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1. Einleitung 

1.1 Molekulare Grundlagen der Epileptogenese 

1.1.1 Neuronale Erregung 

Der Entstehung von epileptischen Anfällen liegen verschiedene Ursachen zu Grunde. 

Auf diesen Ursachen, also der Ätiologie, basiert ein wichtiger Teil der Klassifikation 

einer Epilepsie und damit einhergehend auch die Therapie. So spricht man z.B. bei 

einer Mutation in Ionenkanälen von einer ‚genetischen‘ Epilepsie. Eine Epilepsie 

aufgrund einer Verletzung und damit einer einhergehenden Vernarbung von 

Gehirnparenchym wird als strukturelle Epilepsie bezeichnet. Die Basis der Entstehung 

epileptischer Anfälle bildet jedoch eine Störung in der Regulation der neuronalen 

Erregung (Staley 2015). Auf molekularer Ebene gibt eine Vielzahl an Proteinen, welche 

an der Generierung von Aktionspotentialen und damit der neuronalen Erregung 

beteiligt sind. Abb.1 zeigt den Verlauf eines Aktionspotentials mit den einzelnen 

Phasen.  

      

An der Depolarisation der Zellmembran sind vor allem spannungsabhängige 

Natriumkanäle beteiligt, es kommt also zu einem verstärkten Einstrom von 

Natriumionen in die Zelle (Catterall 1992). Das Signal zum Öffnen dieser Kanäle führt 

zur Überschreitung des Ruhemembranpotentials. Die Repolarisation entsteht durch 

einen Ausstrom von Kaliumionen, welcher wiederum von spannungsgesteuerten 

Kaliumkanälen gewährleitstet wird. In der Ruhephase wird dann ein 

Abb. 1: Verlauf eines 
Aktionspotentials mit der 
Änderung des Membranpotentials 
über die Zeit. Ab dem Erreichen 
eines Schwellenpotentials kommt 
es durch das Öffnen 
spannungsabhängiger 
Natriumkanäle zu einer schnellen 
Depolarisation, welches als 
elektrisches Signal dient. Quelle: 
via.medici.thieme.de; 
Taschenatlas Physiologie, Thieme 
2018. 



 
7 

 

energieabhängiger Ausgleich der Ionenkonzentrationen über die Natrium-/Kalium-

ATPase geschaffen. Die Erregung in Form von Aktionspotentialen wird dann an den 

Synapsen in ein chemisches Signal umgewandelt und führt auf der Seite eines 

Dendriten im nachgeschalteten Neuron letztendlich wieder zur Ausbildung eines 

Aktionspotentials. Dies wiederum ermöglicht die neuronale Kommunikation innerhalb 

eines neuronalen Netzwerkes. Als Schnittstelle kommt den Synapsen somit auch eine 

besondere Regulation der Signalweitergabe zu. Ein eintreffendes Signal kann inhibiert 

oder aber propagiert werden (Müller et al. 2012). Zu diesen Mechanismen leisten 

wiederum transmittergesteuerte Ionenkanäle einen entscheidenden Beitrag, welche 

unter anderem den Transfer von Chlorid-, Natrium-, Kalium- oder Calciumionen 

gewährleisten (McNamara, Huang and Leonard 2006). Durch den Einstrom 

bestimmter Ionen kommt es so zu einer Propagation oder Inhibition eines eingehenden 

Aktionspotentials. Vereinfacht betrachtet könnte die Kommunikation zwischen 

einzelnen Neuronen somit zunächst als digitales Signal betrachtet werden. Es kann 

ein Aktionspotential und somit ein Signal entstehen oder aber die initiale 

Potentialdifferenz über die Zellmembran ist nicht ausreichend, wodurch kein 

Aktionspotential entsteht. Der Realität kommt jedoch die Beschreibung Analog näher. 

Neben der Inhibition oder Propagation eines Aktionspotentials an der Postsynapse 

tragen spezifische Zelltypen zu weiteren Kombinationsmöglichkeiten im Sinne der 

Kommunikation bei.  Vereinfacht betrachtet kann ein, an einem Neuron eingehendes 

Signal 1:1 weitergeleitet werden und somit die nachgeschaltete Nervenzelle erregen 

oder aber es erfolgt eine Signalumkehr, indem das Empfängerneuron gehemmt wird. 

Darüber hinaus kann auch eine „Feedback“ Hemmung des vorgeschalteten Neurons 

erfolgen oder eine  Disinhibition, indem zwei inhibierende Zellen hintereinander 

geschaltet sind (Roux and Buzsáki 2015).  Somit ergibt sich eine Vielzahl weiterer 

Möglichkeiten der neuronalen Inhibition. Zellen mit dieser Funktion werden 

inhibitorische Interneurone genannt. 

1.1.2 Neuronale Inhibition 

Das Vorkommen inhibitorischer Interneurone im Hippocampus ist bisher gut 

beschrieben. Eine gängige Charakterisierung stellt das Vorkommen bestimmter 

calciumbindenden Proteine dar. So können Parvalbumin, Calbindin oder Calretinin 

positive Zelltypen unterschieden werden. Unter den Parvalbumin positiven Zellen kann 

man aufgrund der folgenden morphologischen Kriterien eine weitere Differenzierung 
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in drei weitere Subklassen vornehmen, abhängig von der Lage des Zellkörpers und 

der axonalen Projektion in unterschiedliche Schichten des Cornu Ammonis (CA) des 

Hippocampus (McBain and Fisahn 2001). Neben den CA Regionen kommen diese 

Zellen aber auch im Gyrus Dentatus im Bereich des Hilus vor (Dudek and Sutula 2007). 

Stark vereinfacht betrachtet wird ein an den Dendriten dieser Zellen eingehendes 

Signal durch GABAerge Transmission an der Präsynapse als inhibitorisches Signal an 

die Postsynapse der nachfolgenden Zelle weitergeleitet. Durch verschiedene axonale 

Projektionen kann die nachfolgende Zelle dann im Bereich der Dendriten, des Somas 

oder am Axon inhibiert werden (Sloviter et al. 2006;Ogiwara et al. 2007).  

Es wurde bereits früh erkannt, dass das Gehirn dauerhaft eine Grundaktivität aufweist. 

Durch EEG (Elektroenzephalogramm) Ableitungen konnte herausgefunden werden, 

dass bestimmte Gehirnregionen eine bestimmte, rhythmische Grundfrequenz 

aufweisen, welche sich abhängig vom Aktivitätszustand verändert (Teplan 2012).  

Elektrophysiologische Messungen ergaben, dass neuronale Netzwerke ebenfalls 

oszillieren. Die bekanntesten Frequenzbänder sind der Theta- (ca. 4-12Hz) und der 

Gammabereich (ca. 30-80Hz). Auf Netzwerkebene betrachtet stellt diese Oszillation 

einen Funktionszustand einer bestimmten Gehirnregion dar. Bisherige 

Untersuchungen ergaben, dass inhibitorische Interneurone wesentlich an der 

Modulation dieser Oszillation beteiligt sind (Whittington, Jefferys, and Traub 1996;  

Chapman and Lacaille 1999). So kann ein Interneuron auf mehrere Pyramidenzellen 

projizieren, was eine grundlegende Eigenschaft der Regulation eines Netzwerkes 

darstellt (Kann, Papageorgiou, and Draguhn 2014). Eine fehlende 

Frequenzmodulation in tieferen Hirnregionen kann durch ein Überschießen zu einer 

synchronen Anregung höherer Gehirnregionen führen und somit einen epileptischen 

Anfall auslösen (Chrobak and Buzsaki 1994; Bragin et al. 1995).  

Aufgrund dessen stehen mitunter inhibitorische Interneurone im Fokus der Forschung 

an Epilepsie. Verschiedene Untersuchungen ergaben, dass experimentell induzierte 

epileptische Anfälle zu einem Verlust von Interneuronen im Hippocampus führen 

(Obenaus, Esclapez, and Houser 1993; Houser and Esclapez 1996; Buckmaster and 

Jongen-Rêlo 1999). Darüber hinaus ist bekannt, dass im experimentell erzeugten 

Epilepsiemodell die durch Nav1.1 vermittelten, schnellen Natriumeinströme in 
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Interneuronen im Hippocampus reduziert sind. Interessanterweise tritt dies bei 

exzitatorischen Pyramidenzellen nicht auf (Yu et al. 2006).    

1.1.3 Spannungsgesteuerte Ionenkanäle 

Wie eingangs erwähnt, bilden spannungsgesteuerte Ionenkanäle die Grundlage der 

neuronalen Depolarisation. Im Folgenden soll auf die genauere Funktion eines solchen 

Kanals, im Speziellen auf spannungsgesteuerte Natriumkanäle, eigegangen werden.    

 

Abb. 2 zeigt den modularen Aufbau eines spannungsgesteuerten Natriumkanals 

(Nav). Nav-Kanäle sind Transmembranproteine, welche den selektiven Durchlass von 

Natriumionen in Abhängigkeit einer Potentialdifferenz zwischen Intra- und 

Extrazellulärraum ermöglichen. Dies erfordert einen modularen Aufbau des Kanals, 

weshalb der Kanal aus verschiedenen Untereinheiten besteht. Die α-Untereinheit 

(250kDa) besteht aus 24 Transmembranproteinen. Durch diese können Natriumionen 

passieren. Die beiden β-Untereinheiten haben jeweils eine Masse von 30-40kDa und 

sind singuläre Transmembranproteine, die im Wesentlichen für die Kinetik und die 

spannungsabhängige Aktivierung verantwortlich sind. Bei Erreichen des 

Schwellenpotentials von ca. -55mV öffnet der Kanal durch eine 

Konformationsänderung der S1-S4 Transmembrandomäne. Nach 1-2ms schließt sich 

der Kanal und geht schließlich wieder in den aktivierbaren Zustand über ( Catterall, 

Lenaeus and Gamal El-Din 2020). Durch Unterschiede in der Zusammensetzung der 

Untereinheiten ergibt sich eine heterogene Proteinfamilie mit verschiedenen Typen. 

Die im menschlichen Gehirn am häufigsten vertretenen Typen sind Nav1.1, Nav1.2 und 

Nav1.6 (Leterrier et al. 2010). Durch alternatives Splicing ergibt sich eine zusätzliche 

Heterogenität. Dies wurde bisher vor allem für SCN2A  (Gazina et al. 2015) und 

SCN8A (Gazina et al. 2010) beschrieben. Das Vorkommen von bestimmten 

Abb. 2: Modularer Aufbau eines spannungsgesteuerten 

Natriumkanals. Der Kanal ist in der Zellmembran verankert. Die 

α-Untereinheit stellt die „Pore“ als Durchlass für Natriumionen 

dar. Die β-Untereinheiten induzieren eine 

Konformationsänderung in Abhängigkeit einer Potentialdifferenz 

und bedingen dadurch den Durchlass von Natrium-Ionen. P: 

Phosphorylierungsstellen; ScTx, TTX, S-S markieren 

Bindestellen für Toxine (Tetrodotoxin) auf der α-Untereinheit. Die 

gewellten Linien sind potentielle Glykosylierungsstellen ( 

Catterall et. al 2020). 
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Splicevarianten kann die neuronale Erregbarkeit vermindern (Lin and Baines 2015; 

Gazina et al. 2015). Eine Dysregulation z.B. im Rahmen einer Mutation in diesen 

Kanälen kann zu schweren Verlaufsformen von Epilepsie führen (Hargus et al. 2013; 

Blanchard et al. 2015). Die neuronale Erregbarkeit kann durch Modulation und 

Steuerung der Expression dieser Kanäle verändert werden (Lin and Baines 2015). Aus 

diesem Grund stellen spannungsabhängige Ionenkanäle Zielstrukturen in der 

Pharmakotherapie von Epilepsie dar. Antikonvulsive Medikamente wie Carbamazepin 

und andere wirken speziell auf diesen Kanal (Catterall, Lenaeus, and Gamal El-Din 

2020; Uebachs et al. 2012). Neben den spannungsgesteuerten Natriumkanälen tragen 

aber auch die spannungsgesteuerten Kaliumkanäle KCNQ2 und KCNQ3 zur 

Epileptogenese bei (Mulley et al. 2006).  

1.1.4 Transmittergesteuerte Ionenkanäle 

Im Gegensatz zu den spannungsgesteuerten Ionenkanälen reagieren 

transmittergesteuerte Ionenkanäle auf das Binden bestimmter Liganden an die 

Rezeptoreinheit (Behrends et al. 2017). Ein bekannter Vertreter dieser Rezeptortypen 

ist der GABAA Rezeptor, welcher auf das Binden von γ-Aminobuttersäure (GABA) 

einen schnellen Einstrom von Chloridionen ermöglicht. Daraus resultiert eine 

neuronale Inhibition. Der Kanal öffnet nach Binden eines Liganden durch eine 

Konformationsänderung, er wird somit als ionotroper Rezeptor bezeichnet (Zhu et al. 

2018). Auch in der GABAA Rezeptorfamilie herrscht eine relativ große Heterogenität. 

Kombinationen aus 19 unterschiedlichen Untereinheiten sind insgesamt möglich. Die 

häufigste Variante stellt die α1β2γ2 Konformation dar, diese besteht aus zwei α1-, zwei 

β2- und einer γ2-Untereinheit(en) (Zhu et al. 2018). GABA bindet an die β-α 

Bindestelle, wodurch es zu einer Konformationsänderung kommt und Chloridionen 

einströmen können. Neben dieser besitzt der Rezeptor auch allosterische 

Bindestellen. Bindet ein Ligand an die α-γ Bindestelle, ändert sich die 

Wahrscheinlichkeit, dass sich der Kanal im offenen Zustand befindet, was einen 

geöffneten Zustand wiederspiegelt (Riss et al. 2008). So können Arzneimittel wie 

Benzodiazepine den offenen Zustand stabilisieren und somit eine verstärkte neuronale 

Inhibition erzeugen (Zhu et al. 2018). Neben den ionotropen Rezeptoren existieren 

auch metabotrope Rezeptoren. Das Funktionsprinzip beruht hier auf der Existenz 

sogenannter G Proteine, einer zwischengeschalteten Protein-Kaskade zur 

Signaltransduktion, welche zu einer Öffnung des Kanals führt. Für den Ablauf dieser 
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Kaskade wird Energie in Form von Guanosintriphosphat (GTP) benötigt, weshalb die 

Rezeptoren auch als G-Protein gekoppelte Rezeptoren bezeichnet werden (Frangaj 

and Fan 2018). Der GABAB Rezeptor zählt zu dieser Art von Rezeptoren. Auch er führt 

durch den Austausch von Calcium- und Kaliumionen über die Plasmamembran zu 

einer neuronalen Inhibition. Im Vergleich zum GABAA Rezeptor ist seine Kinetik 

aufgrund der zwischengeschalteten Proteinkaskade deutlich langsamer. Neben GABA 

können Arzneistoffe wie Baclofen an den Rezeptor binden (Frangaj and Fan 2018). 

Störungen in diesem GABAergen System können die Grundlage für die Entstehung 

von epileptischen Anfällen sein (Staley 2015). Neben dem GABAergen System spielen 

auch andere transmittergesteuerte Ionenkanäle eine Rolle in der Epileptogenese 

(McNamara, Huang, and Leonard 2006). An dieser Stelle sind die AMPA- und die 

NMDA-Rezeptoren zu erwähnen. Diese Rezeptoren werden durch den Ligand 

Glutamat aktiviert. Störungen in diesem System tragen ebenfalls zur Epileptogenese 

bei (Staley 2015).   

 

1.2 Die Rolle von RNA-Bindeproteinen in Neuronen 

1.2.1 Zellhomöostase 

Homöostase beschreibt die Aufrechterhaltung weitgehend konstanter Verhältnisse in 

einem dynamischen Gleichgewicht. Dieses Gleichgewicht wird durch zelleigene 

Vorgänge gesteuert. In Neuronen dient es der Regulation der elektrischen Aktivität als 

übergeordnetes Ziel (O’Leary and Wyllie 2011). Dadurch stehen regulative 

Mechanismen in engem Zusammenhang mit der elektrischen Aktivität von Neuronen. 

