Frequenz schneller. Wobei die 

Anstiegszeit der subzellulären cytoCaT im subsarkolemmalen Bereich bei allen 

gemessenen Frequenzen deutlich schneller war als im zentralen Bereich (von 11820 

ms bei 0,5 Hz auf 7110 ms bei 2 Hz z vs. von 3810 ms bei 0,5 Hz auf 336 ms bei 

2 Hz ss, P=0,0027). Die Abfallzeitkonstante blieb auch bei den erhöhten Frequenzen 

zwischen dem zentralen und subsarkolemmalen Bereich nahezu gleich (Abbildung 36 

B, unten).  

Auch bei den subzellulären mitoCaT stieg mit zunehmender Frequenz das diastolische 

Ca an ohne signifikanten Unterschied zwischen dem zentralen und dem 

subsarkolemmalen Bereich. Den subzellulären cytoCaT folgend, nahm auch das 

systolische Ca und die Amplitude der subzellulären mitoCaT bei den höheren 

Frequenzen ab. Die subzellulären mitoCaT im zentralen Bereich zeigten dabei 

signifikant niedrigere systolische Ca-Werte und kleinere Amplituden als im 

subsarkolemmalen Bereich (F/Frest: von 1,280,03 bei 0,5 Hz auf 1,220,03 bei 2 Hz z 

vs. von 1,430,06 bei 0,5 Hz auf 1,290,05 bei 2 Hz ss, P=0,004; ΔF/Frest: von 0,310,02 

bei 0,5 Hz auf 0,210,02 bei 2 Hz z vs. von 0,500,05 bei 0,5 Hz auf 0,300,03 bei 2 Hz 

ss, P<0,0001; Abbildung 36 A, oben). Die Anstiegszeit der subzellulären mitoCaT 

veränderte sich bei den höheren Frequenzen nicht und blieb, anders als bei den 

subzellulären cytoCaT, zwischen den zentral und subsarkolemmal gemessenen 

Bereichen unverändert. Im Gegensatz dazu wurde die Abfallzeitkonstante mit 

zunehmenden Frequenzen schneller. Dabei zeigten die zentral gemessenen mitoCaT 

bei 0,5 Hz (594 ms z vs. 704 ms ss, P=0,0007) und 1 Hz (463 ms z vs. 584 ms ss, 

P=0,0001) eine schnellere Abfallzeitkonstante als die subsarkolemmal gemessenen 

mitoCaT (Abbildung 36 A, unten). Insgesamt zeigten auch die subzellulär gemessenen 
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mitoCaT ein ähnliches Verhalten wie die subzellulär gemessenen cytoCaT sowohl bei 

basaler Stimulation als auch bei erhöhten Frequenzen. Nur bei den kinetischen 

Parametern ließ sich ein abweichendes Verhalten feststellen. 

 

 
Abbildung 35: Subzelluläre mitoCaT eines Vorhofmyozyten einer WKY-Ratte bei 0,5, 1 und 2 Hz 
Stimulation 

A) Originale Linescan-Aufnahmen einer atrialen Zelle von WKY bei den verschiedenen Frequenzen (0,5, 1 
und 2 Hz). Die Balken und Pfeile zeigen die jeweiligen Bereiche (ss1, z und ss2), die in B) als 
Fluoreszenzspuren dargestellt wurden. C) Überlagerte gemittelte Transienten der drei Bereiche (ss1, z und 
ss2) bei den drei gemessenen Frequenzen (0,5, 1 und 2 Hz). Display Range: 4199-32395 (nach 
Hintergrundkorrektur). 
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Abbildung 36: Frequenzabhängigkeit der subzellulären mitoCaT und cytoCaT in Vorhofmyozyten von 
WKY-Ratten 

A) Analysierte Parameter der subzellulären mitoCaT bei 0,5, 1 und 2 Hz Stimulation. Oben: Diastolisches 
Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). Unten: Anstiegszeit und 
Abfallzeitkonstante. B) Analysierte Parameter der subzellulären cytoCaT bei 0,5, 1 und 2 Hz Stimulation. 
Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). Unten: 
Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante. Z=zentral und ss=subsarkolemmal. WKY-Vorhofzellen mit X-Rhod-
1/CoCl2-Beladung (mitoCaT): n=37, N=12; WKY-Vorhofzellen mit Fluo-4-Beladung (cytoCaT): n=15, N=2. 
Zweiwege-ANOVA gefolgt von Bonferroni’s multiple comparisons Test. *P<0,05, **P<0,01, ***P<0,001, 
****P<0,0001. 
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3.4.3 Subzelluläre mitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR  
 
Anschließend wurden die gleichen Messungen und Analysen wie in 3.4.1 und 3.4.2 

beschrieben auch in Vorhofmyozyten von SHR durchgeführt. Abbildung 37 A zeigt 

repräsentative Linescan-Aufnahmen eines atrialen Kardiomyozyten von SHR bei den 

drei gemessenen Frequenzen (0,5, 1 und 2 Hz). Die entsprechenden Fluoreszenzspuren 

für die jeweiligen subzellulären Bereiche (ss1, z und ss2) sind in Abbildung 37 B 

dargestellt. Auch hier ließ sich erkennen, dass die im zentralen Bereich aufgenommenen 

mitoCaT viel kleiner waren als die subsarkolemmalen mitoCaT. Weiterhin zeigte sich 

bereits hier eine Abnahme in der Amplitude sowohl subsarkolemmal als auch zentral bei 

1 und 2 Hz Stimulation. In Abbildung 37 C sind die gemittelten mitoCaT der einzelnen 

Bereiche bei den verschiedenen Frequenzen gezeigt. Diese verdeutlichen ebenfalls die 

Abnahme der Amplitude bei den höheren Frequenzen sowie die erkennbar kleineren 

Transienten im zentralen Bereich (hellrot).  

In Abbildung 38 A sind die analysierten Parameter der subzellulären mitoCaT unter 

basaler elektrischer Stimulation (0,5 Hz) für den zentralen und subsarkolemmalen 

Bereich dargestellt. Die diastolischen und systolischen Ca-Werte, sowie die Amplitude 

der mitoCaT waren im subsarkolemmalen Bereich signifikant größer als im zentralen 

Bereich (F0/Frest: 0,990,01 z vs. 1,040,02 ss, P=0,0016; F/Frest: 1,310,02 z vs. 

1,600,05 ss, P<0,0001; ΔF/Frest: 0,330,02 z vs. 0,570,04 ss, P<0,0001). Die 

Anstiegszeit und die Abfallzeitkonstante waren im zentralen Bereich signifikant schneller 

als im subsarkolemmalen (Anstiegszeit: 375 ms z vs. 474 ms, P=0,025; : 692 ms z 

vs. 772 ms, P=0,0093). Insgesamt ließen sich deutliche Unterschiede in den 

unterschiedlichen subzellulären Bereichen feststellen.  

In Abbildung 38 B ist die Frequenzabhängigkeit der subzellulären mitoCaT atrialer 

Myozyten von SHR gezeigt. Mit steigender Frequenz stiegen sowohl im zentralen als 

auch im subsarkolemmalen Bereich die diastolischen Ca-Werte an, wobei die 

subsarkolemmalen bei signifikant größeren Werten lagen (F0/Frest: von 0,990,01 bei 

0,5 Hz auf 1,040,02 bei 2 Hz z vs. von 1,040,02 bei 0,5 Hz auf 1,190,05 bei 2 Hz ss, 

P=0,0001). Das systolische Ca sowie die Amplitude der mitoCaT nahm bei den höheren 

Frequenzen in beiden analysierten Bereichen ab. Dabei lagen die systolischen Ca-Werte 

sowie die Amplituden im subsarkolemmalen Bereich bei jeder Frequenz signifikant höher 

als im zentralen Bereich (F/Frest: von 1,310,02 bei 0,5 Hz auf 1,260,02 bei 2 Hz z vs. 

von 1,600,05 bei 0,5 Hz auf 1,560,07 bei 2 Hz ss, P<0,0001, ΔF/Frest: von 0,330,02 

bei 0,5 Hz auf 0,220,01 bei 2 Hz z vs. von 0,570,04 bei 0,5 Hz auf 0,370,03 bei 2 Hz 

ss, P<0,0001). Die Anstiegszeit zeigte kaum eine Änderung bei Erhöhung der Frequenz, 

während die Abfallzeitkonstante schneller wurde. Hier zeigten die mitoCaT im zentralen 
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Bereich ein schnelleres  als im subsarkolemmalen Bereich (: von 692 ms bei 0,5 Hz 

auf 383 ms bei 2 Hz z vs. von 772 ms bei 0,5 Hz auf 433 ms bei 2 Hz ss, P=0,027). 

 

 

Abbildung 37: Subzelluläre mitoCaT eines Vorhofmyozyten von SHR bei 0,5, 1 und 2 Hz Stimulation 

A) Originale Linescan-Aufnahmen einer atrialen Zelle von SHR bei den verschiedenen Frequenzen (0,5, 1 
und 2 Hz). Die Balken und Pfeile zeigen die jeweiligen Bereiche (ss1, z und ss2), die in B) als 
Fluoreszenzspuren dargestellt wurden. C) Überlagerte gemittelte Transienten der drei Bereiche (ss1, z und 
ss2) bei den drei gemessenen Frequenzen (0,5, 1 und 2 Hz). Display Range: 9926-28816 (nach 

Hintergrundkorrektur). 
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Abbildung 38: Charakteristika der subzellulären mitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR bei basaler (0,5 Hz) 

elektrischer Stimulation und bei erhöhter Stimulationsfrequenz 

A) Analysierte Parameter der subzellulären mitoCaT bei basaler (0,5 Hz) Stimulation. Von links nach rechts: 
Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), mitoCaT-Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit 

und Abfallzeitkonstante . B) Analysierte Parameter der subzellulären mitoCaT bei 0,5, 1 und 2 Hz 
Stimulation. Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). 

Unten: Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante . Z=zentral und ss=subsarkolemmal. MitoCaT in 
Vorhofmyozyten von SHR: n=56, N=15; Gepaarter Student t-Test oder Wilcoxon-Test; Zweiwege-ANOVA 
gefolgt von Bonferroni’s multiple comparisons Test. *P<0,05, **P<0,001, ****P<0,0001. 

 

Tabelle 23 und Tabelle 24 zeigen die Mittelwerte der analysierten Parameter der 

zentralen und subsarkolemmalen mitoCaT von WKY und SHR im Vergleich (P-Werte 

markieren Unterschiede zwischen den Gruppen). Dabei wiesen die zentral gemessenen 

subzellulären mitoCaT von SHR kaum einen Unterschied zu den zentral gemessenen 

subzellulären mitoCaT von WKY auf. Jedoch zeigten die subsarkolemmalen mitoCaT 

von SHR im diastolischen Ca bei allen gemessenen Frequenzen signifikant höhere 

Werte als WKY (F0/Frest: 0,5 Hz 0,940,02 WKY vs. 1,040,02 SHR, P=0,0053; 1 Hz 

0,970,02 WKY vs. 1,080,03 SHR, P=0,004; 2 Hz 1,000,03 WKY vs. 1,190,05 SHR, 

P=0,0034). Auch die systolischen Ca-Werte waren im subsarkolemmalen Bereich bei 

SHR im Mittel größer, waren aber nur bei 2 Hz signifikant unterschiedlich (F/Frest: 2 Hz 

1,290,05 WKY vs. 1,560,07 SHR, P=0,01099). Die Amplitude der subzellulären 

mitoCaT sowie die kinetischen Parameter verhielten sich ähnlich zu denen gemessen in 

WKY, sowohl im zentralen als auch im subsarkolemmalen Bereich. 
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Tabelle 23: Mittelwerte SEM der analysierten Parameter der zentralen mitoCaT in Vorhofmyozyten von 

WKY und SHR 

 WKY SHR 

Hz 0,5 1 2 0,5 1 2 

F0 / Frest 0,970,01 0,990,01 

 

1,020,02 

 

0.990,01 

 

1,000,01 

 

1.040,02 

 

F / Frest 1,280,03 

 

1,250,03 

 

1,220,03 

 

1,310,02 

 

1,240,02 

 

1,260,02 

 

F / Frest 0,310,02 

 

0,260,02 

 

0,210,02 

 

0,330,02 

 

0,240,01 

 

0,220,01 

 

Anstiegszeit 
(ms) 

375 

 

504 

 

513 

 

375 444 

 

534 

 

Tau (ms) 594 

 

463 

 

393 

 

692 

 

613 

(P=0,018) 

383 

 

 
 

Tabelle 24: Mittelwerte SEM der analysierten Parameter der subsarkolemmalen mitoCaT in 

Vorhofmyozyten von WKY und SHR 

 WKY SHR 

Hz 0,5 1 2 0,5 1 2 

F0 / Frest 0,930,02 

 

0,970,02 

 

1,000,03 

 

1.040,02 

(P=0,0053) 

1.080,03 

(P=0,004) 

1.190,05 

(P=0,0034) 

F / Frest 1,430,06 

 

1,350,05 

 

1,290,05 

 

1,600,05 

 

1,520,06 

 

1,560,07 

(P=0,0109) 

F / Frest 0,500,05 

 

0,380,04 

 

0,300,03 

 

0,570,04 

 

0,440,04 

 

0,370,03 

 

Anstiegszeit 
(ms) 

485 

 

474 

 

524 

 

474 

 

474 

 

483 

 

Tau (ms) 704 

 

584 

 

413 

 

772 

 

623 

 

433 

 

 
 

3.5 MitoCa-Regulation in Ventrikelmyozyten von haploinsuffizienten 
Cacna1c+/--Ratten 
 

In einem weiteren Teil dieser Arbeit wurde die mitoCa-Regulation in einem 

heterozygoten CACNA1C-Rattenmodell untersucht. Das Gen CACNA1C, welches für 

die porenbildende 1C-Untereinheit des spannungsabhängigen L-Typ-Ca-Kanals 

(Cav1.2) kodiert (Yates et al., 2020), wird als Risikofaktor für das Auftreten vieler 

unterschiedlicher psychiatrischer Erkrankungen (Depressionen, bipolare Störungen, 

Schizophrenie, Autismus und Angststörungen) betrachtet (Bhat et al., 2012; Kabir et al., 

2016). Auch in Herzmuskelzellen spielt der Cav1.2 eine zentrale Rolle. Hier ist der 

spannungsabhängige Kanal verantwortlich für den Ca-Einstrom während eines 

Aktionspotentials (Bers & Perez-Reyes, 1999). Mehrere Herz-Kreislauf-Erkrankungen 

konnten mit CACNA1C (oder mit Mutationen in diesem Gen) in Verbindung gebracht 
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werden, wie das Timothy-Syndrom, das Long-QT-Syndrom (LQTS), das Brugada-

Syndrom oder das Syndrom der frühen Repolarisation (engl.: early repolarization 

syndrome; ERS) (Ali et al., 2015; Brugada et al., 1993; Splawski et al., 2004; Wemhöner 

et al., 2015). Des Weiteren gibt es viele Studien die zeigen, dass psychische 

Erkrankungen und Herz-Kreislauf-Erkrankungen oft in einem engen Zusammenhang 

stehen (Headrick et al., 2017; Rutledge et al., 2006; Sokoreli et al., 2016; Van der Kooy 

et al., 2007). All diese Erkenntnisse machen das CACNA1C-Gen und seine Varianten 

zu einem interessantem Forschungsschwerpunkt sowohl auf Ebene der psychiatrischen 

Erkrankungen als auch auf Ebene der Herz-Kreislauf-Erkrankungen. Um die 

Auswirkungen einer verminderten Expression des CACNA1C-Gens auf kardiovaskuläre 

oder psychische Erkrankungen zu untersuchen, wurden haploinsuffiziente Cacna1c+/--

Ratten als Tiermodell entwickelt (Kisko et al., 2018). Hierbei konnte bereits gezeigt 

werden, dass diese Tiere Verhaltensänderungen wie Defizite im prosozialen Verhalten 

und in der Kommunikation aufwiesen (Kisko et al., 2018; Redecker et al., 2019; Wöhr et 

al., 2020). Auch in unserem Labor wurde dieses Tiermodell schon verwendet, um den 

kardialen Phänotyp dieser Tiere genauer zu untersuchen. Unter basalen Bedingungen 

(1 Hz Stimulation) ließen sich keine Unterschiede in den cytoCaT von Ventrikelmyozyten 

zwischen WT und Cacna1c+/--Ratten finden. Immunoblots des kardialen Gewebes beider 

Gruppen zeigten aber bereits erste Veränderungen in der Expression wichtiger Ca-

regulierender Proteine. Weiterhin zeigten die Kardiomyozyten der Cacna1c+/--Ratten 

eine verminderte Reaktion auf sympathischen Stress (Isoprenalin-Stimulation) im 

Vergleich zum WT, dabei wurden die größten Unterschiede bei einer Isoprenalin-

Konzentration von 30 nM gefunden (Fender et al., 2023). Aus diesen Gründen wurde 

nun auch die mitoCa-Regulation in diesem Tiermodell untersucht. Hierfür wurden 

Ventrikelmyozyten von weiblichen haploinsuffizienten Cacna1c+/--Ratten im Alter von 

9 – 15 Monaten verwendet. Die mitoCa-Regulation unter basalen Bedingungen, sowie 

nach Isoprenalin-Stimulation wurde gemessen und mit dem WT verglichen. Mittels 

Immunoblots erfolgte die Untersuchung der an der mitoCa-Regulation beteiligten 

Proteine.  

