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1.Einleitung 
1.1 Entwicklung hippocampaler Neurone 

Während der Embryogenese durchlaufen sich entwickelnde hippocampale Neurone 

verschiedene Stadien, welche sich in vitro in fünf Stadien einteilen lassen (Abbildung 1). 

Eine initial rundförmige Zelle mit beweglichen Lamellipodien (Stadium 1) bildet Neuriten 

aus (Stadium 2) und weist im Verlauf eine Polarisierung durch die Entwicklung eines 

Axons (Stadium 3) und eines Dendritenbaumes (Stadium 4) auf. Im letzten Stadium (5) 

erfolgt die Reifung der Axone und Dendriten (Dotti et al., 1988). Diese strukturelle 

Plastizität der Neurone wird neben Mikrotubuli vor allem durch das Aktinzytoskelett 

reguliert (Luo, 2002). Das dynamische Aktinzytoskelett ist für die strukturelle und 

morphologische Entwicklung von Neuronen von besonderer Bedeutung. Über 

extrazelluläre Signale wird die Aktindynamik, welche das Wachstum, die Navigation und 

Verzweigung der Neurone steuert, reguliert (Luo, 2002; Da Silva und Dotti, 2002). 

 

 

Abbildung 1: Entwicklungsstadien muriner hippocampaler Neurone in Kultur. Im Stadium 1 bilden sich 

in der Peripherie der initial runden Zelle Lamellipodien aus. Im nächsten Stadium bilden sich kurze 

Neuritenfortsätze mit Wachstumskegeln an der Spitze. Einer der Neuriten wächst schneller als die 

anderen und formt sich zum Axon (Stadium 3). Aus den restlichen Neuriten entwickeln sich die Dendriten 

(Stadium 4). Die Reifung des Axons und Dendritenbaumes kennzeichnet das letzte Entwicklungsstadium. 

Die ungefähre Zeit (in Tagen) zum Erreichen des jeweiligen Stadiums ist unten angegeben (modifiziert 

nach Dotti et al., 1988). 
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Ein zentraler Vorgang in der Entwicklung des Nervensystems ist das Wachstum und die 

Migration von Axonen, die durch sogenannte Wachstumskegel gewährleistet werden 

(Munoz-Lasso et al., 2020). Wachstumskegel, die an der Spitze von Axonen lokalisiert 

und reich an Aktin sind, werden vor allem in den Entwicklungsstadien 2 und 3 geformt 

(Dotti et al., 1988). 

1.2 Wachstumskegel als Voraussetzung für Axonmigration 

Die Entwicklung des neuronalen Netzwerks wird durch Wanderung von Axonen zu ihrem 

jeweiligen Ziel erreicht. Diese Axonmigration wird durch sogenannte Wachstumskegel 

gesteuert. Wachstumskegel sind bewegliche, dilatierte Enden des sich entwickelnden 

Axons, die einerseits die Fähigkeit der sensorischen Erfassung ihrer Umwelt besitzen und 

andererseits über verschiedene Signalkaskaden mit aktinabhängigen Bewegungen auf 

diese Umweltsignale reagieren können. So ist gewährleistet, dass Axone an ihr 

jeweiliges spezifisches Ziel navigiert werden, um dort physiologische synaptische 

Verknüpfungen und somit ein neuronales Netzwerk herzustellen (Ramón y Cajal, 1909; 

Tamariz und Varela-Echavarria, 2015; Tessier-Lavigne et al., 1996; Kamiguchi, 2003; Ye 

et al. 2019; Schneider et al., 2022). 

Um ihre Funktion erfüllen zu können, weisen Wachstumskegel in vitro eine 

charakteristische Struktur mit drei Domänen auf: die transitionale (T-) Zone, die zentrale 

(Z-) und periphere (P-) Domäne (Abbildung 2). Charakteristisch für die Z- Domäne ist das 

Vorhandensein von Zellorganellen und stabilen Mikrotubuli (Omotade et al., 2017; 

Lowery und van Vactor, 2009), welche Bestandteile des Zytoskeletts sind (Munoz-Lasso 

et al., 2020). An die zentrale Domäne grenzend ist die T-Zone, die durch 

kontraktionsfähige Aktin-Myosinstrukturen gekennzeichnet ist. Die kurzen 

Aktinfilamente hier sind senktrecht zu den langen Aktinfilamenten der P-Domäne 

ausgerichtet und bilden einen F-Aktinbogen. Dieser reguliert das Wachstum der 

Mikrotubuli sowie die Axonelongation. Das Motorprotein Myosin II ist an der Bildung 

dieser Aktinbögen beteiligt und beeinflusst die Aktivität von Aktin und Mikrotubili und 

somit auch die Motilität des Wachstumskegels (Omotade et al., 2017; Lowery und 

van Vactor, 2009; Blanquie und Bradke, 2018; Schneider et al., 2022). Die periphere 
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Domäne weist eine charakteristische Fächerstruktur auf, die sehr dynamisch ist und 

durch aktinreiche Membranausstülpungen, Lamellipodien und Filopodien, gebildet 

wird. Die „fingerförmigen“ Filopodien bestehen aus dünnen Bündeln von langen 

Aktinfilamenten (F-Aktin), während Lamellipodien, die zwischen den Filopodien 

lokalisert sind, aus einem verzweigten Aktinnetzwerk aufgebaut sind. Mikrotubuli 

können entlang der reichlich vorhandenen Aktinbündel lokalisiert sein (Tanaka et. al, 

1995). Über die periphere Domäne wird sowohl die Umgebung wahrgenommen als auch 

die Navigation der Wachstumskegel als Reaktion auf die Umgebungssignale vollzogen 

(Hylton et al., 2022). 

            

Abbildung 2: Struktur von Wachstumskegeln. Die periphere (P-) Domäne der Wachstumskegel ist durch 

aktinreiche Ausstülpungen (Filopodien und Lamellipodien) und dynamische Mikrotubuli gekennzeichnet. 

An die P-Domäne grenzend ist die transitionale (T-) Zone mit Aktin-Myosinstrukturen (F-Aktin-Bögen). Die 

zentrale (Z-) Domäne, die mit dem Axonschaft verbunden ist, weist eine Vielzahl von Zellorganellen und 

stabilen Mikrotubuli auf (modifiziert nach Lowery und van Vactor, 2009).  

Da Wachstumskegel auf lokale Signale reagieren müssen, sind die Filopodien und 

Lamellipodien sehr dynamisch. Voraussetzung hierfür ist das Zusammenspiel zwischen 

Aktinpolymerisation an der Spitze der Filopodien in der P-Region, der Myosin II-

angetriebene retrograde F-Aktinfluss und die Depolymerisation von Aktin in der T-Zone 

(Lin und Forscher, 1995; Omotade et al., 2017; Gomez und Letourneau, 2014; 

Schneider et al., 2022; Hylton et al., 2022). Überwiegt die Verlängerung der 
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Aktinfilamente (F- Aktin), so findet man längere Filopodien und der Wachstumskegel 

vergrößert sich. Bei Überwiegen der Depolymerisation retrahieren und verkürzen sich 

die Fortsätze und der Wachstumskegel kollabiert (Dent et al., 2011; Medeiros et al., 

2006). Der durch Myosin II-angetriebene retrograde Aktinfluss unterstützt die 

Verkürzung der Strukturen durch Zug auf die Aktinfilamente Richtung T-Zone, wo diese 

dann depolymerisiert werden (Lin et al., 1996; Medeiros et al., 2006). Über diese 

genannten Mechanismen wird die Struktur des Wachtsumskegels kontinuierlich 

dynamisch geformt (Omotade et al., 2017; Gomez und Letourneau, 2014). 

Damit sich Wachstumskegel weiterhin als Reaktion auf einen Reiz fortbewegen können, 

sind Zugkräfte über Kontakte mit ihrer extrazellulären Umgebung nötig. Dieses Modell 

wird „molecular clutch“ genannt: Eine starke Vernetzung des Aktinzytoskeletts mit 

Adhäsionsrezeptoren wie Integrin, die durch Aktin-bindende Proteine ermöglicht 

werden, bewirkt eine Reduktion des retrograden Aktinflusses und durch entstehende 

Traktionskräfte die Verlängerung und vor allem Vorwärtsbewegung des 

Wachstumskegels (Mitchison und Kirschner, 1988; Suter und Forscher, 2000; Case und 

Waterman, 2015). Dabei ist die Geschwindigkeit der Bewegung proportional zur Anzahl 

der Kontaktverbindungen und Adhäsionsstärke von Aktin mit dem extrazellulären 

Substrat. Schwache Adhäsion führt zu einer geringen Zugkraft und einem Überwiegen 

des retrograden Aktinflusses, was eine reduzierte Fortbewegung bewirkt. Ein starker 

„molecular clutch“ hingegen fördert die Vorwärtsbewegung des Wachsumtskegels und 

somit auch die Neuritenelongation (Omotade et al., 2017; Koch et al., 2012; Lin und 

Forscher, 1995) (Abbildung 3). 
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Abbildung 3: Schematische Darstellung der Fortbewegung von Wachstumskegeln in Abhängigkeit des 

Integrin-abhängigen „molecular clutch“. (A) Der retrograde Aktinfluss entsteht aus der Polymerisation 

von F-Aktin an der Spitze der Wachstumskegel und der Kontraktion von F-Aktin durch Myosin II. Bei einer 

verstärkten Polymerisation von F-Aktin, der die Myosin II-getriebene, retrograde Kontraktion übersteigt, 

ist eine Verlängerung des Wachstumskegels möglich. (B) Bei Bindung von Integrin-Rezeptoren an Proteine 

der extrazellulären Matrix werden Adhäsom-ähnliche Proteine aktiviert, die Integrin mit F-Aktin 

verbinden. Man erhält einen starken molecular clutch, welcher den retrograden Fluss reduziert. Diese 

Traktionskraft resultiert in einer verstärkten Verlängerung und Vorwärtsbewegung des Wachstumskegels 

(modifiziert nach Nichol et al., 2016). 

Die Mechanismen der dynamischen Fortsatzbildung, Adhäsion an die Extrazellularmatrix 

und Traktionsbildung fördern die Axonelongation und Zellmigration der Neurone. 

Reguliert werden diese Vorgänge über sensorische Interaktionen der Rezeptoren an 

Wachstumskegeln mit Navigationssignalen aus der Umgebung (Gomez und 

Letoruneau, 2014). Diese chemotaktischen Reize aus der Umgebung, die beispielsweise 

als chemische Gradienten oder Adhäsionsmoleküle an benachbarten Zelloberflächen 

oder im Extrazellularraum vorliegen, fungieren als Wegweiser für die Wachstumskegel, 

damit diese an ihr jeweiliges spezifisches Ziel gelangen. Durch Bindung dieser Moleküle 

oder Botenstoffe an Wachstumskegel werden intrazelluläre Signalwege aktiviert, die 

zum Umbau des Aktinzytoskeletts führen und die Navigation der Axone beeinflussen. 

Dabei unterscheidet man zwischen attraktiven und repulsiven Reizen. Attraktive Reize 

bewirken über intrazelluläre Signalwege eine verstärkte Aktinpolymerisation und 

Reduktion des retrograden Aktinflusses, sodass sich die Filopodien verlängern. Hieraus 

resultiert eine Bewegung des Wachstumskegels in Richtung des attraktiven Signals. 
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Repulsive Reize führen zu einer verstärkten Depolymerisation von Aktinfilamenten. Dies 

bewirkt eine Verkürzung und Abwendung der Wachstumskegel von der Quelle des 

Signals (Gomez und Letourneau, 2014; Lowery und van Vactor, 2009). In beiden Fällen 

wirken Botenstoffe über intrazelluläre Signalwege auf die Tätigkeit von Aktin-bindenden 

Proteinen (ABPen), die den Umbau des Aktinzytoskeletts und den retrograden 

F- Aktinfluss beeinflussen. Hierüber wird einerseits die Morphologie und andererseits 

die Navigation von Wachstumskegeln gesteuert. Dies ist wichtige Voraussetzung für die 

physiologische Axonmigration in der Entwicklung des Nervensystems (Quinn und 

Wadsworth, 2008; Omotade et al., 2017).  

1.3 Das Aktinzytoskelett  

Für die Funktion von Wachstumskegeln spielen die Organisation und hohe Dynamik von 

F-Aktin, welches sich reichlich in der peripheren Domäne befindet, eine wichtige Rolle 

(Dent et al., 2011; Lowery und van Vactor, 2009; Gomez und Letourneau, 2014). Aktin 

gehört neben Mikrotubuli und Intermediärfilamenten zum Zellzytoskelett (Munoz-Lasso 

et al., 2020) und findet sich in allen Eukaryonten als drei Isoformen (α, β und γ). Über 

die Lokalisation der drei Isoformen in Neuronen werden widersprüchliche Aussagen 

gemacht. Es wird einerseits postuliert, dass vor allem die Isoformen α- und β-Aktin in 

Neuronen zu finden sind (Dominguez et al., 2011; Letourneau, 2009). Andererseits wird 

behauptet, dass vermehrt β- und γ-Aktin in Neuronen exprimiert werden (Moradi et al., 

2017). Das globuläre Aktinmonomer (G-Aktin) kann durch Polymerisation als F-Aktin, 

welches eine polare Struktur aufweist, vorliegen. Es besitzt ein Plus-Ende, an dem 

vorwiegend die Polymerisation von ATP-gebundenem G-Aktin stattfindet, und ein 

Minus-Ende, an dem vorwiegend die Depolymerisation von ADP-gebundenem G-Aktin 

erfolgt. Dieser dynamische Prozess wird Aktin-Tretmühlenmechanismus genannt 

(Ono, 2013; Dominguez und Holmes, 2011; Revenu et al., 2004) und wird hauptsächlich 

durch die ABPe Cyclase-abhängige Proteine (CAP) (Kotila et al., 2018; Kotila et al., 2019; 

Ono; 2013), Aktin-depolymerisierende Faktoren (ADF)/Cofilin (Andrianantoandro und 

Pollard, 2006; Kotila et al., 2019) und Profilin (Ono, 2013; Baum et al., 2006) reguliert 

(Abbildung 4).  
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Abbildung 4: Die Regulation des Aktintretmühlenmechanismus durch die aktinbindenden Proteine CAP, 

ADF/Cofilin und Profilin. ADF/Cofilin fördern die Durchtrennung und Depolymerisation von F-Aktin am 

Minus-Ende. Profilin beschleunigt den Nukleotidaustausch von ADP- zu ATP-G-Aktin. CAP fördert die 

Depolymerisation von ADF/Cofilin gebundenen Aktinfilamenten am Minus-Ende und steigert unabhängig 

von Profilin den Nukleotidaustausch von ADP- zu ATP-G-Aktin (zur Verfügung gestellt von Isabell Metz, 

modifiziert). 

ABPe vermittlen in Wachstumskegeln zwischen extrazellulären Navigationssignalen und 

dem Umbau von Aktinfilamenten (Munoz-Lasso et al., 2020; Gomez und Letourneau, 

2014).  