Man spricht daher von aktivitätsregulierenden Mechanismen. Diese werden im 

Wesentlichen in zwei Kategorien unterteilt. Zum einen die Regulation an der Synapse 

und zum anderen die Regulation der Membranerregbarkeit, wobei eine gewisse 

Überschneidung der Kategorien besteht (O’Leary and Wyllie 2011). Neben der 

Steuerung der Genexpression im Zellkern, stellt die lokale Proteinexpression an der 

Synapse somit eine weitere wichtige Regulationsebene dar. An diesen Mechanismen 

der Synapse sind unter anderem RNA-Bindeproteine (RBPs) wesentlich beteiligt. Sie 

helfen, die molekulare Zusammensetzung einer Synapse und damit deren Funktion zu 

steuern. Hierbei kontrollieren sie die Lokalisation und lokale Translation von mRNA 

(Schieweck et al. 2021; Bramham and Wells 2007). Weiterhin wurde für RBFOX1 

bisher auch eine Rolle beim alternativen Splicen belegt (Carreira-Rosario et al. 2016). 
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Es konnte zudem gezeigt werden, dass die Expression von Liganden-gesteuerten 

Ionenkanälen wie dem AMPA- oder dem NMDA-Rezeptor aber auch 

spannungsabhängige Ionenkanäle wie dem Kv1.1 auf diese Weise durch RBPs an der 

Synapse reguliert wird (Wang et al. 2016; Bureau, Shepherd, and Svoboda 2008). 

Bisher wurden die RNA-Bindeproteine FMRP und RBFOX1 mit der Entstehung 

epileptischer Anfälle in Verbindung gebracht (Hengst et al. 2006; Lal et al. 2013) In 

Mäusen führte zudem eine Pumilio 2 Defizienz zu epileptischen Anfällen (Follwaczny 

et al. 2017; Siemen et al. 2011). 

1.2.2 Das RNA-Bindeprotein Pumilio 2 (Pum2)  

Die Funktion und Entwicklung des zentralen Nervensystems bedingen eine extrem 

hohe Variabilität der daran beteiligten Neurone. Insbesondere das Gehirn ist hier einer 

großen zellulären Dynamik ausgesetzt, welche Vorgänge wie z.B. das Lernen 

ermöglichen. Die sogenannte „synaptische Plastizität“ beschreibt hier permanente 

Vorgänge des Umbaus neuronaler Netzwerke und der damit verbunden 

Veränderungen der Genexpression (Mauger and Scheiffele 2017). Dies setzt eine 

große Anzahl an transkriptionellen und posttranskriptionellen 

Modulationsmöglichkeiten voraus. Von der DNA zum Protein kann eine Regulation 

somit auf verschiedenen Ebenen stattfinden. Transkription, Splicing, Translation, RNA 

Transport, sowie RNA Stabilität sind hierbei wesentliche Punkte, an denen 

regulatorisch eingegriffen werden kann (Alberts et al. 2014). RBPs kommen hierbei 

eine Schlüsselrolle zu da sie, nach der Transkription, an den oben genannten 

Regulationsschritten beteiligt sind (Schieweck, Ninkovic, and Kiebler 2021).   

Es existiert eine Vielzahl verschiedener RBPs, welche zelltypspezifisch sind und 

räumlich und zeitlich agieren. Verschiedene, spezifische RNA Bindedomänen 

ermöglichen eine hohe Variabilität der Regulation, da den RBPs eine veränderte 

Spezifität zu einer RNA, in Abhängigkeit eines jeweiligen Komplexes mit anderen 

Proteinen zukommen kann (Heo and Kim 2009).  

Soll ein bestimmtes Gen exprimiert und somit ein Protein hergestellt werden, wird 

zunächst RNA durch die Transkription hergestellt, welche dann in der Translation in 

ein Protein übersetzt wird. Ein erster wichtiger Schritt in der RNA Prozessierung ist das 

Splicing. Durch alternatives Splicing ergibt sich die Möglichkeit der Herstellung 

verschiedener Proteinisoformen. Für die RBPs Nova1 und Nova2 ist eine Beteiligung 
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am alternativen Splicing bereits belegt (Ule et al. 2006). Ziel RNAs sind hierbei z.B. die 

der synaptischen Proteine wie dem Gerüstprotein Gephyrin oder dem Kaliumkanal 

Girk 2. Beide kommen v.a. an inhibitorischen Synapsen vor, wodurch Nova 1/2 eine 

wesentliche Rolle in inhibitorischen Signalwegen spielt (Huang et al. 2005; Ule et al. 

2006).  

Schlussendlich kann auch die RNA der RBPs selbst dem alternativen Splicing, u.a. 

durch andere RBPs, unterliegen, wodurch eine komplexe Interaktion verschiedener 

RBPs bestehen kann. So ist z.B. Ptbp1 am alternativen Splicing von Ptbp2 beteiligt 

(Raj and Blencowe 2015).  Ptbp1 kann durch alternatives Splicing das Exon 10 der 

mRNA von Ptpb2 entfernen, wodurch ein vorzeitiges Stoppcodon eingefügt wird 

(Boutz et al. 2007; Spellman, Llorian, and Smith 2007). Vereinfacht ausgedrückt wird 

dadurch verhindert, dass der Multiprotein-Splicingfaktor Exon Junction Complex (EJC) 

von der Ptbp2 mRNA entfernt wird. Die Expression von Ptbp2 ist wiederum wichtig für 

die Differenzierung von neuronalen Stammzellen in Neurone (Kurosaki, Popp, and 

Maquat 2019; Lejeune et al. 2002). Bisher konnte vor allem eine überschießende 

Neurogenese mit schwereren Symptomen einer Epilepsie in Verbindung gebracht 

werden (Hosford, Liska, and Danzer 2016).     

Schlussendlich wird durch die Translation ein Protein mit Hilfe einer mRNA hergestellt. 

Die zelluläre Proteinsynthese ist ein komplexer und streng regulierter Prozess, welcher 

ebenfalls von RBPs beeinflusst werden kann. Eines der bekanntesten Beispiele ist hier 

das Protein mTOR (mammalian target of rapamycin). Durch die Kombination mit 

verschiedenen anderen Proteinen entstehen Komplexe, die sich in ihrer Sensitivität 

auf Rapamycin, einem mTOR Inhibitor, unterscheiden. mTOR selbst ist wiederum an 

vielen verschiedenen Signalwegen in der Zelle beteiligt und nimmt über 

Translationsfaktoren wie die S6K1 oder 4EBP1 Einfluss auf die Translation anderer 

Proteine. In Neuronen kann mTOR somit regulierend auf die Synthese von Gephrin, 

einem Gerüstprotein, einwirken (Sabatini et al. 1999). An diesem können wiederum 

GABA oder Glycin Rezeptoren verankert werden (Tyagarajan and Fritschy 2014). Die 

mTOR mRNA kann wiederum von dem RBP Nucleolin gebunden werden, wodurch die 

lokale Translation im Axon reguliert wird (Terenzio et al. 2018).    

Aufgrund der Neuronen-spezifischen Morphologie kommt dem mRNA Transport und 

der nachfolgenden lokalen Proteinsynthese eine besondere Bedeutung zu. Daher 
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haben RBPs eine essentielle Funktion in der embryonalen Entwicklung, in der 

Ausbildung von Zellausläufern wie Axone und Dendriten, aber auch bei der Ausbildung 

von Synapsen (Jung et al. 2014; Poulopoulos et al. 2019).  

Die bisherige Annahme ist, dass mRNAs in der 3`-UTR sogenannte Sortiersignale 

(zipcodes) besitzen, welche den Transport der RNA ermöglichen (Andreassi and 

Riccio 2009). Diese zipcodes können dann von RBPs erkannt werden, die dann 

zusammen mit anderen Proteinen sogenannte „RNA-Granula“ bilden (Kiebler and 

Bassell 2006; Kiebler et al. 1999; Krichevsky and Kosik 2001). Diese RNA-Granula 

werden dann mithilfe von Motorproteinen entlang dem Zytoskelett zum Zielort 

transportiert (Kanai, Dohmae, and Hirokawa 2004). Innerhalb dieser RNA-Granula 

fungieren RBPs auch als Translationsregulatoren. Oft wird somit verhindert, dass die 

mRNA bereits während des Transportes translatiert wird (Hüttelmaier et al. 2005). 

Schlussendlich ist die Stabilität und Lebenszeit einer mRNA ebenfalls von Bedeutung 

für die Proteinsynthese. Bisher ist bekannt, dass der PolyA Schwanz am 3`-Ende einer 

mRNA hier eine wesentliche Rolle spielt. Ein längerer PolyA Schwanz führt zu einer 

verstärkten Translation und damit zu einer längeren Lebensdauer (Mendez and 

Richter 2001). Ein Proteinkomplex, welcher für die Kürzung des PolyA Schwanzes 

zuständig ist, ist der CCR4-NOT Komplex (Collart 2016). Es ist bekannt, dass Proteine 

der Pumilio Genfamilie an diesen Komplex binden und somit eine Kürzung des 

Schwanzes bewirken (Van Etten et al. 2012; Goldstrohm et al. 2006). 

Das RBP Pumilio2 fällt in diese Pumilio Genfamilie (Puf). Die Puf Proteine besitzen ein 

evolutionär konserviertes Charakteristikum. Sie binden präferentiell im Bereich der 3‘-

UTR von RNA mit der Zielsequenz der Abfolge 3`-UGUR-`5, gefolgt von vier weiteren 

Basenpaaren, dem sogenannten Nanos response element (Jenkins, Baker-Wilding, 

and Edwards 2009; Gamberi et al. 2002; Wang et al. 2018; Miller, Higgin, and Tanaka 

Hall 2008). Die Bindedomäne besteht aus acht α-Helices (Puf1 - Puf8), von der jede 

Kontakt zu einer Base aufnimmt (Jenkins, Baker-Wilding, and Edwards 2009). Für  

Pum2 sind bisher drei verschiedene Sequenzmotive bekannt: 1. TGTAAATA, 2. 

TGTAGATA und 3.TGTACATA, welche von Pum2 gebunden werden können (White, 

Moore-Jarrett, and Ruley 2001). Diese Bindestellen konnten bisher durch 

unterschiedliche Methoden wie individual-nucleotide resolution Cross-linking and 
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Immuno Precipitation (iCLIP) und PolyU tagging bestätigt werden (Zahr et al. 2018; 

Lapointe et al. 2015)    

Auf diese Weise erfolgt eine lokale Steuerung der Translation. Für Pum2 ist vor allem 

eine Regulation auf Proteinebene, jedoch nicht so sehr auf mRNA Ebene bekannt. 

Dadurch lässt sich rückschließen, dass Pum2 vor allem als Translationsregulator 

fungiert (Schieweck et al. 2021). Durch die Interaktion mit der 5´-Cap Struktur der 

mRNA wirkt es als Translationssuppressor (Mendez and Richter 2001). Zusätzlich 

kann Pum2 über eine Interaktion mit den Elongationsfaktoren EF1A und den 

Argonaute Proteinen die Translation hemmen (Friend et al. 2012). Auf ähnliche Weise 

bewirkt Pum2 über das Protein FMRP eine Regulation der Translation (Stefani et al. 

2004). Eine komplexe Interaktion scheint Pum2 auch mit dem RNA-Bindeprotein 

Staufen 2 einzugehen, welches wiederum für den mRNA Transport zuständig ist 

(Goetze et al. 2006; Fritzsche et al. 2013; Heraud-Farlow and Kiebler 2014).   

Das Protein Pum2 ist bisher in vielen Organismen, von der Hefe bis zum Menschen, 

evolutionär konserviert. In der Maus und im Menschen wurde Pum2 bisher vor allem 

in embryonalen Stammzellen, Keimzellen und Neuronen nachgewiesen (Gamberi et 

al. 2002; Zhang et al. 2017). Im Gehirn der Maus kommt Pum2 nahezu ubiquitär in 

allen cerebralen Regionen vor (Siemen et al. 2011). Insbesondere das Vorkommen im 

Hippocampus der Maus und Menschen ist bisher gut belegt (Siemen et al. 2011; 

Vessey et al. 2006; Wu et al. 2015). In Neuronen kommt Pum2 auch eine wichtige 

Rolle in der neuronalen Entwicklung und damit verbunden, bei der Ausbildung 

neuronaler Ausläufer, zu (Vessey et al. 2010). Pum2 lokalisiert sich daher vor allem im 

somatodendritischen Kompartiment von Neuronen. In Dendriten trägt Pum2 so auch 

wesentlich zur Entwicklung der typischen Morphologie bei. Ein Fehlen von Pum2 führt 

so zu einer deutlich geringeren Ausbildung dendritischer spines (Vessey et al. 2010). 

Aber auch im Axon kann Pum2 durch eine Retention von mRNA das axonale 

Wachstum aktivieren (Martínez et al. 2019). 

Betrachtet man die Ebene der Synapsen, so sind auch dort interessante Effekte von 

Pum2 bekannt. Ein Fehlen von Pum2 scheint so zu einer verstärkten Erregbarkeit zu 

führen (Vessey et al. 2010). In diesem Zusammenhang ist der direkte Zusammenhang 

von Pum2 sowie der Ionenkanäle wie Nav 1.1 oder Nav 1.6 bereits belegt (Vessey et 

al. 2010; Driscoll et al. 2013; Mee 2004). Weiterhin ist bekannt, dass Pum2 auch im 
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inhibitorischen, GABAergen System eine regulatorische Funktion übernimmt. So 

gelang der Nachweis, dass Pum2 den GABAA Rezeptor herunterreguliert (Schieweck 

et al. 2021).  

Wie andere RBPs auch liegt Pum2 intrazellulär in sog. „Ribonukleoprotein-Partikeln“ 

(RNPs) vor (Vessey et al. 2006). Eine Assemblierung verschiedener RNPs führt 

wiederum zu der Bildung von „RNA-Granula“ (Fritzsche et al. 2013; Heraud-Farlow 

and Kiebler 2014; Kiebler and Bassell 2006). In diesem Zusammenhang konnte auch 

eine Funktion von Pum2 in sogenannten „Stress Granula“ nachgewiesen werden, 

welche wiederum eine Rolle bei der Regulation von metabolischem Stress zukommt, 

wie er unter anderem bei epileptischen Anfällen entsteht (Vessey et al. 2006). 

RBPs und so auch Pum2 schaffen somit unter anderem durch die Regulation der 

Proteinsynthese ein gewisses Gleichgewicht bei der neuronalen Erregbarkeit 

(Schieweck, Ninkovic, and Kiebler 2021). Eine Dysregulation und somit ein gestörtes 

Gleichgewicht, kann daher zur Entstehung von cerebralen Erkrankungen wie z.B. 

Epilepsie führen.              

1.3 Pumilio 2 defiziente Mäuse 

Mäuse, bei denen die Pum2 Expression ausgeschaltet wurde, zeigen im Vergleich zu 

Wildtyp Mäusen multiple Veränderungen (Follwaczny et al. 2017; Siemen et al. 2011). 