 

3.5.2 Keine Unterschiede der mitoCaT zwischen Cacna1c+/-- und WT-
Ventrikelmyozyten unter basalen Bedingungen  
 
Zur Charakterisierung der mitoCaT ventrikulärer Myozyten von WT- (+/+) und Cacna1c+/-

-Ratten (+/-) wurden diese, nach Beladung mit X-Rhod-1/CoCl2, am LSM 510 bei einer 

basalen Frequenz von 1 Hz elektrisch stimuliert. Zur Aufnahme der Transienten im 

Linescan-Modus wurde die Linie transversal zur Längsachse der Zelle gelegt unter 
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Vermeidung des Zellkerns. Nach 3 – 4 Minuten der elektrischen Stimulation mit 1 Hz 

erfolgte eine Stimulationspause von 60 s, an deren Ende eine Aufnahme von 5 s (1600 

Linien) gemacht wurde. Anschließend wurde die Stimulation mit 1 Hz wieder gestartet 

und nach 20 s eine weitere Aufnahme (5 s, 1600 Linien) gemacht. In Abbildung 39 A 

sind oben die originalen Linescan-Aufnahmen eines Ventrikelmyozyten einer WT-Ratte 

und darunter die für einen Ventrikelmyozyten einer Cacna1c+/--Ratte dargestellt. Die 

gemittelte und überlagerte Fluoreszenzspur bei 1 Hz (schwarz) ist unter den Linescan-

Aufnahmen in Abbildung 39 B (links für den WT und rechts für Cacna1c+/-) abgebildet. 

Die Analyse der mitoCaT ergab, dass sich zwischen den beiden Gruppen weder das 

diastolische Ca (F0/Frest: 1,030,01 +/+ vs. 1,030,01 +/-, P=0,95), das systolische Ca 

(F/Frest: 1,210,02 +/+ vs. 1,250,07 +/-, P=0,12), noch die Amplitude der mitoCaT 

(F/Frest: 0,180,01 +/+ vs. 0,220,03 +/-, P=0,12) signifikant unterschieden (Abbildung 

39 C, grau hinterlegte Balken). Auch die kinetischen Parameter wie Anstiegszeit 

(727 ms +/+ vs. 759 ms +/-, P=0,76) und  (1064 ms +/+ vs. 1107 ms +/-, P=0,59) 

waren ähnlich (Abbildung 39 C, grau hinterlegte Balken). 

 

3.5.3 Sympathische Stimulation erhöht die mitoCaT in 
Ventrikelmyozyten von WT- und Cacna1c+/--Ratten  
 
In einem weiteren Schritt wurde das Verhalten der mitoCaT unter einer sympathischen 

Stimulation untersucht. Hierfür wurde der -adrenerge Agonist Isoprenalin (30 nM) 

verwendet, um die -adrenergen Rezeptoren der Ventrikelmyozyten zu aktivieren. Diese 

Aktivierung führt über eine Erhöhung der cAMP-Konzentration und Aktivierung der PKA 

letztlich zu einer Erhöhung der intrazellulären Ca-Konzentration und einer 

Beschleunigung der CaT (Ginsburg & Bers, 2004). Zu diesem Zweck wurden die 

Ventrikelmyozyten nach der basalen Stimulation bei 1 Hz mit einer Tyrodelösung 

superfundiert, die 30 nM Isoprenalin enthielt. Nach vier Minuten wurde erneut eine 

Linescan-Aufnahme (5 s, 1600 Linien) aufgenommen und die resultierenden 

Transienten mit den mitoCaT unter basalen Bedingungen verglichen. In Abbildung 39 A 

sind repräsentative Linescan-Aufnahmen bei 1 Hz unter Isoprenalin-Stimulation 

(dunkelrot) neben den Aufnahmen bei 1 Hz Stimulation (nur Tyrode, schwarz) derselben 

Zelle für beide Gruppen gezeigt (oben: +/+, unten: +/-). Der gemittelte Transient ist in 

dunkelrot unter den Linescan-Aufnahmen Abbildung 39 B dargestellt. Hier zeigte sich 

bereits eine deutliche Vergrößerung des Transienten im Vergleich zum basalen 

Transienten. Abbildung 39 C zeigt die analysierten Parameter der mitoCaT bei 1 Hz 

Stimulation in Gegenwart von Isoprenalin im direkten Vergleich zu den basalen Daten, 

sowie den Vergleich zwischen den beiden Gruppen (+/+ vs. +/-). Die Isoprenalin-
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Applikation führte zu einem starken Anstieg des diastolischen Ca (F0/Frest: von 1,030,01 

vor auf 1,240,05 nach Isoprenalin-Gabe +/+, P=0,0003; von 1,030,01 vor auf 

1,190,04 nach Isoprenalin-Gabe +/-, P=0,0023), des systolischen Ca (F/Frest: von 

1,210,02 vor auf 1,540,06 nach Isoprenalin-Gabe +/+, P<0,0001; von 1,250,07 vor 

auf 1,540,07 nach Isoprenalin-Gabe +/-, P=0,0002) und der Amplitude der mitoCaT 

(F/Frest: von 0,180,01 vor auf 0,290,02 nach Isoprenalin-Gabe +/+, P<0,0001; von 

0,220,03 vor auf 0,350,05 nach Isoprenalin-Gabe +/-, P=0,0013). Die Anstiegszeit 

blieb nach Isoprenalin-Applikation unverändert und lag bei  67 ms für +/+ (P=0,39) und 

bei  75 ms für +/- (P=0,57). Die Abfallzeitkonstante hingegen wies eine ausgeprägte 

Beschleunigung auf (von 1064 ms vor auf 782 ms nach Isoprenalin-Gabe +/+, 

P<0,0001; von 1107 ms vor auf 763 ms nach Isoprenalin-Gabe +/-, P<0,0001). Diese 

Veränderungen bei Stimulation -adrenerger Rezeptoren durch Isoprenalin zeigten 

allerdings keine Unterschiede zwischen WT- und Cacna1c+/--Ratten. Sowohl das 

diastolische Ca (F0/Frest: P=0,61), das systolische Ca (F/Frest: P=0,99) als auch die 

Amplitude der mitoCaT (F/Frest: P=0,59) stiegen nach Stimulation in gleichen Maßen 

an. Auch die Anstiegszeit (P=0,23) und die Abfallzeitkonstante (P=0,56) verhielten sich 

ähnlich. 
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Abbildung 39: MitoCaT unter basalen Bedingungen sowie nach Gabe von Isoprenalin in WT- und Cacna1c+/-

-Ventrikelmyozyten 

A) Originale Linescan-Aufnahmen bei 1 Hz Stimulation ohne Isoprenalin sowie bei 1, 2 und 4 Hz Stimulation 
mit Isoprenalin (30 nM) von einem WT-Ventrikelmyozyten (oben) und einem Cacna1c+/--Ventrikelmyozyten 
(unten). B) Entsprechende Fluoreszenzspuren der mitoCaT bei den verschiedenen Frequenzen für WT-
Ventrikelmyozyt (links) und Cacna1c+/--Ventrikelmyozyt (rechts). C) Analysierte Parameter der mitoCaT bei 
1 Hz Stimulation ohne Isoprenalin (grau) und mit Isoprenalin (rot). Von links nach rechts: Diastolisches 
Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante. 
WT-Ratten: n=26, N=5, Cacna1c+/--Ratten: n=19, N=4. Ungepaarter Student t-Test oder Mann-Whitney-Test 
und gepaarter Student t-Test oder Wilcoxon-Test, **P<0,01, ***P<0,001, ****P<0,0001. Display Range WT: 
2582-13152 (nach Hintergrundkorrektur), Display Range +/-: 2871-12183 (nach Hintergrundkorrektur).  
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3.5.4 Frequenzabhängigkeit der mitoCaT von WT- und Cacna1c+/--
Ratten unter Isoprenalin-Gabe  
 
Für die Messung der Frequenzabhängigkeit der mitoCaT ventrikulärer Kardiomyozyten 

wurde ein Frequenzprotokoll angewendet, welches im Anschluss an die Isoprenalin-

Behandlung durchgeführt wurde. Die Erhöhung der Frequenz (von 1 Hz über 2 Hz auf 

4 Hz) diente dabei der Nachahmung der höheren Herzfrequenzen, die typischerweise 

bei einer Aktivierung des Sympathikus auftreten (positiv-chronotroper Effekt) (Vaupel et 

al., 2015). Durch die Kombination mit der Isoprenalin-Behandlung (positiv-inotroper 

Effekt) konnten beide Effekte, die physiologischerweise gemeinsam vorkommen (Vaupel 

et al., 2015), untersucht werden. Dafür wurde während der Superfusion mit Isoprenalin 

(30 nM) die Stimulationsfrequenz von 1 Hz auf 2 Hz erhöht und schließlich auf 4 Hz 

angehoben (Abbildung 39 A). Die mitoCaT wurden dabei 20 Sekunden nach dem 

Wechsel auf die jeweilige Frequenz am LSM 510 für 5 s (1600 Linien) gemessen.  

In Abbildung 40 sind die untersuchten Parameter der mitoCaT WT- und Cacna1c+/--

Ratten dargestellt. Das diastolische Ca und das systolische Ca stiegen in Gegenwart 

von Isoprenalin bei den höheren Frequenzen für beide Gruppen in gleicher Weise an 

(F0/Frest: von 1,240,05 bei 1 Hz auf 1,760,16 bei 4 Hz +/+ vs. von 1,190,04 bei 1 Hz 

auf 1,900,13 bei 4 Hz +/-, P=0,67; F/Frest: von 1,540,06 bei 1 Hz auf 2,060,18 bei 

4 Hz +/+ vs. von 1,540,07 bei 1 Hz auf 2,300,15 bei 4 Hz +/-, P=0,5). Die Amplitude 

der mitoCaT dagegen blieb bei allen Frequenzen nahezu konstant und veränderte sich 

kaum, lag aber für den WT im Vergleich zu den Cacna1c+/--Ratten bei niedrigeren 

Werten (F/Frest: von 0,290,02 (1 Hz) auf 0,300,03 (4 Hz) +/+ vs. von 0,350,05 (1 Hz) 

auf 0,400,05 (4 Hz) +/-, P=0,0102). Die Anstiegszeit änderte sich ebenfalls kaum (von 

646 ms bei 1 Hz auf 535 ms bei 4 Hz +/+ vs. von 758 ms bei 1 Hz auf 596 ms bei 

4 Hz +/-, P=0,19), während die Abfallzeitkonstante mit zunehmender Frequenz deutlich 

schneller wurde. Dieser Effekt war bei den Cacna1c+/--Ratten stärker ausgeprägt (von 

782 ms bei 1 Hz auf 372 ms bei 4 Hz +/+ vs. von 763 ms bei 1 Hz auf 322 ms bei 

4 Hz +/-, P=0,0063). 

Wie schon bei dem basalen Vergleich bei 1 Hz Stimulation, ließ sich auch bei der 

Frequenzabhängigkeit bis auf geringfügige Unterschiede in der Amplitude und der 

Abfallzeitkonstante kein wesentlicher Unterschied zwischen den beiden Genotypen im 

Hinblick auf die mitoCa-Regulation feststellen.  
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Abbildung 40: Frequenzabhängigkeit der mitoCaT von WT- und Cacna1c+/--Ratten in Gegenwart von 
Isoprenalin 

Analysierte Parameter der mitoCaT bei 1, 2 und 4 Hz Stimulation. Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), 
systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). Unten: Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante. WT-Ratten: 
n=26, N=5, Cacna1c+/--Ratten: n=19, N=4. Zweiwege-ANOVA gefolgt von Bonferroni’s multiple comparisons 
Test. *P<0,05, **P<0,01. 

 

3.5.5 Expression mitochondrialer Proteine im Ventrikelmyokard von 
WT- und Cacna1c+/--Ratten  
 

Abschließend wurde die Expression der mitochondrialen Proteine, die hauptsächlich an 

der Regulation des mitoCa beteiligt sind, untersucht. Dabei wurde die Expression von 

MCU (mitoCa-Import) und NCLX sowie LETM1 (mitoCa-Export) bestimmt. Abbildung 41 

zeigt die untersuchten Proteine (MCU, NCLX, LETM1) und die jeweiligen Ladekontrollen 

(Vinculin, GAPDH, Tim23) aus dem Ventrikelgewebe von WT-Ratten und Cacna1c+/--

Ratten. Dabei sind originale Western Blot-Abbildungen zu sehen und die dazugehörigen 

gemittelten und auf die Ladekontrollen normalisierten Daten in den Balkendiagrammen 

dargestellt. Auf einem Immunoblot wurden immer vier WT-Proben und vier Cacna1c+/--

Proben im Wechsel aufgetragen und die WT-Daten wurden als Referenz (=100 %) 

verwendet. Abbildung 41 A zeigt die originalen Immunoblots der NCLX-Expression und 

B die dazugehörigen Analysen. Dabei wurde die Expression von NCLX sowohl auf ein 

cytosolisches Protein (GAPDH) als auch auf zwei mitochondriale Proteine (VDAC und 

Tim23) als Ladekontrollen normalisiert. Es konnte kein signifikanter Unterschied in der 

Expression von NCLX gefunden werden, weder nach Normalisierung auf das 

cytosolische GAPDH als Ladekontrolle (1,000,13 +/+ vs. 0,900,10 +/-, P=0,52; 

Abbildung 41 B oben) noch nach Normalisierung auf die beiden mitochondrialen 
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Proteine (VDAC und Tim23) als Ladekontrollen (VDAC: 1,000,16 +/+ vs. 1,200,26 +/-

, P=0,80; Tim23: 1,000,13 +/+ vs. 1,000,10 +/-, P=0,97; Abbildung 41 B unten). 

In Abbildung 41 C sind die Immunoblots für LETM1 und in D die entsprechenden Daten 

dargestellt. Die Expression von LETM1 war wie die von NCLX nicht signifikant 

unterschiedlich zwischen den beiden Genotypen (GAPDH: 1,000,15 +/+ vs. 0,800,08 

+/-, P=0,53; Tim23: 1,000,10 +/+ vs. 0,990,11 +/-, P=0,96; Abbildung 41 D).  

Schließlich wurde auch die Expression von MCU untersucht. Der Immunoblot der MCU-

Expression ist in Abbildung 41 E gezeigt und die analysierten Daten sind in F zu sehen. 

Sowohl bei der Normalisierung auf die cytosolische Ladekontrolle (Vinculin: 1,000,11 

+/+ vs. 0,840,10 +/-, P=0,31; Abbildung 41 F links) als auch auf die mitochondriale 

Ladekontrolle (Tim23: 1,000.11 +/+ vs. 0,860,05 +/-, P=0,25; Abbildung 41 F rechts) 

zeigte sich bei diesem Protein ebenfalls kein signifikanter Unterschied in der 

Expressionsrate.  
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Abbildung 41: Expression mitochondrialer Proteine, die an der Regulation von mitoCa beteiligt sind, in 
ventrikulärem Gewebe von WT- und Cacna1c+/--Ratten 

A) Originale Immunoblots von NCLX mit GAPDH als cytosolische Ladekontrolle und Tim23 sowie VDAC als 
mitochondriale Ladekontrolle. B) Zusammenfassung der gemittelten Daten der Proteinexpression von 
NCLX. C) Originale Immunoblots von LETM1 mit GAPDH als cytosolische Ladekontrolle und Tim23 als 
mitochondriale Ladekontrolle. D) Zusammenfassung der gemittelten Daten der Proteinexpression von 
LETM1. E) Originale Immunoblots von MCU mit Vinculin als cytosolische Ladekontrolle und Tim23 als 
mitochondriale Ladekontrolle. F) Zusammenfassung der gemittelten Daten der Proteinexpression von MCU. 
Die Proteinexpression wurde jeweils auf die GAPDH- oder Vinculin-Expression als cytosolische Kontrolle 
sowie auf Tim23 oder VDAC als mitochondriale Kontrolle normalisiert und die WT-Daten dienten als 

Referenz (=100 %). N=8/8 (WT/+/-). 
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3.6 Vergleich der mitoCaT zwischen Vorhof- und Ventrikelmyozyten 
 
Um zu untersuchen, ob es Unterschiede der mitoCaT zwischen Vorhof- und 

Ventrikelmyozyten gibt, wurden die gepoolten Daten der mitoCaT atrialer Myozyten (A) 

aus WKY und SHR mit den gepoolten Daten der mitoCaT ventrikulärer Myozyten (V) 

aus Cacna1c+/-, dem WT und den WKY-Ratten verglichen (Abbildung 42). Die Daten 

stammen aus den Abbildungen 28, 32, 39 und 43. Dabei wurden bei den 

Ventrikelmyozyten nur die Zellen verwendet, die nicht einer Isoprenalin- oder 

Tunicamycin-Behandlung unterlagen. Die mit einer Stimulation von 1 Hz gemessenen 

mitoCaT von Vorhof- und Ventrikelmyozyten zeigten einige Unterschiede. Das 

diastolische mitoCa war in den Vorhofmyozyten größer als in den Ventrikelmyozyten 

(F0/Frest: 1,030,01 A vs. 1,010,01 V, P<0,0001). Das systolische Ca und die Amplitude 

zeigten dagegen keinen Unterschied zwischen den Gruppen. Auffallend war die 

schnellere Kinetik der mitoCaT der Vorhofmyozyten: Sowohl die Anstiegszeit als auch 

die Abfallzeitkonstante (Anstiegszeit: 493 ms A vs. 714 ms V, P<0,0001; : 744 ms 

A vs. 1085 ms V, P<0,0001) waren in Vorhofmyozyten deutlich kürzer als in 

Ventrikelmyozyten. Bei diesem Vergleich sollte aber beachtet werden, dass die hierfür 

verwendeten Kardiomyozyten aus Ratten mit unterschiedlichem genetischem 

Hintergrund verwendet wurden. 