Es wird vermutet, dass Störungen in der Regulation der Aktindynamik, welche die 

Axonmigration in der Entwicklung des Nevensystems negativ beeinflussen, mit einer 

Reihe von neurologischen Erkrankungen wie mentale Retardierung, Epilepsie, Autismus-

Spektrum-Störungen oder dem Kallmann-Syndrom assoziiert sind (Niftullayev und 

Lamarche-Vane, 2019; van Battum et al., 2015; Engle, 2010; Ramakers, 2002; Gomez 

und Letourneau, 2014).  

1.4 Cyclase-assoziierte Proteine (CAPs) 

Das Cyclase-assoziierte Protein (CAP) wurde zuerst in der Knospenhefe Saccaromyces 

cerevisiae als CAP/Srv2 beschrieben (Fedor-Chaiken et al., 1990; Rust et al., 2020). Es 
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hat ein molekulares Gewicht von 55 kDa und besitzt 450 bis 550 Aminosäuren (Ono, 

2013). In Hefen ist CAP namensgebend an der Regulation von Adenylylcyclase-

Komplexen als auch an der Regulation von Aktin beteiligt (Field et al., 1990; Freeman et 

al., 1995). Erst spätere Studien beschreiben die aktinregulierende Funktion von CAP in 

Eukaryonten. Es ist sowohl in der Polymerisation als auch in der Depolymerisation von 

Aktinfilamenten beteiligt und trägt somit wesentlich zur Aktindynamik bei (Bertling et 

al., 2004; Freeman et al., 1995; Ono, 2013; Rust et al., 2020).  

CAP kann in verschiedene funktionelle Domänen unterteilt werden (Abbildung 5). Der 

N-Terminus von CAP kann eine Coiled-Coil-Struktur ausbilden, die eine wichtige Rolle in 

der Selbstoligomerisierung des Proteins spielt und hiermit die enzymatische Funktion 

von CAP verstärkt (Ono, 2013; Quintero-Monzon et al., 2009; Rust et al., 2020). In Hefen 

wird über diese Coiled-coil-Struktur der Adenylylcyclase-Komplex aktiviert 

(Freeman et al., 1995; Ono, 2013). Die helikal gefaltete Domäne (helical folded domain, 

HFD) bildet den größten Teil der N-terminalen Region und bindet präferentiell das 

Minus-Ende von F-Aktin. Zuätzlich interagiert die HFD mit Cofilin/G-Aktin-Komplexen 

und bewirkt eine beschleunigte Depolymerisation sowie Durchtrennung von 

Aktinfilamenten (Quintero- Monzon et al., 2009; Kakurina et al., 2018; Kotila et al., 2019; 

Rust et al., 2020). Zwischen den N- und C-terminalen Regionen befinden sich zentral 

zwei prolinreiche Regionen (P1 und P2), die mit verschiedenen Bindungspartnern, 

beispielsweise weiteren ABPen wie Profilin interagieren können (Bertling et al., 2007; 

Makkonen et al., 2013; Ono, 2013; Kakurina et al., 2018; Rust et al., 2020). Die 

prolinreichen Regionen flankieren die Wiskott-Aldrich-Syndrom-Protein (WASP)-

Homologie 2 (WH2)- Domäne, die monomeres Aktin bindet und den Nukleotidaustausch 

von ADP-G-Aktin zu ATP-G-Aktin, dem kompetenteren Monomer für die 

Aktinpolymerisation, unterstützt (Chaudhry et al., 2010; Kotila et al., 2018; Rust et al, 

2020). Weiterhin ist die WH2-Domäne an der Dissoziation von ADF/Cofilin vom 

ADF/Cofilin-Aktin-Komplex beteiligt (Kotila et al., 2018; Rust et al., 2020). Der 

C- Terminus von CAP beinhaltet ein Dimerisierungsmotiv und die CARP (CAPs und X-

gebundenes Retinitis pigmentosa 2 Protein (RP 2))- Domäne, welche größtenteils aus 
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rechtsdrehenden β-Helices (β–Blatt) besteht (Dodatko et al., 2004) und den 

Nukleotidaustausch von G-Aktin fördert (Chaundhry, 2010; Makkonen et al., 2013).  

Die Regulation von CAP erfolgt über Phosphorylierung des Proteins. Hierbei ist die 

Glykogen-Synthase-Kinase 3 beteiligt ist (Zhou et al., 2014b; Wu et al., 2019).  

 

Abbildung 5: Struktur von CAP. Die N-terminale Region von CAP weist eine Oligomerisierungsdomäne 

und die HFD (helikal gefaltete Domäne) auf. Die C-terminale Region besteht aus der WASP-Homologie 2- 

Domäne, die von Prolin-reichen Domänen flankiert wird, und weiterhin aus der CARP-Domäne mit dem 

Dimerisierungsmotiv (modifiziert nach Rust et al., 2020). 

In Wirbeltieren existieren zwei Isoformen von CAP: CAP1 und CAP2, die eine 

Übereinstimmung von über 60% in ihrer Aminosäuresequenz und ein nur teilweise 

überlappendes Expressionsmuster aufweisen (Swiston et al., 1995; Yu et al., 1994; Rust 

und Marcello, 2022). CAP1 ist mit Ausnahme vom Skelettmuskel in allen Geweben und 

Zellen vorhanden, während CAP2 spezifisch vor allem im Herz, Gehirn, Skelettmuskel 

und in den Testes exprimiert wird (Bertling et al., 2004; Swiston et al., 1995; 

Rust  et al., 2020). Die unterschiedliche Organverteilung der beiden Isoformen lässt auf 

unterschiedliche Funktionen von CAP1 und CAP2 schließen (Peche et al., 2007; 

Ono, 2013; Rust und Marcello, 2022).  

CAP1 ist durch die Regulation Aktin-abhängiger Prozesse an der Morphogenese, 

polarisierten Zellmigration und rezeptorvermittelten Endozytose in nicht-muskulären 

Zellen von Säugetieren beteiligt (Bertling et al., 2004). In vitro Studien zu CAP1 haben 

gezeigt, dass eine reduzierte Expression von CAP1 zu einer herabgesetzten 

Aktindynamik führt, die in der B16F1-Zelllinie (Maus-Melanom-Zelllinie) zu einem 

Verlust der Polarität von Lamellipodien und in HeLa-Zellen zu vergrößerten 
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Lamellipodien führt. Dies stört die Zellmigration erheblich (Bertling et al., 2004; 

Zhou et al., 2014a).  

Da Krebszellen eine Störung der Zellmigration und Zytokinese aufweisen, wird eine 

Korrelation zwischen dem Expressionslevel von CAP und verschiedenen Krebsarten 

postuliert (Ono, 2013). So ist beispielsweise eine Überexpression von CAP1 im Pankreas- 

und Mammakarzinom festgestellt worden (Yamazaki et al., 2009; Patsialou et al., 2012; 

Rust et al., 2020), während CAP2 beispielsweise bei hepatozellulären Karzinomen 

überexprimiert ist (Effendi et al., 2013; Shibata et al., 2006, Rust et al., 2020).  

Die physiologische Funktion von CAP2 ist in den letzten Jahren zunehmend untersucht 

wurden. So zeigen Studien an Mäusen mit systemischem oder herzspezfischem 

Knockout (KO) von CAP2 Beeinträchtigungen in der Herzphysiologie mit Entwicklung von 

Kardiomyopathien oder Herzrhythmusstörungen (Peche et al., 2012; Ono, 2013; 

Field et al., 2015). Weiterhin wurden Störungen in der Entwicklung des 

Skelettmuskelsystems nachgewiesen (Kepser et al., 2019; Rust und Marcello, 2022).  

In Bezug auf das Nervensystem ist CAP2 relevant für die physiologische Funktion 

dendritischer Dornen und das Phänomen der synaptischen Plastizität. Eine Störung von 

CAP2 im differenzierten Nervensystem kann durch Beeinträchtigung des 

Aktintretmühlenmechanismus zu Veränderungen der dendritischen Struktur und 

synaptischen Plastizität führen. Es konnte beispielsweise eine Korrelation zwischen der 

Alzheimererkrankung und dem CAP2-Expressionslevel im Hippocampus nachgewiesen 

werden (Kumar et al., 2016; Pelucchi et al., 2020b; Rust et al., 2020; Rust und Marcello, 

2022). Während CAP2 demnach einen wichtigen Beitrag zur Hirnfunktion im 

differenzierten Nervensystem leistet, zeigt die Dysregulation von CAP2 keine 

pathologischen Veränderungen in der frühen Entwicklung des sich differenzierenden 

Nervensystems. Es wurden keine Veränderungen in der Morphologie oder 

Bewegungsfähigkeit der Wachstumskegeln nachgewiesen (Schneider et al., 2021c). Hier 

scheint CAP1 die relevantere Isoform zu sein. Der gehirnspezfische KO von CAP1 führte 

nämlich zu Veränderungen in der Anatomie des sich entwickelnden Gehirns (Schneider 

et al., 2021a). Trotz der Unterschiede in den Funktionen dieser beiden Isoformen konnte 
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jedoch kürzlich nachgewiesen werden, dass CAP1 und CAP2 wahrscheinlich 

überlappende Funktionen in der Neurodifferenzierung aufweisen. CAP2 ist in der Lage 

den Phänotyp von Wachstumskegeln im gehirnspezifisch konditionellen CAP1-KO-

Mausmodell (flx/flx, Nestin-Cre) zumindest teilweise wiederherzustellen 

(Schneider et al., 2021c).  

Weiterhin wurde nachgewiesen, dass CAP1 auch wichtig für die postnatale Hirnfunktion 

ist. CAP1 ist ein essenzielles Protein der postsynaptischen Aktinregulation und wird eine 

wichtige Rolle in der Aufrechterhaltung der physiologischen Morpologie und Dichte 

dendritischer Dornen zugesprochen (Heinze et al., 2022). 

Über die physiologische Funktion von CAP1 in vivo ist sonst bisher wenig bekannt. CAP1 

scheint eine wichtige Rolle im Metabolismus von Lipoproteinen zu spielen. In 

heterozygoten CAP1-KO-Mäusen konnte eine Absenkung des LDL-Cholesterols 

festgestellt werden. Diese Erkenntnis könnte in der weiteren Therapiefindung 

arteriosklerotischer Erkrankungen hilfreich sein (Jang et al., 2019; Burke et al., 2017; 

Rust et al., 2020). Ansonsten ist in Vertebraten wenig über die weitere Funktion von 

CAP1 im physiologischen Kontext bekannt. Dies ist darauf zurückzuführen, dass ein 

systemischer KO von CAP1 embryonal letal ist (Jang et al., 2019) und es lange Zeit keine 

passenden Mausmodelle gab.  

Durch die Generierung eines gehirnspezifischen konditionellen CAP1-KO-Mausmodells 

(flx/flx, Nestin-Cre) konnte kürzlich erst gezeigt werden, dass CAP1 wichtig für die 

neuronale Differenzierung ist (Schneider et al., 2021a). Ein Verlust von CAP1 führt zu 

Störungen im Wachstumskegel. Dies wurde durch Beeinträchtigungen in der 

Aktindynamik und Neuronendifferenzierung und weiterhin durch Vergrößerung der 

Wachstumskegel belegt. Ebenso war die Reaktion der Wachstumskegel auf 

chemotaktische Reize gestört. Jedoch zeigten sich keine wesentlichen Störungen in der 

Neuronenmigration. Weiterhin konnte gezeigt werden, dass die HFD essenziell für die 

Funktion von CAP1 ist. Überexpressionsversuche mit verschiedenen CAP1-Mutanten 

(mutierte HFD, mutierte PP1-Region, mutierte WH2-Domäne oder mutierte β-Blatt-

Region innerhalb der CARP-Domäne) an diesem KO-Mausmodell zeigten, dass einzig die 
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HFD-mutierte CAP1-Mutante die ursprüngliche Fläche der Wachstumskegel nicht 

wiederherstellen konnte (Schneider et al., 2021a). Dies deutet darauf hin, dass die HFD 

als Interaktionsvermittler zwischen CAP1 und Cofilin1 (Kotila et al., 2019) für die 

Aufrechterhaltung des Phänotyps von Wachstumskegeln wichtig ist. 

1.5 Aktin-depolymerisierende Faktoren (ADF)/Cofilin 

In Säugetieren gehören zu der Aktin-depolymerisierende Faktoren (ADF)/Cofilin-Familie 

die Isoformen Cofilin1 (nicht-muskuläres Cofilin, n-Cofilin), Cofilin2 (muskuläres Cofilin, 

m-Cofilin) und ADF (auch Destrin genannt) (Bellenchi et al., 2007; Rust und Michaelsen-

Preusse, 2016). Während Cofilin2 die muskuläre Isoform ist, sind die Isoformen ADF und 

Cofilin1 sowohl in der embryonalen Hirnentwicklung als auch im adulten Gehirn zu 

finden, wobei die Expression von ADF geringer als die von Cofilin ist (Bellenchi et al., 

2007).  

ADF/Cofilin sind in allen Eukaryonten zu finden und wichtig für die Aufrechterhaltung 

des dynamischen Aktinumsatzes (Lappalainen und Drubin, 1997). Dabei steht bei 

Cofilin1 die Durchtrennung von Aktinfilamenten und bei ADF namensgebend die 

Depolymerisation von G-Aktin im Vordergrund (Bernstein und Bamburg, 2010; 

Kotila et al., 2019). 

ADF/Cofilin beschleunigt den Aktin-Tretmühlenmechanismus, indem es bevorzugt ADP-

Aktin am Minus-Ende von Aktinfilamenten bindet und die Depolymerisation positiv 

beeinflusst (Carlier et al., 1997; Bamburg, 1999). Es konnte jedoch gezeigt werden, dass 

die Aktivität von ADF/Cofilin noch von weiteren Faktoren abhängig ist. So bestimmt 

unter anderem die Konzentration von ADF/Cofilin sowie dessen Verhältnis zur 

Konzentration von Aktin die Aktivität: Bei geringen Konzentrationen fördert ADF/Cofilin 

die Depolymerisation und Auftrennung von F-Aktin (Blanchoin und Pollard, 1999; Rust, 

2015). Hohe Konzentrationen von ADF/Cofilin bewirken hingegen durch Nukleation von 

G-Aktin und Stabilisierung von F-Aktin eine verstärkte Polymerisation von 

Aktinfilamenten (Andrianantoandro und Pollard, 2006).  
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Reguliert wird die Aktivität von ADF/Cofilin weiterhin über die LIM Kinase (LIMK) und die 

testikuläre Protein (TES)-Kinasen, die über Phosphorylierung am konservierten Serinrest 

an Position 3 die Bindung von ADF/Cofilin an Aktin inaktivieren können (Abe et al., 1996; 

Bernstein und Bamburg, 2010). 