Auf Verhaltensebene scheint dies unter anderem das Fressverhalten und das 

Aktivitätsniveau zu betreffen (Siemen et al. 2011). Aber auch das Lernen scheint in 

Pum2 defizienten Mäusen eingeschränkt zu sein. Ein Doppelknockout von Pum1 und 

Pum2 in Mäusen ergab konsekutiv deutliche Einschränkungen im Langzeitgedächtnis 

und der räumlichen Orientierung. So haben betroffene Tiere beispielsweise deutliche 

Schwierigkeiten, bestimmte Wege wieder zu finden oder Objekte wiederzuerkennen 

(Zhang et al. 2017; Siemen et al. 2011). Auf zellulärer Ebene wurde als mögliches, 

morphologisches Korrelat eine erhöhte Apoptoserate im Gyrus Dentatus sowie eine 

gestörte Neurogenese gefunden (Zhang et al. 2017). Eine weitere interessante 

Beobachtung ist das Auftreten spontaner, epileptischer Anfälle bei Pum2 defizienten 

Mäusen (Follwaczny et al. 2017; Siemen et al. 2011). Weiterführende Untersuchungen 

ergaben entsprechende elektrophysiologische Veränderungen. So konnten in 50% der 

Tiere, mittels Video-EEG-Monitoring, typische Veränderungen der cortikalen Erregung 

in Zusammenhang mit Absence-ähnlichem Verhalten beobachtet werden (Siemen et 
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al. 2011). Im Hippocampus scheint zudem die Aktivität inhibitorischer Interneurone 

herabgesetzt zu sein (Follwaczny et al. 2017; Schieweck et al. 2021).  Auf molekularer 

Ebene ergeben sich multiple Veränderungen, welche möglicherweise ursächlich für 

o.g. Einschränkungen sein können. Pum2 fördert z.B. die GABAerge, inhibitorische 

Transmission (Schieweck et al. 2021). Weiterhin zeigt sich eine veränderte Expression 

typischer Proteine. So ist auf mRNA Ebene im Hippocampus die Expression des 

spannungsabhängigen Kaliumkanals Kcnq3 aber auch die des spannungsabhängigen 

Natriumkanals Nav 1.1 runterreguliert. Im Bulbus olfactorius und im Kleinhirn ist zudem 

die Expression von Nav 1.2 verringert (Siemen et al. 2011).  In der Fruchtfliege ergab 

sich durch eine Repression der Translation des spannungsabhängigen Ionenkanal Nav 

1.6, zudem ein direkter Einfluss von Pum2 auf die Membranerregbarkeit (Driscoll et al. 

2013).    

1.4 Pumilio 2 im Gesamtgehirn von Pum2GT Mäusen 

Um zu überprüfen, ob das in dieser Arbeit verwendete Tiermodell eine Pum2 Defizienz 

aufweist und es somit für die nachfolgenden Experimente geeignet ist, erfolgte 

zunächst eine Charakterisierung der mir zur Verfügung stehenden Maus Mutante. 

Die Daten der experimentellen Überprüfung des Konstruktes zum Knock-Down von 

Pum2 wurden bereits in Follwaczny et. al. 20017 veröffentlicht. Ergebnisse der RT-

qPCR ergaben eine signifikante Reduktion der Pum2 RNA im Gesamtgehirn. Im 

Vergleich zum Wildtyp konnte eine Reduktion der Pum2 mRNA um mehr als 50% 

beobachtet werden. Auf Proteinebene wurde dieser Effekt in einer noch stärkeren 

Ausprägung beobachtet. Western-Blot Analysen ergaben eine signifikante Reduktion 

von Pum2. Im Vergleich zum Wildtyp konnte nahezu kein Protein mehr nachgewiesen 

werden. Daraus lässt sich die Funktionalität des Gene-Trap-Mausmodells 

schlussfolgern, welches durch eine Insertion zwischen Exon 10-11 zu einem verkürzen 

und somit nicht mehr funktionsfähigem Protein führt. Aufgrund seines epileptogenen 

Potentials und der weiteren Untersuchungen lag der Fokus auch auf dem im 

Temporallappen liegenden Hippocampus als integraler Bestandteil des limbischen 

Systems. Darum erfolgte die Bestimmung von Pum2 auf Proteinebene auch selektiv 

im Hippocampus. Die Western-Blot Ergebnisse ergaben auch hier eine deutliche 

Reduktion von Pum2 in Hippocampus-Extrakten. Zusammenfassend zeigen die 

durchgeführten Experimente, dass das Tiermodell bestens geeignet für weitere 

Experimente ist.  
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1.5 Fragestellung und Zielsetzung der Arbeit 

Wie eingangs erwähnt, spielen spannungsgesteuerte Natriumkanäle eine wesentliche 

Rolle bei der Epileptogenese. Auch die Variation der Proteinzusammensetzung von 

Nav Kanälen durch alternatives Splicing kann die Entstehung epileptischer Anfälle 

beeinflussen. Weiterhin weisen Pum2 defiziente Mäuse das Auftreten spontaner 

epileptischer Anfälle auf. Bisher konnte ein Einfluss von Pum2 auf mRNA Ebene für 

die Kanäle Nav1.1, Nav1.2 und Nav1.5 in verschiedenen Regionen nachgewiesen 

werden. In dieser Arbeit wurden folgende daher Fragestellungen formuliert: 

 

I. Sind die mRNAs der spannungsgesteuerten Natriumkanäle SCN1A, SCN2A 

und SCN8A ein potentielles Ziel von Pum2 und wie wirkt sich dessen Einfluss 

auf die mRNA Level im Gesamtgehirn von Mäusen aus?  

II. In welchem Maß beeinflusst Pum2 die Proteinexpression von Nav1.1, Nav1.2 

und Nav1.6 im Hippocampus und im Gesamtgehirn?  

III. Treten Splicevarianten von SCN2A und SCN8A in Pum2 defizienten Mäusen 

auf?  

Um diese Fragestellungen zu bearbeiten, wurde zunächst eine theoretische 

Bindestellenanalyse der Ziel mRNAs durchgeführt. Anschließend wurde mittels RT-

qPCR Änderungen der mRNA Level SCN1A, SCN2A und SCN8A ermittelt. Weiterhin 

wurden mögliche Splicevarianten der mRNAs von SCN2A und SCN8A nachgewiesen. 

Um einen möglichen Einfluss von Pum2 auf die Proteinexpression von Nav1.1, Nav1.2 

und Nav1.6 zu untersuchen, wurden Immunfluoreszenzfärbungen im Hippocampus 

und Western-Blots für das Gesamtgehirn durchgeführt.  

Ziel der vorliegenden Arbeit war es, einen möglichen Einfluss von Pum2 auf 

spannungsgesteuerte Natriumkanäle und somit eine mögliche Rolle bei der 

Entstehung von epileptischen Anfällen in Mäusen nachzuweisen. Auf diese Weise 

würden sich neue Erkenntnisse für weitere Forschungen zu Epileptogenese in 

Menschen und damit auch zu zukünftigen Pharmakotherapien ergeben.   
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2. Material und Methoden 

2.1 Mäuse und Gewebepräparation 

2.1.1 Mäuse 

Für die Insertion des Gene Trap Vektors (B6.129P2-Pum2GT(XE772)Byg) in den Pum2 

Genlokus wurden homozygote C57Bl6/J Wildtyp Mäuse verwendet. Die im folgenden 

bezeichneten Pum2 genetrap Mäuse (Pum2GT) wurden von Renee Preijo Pera (UCSF, 

San Francisco, CA) bezogen und sind seit langem im Kiebler Labor bzw. in der CAM 

des BMC etabliert.  

Für alle Experimente wurden homozygote Pum2 genetrap (Pum2GT, B6.129P2-

Pum2GT(XE772)Byg) und altersgleiche wildtypische Mäuse verwendet. Es wurden nur 

männliche Mäuse im Alter von P0, P21 und 5 Monaten (5M) untersucht. Gemäß dem 

deutschen Tierschutzgesetz wurden die Mäuse in Gruppen von 2-5 Tieren in 

einzelnen, belüfteten Käfigen bei einem 12h/12h Licht/Dunkel-Zyklus gehalten. Die 

Tiere hatten freien Zugang zu Wasser und Futter. Die Mäuse wurden im Alter von P21 

und 5 Monaten (5M) mittels CO2-Inhalation betäubt und getötet, neugeborene Mäuse 

wurden dagegen enthauptet. Alle Experimente wurden von der Regierung von 

Oberbayern genehmigt (A.Z.:55.2-1-54-2532-167-2013) und streng nach deutschen 

Tierschutzrichtlinien und Ethikrichtlinien durchgeführt.  

 

2.1.2 Gewebepräparation Immunfluoreszenzfärbungen 

Um Zugang zum Herzen zu erhalten, wurde der Thorax mittels Y-Schnitt nach der 

Tötung geöffnet. Das Tier wurde zunächst mit PBS (pH 7,4, Phosphat gepufferte 

Kochsalzlösung) über den linken Ventrikel perfundiert. Anschließend wurde die Vena 

cava inferior durchtrennt, damit das Blut aus dem arteriovenösen System entweichen 

konnte. Die transkardiale Perfusion mit PBS wurde durchgeführt, bis die Leber und die 

Nieren anämisch waren. Nach diesem Schritt wurden die Mäuse für 12 Minuten mit 

4% PFA (pH 7,0) Roti R-Histofix (Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, Germany) 

perfundiert. Für die Immunhistochemie wurden die PFA-perfundierten Gehirne in 4% 

PFA für 3-12 Stunden bei 4°C postfixiert und in 10ml 30%iger Saccharose in ddH2O 
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bei 4°C kryopräserviert, bis sie auf den Boden des Falkon Reaktionsgefäßes gesunken 

waren (mindestens 1 Woche). 

 

2.1.3 Gewebepräparation Biochemie 

Für biochemische Analysen wurden die Gehirne auf gleiche Weise entnommen. Die 

Mäuse wurden enthauptet und die Schädel entlang der Mittellinie des Hinterhaupts bis 

zum Bregma geöffnet, dann wurden die Hinterhauptbeine zur Seite geklappt, um 

Zugang zum Gehirn zu erhalten. Anschließend wurde das Gehirn einschließlich 

Kleinhirn, Medulla oblongata und Riechkolben vorsichtig entfernt. Für biochemische 

Analysen wurden die Gehirne sofort nach der Präparation in flüssigem Stickstoff 

eingefroren und bei -80°C gelagert. 

  

2.2 RNA Analysen 

2.2.1 RNA Isolation  

Die RNA-Isolation wurde mit dem TRIzol-Reagenz® (Invitrogen) nach 

Herstellerprotokoll durchgeführt. Dazu wurden 1 mL TRIzol mit einem Gehirn im 

FastPrep-24™ 5G Gerät bei 60 m/s für 40s homogenisiert. Anschließend wurden die 

Proben mit weiteren 9 mL TRIzol versetzt und für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. 

Das Homogenisat wurde dann mit 0.2vol Chloroform versetzt und anschließend 

gemischt. Danach wurden die Probe für 15 min bei 12000 x g und 4°C zentrifugiert. 

Die obere Phase wurde abgenommen und mit 1 vol 100% Isopropanol gemischt und 

für 10min bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurden die Proben bei 12,000 

x g und 4°C für 10 min zentrifugiert. Das Pellet wurde in 1 mL eiskaltem 80%igem 

Ethanol gewaschen, getrocknet und in 30-50 µL RNase-freiem Wasser resuspendiert. 

In einem letzten Schritt wurde die RNA-Lösung bei 55-60°C für 10-15 min inkubiert.  

Zur Depletion von genomischer DNA wurde das RNeasy Kit (Qiagen) nach 

Herstellerprotokoll verwendet. 
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Name Hersteller 

FastPrep-24™ 5G 

Nanodrop 2000 

MP Biomedicals 

Thermo Scientific 

  

 

Name Hersteller 

TRIzol 

Chloroform-Isoamylalkohol 

Isopropanol 

RNAse freies Wasser 

Mini RNeasy Kit  

Invitrogen 

Sigma Aldrich 

Carl Roth 

Sigma Aldrich 

Qiagen 

 

2.2.2 cDNA Synthese 

Die cDNA Synthese erfolgte mittel reverser Transkription von 2 µg isolierter, 

gereinigter Gesamt-RNA. Es wurde die Superskript III reverse Transkriptase 

(Invitrogen), sowie die Reagenzien in Tabelle 3 verwendet und nach dem 

Herstellerprotokoll verfahren. Die exakte Methode ist in Sharangdhar et al. 2017 

beschrieben.   

 

Name Hersteller 

Random Primer (Oligo DTs) 

dNTPs 

RT Buffer 

DTT 

First Strand Buffer 

RNase inhibitor 

Superscript III RT 

RNase freies Wasser 

NEB 

NEB 

Thermo Fisher 

Invitrogen 

Invitrogen 

Thermo Fisher 

Invitrogen 

 

 

Tabelle 1: Geräte  

Tabelle 2: Chemikalien 

Tabelle 3: Chemikalien 
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2.2.3 qRT-PCR  

Für die qRT-PCR wurde der unten aufgeführte Ansatz selbst hergestellt und 

verwendet. Zur Amplifizierung wurde die Hot Star Taq Polymerase verwendet. Die 

durch die Amplifizierung entstanden Replikate (Amplikon) wurden mittels 

fluoreszierendem SYBR Green detektiert, welcher bei der Replikation in die 

Basensequenz integriert wurde.   

 

Reagenz Menge [µl] 

H2O 340 

Std. Taq Buffer 210 

BSA 40 

Betain 400 

dNTPs 16 

SYBR Green 1:100 4 

 

Die PCR wurde nach folgendem Schema durchgeführt: 

1. 95°C für 5 min 

2. 95°C für 15 sek 

3. 60°C für 15 sek 

4. 68°C für 20 sek 

5. 95°C für 10 sek 

6. 60°C für 1min 

7. 60-97°C kontinuierliche Steigerung um 0,2°C/s 

8. 37°C für 30sek 

Die Effizienz der PCR wurde nach der ΔΔCT Methode (Schmittgen and Livak 2008) 

optimiert. Als Referenzgen wurde PP1A oder 18S verwendet.  

 

 

Name Hersteller 

Lightcycler 96 Roche 

Tabelle 4:  Geräte  
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Name Hersteller 

Std. Taq Buffer 

BSA 

Betain 

dNTPs 

SYBR Green ® 

Hot Start Taq 

NEB 

NEB 

Sigma 

NEB 

 

NEB 

 

Gene Name Sequenz 

 

SCN1A 

 

 

SCN2A 

 

 

Exon 5A 

 

 

Exon 5N 

 

 

SCN8A 

 

 

Exon 5A 

 

 

Exon 5N 

 

 

PP1A 

 

 

18S 

 

FW: 5´- GAATCCCAAGCCAGACAAA - 3´ 

RV:  3´ - ACCATCTCTGGAGGAATGT - 5´ 

 

FW: 5`- ACAGGAATTTATACTTTTGAATCA - 3` 

RV:  3´- TGTCTGACGTCATGATACTC - 5´ 

 

FW: 5´- ACAGGAATTTATACTTTTGAATCA - 3´ 

RV:  3´- TGTCTCAGCGCTGAGA - 5´ 

 

FW: 5´- ACAGGAATTTATACTTTTGAATCA -3´ 

RV:  3´- TGTAAACCTAGGCAATGTTTC -5´ 

 

FW: 5´- CTTCAGTGTCATCATGATGG - 3´ 

RV:  3´- TGAAGACAATCGTGGGC - 5´ 

 

FW: 5´- CTT CAG TGT CAT CAT GAT GG - 3´ 

RV:  3´- CCGAGCTTTGAAAACTATCTC -5´ 

 

FW: 5´- CTT CAG TGT CAT CAT GAT GG -3´ 

RV:  3´- GAG GGC TTT GAA AAC TAT TTC -5´ 

 

FW: 5´- GTCAACCCCACCGTGTTCTT - 3´ 

RV:  3´- GTTTCAAGGTTTCTGTCGCT - 5´ 

 

FW: 5´- GAAACTGCGAATGGCTCATTAAA -3´ 

RV:  3´- AGGAGAGGATGAACCTATTGACACC -5´ 

 

Tabelle 5: Chemikalien 

Tabelle 6: Primersequenzen 



 
24 

 

 

2.3 Proteinanalysen 

2.3.1 Herstellung der Lysate 

Die Gehirne wurden in 1mL SDS-Lysepuffer mittels FastPrep-24™ 5G Homogenisator 

(6,0 m/s für 40s, Adapter: Quick prep, Menge: 50mg) zusammen mit einer Protease-

Inhibitor-Cocktail-Tablette (komplette ULTRA-Tabletten, mini, Roche) und einer 

Phosphatase-Inhibitor-Cocktail-Tablette (PhosSTOP, Roche) lysiert, um Degradation 

und Dephosphorylierung zu vermeiden. Anschließend wurden die Lysate mit weiteren 

3mL SDS-Lysepuffer gemischt und für 2h inkubiert. Die Lysate wurden sonifiziert (drei 

Pulse), um die DNA zu zerstören, und bei 25.000g für 10min zentrifugiert, um 

Zelltrümmer und Gehirnreste zu entfernen. Der Überstand wurde aufbewahrt und mit 

SDS-Ladepuffer gemischt, dann bei 95°C für mindestens 5min zur Denaturierung 

inkubiert. Die Proben wurden erneut bei 25.000xg für 10min zentrifugiert, um noch 

nicht lysiertes Material des Protein-Lysats zu beseitigen. 