 
Abbildung 42: Vergleich der mitoCaT von Vorhof- und Ventrikelmyozyten 

MitoCaT bei 1 Hz Stimulation von Vorhofmyozyten aus WKY und SHR im Vergleich zu den mitoCaT von 
Ventrikelmyozyten aus WKY, Cacna1c+/- und WT. Oben: Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches 
Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest). Unten: Anstiegszeit und Abfallzeitkonstante. Die gepoolten Daten 
stammen aus n=139 atrialen Kardiomyozyten (Atrium, A) von N=37 Ratten (WKY und SHR) und aus n=72 
ventrikulären Kardiomyozyten (Ventrikel, V) von N=20 Ratten (WKY, Cacna1c+/- und WT). Mann-Whitney-
Test, ****P<0,0001.   
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3.7 Untersuchungen zum Einfluss des ER/SR-Stress-Induktors 
Tunicamycin auf mitoCaT und cytoCaT von Ventrikelmyozyten 
 
Für das reibungslose Ablaufen der ECC ist es entscheidend, dass die dafür notwendigen 

Prozesse innerhalb der Zelle koordiniert stattfinden. Dabei ist vor allem die räumliche 

Anordnung der Mitochondrien sowie des ER/SR, die für sich genommen ganz 

individuelle Funktionen haben, eine wichtige Voraussetzung. Die ATP-generierenden 

Mitochondrien liegen dabei regelmäßig entlang der ATP-verbrauchenden Myofilamente 

und stehen in enger Verbindung zum ER/SR, dem Hauptspeicherort für Ca. Durch diese 

subzelluläre Lage der Organellen entstehen sogenannte mitochondriale Ca-

Mikrodomänen, die es ermöglichen, dass Mitochondrien aus dem SR freigesetztes Ca 

aufnehmen und die ATP-Produktion an wechselnde Stoffwechselanforderungen 

anpassen können. Störungen dieser organisierten Abläufe können zu Defekten der ECC 

und schließlich auch zur Apoptose der Kardiomyozyten führen (Dorn & Maack, 2013; 

Kohlhaas & Maack, 2013). Eine Möglichkeit dieser Störung stellt ER/SR-Stress dar. 

Daher wurde in einem weiteren Teil dieser Arbeit der Einfluss eines ER/SR-Stress-

Induktors, Tunicamycin, auf die cytoCa- sowie mitoCa-Regulation untersucht. 

Tunicamycin verursacht im ER/SR eine Akkumulation von nicht- und falsch-gefalteten 

Proteinen und stört so auch die ER/SR-Ca-Homöostase (Yamamoto & Ichikawa, 2019). 

Kann diese nicht normalisiert werden, führt dies zu ER/SR-Stress. ER/SR-Stress kann 

die UPR aktivieren, die dafür sorgt, die normale Funktion des ER/SR wiederherzustellen. 

Ist die UPR nicht erfolgreich oder der ER/SR-Stress zu stark oder dauert zu lange an, 

wird der Zelltod eingeleitet. Dabei wird ER/SR-Stress sowohl mit physiologischen als 

auch mit pathophysiologischen Zuständen des Herz-Kreislauf-Systems in Verbindung 

gebracht (Hetz et al., 2020; Prola et al., 2019).  

 

3.7.1 Tunicamycin führt zu arrhythmischen Änderungen der mitoCaT 
in Ventrikelmyozyten von WKY-Ratten 
 
Für die Untersuchungen der mitoCa-Regulation in Gegenwart eines ER/SR-Stress-

Induktors wurden zunächst Ventrikelmyozyten von 12 – 16 Wochen alten männlichen 

WKY-Ratten mit X-Rhod-1/CoCl2 gefärbt und anschließend am LSM 510 im Linescan-

Modus gemessen. Hierfür wurde eine Linie transversal zur Längsachse der Zelle gelegt 

unter Ausschluss der Nuclei. Die Zellen wurden dann mit 1 Hz für 3 – 4 Minuten 

elektrisch stimuliert. Anschließend wurde die Stimulation für 60 s gestoppt und am Ende 

der 60 s wurde für 5 s (1600 Linien) eine Aufnahme gemacht, um die Ruhefluoreszenz 

(Frest) der jeweiligen Zelle zu ermitteln. Die Stimulation mit 1 Hz wurde wieder gestartet 

und gleichzeitig wurde mit der Superfusion einer Tunicamycin (10 M)- oder DMSO-
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haltigen Messlösung (Kontrollgruppe) begonnen. Die Zellen wurden für 10 Minuten 

entweder mit der Tunicamycinlösung oder der Kontrolllösung superfundiert und alle zwei 

Minuten eine Linescan-Aufnahme (5 s, 1600 Linien) gestartet.  

Abbildung 43 A zeigt originale Linescan-Aufnahmen zweier Ventrikelzellen vor (links) 

und während (rechts) der Tunicamycin-Behandlung und die entsprechenden 

normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. Vor Tunicamycin-Gabe (links) zeigten beide 

Zellen regelmäßige elektrisch-stimulierte mitoCaT. In Gegenwart von Tunicamycin sieht 

man in der rechten oberen Linescan-Aufnahme direkt am Anfang eine mitoCa-Welle 

unmittelbar vor dem eigentlichen durch die Stimulation ausgelösten mitoCaT. Diese zeigt 

sich auch in der dazugehörigen Fluoreszenzspur als mitoCaT mit einer Doppelspitze. In 

der unteren rechten Linescan-Aufnahme sind viele solcher mitoCa-Wellen, die sich über 

die Breite der Zelle erstrecken, zu erkennen. Diese mitoCa-Wellen traten unregelmäßig 

und während der Diastole, also zwischen den elektrischen Stimulationen, auf. In der 

entsprechenden Fluoreszenzspur sind auch diese mitoCa-Wellen klar zu erkennen. 

Neben diesem arrhythmogenen Ereigniss (mitoCa-Wellen), die vermehrt auftraten, 

wurden in der Tunicamycin-behandelten Gruppe auch Ventrikelzellen gemessen, die 

nicht mehr auf die elektrische Stimulation reagierten und mitoCa-Erhöhungen einer 

schnelleren oder langsameren Frequenz zeigten. Darüber hinaus starben einige Zellen 

während des durchgeführten Protokolls aufgrund der oben aufgeführten Arrhythmien. All 

diese diastolischen mitoCa-Erhöhungen wurden für die in Abbildung 43 B dargestellte 

Quantifizierung des arrhythmogenen Verhaltens als ein pro-arrhythmisches Ereignis 

gewertet. Der Anteil der Zellen, die mindestens ein solches pro-arrhythmisches Ereignis 

zeigten, war in der Tunicamycingruppe (24 von 36 Zellen,  67 %) deutlich höher als in 

der Kontrollgruppe (1 von 11,  9 %, P=0,0012).  

Abbildung 43 C zeigt den direkten Vergleich der mitoCaT der jeweiligen Gruppe zu 

Beginn (t0) und am Ende (t10) des Messprotokolls. Hier zeigten sich bei der DMSO-

Kontrollgruppe wenig Änderungen der mitoCaT. Sowohl die diastolischen mitoCa-Werte 

als auch die Amplitude der mitoCaT blieben unverändert, genauso wie die Anstiegszeit 

und die Abfallzeitkonstante. Lediglich die systolischen mitoCa-Werte waren leicht aber 

signifikant erhöht (F/Frest: von 1,140,03 (t0) auf 1,250,04 (t10) Ctrl., P=0,0003). In der 

Tunicamycingruppe zeigte sich im Verlauf der 10 Minuten ein deutlicher Anstieg des 

diastolischen mitoCa (F0/Frest: von 0,970,01 (t0) auf 1,250,09 (t10) Tn, P=0,0098), 

welcher sich bereits in den Linescan-Aufnahmen angedeutet hatte. Die systolischen 

mitoCa-Werte stiegen ebenfalls an (F/Frest: von 1,210,04 (t0) auf 1,460,10 (t10) Tn, 

P=0,022). Die Amplitude der mitoCaT sowie die kinetischen Parameter (Anstiegszeit und 

Abfallzeitkonstante) blieben jedoch unverändert.  
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Zusammenfassend führte die Tunicamycin-Behandlung der Ventrikelzellen zu einem 

vermehrten Auftreten von arrhythmogenen Ereignissen sowie einem signifikanten 

Anstieg des diastolischen Ca der mitoCaT.  

 

 
Abbildung 43: Wirkungen von Tunicamycin auf mitoCaT in adulten Ventrikelmyozyten von WKY-Ratten 

A) Originale Linescan-Aufnahmen zweier Ventrikelmyozyten vor Tunicamycin-Behandlung (links) und nach 
Tunicamycin-Behandlung (rechts) sowie die entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. 
B) Anteil an Zellen, die während der Tunicamycin-Behandlung ein arrhythmogenes Verhalten entwickelten 
von n=11 Kontrollzellen sowie n=36 Tunicamycin-behandelten Zellen. C) Direkter Vergleich der mitoCaT-
Parameter zu Beginn (t0) und zu Ende (t10) der Tunicamycin-Behandlung. Von links nach rechts: 
Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und 
Abfallzeitkonstante. Kontrolle: n=10, N=5, Tunicamycin-Gruppe: n=17, N=6 (Zellen, die ein ausgeprägtes 
arrhythmogenes Verhalten aufwiesen oder im Verlauf der Messung gestorben waren, wurden von dieser 
Auswertung ausgeschlossen). Ungepaarter Student t-Test oder Mann-Whitney-Test und gepaarter Student 
t-Test oder Wilcoxon-Test. Chi-square Test, *P<0,05, **P<0,01, ***P<0,001. Display Range Zelle oben: 
2333-12042 (nach Hintergrundkorrektur), Display Range Zelle unten: 2330-11551 (nach 

Hintergrundkorrektur). 

 

3.7.2 Tunicamycin führt zu arrhythmischen Verhalten und 
Änderungen in cytoCaT ventrikulärer Myozyten von WKY-Ratten 
 
Als nächstes wurde auch die cytoCa-Regulation in Gegenwart von Tunicamycin 

untersucht. Hierfür wurden Ventrikelmyozyten von 12 – 16 Wochen alten männlichen 

WKY-Ratten mit Fluo-4 gefärbt und anschließend am LSM 510 im Linescan-Modus 

gemessen. Auch hier wurde eine Linie transversal zur Längsachse der Zelle gelegt unter 

Ausschluss der Nuclei. Dann wurde das gleiche Protokoll wie in 3.7.1 beschrieben 

angewendet, nur wurde dieses auf 12 Minuten verlängert.  
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Abbildung 44 zeigt in A originale Linescan-Aufnahmen einer DMSO-Kontrollzelle mit 

1 Hz Stimulation 0, 4, 8 und 12 Minuten nach Beginn der Messung und die 

entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. Die cytoCaT sind zu allen 

gemessenen Zeitpunkten gleichmäßig und zeigen keine arrhythmogenen Ereignisse. In 

Abbildung 44 B sind originale Linescan-Aufnahmen von Tunicamycin-behandelten 

Ventrikelzellen zu den gleichen Zeitpunkten dargestellt. Dabei sind verschiedene 

Änderungen der cytoCaT zu erkennen. In der oberen Zelle (Tn 1) zeigt sich bereits nach 

4 Minuten, dass die Amplitude des cytoCaT abnimmt und, dass in den 

subsarkolemmalen Bereichen der Abfall der cytoCaT deutlich langsamer wird. Dies ist 

erkennbar an den langgezogenen helleren Randbereichen der Ventrikelzelle. Nach 8 

und 12 Minuten verstärkte sich dieser Effekt weiter. Die mittlere Zelle (Tn 2) zeigt nach 

4 Minuten im Vergleich zu Beginn der Messung stark verlängerte cytoCaT. Nach 8 und 

12 Minuten ist ein starker Anstieg des diastolischen Ca zu sehen verbunden mit dem 

Ausbleiben elektrisch-stimulierter cytoCaT. Dies führt letztlich auch zum Absterben der 

Zelle. In der unteren Ventrikelzelle (Tn 3) kommt es nach 8 Minuten zu mehreren Ca-

Wellen, die sich über die gesamte Breite der Zelle erstrecken. Nach 12 Minuten sind 

diese Ca-Wellen nicht mehr zu sehen. Es treten wieder cytoCaT auf, die jedoch breiter 

als im Vergleich zu Beginn der Messung (0 Minuten) sind und die im oberen 

subsarkolemmalen Bereich einen stark verlangsamten Abfall zeigen. Auch hier lässt sich 

in der Fluoreszenzspur ein Anstieg des diastolischen sowie des systolischen Ca 

erkennen. Ganz allgemein führte Tunicamycin häufig zu einem Anstieg des diastolischen 

Ca, zu einer Verlangsamung des Abfalls des cytoCaT und zu arrhythmogenen Ca-

Wellen. Die ersten Veränderungen der cytoCaT waren meistens bereits nach 4 Minuten 

zu erkennen und verstärkten sich im Verlauf der Messungen.  

In Abbildung 45 A sind weitere originale Linescan-Aufnahmen zweier Ventrikelzellen vor 

(links) und während (rechts) der Tunicamycin-Behandlung dargestellt und die 

entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. Sowohl die obere als auch 

die untere Zelle zeigen nach der Tunicamycin-Behandlung (12 Minuten) eine Vielzahl 

diastolischer Ca-Wellen, die sich schräg und ungleichmäßig über die gesamte Breite der 

Zelle erstrecken. Auch hier ist ein Anstieg des diastolischen Ca in der Fluoreszenzspur 

zu erkennen. Die Quantifizierung der pro-arrhythmogenen Ereignisse ergab, dass unter 

Tunicamycin deutlich mehr Zellen (31 von 64,  48 %) arrhythmogene Ca-Erhöhungen 

aufwiesen als unter Kontrollbedingungen (3 von 40,  7,5 %, P<0,0001, Abbildung 45 

B).  

Abbildung 45 C zeigt den direkten Vergleich der cytoCaT der Ventrikelzellen unter 

Tunicamycin-Behandlung und der DMSO-Kontrollgruppe zu Beginn (t0) und Ende (t12) 
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der Messungen. Die cytoCaT der Kontrollgruppe zeigten einen signifikanten Anstieg des 

diastolischen Ca (F0/Frest: von 1,040,012 (t0) auf 1,100,03 (t12) Ctrl., P=0,0021) sowie 

eine Reduktion des systolischen Ca und der Amplitude (F/Frest: von 2,970,16 (t0) auf 

2,680,16 (t12) Ctrl., P=0,0085; F/Frest: von 1,950,17 (t0) auf 1,580,15 (t12) Ctrl., 

P=0,0061). Darüber hinaus waren die gemessenen CaT am Ende der Messungen 

langsamer als zu Beginn (Anstiegszeit: von 283 ms (t0) auf 405 ms (t12) Ctrl., 

P=0,0123; : von 19617 ms (t0) auf 23818 ms (t12) Ctrl., P=0,0013).  

Die cytoCaT der Tunicamycin-behandelten Zellen wiesen ebenfalls einen deutlichen 

Anstieg des diastolischen Ca auf (F0/Frest: von 1,050,01 (t0) auf 1,240,07 (t12) Tn, 

P<0,0001). Dieser Anstieg des diastolischen Ca war stärker als der in der Kontrollgruppe 

(Tn vs. Ctrl.: P=0,029 (t12)). Das systolische Ca nahm im Gegensatz zur Kontrollgruppe 

nicht ab, sondern stieg leicht aber signifikant an (F/Frest: von 2,850,13 (t0) auf 3,110,16 

(t12) Tn, P=0,037). Die Amplitude blieb dagegen unverändert (F/Frest: von 1,810,13 

(t0) auf 1,870,14 (t12) Tn, P=0,56). Die kinetischen Parameter der cytoCaT schienen 

denen der Kontrollgruppe zu ähneln. Auch in der Tunicamycingruppe waren die 

Anstiegszeit und die Abfallzeitkonstante am Ende der 12 Minuten signifikant langsamer 

als zu Beginn (Anstiegszeit: von 304 ms (t0) auf 548 ms (t12) Tn, P=0,0027; : von 

20116 ms (t0) auf 27522 ms (t12) Tn, P<0,0001). 

Insgesamt führte die Behandlung der ventrikulären Zellen mit Tunicamycin zu vermehrt 

auftretenden arrhythmogenen Ereignissen wie Ca-Wellen, verbunden mit einem starken 

Anstieg des diastolischen Ca. Diese Tunicamycin-induzierten Veränderungen der 

cytoCaT ähneln denen der mitoCaT.  
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Abbildung 44: Tunicamycin führt zu diversen Veränderungen des cytoCaT in Ventrikelmyozyten von WKY-
Ratten 

A) Originale Linescan-Aufnahmen eines Ventrikelmyozyten unter Kontrollbedingungen nach 0, 4, 8 und 12 
Minuten mit 1 Hz Stimulation und die entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. B) 
Originale Linescan-Aufnahmen von Ventrikelmyozyten unter Tunicamycin-Behandlung nach 0, 4, 8 und 12 
Minuten mit 1 Hz Stimulation und die entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. Es sind 
verschiedene Veränderungen des cytoCaT zu beobachten. Oben (Tn 1): Ventrikelzelle mit einer 
Verlangsamung des Abfalls der cytoCaT in den subsarkolemmalen Bereichen. Mitte (Tn 2): Ventrikelzelle 
mit einer starken Erhöhung des diastolischen Ca und dem Verlust elektrisch-stimulierter cytoCaT. Unten 
(Tn 3): Ventrikelzelle mit Ca-Wellen, die sich über die gesamte Breite der Zelle erstrecken. Display Range 
der Ventrikelzelle in A: 22-233 (nach Hintergrundkorrektur), Display-Range der Ventrikelzelle in B oben: 
112-684 (nach Hintergrundkorrektur), Display-Range der Ventrikelzelle in B Mitte: 47-393 (nach 
Hintergrundkorrektur), Display-Range der Ventrikelzelle in B unten: 80-400 (nach Hintergrundkorrektur). 
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Abbildung 45: Wirkungen von Tunicamycin auf cytoCaT in adulten Ventrikelmyozyten von WKY-Ratten 

A) Originale Linescan-Aufnahmen zweier Ventrikelmyozyten vor Tunicamycin-Behandlung (links) und nach 
Tunicamycin-Behandlung (rechts) sowie die entsprechenden normalisierten Fluoreszenzspuren darunter. 
B) Anteil an Zellen, die während der Tunicamycin-Behandlung ein arrhythmogenes Verhalten entwickelten 
von n=40 Kontrollzellen sowie n=64 Tunicamycin-behandelten Zellen. C) Direkter Vergleich der cytoCaT-
Parameter zu Beginn (t0) und zu Ende (t10) der Tunicamycin-Behandlung. Von links nach rechts: 
Diastolisches Calcium (F0/Frest), systolisches Calcium (F/Frest), Amplitude (ΔF/Frest), Anstiegszeit und 
Abfallzeitkonstante. Kontrolle: n=23, N=6, Tunicamycin-Gruppe: n=26, N=5 (Zellen, die ein ausgeprägtes 
arrhythmogenes Verhalten aufwiesen oder im Verlauf der Messung gestorben waren, wurden von dieser 
Auswertung ausgeschlossen; Für die Quantifizierung der Arrhythmien wurden alle Ventrikelzellen 
verwendet, die für 12 Minuten mit Tunicamycin oder der DMSO-Kontrolllösung behandelt wurden). 
Ungepaarter Student t-Test oder Mann-Whitney-Test und gepaarter Student t-Test oder Wilcoxon-Test. Chi-
square Test, *P<0,05, **P<0,01, ***P<0,001, ****P<0,0001. Display Range Zelle oben: 0-1085 (nach 
Hintergrundkorrektur), Display Range Zelle unten: 0-767 (nach Hintergrundkorrektur).  