Cofilin1 wird eine wichtige Rolle in der Neurogenese zugesprochen (Flynn et al., 2012; 

Bellenchi et al., 2007). Der systemische Knockout von Cofilin1 führte in Mäusen zur 

embryonalen Sterblichkeit (Gurniak et al., 2005). Der gehirnspezifische konditionelle 

Knockout von Cofilin1 beeinträchtigte die neuronale Zellproliferation und Migration sich 

entwickelnder Neurone. Die Inaktivierung von ADF hingegen schränkte die 

Hirnentwicklung und -morphologie nicht ein (Bellenchi et al., 2007). In 

Wachstumskegeln ist ADF/Cofilin mit F-Aktin ko-lokalisiert und an der Regulation der 

Aktindynamik beteiligt. Cofilin ist hier vor allem an der Basis der Filopodien lokalisiert 

(Bamburg und Bray, 1987; Hylton et al., 2022). Durch die Förderung des ständigen 

Aktinumbaus ist ADF/Cofilin1 einerseits an der Ausbildung und Verformung von 

Wachstumskegeln beteiligt, andererseits fördert es die Neuritogenese. ADF/Cofilin wird 

daher als essenzielles Protein in der Bewegung und Funktion von Wachstumskegeln und 

somit in der Axonnavigation beschrieben (Gungabisson und Bamburg, 2003; Flynn et al., 

2012; Omotade et al., 2017; Ye et al., 2019). Es konnte beispielsweise gezeigt werden, 

dass ADF/Cofilin1 für den Erhalt des retrograden Aktinflusses und Organisation des 

Zytoskeletts benötigt wird, wobei auch hier Cofilin1 die wichtigere Funktion 

zugeschrieben wird (Flynn et al., 2012). Cofilin reguliert die Dynamik in 

Wachstumskegeln über eine duale Funktion. Es kann abhängig von verschiedenen 

Faktoren zu einem Kollabieren oder einer Vergrößerung von Wachstumskegeln führen 

(Vitriol und Zheng, 2012; Wang et al., 2016). Weiterhin wurde gezeigt, dass Cofilin an 

mehreren Signalwegen beteiligt ist, um die Aktindynamik in Wachstumskegeln zu 

organisieren. So ist Cofilin beispielsweise in Calcium- und Rho GTPase-Signalwegen 

involviert (Omotade et al, 2017; Bernstein und Bamburg, 2010; Gasperini et al., 2017). 
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Neuere Studien haben weiterhin gezeigt, dass ADF/Cofilin über die Regulation der 

Aktindynamik die Axonregeneration nach Verletzungen des differenzierten 

Nervensystems unterstützen kann (Tedeschi et al., 2019) 

1.6 Zielsetzung 

Die korrekte Navigation von Wachstumskegeln an ihr jeweiliges spezifisches Ziel zur 

Bildung neuronaler Schaltkreise ist wichtige Voraussetzung für die Entwicklung des 

Nervensystems. Die hierfür benötigte Bewegungsfähigkeit und dynamische 

Morphologie der Wachstumskegel wird vor allem durch das Aktinzytoskelett ermöglicht 

(Omotade et al., 2017; Blanquie und Bradke, 2018). Die strenge Organisation und 

Funktion des Aktinzytoskeletts werden durch ABPe gewährleistet, welche als Vermittler 

zwischen extrazellulären Navigationssignalen und dem Umbau von Aktinfilamenten 

fungieren (Munoz-Lasso et al., 2020; Gomez und Letourneau, 2014; Revenu et al, 2004).  

Viele Studien haben bereits gezeigt, dass es einen Zusammenhang zwischen einer 

gestörten Aktinregulation und neurologischen Erkrankungen gibt (Engle, 2010; 

Ramakers, 2002; Gomez und Letourneau, 2014). Jedoch ist das Verständnis über ABPe 

und die Regulation des Aktinzytoskeletts in Wachtsumskegeln bislang noch nicht 

vollständig geklärt (Dent et al., 2011; Omotade et al., 2017, Gomez und Letourneau, 

2014). 

Während Cofilin1 in Wachstumskegeln bereits umfangreich erforscht ist und eine 

wichtige Rolle in der Aufrechterhaltung der Aktindynamik zugesprochen wird 

(Omotade et al., 2017; Flynn et al., 2012; Dent et al., 2011), wurden über CAP1 erst in 

den letzten Jahren nähere Erkenntnisse über seine molekulare Funktion gewonnen 

(Kotila et al., 2019; Kotila et al., 2018). Erst die Generierung eines gehirnspezifisch 

konditionellen CAP1-KO-Mausmodells konnte zeigen, dass CAP1 wichtig für die 

Aktindynamik in Wachstumskegeln ist und die Neuronendifferenzierung beeinflusst. 

Essenziell für die Funktion von CAP1 scheint dabei seine HFD zu sein (Schneider et al., 

2021a). Bisherige Studien haben gezeigt, dass die HFD von CAP1 mit Cofilin-Aktin-

Komplexen interagiert (Kotila et al., 2019). Auf Grundlage dieser Erkenntnisse wird in 
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dieser Arbeit die Hypothese gestellt, dass die Interaktion zwischen CAP1 und Cofilin1 

über die HFD für die Regulation der Aktindynamik und Aufrechterhaltung des Phänotyps 

von Wachstumskegeln nötig ist.  

Mit dieser Arbeit wird die Rolle von CAP1 und Cofilin1 als Aktin-regulierende Proteine in 

Wachstumskegeln näher untersucht. Ferner soll die Bedeutung der Interaktion zwischen 

CAP1 und Cofilin1 in Wachstumskegeln belegt und analysiert werden.  

Um diese Fragestellungen beantworten zu können, werden Wachstumskegel von 

primären hippocampalen Neuronenkulturen, die entweder einen Einzel-Knockout von 

CAP1 (CAP1flx/flx), einen Einzel-KO von Cofilin1 (Cfl1flx/flx) oder einen Doppel-KO (dKO) von 

CAP1 und Cofilin1 (CAP 1flx/flx/Cfl 1flx/flx) aufweisen, untersucht. Die Geninaktivierung in 

isolierten Neuronen soll durch Transfektion mit einer m-Cherry-gekoppelten Cre-

Rekombinase (mC-Cre) erfolgen (Kullmann et al., 2020).  

Mittels konfokaler Lasermikroskopie und Life Cell Imaging sollen Aussagen über die 

Morphologie und Aktindynamik der Wachstumskegel gemacht werden.  
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2. Materialien und Methoden 

2.1 Materialien 

2.1.1 Chemikalien und Reagenzien 
Tabelle 1: Verwendete Chemikalien und Reagenzien  

Chemikalie bzw. Reagenz Firma 

Aqua-Poly/Mount  Polysciences  

B27 Supplement Gibco  

Borsäure Carl Roth GmbH 

CaCl2 Carl Roth GmbH 

Dinatriumhydrogenphosphat (Na2HPO4) Merck  

Doppelt-destilliertes Wasser (ddH2O)  Milli-Q-Water system, 

Millipore  

Dulbecco‘s phosphate-buffered saline (DPBS) Gibco  

Dulbecco‘s Modified Eagle's Medium (DMEM) + 

GlutaMAX™ 

Gibco 

Fetales bovines Serum (FBS) Gibco 

Gelatine Carl Roth GmbH  

GlutaMAXTM Supplement Gibco  

HBS (HEPES-buffered saline) Gibco 

10x HEPES 1M  pH: 7,0-7,6 Sigma  

Kaliumchlorid (KCl) Carl Roth GmbH  

Kaliumdihydrogenphosphat (KH2PO4)  Carl Roth GmbH 

Leibovitz‘s L-15 Medium  (L-15) Gibco  

Natriumchlorid (NaCl) Carl Roth GmbH  

Natriumhydrogencarbonat (NaHCO3) Carl Roth GmbH 

Neurobasales™ Medium (NB) Gibco  

Paraformaldehyd (PFA) Carl Roth GmbH 

Penicillin-Streptomycin Gibco  
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Poly-L-Lysin (PLL)  Sigma   

Triton X-100 Carl Roth GmbH  

TrypLE™ Express Gibco  

 

2.1.2 Puffer und Lösungen 
Tabelle 2: Verwendete Puffer und Lösungen und ihre Zusammensetzungen 

Puffer bzw. Lösung Zusammensetzung  

2x GDB Puffer  

 

0,36 % (w/v) Gelatine 

0,55 % (v/v) Triton X-100 

450 mM NaCl 

30,3 mM Phosphatpuffer (pH 7,4) 

In ddH2O  

1x GDB Puffer 50 % (v/v) 2x GDB Puffer in ddH2O 

1x HBS  1ml 10x HBS 

200µl CaCl2*H2O (0,1M) 

200µl NaHCO3 (0,1M) 

In 8,6ml ddH2O 

Leibovitz’s L-15 Medium (L-15)+ HEPES  Leibovitz’s L-15 Medium  

7 mM HEPES  

Neurobasales Medium plus (NB+) Neurobasaes Medium 

2% (v/v) B27 Supplement 

100 U/ml Penicillin 

100 µg/ml Streptomycin 

2 mM GlutaMAX 

Nukleofektions-Medium 10% FBS 

DMEM (1x) + GlutaMAX™-I 

1x PBS  10 % (v/v) 10x PBS in ddH2O 

4 % PFA (pH 7) 

 

4 % (w/v) Paraformaldehyd 

in 1x PBS 
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Poly-L-Lysin-Hydrobromid (PLL) 0,01% bzw. 0,005% (w/v) Poly-L-Lysin 

In 0,1M Borsäure (pH 8,5) 

10x Phosphat-gepufferte Salzlösung (PBS)  1,37 M NaCl 

27 mM KCl 

43 mM Na2HPO4 x 2 H2O 

14,7 mM KH2PO4 

In ddH2O 

 

2.1.3 Primäre Antikörper 

Tabelle 3: Verwendete primäre Antikörper mit ihren entsprechenden Verdünnungen für die 

immunzytochemischen Untersuchungen 

Antikörper (Spezies) Verdünnung Hersteller 

Anti-CAP1 (Maus)   1:100 Abnova 

Anti-Dcx (Kaninchen)   1:500 Abcam  

Anti-GFP (Kaninchen)  1:1000 Thermo Fisher Scientific  

Anti-mCherry (Huhn)   1:500 Abcam  

 

2.1.4 Sekundäre Antikörper 
Tabelle 4: Verwendete sekundäre Antikörper mit ihren entsprechenden Verdünnungen für die 

immunzytochemischen Untersuchungen 

Antikörper  Verdünnung Hersteller 

Anti-Kaninchen-Alexa Fluor 

488  

 1:500 Thermo Fisher Scientific 

Anti-Kaninchen-Alexa Fluor 

647  

 1:500 Thermo Fisher Scientific 

Anti-Huhn-Alexa Fluor 555   1:500 Thermo Fisher Scientific 

Anti-Maus-Alexa Fluor 546   1:500 Thermo Fisher Scientific 
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2.1.5 Fluoreszensfarbstoffe für Immunzytochemie 
Tabelle 5: Verwendete Fluoreszenzfarbstoffe mit ihren entsprechenden Verdünnungen für die 

immunzytochemischen Untersuchungen 

Fluoreszenzfarbstoff Verdünnung Hersteller 

Hoechst 33342  1:1000 Thermo Fisher Scientific 

Phalloidin Alexa Fluor 647   1:100 Cell Signaling Technology 

Phalloidin Alexa Fluor 488   1:100 Thermo Fisher Scientific 

 

2.1.6 Plasmide 
Tabelle 6: Verwendete Plasmide für die Transfektion  

Plasmid Quelle 

GFP GenScript 

GFP-Actin Labor von Robert Grosse  

GFP-CAP1 GenScript 

GFP-CAP1-HFD GenScript 

GFP-CAP1-β-sheet GenScript 

GFP-CAP1-Δ1-213 GenScript 

GFP-CAP1-Δ318-474 GenScript 

GFP-CAP2 GenScript 

GFP-Cofilin1 Rehklau et al., 2017 

mCherry-Cre Kullmann et al., 2020 

mCherry-Cre-mut Kullmann et al., 2020 

 

2.1.7 Labormaterialien 
Tabelle 7: Verwendete Labormaterialien 

Labormaterial Firma 

Deckglas 18mm, rund VWR  

Reaktionsgefäße 1,5 ml / 2 ml Kobe/Greiner  

Falcon Tube 15 ml / 50 ml Greiner Bio-One GmbH  
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Feuchtkammer zum Färben Eigenbau 

Glasbodenzellkulturschale 22 mm WillCo-dish 

Immersionsöl Typ F Leica Microsystems  CMS GmbH  

Neubauer Zählkammer  Marienfeld  

Petrischale 60x15 mm Greiner Bio-One GmbH 

Standard Objektträger Carl Roth GmbH  

TC-Platte 12 Well Sarstedt 

 

2.1.8 Geräte 
Tabelle 8: Verwendete Geräte 

Gerät Firma 

4D-NucleofectorTM Lonza 

Leica TCS SP5 II Leica Microsystems CMS GmbH 

Mikroliterzentrifuge Z 160 M Hermle 

Vortexgenie 2 Scientific Industrie 

Zeiss Axiovert 200M Zeiss  

Zeiss Stemi 2000/2000C Zeiss  

Zeiss TELAVAL 31 Zeiss  

 

2.1.9 Software 
Tabelle 9: Verwendete Software 

Software Quelle 

Fiji Schindelin et al., 2012 

GnuPlot http://www.gnuplot.info/ 

LAS-AF Leica Microsystems CMS GmbH 

Microsoft Excel Microsoft Corporation 

 

 



Materialien und Methoden 

21 
 
 

 

2.2 Methoden 

2.2.1 Mausmodelle 

Während dieser Studie wurden drei verschiedene Mauslinien verwendet: CAP1flx/flx, 

Cfl1flx/flx und CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx Mäuse (flx= flankiert durch LoxP). Bei der CAP1flx/flx-

Mauslinie wurde das Exon 3 des CAP1-Gens mit loxP-Stellen flankiert (Schneider et al., 

2021a). Bei der Cfl1flx/flx-Mauslinie wurde das Exon 2 des Cofilin1-Gens (Cfl1) mit loxP-

Stellen flankiert (Bellenchi et al., 2007). Die CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx-Mauslinie wurde durch 

Kreuzen der beiden vorher genannten Linien generiert. 

Die für die folgenden Experimente verwendeten Mäuse entstammten der Zucht der 

Tieranlage der Philipps-Universität Marburg. Nahrung und Wasser wurden ad libitum 

bereitgestellt und die Mäuse in einem 12-Stunden-Tag-Nacht-Kreislauf gehalten. Die 

Zucht und Tötung der Mäuse wurden gemäß den Tierschutzbestimmungen 

durchgeführt. 

Die Experimente wurden an primären Neuronenkulturen des Hippocampus 

durchgeführt. 

2.2.2 Beschichtung der Wellplatten 

Einen Tag vor der Präparation wurden 18 mm Deckgläschen in 12-Well-Platten gegeben. 