2.3.2 Western Blot  

Gleiche Proteinmengen wurden für die Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-

Gelelektrophorese (SDS-PAGE) auf 10%-Acrylamidgele aufgetragen. Die 

Trennspannung betrug 60mV. Anschließend wurden die Proteine auf Nitrocellulose-

Membranen (Porengröße 0,2µm), in Blotting Buffer, bei 100V für 1,5h überführt. 

Vinculin wurde als Ladekontrolle verwendet. Die Membranen wurden dann für 30min 

in Western Blotting (WB) Blocking Solution geblockt und mit den primären Antikörpern 

(Rabbit anti-Nav1.6 polyclonal 1:500, Goat anti-Vinculin polyclonal 1:1,000) über Nacht 

bei 4°C inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Membranen mit PBS+Tween (PBST) 

3-mal für 7min gewaschen und anschließend mit den entsprechenden 

Sekundärantikörpern für 2h bei Raumtemperatur inkubiert. Die Antikörper wurden in 

WB Blocking Solution verdünnt. Danach wurden die Membranen erneut 3-mal für 7min 

gewaschen. Die Proteinbanden wurden mit einem Odyssey® CLx Imaging System (LI-

COR) detektiert. Für die Quantifizierung der Proteine wurde die Image StudioTM 

Software (LI-COR) verwendet und auf die Ladekontrolle normalisiert. 
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Name Hersteller 

PBS 

SDS 

Rabbit anti-Nav1.6 polyclonal 

Mouse anti-Vinculin polyclonal 

Goat anti-Rabbit IRDye 680RD 1:15000 

Donkey anti-Mouse IRDye 800CW 1:15000 

Kiebler Lab 

Kiebler Lab 

Alomone 

Santa Cruz Biotechnology, Inc. 

Li-Cor 

Li-Cor 

 

2.4 Immunofluoreszenz 

2.4.1 Gehirnschnitte 

Die Gehirne wurden mithilfe eines Leica Kryotoms bei -23 bis -25 °C geschnitten. Das 

Gewebe wurde frontal im Abstand von 20 µm geschnitten und in PBS (pH7,4) 

überführt. Die Schnitte wurden bis zur Verwendung bei -20°C in Aufbewahrungslösung 

gelagert. 

 

Name Hersteller 

CM3050 S Research Kryostat Leica 

 

Name Hersteller 

PBS 

Storing Solution (30% Sucrose) 

Kiebler Lab 

Kiebler Lab 

 

2.4.2 Färbung 

Die Färbung der Schnitte erfolgte im sogenannten ‚free-floating‘ Verfahren. Dazu 

wurde das Gewebe in 1,5 ml PBS gewaschen und in 2 mL IHC-Blocklösung ((PBS + 

0.5% Triton (v/v) + 1% Bovine Serum Albumin (BSA, w/v)) bei Raumtemperatur für 

eine Stunde geblockt. Anschließend wurde das Gewebe mit dem primären Antikörper 

(verdünnt in Blocklösung) über Nacht bei 4°C inkubiert. Danach wurden die Schnitte 

dreimal für jeweils 10 Minuten in PBS gewaschen und mit dem entsprechenden 

Tabelle 8: Geräte 

devices:  

Tabelle 9: Chemikalien 

Tabelle 7: Geräte 

devices:  
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sekundären Antikörper (verdünnt in Blocklösung) für 2 Stunden bei Raumtemperatur 

inkubiert. Zellkerne wurden mit DAPI 5 Minuten bei Raumtemperatur gefärbt. Nach 

einem erneuten Waschen in PBS wurden die Schnitte auf Objektträger übertragen und 

mit Fluoromount G (Sigma) eingebettet.  

 

Antikörper Verdünnung Hersteller 

Rabbit anti-Nav1.1 polyclonal 

Rabbit anti-Nav1.2 polyclonal 

Rabbit anti-Nav1.6 polyclonal 

Rabbit anti-Pum2 polyclonal 

Chicken anti-NeuN polyclonal 

Mouse anti-MAP2 monoclonal 

 

Goat anti-chicken IgY AF647 

Donkey anti-rabbit IgG AF488 

Donkey anti-mouse IgG AF647 

1:250 

1:250 

1:250 

1:500 

1:500 

1:500 

 

1:500 

1:500 

1:500 

Alomone Labs 

Alomone Labs 

Alomone Labs 

Abcam 

Millipore 

Sigma 

 

Life Technologies 

Life Technologies 

Life Technologies 

 

Name Hersteller 

DAPI Working solution Thermo Fisher 

 

2.4.3 Mikroskopie und Quantifizierung 

Die Detektion des Fluoreszenzsignals erfolgte mit einem Leica SP8 confocalen 

Mikroskop. Die Bilder wurden entweder mit einem 40x/1,3 oder einem 63x/1,4 Objektiv 

für Ölimmersion aufgenommen. Die Bildpixelgröße betrug 80 nm. Die 

Fluoreszenzeinstellungen für die Detektion wurden wie folgt verwendet: DAPI: 430-

470 nm, AF488: 500-550, AF555: 560-600, AF647: 650-700. Die Aufnahmen erfolgten 

sequentiell. AF488, AF555 und AF647 wurden mit Hybrid-Photodetektoren (HyDs) 

aufgenommen, DAPI mit einer herkömmlichen Photomultiplier-Röhre. Die Schnitte 

wurden mit dem Image-Prozessier-Programm Fiji (1.50g, PMID 26153368) 

quantifiziert. Die Auswahl der jeweiligen Hirnregionen erfolgte nach bekannten 

anatomischen Grenzen im Hippocampus (Martin, Tan, and Goldowitz 2002). Somit 

wurden die Regionen CA1, CA2, CA3 sowie der Gyrus Dentatus innerhalb des NeuN 

Tabelle 10: Antikörper 
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Kanals, also anhand des Zellbandes, manuell abgegrenzt und digital ausgeschnitten. 

Auf diese Weise sollte eine mögliche Selektionsbias vermieden werden. Auf Basis des 

Kanals für NeuN, welcher das Zellsoma darstellt, wurde eine Maske für die Zellschicht 

erstellt. Dies erfolgte durch die Anwendung eines unteren Grenzwertes für die 

Signalstärke des Kanals. Die Bildabschnitte, welche über dem Grenzwert lagen, 

wurden markiert, wobei die übrigen Abschnitte verworfen wurden. Anhand des Kanals, 

welcher die zu quantifizierende Färbung zeigt, wurde nach o.g. Schema die 

Gesamtmaske bestimmt und erstellt. Es erfolgte eine Invertierung und eine digitale 

Subtraktion der Maske der Zellschicht von der Gesamtmaske, um somit die Maske zur 

Quantifizierung der Zellperipherie zu erhalten. Dieser Vorgang ist exemplarisch in 

Abb. 3 dargestellt. Links in Farbe sind die ursprünglichen Bilder der jeweiligen Kanäle 

zu sehen. In der oberen Reihe wird die Gesamtmaske erstellt.  Die untere Reihe zeigt 

die Erstellung der Maske für Zellschicht und die Peripherie. Dieser Prozess wurde 

schließlich in einem Programm als Makro-Text verfasst, wodurch eine automatische 

Quantifizierung stattfinden konnte.     

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 3: zeigt ein Beispiel für den Prozess der Generierung von Quantifizierungsmasken in Fiji. Der  zu 

quantifizierende Kanal (Grün) wurde verwendet, um die Gesamtmasken zu erhalten. Der NeuN-Kanal 

(Rot) wurde verwendet, um die Pyramidenzellenschicht zu identifizieren. Um die Peripherie der 

Pyramidenzellschicht zu messen, wurde eine invertierte, kombinierte Maske erzeugt. 
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2.5 Statistik 

Zur statistischen Analyse wurde GraphPad Prism (Version 7; GraphPad, San Diego, 

CA, USA) verwendet. Nach der Prüfung auf eine Gaußsche Normalverteilung wurden 

entsprechende Tests durchgeführt. Die Werte werden jeweils as Mean +/- SEM 

angegeben. Bei bestätigter Normalverteilung wurde der Student’s t-Test (unpaired 

two-tailed) für zwei Gruppen verwendet. Für mehrere Gruppen wurde die One-Way 

ANOVA mit dem Tukey Post Hoc Test verwendet.  

 

2.6 Quelltext zur Quantifizierung 

1. Gesamtmaske 

1)  //get overall shape of the hipocampus 

2)  Ddir = getDirectory("Choose Destination Folder"); 

3)  getDimensions(width, height, channels, slices, frames); 

4)  Original_width=width; 

5)  Original_height=height; 

6)  run("Gaussian Blur...", "sigma=180"); 

7)  setAutoThreshold("Default"); 

8)  setAutoThreshold("Default dark"); 

9)  run("Convert to Mask"); 

10)  run("Fill Holes"); 

11)  run("Analyze Particles...", "size=100000-Infinity show=Outlines display   

summarize add"); 

12)  newImage("Mask", "8-bit black", width, height, 1); 

13)  roiManager("select", 0); 

14)  run("Create Mask"); 

15)  run("Invert LUT"); 

16)  path_Mask = Ddir + "_green_Mask.tif"; 

17)  saveAs("tif", path_Mask); 

18)  run("Select None"); 

19)  run("Invert"); 

20)  path_Mask_inverted = Ddir + "_green_Mask_inverted"; 

21)  saveAs("tif", path_Mask_inverted); 

 

2. Invertierte und kombinierte Maske 

1) Ddir = getDirectory("Choose Destination Folder"); 
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2) getDimensions(width, height, channels, slices, frames); 

3) Original_width=width; 

4) Original_height=height; 

5) interpolation=None"); 

6) roiManager("select", 0); 

7) run("Clear Outside"); 

8) run("Median...", "radius=2"); 

9) setAutoThreshold("Default dark"); 

10)  run("Convert to Mask"); 

11) for(i=0; i<15;i++){ run("Dilate");} 

12) run("Gaussian Blur...", "sigma=80"); 

13)  setAutoThreshold("Default"); 

14)  run("Convert to Mask"); 

15)  path_red=Ddir + "_red"; 

16)  saveAs("tif", path_red); 

17) waitForUser("Pause","Load _green_Mask_inverted.tif and then press  

OK");  

18)  imageCalculator("Add create", "_green_Mask_inverted.tif","_red.tif"); 

19)  run("Invert"); 

20) path_calculated=Ddir + "_calculated"; 

21)  saveAs("tif", path_calculated); 
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3. Ergebnisse 

3.1 Pum2 Defizienz im Hippocampus 

3.1.1 Epileptische Anfälle in adulten Pum2 defizienten 
Mäusen 

Ab einem Alter von ca. 5 Monaten, also in adulten Tieren, konnte in Pum2 defizienten 

Mäusen das Auftreten von Krampfanfällen beobachtet werden. Interessanterweise 

treten diese bei jüngeren Tieren nicht auf. Dies spricht für eine späte Ausprägung eines 

möglichen Phänotyps mit einer Prädisposition für epileptische Anfälle. Zur genaueren 

Beobachtung der Anfallssemiologie wurden Videoaufnahmen bei Auftreten eines 

Anfalls angefertigt.  

 

Abb.4 zeigt den Verlauf eines solchen Anfalls. Typischerweise traten die Anfälle bei 

Auftreten eines externen Stimulus auf. Zumeist war dies das Öffnen des Käfigdeckels, 

welcher mit einer veränderten Geräuschkulisse und Luftzirkulation einhergeht. Nach 

unseren Beobachtungen lässt sich ein Anfall grob in drei Phasen unterteilen. Die erste 

Phase Abb.4A war gekennzeichnet von einer generalisiert klonischen Komponente 
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mit Myoklonien des ganzen Körpers. In der darauffolgenden, zweiten Phase Abb.4B 

kam es für eine kurze Zeit zu einer tonischen Verkrampfung mit Überstrecken des 

Kopfes und des Schwanzes nach dorsal. Anschließend erfolgte augenscheinlich das 

Zurückkehren des Bewusstseins, in dessen Verlauf sich die Tiere wieder aufrichteten 

Abb.4C, jedoch noch deutlich benommen wirkten, was für eine postiktale Phase 

spricht. Auffällig waren hier intermittierende Myoklonien, betont an den vorderen 

Extremitäten, zu beobachten. Nach einer Dauer von 3-4 Minuten trat eine Besserung 

ein und die Mäuse zeigten wieder ein normales Verhalten. Ohne einen auftretenden 

Stimulus traten keine Anfälle auf, dies spricht für ein Provokations-Anfallsleiden 

(provozierte Epilepsie). Aufgrund dieser Beobachtungen erfolgte im Anschluss die 

nähere Untersuchung epilepsierelevanter Ziele im Mausgehirn.      

3.1.2 Pum2 im Hippocampus von Pum2GT Mäusen 

Da sich meine Arbeit aufgrund des epileptogenen Potentials im Wesentlichen auf den 

Hippocampus bezog, erfolgte die Bestimmung des Pum2 Proteins daher selektiv in 

diesem Teil des limbischen Systems. Western-Blot Analysen ergaben bereits eine 

deutliche Reduktion von Pum2 im Hippocampus. Der Gene Trap Vektor führte in 

unseren Versuchstieren zu einer um bis zu 80%-90% verminderten Expression von 

Pum2 (Follwaczny et al. 2017). Diese Ergebnisse decken sich mit den bisher aus der 

Literatur bekannten Ergebnissen (Siemen et al. 2011; Xu et al. 2007). Um diesen Effekt 

näher zu klassifizieren, erfolgte zudem eine histologische Untersuchung des 

Hippocampus in Pum2 Defizienten Mäusen. Abb.4D,E. Die hierbei verwendeten 

Antikörper gegen Pum2 wurden im Vorfeld bereits erfolgreich verwendet und getestet 

(Follwaczny et al. 2017). Das Augenmerk lag hier vor allem der genauen Verteilung 

von Pum2 im Hippocampus. Analysiert wurde insbesondere, in welchen Schichten, 

aber auch in welchen übergeordneten Regionen es zu einer Anfärbung von Pum2 

kommt. Dies ermöglichte dann im Folgenden einen visuellen Vergleich mit den 

histologischen Untersuchungen an den spannungsabhängigen Natriumkanälen. Nach 

der Präparation und Fixation des Mausgehirne adulter Tiere durch PFA, erfolgte die 

Krykonservierung und Kryotomie. Schnitte, in denen der Hippocampus gut erhalten 

und zu sehen war, wurden zuerst mittels spezifischen anti-Pum2-Antikörpern inkubiert 

und über Standard-Immunfluoreszenz mit Fluoreszenz-gekoppelten Sekundär-

Antikörpern nachgewiesen.  
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Durch die gleichzeitige Inkubation mit dem Antikörper Anti-NeuN und dem 

Fluoreszenzfarbstoff DAPI erfolgte eine Anfärbung der Zellsomata und der DNA im 

Nucleus. Schlussendlich wurden fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen getätigt, in 

denen die drei unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffe spezifisch angeregt wurden. 