 

3.7.3 Tunicamycin führt zu einem erhöhten Ca-Alternansrisiko in 
ventrikulären Kardiomyozyten von WKY-Ratten 
 
Nachdem die vorangegangenen Untersuchungen gezeigt hatten, dass Tunicamycin zu 

einem vermehrten Auftreten von Ca-Wellen führt und damit einhergehend das 

Arrhythmierisiko erhöht, wurde in einer weiteren Versuchsreihe untersucht, ob 

Tunicamycin auch das Ca-Alternansrisiko erhöht. Als Ca-Alternans versteht man 

alternierend große Amplituden des cytoCaT bei einer konstanten Stimulationsfrequenz. 

Dabei gelten verschiedene Formen des Alternans als Risikofaktor für atriale und 

ventrikuläre Arrhythmien (Kanaporis & Blatter, 2023). Da Alternans (auch klinisch) 

bevorzugt bei erhöhten Herzfrequenzen auftritt, wurde in dieser Messreihe die 
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Stimulationsfrequenz von 1 Hz auf 2,5 Hz erhöht, um einen möglichen Ca-Alternans 

auszulösen. 

Für die Untersuchungen des Alternansrisikos wurden Ventrikelmyozyten nach Beladung 

mit Fluo-4 am LSM 510 im Linescan-Modus gemessen. Hierfür wurden die 

Ventrikelzellen für 12 Minuten mit 1 Hz stimuliert und entweder mit einer Tunicamycin-

Lösung (10 M) oder einer DMSO-haltigen Kontrolllösung überspült. Am Ende der 12 

Minuten schloss sich dann eine Erhöhung der Stimulationsfrequenz von 1 Hz auf 2,5 Hz 

für 30 Sekunden (9600 Linien) an. Ein Ca-Alternans wurde ab einer Alternansratio von 

AR > 0,1 (10 %) gewertet (AR = 1 – (F/Frest)klein/(F/Frest)groß).  

In Abbildung 46 A ist eine repräsentative Linescan-Aufnahme einer Ventrikelzelle am 

Ende der 12 Minuten mit 1 Hz Stimulation und der anschließenden Erhöhung auf 2,5 Hz 

Stimulation unter Tunicamycin-Behandlung dargestellt. Dabei sind in der Linescan-

Aufnahme neun cytoCaT mit 1 Hz Stimulation zu sehen und dann die cytoCaT mit 2,5 

Hz Stimulation für 30 s. Abbildung 46 B zeigt die normalisierte Fluoreszenzspur dieser 

gesamten Aufnahme. Sowohl im Linescan als auch in der Fluoreszenzspur sieht man, 

dass mit 1 Hz Stimulation die cytoCaT relativ gleichmäßig sind. Durch Erhöhung der 

Frequenz auf 2,5 Hz werden die Amplituden der cytoCaT unregelmäßiger. In einigen 

Bereichen lässt sich auch ein alternierendes Muster, also das Auftreten von CaT-

Alternans beobachten. Insbesondere in dem Bereich, der in der Linescan-Aufnahme 

sowie in der Fluoreszenzspur mit einem grünen Rechteck gekennzeichnet ist, ist dies 

deutlich zu erkennen. Dabei folgt auf den mit einem Sternchen markierten großen 

cytoCaT ein cytoCaT mit einer kleineren Amplitude, auf den wieder ein cytoCaT mit einer 

größeren Amplitude folgt. Es kommt alternierend zu großen und kleinen CaT, die zu 

diesem typischen Muster führen, welches in der Fluoreszenzspur zu sehen ist und 

charakteristisch für Ca-Alternans ist. Ein Ca-Alternans konnte in 10 von 23 ( 43 %) 

Ventrikelzellen unter Tunicamycin-Behandlung beobachtet werden, während in der 

Kontrollgruppe nur 1 von 15 ( 7 %) Zellen dieses Phänomen zeigte (P=0,026; 

Abbildung 46 C).  

Abbildung 46 D zeigt den in A durch den grünen Kasten markierten Bereich und E die 

dazugehörige normalisierte Fluoreszenzspur der gesamten Zelle. Die Abbildung 46 D 

zeigt nochmal deutlich das alternierende Muster mit den abwechselnd großen und 

kleinen cytoCaT. Dabei fiel in dem in D gezeigten Linescan auf, dass die cytoCaT auf 

subzellulärer Ebene unterschiedlich stark zu alternieren schienen bzw. ein 

unterschiedliches Alternansmuster aufwiesen. Aus diesem Grund wurden die 

normalisierten Fluoreszenzspuren der einzelnen subzellulären Bereiche (ss1, z und ss2) 

nochmals in Abbildung 46 F dargestellt. Der mit einem Sternchen markierte cytoCaT in 
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der linken Fluoreszenzspur (subsarkolemmal 1) von F besitzt eine große Amplitude, 

diesem großen subsarkolemmalen cytoCaT folgt ein weiterer subsarkolemmaler 

cytoCaT mit einer kleineren Amplitude. Das gleiche Muster, ausgehend von dem mit 

einem Sternchen markierten cytoCaT, ist auch im zentralen Bereich zu sehen (Abbildung 

46 F Mitte). In der rechten Fluoreszenzspur (subsarkolemmal 2) ist der mit einem 

Sternchen markierte cytoCaT, der in den Spuren zuvor eine große Amplitude aufwies, 

ein kleiner subsarkolemmaler cytoCaT, auf den dann ein größerer subsarkolemmaler 

cytoCaT folgt. Es zeigt sich also ein phasenverschobener subzellulärer Alternans. Diese 

Form des subzellulären Alternans stellt einen Risikofaktor für das Entstehen von 

arrhythmogenen Ca-Wellen dar (Díaz et al., 2002; Pieske & Kockskämper, 2002). Es 

zeigten von den 10 alternierenden ventrikulären Zellen insgesamt 7 (70 %) einen 

solchen subzellulären Alternans.  

Diese Untersuchungen zeigen, dass Tunicamycin das Ca-Alternansrisiko deutlich erhöht 

und in den meisten Ventrikelzellen auch ein subzellulärer Alternans entsteht. Dieser 

verstärkt wiederum das Risiko für das Auftreten von arrhythmogenen Ca-Wellen.  
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Abbildung 46: Ca-Alternans in Tunicamycin-behandelten Ventrikelmyozyten von WKY-Ratten 

A) Originale Linescan-Aufnahme einer Ventrikelzelle bei 1 Hz und 2,5 Hz Stimulation sowie die 
entsprechende Fluoreszenzspur in B) darunter. C) Anzahl an Zellen mit Ca-Alternans (schwarz) und ohne 
Ca-Alternans (grau). D) Grün gerahmter Kasten zeigt einen 5 s Ausschnitt der 2,5 Hz Stimulation, bei der 
subzellulärer Alternans erkennbar ist. E) Fluoreszenzspur des in D) gezeigten Ausschnitts der gesamten 
Zelle. F) Fluoreszenzspuren der subzellulären Bereiche, die in D) mit ss1, ss2 und z markiert sind. Die 
weißen und schwarzen Sternchen markieren einen cytoCaT, auf den ein alternierendes Muster von kleinen 
und großen cytoCaT folgt. Tn: n=23 N=5, Ctrl.: n=15 N=5, Fisher’s exact test, *P<0,05. Display Range: 104-
501 (nach Hintergrundkorrektur). 



Diskussion 

 

 
133 

 

4. Diskussion 
 
Mitochondrien sowie die mitoCa-Regulation sind sowohl für die ATP-Produktion als auch 

für die intrazelluläre Ca-Homöostase unerlässlich und damit auch für die Funktion des 

Herzens. Durch die fein abgestimmten Prozesse der Ca-Aufnahme und -Abgabe sowie 

der -Pufferung können unter physiologischen Bedingungen Energiebedarf und -angebot 

genau aufeinander abgestimmt werden (Williams et al., 2015). Störungen der mitoCa-

Homöostase sowie die Beeinflussung des Mitochondrien-SR-Crosstalks (z.B.: durch 

ER/SR-Stress) können die ECC negativ beeinflussen und so kardiovaskuläre 

Erkrankungen begünstigen und verschlechtern (Modesti et al., 2021). Trotz dieser 

wichtigen Funktion der Mitochondrien und des mitoCa ist die dynamische Ca-Regulation 

der Mitochondrien in adulten Vorhof- und Ventrikelmyozyten nur unzureichend erforscht.  

Gegenstand der vorliegenden Arbeit war daher die Untersuchung und Charakterisierung 

von mitoCaT in Ventrikel- und Vorhofmyozyten. Dabei konnten nach Etablierung eines 

geeignetes Messprotokolls verlässliche mitoCaT gemessen und von cytoCaT 

differenziert werden. Anschließend erfolgte eine Grundcharakterisierung der mitoCaT 

von Kardiomyozyten in gesunden Kontrolltieren (WKY, WT), die erste Einblicke in die 

mitoCa-Regulation von Kardiomyozyten unter (normalen) physiologischen Bedingungen 

ermöglichte. Daraufhin wurde die mitoCa-Regulation in pathologischen Modellen (SHR, 

Cacna1c+/-) untersucht und mit der physiologischen mitoCa-Regulation verglichen. Des 

Weiteren konnte erstmals gezeigt werden, dass die akute Gabe eines ER/SR-Stress-

Induktors (Tunicamycin) zu massiven Störungen der mitoCa- sowie der cytoCa-

Regulation führt und das Auftreten arrhythmischer Ereignisse in den untersuchten 

Kardiomyozyten verursacht.  

 

4.1 Etablierung der Messungen mitoCaT in Kardiomyozyten  
 

4.1.1 X-Rhod-1-Beladung und CoCl2-Behandlung führen zu 
verlässlichen Messungen von mitoCaT in Kardiomyozyten von Ratten 
 
Für die Untersuchung der mitoCa-Regulation ist es entscheidend, zwischen 

cytosolischen und mitochondrialen CaT zu unterscheiden. Das erste Ziel dieser Arbeit 

war daher, zuverlässige Messungen von mitoCa zu etablieren. Mitochondrien sind 

aufgrund ihres Vorkommens im Cytoplasma der Zelle für Studien in intakten Zellen 

relativ schwer zugänglich. Daher stammt der Großteil des derzeitigen Wissens über 

Mitochondrien aus Studien, die an den isolierten Organellen durchgeführt wurden 

(Dedkova & Blatter, 2012). Dennoch sind verschiedene Ansätze bekannt, wie mitoCa 

mit fluoreszierenden Ca-Indikatoren in intakten Zellen gemessen werden kann. Dabei 
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hat die Verwendung von niedermolekularen Ca-Fluoreszenzfarbstoffen einige Vorteile. 

Die meisten von ihnen sind kommerziell erhältlich und lassen sich recht einfach und 

schnell in die Zellen einbringen (sowohl in etablierte Zelllinien als auch in Primärzellen). 

Auch zeigen viele eine geeignete Ca-Affinität mit Kd-Werten im Bereich von 0,1 – 1 M 

(Fernandez‐Sanz et al., 2019). Über ihre membranpermeable Form (meist 

Acetoxymethylester, AM) gelangen die niedermolekularen Ca-Indikatoren durch die 

lipophile Zellmembran in das Cytosol der Zelle. Dort werden sie dann durch intrazelluläre 

Esterasen gespalten. Das resultierende Molekül kann aufgrund der dabei entstehenden 

Ladung die Zellemembran nicht mehr passieren und die Zelle nicht mehr verlassen. Für 

die Messungen in Mitochondrien werden häufig positiv geladene Indikatoren verwendet, 

da das Membranpotenzial der inneren Mitochondrienmembran sehr negativ 

(m= - 180 mV) ist und sich die positiv-geladenen Farbstoffmoleküle daher bevorzugt 

in diesem Kompartiment anreichern (Dedkova & Blatter, 2012). Allerdings haben die 

niedermolekularen Farbstoffindikatoren auch Nachteile. Trotz der positiven Ladung ist 

die Lokalisation in der mitochondrialen Matrix nur schwer einzugrenzen. Weiterhin kann 

es auch zur unvollständigen AM-Ester-Hydrolyse kommen oder zu einem aktiven 

Transport oder einer passiven Diffusion des niedermolekularen Ca-Farbstoffes aus den 

Mitochondrien zurück ins Cytosol. Ein großes Problem stellt auch die Tatsache dar, dass 

im Cytosol verbleibender Farbstoff eine Signalkontamination verursachen kann 

(Fernandez‐Sanz et al., 2019). Daher muss für die Verwendung dieser Farbstoffe zur 

Messung von mitoCaT jeglicher cytosolischer Beitrag zum gemessenen 

Fluoreszenzsignal eliminiert werden. Dies kann durch die Verwendung höherer 

Temperaturen (37°C) über einen längeren Zeitraum (30 Minuten bis zu mehreren 

Stunden) bei der Beladung der Zellen mit dem Farbstoff erreicht werden. Allerdings kann 

dadurch auch die Empfindlichkeit des Farbstoffs für Ca verringert werden (Griffiths, 

1999; Griffiths et al., 1997). Eine weitere Methode, um das cytosolische 

Fluoreszenzsignal zu eliminieren, stellt die Perfusion des Cytosols mit Farbstoff-freier 

Messlösung dar. Das kann mit Hilfe der Patch-Clamp-Methode erreicht werden (Maack 

et al., 2006; Sedova et al., 2006; Zhou et al., 1998). Schließlich kann das Messen reiner 

mitoCa-Fluoreszenzsignale auch durch das Auslöschen (engl.: quenching) des 

cytosolischen Fluoreszenzbeitrags mittels Mn, was vor allem für die Farbstoffe Indo-1 

und Fura-2 beschrieben wurde (Abdallah et al., 2011; Miyata et al., 1991; Schreur et al., 

1996), oder Co, was für X-Rhod-1 beschrieben wurde (Davidson et al., 2007; Seidlmayer 

et al., 2016), erreicht werden. Hier ist aber zu beachten, dass der MCU Mn in die 

Mitochondrien transportieren kann. Dies kann zum einen auch in der mitochondrialen 

Matrix zu einer Fluoreszenzlöschung führen und zum anderen die mitoCa-Aufnahme 
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stören (Gavin et al., 1990; Miyata et al., 1991). Co dagegen wird nicht in die 

Mitochondrien transportiert und stellt daher die bessere Alternative dar, jedoch ist Co in 

höheren Konzentrationen zelltoxisch (Petronilli et al., 1999). Für die Messung von Ca in 

der mitochondrialen Matrix wurden verschiedene fluoreszierende Ca-Indikatoren 

verwendet (u.a. Indo-1, Fura-2, Fluo-3, Dihydrorhod-2, Rhod-2 und X-Rhod-1). Die 

Rhodamin-Derivate (Rhod-2, Rhod-2FF, Dihydrorhod-2 und X-Rhod-1) wurden 

ursprünglich für die Messung von mitochondrialem Matrix-Ca entwickelt (Dedkova & 

Blatter, 2012). Der Kd-Wert von Rhod-2 für Ca liegt bei  570 nM, wodurch es zu einer 

Sättigung des Farbstoffes bei einer mitochondrialen Ca-Überladung kommen kann. X-

Rhod-1 hat einen höheren Kd-Wert von  700 nM Ca und ist daher besser für Messungen 

höherer mitochondrialer Matrix-Ca-Konzentrationen geeignet (Dedkova & Blatter, 2012). 