Damit die Neurone auf diesen wachsen und sich anheften können, wurden die 

Deckgläschen mit Poly-L-Lysin-Hydrobromid beschichtet. Hierfür wurde 0,01 % (w/v) 

Poly-L-Lysin (PLL) in 0,1 M Borsäure (pH 8,5) verdünnt, in jede Vertiefung der Platten 

gegeben und die Platten bei 37 °C und 5 % CO2 über Nacht inkubiert. Für die Platten zum 

anschließenden erneuten Ausplattieren der Neurone wurden keine Deckgläschen in die 

Vertiefungen gegeben und PLL 0,005 % (w/v) in 0,1 M Borsäure verdünnt.  

Für FRAP-Experimente wurden ein Tag vor dem erneuten Ausplattieren der Neurone 

Glasbodenzellkulturschalen mit 0,01 % PLL beschichtet und ebenfalls über Nacht bei 

37 °C und 5 % CO2 inkubiert. 
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2.2.3 Präparation der Hippocampi 

Am Tag der Präparation wurden die vorbereiteten Vertiefungen der Platten zweimal mit 

doppelt destilliertem Wasser (ddH2O) gewaschen, anschließend mit neurobasalem 

Medium (NB) bzw. für die Nukleofektion mit Nukleofektions-Medium äquilibriert. Die 

Platten wurden bis zur Verwendung im Inkubator (37 °C, 5 % CO2) aufbewahrt. 

Die Neurone wurden von Gehirnen von Embryonen im Alter von 17,5 bzw. 18,5 Tagen 

extrahiert. Dafür wurde das Muttertier durch zervikale Dislokation getötet. Nach 

Eröffnung des Abdomens mit einer Schere wurde die Gebärmutter mit den Embryonen 

herausgenommen und sofort in eiskaltes L-15 + HEPES überführt, um sie zu töten. 

Danach wurden die Embryonen aus der Gebärmutter herauspräpariert und der Kopf 

getrennt. 

Zur Präparation der Hippocampi wurde der Kopf eines Embryos in eine Petrischale, 

welche mit eiskaltem L-15 + HEPES-Medium gefüllt war, übertragen und auf einem 

eiskalten Eisenblock unter einem Stereomikroskop (Zeiss Stemi 2000/2000C) platziert. 

Haut und Schädeldecke des Kopfes wurden entfernt und das Gehirn in eine neue mit 

eiskalter L-15 + HEPES-Medium gefüllten Petrischale überführt. Die Hemisphären 

wurden ausgehend von der Mittellinie getrennt. Nach Entfernung der Meningen wurden 

die Hippocampi mit einer Pinzette herauspräpariert und anschließend in einen mit L-

15 + HEPES-Medium gefüllten Falcon-Tube überführt. 

2.2.4 Dissoziation des hippocampalen Gewebes 

Um das hippocampale Gewebe zu dissoziieren und einzelne Neurone zu generieren 

wurde das L-15 + HEPES-Medium abgenommen und pro Gehirn bzw. pro zwei 

Hippocampi 500 µl TrypLE-Express hinzugegeben. Das Falcon-Tube wurde nach 

Invertieren für sechs Minuten im Wasserbad (37 °C) inkubiert, wobei nach jeweils 60 s 

das Falcon-Tube leicht geschwenkt wurde. Hiernach wurde das TrypLE-Express entfernt 

und pro Gehirn 500 µl Neurobasales-Medium plus (NB+-Medium) hinzugegeben. Nach 

einmaligem Invertieren wurde das Medium abgenommen und das Gewebe nochmals 

mit NB+-Medium gewaschen. Nach erneutem Waschen der Hippocampi wurde wieder 

NB+-Medium auf das Gewebe gegeben und anschließend durch Auf- und Abpipettieren 
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mit einer P1000 Pipette dissoziiert. NB+-Medium wurde hinzugegeben, sodass jedes 

Gehirn in 1 ml Medium verdünnt wurde. Mithilfe einer Neubauer-Zählkammer wurde 

die Zelldichte der präparierten Neurone bestimmt.  

2.2.5 Nukleofektion 

Die hippocampalen Neurone wurden nach Dissoziation des Gewebes an Tag 0 in vitro 

(TIV) transfiziert. 250000 Neurone wurde in einer Tischzentrifuge für fünf Minuten bei 

7000 Umdrehungen pro Minute (rpm) abzentrifugiert. Pro Nukleofektion wurden 82 µl 

P3-Lösung und 18 µl S1-Supplement aus dem AmaxaTM P3 Primary Cell 4D-

NucleofectorTM X Kit mit 3 µg Plasmide in einem Eppendorf-Tube gemischt. Nach 

Zentrifugation wurde der Überstand verworfen und mit dem vorbereiteten DNA-Ansatz 

das Pellet dissoziiert und in die Elektroporationsküvette gegeben. Die Nukleofektion 

wurde laut Herstellerangaben durchgeführt. Anschließend wurden die Zellen auf eine 

12-Well-Platte ausplattiert. 

Vier bis fünf Stunden nach der Nukleofektion wurde das Medium der Zellen einmal 

komplett mit NB+-Medium ausgetauscht. 

2.2.6 Erneutes Ausplattieren der Neurone 

Zwei Tage nach der Nukleofektion wurden die Neurone neu ausplattiert. Als 

Konditionsmedium wurden pro Well 700 µl Medium und zusätzlich 400 µl frisches NB+-

Medium in einem Falcon-Tube gesammelt. Das restliche Medium wurde verworfen. In 

jedes Well wurde anschließend 1 ml TrypLE-Express hinzugegeben und für 15 Minuten 

inkubiert (37 °C, 5 % CO2). Nach Lösen der Zellen mit TrypLE-Express, wurde die 

Enzymreaktion mit 500 µl NB+-Medium gestoppt. Die Zellsuspension wurde in ein 1,5 ml 

Eppendorf-Tube überführt und für fünf Minuten bei 7000 rpm zentrifugiert. Der 

Überstand wurde verworfen und das Pellet mit jeweils 1 ml des vorbereiteten 

Konditionsmediums dissoziiert. Anschließend wurden die Zellen auf Deckgläschen oder 

für FRAP-Experimente in Glasbodenzellkulturschalen ausplattiert (Schneider et al., 

2021b). 
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2.2.7 Immunzytochemie 

Für die Färbung der Zellen wurden die Deckgläser in eine Feuchtkammer überführt und 

mit 1x GDB-Lösung für fünf Minuten geblockt. Danach wurden die Zellen mit 

Primärantikörper, welcher mit 1x GDB-Lösung verdünnt wurde, für 90 Minuten 

inkubiert. Auf das dreimalige schnelle Waschen und zweimalige Waschen für jeweils 

fünf Minuten mit 1x PBS, erfolgte die einstündige Inkubation mit dem 

Sekundärantikörper, welcher ebenfalls in 1x GDB-Lösung verdünnt wurde. Danach 

wurden die Zellen dreimal schnell mit 1x PBS und einmal mit 1:1000 in PBS verdünntem 

Hoechst für fünf Minuten gewaschen. Anschließend wurden die Zellen mit 1x PBS 

nochmals für fünf Minuten gewaschen. Die Deckgläser wurden hiernach mit 

AquaPoly/Mount auf Objektträger platziert und im Kühlschrank (4 °C) gelagert. 

2.2.8 Konfokale Mikroskopie 

Immunzytochemische Färbungen wurden mit einem konfokalen Mikroskop (Leica TCS 

SP5 II) aufgenommen. Bei der konfokalen Laser Scanning Mikroskopie (CLSM) erreicht 

man einen besseren Kontrast und eine höhere Auflösung, da das Präparat sequentiell 

von einem Laserpunkt gescannt wird. Das Fluoreszenzlicht einzelner Punkte des 

Präparates wird detektiert und an einem Computer zu einem vollständigen Bild 

zusammengesetzt (Egger und Petran, 1967).  

Die Bilder wurden mithilfe der Software LAS AF (Leica) aufgenommen. Zur Anregung des 

grünen, roten, infraroten und blauen Signals wurden ein Argon-Laser (30% Intensität), 

ein HeNe 543 nm-Laser, ein HeNe 633 nm-Laser und eine 405 nm Diode verwendet. Die 

Bilder wurden mit einem Gain zwischen 600 und 800, einem Pinhole von einer Airy Unit, 

einem 40x-Immersionsölobjektiv und einer Auflösung von 1024 x 1024 Pixel 

aufgenommen. 

2.2.9 Fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) 

Fluorescence recovery after photobleaching (FRAP, Fluoreszenzwiederkehr nach 

Photoausbleichung), ist eine Methode zur Messung der Diffusionskonstante von 

Molekülen. Hierfür wird nach Photoausbleichung Fluoreszenz-markierter Moleküle die 
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Rückkehr der Fluoreszenzintensität in dem ausgeblichenen Gebiet gemessen (Meyvis et 

al., 1999). 

Vor der Aufnahme der lebenden Zellen wurde die 1x HBS-Lösung in einem Röhrchen 

angesetzt und für mindestens eine Stunde mit geöffnetem Deckel inkubiert (37 °C, 5 % 

CO2). Danach wurden die Zellen mit der vorbereiteten 1x HBS- Lösung gewaschen und 

anschließend in der 1x HBS-Lösung unter das Mikroskop gestellt. Für die Aufnahmen mit 

dem Leica TCS SP5 II wurde die Mikroskop-Kammer auf 35 °C erhitzt. Aufgenommen 

wurden einzelne Wachstumskegel mit einem 40 x Immersionsölobjektiv mit 6 x Zoom. 

Es wurden von dem GFP-Signal vor dem Photoausbleichen fünf Bilder und nach dem 

Photoausbleichen 65 Bilder in einem Zeitraum von 5 Minuten aufgenommen. Das 

Fluoreszenzsignal wurde in einer kreisrunden Fläche mit dem Durchmesser von 10 x 10 

µm im Wachstumskegel ausgeblichen. Die Bilder wurden anschließend mit Fiji 

(Schindelin et al., 2012) bearbeitet. Berechnungen zur Erholung der Fluoreszenz wurden 

mit Excel durchgeführt. 

2.2.10 Auswertung und statistische Analysen 

Für die Ermittlung der Fläche und Form der Wachstumskegel wurde das Programm Fiji 

(Schindelin et al, 2012) verwendet. Statistische Analysen wurden mit Microsoft Excel 

durchgeführt und die Mittelwerte und deren Standardfehler graphisch mittels GnuPlot 

dargestellt. Die Werte wurden als Mittelwerte mit ihrem jeweiligen Standardfehler der 

Mittelwerte angegeben. Unterschiede zwischen Versuchsgruppen wurden unter einem 

Signifikanzniveau von α = 5 % getestet. Vergleiche mit P-Werten über 0,05 wurden als 

nicht signifikant unterschiedlich gewertet und graphisch mit n.s. markiert. P-Werte 

zwischen 0,05 und 0,01 wurden als signifikant gewertet und in den Graphiken mit einem 

Stern (*) markiert. P-Werte zwischen 0,01 und 0,001 waren sehr signifikant und wurden 

mit zwei Sternen (**) markiert. P-Werte < 0,001 waren höchst signifikant und wurden 

mit drei Sternen (***) gekennzeichnet. Unterschiede zwischen den Gruppen wurden mit 

einer Analyse der Varianzen (ANOVA) getestet und anschließend mit einem Bonferroni-

Holm korrigierten T-Test geprüft.  

 



Ergebnisse 

26 
 
 

 

3. Ergebnisse 
3.1 Nachweis der CAP1-Deletion durch Transfektion mit mC-Cre 

Über biochemische Assays konnte bereits gezeigt werden, dass die beiden ABPe CAP1 

und Cofilin1 funktionell miteinander interagieren (Kotila et al., 2019). Um zu überprüfen, 

ob diese Interaktion eine physiologische Relevanz hat, wurden Wachstumskegeln 

hippocampaler Neurone untersucht. Hippocampale CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx-Neurone von 

Mäusen wurden am embryonalen Tag 17,5 bzw. 18,5 kultiviert. Um KO-Zellen zu 

generieren, wurden die Zellen mit einem Plasmid transfiziert, welches die Cre-

Rekombinase codiert und nach Expression zur Deletion von CAP1 und Cofilin1 in diesen 

Zellen führte. Zur Visualisierung der transfizierten Zellen wurde die Cre-Rekombinase 

mit dem rotfluoreszierenden Protein mCherry (mC-Cre) markiert. Bei der 

Kontrollkondition erfolgte die Transfektion mit einer durch eine Mutation inaktivierten 

m-Cherry-markierten Cre-Rekombinase (mC-Cre-mut) (Kullmann et al., 2020). 

Um zu überprüfen, ob der KO durch Transfektion mit mC-Cre erfolgreich war, wurden 

die hippocampalen CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx-Neurone zwei Tage nach Transfektion mit 

mC- Cre-mut bzw. mC-Cre fixiert und mit einem Antikörper gegen CAP1 gefärbt.  

Hier zeigte sich, dass die Zellen, welche mit mC-Cre-mut transfiziert wurden, ein 

deutliches CAP1-Fluoreszenzsignal aufwiesen. Dies bestätigt die CAP1-Lokalisation in 

Wachstumskegeln der Kontrollkondition. Zum anderen konnte gezeigt werden, dass 

CAP1 nach Transfektion mit mC-Cre am zweiten Tag in vitro (TIV 2) nicht mehr in 

Wachstumskegeln vorhanden war (Abbildung 6). Dieses Experiment bestätigte, dass das 

mC-Cre-Konstrukt funktionsfähig ist. Somit konnte in der weiteren Studie die Funktion 

und Interaktion von CAP1 und Cofilin1 in Wachtumskegeln näher untersucht werden. 

Der KO-Nachweis für Cofilin1 war insofern nicht möglich gewesen, da für diese Studie 

kein Antikörper gegen Cofilin1 vorlag, der in der Immunzytochemie funktioniert. 
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Abbildung 6: Nachweis der CAP1-Deletion in hippocampalen Neuronen an TIV 2. (A) Repräsentative 

Aufnahmen isolierter hippocampaler Neurone aus CAP1
flx/flx

/Cfl1
flx/flx 

Mäusen, die mit mC-Cre-mut bzw. 

mC-Cre transfiziert und mit einem Antikörper gegen CAP1 (rot), mC-Cre-mut/mC-Cre (blau) und einem 

F-Aktin-Marker Phalloidin (grün) gefärbt wurden. (B) Vergrößerung des Wachstumskegels aus (A). (C) 

Nachweis der CAP1-Deletion nach Transfektion mit mC-Cre. Die gestrichelte Linie markiert den Umriss 

des Wachstumskegels in (B). Die Länge der Maßstabbalken beträgt jeweils 2 µm. 