Die Immunfluoreszenzfärbung des WT zeigt ein deutliches Vorliegen vom Pum2 im 

Zellband der Regionen CA1 bis CA3 des Hippocampus. Besonders die Region CA3 
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zeigt sowohl im Zellband, als auch in der Peripherie ein besonders intensives 

Färbeverhalten. Aber auch im Stratum Lac Mol (StLM) der Region CA1 und CA2 sowie 

in der Zellperipherie des Gyrus Dentatus (GD) erscheint ein deutlich ausgeprägtes 

Pum2 Signal. Im Pum2GT Mäusen dagegen ist die Anfärbung von Pum2 kaum mehr 

zu erkennen. Die Pfeile deuten auf das fehlende Protein im Vergleich zum WT hin. 

Somit konnte mit einer weiteren, unabhängigen Methode die Reduktion von Pum2 im 

Hippocampus Pum2-defizienter Tiere belegt werden. Hier tritt eine nahezu vollständige 

Reduktion der Expression vom Pum2 auf. Dieser Effekt ist flächendeckend im ganzen 

Hippocampus zu beobachten. Zudem scheint es Unterschiede in der Expression von 

Pum2 innerhalb der Regionen und Schichten in WT Mäusen zu geben. Inwiefern diese 

stark verminderte Expression von Pum2 einen Effekt auf das Vorliegen 

spannungsabhängiger Natriumkanäle als relevante Proteine der Epilepsie im Gehirn 

hat, sollte im den folgenden Versuchen untersucht werden. 

3.2 Die Natriumkanäle Nav1.1, Nav1.2 und Nav1.6 im Kontext 
der Epileptogenese in Pum2GT Mäusen 

Wie eingangs beschrieben, haben spannungsabhängige Natriumkanäle (Nav) eine 

wichtige Funktion in der neuronalen Homöostaste und damit auch in der Entstehung 

epileptischer Anfälle (Oliva, Berkovic, and Petrou 2012).  Der Einfluss von Pum2 auf 

Nav 1.6 wurde in einfachen Organismen wie der Fruchtfliege, Drosophila 

melanogaster, bereits gut beschrieben (Driscoll et al. 2013). Auch in Pum2 defizienten 

Mäusen konnte ein Effekt auf spannungsabhängige Natriumkanäle, vor allem im 

Bulbus olfactorius und dem Kleinhirn, beobachtet werden. Bisherige Untersuchungen 

ergaben eine Reduktion der Genexpression von Nav1.1 und Nav1.2 in dieser 

Gehirnregion (Siemen et al. 2011). Es erfolgte bisher jedoch keine nähere 

Untersuchung, inwiefern das RNA-Bindeprotein Pum2 Einfluss auf die Kanäle Nav1.1, 

Nav1.2 und Nav1.6 (Gennamen SCN1A, SCN2A und SCN8A) nimmt. In meiner Arbeit 

fokussierte ich mich auf diese Kanäle, da sie vor allem in Neuronen der Maus dominant 

exprimiert sind, aber auch verstärkt im menschlichen Gehirn vorkommen. Aufgrund 

des für Nav1.2 (SCN2A) und Nav1.6 (SCN8A) bereits bekannten, alternativen Splicings 

(Gazina et al. 2010; Plummer, McBurney, and Meisler 1997), wurde die mRNA SCN2A 

(Nav1.2) und SCN8A (Nav1.6) gezielt auf das Vorliegen der jeweiligen 

Splicevariante(n) untersucht. Für SCN1A wurden bisher keine Splicevarianten in der 

Maus beschrieben, es konnte jedoch gezeigt werden, dass der dafür kodierende Kanal 
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im Zusammenhang mit der Entstehung genetischer Epilepsieformen, wie dem Dravet 

Syndrom, steht (Catterall, Kalume, and Oakley 2010).  Ein weiterer Fokus lag in der 

Proteinanalytik auf Nav1.6, dieser ist zum einen methodisch gut zugänglich und ist in 

der Literatur häufig mit Epilepsie in Verbindung gebracht worden (Hargus et al. 2013). 

Da dem Hippocampus ein hohes epileptogenes Potential zugeschrieben wird (Traub 

and Llinás 1979) und diese anatomische Struktur bisher schwerpunkthaft in der 

Epilepsieforschung untersucht wurde, konzentrierte ich mich in der Proteinanalyse vor 

allem auf den Hippocampus. Für Nav1.6 wurde die Proteinbestimmung zusätzlich für 

das Gesamthirn durchgeführt. Um einen möglichen Effekt von Pum2 auf 

spannungsabhängige Natriumkanäle zu überprüfen erfolgte in einem ersten Schritt die 

bioinformatische Analyse der mRNA spannungsabhängiger Natriumkanäle in der 

Maus. 

3.3   Pumilio 2 Sequenzmotive in SCN1A, SCN2A und SCN8A 

Für die Interaktion vom Pum2 mit einer mRNA ist eine bestimmte Abfolge von Basen 

notwendig, die meist durch ein sogenanntes Sequenzmotiv dargestellt wird. In einem 

ersten Schritt sollte das Vorkommen dieser Sequenzmotive in der jeweiligen mRNA 

untersucht werden. Weiterhin wurde auf das Auftreten von möglichen intramolekularen 

Basenpaarungen innerhalb der Primärsequenz der mRNA geachtet. Das Vorkommen 

solcher Strukturen, wie z.B. charakteristischer Haarnadelstrukturen, können die 

Zugänglichkeit von Pum2 zur Ziel-RNA beeinflussen. Die mRNAs SCN1A, SCN2A und 

SCN8A wurden durch eine bioinformatische Strukturvorhersage analysiert. Die 

Primärstrukturen stammen aus der NCBI Datenbank 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/nuccore/?term=). Die Analyse der Sekundärstruktur 

erfolgte durch das Softwarepacket „Vienna RNA Package“ 

(https://www.tbi.univie.ac.at/RNA/#). Dieser Algorithmus beruht im Wesentlichen auf 

der Berechnung der möglichen, minimalen freien Energie einer Sekundärstruktur 

(Zuker and Stiegler 1981). Die Software berücksichtigt ebenfalls die Thermodynamik 

einer Basenpaarung (McCaskill 1990), suboptimale Strukturen mit geringer freier 

Energie (Wuchty et al. 1999) und dem Abstand von Basenpaaren in einem Abschnitt, 

den Strangabständen (Shapiro and Zhang 1990). Basierend auf diesem Algorithmus 

wird eine Sekundärstruktur errechnet, die mit hoher Wahrscheinlichkeit auch in der 

Realität vorliegt. Anschließend wird das Ergebnis der Berechnungen visualisiert und 

ausgegeben, was schlussendlich eine optische Analyse möglich macht.  
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Die so erhaltenen Ergebnisse wurden manuell auf die Sequenzen der Pum2 
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Sequenzmotive untersucht, welche vor allem in der 3`-UTR der mRNA lokalisiert sind. 

(Doyle and Kiebler 2011; Hafner et al. 2010; Muraro et al. 2008).  

Abb.5A zeigt die Gesamtanzahl gefundener Bindestellen innerhalb der 3`-UTR, sowie 

die Anzahl der Bindestellen, welche innerhalb einer intramolekularen Struktur liegen, 

für die eine hohe Wahrscheinlichkeit des Vorliegens in vivo besteht. In Abb.5B,C sind 

exemplarisch ausgewählte Strukturen innerhalb der 3`-UTR zu sehen. Die 

Sequenzmotive sind mit Pfeilen markiert. Für SCN1A lassen sich somit 2 Bindestellen 

erkennen, welche innerhalb einer Haarnadelstruktur liegen, die mit hoher 

Wahrscheinlichkeit vorkommt. Die Bindestelle in der mRNA SCN2A liegt in einer 

Haarnadelstruktur, die wenig wahrscheinlich gebildet wird (Rot entspricht einer hoher 

Basenpaarungswahrscheinlichkeit). Für SCN1A ergaben sich somit 4, für SCN2A 5 

und für SCN8A 3 vorhergesagte Bindestellen (Abb.5A), die außerhalb einer 

intramolekularen Struktur der Sekundärsequenz liegen. Daten aus Untersuchungen zu 

Pum2, welche mit der iCLIP Methode erhalten wurden (Zhang et al. 2017) legen den 

Schluss nahe, dass Pum2 am ehesten eine Primärsequenz innerhalb einer mRNA 

bindet. Daher lässt ich schlussfolgern, dass innerhalb der 3`-UTR der jeweiligen 

spannungsabhängigen Natriumkanäle adäquate Bindestellen für Pum2 vorliegen. Dies 

wiederum legt nahe, dass Pum2 über diese mit der jeweiligen Ziel-RNA interagiert und 

auf diese Weise reguliert. 

3.4  SCN1A Level in Pum2GT Mäusen 

Als nächsten Schritt wurden mittels RT-qPCR die mRNA Level für SCN1A untersucht. 

Nav1.1 ist sowohl im Soma, den Dendriten aber vor allem am Axon-Initialsegment der 

Neuronen lokalisiert. Er hat dort eine wesentliche Funktion in der Generierung von 

Aktionspotentialen (Leterrier et al. 2010; W.-H. Lin et al. 2017). Somit sollte geprüft 

werden, ob ein Unterschied in den mRNA Level zwischen WT und Pum2GT Mäusen in 

verschiedenen Altersgruppen besteht. Nach Präparation der Mausgehirne wurden 

diese kryokonserviert. Anschließend erfolgte die RNA Isolation und Aufreinigung, 

sowie Erstellung der cDNA, um dann eine PCR durchzuführen. Es wurden jeweils 

Referenzgene verwendet, um eine Normalisierung der Werte durchführen zu können. 

Zur besseren Darstellung der Ergebnisse wurden die so erhaltenen Werte auf den 

Wildtyp normalisiert.  Abb.6 zeigt die mRNA Level von SCN1A im Gesamtgehirn.  
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Es wurden drei unterschiedliche Altersgruppen untersucht, in Grau dargestellt sind die 

Werte der Pum2 defizienten Tiere. In neugeborenen (p0) und adulten (5M) Mäusen 

sind leicht erhöhte, jedoch nicht signifikant unterschiedliche SCN1A mRNA Level zu 

sehen. Deutlich, signifikant erhöhte mRNA Level ergaben sich in der Altersgruppe von 

21 Tage alten Mäusen (p21). Hier zeigt sich eine knapp 1,5-fache Erhöhung 

gegenüber dem Wildtyp. In der Altersgruppe 5 Monate alten Mäusen ergaben sich 

keine signifikanten Unterschiede, was durch einen möglichen kompensatorischen 

Effekt während der Adoleszenz erklärt werden könnte. Der signifikante Unterschied in 

21 Tage alten Mäusen lässt auf einen möglichen, ausgeprägten Effekt von Pum2 in 

jüngeren Tieren schließen. Aufgrund dessen erfolgte als nächster Schritt die 

Betrachtung der Proteinexpression von Nav 1.1 (SCN1A).  
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3.5 Hippocampale Expression des spannungs-  

abhängigen Natriumkanals Nav1.1 in Pum2GT 

Mäusen 

3.5.1 Adulte Nav1.1 Expression im Hippocampus 

Mittels Immunfluoreszenzfärbungen wurde die Nav1.1 Expression im Hippocampus 

untersucht. Die präparierten Schnitte wurden mit entsprechenden Antikörpern gegen 

Nav1.1 und einem fluoreszierenden Sekundärantikörper inkubiert und 

fluoreszenzmikroskopisch visualisiert. Die so erhaltenen Ergebnisse, wurden mit Hilfe 

einer geeigneten Grafiksoftware (Fiji) quantifiziert. Hierbei wurden entsprechende 

Masken kreiert, um eine spezifische Betrachtung und Abgrenzung der jeweiligen 

Subregionen zu ermöglichen. Die Auswahl der Regionen basierte hierbei auf dem 

erhaltenen Bild in der Sequenz für das Signal NeuN (Zellsoma). Die so erhaltenen 

Ergebnisse wurde anschließend auf den Wildtyp normalisiert. Abb.7A,B zeigt die 

Färbungen im Hippocampus für Pum2GT und WT. Das Fluoreszenzsignal für Nav1.1 

ist in schwarz dargestellt. Zur besseren Darstellung wurden die Signale für NeuN 

(Zellsoma) und den Zellkern (DAPI) hier nicht dargestellt. In Abb.7C sind die 

dazugehörigen Quantifizierungen, normalisiert auf den Wildtyp, zu sehen. Im Alter von 

5 Monaten liegt in den Pum2GT Mäusen im Vergleich zum WT ein signifikant erhöhtes 

Fluoreszenzsignal für Nav1.1 in der CA1 Region sowie im Gyrus Dentatus (GD) vor. 

Für die Regionen CA2 und CA3 konnte ebenfalls ein leicht erhöhtes Intensitätssignal 

beobachtet werden. Dieses erlangte in den verschiedenen Quantifizierungen jedoch 

(noch) keine Signifikanz. Die Regionen CA1 und der GD besitzen ausgeprägte 

Verbindungen zu medialen mamillären Kernen und dem diagonalen Band als Teile des 

limbischen Systems. Somit ergibt sich für Nav1.1 eine signifikant gesteigerte 

Expression im DG und der Region CA1 in adulten Tieren. Interessanterweise treten in 

diesen Altersstufen auch epileptische Anfälle auf.  
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Somit stellte sich weiterführend die Frage, ob eine mögliche veränderte 

Proteinexpression auch in jüngeren Tieren zu beobachten war. 
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3.5.2 Juvenile Nav1.1 Expression im Hippocampus  

In Abb.7 D,E ist die Immunfluoreszenzfärbung für Nav1.1 in 21 Tage alten Mäusen zu 

sehen. In Schwarz dargestellt ist das Signal für Nav1.1, NeuN und DAPI sind dagegen 

der Übersichtlichkeit halber nicht dargestellt. Auch hier wurde das Intensitätssignal  

 

 

 

analog zu den adulten Tieren quantifiziert und auf den Wildtyp normalisiert. Im 

Vergleich zu den Färbungen in adulten Tieren ist ein erhöhtes Hintergrundrauschen 
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zu erkennen, zudem kann auch eine intensive Gefäßfärbung erkannt werden. Die 

anatomischen Strukturen sind jedoch deutlich abgrenzbar, wodurch eine reguläre 

Quantifizierung möglich war. Abb.7F zeigt die dazugehörigen Quantifizierungen 

normalisiert auf den Wildtyp. Es ist eine diskrete Reduktion des Signals für Nav1.1 in 

den Regionen CA2 und CA3 zu erkennen. Dieser Effekt ist jedoch bisher (noch) nicht 

signifikant. Somit lässt sich schlussfolgern, dass in 21 Tage alten Tieren keine 

signifikant veränderte Expression von Nav1.1 zu erkennen ist, was man jedoch 

aufgrund der erhöhten mRNA Level hätte erwarten können. Dies spricht 

möglicherweise für einen Effekt von Pum2 auf die Translation der SCN1A mRNA.    

3.6  SCN2A Level in Pum2GT Mäusen            

Entsprechend der Untersuchungen zu SCN1A erfolgte auch für SCN2A die 

Bestimmung der mRNA Level im Gesamtgehirn.  
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Abb.8 zeigt die Ergebnisse der qPCR Untersuchungen im WT und den Pum2GT 

Mäusen. Die Ergebnisse für Pum2GT sind in Grau dargestellt. Es wurden ebenfalls die 

drei Altersstufen p0, p21 sowie 5M im Gesamtgehirn betrachtet. Nach Normalisierung 

auf das Referenzgen wurde auch hier zusätzlich auf den Wildtyp normalisiert.  

Während in den Altersstufen p0 (Neugeboren) und 5M (Adult) kaum ein Unterschied 

zwischen den verschiedenen Linien zu erkennen ist, finden man in 21 (Juvenil) Tage 

alten Mäusen signifikant reduzierte SCN2A mRNA Level. Hier zeigt sich eine knapp 

50%-ige Reduktion. Dies deutet auf eine Regulation der mRNA Level in juvenilen 

Tieren hin. Ein ähnlicher Effekt konnte analog dazu für die mRNA Level für SCN1A 

beobachtet werden. Zur Bestimmung der Proteinexpression von Nav1.2 wurden 

anschließend ebenfalls Immunfluoreszenzfärbung angefertigt.     