Weiterhin wurde gezeigt, dass Rhod-2 und Rhod-FF eine Ca-abhängige Hemmung der 

mitochondrialen Ca-Aufnahme bewirken. In höheren Konzentrationen (> 5 M) führen 

sie zu Zellschäden durch Bildung toxischer Nebenprodukte, induziert durch die 

Farbstoffbeleuchtung. In geringeren Konzentrationen (1 – 2 M) wurden Veränderungen 

der mitochondrialen Morphologie und des Membranpotentials wahrgenommen, die 

durch die Exposition der Zellen gegenüber dem Anregungslicht verstärkt wurden 

(Fonteriz et al., 2010). Auch der nicht-ratiometrische Charakter stellt einen weiteren 

gemeinsamen Nachteil aller von Rhodamin abgeleiteten Indikatoren dar. Dies macht die 

mitochondriale Ca-Messung anfälliger für Fehler, die durch Änderungen der 

Farbstoffkonzentration und Bewegungsartefakte bedingt sein können. Ratiometrische 

Ca-Indikatoren dagegen, wie Fura-2 und Indo-1, haben wiederum den Nachteil, dass sie 

einen relativ niedrigen Kd-Wert besitzen und vor allem im Cytosol akkumulieren 

(Dedkova & Blatter, 2012). Neben den niedermolekularen Fluoreszenzfarbstoffen 

stehen auch genetisch kodierte Ca-Fluoreszenzfarbstoffe (engl.: genetically encoded 

calcium indicators, GECIs) zur Messung von mitochondrialem Ca zu Verfügung. Man 

kann zwei Typen von GECIs unterscheiden. Ein Typ beruht auf der Grundlage von 

biolumineszierenden Proteinen und der andere auf der Grundlage von fluoreszierenden 

Proteinen. Bei GECIs zur Messung von mitoCa handelt es sich um Proteine, die eine 

Ca-bindende Domäne besitzen und durch Einführung einer mitochondrialen Zielsequenz 

sehr selektiv mitochondriales Ca messen können. Weiterhin kann die Sequenz der Ca-

bindenden Domäne verändert und so die Affinität für Ca angepasst werden. Das 

ermöglicht die Herstellung von GECIs, die einen großen Bereich von Ca-

Konzentrationen abdecken von niedrigen nM bis zu hohen mM. Der größte Nachteil 

dieser GECIs ist, dass ihre Anwendbarkeit auf kultivierte Zellen beschränkt ist (z.B. 

kultivierte neonatale Rattenmyozyten). Der GECI muss nach Transfektion der Zellen für 
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24 – 48 Stunden exprimiert werden, bevor Experimente möglich sind. Primäre adulte 

Kardiomyozyten können nur schwer ohne größere strukturelle und funktionelle 

Veränderungen über diesen Zeitraum kultiviert werden. Einen alternativen Ansatz, um 

GECIs auch in Primärzellen zu exprimieren, stellt das Einbringen dieser mittels 

Adenoviren oder Adeno-assoziiertem Viren in das lebende Tier dar. Ein weiterer Nachteil 

gegenüber den niedermolekularen Fluoreszenzfarbstoffen ist die Möglichkeit, dass nicht 

jede Zelle den GECI exprimiert und damit Bildgebungsexperimente einzelner Zellen 

limitiert sein können (Dedkova & Blatter, 2012; Fernandez‐Sanz et al., 2019).  

In dieser Arbeit wurde der von Rhodamin abgeleitete Farbstoff X-Rhod-1/AM zur 

Messung der mitoCaT verwendet. Für ein möglichst präzises und unkontaminiertes 

mitoCa-Fluoreszenzsignal wurden zwei der oben erwähnten Techniken angewandt, um 

den cytosolischen Fluoreszenzbeitrag zu minimieren. Zum einen wurde die Beladung 

der Zellen mit X-Rhod-1/AM für eine halbe Stunde bei 37°C durchgeführt und zum 

anderen wurde das cytosolische Fluoreszenzsignal mittels kurzzeitiger Behandlung der 

Zellen mit einer 1 mM CoCl2-Lösung gequencht. Durch die Aufnahme von CaT vor und 

nach Zugabe von CoCl2 konnten cytoCaT sowie mitoCaT derselben Zelle aufgenommen 

und miteinander verglichen werden. Der Vergleich ergab, dass die Transienten nach 

dem CoCl2-Quenching kleinere Amplituden sowie eine schnellere Abfallzeitkonstante 

aufwiesen und somit die mitoCaT eindeutig von den cytoCaT unterschieden werden 

konnten (Abbildung 26). Außerdem zeigten die Vorhofmyozyten nach dem Quenching 

ein charakteristisches gestreiftes Muster. Dieses ist vermutlich auf die Lokalisierung der 

dicht gepackten Mitochondrien zwischen den Myofibrillen in den Vorhofmyozyten 

zurückzuführen. Durch Anfärben der Zellen mit einem weiteren, sehr spezifischen 

mitochondrialen Farbstoff (MitoTracker Green), konnte dieses Streifenmuster 

reproduziert werden. Bei diesem Farbstoff wird davon ausgegangen, dass er durch 

kovalente Bindung an mitochondriale Proteine selektiv in der mitochondrialen Matrix 

angereichert wird, und dadurch Mitochondrien auch unabhängig vom vorhandenen 

Membranpotential anfärbt (Presley et al., 2003). Es zeigte sich, dass die erhaltenen 

Fluoreszenzspuren von X-Rhod-1 sowie MitoTracker Green in derselben Zelle das 

gleiche Muster aufwiesen (Abbildung 27). Dieser Befund belegt eine mitochondriale 

Lokalisation des verwendeten X-Rhod-1-Farbstoffes in Vorhofmyozyten mit dem 

verwendeten Färbeprotokoll.  

 
 
 
 



Diskussion 

 

 
137 

 

4.1.2 Kontraktionen der Kardiomyozyten zeigen keinen wesentlichen 
Einfluss auf die mitoCaT von Kardiomyozyten 
 
Ein weiterer wichtiger Schritt, um die gemessenen mitoCaT in Vorhofmyozyten zu 

verifizieren, war, den möglichen Einfluss von Bewegungsartefakten, die durch 

Kontraktionen der Kardiomyozyten entstehen können, auszuschließen. Hierfür wurde 

das Mykotoxin CytoD verwendet, welches die Polymerisation von F-Aktin blockiert. Aktin 

ist in Kardiomyozyten sowohl im dünnen Filament (als Bestandteil des Sarkomers) als 

auch in den Mikrofilamenten des Cytoskelettes zu finden. Im Cytoskelett besitzt Aktin 

viele verschiedene Aufgaben, wie z.B. die Bestimmung der Form von T-Tubuli und 

intrazellulären Organellen sowie die Modulation von Ionenkanälen und -austauschern 

(Calaghan et al., 2000). Aktin wechselt zwischen einem monomeren, globulären (G) 

Zustand und einem polymeren, filamentösen (F) Zustand. Dieser Auf- und Abbau der 

Filamente wird durch bestimmte Regulations- und Effektorproteine moduliert, zu denen 

auch Formin und Cofilin zählen, die mit Herzerkrankungen wie der hypertrophen bzw. 

dilatativen Kardiomyopathie in Verbindung gebracht werden. Neben diesen endogenen 

Regulatoren kann auch pharmakologisch über CytoD in die Aktindynamik eingegriffen 

werden. CytoD bindet an F-Aktin und hemmt die weitere Polymerisation von G-Aktin zu 

F-Aktin, was zu einer Unterbrechung des filamentösen Aktinnetzwerkes führt (Pires et 

al., 2019). In Herzmuskelzellen konnte gezeigt werden, dass CytoD die Kontraktion 

rasch und irreversibel reduziert und zwar ohne Beeinflussung von Myosin (Hayashi et 

al., 2003; Ohmori et al., 1992). Mittels konfokaler Messungen konnte gezeigt werden, 

dass die negativ-inotrope Wirkung von CytoD auf der Interaktion von CytoD mit dem im 

Sarkomer der Kardiomyozyten befindlichen Aktin beruht und nicht nur auf die Modulation 

des Aktins im Cytoskelett zurückzuführen ist (Calaghan et al., 2000; Hayashi et al., 

2003). Studien mit isolierten Kardiomyozyten, isoliertem Muskel und intaktem, 

durchbluteten Gewebe zeigten eine Verringerung der kardialen Kontraktion nach CytoD-

Exposition (Biermann et al., 1998; Howarth et al., 1998; Maltsev & Undrovinas, 1997; 

Skobel & Kammermeier, 1997). Außer dem Einfluss auf die Kontraktilität konnte an 

Kardiomyozyten von Ratten gezeigt werden, dass CytoD die Kinetik von intrazellulären 

CaT verlangsamte. Die Veränderung der CaT-Kinetik stand dabei nicht im 

Zusammenhang mit dem ICa,L, da dieser keine Änderung zeigte (Undrovinas & Maltsev, 

1998). Auch Yang et al. konnten keine Änderung im ICa,L und in der AP-Dauer von 

Kardiomyozyten von Ratten nach CytoD-Exposition finden (X. Yang et al., 2002).  

Die in dieser Arbeit durchgeführten Zellverkürzungsexperimente zeigten eine deutliche 

Reduktion der Kontraktion der Vorhofmyozyten. Nach Gabe einer 10 M CytoD-haltigen 

Messlösung für 12 Minuten wurde eine starke Verringerung der Zellverkürzung 
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festgestellt (Abbildung 29), welche im Einklang mit den beschriebenen Effekten von 

CytoD steht. Trotz des Ausbleibens der Kontraktion konnten jedoch mitoCaT sowie 

cytoCaT gemessen werden. Dies spricht dafür, dass die Funktion der wichtigsten Ca-

regulierenden Proteine (LTCC, SERCA, PLB, RyR2) während der CytoD-Exposition 

weitgehend erhalten geblieben ist. Dadurch war es möglich, sowohl mitoCaT als auch 

cytoCaT in denselben Zellen vor und nach CytoD-Gabe zu vergleichen. Dies diente dem 

Zweck zu überprüfen, ob die durch die Kontraktion der Zelle ausgelösten 

Bewegungsartefakte, die auch zum Teil in den Linescan-Aufnahmen zu sehen waren, 

Einfluss auf die Analyse der CaT nahm.  

Die unbehandelte Kontrolle (Stimulation mit 0,5 Hz ohne CytoD-Gabe) zeigte nach 12 

Minuten sowie im anschließendem Frequenzprotokoll leichte Veränderungen der 

cytoCaT gegenüber denen, die zu Beginn der Messung aufgenommen wurden. Diese 

Veränderungen bestanden im Wesentlichen aus einer Reduktion der Amplitude und des 

systolischen Ca sowie einer verlangsamten Anstiegszeit. In der CytoD-behandelten 

Gruppe wiesen die am Ende des Protokolls gemessenen cytoCaT ähnliche 

Veränderungen wie die cytoCaT in der unbehandelten Kontrolle auf. Auch hier zeigte 

sich eine Reduktion der Amplitude und des systolischen Ca sowie eine verlangsamte 

Anstiegszeit. Die verlangsamte Anstiegszeit der cytoCaT geht mit dem bereits 

bestehenden Befund der langsameren Anstiegskinetik von Undrovinas & Maltsev einher. 

Beim Vergleich der mitoCaT zu Beginn und am Ende des Protokolls mit CytoD konnten 

ebenfalls geringfügige Veränderungen festgestellt werden, die die gleichen Tendenzen 

zeigten wie die cytoCaT der unbehandelten Kontrolle sowie die cytoCaT nach CytoD-

Behandlung. Die mitoCaT nach CytoD-Behandlung wiesen eine reduzierte Amplitude 

und eine Reduktion im systolischen Ca auf. Die kinetischen Parameter zeigten kaum 

Veränderungen, jedoch schien die Abfallzeitkonstante bei erhöhten Frequenzen nach 

der CytoD-Behandlung etwas schneller zu werden. Die zunächst unerwarteten 

Ergebnisse der Verringerung der systolischen Ca-Werte sowie der Amplitude nach 

CytoD-Behandlung lassen sich allerdings damit erklären, dass auch die unbehandelten 

Kontrollen ähnliche Veränderungen zeigten. Ganz grundsätzlich konnte gezeigt werden, 

dass nach der CytoD-Behandlung, also ohne Kontraktion der Zelle (und damit ohne 

Bewegungsartefakte) mitoCaT gemessen werden konnten. Diese mitoCaT waren denen 

ohne CytoD-Behandlung sehr ähnlich. Dies beweist, dass die mitoCaT nicht durch die 

Bewegungsartefakte entstehen oder durch diese maßgeblich beeinflusst werden. 

Zusammenfassend konnten mit Hilfe der etablierten Färbemethode mittels X-Rhod-1-

Beladung und CoCl2-Quenching zuverlässig mitoCaT in Kardiomyozyten gemessen 

werden. Für die durchgeführten Versuche wurden dabei nur Zellen ausgewählt, die ein 
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deutlich gestreiftes Muster der X-Rhod-1-Fluoreszenz sowie regelmäßige Kontraktionen 

mit oszillierenden mitoCaT zeigten.  

 

4.2 Charakterisierung der mitoCaT in isolierten Kardiomyozyten 

 

4.2.1 Schnelle mitoCaT in isolierten Kardiomyozyten  
 
Lange wurde über die Kinetik der mitoCa-Aufnahme und ihren Beitrag zur cytoCa-

Regulation während der ECC diskutiert (Boyman et al., 2014; Chen et al., 2012; Drago 

et al., 2012; Kwong et al., 2015; T. Liu & O’Rourke, 2008; Lu et al., 2013; Maack et al., 

2006). Dabei hat die Frage, ob und wie cytoCaT, die unter physiologischen Bedingungen 

bei jeder Kontraktion der Herzmuskelzelle ausgelöst werden (engl.: beat-to-beat 

changes), in mitoCaT übersetzt werden, wichtige Auswirkungen auf die Herzphysiologie 

und -pathologie. Durch die mitoCa-Aufnahme und -Pufferung besteht die Möglichkeit, 

cytoCaT in ihrer Form zu beeinflussen und damit auch die Kontraktion der 

Herzmuskelzelle. Weiterhin wird durch die mitoCa-Aufnahme der zelluläre Stoffwechsel 

und damit auch die Energieversorgung des Herzens reguliert (Dedkova & Blatter, 2013).  

Dabei wurden zwei Modelle der mitoCa-Aufnahme vorgeschlagen. In Modell I trägt eine 

langsame mitoCa-Integration der cytoCaT zur Matrix-Ca-Konzentration bei, bis ein 

neues Gleichgewicht erreicht wird. Dadurch würden Änderungen der Matrix-Ca-

Konzentrationen während der cytoCaT nur gering ausfallen und die energetischen 

Anforderungen an den mitoCa-Transport wären minimal. Modell II dagegen beschreibt, 

wie die schnellen cytoCa-Oszillationen effizient in schnelle mitoCa-Oszillationen 

umgesetzt werden können. Dies würde für eine effektive Pufferung der cytoCaT sorgen 

und damit auch eine entscheidende Rolle bei der Modulierung der cytoCaT während der 

ECC spielen (O’Rourke & Blatter, 2009). Es gibt viele Studien, die für oder gegen eine 

schnelle mitoCa-Aufnahme im Rahmen der ECC sprechen. So konnten mittels EPMA 

(engl.: electron probe microanalysis) an Papillarmuskeln von Hamstern und Ratten keine 

schnellen Veränderungen der totalen mitoCa-Konzentration gefunden werden 

(Horikawa et al., 1998; Moravec et al., 1997; Moravec & Bond, 1991, 1992). Dagegen 

konnten Wendt-Gallitelli et al. und Isenberg et al. mit derselben Methode in 

Meerschweinchenmyozyten oszillierende mitoCa-Schwankungen als Reaktion auf 

cytoCaT nachweisen (Isenberg et al., 1993; Wendt‐Gallitelli & Isenberg, 1991). Nachteil 

der EPMA ist allerdings, dass nur die totale mitoCa-Konzentration gemessen werden 

kann und nicht die freie mitoCa-Konzentration. Die Laserscanning-Mikroskopie in 

Kombination mit fluoreszierenden Ca-Farbstoffen lieferte ebenfalls Belege, die sowohl 

für eine schnelle Übersetzung der cytoCaT in mitoCaT sprechen als auch dagegen. Zum 
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Beispiel konnten keine oszillierenden mitoCaT von Indo-1-beladenen Ratten-, Hamster-

, Frettchen- und Katzenmyozyten mit anschließendem Mn-Quenching  des cytosolischen 

Farbstoffes gezeigt werden (Griffiths, 1999; Lisa et al., 1993; Miyata et al., 1991; Zhou 

et al., 1998). Allerdings sollte hier als Nachteil aufgeführt werden, dass Mn mit dem 

mitoCa-Transport interferieren kann. Mn kann durch den MCU in die Mitochondrien 

aufgenommen werden und zu einer Fluoreszenzlöschung des Farbstoffes in der 

mitochondrialen Matrix führen (Dedkova & Blatter, 2013). Trollinger et al. sowie 

Mackenzie et al. konnten dagegen in Ratten- und Kaninchenmyozyten mit 

unterschiedlichen Farbstoffen schnelle oszillierende mitoCaT messen und eindeutig von 

cytoCaT differenzieren (Mackenzie et al., 2004; Trollinger et al., 1997, 2000). Auch Wüst 

et al. konnten auf Grundlage eines FRET-basierten mitochondrialen Ca-Indikators in 

kultivierten adulten Rattenkardiomyozyten schnelle mitoCaT bei verschiedenen 

Stimulationsfrequenzen (0,1 – 4 Hz) messen (Wüst et al., 2017).  