 

3.2 Die Rolle von CAP 1 und Cofilin 1 in der Aufrechterhaltung der Aktindynamik 

Da bekannt ist, dass sowohl CAP1 allein als auch Cofilin1 allein die Aktindynamik 

beeinflusst (Ono, 2013; Omotade et al., 2007; Flynn et al., 2012), soll diese in 

Wachstumskegeln von dKO-Neuronen untersucht werden. Um einen direkten Vergleich 

zu erhalten, wurde die Aktindynamik ebenfalls in Einzel-KO-Zellen gemessen. Somit 

wurde die Aktindynamik im nachfolgenden Experiment in CAP1-Einzel-KO, Cofilin1-

Einzel-KO- und CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen mittels FRAP untersucht.  

Hierfür wurden hippocampale CAP1flx/flx, Cfl1flx/flx und CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx-Neurone mit 

mC-Cre-mut bzw. mC-Cre und zusätzlich mit GFP-Aktin transfiziert.  
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Da in der ersten Zeit nach Transfektion von mC-Cre bereits vorher synthetisiertes CAP1 

und Cofilin1 noch nicht komplett abgebaut sind, wurden die Zellen an TIV 2, an dem 

CAP1 nicht mehr detektierbar war (Abbildung 6), erneut ausplattiert. Das erneute 

Ausplattieren ist notwendig, da Wachstumskegel an TIV 2 kaum noch vorhanden sind 

(Dotti et al., 1988) und die Neurone daher in einen undifferenzierten Ausgangszustand 

zurückversetzt werden müssen, um eine erneute Ausbildung von Wachstumskegeln zu 

induzieren. Die Zellen wurden daher an TIV 2 von der Oberfläche gelöst und erneut 

ausplattiert, um einen Ausgangszustand mit KO der jeweiligen Zielproteine zu erhalten 

und die Wachstumskegel analysieren zu können (Biswas und Kalil, 2018; Schneider et 

al., 2021b).  

24 h nach dem erneuten Ausplattieren der Neurone wurden die Wachstumskegel 

hinsichtlich ihrer Aktindynamik mittels FRAP untersucht. Hierfür wurde die 

Fluoreszenzintensität des GFP-Aktins in Wachstumskegeln vorab gemessen. Nach 

Ausbleichen dieser Fluoreszenz wurde die Wiedererlangung des Fluoreszenzsignals über 

einen Zeitraum von knapp fünf Minuten gemessen.  

Hier zeigte sich in allen Konditionen ein starkes Fluoreszenzsignal vor der 

Photoausbleichung. Nach erfolgreicher Ausbleichung zum Zeitpunkt 0 s war kein 

Fluoreszenzsignal mehr zu erkennen. In der Kontrollkondition war eine relativ gute 

Rückkehr der Fluoreszenz über die Zeit festzustellen. Weiterhin konnte man im Zeitraum 

der Messung relativ große Veränderungen in der Form des Wachstumskegels erkennen. 

Im Vergleich dazu konnte man in der Aufnahmesequenz des Wachstumskegels des 

CAP1-Einzel-KOs als auch des Cofilin1-Einzel-KOs eine schwächere Wiedererlangung des 

Fluoreszenzsignals erkennen. Zudem ist erkennbar, dass die Wachstumskegel im 

Vergleich zur Kontrollkondition weniger motil waren. Am schwächsten war die Erholung 

der Fluoreszenz im Wachstumskegel des CAP1/Cofilin1-dKOs. Hier zeigte sich ähnlich zu 

den Einzel-KOs ebenfalls eine geringe Motilität (Abbildung 7).  
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Abbildung 7: Die Wiederherstellung der Fluoreszenzintensität ist nach KO von CAP1 und/oder Cofilin1 

beeinträchtigt. Repräsentative Aufnahmesequenz von GFP-Aktin-transfizierten Wachstumskegeln der 

CAP1-KO-, Cofilin1-KO- und CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen des Hippocampus vor und nach Ausbleichen des 

GFP-Aktin-Signals. Der weiß-gestrichelte Kreis markiert die Fläche, in dem das Fluoreszenzsignal 

ausgebleicht wurde. Die Länge des Maßstabbalkens entspricht 2 µm. 

Die beschriebenen Beobachtungen konnten durch Quantifizierung des 

Fluoreszenzsignals bestätigt werden. Die Erholungskurve der relativen 

Fluoreszenzintensität war in allen drei KO-Konditionen im Vergleich zur 

Kontrollkondition niedriger und flacher (Abbildung 8A). Dies belegt, dass die 

Aktindynamik in Wachstumskegeln des Einzel- als auch Doppel-KOs beeinträchtigt war. 

Zur besseren Quantifizierung wurden aus den Kurven zwei Parameter bestimmt, die die 

Aktindynamik beschreiben: Die Zeit bis zur Wiedererlangung von einem Drittel der 

ursprünglichen Fluoreszenzintensität (t1/3), welche die Aktinumwandlung quantifiziert, 

und das Plateau der Kurve, welches den relativen Anteil an dynamischem Aktin 

wiederspiegelt.  
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Die Rate der Aktinumwandlung war im Vergleich zur Kontrollkondition sowohl im CAP1-

Einzel-KO (t1/3 in s: Kontrolle: 27,89 ± 2,87; n=32/9; CAP1-KO: 54,77±7,31; n=19/3; 

P<0,05) als auch im Cofilin1-Einzel-KO (t1/3 in s: Cofilin 1-KO: 55,17 ± 11,94; n= 21/3; 

P<0,05) fast doppelt so lang. In der Doppel-KO-Situation dauerte die Wiederherstellung 

der 33 %-Fluoreszenzintensität im Vergleich zur Kontrollkondition etwa viermal so lange 

(t1/3 in s: CAP1/ Cofilin1-dKO: 103,77 ± 20,56; n=22/3; P<0,01) (Abbildung 8B).  

Neben der verlangsamten Fluoreszenzwiederherstellung fand sich in den KO-

Konditionen eine Reduktion der dynamischen Aktinfraktion. Im Vergleich zur Kontrolle 

(0,74  ±  0,03; n=32/9) ist der relative Anteil an dynamischem Aktin in CAP1- und Cofilin1- 

Einzel-KO-Zellen um ca. 20 bis 25 % verringert (CAP1-KO: 0,56 ± 0,04; n=19/3; P<0,001; 

Cofilin1-KO: 0,58 ± 0,05; n= 21/3; P<0,01). Im Doppel-KO fand sich im Vergleich zur 

Kontrolle der geringste Anteil der dynamischen Aktinfraktion (CAP1/ Cofilin1-dKO: 0,44 

± 0,04; n=22/3; P<0,001), welcher im Vergleich zur Kontrollkondition um etwa 40 % 

verringert war (Abbildung 8C). 
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Abbildung 8: Der KO von CAP1 und/oder Cofilin1 führt zu einer verminderten Aktindynamik in 

hippocampalen Wachstumskegeln. (A) Die Quantifizierung zeigte in allen KO-Situationen eine reduzierte 

Wiedererlangung der Fluoreszenz nach Photoausbleichung, wobei die Erholung der Fluoreszenzintensität 

in Wachstumskegeln der CAP1/Cofilin1-dKO-Kondition am stärksten beeinträchtigt war. (B) Die Zeit bis 

zur Wiedererlangung von 33% der ursprünglichen Fluoreszenzintensität (t1/3) nach Photoausbleichung 

war in allen drei KO-Konditionen verlängert. Es zeigte sich die längste Erholungszeit in der 

CAP1/Cofilin1- dKO-Kondition. Die rot markierten Sterne zeigen den signifikanten Unterschied zur 

Kontrolle an. (C) Der relative Anteil des dynamischen Aktins war im Vergleich zur Kontrollsituation in allen 

KO-Konditionen geringer. Der geringste Anteil an dynamischem Aktin fand sich wieder in der 

CAP1/Cofilin1-dKO-Kondition. Die rot markierten Sterne zeigen den signifikanten Unterschied zur 

Kontrolle an. 

Zusammenfassend ist festzustellen, dass sowohl der Einzel-KO von CAP1 oder Cofilin1 

allein als auch der Doppel-KO zu einer ähnlichen Reduktion der Aktindynamik führen.  
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Des Weiteren hat dieses Experiment gezeigt, dass die Aktindynamik in mit mC-Cre 

transfizierten CAP1flx/flx Neurone nach dem erneuten Ausplattieren der Neurone 

ähnliche Werte ergab wie in einem zuvor durchgeführten Experiment an hippocampalen 

Neuronen von CAP1flx/flx, Nestin-Cre Mäusen, welche während der gesamten 

Hirnentwicklung kein CAP1 exprimierten (Schneider et al., 2021a). Dies bestätigt, dass 

der Ansatz der Transfektion mit mC-Cre und der neu etablierten Methode des erneuten 

Ausplattieren der Neurone valide sind und daher für diese Art der Untersuchung und für 

die folgenden Experimente genutzt werden kann.  

3.3 Veränderte Größe von Wachstumskegeln in CAP1- und/oder Cofilin1-

defizienten hippocampalen Neuronen 

Da die Aktindynamik in CAP1- und/oder Cofilin1-defizienten Neuronen beeinträchtigt 

ist, sollten im nächsten Schritt diese Auswirkungen auf die Größe der Wachstumskegel 

der jeweiligen KO-Neurone näher untersucht werden.  

Die Struktur und Form der Wachstumskegel stehen unter dem Einfluss von ABPen, die 

das Aktinzytoskelett auf unterschiedlichste Weise organisieren können (Gomez und 

Letourneau, 2014). Durch eine hohe Aktindynamik kann die Form und Erscheinung von 

Wachstumskegeln kontinuierlich verändert werden. Dies ist wichtige Voraussetzung für 

die Funktion der Wachstumskegel in der Neuronendifferenzierung (Ye et al., 2019; 

Omotade et al., 2017). 

Um nun die Rolle von CAP1 und Cofilin1 auf das Erscheinungsbild der Wachstumskegel 

zu untersuchen, wurde der gleiche experimentelle Ansatz wie beim FRAP-Experiment 

verwendet und hier die Größe der Wachstumskegel analysiert. Hippocampale CAP1flx/flx, 

Cfl1flx/flx und CAP1/Cfl1flx/flx-Neurone wurden jeweils mit mC-Cre-mut bzw. mit mC-Cre 

transfiziert und an TIV 2 erneut ausplattiert. 24 h später wurden die Zellen fixiert und 

nach immunzytochemischer Färbung mittels konfokaler Mikroskopie aufgenommen.  

Hier zeigten sich in den Kontrollkonditionen aller drei Mauslinien Wachstumskegel mit 

relativ kleinem Lamellipodium und fingerförmigen Ausläufern. Sowohl im Einzel-KO von 
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CAP1 als auch im Einzel-KO von Cofilin1 und im Doppel-KO von CAP1 und Cofilin1 war 

eine Vergrößerung der Wachstumskegel zu erkennen (Abbildung 9A).  

Diese Beobachtungen wurden in der Quantifizierung der Fläche der Wachstumskegel 

bestätigt. Der Einzel-KO von CAP1 bewirkte eine Erhöhung der Wachstumskegel-Größe 

um ca. 40% (Fläche in µm²: mC-Cre-mut: 19,6 ± 1,44; mC-Cre: 27,46 ± 2,12; jeweils 

n=90/3; P<0,01) (Abbildung 9B). Dass diese Werte ähnlich zu einem zuvor 

durchgeführten Experiment an hippocampalen CAP1flx/flx, Nestin-Cre-Neurone waren 

(Schneider et al., 2021a), bestätigt nochmal die Validität des erneuten Ausplattierens 

der Neurone als experimentelle Methode. 

Ähnliche Beobachtungen wurden auch beim Einzel-KO von Cofilin1 gemacht, bei dem 

die Fläche nach mC-Cre-Expression um etwa 36% anstieg (Fläche in µm²: mC-Cre-mut: 

19,92 ± 1,58; mC-Cre: 27,07 ± 2.32; jeweils n=70/3; P<0,05). Somit war die Fläche im 

Cofilin1-KO im Vergleich zum CAP1-KO ähnlich vergrößert (P=0,93). Die gemeinsame 

Inaktivierung von CAP1 und Cofilin1 führte zu einer Vergrößerung der Fläche um ca. 66% 

(Fläche in µm²: mC-Cre-mut: 18,07 ± 1,2; mC-Cre: 30,33 ± 1,80; jeweils n=80/3, P<0,001). 

Demnach war die Größe im CAP1-KO bzw. Cofilin1-KO im Vergleich zum dKO ähnlich 

vergrößert (P=0,7 bzw. P=0,93) (Abbildung 9B). 

Zusammenfassend stellte sich heraus, dass der KO von CAP1 und/oder Cofilin1 zu einer 

ähnlichen Vergrößerung der Fläche von Wachstumskegeln führt. Ein additiver Effekt 

durch den Doppel-KO von CAP1 und Cofilin1 konnte nicht verzeichnet werden. 
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Abbildung 9: Sowohl der KO von CAP1 bzw. Cofilin1 allein als auch der dKO von CAP1 und Cofilin1 

zusammen führen zu einer Vergrößerung der Wachstumskegel. (A) Repräsentative Aufnahmen von 

hippocampalen Wachstumskegeln der CAP1-KO-, Cof1-KO- und CAP1/Cof1-dKO-Zellen, gefärbt mit dem 

F-Aktin-Marker Phalloidin. Die Länge des Maßstabbalkens entspricht 2µm. (B) Die Quantifizierung der 

Wachstumskegel-Fläche zeigte eine ähnliche Vergrößerung in CAP1-KO, Cofilin1-KO und 

CAP1/Cof1- dKO- Zellen. 
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3.4 Regulation der Größe von Wachstumskegeln durch CAP1 und Cofilin1  

Im nächsten Schritt wurde die Bedeutung von CAP1 und Cofilin1 in Wachstumskegeln 

näher analysiert. Ferner wurde untersucht, ob CAP2, welches ebenfalls in Neuronen 

exprimiert wird und in Wachstumskegeln lokalisiert ist (Bertling et al., 2004; Swiston et 

al., 1995; Schneider et al., 2021; Rust et al., 2020), CAP1 in der Regulation der 

Wachstumskegel-Größe ersetzen kann. Hierfür wurden hippocampale 

CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx-Neurone mit mC-Cre-mut bzw. mC-Cre transfiziert. Zusätzlich wurde 

GFP alleine oder folgende GFP-markierte Proteine überexprimiert: 1) GFP-CAP1, 

2) GFP- Cofilin1, 3) GFP-CAP1 und GFP-Cofilin1 zusammen und 4) GFP-CAP2 und 

GFP- Cofilin1 zusammen. Das weitere Verfahren glich den vorherigen Experimenten. Die 

Zellen wurden am TIV 2 replattiert. 24 h später wurden Aufnahmen der Wachstumskegel 

mit konfokaler Mikroskopie durchgeführt. 