 

3.7 Hippocampale Expression des spannungsabhängigen 

Natriumkanals Nav1.2 in Pum2GT Mäusen 

3.7.1 Adulte Nav1.2 Expression im Hippocampus 

Nav 1.2 ist vor allem in unmyelinisierten Zellfortsätzen von Neuronen lokalisiert, dies 

beinhaltet sowohl Axone als auch Dendriten (Leterrier et al. 2010). Im Wesentlichen 

aber wurde ihn eine Expression im Axoninitialsegment gefunden  (Lorincz and Nusser 

2008; Onwuli and Beltran-Alvarez 2016). Abb.9A,B zeigt die 

Immunfluoreszenzfärbung für Nav1.2. Es ist deutlich zu erkennen, dass eine starke 

Anfärbung in der Peripherie, welche hauptsächlich aus Zellfortsätzen besteht, erfolgt. 

Im Gegensatz dazu sind die Zellbänder, die vorwiegend Zellkörper enthalten, kaum 

angefärbt. Dies ist an den weißen Zellbändern des GD und der CA Regionen deutlich 

zu erkennen. Aus diesem Grund wurde eine zusätzliche Quantifizierung für die 

Zellperipherie vorgenommen. Diese wurde als Schicht ober- und unterhalb, des einer 

Region zugehörigen Zellbandes, definiert. Abb.9C,D zeigt die dazugehörigen 

Ergebnisse der Quantifizierung. Im Zellband findet sich in Pum2GT Mäusen vor allem 

in der CA3 Region sowie im GD ein stärkeres Signal für Nav1.2. Zudem scheinen die 

Regionen CA1 und CA2 ein leicht schwächeres Signal aufzuweisen. Dieser Effekt war 

jedoch bisher nicht statistisch signifikant. In der Peripherie der Pum2GT Mäuse scheint 

eine geringere, jedoch nicht signifikant unterschiedliche Anfärbung in den Regionen 

CA1 und CA2 vorzuliegen. Gleichzeitig ist ein knapp 1,5-fach stärkeres, signifikantes 
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Signal in der CA3 Region zu sehen. Dies ist an dem scharf begrenzten und dunkel 

dargestellten Band an der Basis des GD bis in die Region CA3 deutlich zu erkennen. 

Schlussendlich konnte mikroskopisch eine gesteigerte Proteinexpression von Nav1.2 

im Hippocampus adulter Mäuse nachgewiesen werden. Dies betrifft das Zellband der 

Region CA3 und des GD. In der Peripherie wurde eine gesteigerte Expression in der  
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Region CA3 deutlich. Dies lässt vermuten, dass Pum2 möglicherweise eine Regionen-

spezifische Regulation der Translation übernimmt.     

3.7.2 Juvenile Nav1.2. Expression im Hippocampus 

In 5 Monate alten, adulten Tieren werden epileptische Anfällen beobachtet. 

Mikroskopisch konnte eine veränderte Nav1.2 Expression nachgewiesen werden. Um 

nachzuvollziehen, ab welchem Alter dieser Effekt bereits sichtbar wird, wurden 

entsprechende Analysen in juvenilen, 21 Tage alten Tieren, durchgeführt.  
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In Abb.9E,F sind die Färbungen für Nav1.2 in 21 Tage alten Mäusen abgebildet. Das 

Fluoreszenzsignal ist in Schwarz dargestellt. Wie in den Schnitten der adulten Tiere ist 

auch hier erkennbar, dass eine Anfärbung des Kanals vor allem in der Peripherie 

stattfindet. Analog zu den vorherigen Quantifizierungen wurde auch hier das 

Intensitätssignal im Zellband und in der Peripherie quantifiziert. Abb.9G,H zeigt die 

dazugehörigen Ergebnisse der Quantifizierung. Scheinbar findet in Pum2GT Mäusen, 

im Vergleich zum Wildtyp, eine geringere Anfärbung in der Peripherie statt. Diese 

Ergebnisse sind jedoch nicht statistisch signifikant. Zusammengefasst konnte in 21 

Tage alten Mäusen keine signifikant veränderte Proteinexpression von Nav1.2 im 

Hippocampus beobachtet werden. Auch hier liegt somit die Vermutung nahe, dass 

Pum2 einen regulatorischen Effekt auf die Translation der SCN2A mRNA hat.   
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3.8  SCN8A Level in Pum2GT Mäusen 

Als nächstes wurden mittels RT-qPCR die mRNA Level von SCN8A (Nav1.6) 

untersucht. Nav 1.6 ist sowohl in der Peripherie, als auch am Zellsoma von Neuronen 

lokalisiert (Leterrier et al. 2010). Ihm kommt eine wichtige Funktion in der Generierung 

von Aktionspotentialen zu. Für Nav 1.6 sind alternative Splice-Varianten beschrieben 

(Zubović, Baralle, and Baralle 2012) und ihm wird eine wichtige Rolle in der 

Epileptogenese zugeschrieben (Hargus et al. 2013).  

 

  

 

Abb.10 zeigt die Ergebnisse für die mRNA im Gesamtgehirn in den jeweiligen 

Altersstufen p0 bis 5M. Für neugeborene Mäuse sind leicht erhöhte, jedoch nicht 

signifikante mRNA Level zu sehen. Auch hier findet sich in der Altersgruppe von 21 

Tage alten Mäusen ein signifikanter Effekt. Die SCN8A mRNA ist hier im Vergleich 

zum Wildtyp knapp 3-fach erhöht. Zusammengefasst kann für SCN8A ein erhöhtes 

RNA Expressionslevel in jüngeren Tieren beobachtet werden. Auch hier könnte ein 
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Einfluss von Pum2 auf die Translation der mRNA von Nav1.6 vorliegen, was mit Hilfe 

der folgenden Experimente überprüft werden sollte. 

 

 

3.9 Hippocampale Expression des spannungsabhängigen 

Natriumkanals Nav1.6 in Pum2GT Mäusen  

 

3.9.1 Adulte Nav1.6 Expression im Hippocampus 

Zur Beurteilung der Proteinexpression von Nav1.6 im Hippocampus wurden auch in 

diesem Fall Immunfluoreszenzfärbungen angefertigt. Wie auch in den vorherigen 

Versuchen dargestellt, wurden dies Schnitte anschließend quantifiziert. Nav1.6 zeigt 

im Gegensatz zu den anderen untersuchten Kanälen ein gemischtes Färbeverhalten. 

Vor allem im Zellband erfolgt eine Anfärbung, jedoch auch in der Peripherie. Er scheint 

dort vor allem dendritisch lokalisiert zu sein. Dies lässt sich in Abb.11A,B anhand der 

Färbung des Hippocampus von 5M alten Tieren, im WT und in Pum2GT Mäusen 

erkennen. So ist im Wildtyp, in der Schicht unterhalb des Zellbandes der Region CA1, 

eine stark angefärbte Peripherie zu erkennen. Bei genauer Betrachtung sind bereits 

einzeln abgrenzbare Dendriten zu erkennen. Vergleicht man die beiden Schnitte, so 

ist bereits ein deutlicher Unterschied zu erkennen. Vor allem in der Peripherie ist ein 

schwächeres Signal für Nav1.6 sichtbar. Auch das Zellband der Region CA1 ist hier 

schwächer sichtbar. Abb.11C,D zeigen die Ergebnisse der dazugehörigen 

Quantifizierung. Zu den oben genannten Beobachtungen ergibt sich ein um ca. 0,5-

fach geringeres, signifikantes Signal im Zellband und der Peripherie der CA1 Region. 

Zudem findet sich im Zellband der CA1 Region und im GD in Pum2GT Mäusen ein 

signifikant geringeres Signal. In der CA3 Region hingegen erfolgt eine signifikant 

stärkere Anfärbung im Pum2GT Mäusen. In der Peripherie erfolgt in Pum2GT Mäusen 

eine signifikant schwächere Anfärbung vor allem in den Regionen CA1 und CA2. In 

der Quantifizierung ergibt sich hier ein ca. 0,5- bis 0,7-fach abgeschwächtes Signal. 

Zusammengefasst ergibt sich für Nav1.6 eine veränderte Proteinexpression in  
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5 Monate alten Tieren. Interessanterweise lässt sich dieser Effekt vor allem in der 

Peripherie, insbesondere an Dendriten nachweisen. Es ist bekannt, dass auch Pum2 

vor allem dendritisch lokalisiert ist (Vessey et al. 2006). Möglicherweise kommt Pum2 

dort ebenfalls eine Funktion in der Regulation der Translation von Nav1.6 zu.   
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3.9.2 Juvenile Nav1.6 Expression im Hippocampus 

Zur Bestimmung der Proteinexpression von Nav 1.6 im Hippocampus juveniler Tiere 

erfolgte ebenfalls eine fluoreszenz-mikroskopische Analyse. Abb.11A,B zeigt die  

 

 

 

entsprechenden Färbungen für Nav1.6 in 21 Tage alten Mäusen. Das 

Fluoreszenzsignal ist in Schwarz dargestellt. Im Vergleich zu Tieren der Altersstufe 

von 5 Monaten ist ein schwächeres Signal in der Peripherie zu erkennen. Die 

Zellbänder der Regionen CA und des GD sind nach wie vor deutlich angefärbt. Im 
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Wildtyp lassen sich zudem stark angefärbte Gefäßanschnitte erkennen. Auch hier 

wurde das Intensitätssignal im Zellband und in der Peripherie quantifiziert. Abb.11C,D 

zeigt die dazugehörigen Ergebnisse. Für die Regionen CA1 bis CA3 konnte kein 

signifikanter Unterschied festgestellt werden. Im Zellband des Gyrus Dentatus findet 

sich ein diskret schwächeres, jedoch statistisch signifikantes Signal. Schlussendlich 

tritt in 21 Tage alten Tieren keine signifikant veränderte Proteinexpression in den CA 

Regionen zwischen den zwei Mauslinien auf. Dies ist im Vergleich zu der schwächeren 

Expression der Regionen CA in adulten Tieren eine interessante Beobachtung, da 

diese Tiere epileptische Anfälle aufweisen. Im Zellband des GD konnte bereits in 

juvenilen Tieren eine schwächere Expression beobachtet werden. Dieser Effekt liegt 

in adulten Tieren noch deutlicher vor. Somit ergibt sich für Nav1.6 eine signifikant 

verringerte Expression im GD. Die Expression in den anderen Regionen scheint 

hingegen nicht beeinflusst zu sein. Dies spricht für eine stärkere Regulation der 

Translation durch Pum2 vor allem in adulten Tieren.     
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3.9.3 Nav1.6 Expression im Gesamtgehirn 

Im Hinblick auf die Vergleichbarkeit der Ergebnisse mit denen der mRNA Analyse 

erfolgte als nächstes mittels Western-Blot die Untersuchung der Nav1.6 Expression im 

Gesamtgehirn. 

 

 

Abb.12A zeigt den dazugehörigen Western-Blot in adulten Tieren. Als Kontrolle wurde 

Vinculin verwendet und die Ergebnisse wurde auf den Wildtyp normalisiert. Es sind 

insgesamt schwächere Banden für Nav1.6 im Bereich von 250 kDa in Pum2GT 

Hirnextrakten zu sehen. Abb.12B zeigt die dazugehörige Quantifizierung, welche eine 

signifikant schwächere Bandenintensität der Pum2GT Mäuse zeigt. Somit findet sich in 

Pum2GT Mäusen eine um ca. 50% verringerte Proteinexpression von Nav1.6 im 

Vergleich zum Wildtyp. Die Untersuchung der mRNA Level von SCN8A ergaben hier 

ebenfalls ein möglicherweise geringeres Level, welches jedoch nicht statistisch 
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signifikant ist. Möglicherweise kommt Pum2 dadurch eher eine Rolle in der Regulation 

der Translation als eine Rolle in der Regulation der mRNA Level zu.       

 

3.9.4 Überlegungen zum Signal-Rausch Verhältnis bei 

Immunfluoreszenzexperimenten (Signal to noise /Gating) 

Um den Effekt möglicher Autofluoreszenz und somit den Grad des 

Hintergrundrauschens in Immunfluoreszenzfärbungen besser einschätzen zu können, 

wurden sogenannte „gating-Versuche“ durchgeführt. Durch die chemische Präparation 

des Gewebes kann dieses bei Laseranregung grundsätzlich ebenfalls Licht emittieren, 

was möglicherweise zu zusätzlichen Signalen führt. Das vom Fluoreszenzfarbstoff und 

dem Gewebe emittierte Licht trifft nach bestimmten Zeitabständen auf den Detektor. 

Die Zeitabstände zwischen der Emission und der Detektion des Lichtes sind bekannt 

und können so zur Selektion des Signals dienen. In diesem Versuch wurde ein 

Zeitfenster von 12ns gewählt, um möglichst nur das vom Farbstoff emittierte Licht zu 

detektieren. In Abb.13 sind Schnitte mit einer Dreifachfärbung zu erkennen: Zellsoma 

(rot), Nav1.6 (grün) und Zellkern (blau). Die Färbung des Zellsomata erfolgte mittels 

Antikörper gegen NeuN, für Nav1.6 wurden die gleichen Antikörper wie in den 

vorhergehenden Versuchen verwendet, der Zellkern wurde mittels DAPI dargestellt. 

Abb.13A,B zeigt einen Zellbandausschnitt ohne gating, der Pfeil markiert eine 

prominente Anfärbung mit Nav1.6. Abb.13C,D stellen denselben Ausschnitt mit gating 

dar. Es ist kein relevanter Unterschied zu erkennen. Abb.13E,F zeigt einen Ausschnitt 

der Zellperipherie mit  Nav1.6 Färbung (grün) ohne  gating. Im Vergleich dazu ist in 

Abb.13G,H derselbe Ausschnitt mit gating zu sehen. Auch hier ist nahezu kein 

Unterschied zu erkennen. Anhand dieses Versuches lässt sich schlussfolgern, dass 

bei den beschriebenen Experimenten kein signifikantes Hintergrundrauschen auftritt.   



 
53 

 

 



 
54 

 

 

3.10 Alternatives Splicing der mRNA von SCN2A und 

SCN8A im Exon5 

Es ist bekannt, dass das Exon 5 als Teil der für die α-Untereinheiten kodierenden 

mRNA alternativem Splicing unterliegt. In Mäusen ist dies vor allem für die SCN2A und 

SCN8A mRNA bekannt (Gazina et al. 2010). Für das Exon 5 sind zwei wesentliche 

Splicevarianten beschrieben. Exon 5A beschreibt eine adulte Version, Exon 5N eine 

neonatale Version. Diese Bezeichnung erfolgte aufgrund des prädominanten 

Vorliegens in der jeweiligen Altersstufe (Kearney et al. 2002; Plummer, McBurney, and 

Meisler 1997) Das Vorliegen bestimmter Splicevarianten wurde darüber hinaus mit 

veränderten neurophysiologischen Eigenschaften der Kanäle in Verbindung gebracht 

(Kearney et al. 2002). Weitere Untersuchungen in Menschen ergaben, bei 

vorliegender genetischer Epilepsie, ein verändertes Verhältnis zwischen den 

Splicevarianten des Exon 5 in Nav1.2 und Nav1.6. So konnte für Nav1.2 ein „gain of 
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function“ bei überwiegendem Vorkommen des Exon 5A beobachtet werden. Dies 

würde einen schnelleren Natriumeinstrom und ein längerer Verbleib im geöffneten 

Zustand nahelegen (Liao et al. 2010). Es wurde daher die mRNA von Nav1.2 (SCN2A) 

und Nav1.6 (SCN8A) auf das Vorliegen der Splicevarianten Exon5 A/N 

(adult/neonatal) in Pum2GT Mäusen untersucht. 