Die in dieser Arbeit gezeigten Daten unterstützen die Vorstellung, dass Kardiomyozyten 

schnelle mitoCaT zeigen. Sowohl in Ventrikel- als auch in Vorhofmyozyten konnten, 

nach der CoCl2-Fluoreszenzauslöschung des cytosolischen Signals, verlässlich 

schnelle, oszillierende mitoCaT gemessen werden. Diese zeigten im Vergleich zu den 

cytoCaT, die auch mit X-Rhod-1 gemessenen wurden, eine schnellere 

Abfallzeitkonstante (Abbildung 26). Im Mittel lagen die gemessenen Werte der 

Abfallzeitkonstante der mitoCaT in Ventrikel- und Vorhofmyozyten bei 1 Hz Stimulation 

in einem Bereich von  75 – 105 ms und die Anstiegszeit befand sich im Mittel in einem 

Bereich von  50 – 80 ms. Wüst et al. fanden bei 1 Hz Stimulation eine Abfallzeit (wobei 

es sich hier um die Zeit ab Start der Stimulation bis zum Abfall des CaT zurück auf 50 % 

des Ausgangswertes handelte) von  320 ms und eine Anstiegszeit (10 – 90 %) von 

etwa  35 ms (Wüst et al., 2017). Maack et al. konnten in Kardiomyozyten von 

Meerschweinchen nach Isoprenalin-Gabe bei 1 Hz Stimulation eine Abfallzeitkonstante 

von  90 ms und eine Anstiegszeit von  20 ms messen (Maack et al., 2006). Die 

Anstiegszeiten der beiden genannten Arbeiten liegen etwa in derselben Größenordnung 

wie die Anstiegszeit der hier gemessenen mitoCaT. Die Abfallzeit ließ sich aufgrund der 

unterschiedlichen Parameter nicht direkt vergleichen, weist aber auf eine 

Größenordnung hin, die in etwa der entspricht, die auch in dieser Arbeit gemessen 

wurde. Zudem haben Wüst et al. durch Kalibrierung des verwendeten Ca-Farbstoffes 

die ungefähren Werte der Matrix-Ca-Konzentration bei 1 Hz Stimulation bestimmen 

können. Diese lagen enddiastolisch etwa bei  350 nM Ca und systolisch etwa bei 

 600 nM Ca und ergaben so eine Amplitude von  250 nM Ca (Wüst et al., 2017). Da 

es sich bei den in dieser Arbeit aufgenommenen mitoCaT um nicht kalibrierte Daten 
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handelt, lassen diese keine quantitative Aussage über die Ca-Konzentration zu. 

Insgesamt scheinen aber die hier gemessenen schnellen mitoCaT von Vorhof- und 

Ventrikelmyozyten vergleichbar zu sein mit denen, die zuvor von anderen Gruppen mit 

unterschiedlichen Methoden/Farbstoffen gemessen wurden.  

 

4.2.2 Frequenzabhängigkeit der mitoCaT 
 
Neben den basalen Messungen mit 0,5 Hz (für atriale Myozyten) oder 1 Hz Stimulation 

(für ventrikuläre Myozyten) wurde auch ein Frequenzprotokoll durchgeführt, bei dem die 

angelegte Stimulation der Myozyten auf 2 Hz bzw. 4 Hz erhöht wurde. Hier zeigte sich, 

dass die gemessenen mitoCaT ventrikulärer und atrialer Myozyten auf eine Erhöhung 

der Stimulationsfrequenz reagierten. Unter allen durchgeführten Bedingungen 

verzeichnen die mitoCaT atrialer Myozyten aus WKY und SHR sowie die mitoCaT 

ventrikulärer Myozyten aus Cacna1c+/- und WT (in Gegenwart von Isoprenalin 

gemessen) bei zunehmender Frequenz einen Anstieg im diastolischen Ca. Weiterhin 

zeigten sowohl die atrialen als auch die ventrikulären mitoCaT eine schnellere 

Abfallzeitkonstante bei Erhöhung der Frequenz. Diese lag für die atrialen Myozyten mit 

2 Hz Stimulation im Bereich von  50 – 55 ms und für die ventrikulären Myozyten (in 

Gegenwart von Isoprenalin) mit 4 Hz Stimulation im Bereich von  30 – 40 ms. Diese 

Daten stehen im Einklang mit den von Wüst et al. gefundenen Ergebnissen zur 

Frequenzabhängigkeit der mitoCaT in kultivierten ventrikulären Rattenmyozyten. Auch 

hier zeigte sich bei zunehmender Frequenz ein Anstieg im diastolischen Ca. Durch die 

Kalibrierung des Ca-Farbstoffes konnte für 2 Hz Stimulation eine enddiastolische Matrix-

Ca-Konzentration von etwa  600 nM und für 4 Hz von etwa  800 nM bestimmt werden. 

Die systolischen Matrix-Ca-Konzentrationen lagen bei  800 nM für 2 Hz und bei 

 900 nM für 4 Hz Stimulation. Daraus ergeben sich Amplituden, die bei 2 Hz in einer 

Größenordnung von  200 nM und bei 4 Hz in einer Größenordnung von  100 nM 

liegen. Weiterhin konnten Wüst et al. bei Erhöhung der Stimulationsfrequenz auch 

schnellere Abfallzeiten finden, die bei 2 Hz in einem Bereich von ungefähr  200 – 250 

ms und bei 4 Hz Stimulation in einem Bereich von ungefähr  100 – 150 ms lagen (Wüst 

et al., 2017). Insgesamt ließen sich also vergleichbare Veränderungen der mitoCaT von 

Kardiomyozyten bei zunehmender Frequenz finden, die sich vor allem in einer Erhöhung 

des diastolischen Ca und einer schnelleren Kinetik der mitoCaT äußerte.  

Für die cytoCaT ist eine Frequenzabhängigkeit seit langem bekannt (DeSantiago et al., 

2002). Dabei zeigten auch die in dieser Arbeit gemessenen cytoCaT von atrialen WKY-

Myozyten einen Anstieg im diastolischen Ca sowie eine deutliche Beschleunigung der 
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Abfallzeitkonstante im Sinn einer FDAR (engl.: frequency-dependent acceleration of 

relaxation). Dabei wiesen die bei einer Erhöhung der Stimulationsfrequenz auftretenden 

Änderungen der mitoCaT im Vergleich zu den cytoCaT die gleichen Tendenzen auf. Dies 

lässt darauf schließen, dass die mitoCaT im Wesentlichen den cytoCaT folgen. Eine 

solche Kopplung von cytoCaT und mitoCaT würde eine Anpassung des mitochondrialen 

Stoffwechsels an den myokardialen ATP-Bedarf bei Veränderung der Herzleistung 

ermöglichen. 

 

4.2.3 Vergleich der mitoCaT zwischen Vorhof- und Ventrikelmyozyten  
 
Es ist bekannt, dass Vorhofmyozyten schneller kontrahieren als Ventrikelmyozyten. In 

beiden Zelltypen spielt der cytoCaT eine zentrale Rolle während der ECC (Brandenburg, 

Arakel, et al., 2016). Für eine funktionierende ECC sind der spannungsabhängige L-Typ-

Ca-Kanal (LTCC/Cav1.2) und der Ryanodinrezeptor (RyR2, Ca-Freisetzungskanal) von 

großer Bedeutung, und beide Kanäle werden in atrialem und ventrikulärem Gewebe in 

ähnlichem Maße exprimiert (Brandenburg, Arakel, et al., 2016; Gaborit et al., 2007). 

Dennoch unterscheiden sich die cytoCaT von Ventrikelmyozyten grundlegend von 

denen der Vorhofmyozyten (Brandenburg, Arakel, et al., 2016; Maack & O’Rourke, 

2007). Ventrikelmyozyten zeigen aufgrund ihrer T-Tubuli, die tief in die Zelle ragen und 

ausgestattet sind mit LTCC, eine nahezu gleichzeitige Freisetzung von Ca aus dem SR. 

Diese simultane Ca-Freisetzung führt zu einem homogenen Ca-Anstieg (CaT) während 

eines AP (Maack & O’Rourke, 2007; Smyrnias et al., 2010). Vorhofmyozyten fehlt jedoch 

ein regelmäßiges T-tubuläres System und der CaT wird zunächst in der Peripherie der 

Zellen ausgelöst. Die Ca-Erhöhung propagiert dann als Welle zentripetal tiefer in die 

Zellen und bedingt so einen heterogenen CaT. Diese heterogene Ausbreitung des Ca-

Signals führt bei transversalen Messungen am Konfokalmikroskop auch zur Aufnahme 

der U-förmigen intrazellulären CaT atrialer Myozyten (Blatter et al., 2003a; Bootman et 

al., 2006; Kockskämper et al., 2001; Mackenzie et al., 2004). Allerdings beschreiben 

neuere Studien, dass Vorhofmyozyten axiale Tubuli haben, die durch einige wenige T-

Tubuli mit der Oberflächenmembran verbunden sind (Brandenburg, Kohl, et al., 2016). 

Im Vergleich zu Ventrikelmyozyten sind die resultierenden CaT von Vorhofmyozyten 

gleich groß oder sogar größer und zeigen eine schnellere Abfallkinetik. Dies kann durch 

höhere Expressionslevel der SERCA2a sowie einer geringeren Expression des 

SERCA2a-hemmenden Proteins PLB erklärt werden. Weiterhin kontrahieren sie viel 

schneller als Ventrikelmyozyten, was auf  höhere Expressionslevel der schnelleren -

MHC-Myosin-ATPase zurückzuführen ist (Brandenburg, Arakel, et al., 2016; Dobrev et 

al., 2009; Lüss et al., 1999; Walden et al., 2009).  
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Diese deutlichen Unterschiede in den cytoCaT von Ventrikel- und Vorhofmyozyten 

spiegeln sich auch in den mitoCaT von Ventrikel- und Vorhofmyozyten wider. In 

Abbildung 42 wurden die gepoolten Daten aller gemessenen atrialen Myozyten (WKY, 

SHR) mit den gepoolten Daten aller gemessenen ventrikulären Myozyten (Cacna1c+/-, 

WT und WKY) verglichen. Hierbei zeigte sich, dass die atrialen Myozyten eine viel 

schnellere Anstiegszeit (493 ms A vs. 71 4 ms V) als auch eine viel schnellere 

Abfallzeitkonstante aufwiesen (744 ms A vs. 1085 ms V). Dieser eher heterogene 

Vergleich diente zunächst einer ungefähren Einordnung der gemessenen Daten, da ein 

direkter Vergleich von Werten aus Ratten mit unterschiedlichem genetischem 

Hintergrund nur schwer möglich ist. Aufgrund dieses Befundes wurden allerdings in 

unserer Arbeitsgruppe weiterführende Untersuchungen durchgeführt, die einen 

Vergleich der mitoCaT von ventrikulären und atrialen Myozyten aus WKY-Ratten 

zulassen. Der direkte Vergleich ventrikulärer und atrialer Myozyten von WKY-Ratten 

ergab, dass die atrialen Myozyten immer eine viel schnellere Abfallzeitkonstante 

aufwiesen als die ventrikulären Myozyten. Bei 1 Hz lagen die Abfallzeitkonstanten der 

ventrikulären Myozyten in einem Bereich von  120 – 150 ms (unveröffentlichte Daten 

von J.Plačkić) und die Abfallzeitkonstanten der atrialen Myozyten bei etwa  60 – 80 ms 

(diese Arbeit). 

Die mitochondriale Matrix-Ca-Konzentration wird durch das dynamische Gleichgewicht 

der MCU-vermittelten Ca-Aufnahme und der NCLX (und LETM1)-vermittelten Ca-

Extrusion bestimmt. Daher wurde vermutet, dass die Expression und/oder Aktivität von 

NCLX in Vorhofmyozyten erhöht ist und damit die schnellere Abfallzeitkonstante erklärt 

werden kann. Durch WB-Analysen konnte tatsächlich gezeigt werden, dass die atrialen 

Myozyten eine 2-4-fach höhere Expression von NCLX aufwiesen (unveröffentlichte 

Daten von N.Nasri). Dieser Befund lässt vermuten, warum atriale mitoCaT eine 

schnellere Abfallzeitkonstante zeigen als ventrikuläre mitoCaT und unterstreicht die 

Bedeutung von NCLX (und LETM1) für die Ca-Extrusion aus den Mitochondrien. 

 

4.3 Subzelluläre Regulation der mitoCaT in Vorhofmyozyten 
 
Die räumlich-zeitliche Organisation des cytoCaT von Vorhofmyozyten ist heterogen 

(Blatter et al., 2003a), was auf ihr eher spärlich und unregelmäßig vorkommendes 

Tubulus-System zurückzuführen ist (Blatter et al., 2021). Die SR-Ca-Speicher von 

Vorhofmyozyten können in zwei Arten eingeteilt werden: Das junktionale SR (j-SR) und 

das nicht-junktionale SR (nj-SR) (Blatter et al., 2021). Das j-SR befindet sich in der 

Zellperipherie in unmittelbarer Nähe zum Sarkolemm, während das nj-SR im Zellinneren, 

entfernt vom Sarkolemm, lokalisiert ist. Dieser auffallende Unterschied zu ventrikulären 
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Myozyten spiegelt sich in der intrazellulären Ca-Regulation während der ECC in 

Vorhofmyozyten wider (Blatter et al., 2003a). Bei elektrischer Stimulation durch ein AP 

beginnt der intrazelluläre Ca-Anstieg in der Peripherie der Zelle durch die Öffnung der 

LTCC und die Aktivierung der Ca-induzierten Ca-Freisetzung (CICR) aus dem j-SR 

(Kockskämper et al., 2001, 2005; Shkryl & Blatter, 2013). Dies führt dann zu einer 

Ausbreitung des Ca in Richtung zentraler Regionen der Zelle und zu einer Aktivierung 

der CICR aus dem nj-SR. Subzelluläre CaT in der Peripherie (subsarkolemmal, ss) 

zeigen dabei einen viel größeren CaT (Amplitude) als im zentralen Bereich der 

Vorhofmyozyten, sowie eine deutlich kürzere Anstiegszeit (Blatter et al., 2003b, 2021; 

Kockskämper et al., 2001; Mackenzie et al., 2004). In Übereinstimmung mit früheren 

Untersuchungen (Blatter et al., 2021; Kockskämper et al., 2001) konnten auch in dieser 

Arbeit in Vorhofmyozyten von WKY-Ratten höhere systolische Ca-Werte und größere 

Amplituden der cytoCaT in den subsarkolemmalen Regionen der Zelle gefunden 

werden. Weiterhin zeigten die subsarkolemmalen Bereiche eine kürzere Anstiegszeit als 

die zentralen Regionen, was ebenfalls den bereits vorhandenen Erkenntnissen 

entspricht (Mackenzie et al., 2004). 

Mitochondrien, die ca. ein Drittel des Zellvolumens eines Kardiomyozyten einnehmen 

und mit effizienten Ca-Transportmechanismen ausgestattet sind, können Einfluss auf 

die (atriale) cytosolische Ca-Regulation nehmen (Blatter et al., 2021; Williams et al., 

2015). Verschiedene Studien haben beispielsweise gezeigt, dass Mitochondrien in 

unmittelbarer Nähe zu den RyR des j-SR liegen (Bootman et al., 2011). Mackenzie et al. 

konnten zeigen, dass diese Mitochondrien die Ca-Ausbreitung in Vorhofmyozyten 

einschränken, während die Hemmung der mitochondrialen Ca-Aufnahme die 

Wahrscheinlichkeit erhöht, zentripetale Ca-Wellen durch subsarkolemmale Ca-

Erhöhungen auszulösen (Mackenzie et al., 2004). Darüber hinaus konnten 

Hohendanner et al. zeigen, dass die Hemmung der mitochondrialen Ca-Aufnahme zu 

einer schnelleren zentripetalen Ca-Ausbreitung und zu einer Erhöhung der Amplitude 

des zentralen cytoCaT führt (Hohendanner et al., 2015). Basierend auf diesen 

Erkenntnissen vermuten Bootman et al., dass Mitochondrien in atrialen Kardiomyozyten 

von Ratten, die sich zwischen den j-SR und nj-SR befinden, Ca aufnehmen und als 

„mitochondriale Firewall“ fungieren (Blatter et al., 2021; Bootman et al., 2011). 

Weiterhin hat auch die Lage der Mitochondrien innerhalb der Zelle einen wichtigen 

Einfluss auf ihre Größe, Form und Stoffwechselaktivität. Die unterschiedlich lokalisierten 

Mitochondrien sind an unterschiedlichen Aufgaben in der Zelle beteiligt und können 

daher vermutlich auch die cytoCaT unterschiedlich stark beeinflussen (Dedkova & 

Blatter, 2012; Lukyanenko et al., 2009). Drei Subpopulationen von Mitochondrien 

werden in Kardiomyozyten diskutiert. Subsarkolemmale Mitochondrien (SSM), die sich 
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unmittelbar unterhalb der Zellmembran befinden, intermyofibrilläre Mitochondrien 

(IMFM, IFM), die zwischen den Myofibrillen liegen, und perinukleäre Mitochondrien 

(PNM), die sich an den Kernpolen befinden (Hollander et al., 2014). Die IMFMs sind 

aufgrund der dicht gepackten Lage zwischen den Myofibrillen relativ uniform (0,5 – 1 m 

breit und 1 – 2 m lang)  (Barth, 1992; Hom & Sheu, 2009; Lukyanenko et al., 2009). 

Dabei liegen sie perlschnurartig in Längsreihen in der Nähe von SR-Ca-

Freisetzungsstellen und 1 – 2 Mitochondrien umspannen ein Sarkomer von Z-Band zu 

Z-Band (Dedkova & Blatter, 2012; Hom & Sheu, 2009; Lukyanenko et al., 2009; Ong et 

al., 2017). Die SSMs und die PNMs sind neben ihrer Lokalisation auch aufgrund ihrer 

unterschiedlichen Formen und Größen von den IMFMs abzugrenzen. Sie sind weniger 

organisiert als die IMFMs, was vermutlich mit der weniger dicht gepackten Lage (im 

Vergleich zu den IMFMs) innerhalb der Zelle zusammenhängt (Lukyanenko et al., 2009; 

Ong & Hausenloy, 2010). Alle drei Typen sind morphologisch voneinander 

unterscheidbar und haben scheinbar auch unterschiedliche biochemische 

Eigenschaften (Hackenbrock, 1968; Hollander et al., 2014; Kononova, 1982; Matlib et 

al., 1978; Palmer et al., 1977). So wird angenommen, dass PNMs ATP für Prozesse in 

der Nähe des Zellkerns erzeugen und den Zellkern mit der notwendigen Energie für die 

Transkription versorgen (Hollander et al., 2014). Das ATP der SSM wird für den aktiven 

Transport von Ionen und Metaboliten durch das Sarkolemm gebraucht und die IMFMs 

liefern das ATP, das für die Kontraktion benötigt wird (Hollander et al., 2014; Müller, 

1976; Palmer et al., 1977; Rosca & Hoppel, 2013; Shimada et al., 1984).  