In den Kontrollneuronen, in denen nur GFP überexprimiert wurde, war wieder eine 

Vergrößerung der Wachstumskegel-Größe in der mC-Cre-Kondition im Vergleich zur 

mC- Cre-mut-Kondition zu erkennen (Abbildung 10). Ferner waren die Werte ähnlich zu 

den Daten der CAP1/Cofilin1-dKO-Neurone nach Transfektion mit mC-Cre bzw. 

mC- Cre- mut (Abbildung 9). Dies belegt, dass die Überexpression von GFP keinen Effekt 

auf den Phänotyp hat und die nachfolgenden Experimente direkt mit den vorherigen 

verglichen werden können. Die Überexpression der oben genannten Konstrukte in den 

Zellen, die mit mC-Cre-mut transfiziert wurden, hatte keinen Einfluss auf die Größe der 

Wachstumskegel (Daten nicht gezeigt). Der Fokus sollte auf die KO-Konditionen gelegt 

werden. 

Nach alleiniger Überexpression von GFP-CAP1 oder GFP-Cofilin1 war eine im Vergleich 

zur Kontrollkondition weiterhin vergrößerte Wachstumskegel-Fläche festzustellen. Bei 

Überexpression von GFP-CAP1 mit GFP-Cofilin1 zusammen war eine Reduktion der 

Fläche des Wachstumskegels im Vergleich zur KO-Kondition zu erkennen, wohingegen 

die Überexpression von GFP-CAP2 mit GFP-Cofilin1 eine weiterhin vergrößerte Fläche 

zeigte (Abbildung 10). 
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Diese Beobachtungen wurden quantifiziert. Die Wachstumskegel-Größe in der 

mC- Cre- Kondition war im Vergleich zur mC-Cre-mut-Kontrollkondtition um ca. 68% 

erhöht (Fläche in µm²: mC-Cre-mut + GFP: 18,07 ± 1,2; n=80/3; mC-Cre + GFP: 30,33 ± 

1,8; n=80/3; P<0,001). Die alleinige Überexpression von GFP-CAP1 oder GFP-Cofilin1 in 

mC-Cre-transfizierten CAP1flx/flx/Cfl1flx/flx-Neuronen konnte die ursprüngliche Größe der 

Wachstumskegel nicht wiederherstellen. Die Fläche war im Vergleich zur 

Kontrollkondition weiterhin vergrößert (Fläche in µm²: mC-Cre-mut + GFP: 18,07±1,2; 

n=80/3; mC-Cre + GFP-CAP1: 31,3 ± 2,84; n=70/3; P<0,01; mC-Cre + GFP-Cof1: 32,12 ± 

3,08; n=100/3, P<0,01). Im Vergleich zur Cre-Kontrolle gab es sowohl nach 

Überexpression mit GFP-CAP1 (P=0,87) als auch mit GFP-Cofilin1 (P=0,71) keinen 

signifikanten Unterschied. Die Überexpression von GFP-CAP1 und GFP-Cofilin1 

zusammen in mC-Cre-transfizierten Neuronen konnte die Fläche der Wachstumskegel 

jedoch wieder normalisieren. Die Größe war ähnlich der Cre-mut-Kontrolle (Fläche in 

µm²: mC-Cre + GFP-CAP1 + GFP-Cof1: 22,71± 2,13; n= 90/3, P=0,21), während die Größe 

nun signifikant unterschiedlich zur Cre-Kondition war (P<0,05) (Abbildung 11). 

Eine Überexpression von GFP-CAP2 und GFP-Cofilin1 bewirkte keine Normalisierung der 

Fläche. Im Vergleich zur Cre-mut-Kontrolle war die Fläche weiterhin vergrößert (Fläche 

in µm²: mC-Cre + GFP-CAP2 + GFP-Cof1: 38,69 ± 3,83; n= 90/3, P<0,001), wobei sie 

ähnlich zur Cre-Kontrolle war (P=0,37) (Abbildung 11). 

Diese Daten zeigen, dass CAP1 und Cofilin1 zusammen für die Regulation der 

Wachstumskegel-Größe unentbehrlich sind und verstärken die Hypothese, dass die 

beiden ABPe miteinander interagieren und eine funktionelle Abhängigkeit voneinander 

zeigen. Weder CAP1 allein noch Cofilin1 allein kann den Verlust des anderen Proteins 

kompensieren. Eine weitere wichtige Erkenntnis aus diesem Experiment ist, dass CAP2 

im Vergleich zu CAP1 eine geringere Rolle in der Aufrechterhaltung der 

Wachstumskegel-Größe spielt. 

Um eine mögliche Interaktion von CAP1 und Cofilin1 zu bestätigen und die Relevanz 

ausgewählter CAP1-Domänen näher zu untersuchen, wurde im nächsten Schritt weitere 
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Überexpressionsversuche mit GFP-Cofilin1 und verschiedenen GFP-markierten 

CAP1- Mutanten durchgeführt. Die Transfektion erfolgte hierfür mit mC-Cre-mut bzw. 

mC-Cre und GFP-Cofilin1. Zusätzlich wurden verschiedene mit GFP-markierte CAP1-

Mutanten überexprimiert: 1) GFP-CAP1-Δ1-213 mit fehlender HFD durch Deletion des 

N-Terminus, 2) GFP-CAP1-HFD mit einer Mutation in der HFD, 3) GFP-CAP1-Δ319-474 

mit fehlender CARP-Domäne und 4) GFP-CAP1-β-Blatt mit einer Mutation im β-Blatt der 

CARP-Domäne.  

Die Zellen wurden wie in den vorherigen Experimenten nach Transfektion zwei Tage 

kultiviert und anschließend replattiert. Nach 24 h wurden die Neurone fixiert und nach 

immunzytochemischer Färbung wurden Aufnahmen mittels konfokaler Mikroskopie 

gemacht. 

Sowohl bei der Überexpression von Cofilin1 mit CAP1-Mutanten, bei denen die HFD 

fehlend oder nicht funktionsfähig war, als auch bei der Überexpression von Cofilin1 mit 

CAP1-Mutanten, bei denen die CARP-Domäne fehlend oder nicht funktionsfähig war, 

waren vergrößerte Wachtumskegel zu erkennen (Abbildung 10). 
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Abbildung 10: CAP1 und Cofilin1 zusammen können die Wachstumskegel-Größe normalisieren. 

Repräsentative Aufnahmen von hippocampalen Wachstumskegeln der CAP1
flx/flx

/Clf1
flx/flx 

Zellen, 

transfiziert mit GFP-CAP1, GFP-Cofilin1, GFP-CAP2 und verschiedenen GFP-CAP1-Mutanten. Die 

Wachstumskegel wurden mit Phalloidin gefärbt. Die Länge des Maßstabbalkens entspricht 2 µm.  

Es konnte belegt werden, dass die Überexpression von Cofilin1 mit der CAP1-Mutante 

mit Deletion bzw. Mutation von HFD die ursprüngliche Wachstumskegel-Größe nicht 

regenerieren konnte und somit signifikant unterschiedlich zur Cre-mut-Kontrolle war 

(Fläche in µm²: mC-Cre-mut + GFP: 19,71 ± 1,13; n=80/3; mC-Cre + GFP-CAP1-Δ1-213 + 

GFP-Cof1: 34,22 ± 2,4; n=120/3; P<0,001; mC-Cre + GFP-CAP1-HFD + GFP-Cof1: 40,93 ± 

4,29; n=80/3; P<0,001). Die Größe war sowohl nach Überexpression von GFP-Cofilin1 

und GFP-CAP1- Δ1- 213 (P=0,98) bzw. GFP-Cofilin1 und GFP-CAP1-HFD (P=0,24) ähnlich 

zur Cre-Kontrolle (Abbildung 11).  

Auch war die Fläche der Wachstumskegel nach Überexpression von GFP-Cofilin1 mit der 

GFP-CAP1-Mutante mit Deletion bzw. Mutation von CARP-Domäne weiterhin 

vergrößert und signifikant unterschiedlich zur Cre-mut-Kontrolle (Fläche in µm²: mC-Cre 

+ GFP-CAP1- Δ319- 474 + GFP-Cof1: 37,7 ± 2,99; n=90/3; p<0,001; mC-Cre + GFP-CAP1-

β-Blatt + GFP-Cof1: 30,74 ± 3,14; n= 70/3; p<0,001) (Abbildung 11). Im Vergleich zur Cre-
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Kontrolle war die Fläche nach Überexpression von GFP-Cofilin1 und GFP-CAP1-Δ319-474 

(P=0,34) bzw. GFP-Cofilin1 und GFP-CAP1-β-Blatt (P=0,99) ähnlich (Abbildung 11). 

Zusammenfassend belegen diese Ergebnisse eine voneinander abhängige Kooperation 

von CAP1 und Cofilin1 über die HFD, die für die Regulation der Fläche von 

Wachstumskegeln nötig ist. Ferner wird hier die wichtige Bedeutung des 

Nukleotidaustausches in der Aktindynamik über die CARP-Domäne deutlich, die hier 

auch eine zentrale Rolle in der Regulation der Wachstumskegel-Größe spielt.  

 

 

Abbildung 11: CAP1 und Cofilin1 zusammen werden für die Regulation der Wachstumskegel-Größe 

benötigt. Die Quantifizierung zeigte, dass nur GFP-CAP1 und GFP-Cofilin1 zusammen die ursprüngliche 

Größe der Wachstumskegel wiederherstellen können. Deletion bzw. Mutation der HFD- (GFP-CAP1-Δ1-

213, GFP-CAP1-HFD) oder CARP-Domäne (GFP-CAP1-Δ319-474, GFP-CAP1-β-sheet) von CAP1 

beeinträchtigten diese Fähigkeit zur Aufrechterhaltung der Größe. Die Überexpression von GFP-CAP2 und 

GFP-Cofilin1 ist auch nicht ausreichend ist, um die ursprüngliche Wachstumskegel-Fläche in CAP 1-Cof 1-

dKO-Zellen wiederherzustellen 
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4. Diskussion 
4.1 Die Rolle von CAP1 und Cofilin1 in der Neurogenese  

Das Aktinzytoskelett spielt eine zentrale Rolle in der Neuronendifferenzierung. Im 

Vergleich zu Intermediärfilamenten und Mikrotubuli weist das Aktinzytoskelett eine 

höhere Dynamik und Umbaurate auf. Diese Besonderheit ermöglicht Neuronen eine 

schnelle und gezielte Anpassung an bestimmte Erfordernisse während ihrer Entwicklung 

(Munoz-Lasso et al., 2020). Über den kontinuierlichen Umbau von Aktinfilamenten, der 

durch ABPe reguliert wird, wird das Wachstum, die Morphologie und Navigation sich 

entwickelnder Neurone gesteuert (Luo, 2002; Da Silva und Dotti, 2002; Revenu et al., 

2004; Blanquie und Bradke, 2018). ABPe regulieren den Aktintretmühlenmechanismus 

beispielsweise über die Abtrennung, Verlängerung oder Verzweigung von 

Aktinfilamenten, das Binden von G-Aktin und die Nukleation von Aktinfilamenten 

(Gomez und Letourneau, 2014; Omotade et al., 2017). 

Störungen in ABPen resultieren daher in Beeinträchtigungen der Aktindynamik und 

können pathologische Erscheinungsbilder nach sich ziehen. So kann eine gestörte 

Aktindynamik zu Defekten in Wachstumskegeln und somit zu einer gestörten 

Axonmigration in der Neuronendifferenzierung führen. Folgen sind beispielsweise 

mentale Retardierung, Entwicklungsstörungen und weitere neurologische 

Erkrankungen wie Autismus oder das Kallmann-Syndrom (Niftullayev und Lamarche-

Vane, 2019; van Battum et al., 2015; Ramakers, 2002; Engle, 2010; Lian und Sheen; 2015; 

Gomez und Letourneau, 2014). 

Der Zusammenhang von Defekten in ABPen und daraus resultierenden Erkrankungen 

erfordert ein besseres Verständnis der molekularen Mechanismen dieser Proteine in der 

Koordination des Aktinzytoskeletts, um einerseits die Pathologie Aktin-abhängiger 

Erkrankungen besser verstehen zu können und andererseits neue Möglichkeiten in der 

Diagnostik und Therapie zu schaffen. 

Unter den vielen ABPen konnte für Cofilin1 und CAP1 eine zentrale Rolle in der 

Entwicklung des Nervensystems zugesprochen werden (Flynn et al., 2012; Dent  et  al., 
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2011; Schneider et al., 2021a; Wills et al., 2002; Rust und Marcello, 2022). Ziel dieser 

Studie ist es, ein besseres Verständnis der Aktindynamik-Regulation in 

Wachstumskegeln durch CAP1 und Cofilin1 zu erhalten. Da bereits gezeigt werden 

konnte, dass Cofilin1 und CAP1 auf molekularer Ebene miteinander interagieren 

(Quintero-Monzon et al., 2009; Kotila et al., 2019), wird in dieser Studie die Hypothese 

gestellt, dass Cofilin1 und CAP1 auch in Wachstumskegeln miteinander interagieren, um 

die Funktionalität des Aktinzytoskeletts aufrechtzuerhalten. 

4.2 Die Rolle von Cofilin1 in Wachstumskegeln 

Die Bedeutung von Cofilin1 in der Neuronendifferenzierung ist in vielen Studien bereits 

umfänglich untersucht worden. Es konnte gezeigt werden, dass es das wichtigere 

Protein in der ADF/Cofilin-Familie ist (Bellenchi et al., 2007; Flynn et al., 2012), welches 

die Aktindynamik durch Dissoziation von G-Aktin von den Aktinfilamenten fördert (Flynn 

et al., 2012; Dent et al., 2011). In Wachstumskegeln kann Cofilin1 dadurch abhängig von 

räumlichen und zeitlichen Faktoren einerseits die Fortbewegung von Wachstumskegeln 

verstärken (Bradke und Dotti, 1999), andererseits ist es auch in der Lage, bei repulsiven 

Signalmolekülen ein Kollabieren des Wachtumskegels zu bewirken (Hsieh et al., 2006; 

Piper et al., 2006; Omotade et al, 2017). Weiterhin beeinflusst Cofilin1 den retrograden 

Aktinfluss und die Formation von Neuriten (Flynn et al., 2012). Cofilin1 ist somit 

essenziell an der Axonnavigation und embryonalen Gehirnentwicklung beteiligt (Dent et 

al., 2011; Piper et al., 2006). 