 

             

 

Abb.14 zeigt die RT-qPCR Ergebnisse für SCN2A. Es wurden die bisherigen drei 

Altersstufen verwendet. Um die jeweilige Splicevariante zu untersuchen, wurden zwei 

verschiedene Primer verwendet, welche die entsprechende Splicevarianten spezifisch 

erkennen. Zudem erfolgte die Replikation des gesamten Exon5 als Kontrolle. Aus den 

so erhaltenen Ergebnissen wurde, zur besseren Vergleichbarkeit, ein Verhältnis 

zwischen E5N zu E5A gebildet. Diese wurde dann auf den Wildtyp normalisiert. Für 

SCN2A ist in den jeweiligen Altersgruppen bei adulten, 5 Monate alten Mäusen, ein 

signifikanter Unterschied zu erkennen. Die neonatale Splicevariante SCN2A E5N liegt 

in 5 Monaten alten Mäusen fast doppelt so häufig vor wie die adulte Splicevariante.   
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In Abb.15 sind die Ergebnisse zu SCN8A zu sehen. Auch hier wurde ein Verhältnis 

aus E5N zu E5A gebildet. Für SCN8A sind in den jeweiligen Altersgruppen   

signifikante Unterschiede in 21 Tage und 5 Monaten alten Mäusen zu erkennen. In 

Mäusen der Altersgruppe p21 scheint die neonatale Splicevariante in Pum2GT Mäusen, 

gegenüber dem Wildtyp, verringert zu sein. In der Altersgruppe von 5M ist ihr 

Vorkommen in Pum2GT Mäusen gegenüber dem Wildtyp jedoch deutlich erhöht. Hier 

ergibt sich ein ca. 4-facher Effekt.  Zusammengefasst ergibt sich in Pum2GT Mäusen 

für Nav1.2 und Nav1.6 ein Shift der Splicevarianten zugunsten von E5N. Aufgrund der 

Bedeutung sei hier erneut angemerkt, dass in diesem Alter Anfälle beobachtet werden 

können. Möglicherweise stellt das vermehrte Vorkommen von E5N somit einen 

Versuch der Regulation der neuronalen Aktivität, bei verminderter Anfallsschwelle dar. 

Interessanterweise konnte für SCN8A im Alter von 21 Tagen ein Überwiegen der 

Splicevariante E5A festgestellt werden. Möglicherweise spielt Pum2 hier eine Rolle am 
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alternativen Splicing zugunsten einer gesteigerten neuronalen Erregbarkeit, was einen 

epileptischen Phänotyp begünstigen könnte. Um zu gewährleisten, dass die 

entworfenen Primer jeweils spezifisch für das entsprechende Exon sind, wurden 

zunächst Kreuztests der Primer für SCN2A und SCN8A als zusätzliche Kontrollen 

durchgeführt. Es sollte geprüft werden, ob die gewählten Primer spezifische 

Ergebnisse für die jeweiligen nachzuweisenden Exone liefern. 

  



 
58 

 

 

In Abb.16 und Tabelle 12 sind die Ergebnisse für SCN2A zu sehen. Als Parameter 

wurde hierbei der Cp-Wert betrachtet. 

 

  

 

Dieser Wert gibt die nötige Anzahl an Replikationszyklen an, die notwendig sind, um 

den Schwellenwert zur Detektion des Fluoreszenzsignals zu überschreiten. Ein 

niedriger Cp-Wert spiegelt somit ein gute Primerbindung wieder. Tabelle 1 zeigt die 
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Cq-Werte für die jeweilige Kombination aus Primer und Template. Für die Kombination 

aus dem Primer für Exon 5A und dem Template Exon 5N wäre somit ein hoher Cq-

Wert zu erwarten. Zur besseren Vergleichbarkeit wurde die Differenz der Cq- Werte 

aus den jeweiligen Läufen gebildet. Die Differenz der Cp-Werte bezüglich dem Exon 

5A/N in SCN2A ist ausreichend groß, um von einer Primerspezifität auszugehen. In 

Abb.16 und Tabelle 13 sind die Ergebnisse für SCN8A dargestellt. Auch hier liegen 

die Cq-Werte ausreichend weit auseinander, um von einer ausreichenden 

Primerspezifität auszugehen. Für SCN8A (Nav1.6) wurde zur weiteren Kontrolle ein für 

das Exon 5 spezifischer, jedoch nicht identischer Primer verwendet. Hierdurch sollte 

überprüft werden, ob Primer mit unterschiedlicher Basensequenz, ähnliche Ergebnisse 

für die Replikation desselben Zielabschnittes liefern, was eine Spezifität bestätigen 

würde. In Abb.17A sind die Ergebnisse der unterschiedlichen Primer mit Affinität zum 

selben Exon dargestellt. Für Primer I und Primer II sind jeweils ähnliche Ergebnisse zu 

sehen, was ebenfalls für die Primerspezifität spricht. Die durchgeführte Auftrennung 

eines qPCR-Laufs auf einem Agarosegel ist in Abb.17B zu sehen. In den 

Negativkontrollen ist jeweils keine Bande nachweisbar. Weiterhin ist jeweils nur eine 

singuläre Bande der Positivkontrollen zu sehen. Dies lässt den Schluss zu, dass kein 

unspezifischer DNA-Abschnitt repliziert wird, was ebenfalls für eine Spezifität der 

Primer spricht. Schlussendlich kann aufgrund dieser durgeführten Versuche von einer 

ausreichenden Spezifität der Primer für Exon5N bzw. Exon5A ausgegangen werden. 

Dies trifft für SCN2A wie auch für SCN8A zu. 

 

  

3.11 Zusammenfassung 

Die bioinformatische Untersuchung der mRNAs der spannungsabhängigen 

Natriumkanäle legt mit einer hohen Wahrscheinlichkeit eine Interaktion von Pum2 mit 

bestimmten, definierten Sequenzmotiven der entsprechenden Ziel-mRNAs zu. In den 

nachfolgenden Experimenten konnte eine veränderte Genexpression von SCN1A, 

SCN2A und SCN8A in Pum2GT Mäusen beobachtet werden. Insbesondere in 21 Tage 

alten Mäusen waren die Level von SCN1A und SCN8A signifikant erhöht. Für SCN2A 

ergab sich in juvenilen Tieren eine verringerte Genexpression. Dahingegen konnte auf 

Proteinebene in adulten Tieren eine veränderte Proteinexpression von Nav1.1, Nav1.2 

und Nav1.6 im Hippocampus beobachtet werden. Insbesondere konnte für Nav1.6 in 5 
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Monate alten Tieren eine deutlich verringerte Expression im Bereich der Dendriten der 

Region CA1 gefunden werden. Verringerte Proteinlevel von Nav1.6 im Gesamtgehirn 

deuten bereits auf eine mögliche Regulation der Translation durch Pum2 hin. In 

SCN2A und SCN8A liegt in adulten Mäusen ein erhöhtes Vorkommen der Exon 5N 

Splicevariante vor, wohingegen für SCN8A in 21 Tage alten Tieren ein erhöhtes 

Vorkommen der Exon 5A Splicevariante beobachtet werden konnte, welche eher 

exzitatorische Eigenschaften aufweist. Diese Ergebnisse deuten auf eine Interaktion 

von Pum2 mit den jeweiligen Kanälen hin. Unklar bleibt jedoch bisher, ob ein Fehlen 

von Pum2 über eine veränderte Expression von spannungsabhängigen 

Natriumkanälen einen epileptischen Phänotyp auslösen kann oder ob die 

beobachteten Effekte eher kompensatorische Mechanismen auf eine gesteigerte 

neuronale Erregbarkeit darstellen.         
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4. Diskussion 
Eine Epilepsie ist durch das Auftreten spontaner epileptischer Anfälle gekennzeichnet. 

Diesen liegen häufig eine gesteigerte neuronale Erregbarkeit zugrunde. In diesem 

Zusammenhang wurden bisher eine Reihe von möglichen genetischen Risikofaktoren 

bestimmt (McNamara, Huang, and Leonard 2006), zu denen u.a. auch die 

spannungsabhängigen Natriumkanäle SCN1A (Nav1.1), SCN2A (Nav1.2) und SCN8A 

(Nav1.6) zählen. In adulten Versuchstieren mit einer nahezu fehlenden Expression des 

RNA-Bindeproteins Pum2 treten epileptische Anfälle auf. In dieser Arbeit wurde daher 

die altersabhängige Expression der oben genannten Natriumkanäle in Pum2-

defizienten Mäusen untersucht. Wie in den Resultaten beschrieben, gelang es mir, 

eine veränderte Genexpression der spannungsanhängigen Natriumkanäle SCN1A, 

SCN2A und SCN8A in juvenilen, Pum2 defizienten Mäusen nachzuweisen. In 

heranwachsenden, adoleszenten Tieren beginnen Anfälle aufzutreten, zu dieser Zeit 

ist eine veränderte Proteinexpression dieser spannungsabhängigen Natriumkanäle 

Nav1.1,  Nav1.2 und Nav1.6 im Hippocampus Pum2-defizienter Mäuse zu beobachten.  

Weiterhin wurde das Vorkommen alternativer, exzitatorischer Splicevarianten des 

Exon 5 in den SCN2A und SCN8A mRNA nachgewiesen. Die in dieser Arbeit 

gefundenen Ergebnisse lassen somit einen Einfluss von Pum2 auf die 

Expressionslevel der oben genannten genetischen Faktoren vermuten, welche in einer 

gesteigerten neuronalen Erregbarkeit münden und somit das Auftreten epileptischer 

Anfälle begünstigen. Elektrophysiologische Daten unterlegen diese Vermutung. So 

ergab sich eine verminderte „Paired-Pulse Inhibition“ im Signalweg der Schaffer 

Kollateralen des Hippocampus (Follwaczny et al. 2017) sowie anfallstypische Muster 

und eine verminderte Anfallsschwelle in EEG Untersuchungen Pum2-defizienter 

Mäuse.  Diese Befunde legen daher eine Rolle von Pum2 in der Epileptogenese nahe.   

 

4.1 Die Rolle von Pum2 in der Epileptogenese 

Möglicherweise kann das Fehlen von Pum2 im Rahmen der Epileptogenese zu dem 

Entstehen von epileptischen Anfällen führen. Es ist daher naheliegend, dass sich 

bereits während der neuronalen Entwicklung eine veränderte Genexpression ergibt, 

welche dann in fortgeschrittenem Alter zum Auftreten epileptischer Anfälle führt. Durch 
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das Fehlen von Pum2 direkt oder alternativ durch eine veränderte neuronale 

Erregbarkeit indirekt beeinflusst könnte somit eine Störung in der Regulation der 

Neurogenese in jungen Tieren ebenfalls zur Epileptogenese beitragen. Im Hinblick auf 

eine veränderte Genexpression zeigten sich signifikante Unterschiede: in 21 Tagen 

alten Mäusen treten veränderte mRNA Level für die Natriumkanäle SCN1A (Nav1.1), 

SCN2A (Nav1.2) und SCN8A (Nav1.6) auf. Für SCN1A und SCN8A ergeben sich 

verminderte, für die SCN2A erhöhte mRNA Level. Die altersabhängige Genexpression 

der SCN2A und SCN8A mRNAs wurde Mäusen bereits beschrieben. So ist für SCN2A 

bei steigendem Alter eine verringerte Expression bekannt, dagegen für SC8A eine im 

Alter steigende Expression (Liao et al. 2010). Dies verdeutlicht eine in Pum2-

defizienten Mäusen veränderte Genexpression im Vergleich zum Wildtyp, welche die 

neuronale Erregbarkeit in jungen Tieren steigern und schließlich in adulten Tieren zum 

Auftreten epileptischer Anfälle führen kann. Interessanterweise liegen jedoch in 

juvenilen Pum2GT Tieren kaum signifikante Unterschiede in der Proteinexpression vor. 

Für Pum2 ist zudem bekannt, dass vor allem auf Proteinebene regulatorische Effekte 

zu beobachten sind, nicht so sehr jedoch auf mRNA Ebene (Schieweck, Ninkovic, and 

Kiebler 2021). Es ist jedoch in der Literatur beschrieben, dass Pum2 auch die RNA 

Stabilität beeinflusst (Mendez and Richter 2001). Dies kann auf direkte Weise, durch 

das Binden von Pum2 an die entsprechende mRNA, sowie auf indirekte Wiese durch 

die Beeinflussung von anderen RNA-Bindeproteinen wir z.B. Staufen 2 erfolgen 

(Schieweck, Ninkovic, and Kiebler 2021). Dies legt die Vermutung nahe, dass Pum2, 

für die von mir beobachteten Veränderungen der SCN1A, SCN2A und SCN8A mRNA 

Level in juvenilen Tieren verantwortlich ist, nicht jedoch für Änderungen auf 

Proteinebene. Daher kommt Pum2 wohl hauptsächlich eine regulatorische Funktion 

auf mRNA Ebene zu.   

Auf Proteinebene konnte in 21 Tage alten Tieren eine signifikant verringerte 

Expression für Nav1.6 im Gyrus Dentatus des Hippocampus beobachtet werden. Im 

Zusammenhang mit Epilepsie ergeben sich für den Hippocampus daraus mehrere 

interessante Aspekte. So wurden im Tiermodell durch ein experimentell ausgelöstes 

Fehlen inhibitorischer Interneurone epileptische Anfälle ausgelöst (Huusko et al. 

2013). Durch die experimentelle Applikation von Kainat (Salz der Kaininsäure), einem 

Agonisten des Glutamatrezeptors, lassen sich in Versuchstieren epileptische Anfälle 

auslösen (Ben-Ari 1985; Sperk 1994). In diesem Kainat-Tiermodell tritt nach dem 
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Auslösen epileptischer Anfälle ein Shift der mRNA spannungsabhängiger 

Natriumkanäle hin zu den mRNA Typen II und III auf. Diese beinhalten jeweils das 

Exon 5 A/N, welche durch veränderte Kanaleigenschaften charakterisiert sind, wobei 

die Splicevariante 5A als exzitatorisch angesehen wird (Bartolomei et al. 1997). Zudem 

ist bekannt, dass inhibitorische Interneurone im Gyrus Dentatus verstärkt den GABAA-

Rezeptor exprimieren (Milenkovic et al. 2013).  Pum2 hemmt wiederum die Expression 

des GABAA Rezeptors.  Hier könnte ein verringertes Expressionslevel von Nav1.6 im 

Gyrus Dentatus eine regulatorische Antwort auf eine erhöhte neuronale Erregbarkeit 

durch fehlende neuronale Inhibition darstellen. Durch alternatives Splicing könnten 

somit auch die Kanaleigenschaften in Richtung verminderter Exzitation geändert 

werden. Dies würde einen primären Effekt von Pum2 auf ein anderes Ziel-Protein wie 

z.B. den GABAA-Rezeptor nahelegen.   

Elektrophysiologische Daten in 2-3 Monate alten Pum2-defizienten Mäusen ergeben 

keine generell gesteigerte neuronale Erregbarkeit. Es konnte aber ein verändertes 

„Paired-Pulse“ Verhalten beobachtet werden (Follwaczny et al. 2017). Dies spricht für 

eine verminderte Inhibition auf der Ebene neuronaler Netzwerke. Eine Schlüsselrolle 

kommt hierbei dem GABAergen System zu. Auch hier kommt es bei Pum2GT-

defizienten Mäusen zu Veränderungen, wie z.B. zu einer veränderten Expression des 

GABAA-Rezeptors. Auf mRNA Ebene wurde in Pum2-defizienten Mäusen erhöhte 

Level des GABAA Rezeptors festgestellt (Follwaczny et al. 2017). Bisher geht man 

jedoch davon aus, dass Pum2 ein Repressor der Expression des GABAA-Rezeptors 

ist (Schieweck et al. 2021). Somit könnten, durch das Fehlen von Pum2 bedingte, 

höhere mRNA Level des GABAA Rezeptors in inhibitorischen Interneuronen eine 

gesteigerte Erregung anderer Neurone wie z.B. Pyramidenzellen bedeuten. Diese 

würden dann wiederum durch eine Verringerung der Expression von Ionenkanälen 

eine bestehende neuronale Übererregbarkeit zu kompensieren versuchen.    