Den Ca-Gehalt betreffend konnten Isenberg et al. und Gallitelli et al. mittels EPMA den 

gesamten mitochondrialen Ca-Gehalt in subsarkolemmalen und zentralen 

Subpopulationen von Mitochondrien in isolierten Ventrikelmyozyten des 

Meerschweinchens messen. Bei elektrischer Stimulation stieg der Ca-Gehalt in den 

SSMs im Vergleich zu den IMFMs signifikant an, und während der Systole war der Ca-

Anstieg in den peripheren Mitochondrien etwa dreimal so hoch wie in den zentralen 

(Gallitelli et al., 1999; Isenberg et al., 1993).  

Um eventuell vorhandene Unterschiede der mitoCa-Regulation in den subzellulären 

Bereichen von Vorhofmyozyten zu untersuchen, wurden in dieser Arbeit subzelluläre 

mitoCaT gemessen. Die subsarkolemmal gemessenen mitoCaT zeigten höhere 

systolische Ca-Werte und eine höhere Amplitude. Dies kann zum einen auf die größeren 

cytoCaT in subzellulären Regionen zurückzuführen sein und zum anderen passen diese 

Werte auch zu denen von Gallitelli et al. und Isenberg et al. gemessenen höheren Ca-

Werten (systolische Ca-Werte sowie Amplitude der CaT) in den subsarkolemmal 

gelegenen Mitochondrien (Gallitelli et al., 1999; Isenberg et al., 1993). Auch Mackenzie 
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et al konnten in mit Rhod-2-beladenen Vorhofmyozyten in den subsarkolemmalen 

Bereichen mitoCaT mit einer größeren Amplitude messen als in den zentralen Bereichen 

(Mackenzie et al., 2004). Die diastolischen mitoCa-Werte waren bei basaler elektrischer 

Stimulation (0,5 Hz) in den subsarkolemmalen Bereichen erniedrigt. Allerdings war 

dieser Unterschied bei höheren Stimulationsfrequenzen nicht mehr vorhanden. 

Insgesamt waren die subzellulären mitoCaT hinsichtlich des diastolischen und 

systolischen Ca sowie der Amplitude mit den subzellulären cytoCaT vergleichbar. 

Interessanterweise ließen sich allerdings deutliche Unterschiede in den kinetischen 

Parametern der subzellulären mitoCaT im Vergleich zu den cytoCaT finden. Die 

Anstiegszeit und die Abfallzeitkonstante der mitoCaT war im subsarkolemmalen Bereich 

größer als im zentralen Bereich. Das bedeutet, die mitoCaT im zentralen Bereich sind 

schneller als im subsarkolemmalen Bereich. Diese Ergebnisse stehen also im Kontrast 

zu den subzellulären cytoCaT. Hier zeigte sich kein Unterschied in den 

Abfallzeitkonstanten zwischen den beiden subzellulären Bereichen. Die Anstiegszeit der 

cytoCaT war aber deutlich kürzer in den subsarkolemmalen Bereichen. Eine mögliche 

Erklärung für die subzellulären Unterschiede der mitoCaT wäre z.B. eine 

unterschiedliche Expression der mitochondrialen Ca-regulierenden Proteine, wie MCU 

und NCLX, in den unterschiedlichen Subtypen von Mitochondrien. Hierfür konnten aber 

bis jetzt keine Belege gefunden werden. Zusammenfassend lassen sich eindeutige 

Unterschiede in den subzellulären Bereichen der mitoCaT (zentral vs. subsarkolemmal) 

finden. Die Unterschiede des diastolischen und systolischen Ca sowie der Amplitude der 

mitoCaT in den subzellulären Bereichen beruhen möglicherweise auf den 

unterschiedlichen subzellulären cytoCaT. Die kinetischen Parameter jedoch scheinen 

unabhängig vom Verlauf der cytoCaT reguliert zu werden. Die Befunde zeigen eindeutig, 

dass sich die mitoCa-Regulation in den unterschiedlichen Subpopulationen der kardialen 

Mitochondrien beträchtlich unterscheidet.  

 

4.4 MitoCa-Regulation in Vorhofmyozyten von SHR  
 
In einer weiteren Versuchsreihe wurde die mitoCa-Regulation in Vorhofmyozyten aus 

einem pathologischen Modell, den SH-Ratten, untersucht und mit der mitoCa-Regulation 

in Vorhofmyozyten aus gesunden normotensiven WKY-Ratten verglichen. Dabei stellen 

die spontan-hypertensiven Ratten ein gut charakterisiertes Modell für die hypertensive 

Herzerkrankung dar (Doggrell & Brown, 1998; Kokubo et al., 2005). In vielen Aspekten 

ähneln die Auswirkungen des Bluthochdruckes bei SHR denen beim Menschen 

(Brooksby et al., 1993; Tomanek & Hovanec, 1981). Daher wurde dieses Modell auch 

intensiv zur Untersuchung des ventrikulären Remodelings während der hypertensiven 
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Herzerkrankung verwendet. Bei der Hypertonie kommt es auch zu einem Umbau des 

linken Vorhofs, der in einer kontraktilen Dysfunktion und in Vorhofflimmern enden kann 

(Healey & Connolly, 2003; Kockskämper & Pluteanu, 2022; Schotten et al., 2011). So 

sind ca. 14 % aller Fälle von Vorhofflimmern durch eine vorausgegangene Hypertonie 

entstanden und 60 – 80 % aller Patienten mit Vorhofflimmern haben auch 

Bluthochdruck. Mit einer Prävalenz von 1 – 2 % der Allgemeinbevölkerung stellt 

Vorhofflimmern die häufigste pathologische Arrhythmie dar und kann im schlimmsten 

Fall zu einem Schlaganfall und dem Tod führen (Andrade et al., 2014; Schotten et al., 

2011).  

Über die Veränderungen in den Vorhöfen der SHR ist jedoch nur wenig bekannt 

(Pluteanu et al., 2015). Frühe Studien konnten einen erhöhten Vorhofdruck und vor allem 

im Alter Anzeichen einer Vorhofvergrößerung finden (Dunn et al., 1978; Noresson et al., 

1979). Auch konnte gezeigt werden, dass die SHR spontane atriale Tachyarrhythmien 

und eine erhöhte Neigung zu induzierbarem Vorhofflimmern besitzen, deren Häufigkeit 

mit zunehmendem Alter steigt (Choisy et al., 2007; Kockskämper & Pluteanu, 2022; 

Parikh et al., 2013; Scridon et al., 2012). Choisy et al. konnten zeigen, dass SHR bereits 

im Alter von drei Monaten eine Vorhoffibrose aufwiesen (Choisy et al., 2007). Eine 

gestörte intrazelluläre Ca-Regulation kann ebenfalls verschiedene Formen von 

Arrhythmien verursachen und Auslöser atrialer Tachyarrhythmien bei SHR sein. Zum 

Beispiel konnten Pluteanu et al. zeigen, dass nach 3 Monaten, kurz nach Entwicklung 

der Hypertonie, keine Veränderungen der intrazellulären Ca-Regulation in 

Vorhofmyozyten von SHR zu beobachten waren. Nach 6 – 8 Monaten, also bei 

fortgeschrittener linksventrikulärer Hypertrophie (allerdings immer noch in einem relativ 

frühen Stadium der Erkrankung), konnten dann funktionell relevante subzelluläre 

Veränderungen in der intrazellulären Ca-Regulation festgestellt werden (Pluteanu et al., 

2015).  

Da Arbeitsbelastung und Energiebedarf des Herzens in einem engen Zusammenhang 

stehen, führt die Herzhypertrophie unweigerlich auch zu Veränderungen der Funktion 

der Mitochondrien. So gibt es Studien, die darauf hindeuten, dass die Entwicklung einer 

Hypertonie und Herzhypertrophie eng mit mitochondrialer Dysfunktion verbunden sind 

(Puddu et al., 2007). Mitochondriale Proteine des linken Ventrikels von SHR, die an der 

ETC beteiligt sind, zeigten eine Beeinträchtigung in ihrer Aktivität. So wiesen die 

Komplexe I und II eine verminderte Enzymaktivität zusammen mit einer verminderten 

Expression der Untereinheiten dieser Komplexe auf (Tang et al., 2014). Tang et al 

fanden auch, dass in SHR ein mitochondriales Remodeling stattfindet, welches sich in 

einer abgeschwächten mitochondrialen Dynamik äußerte. So konnten sie eine 

Reduktion der Expression von DRP1 (verantwortlich für die Spaltung von Mitochondrien) 
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und eine Erhöhung der Expression von OPA1 (verantwortlich für die Fusion von 

Mitochondrien) finden. Des Weiteren waren auch Proteine, die sowohl für die 

mitochondriale Biogenese als auch der Mitophagie verantwortlich sind, in SHR 

vermindert (Tang et al., 2014). Weiterhin konnten Pardo et al. zeigen, dass isolierte 

Mitochondrien aus ventrikulärem Gewebe von SHR eine geringere Ca-vermittelte 

mPTP-Öffnung und ein niedrigeres m aufwiesen (Pardo et al., 2015). Dagegen ist 

über Änderungen in der mitochondrialen Morpholgie und Funktion im Vorhofmyokard 

von SHR nur wenig bekannt. Auch ist kaum etwas bekannt über potentielle Änderungen 

der mitoCa-Regulation in Vorhofmyozyten von SHR in frühen Stadien der hypertensiven 

Herzerkrankung. Die in dieser Arbeit erhobenen Daten deuten darauf hin, dass es keine 

großen Veränderungen der mitoCa-Regulation in Vorhofmyozyten von 3 Monate alten 

SHR gibt. Sowohl unter basalen Bedingungen (0,5 Hz Stimulation) als auch bei 

zunehmender Stimulationsfrequenz zeigten die mitoCaT der SHR keinen signifikanten 

Unterschied zu den mitoCaT von WKY (Abbildung 32/Tabelle 22). Dieser Befund steht 

im Einklang mit der von Pluteanu et al. gemachten Beobachtung, dass auch die cytoCaT 

in Vorhofmyozyten von drei Monate alten SHR noch keine Veränderungen im Vergleich 

mit den cytoCaT in Vorhofmyozyten gleichaltriger WKY-Ratten zeigten (Pluteanu et al., 

2015).  

Auch die subzellulären mitoCaT in Vorhofmyozyten der SHR wurden analysiert. Wie bei 

den subzellulären mitoCaT von WKY zeigten sich hier auch deutliche Unterschiede 

zwischen dem subsarkolemmalen und zentralen Bereich. Die subsarkolemmalen 

Bereiche wiesen höhere diastolische und systolische Ca-Werte sowie eine größere 

Amplitude auf. Die Anstiegszeit und die Abfallzeitkonstante der mitoCaT waren in den 

subsarkolemmalen Bereichen größer als in den zentralen. Dieser Befund glich sich bei 

den höheren Frequenzen wieder an, so dass kein Unterschied mehr in der Kinetik der 

subzellulären mitoCaT von SHR gefunden werden konnte. Bei Vergleich der 

subzellulären mitoCaT zwischen SHR und WKY ergab sich nur ein Unterschied in den 

diastolischen Ca-Werten. Hier zeigten die mitoCaT in Vorhofmyozyten von SHR deutlich 

höhere Werte als die WKY-Vorhofmyozyten. Zusammenfassend zeigten die mitoCaT in 

Vorhofmyozyten von SHR, außer kleineren Änderungen in der subzellulären mitoCa-

Regulation, keine wesentlichen Unterschiede zu den mitoCaT in Vorhofmyozyten von 

WKY.    

Zusätzlich wurde auch die Expression mitochondrialer Proteine, welche an der mitoCa-

Regulation beteiligt sind, untersucht. Interessanterweise konnte hier festgestellt werden, 

dass sowohl der NCLX als auch der LETM1 (beide für die Ca-Extrusion aus den 

Mitochondrien verantwortlich) in atrialem Gewebe von SHR signifikant (> 50 %) höhere 
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Expressionslevel aufwiesen als in atrialem Gewebe von WKY (Abbildung 33). Die MCU-

Expression (verantwortlich für Ca-Aufnahme in die Matrix) dagegen zeigte keine 

Unterschiede zwischen den beiden Gruppen. Die Ergebnisse zeigen, dass es bereits 

sehr früh während der hypertensiven Herzerkrankung zu einem Remodeling der 

Expression mitochondrialer Proteine, noch vor dem Auftreten funktioneller Änderungen, 

kommt.  

In verschiedenen Mausmodellen wurde die Rolle der mitoCa-regulierenden Proteine 

MCU und NCLX für die Funktion des Herzens und der Kardiomyozyten mittels 

Überexpression oder Deletion des jeweiligen Proteins untersucht. So zeigten zum 

Beispiel Mitochondrien, die aus MCU-/--Kardiomyozyten isoliert wurden, keine Ca-

Aufnahme und im Vergleich zu den Kontrollen eine niedrigere basale mitoCa-

Konzentration. Die ATP-Konzentration sowie die Herzleistung waren jedoch 

unverändert, was auf eine erhaltene basale mitochondriale Energetik und 

linksventrikuläre Funktion des Herzens hindeutet (Holmström et al., 2015). Dagegen 

zeigten Mäuse mit einer herzspezifischen Expression einer dominant-negativen MCU-

Isoform ein höheres diastolisches cytoCa und eine Beeinträchtigung der 

Energieproduktion unter -adrenerger Stimulation, was wiederum vermuten lässt, dass 

die ATP-Produktion unter gestressten Bedingungen MCU-abhängig ist (Y. Wu et al., 

2015). Die Deletion des Slc8b1-Gens (das für NCLX kodiert) führte in Mäusen zu einer 

akuten myokardialen Dysfunktion und fulminanten Herzinsuffizienz mit einer 

Überlebensrate von nur 13 % (Palty et al., 2010). Die Überexpression von NCLX in 

Mäuseherzen war dagegen protektiv: Die mitoCa-Extrusion war erhöht und konnte die 

irreversible Öffnung der mPTP verhindern, wodurch das Herz vor dem Versagen und 

Ischämie-induzierter Nekrose der Kardiomyozyten geschützt wurde (Luongo et al., 

2017). Diese Erkenntnisse weisen auf einen wichtigen Einfluss des mitoCa-Export auf 

die Zellfunktion hin. Eine Steigerung der mitoCa-Extrusion scheint eine mögliche 

therapeutische Strategie zu sein, die das Herz vor einer schädlichen Ca-Überladung 

schützt. Die in dieser Arbeit in atrialem SHR-Gewebe festgestellten erhöhten 

Expressionslevel von NCLX und LETM1 scheinen erste adaptive Mechanismen zu sein, 

um die Mitochondrien vor einer eventuellen übermäßigen Ca-Akkumulation zu schützen. 

Zwar hatte die erhöhte Expression von NCLX und LETM1 keinen Einfluss auf die 

mitoCaT unter basalen Bedingungen. Möglicherweise kommen diese aber erst bei einer 

erhöhten Belastung der Vorhofmyozyten und einem größeren Ca-Turnover wie z.B 

durch sympathische Stimulierung (mittels Isoprenalin) zum Tragen.  
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4.5 MitoCa-Regulation in Ventrikelmyozyten aus haploinsuffizienten 
Cacna1c+/--Ratten 
 
Ein weiterer Teil dieser Arbeit beschäftigte sich mit der mitoCa-Regulation in 

haploinsuffizienten Cacna1c+/--Ratten. Das Gen CANA1C kodiert für die porenbildende 

1C-Untereinheit des LTCC (Cav1.2), dessen Mutationen und Polymorphismen mit 

neuropsychiatrischen und kardialen Erkrankungen in Verbindung gebracht werden. Eine 

veränderte Expression und/oder Funktion von CACNA1C/Cav1.2 scheint sowohl bei 

psychiatrischen als auch kardialen Erkrankungen ein entscheidender Faktor zu sein und 

stellt einen möglichen Zusammenhang zwischen den beiden Krankheitsbildern dar 

(Fender et al., 2023). Es gibt zahlreiche Studien, die darauf hindeuten, dass 

psychiatrische Erkrankungen mit einer mitochondrialen Dysfunktion einhergehen, wie 

einer verringerten Komplex-I-Aktivität, einer erhöhten ROS-Produktion, einer 

verringerten Expression apoptotischer Proteine und einer vermehrten Expression pro-

apoptotischer Proteine bei Patienten mit affektiven Störungen oder Schizophrenie (Manji 

et al., 2012; S. Michels et al., 2018; Scaini et al., 2016). Michels et al. konnten in HT22-

Zellen (aus dem Hippocampus von Mäusen) mit Glutamat-induziertem oxidativen Stress 

zeigen, dass die siRNA-vermittelte Ausschaltung von CACNA1C die mitochondriale 

Morphologie, das mitochondriale Membranpotential und den ATP-Spiegel nach 

Glutamat-Behandlung bewahrte. Zudem schützte die verminderte Expression von 

CACNA1C die Mitochondrien vor übermäßigem Ca-Einstrom sowie Bildung von ROS 

und dadurch die HT22-Zellen vor dem oxidativen Zelltod (S. Michels et al., 2018). 