Auch in dieser Studie konnte belegt werden, dass Cofilin1 im Umbau des 

Aktinzytoskeletts in Wachstumskegeln beteiligt ist und die Inaktivierung von Cofilin1 zu 

einer reduzierten Aktindynamik führt. Weiterhin ist die Fläche der Cofilin1-defizienten 

Wachstumskegel vergrößert. Diese Ergebnisse lassen sich dadurch erklären, dass bei 

Verlust von Cofilin1 der Abbau von Aktinfilamenten gestört ist. Daraus resultieren 

folgende Effekte: Zum einen sind die Aktinfilamente stabilisiert. Zum anderen kann 

vermutet werden, dass durch die verringerte Rate an F-Aktin-Durchtrennung weniger 

kurze Aktinfilamente mit Plus- und Minusende vorliegen. So ist die Polymerisation am 
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Plus-Ende und die Depolymerisation am Minus-Ende der Filamente auch verringert. Dies 

beeinträchtigt die Aktindynamik. Durch die fehlende Durchtrennung der Aktinfilamente 

kommt es zu einer Verschiebung des F-/G-Aktin-Verhältnisses zugunsten von F-Aktin. Da 

aufgrund der reduzierten Depolymerisation weniger recycelte Aktinmonomere zur 

Verfügung stehen, kann vermutet werden, dass die Polymerisation zusätzlich verringert 

ist (Chan et al., 2000, Dent et al., 2011). Es ist jedoch auch bekannt, dass es neben dem 

recycelten G-Aktin noch ein Bestand an G-Aktin aus dem Zytosol gibt (Vitriol et al., 2015). 

Fraglich ist, ob die Menge an zytosolischem G-Aktin den Mangel an recyceltem G-Aktin 

durch den Cofilin1-KO kompensieren kann. In diesem Fall käme es zu einem starken 

Überwiegen der Polymerisation gegenüber der Depolymerisation. 

Zusammenfassend lässt sich schlussfolgern, dass der Cofilin1-KO zu einer 

Beeinträchtigung des Aktin-Tretmühlenmechanismus und somit der Aktindynamik 

führt. Die Vergrößerung der Wachtumskegel ist auf das Vorhandensein der stabilen 

Aktinfilamente, die nicht durch Cofilin1 abgebaut werden, und einem Ungleichgewicht 

an Polymerisierung zu Depolymerisierung zurückzuführen. Diese Defekte in 

Wachstumskegeln aufgrund des Cofilin1-Defizits bestätigen den hohen Stellenwert von 

Cofilin1 in der Neuronendifferenzierung (Bellenchi et al., 2017; Flynn et al., 2012). 

4.3 Die Rolle von CAP1 in Wachstumskegeln 

Ein weiteres wichtiges Protein in der Regulation des Aktinzystoskeletts in 

Wachstumskegeln ist CAP1. Dabei hat CAP1 zwei wichtige Funktionen: Zum einen 

unterstützt es in Kooperation mit Cofilin1 die Depolymerisation von Aktinfilamenten 

und die anschließende Dissoziation von Cofilin1 vom Aktinmonomer (Kotila et al., 2019; 

Balcer et al., 2003). Zum anderen fördert es die Wiederherstellung von ATP-G-Aktin, 

welches für die Polymerisation von Aktin benötigt wird (Chaudhry et al., 2010; Ono 

2013).  

Im Gegensatz zu CAP2, bei dem die physiologische Funktion bisher gut untersucht wurde 

(Peche et al., 2012; Ono, 2013; Field et al., 2015; Kepser et al., 2019; Effendi et al., 2013), 

liegen zu CAP1 bisher nur wenige Studien in Säugetieren vor. Dies ist darauf 
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zurückzuführen, dass ein systemischer KO von CAP1 in Mäusen embryonal letal ist (Jang 

et al., 2020) und es bis vor einigen Jahren keine passenden Mausmodelle gab. Im 

Vergleich dazu konnte allerdings in anderen Modellorganismen wie Drosophila gezeigt 

werden, dass das CAP-Homolog Capulet wichtig für die Axonnavigation in der 

Embryonalphase ist (Wills et al., 2002). 

Erst durch die Generierung eines gehirnspezifisch konditionellen CAP1-KOs in Mäusen, 

konnte gezeigt werden, dass CAP1 die neuronale Differenzierung sowie die Größe und 

Morphologie von Wachtsumskegeln beeinflusst (Schneider et al., 2021a).  

Die Ergebnisse dieser Studie zeigten ebenfalls, dass CAP1 eine wichtige Funktion in 

Wachstumskegeln und der Entwicklung des Nervensystems hat. Der KO von CAP1 führte 

erwartungsgemäß zu einer Störung der Aktindynamik und damit einhergehend zu einer 

vergrößerten Fläche der Wachtsumskegel. Dies deckt sich gut mit den Ergebnissen in 

oben genannter Studie am CAP-Homolog Capulet der Drosophila (Wills et al., 2002) und 

den Daten, die aus Neuronen von CAP1flx/flx,Nestin-Cre-KO-Mäusen gewonnen wurden 

(Schneider et al., 2021a). Aufgrund der Funktionen von CAP1 können diese Ergebnisse 

durch zwei mögliche Mechanismen erklärt werden: Zum einen könnte durch den CAP1-

KO der Verlust der Fähigkeit des Nukleotidaustausches nicht durch andere Proteine wie 

Profilin kompensiert werden, sodass ein Mangel an Polymerisations-kompetentem 

ATP- G-Aktin besteht.  

Zum anderen kann weiterhin angenommen werden, dass die Unterstützung der 

Depolymerisation Cofilin1-markierter Aktinfilamente durch den CAP1-KO fehlt. Durch 

die verminderte Depolymerisation von F-Aktin und herabgesetzte Fähigkeit zur 

Dissoziation des Cofilin1 von G-Aktin stehen einerseits weniger Aktinmonomere und 

andererseits auch weniger Cofilin1 für die Förderung des Aktin-

Tretmühlenmechanismus zur Verfügung. 

Die Inaktivierung von CAP1 führt durch den Mangel an Polymerisations-kompetenten 

ATP-G-Aktin sowie der Akkumulation langer Aktinfilamente und Cofilin1-gebundenem 

G-Aktin zu einer verringerten Rate an Aktindynamik (Benlali et al., 2000; Balcer et al., 
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2003; Quintero-Monzon et al., 2009), welches nicht für die Polymerisation zur 

Verfügung steht. Es ist zu vermuten, dass dies der Grund für die Vergrößerung der 

Wachstumskegel-Fläche ist. 

Da die Aktindynamik und Größe der Wachstumskegel in CAP1- und Cofilin1-Einzel-KO-

Zellen ähnlich reduzierte Werte aufwiesen, wird angenommen, dass CAP1 und Cofilin1 

einen ähnlich hohen Stellenwert in der Regulation des Aktinzytoskeletts haben. 

4.4 Die Rolle der Interaktion von CAP1 und Cofilin1 in Wachstumskegeln 

In dieser Studie konnte gezeigt werden, dass sowohl CAP1 als auch Cofilin1 wichtig für 

die Regulation der Aktindynamik und Aufrechterhaltung der Größe von 

Wachstumskegeln sind. Da bekannt ist, dass CAP1 und Cofilin1 auf molekularer Ebene 

miteinander interagieren (Quintero-Monzon et al., 2009; Kotila et al., 2019), sollte im 

nächsten Schritt diese mögliche Interaktion in Wachstumskegeln näher untersucht 

werden. Hierfür wurden im ersten Schritt die Aktindynamik und Größe der 

Wachstumskegel in CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen untersucht. Dabei zeigte sich eine 

verringerte Aktindynamik und eine Vergrößerung der Fläche von Wachstumskegeln. 

Dies war zu erwarten, da die Einzel-KO-Zellen in dieser Studie schon ähnliche 

Beeinträchtigungen des Aktinumbaus und der Wachstumskegel-Größe aufwiesen.  

Bezüglich der Aktindynamik zeigte sich in Doppel-KO-Zellen eine Reduktion der 

Aktindynamik, die ähnlich zu den Einzel-KO- Zellen war. Durch Inaktivierung von Cofilin1 

ist die Störung der Aktindynamik durch fehlende Durchtrennung von Aktinfilamenten zu 

erklären. Folglich findet man weniger kurze, durchtrennte Aktinfilamente, an denen am 

Minus-Ende die Depolymerisation stattfinden kann. Aufgrund der verringerten Rate an 

Depolymerisation zeigt sich möglicherweise ein Mangel an Aktinmonomeren, die für 

eine erneute Polymerisation von F-Aktin benötigt wird (Dent et al., 2011). Durch die 

Inaktivierung von CAP1 ist zusätzlich der Nukleotidaustausch gestört, sodass nochmal 

weniger recyceltes G-Aktin für die Polymerisation zur Verfügung steht (Chaundhry et al., 

2010; Ono 2013). Da bekannt ist, dass CAP1 die Depolymerisation Cofilin1-markierter 

Aktinfilamente fördert (Kotila et al., 2019; Rust et al., 2020), ist anzunehmen, dass durch 
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den gemeinsamen KO von CAP1 und Cofilin1 die Depolymerisation von F-Aktin am 

Minus-Ende gestört ist. Diese Störungen im Aktin-Tretmühlenmechanismus durch die 

Inaktivierung von CAP1 und Cofilin1 führen zu einer starken Reduktion der 

Aktindynamik, die sich in dieser Studie belegen ließ. 

Neben der gestörten Aktindynamik zeigte sich in den CAP1/Cofilin1-Doppel-KO-Zellen 

eine Vergrößerung der Wachstumskegel-Fläche. Die Fläche der Wachstumskegel war 

ähnlich vergrößert wie in Einzel-KO-Zellen.  

Schon nach alleinigem KO von CAP1 oder Cofilin1 war sowohl die Aktindynamik als auch 

die Regulation der Wachstumskegel-Größe anscheinend maximal gestört. Es gab keinen 

signifikanten Unterschied in der Aktindynamik und Wachstumskegel-Größe in Einzel- 

und Doppel-KO-Zellen. Diese Vermutung bestärkt die Annahme, dass die beiden ABPe 

CAP1 und Cofilin1 funktionell voneinander abhängig sind. 

Um daher im nächsten Schritt zu überprüfen, ob die Interaktion zwischen CAP1 und 

Cofilin1 wichtig für die Aufrechterhaltung der Wachstumskegel-Größe ist, wurden beide 

Proteine einzeln oder zusammen in CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen re-exprimiert. Hier zeigte 

sich, dass die ursprüngliche Größe der Wachstumskegel weder durch alleinige 

Überexpression von CAP1 noch durch alleinige Überexpression von Cofilin1 

wiederherstellen ließ. Weder CAP1 allein noch Cofilin1 allein konnte den Verlust des 

jeweils anderen Proteins kompensieren. Dies lässt sich dadurch erklären, dass durch 

Überexpression von Cofilin1 in CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen die Durchtrennung von 

Aktinfilamenten durch Cofilin1 gefördert wird, anschließend aber eine kontinuierliche 

Bindung von G-Aktin mit Cofilin1 bestehen bleibt, da kein CAP1, welches die Dissoziation 

des Cofilin1 von G-Aktin fördert, vorhanden ist. Es bleibt weiterhin ein Mangel an 

Polymerisations-kompetentem G-Aktin. Dies beeinflusst den Aktin-

Tretmühlenmechanismus negativ. Der fehlende Nukleotidaustausch von ADP-G-Aktin zu 

ATP-Aktin durch CAP1 verringert die Polymerisationsrate zusätzlich. 

Ein möglicher Erklärungssansatz, warum die Überexpression von CAP1 in CAP1/Cofilin1-

dKO-Zellen die ursprüngliche Wachstumskegel-Größe nicht wiederherstellen konnte, 
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besteht darin, dass CAP1 die Depolymerisation vor allem Cofilin1-markierter 

Aktinfilamente fördert (Kotila et al., 2019). Da Cofilin1 fehlt, werden die Aktinfilamente 

nicht für die Depolymerisation durch CAP1 markiert, sodass der Abbau von 

Aktinfilamenten herabgesetzt ist. Durch den Mangel an Cofilin1 ist weiterhin die 

Durchtrennung der Aktinfilamente beeinträchtigt. Der Aktinumbau ist somit gestört. 

Da die alleinige Überexpression von CAP1 oder Cofilin1 in CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen die 

ursprüngliche Wachstumskegel-Größe nicht wiederherstellen konnte, wurde die 

Hypothese, dass CAP1 und Cofilin1 in Wachstumskegeln miteinander interagieren und 

voneinander abhängige Funktionen aufweisen, weiter bestärkt. Es wurden im nächsten 

Schritt CAP1 und Cofilin1 gemeinsam in CAP1/Cofilin1-dKO-Zellen überexprimiert. Hier 

zeigte sich eine Normalisierung der Wachstumskegel-Größe. Dies bestätigt, dass das 

Vorhandensein von CAP1 und Cofilin1 unentbehrlich für die Aufrechterhaltung der 

Wachstumskegel-Größe ist und unterstützt nochmals die Vermutung einer 

synergistischen Funktion und Interaktion zwischen CAP1 und Cofilin1 in 

Wachstumskegeln. 

Um die Hypothese, dass CAP1 und Cofilin1 in Wachstumskegeln miteinander 

interagieren, zu überprüfen, wurden verschiedene CAP1-Mutanten mit Cofilin1 in 

CAP1- Cofilin1-dKO-Zellen überexprimiert. Es wurde Cofilin1 mit einer CAP1-Mutante, 

bei der die HFD fehlend bzw. nicht funktionsfähig war, in dKO-Zellen überexprimiert. 

Hier zeigte sich keine Wiederherstellung der Wachstumskegel-Fläche. Dies bestätigt, 

dass die voneinander abhängige Interaktion von CAP1 und Cofilin1 über die HFD (Kotila 

et al., 2019) essenziell für die Aufrechterhaltung der Wachstumskegel-Größe ist. 

Weiterhin zeigte sich in der Überexpression von Cofilin1 mit einer CAP1-Mutante, bei 

der die CARP-Domäne fehlend bzw. nicht funktionsfähig war, ebenfalls keine 

Normalisierung der Wachstumskegel-Fläche. Dieses Ergebnis lässt vermuten, dass auch 

der Nukleotidaustausch von ADP-G-Aktin zu ATP-G-Aktin für die Regulation des Aktin-

Tretmühlenmechanismus und somit der Aufrechterhaltung der Wachstumskegelfläche 

eine zentrale Rolle spielt. Dieses Ergebnis steht in Diskrepanz zu zuvor durchgeführten 
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Experimenten am hirnspezifischen CAP1-KO-Mausmodell. Hier konnte nach 

Überexpression einer CAP1-Mutante, die keine funktionsfähige CARP-Domäne besitzt, 

die Größe der Wachstumskegel der hippocampalen Neurone wiederhergestellt werden. 

In der Studie wurde somit postuliert, dass der Nukleotidaustausch für die 

Aufrechtheraltung der Wachstumskegel-Größe entbehrlich ist. (Schneider et al., 2021a).  

Dieser Widerspruch in der Rolle des Nukleotidaustasches von CAP1 könnte darauf 

zurückzuführen sein, dass beim CAP1flx/flx,Nestin-Cre -KO- Mausmodell, bei dem CAP1 

gehirnspezifisch während der gesamten Embryonalentwicklung bereits nicht exprimiert 

wird, im Verlauf der Entwicklung Anpassungsvorgänge der Aktindynamik erfolgt sind, 

die das Fehlen des Nukleotidaustausches durch CAP1 kompensieren konnten. 

Beispielsweise könnte vermutet werden, dass das Expressionslevel von Profilin 

gesteigert wurde.  