Für die Untersuchungen der Rolle von Cav1.2 bei psychiatrischen und kardiovaskulären 

Erkrankungen wurde das haploinsuffiziente Cacna1c+/--Rattenmodell entwickelt (Kisko 

et al., 2018). Erste Ergebnisse mit diesem Modell zeigten, dass Cacna1c+/--Ratten 

Verhaltensänderungen aufwiesen, die mit autismusähnlichen Symptomen 

übereinstimmten (Kisko et al., 2018; Redecker et al., 2019; Wöhr et al., 2020). Der 

kardiale Phänotyp ist noch weitgehend unerforscht und wurde erstmals von Fender et 

al. beschrieben (Fender et al., 2023). Hier zeigte sich eine veränderte Expression und 

Phosphorylierung von Ca-regulierenden Proteinen (Cav1.2, SERCA2a, NCX, RyR2) im 

linksventrikulären Gewebe sowie eine abgeschwächte Reaktion der cytoCaT und der 

Sarkomerverkürzung auf eine -adrenerge Stimulation mittels Isoprenalin in 

Ventrikelmyozyten (Fender et al., 2023). Aufgrund dieser Änderungen wurde in dieser 

Arbeit untersucht, ob die verminderte Expression von Cacna1c+/- und die veränderte 

intrazelluläre Ca-Regulation auch einen Einfluss auf die mitoCa-Regulation in 

Ventrikelmyozyten von Cacna1c+/--Ratten hat. 
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Unter basalen Bedingungen (elektrische Stimulation bei 1 Hz) konnte kein Unterschied 

zwischen den mitoCaT in Ventrikelmyozyten aus Cacna1c+/-- und WT-Ratten gefunden 

werden. Darüber hinaus zeigten auch die wichtigsten mitochondrialen Proteine (MCU, 

NCLX, LETM1), die an der mitochondrialen Ca-Regulierung beteiligt sind, keine 

Unterschiede ihrer Expression zwischen Cacna1c+/- und dem WT. Diese Ergebnisse 

passen zu dem von Fender et al. erhobenem Befund, dass auch die cytoCaT der 

Ventrikelmyozyten unter basalen Bedingungen keine Änderungen zwischen den beiden 

Genotypen aufwiesen und eine normale Kontraktion aufrechterhielten (Fender et al., 

2023). Nach -adrenerger Stimulation mit Isoprenalin (30 nM) zeigten die mitoCaT der 

Ventrikelmyozyten erhöhte diastolische und systolische mitoCa-Werte und eine 

gesteigerte Amplitude sowie eine schnellere Abfallkinetik. Diese Isoprenalin-induzierten 

Änderungen waren allerdings in beiden Genotypen gleich stark ausgeprägt. Generell 

scheinen die mitoCaT auf die Isoprenalin-induzierten Änderungen der cytoCaT (größere 

und schnellere cytoCaT) in gleicher Weise zu folgen. Nach Erhöhung der 

Stimulationsfrequenz von 1 Hz über 2 Hz auf 4 Hz in Gegenwart von Isoprenalin kam es 

zu einer progressiven Beschleunigung der mitoCaT, die sich in einer Abnahme der 

Abfallzeitkonstante äußerte. Das diastolische Ca und das systolische Ca der mitoCaT 

wurde bei zunehmender Frequenz erhöht. Die Amplitude stieg während des 

Frequenzprotokolls nur sehr gering an, war aber in den Cacna1c+/--Myozyten im 

Vergleich zum WT größer. Neben Unterschiede in der Amplitude zeigte sich zudem eine 

schnellere Abfallzeitkonstante in den mitoCaT von Cacna1c+/--Myozyten. Alle anderen 

gemessenen Parameter zeigten keinen Unterschied zwischen den beiden Genotypen, 

weder bei der Isoprenalin-Behandlung unter 1 Hz noch bei dem Frequenzprotokoll in 

Gegenwart von Isoprenalin. Zusammenfassend wurde hier erstmals die mitoCa-

Regulation in Ventrikelmyozyten aus einem Cacna1c+/- Rattenmodell untersucht. Dabei 

konnten keine wesentlichen Änderungen der mitoCaT sowie der Expression wichtiger 

mitoCa-regulierender Proteine (MCU, NCLX, LETM1) zwischen dem WT und den 

Cacna1c+/--Ratten unter basalen Bedingungen gefunden werden. Isoprenalin erhöhte 

und beschleunigte die mitoCaT sowohl in den Cacna1c+/-- als auch in den WT-Myozyten. 

Trotz eines abgeschwächten Isoprenalin-Effektes auf die cytoCaT wiesen die Cacna1c+/-

-Myozyten einen leicht verstärkten Isoprenalin-Effekt auf die mitoCaT auf. Diese 

Ergebnisse weisen nur auf eine geringe Veränderung in der mitochondrialen Funktion 

bezüglich der Ca-Regulierung in Ventrikelmyozyten mit einer verringerten Cav1.2 

Expression hin. Weitere Untersuchungen z.B. zur metabolischen Funktion der 

Mitochondrien (ATP- und ROS-Produktion) sowie zur mitochondrialen Dynamik könnten 

helfen, andere Aspekte der mitochondrialen Dysfunktionen aufzudecken. Inwieweit 
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Mitochondrien im kardialen Gewebe zum kardialen Remodeling bei einer verringerten 

Expression des CACNA1C-Gens beitragen und ob hier eine Verbindung zu 

Veränderungen der mitochondrialen Funktion bei neuropsychiatrischen Erkrankungen 

besteht, ist noch nicht abschließend geklärt. 

  

4.6 Der ER/SR-Stress-Induktor Tunicamycin führt zu akuten 
Änderungen der cytoCa- und mitoCa-Regulierung in 
Ventrikelmyozyten  
 
Im letzten Teil dieser Arbeit wurden die Auswirkungen des ER/SR-Stress-Induktors 

Tunicamycin bei akuter Gabe auf ventrikuläre Myozyten von WKY-Ratten sowohl im 

Hinblick auf die mitoCa-Regulation als auch auf die cytoCa-Regulation untersucht. Das 

ER/SR spielt eine zentrale Rolle für die ECC sowie die intrazelluläre Ca-Regulation und 

ist der wichtigste Ort für die Qualitätskontrolle von Proteinen. Eine Störung der ER/SR-

Homöostase kann zu einer Anhäufung von ungefalteten/falschgefalteten Proteinen und 

damit zu ER/SR-Stress führen (Hetz et al., 2020). Dieser wurde sowohl mit 

physiologischen als auch mit pathophysiologischen Zuständen im kardiovaskulären 

System in Verbindung gebracht, darunter Herzinfarkt, Ischämie, dilatative 

Kardiomyopathie, Drucküberlastung sowie Hypertrophie und Herzinsuffizienz (Minamino 

& Kitakaze, 2010; Prola et al., 2019). Dennoch gibt es kaum Untersuchungen, die sich 

mit der Frage beschäftigen, ob und wie akuter ER/SR-Stress die mitoCa- sowie die 

cytoCa-Regulation in Kardiomyozyten beeinflusst. Prola et al. konnten zeigen, dass 

Tunicamycin-induzierter ER/SR-Stress zu einer Beeinträchtigung der Herzfunktion in 

Mäusen führt. Zum einen wurden strukturelle Veränderungen im Bereich der Dyaden 

und mitochondrialen Ca-Mikrodomänen gefunden, was zu einer Beeinträchtigung der 

intrazellulären Ca-Regulierung führen kann. Zum anderen kam es auch zu funktionellen 

Änderungen, die sich in einer gestörten mitoCa-Aufnahme, Veränderung der oxidativen 

Phosphorylierung und in einer metabolischen Umstrukturierung äußerten (Prola et al., 

2019). Yang et al. zeigten, dass Tunicamycin das kardiale Remodeling in Mäusen 

förderte, die kontraktile Funktion der Kardiomyozyten unterdrückte, das diastolische Ca 

erhöhte und die intrazelluläre Ca-Clearance verlängerte. Weiterhin führte die 

Behandlung mit Tunicamycin zu einer Schädigung der Mitochondrien mit einem 

verringerten mitochondrialen Membranpotential sowie einer erhöhten myokardialen 

Apoptose (L. Yang et al., 2015). Die meisten dieser Befunde wurden nach einer 

chronischen Behandlung mit Tunicamycin (Stunden bis Tage) erhoben. Dagegen ist 

wenig darüber bekannt, ob und wie eine akute Gabe des ER/SR-Stress-Induktors sich 
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auf die mitoCa- und cytoCa-Regulation ventrikulärer Kardiomyozyten von WKY-Ratten 

auswirkt.  

In der mitoCa-Regulation ließen sich zwei wesentliche Veränderungen finden. Es kam 

zu einem deutlichen Anstieg des diastolischen Ca, das nach der Tunicamycin-

Behandlung in manchen Kardiomyozyten sogar auf die zuvor gemessenen systolischen 

Ca-Werte anstieg (Abbildung 43 A). Auch Prola et al. konnten bei einer akuten Gabe von 

Tunicamycin eine rasche und vermehrte mitoCa-Aufnahme messen (Prola et al., 2019). 

Dieser deutliche Anstieg des diastolischen Ca könnte daraufhin deuten, dass die 

mitoCa-Aufnahme und/oder mitoCa-Abgabe durchaus nennenswert beeinflusst ist. Da 

die Kinetik der mitoCaT, insbesondere die Abfallkinetik, kaum beeinträchtigt war, scheint 

bevorzugt die mitoCa-Aufnahme betroffen zu sein. Ein weiterer Befund war ein 

vermehrtes Auftreten von mitoCa-Wellen, die vermutlich durch cytoCa-Wellen ausgelöst 

wurden. Dies lässt vermuten, dass der Ca-Crosstalk zwischen Mitochondrien und dem 

SR (noch) nicht stark beeinflusst ist und die Mitochondrien auf die Änderungen der 

cytoCa-Regulierung reagieren können. Das ER/SR steht über spezielle strukturelle 

Bereiche, die MAM (engl.: mitochondria-associated membranes), mit den Mitochondrien 

in engem Kontakt. Daher wurde in dieser Arbeit auch die cytoCa-Regulation nach 

Tunicamycin-Gabe untersucht. Hier zeigte sich eine starke Erhöhung des diastolischen 

Ca sowie eine starke Verlangsamung des Abfalls der cytoCaT. Die beiden Befunde des 

höheren diastolischen Ca und des langsameren Abfalls der cytoCaT stehen mit den von 

Yang et al. erhobenen Daten in Einklang (L. Yang et al., 2015). Yang et al. konnten eine 

verminderte Expression von SERCA2a in Tunicamycin-behandelten (48 Stunden) 

Mäusen finden. Die hier gezeigten Daten sprechen zwar auch dafür, dass die Funktion 

der SERCA2a durch Tunicamycin beeinträchtigt wird (aufgrund des verlangsamten 

Abfalls der cytoCaT). Allerdings ist es unwahrscheinlich, dass die Expression der 

SERCA2a bei einer akuten Gabe (12 Minuten) schon beeinflusst wird. Viel mehr könnte 

die Regulation der SERCA2a, z.B. durch PLB, betroffen sein. Darüber hinaus könnte 

auch die Struktur des SR durch Tunicamycin verändert und so die Wiederaufnahme von 

Ca ins SR durch die SERCA2a erschwert sein. Außerdem wurde die starke 

Verlangsamung der cytoCaT insbesondere in der Peripherie der Ventrikelzellen 

beobachtet. Dies lässt vermuten, dass potenzielle Änderungen der Funktion der 

SERCA2a und/oder der Struktur des SR in der Peripherie, also in den 

subsarkolemmalen Bereichen, stärker betroffen waren. Interessanterweise konnte 

erstmals gezeigt werden, dass schon wenige Minuten nach Tunicamycin-Behandlung 

die Mehrzahl der Kardiomyozyten arrhythmogene Ereignisse, wie cytoCa-Wellen, 

aufwiesen. Dies deutet daraufhin, dass Tunicamycin durch die Störung der SR-Ca-

Homöostase auch einen Einfluss auf die RyR2 besitzt und diese eventuell einen 
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vermehrten Ca-Austritt (Ca-Leck) aufweisen. Aufgrund dieser cytoCa-Wellen wurde 

untersucht, ob die Ventrikelzellen unter Tunicamycin auch einen Ca-Alternans 

entwickeln, da Alternans als Risikofaktor für atriale und ventrikuläre Arrhythmien gilt 

(Kanaporis & Blatter, 2023). Tatsächlich zeigte sich bei Erhöhung der elektrischen 

Stimulationsfrequenz auf 2,5 Hz, dass die Ventrikelmyozyten unter Tunicamycin-

Behandlung ein erhöhtes Risiko besitzen, einen Ca-Alternans zu entwickeln. Weiterhin 

war dieser Alternans in den unterschiedlichen subzellulären Regionen unterschiedlich 

stark ausgeprägt. Diese Befunde geben erste Hinweise darauf, dass akuter ER/SR-

Stress, ausgelöst durch Tunicamycin, bereits zu starken Störungen der intrazellulären 

Ca-Regulation führt, die sogar Ca-Alternans und Arrhythmien bedingen. Der 

zugrundeliegende Mechanismus ist allerdings noch unklar. Veränderungen, die bei 

ER/SR-Stress durch die Aktivierung der UPR in Erscheinung treten, scheinen hierfür 

nicht verantwortlich, da die UPR erst bei längerfristiger Störung des ER/SR aktiviert wird. 

Wahrscheinlicher ist ein Einfluss auf die Ca-regulierenden Proteine oder auf die Struktur 

des SR. Z.B. ist bekannt, dass Dysfunktionen des RyR2 zu spontanen Ca-Freisetzungen 

aus dem SR und dem Auftreten von cytoCa-Wellen führen können (M. B. Liu et al., 2016; 

Sedej et al., 2010). Modulationen (z.B. Phosphorylierungen) des RyR2 oder Änderungen 

der Struktur des SR, in dessen Membran der RyR2 lokalisiert ist, durch die Tunicamycin-

Behandlung könnten für die beobachteten arrhythmogenen Ereignisse verantwortlich 

sein. Die Aufklärung des zugrundeliegenden Mechanismus dieser auch klinisch 

relevanten Veränderungen der mitoCa- und cytoCa-Regulation sollten Gegenstand 

zukünftiger Untersuchungen sein.  

Zusammenfassend konnte erstmals gezeigt werden, dass die akute Gabe (10 – 12 

Minuten) des ER/SR-Stress-Induktors Tunicamycin zu substanziellen Störungen der 

mitoCa- und cytoCa-Regulation führt.   

 
 

4.7 Schlussfolgerung und Ausblick  
 
Diese Arbeit charakterisierte die mitoCa-Regulation in adulten atrialen Kardiomyozyten 

von gesunden WKY-Ratten, sowie die in den frühen Stadien der hypertensiven 

Herzerkrankung im pathologischen SHR-Modell. Es konnte gezeigt werden, dass 

Vorhofmyozyten sowohl der WKY-Ratten als auch der SHR oszillierende mitoCaT 

aufwiesen, die frequenzabhängig reguliert wurden. Die mitoCaT zeigten deutliche 

subzelluläre Unterschiede: Die subsarkolemmalen mitoCaT waren erheblich größer als 

die zentralen mitoCaT. Durch den Vergleich mit den cytoCaT konnte dargestellt werden, 

dass die (subzellulären) mitoCaT dem Verhalten der (subzellulären) cytoCaT ähnelten, 

aber hinsichtlich ihrer kinetischen Parameter deutliche Unterschiede zeigten. Weiterhin 
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wurde (noch) keine Veränderung der mitoCa-Regulation während der frühen 

Hypertrophie gefunden (3 Monate alte SHR), obwohl in der Expression wichtiger mitoCa-

regulierender Proteine (erhöhte NCLX- und LETM1-Expression) bereits deutliche 

Unterschiede gefunden wurden. Für eine abschließende Charakterisierung der 

mitochondrialen Funktion wäre auch die Messung weiterer mitochondrialer Parameter, 

wie der ATP- und ROS-Produktion, der mPTP-Öffnung und der Expressionslevel von 

Proteinen, die an der mitochondrialen Dynamik beteiligt sind, interessant. Auch eine 

Charakterisierung der mitoCa-Regulation und Funktion zu einem späteren Zeitpunkt des 

SHR-Modells (bei fortgeschrittener Hypertrophie und Herzinsuffizienz) könnte weiteren 

Aufschluss über die Veränderung der mitochondrialen Funktion des Herzens bei 

hypertensiver Herzerkrankung liefern.     

 
Des Weiteren liefert diese Arbeit erste Einblicke in die mitoCa-Regulation des Cacna1c+/-

-Rattenmodells. Hier konnte gezeigt werden, dass unter basalen Bedingungen die 

mitoCaT keinen Unterschied zwischen den beiden Genotypen aufweisen. Bei 

Stimulation mit einem -adrenergen Agonisten (Isoprenalin) zeigten die mitoCaT einen 

Anstieg des diastolischen Ca und der Amplitude sowie eine Beschleunigung des Abfalls 

des mitoCaT. Es gab allerdings nur geringfügige Unterschiede zwischen den 

Genotypen. Ob und wie es bei einer Herunterregulierung des Cacna1c+/--Gens im 

kardialen Gewebe zu mitochondrialen Dysfunktionen kommt und ob diese einen Einfluss 

auf die Entstehung von Herz- sowie neuropsychiatrischen Erkrankungen haben, muss 

noch weiter untersucht werden.  

 

Im letzten Teil dieser Arbeit wurde der Einfluss des ER/SR-Stress-Induktors 

Tunicamycin auf die mitoCa- und cytoCa-Regulation in ventrikulären Myozyten 

untersucht. Hier konnte gezeigt werden, dass die akute Gabe (innerhalb 10 – 12 

Minuten) von Tunicamycin zu deutlichen Störungen in der intrazellulären Ca-Regulation 

führt und diese sich vor allem in einem Anstieg des diastolischen Ca und in einem 

vermehrten Auftreten von Arrhythmien sowie Alternans äußern. Die zugrundeliegenden      

Mechanismen dieser erstaunlichen Tunicamycin-Effekte sollten Gegenstand zukünftiger 

Untersuchungen sein. 
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