In dieser vorliegenden Arbeit ist die Zeit zwischen Transfektion und Analyse der 

Wachtsumkegel im Vergleich zur Arbeit mit dem CAP1flx/flx,Nestin-Cre -KO- Mausmodell sehr 

kurz. Es kann vermutet werden, dass Anpassungsvorgänge, die die fehlende 

Nukleotidaustausch-Fähigkeit von CAP1 kompensieren könnten, noch nicht ausreichend 

erfolgt sind.  

Ferner wurde in dieser Studie die Bedeutung von CAP2, welches auch im Gehirn 

exprimiert wird, in Wachstumskegeln untersucht. Während sich CAP1 (474 

Aminosäuren) und CAP2 (476 Aminosäuren) in der Anzahl ihrer Aminosäuren und ihrer 

Lokalisation unterscheiden, zeigen sie Gemeinsamkeiten in ihren Domänen und 

Funktionen (Ono, 2013; Rust et al., 2020).  

Es konnte bereits gezeigt werden, dass CAP2 mit Cofilin1 interagiert (Kumar et al., 2016). 

Diese Interaktion ist wichtig für die synaptische Plastizität des Nervensystems (Pelucchi 

et al., 2020b). Ein KO von CAP2 führt zur Anreicherung von dephosphoryliertem und 

somit aktiviertem Cofilin1. Des Weiteren ist eine Akkumulation von aggregiertem 

Cofilin1 zu beobachten, welches beispielsweise eine wichtige Rolle in neurologischen 
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Erkrankungen wie Morbus Alzheimer spielt (Kumar et al., 2016; Pelucchi et al., 2020a; 

Pelucchi et al., 2020b).  

Es wurde daher in dieser Arbeit weiterhin untersucht, ob CAP2 die fehlende Funktion 

von CAP1 kompensieren kann. Hierfür wurden CAP2 und Cofilin1 in CAP1/Cofilin1-dKO-

Zellen überexprimiert. Dies konnte die Größe der Wachstumskegel jedoch nicht 

normalisieren. Da die Überexpression von Cofilin1 mit CAP1 die ursprüngliche Fläche der 

Wachstumskegel in den dKO-Zellen wiederherstellen konnte, ist anzunehmen, dass 

CAP2 die fehlende Funktion von CAP1 in diesem Fall nicht kompensieren kann und somit 

eine geringere Bedeutung in der Regulation der Größe von Wachstumskegeln hat. Dies 

deckt sich mit der bisherigen Erkenntniss, dass CAP1 die relevantere Isoform in der 

frühen Hirnentwicklung ist. Während CAP2 in der frühen Hirnentwicklung entbehrlich 

ist, führt der KO von CAP1 zu Veränderungen in der Anatomie des sich entwickelnden 

Gehirns und neuronalen Verbindungen (Schneider et al., 2021a; Schneider et al., 2021c). 

Zusammenfassend bestätigen die Daten dieser Studie den hohen Stellenwert von 

Cofilin1 (Bellenchi et al., 2007) und den ebenso vergleichbar hohen Stellenwert von 

CAP1 (Schneider et al., 2021a) in der Funktion von Wachstumskegeln. Es konnte gezeigt 

werden, dass beide Proteine und deren Interaktion über die HFD essenziell für die 

Aufrechterhaltung der Aktindynamik in Wachstumskegeln und deren Größe sind. 

Weiterhin konnte gezeigt werden, dass auch die CARP-Domäne von CAP1, welche den 

Nukleotidaustausch von ADP-Aktin fördert, wichtig in der Regulation der 

Wachstumskegel-Fläche ist. Eine weitere wichtige Erkenntnis aus dieser Studie ist, dass 

CAP2 bei einem akuten CAP1/Cofilin1-dKO die Funktion von CAP1 in der 

Aufrechterhaltung der Größe von Wachstumskegeln nicht ersetzen kann.  
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4.5 Ausblick 

Diese Studie soll das Wissen und Verständnis über die Funktion von Cofilin1 und CAP1 

als wichtige ABPe in Wachstumskegeln erweitern und die physiologische Relevanz eines 

bisher nur durch in vitro-Analysen postulierten molekularen Mechanismus belegen. 

Jedoch bleiben weiterhin noch viele offene Fragen, unter anderem bezüglich der 

Funktion und Interaktion von CAP1 und Cofilin1 in Wachstumskegeln. Nachdem bekannt 

ist, dass CAP1 und Cofilin1 wichtig für die Aktinregulation in Wachstumskegeln sind, 

ergeben sich als Ausblick neue Arbeitsansätze zur Aufklärung weiterer Details zur 

Funktion des Aktinzytoskeletts und der Bedeutung von CAP1 und Cofilin1. So sollte 

beispielsweise in zukünftigen Studien die Bedeutung der Kooperation von CAP1 und 

Cofilin1 in der neuronalen Differenzierung und auch in der Axonnavigation untersucht 

werden. Über Einordnung sich entwickelnder Neurone in die jeweiligen 

Entwicklungsstadien (Dotti et al., 1988) können durch Vergleich mit der 

Kontrollkondition Aussagen getroffen werden, ob und inwieweit die 

Neuronendifferenzierung durch die gemeinsame Inaktivierung von CAP1 und Cofilin1 

beeinträchtigt ist. Experimente mit Zugabe von attraktiven oder repulsiven Signalstoffen 

auf die Wachstumskegel können zeigen, ob die Wachstumskegel in CAP1/Cofilin1-dKO-

Zellen in der Lage sind, adäquat auf äußere Umweltsignale zu reagieren und die 

Axonmigration regelrecht durchzuführen. 

Ebenfalls muss noch geklärt werden, ob CAP1 mit weiteren ABPen interagiert und 

inwiefern eine mögliche Interaktion zur Koordination des Aktinzytoskeletts und zur 

physiologischen Relevanz beiträgt. Hier kann zum Beispiel ein experimenteller Ansatz 

ähnlich dieser Studie angewendet werden, bei dem nach Transfektion und erneutem 

Ausplattieren die Aktindynamik und Wachstumskegel-Größe dieser KO-Zellen 

untersucht wird. Interessant wäre beispielsweise die Interaktion von CAP1 mit Profilin 

näher zu untersuchen, da beide ABPe die Fähigkeit des Nukleotidaustausches von ADP- 

zu ATP-G-Aktin besitzen (Ono, 2013; Baum et al., 2006). Eine weitere, offene Frage 

bezieht sich auf das Expressionslevel von Profilin in CAP1-KO-Zellen. Hier könnte man 
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vermuten, dass die Expression von Profilin, als Versuch die Funktion des 

Nukleotidaustausches von CAP1 zu kompensieren, hochreguliert wird. 

Weiterhin ist im Vergleich zu Cofilin1 (Omotade et al., 2017; Munoz-Lasso et al., 2020; 

Dent et al., 2011) wenig über die Regulation von CAP1 bekannt. So ist bisher nur 

bekannt, dass CAP1 über Phosphorylierung reguliert wird und die Glykogen-Synthase-

Kinase 3 dabei beteiligt ist (Zhou et al., 2014b; Wu et al., 2019). Weitere Erkenntnisse 

über Signalwege, die die Funktion und Aktivität von CAP1 koordinieren, sind hier 

wünschenswert.  

Neuere Studien haben zudem gezeigt, dass ADF/Cofilin zur Axonregeneration nach 

traumatischer Schädigung des zentralen Nervensystems beiträgt (Tedeschi et al., 2019). 

Hier stellt sich die Frage, welche Rolle CAP1 in der Axonregeneration differenzierter 

Neurone einnimmt. Da zumindest in dieser Arbeit die Interaktion von CAP1 und Cofilin1 

belegt werden konnte, wäre es nicht unwahrscheinlich, dass auch in differenzierten 

Neuronen eine Interaktion dieser beiden ABPe stattfindet. Eine Interaktion zwischen 

CAP2 und Cofilin1 wäre in diesem Fall auch denkbar, da CAP2 im adulten Nervensystem 

wichtiger zu sein scheint als in der frühen Hirnentwicklung (Kumar et al., 2016; Pelucchi 

et al., 2020b; Schneider et al., 2021c). 

Es wird deutlich, dass noch viele Untersuchungen nötig sind, um die Mechanismen der 

Aktindynamikregulation in Wachstumskegeln komplett zu verstehen. Ein besseres 

Verständnis über die Funktionsweise von ABPen in Wachstumskegeln ist jedoch 

unerlässlich, um Aktin-abhängige Pathologien, die durch Dysregulation von ABPen 

entstehen (Ramakers, 2002; Engle, 2010; Lian und Sheen; 2015; Bamburg und Bernstein 

2016; Effendi et al., 2013), zu verstehen und neue Diagnostik- und 

Therapiemöglichkeiten zu schaffen.  
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5. Zusammenfassung 
Ein essenzieller Schritt in der Entwicklung des Nervensystems ist die Axonmigration, bei 

der Axone zu ihrem jeweiligen spezifischen Ziel wandern, um dort synaptische 

Verknüpfungen herzustellen. Gesteuert wird diese Wanderung durch Wachstumskegel, 

welche aktinreiche Vorwölbungen an der Spitze von Axonen sind. Wachstumskegel 

können in Abhängigkeit von extrazellulären Signalen ihre Struktur und 

Bewegungsrichtung ändern. Gesteuert wird dieses durch den dynamischen Umbau des 

Aktinzytoskeletts. Der kontinuierliche Auf- und Abbau von Aktinfilamenten, welcher 

auch Aktin-Tretmühlenmechanismus genannt wird, wird durch Aktin-bindende Proteine 

reguliert.  

Zwei wichtige Aktin-bindende Proteine sind das Cyclase-assoziierte Protein 1 und 

Cofilin 1. Cofilin 1 beschleunigt den Aktin-Tretmühlenmechanismus über die 

Durchtrennung und Depolymerisation von Aktinfilamenten. Das Cyclase-assoziierte 

Protein 1 fördert die Aktindynamik, indem es die Depolymerisation und Dissoziation des 

Cofilin 1 von globulärem Aktin beschleunigt und Adenosintriphosphat-G-Aktin 

wiederherstellt. Es ist auch bekannt, dass das Cyclase-assoziierte Protein 1 und Cofilin 1 

synergistisch kooperieren, indem das Cyclase-assoziierte Protein 1 die Depolymerisation 

Cofilin 1-markierter Aktinfilamente fördert. Dennoch ist das Wissen über das Cyclase-

assoziierte Protein 1 und Cofilin 1 in Wachstumskegeln noch nicht vollständig erforscht. 

Daher sollte in dieser Arbeit die Bedeutung vom Cyclase-assoziierten Protein 1 und 

Cofilin 1 und deren Interaktion in Wachstumskegeln näher untersucht werden. Sowohl 

der Einzel-Knockout vom Cyclase-assoziierten Protein 1 oder von Cofilin 1 als auch der 

Doppelknockout vom Cyclase-assoziierten Protein 1 und Cofilin 1 zusammen führten in 

dieser Studie zu einer Reduktion der Aktindynamik und einer Vergrößerung der 

Wachstumskegel-Fläche. Diese Ergebnisse lassen sich am ehesten dadurch erklären, 

dass der Knockout vom Cyclase-assoziierten Protein 1 und/oder Cofilin 1 zu einer 

Störung des Aktin-Tretmühlenmechanismus führt. Durch Stabilisierung der 

Aktinfilamente und die Akkumulation von Cofilin1-G-Aktin-Komplexen ist die Fläche der 

Wachstumskegel vergrößert.  
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Die Überexpression vom Cyclase-assoziierten Protein 1 und Cofilin 1 in den Doppel-

Knockout-Zellen führte zu einer Wiederherstellung der ursprünglichen Größe der 

Wachstumskegel. Dass eine Überexpression von Cofilin 1 und einer Cyclase-assoziierten 

Protein 1-Mutante, bei der keine Interaktion mit Cofilin 1 möglich war, die Fläche der 

Wachstumskegel nicht normalisieren konnte, bestätigt die Wichtigkeit der Interaktion 

dieser beiden Proteine in der Aufrechterhaltung der Größe von Wachstumskegeln. 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass das Cyclase-assoziierten Protein 1 und Cofilin 1 

sowie deren Interaktion eine zentrale Bedeutung in der Regulation der Aktindynamik in 

Wachstumskegeln haben. Dieser Beleg für die physiologische Relevanz der Interaktion 

der beiden ABPe soll das Wissen über die Mechanismen der Aktindynamikregulation 

erweitern, um Aktin-abhängige Krankheitsbilder besser verstehen zu können. 
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6. Summary 
An essential step in the development of the nervous system is a process called axon 

migration, in which axons migrate to their specific target to establish synaptic 

connections. This migration is controlled by growth cones, which are actin-rich dilated 

structures at the tip of axons. Growth cones change their structure and direction of 

movement in response to extracellular signals by re-arranging the actin cytoskeleton. 

This continuous assembly and disassembly of actin filaments, which is also called actin 

treadmilling, is regulated by actin-binding proteins. 

Two important actin-binding proteins are the cyclase-associated protein 1 and cofilin 1. 

Cofilin 1 accelerates the actin treadmilling by severing and depolymerisation of actin 

filaments. Cyclase-associated protein 1 promotes actin dynamics by accelerating 

depolymerisation and the dissociation of cofilin 1 from globular actin and restoring 

adenosine triphosphate-G-actin. It is also known that cyclase-associated protein 1 and 

cofilin 1 cooperate synergistically: cyclase-associated protein 1 promotes 

depolymerization of cofilin 1-decorated actin filaments. However, the knowledge about 

cyclase-associated protein 1 and cofilin 1 in growth cones is not yet fully understood. 

Therefore, this work investigated the role of cyclase-associated protein 1 and cofilin 1 in 

growth cones. In this study, the single knockout of cyclase-associated protein 1 or 

cofilin1 as well as the double-knockout of cyclase-associated protein 1 and cofilin 1 led 

to a reduction of actin dynamics and an increase of the growth cone area. These results 

can most likely be explained by the fact that the knockout of cyclase-associated 

protein 1 and/or cofilin 1 leads to a disturbance of the actin treadmilling. Due to the 

predominance of actin filament stabilization and the accumulation of cofilin 1-G-actin-

complexes, the growth cone area is increased.  

Overexpression of cyclase-associated protein 1 and cofilin 1 in double knockout cells led 

to a rescue of the original growth cone size. But overexpression of cofilin 1 and a cyclase-

associated protein 1-mutant, which cannot interact with cofilin 1, failed in rescuing the 
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growth cone area. That confirms the central importance of the interaction of these two 

proteins in maintaining the growth cone area. 

In summary, cyclase-associated protein 1 and cofilin 1 and their interaction play a central 

role in the regulation of actin dynamics in growth cones. This evidence for the 

physiological relevance of the interaction of those two ABPs should increase our 

knowledge of the mechanisms of actin dynamis for a better understanding of actin-

dependent pathologies. 
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