Zusammengefasst ist zum jetzigen Zeitpunkt noch nicht eindeutig klar, ob eine 

veränderte mRNA Expression von spannungsabhängigen Natriumkanälen in 21 Tage 

alten Mäusen eine kompensatorische Antwort auf eine veränderte neuronale 

Erregbarkeit darstellt oder ob sie direkt auf das Fehlen von Pum2 zurückzuführen ist. 

Da ein direkter Einfluss von Pum2 auf spannungsabhängige Natriumkanäle bisher gut 

belegt ist (Driscoll et al. 2013; W.-H. Lin et al. 2017), wäre es denkbar, dass diese 

beobachteten Veränderungen bereits einen Phänotyp in juvenilen Tieren darstellen. In 
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21 Tagen alten Tieren treten gewöhnlich jedoch noch keine Anfälle auf. Dies hat 

möglicherweise verschiedene Gründe: (i) Die Veränderungen der Genexpression sind 

nicht robust genug, sodass noch keine epileptischen Anfälle auftreten; (ii) Eine weitere 

Überlegung ist, dass bereits eine Regulation der neuronalen Erregbarkeit stattfindet, 

indem andere spannungsabhängige Natriumkanäle in ihren Level sinken. So konnten 

zwar hohe SCN2A mRNA Level, bei jedoch niedrigen SCN1A und SCN8A Leveln 

beobachtet werden; und (iii) Ein oder mehrere, bisher nicht untersuchte Targets 

werden ebenfalls in ihrer Expression beeinträchtigt, wodurch sich wiederum eine 

Kompensation einer gesteigerten Exzitation ergibt.  

 

4.2 Auswirkung einer Pum2 defizienz auf die Expression von 

spannungsgesteuerten Natriumkanälen 

In 5 Monate alten Mäusen treten im Vergleich zu 21 Tage alten Tieren keine signifikant 

veränderten mRNA Expressionslevel auf. In den Immunfluoreszenzfärbungen 

dagegen ergaben sich verändere Proteinexpression für Nav1.1, Nav1.2 und Nav1.6 im 

Hippocampus. Dies spricht für eine mögliche Rolle von Pum2 als Translationsregulator 

der entsprechenden mRNA, welche anderweitig bereits beschrieben wurde 

(Schieweck, Ninkovic, and Kiebler 2021). Kritisch muss hier jedoch erwähnt werden, 

dass die Analyse der mRNA Level im Gesamtgehirn erfolgte. Die Bestimmung der 

Proteinexpression erfolgte jedoch im isoliert betrachteten Hippocampus. Dies lässt 

eine direkte Verknüpfung von beobachteten Veränderungen auf mRNA Ebene mit den 

Veränderungen auf Proteinebene also noch nicht zu. So könnte eine stark erhöhte 

Genexpression entsprechender Gene in anderen Gehirnregionen eine verringerte 

Genexpression im Hippocampus überdecken. Dies stellt somit eine klare Limitation der 

bisherigen Experimente dar.  Dennoch kann aus meiner Sicht bereits ein erster 

Vergleich zwischen den erhaltenen Ergebnissen gezogen werden.   

Interessanterweise ergibt sich für Nav1.6 (SCN8A) keine signifikant veränderten 

mRNA Level in 5 Monate alten Tieren. Meine Daten zeigen jedoch eine überwiegend 

schwächere Nav1.6 Proteinexpression im Hippocampus und im Gesamtgehirn. Die 

bisherige Annahme ist, dass Pum2 die Expression von Nav1.6 hemmt und somit auch 

die Ausbildung von Aktionspotentialen einschränkt (Lin et al. 2017). Dies könnte somit 
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eine regulatorische Antwort auf die gesteigerte neuronale Erregbarkeit darstellen, 

welche möglicherweise durch eine verstärkte Expression von Nav1.1 oder Nav1.2 

hervorgerufen wird. So könnte ein erhöhtes Vorkommen von Nav1.2 im Axon-

Initialsegment eine verstärkte Bildung von Aktionspotentialen und somit mehr Aktivität 

an der Präsynapse bedeuten. Ein kompensatorischer Mechanismus würde dann die 

Verringerung der Expression von Nav1.6 an den Dendriten darstellen, um die Aktivität 

der Postsynapse einzuschränken.    

Das vermehrte Vorkommen der Exon 5N Splicevarianten in Nav1.2 und Nav1.6, welche 

in Verbindung mit einer Anfallsprotektion stehen, könnte somit ebenfalls eine 

kompensatorische Antwort auf eine gesteigerte neuronale Erregung innerhalb eines 

neuronalen Netzwerks sein. Dahingegen tritt in schweren Epilepsieformen für Nav1.2 

ein vermehrtes Vorkommen der exzitatorischen Splicevariante mit dem Exon5A auf 

(Liao et al. 2010).  Inwiefern Pum2 einen direkten Einfluss auf das Splicing der SCN1A 

und SCN8A mRNAs nimmt, gilt es jedoch erst im Detail zu untersuchen.              

Somit bleibt weiterhin die Frage offen, wie sich konkret Veränderungen in der 

Expression spannungsabhängiger Natriumkanäle auf die Funktion bestehender 

neuronaler Netzwerke auswirken. Ein wichtiger Aspekt ist hier die gesteigerte 

Expression von Nav1.1. Eine globale Funktionsstörung dieses Kanals kann zu 

schweren Epilepsieformen wie dem Dravet-Syndrom führen (Catterall, Kalume, and 

Oakley 2010). In Bezug auf neuronale Netzwerke kommt diesem Kanal vor allem eine 

Rolle in inhibitorischen Interneuronen des GABAergen Systems zu (Catterall, Kalume, 

and Oakley 2010). Aufgrund der oben genannten Effekte von Pum2 auf den GABAA 

Rezeptor liegt ein Zusammenhang mit der Ausbildung eines epileptischen Phänotyps 

und den durch Pum2 vermittelten Veränderungen an der Expression von Nav1.1 und 

dem GABAA-Rezeptor nahe.       

 

4.3 Die Rolle von Pum2 in inhibitorischen Interneuronen 

Wie eingangs erwähnt, ergibt sich durch inhibitorische Interneurone eine Vielzahl von 

Möglichkeiten der zellulären Kommunikation. Abb. 18 zeigt eine vereinfachte, 

schematische Abbildung der möglichen Verschaltung eines Interneurons der CA 

Region. Die anatomische Schichtung der CA Region ist links dargestellt. Das 
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Interneuron (rot) kann in der abgebildeten Konstellation eine Vorwärtshemmung durch 

Hemmung der SoC (blau) und eine Rückwärtshemmung durch Hemmung der PC 

(schwarz) betreiben. In grün dargestellt sich eingehende Afferenzen aus anderen 

Regionen. Zudem sind die spannungsabhängigen Natriumkanäle und der GABAA-

Rezeptor mit der entsprechenden Lokalisation innerhalb der Zelle abgebildet.  

 

 

Pum2 ist ein Repressor des GABAA-Rezeptors im inhibitorischen System (Schieweck 

et al. 2021). Der GABAA-Rezeptor wir unter anderem in Parvalbumin positiven 

Interneuronen im Hippocampus exprimiert. Gleichzeitig stellt GABA auch den 

überwiegend vorkommenden Transmitter in diesen Interneuronen dar (Milenkovic et 

al. 2013). 

In Pum2-defizienten Mäusen ist die Expression von GABAA-Rezeptoren in der CA1 

Region im Hippocampus erhöht (Follwaczny et al. 2017). Gleichzeitig tritt eine 

gesteigerte Expression von Nav1.1 in der CA1 Region und im Gyrus Dentatus auf. In 

Bezug auf die dort lokalisierten Interneurone ist ein interessanter Aspekt da, wie 

eingangs bereits beschrieben, elektrophysiologischen Daten ein verändertes „Paired 

Abb. 18:  zeigt die schematische, stark vereinfachte 

Verschaltung von Neuronen im Stratum pyramidale auf 

zellulärer Ebene. Somit bekommen die inhibitorischen 

Interneurone über die Pyramidenzellen Input aus der 

CA3 Region, dem Subiculum und dem enthorhinalen 

Cortex. Es erfolgt dann eine Rückkopplung auf die 

Pyramidenzellen, sowie ein Feedback zum Stratum 

oriens. In dieser Konstellation ist dem inhibitorischen 

Interneuron eine Vorwärts- und eine 

Rückwärtshemmung zur Modulation des „Schaltkreises“ 

möglich. Nav1.6 ist hier v.a. an den Dendriten der PC 

lokalisiert, während Nav.1.1 und Nav1.2 v.a. axonal 

lokalisiert sind.  PC= Pyramidenzelle, SoC=Stratum 

oriens Zelle, IIN= inhibitorisches Interneuron, Aff 

=Afferenz.  
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Pulse“ Verhalten zeigen, was eine eingeschränkte Funktion inhibitorischer 

Interneurone nahelegt (Follwaczny et al. 2017).  

Weiterführende, elektrophysiologische Untersuchungen in Zellkultur ergaben 

eindeutige Ergebnisse, dass Pum2 die Amplitude postsynaptischer Ströme des 

GABAergen Systems in Neuronen vermindert (Schieweck et al. 2021). Daraus 

abgeleitet könnte dies für einer verminderten Erregbarkeit inhibitorischer Interneurone 

sprechen, da eine Stimulation des GABAA-Rezeptors eine nachgeschaltete Inhibition 

des Interneurons bedeutet, was wiederum für eine verminderte Inhibition 

nachgeschalteter neuronaler Netzwerke, z.B. in der CA1 Region, sprechen könnte 

(Abb. 18). Eine Steigerung der Nav1.1 Expression in inhibitorischen Interneuronen 

könnte somit einen Versuch der Kompensation des schwachen, eingehenden 

postsynaptischen Signals darstellen, um dadurch eine Fortleitung eintreffender 

Signale zu gewährleisten.  Wie in Abb. 19 zu erkennen, könnte dadurch die 

Vorwärtshemmung der nachgeschalteten SoC und Rückwärtshemmung der PC 

weiterhin gewährleistet werden und somit die korrekte Funktion eines inhibitorischen 

Interneurons  aufrecht  erhalten werden. Dahingegen konnte in einem Mausmodell 

durch experimentelle Mutation von Nav1.1 in inhibitorischen Interneuronen und somit 

resultierender kompletter bzw. teilweiser Inaktivierung eine schwere Form der 

Epilepsie ausgelöst werden (Yu et al. 2006). Eine Steigerung der Nav1.6 Expression 

an der Postsynapse (Peripherie) und im Zellsoma (Zellschicht) wie es meine 

Ergebnisse für die CA3 Region zeigen, könnte parallel dazu ebenfalls ein 

Kompensationsversuch darstellen. So würden die schwach eintreffenden Signale der 

inhibitorischen Interneurone dadurch stärker propagiert.      

Somit könnte Pum2 eine duale Funktion ausüben, als Repressor der neuronalen 

Erregbarkeit über eine Regulation des inhibitorischen (GABAergen) Systems und 

gleichzeitig auch durch Förderung der neuronalen Erregbarkeit über die Regulation 

der Expression spannungsabhängiger Natriumkanäle.  

Schlussendlich gelang mir in dieser Arbeit der experimentelle Nachweis multipler 

Veränderungen der Proteinexpression spannungsabhängiger Natriumkanäle in Pum2-

defizienten Mäusen. Dies könnte entweder eine veränderte und somit 

unphysiologische Erregbarkeit der betroffenen Zellen bedingen, oder aber die 

gefunden Veränderungen stellen Kompensationsmechanismen auf eine bereits 
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bestehende, anderweitig ausgelöste, zelluläre Erregbarkeit dar. Auf der Ebene eines 

einzelnen Neurons wären die Auswirkungen einer Pum2 Defizienz auf die neuronale 

Erregbarkeit somit recht überschaubar. In einem größeren Verbund von Neuronen 

stellt sich die Situation jedoch deutlich schwieriger dar. 

Aufgrund der Komplexität neuronaler Netzwerke lässt sich die Bedeutung von Pum2 

auf Netzwerkebene noch nicht abschließend klären. Da auf zellulärer Ebene jedoch 

bereits belegt werden konnte, dass Pum2 die neuronale Erregbarkeit durch die 

Regulation der Expression spannungsabhängiger Natriumkanäle (Driscoll et al. 2013) 

beeinflusst, liegt der Schluss nahe, dass ein Fehlen von Pum2 sich auf die Funktion 

eines solchen Zellverbundes auswirkt und somit zur Entstehung epileptischer Anfälle 

beiträgt oder diese gar auslösen kann.    
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5. Zusammenfassung:  

Epilepsie ist eine häufig auftretende neurologische Erkrankung. Mit der Zeit konnten, 

neben Mutationen an Ionenkanälen, einige weitere Ursachen für das entstehen 

genetisch bedingter Epilepsieformen identifiziert werden. Hier geraten auch RNA-

Bindeproteine wie Pum2 in den Fokus. Im Tierversuch konnte das Auftreten 

epileptischer Anfälle, bei einem Mangel von Pum2 bereits beobachtet werden. Bisher 

ist jedoch unklar, inwiefern das Fehlen von Pum2 für die Ausprägung eines 

epileptischen Phänotyps verantwortlich ist. Das Ziel dieser Arbeit war es daher die 

Expression spannungsanhängiger Natriumkanäle, bei einem Fehlen von Pum2, zu 

untersuchen, um so einen Beitrag zur Beschreibung des epileptischen Phänotyps 

Pum2 defizienter Mäuse zu leisten. Zu diesem Zweck wurde die Expression der 

Natriumkanäle Nav1.1, Nav1.2 und Nav1.6 und ihrer mRNA SCN1A, SCN2A und 

SCN8A, sowie das Vorliegen möglicher Splicevarianten untersucht. Hierbei fokussierte 

ich mich auf den Hippocampus, da ihm ein hohes epileptogenes Potential 

zugeschrieben wird. In dieser Arbeit konnten veränderte mRNA Level in juvenilen 

Tieren sowie ein verstärktes Auftreten der Splicevariante Exon 5N in der mRNA 

SCN2A und SCN8A nachgewiesen werden. Zudem ergab sich eine veränderte 

Proteinexpression im Hippocampus adulter, Pum2 defizienter Mäuse, welche die 

Entstehung epileptischer Anfälle begünstigen oder diese sogar auslösen könnte. Somit 

wäre Pum2 ein wesentliches Target im Hinblick auf die Genese genetischer 

Epilepsieformen.        
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6. Anhang:  

6.1  Abkürzungsverzeichnis: 

3’-UTR   3'-Untranslatierte Region 

AMPA   α-Amino-3-hydroxy-5-Methyl-4-isoxazole Propionsäure 

BACE1  Beta secretase 1  
BSA   Bovines Serum Albumin 

CA   Cornu Ammonis 

CaMKII  Ca2+/Calmodulin Kinase II alpha 

cDNA   Complimentäre DNA 

CPEB   Cytoplasmic polyadenylation element binding protein 

E5A   Exon 5 Adult 

E5N   Exon 5 Neonatal 

FMRP  Fragile X Mental Retardation Protein 

GABA   γ-Aminobuttersäure 

GD   Gyrus Dentatus 

IIN   Inhibitorisches Interneuron 

MBD2   Methyl-CpG-binding domain protein 2 

mRNA   Messenger RNA 

NMDA   N-Methyl-D-aspartat 

p0, p21  Postnataler Tag 0, 21 

PC   Pyramidalzelle 

PFA   Paraformaldehyd 

PUF   Pumilio and FBF 

Pum1   Pumilio 1 

Pum2  Pumilio 2 

qRT-PCR  Quantitative Real-Time PCR 

RBP   RNA Binding Protein 

Stau2   Staufen 2 

SoC   Stratum Oriens Zelle  

WB   Western Blot 

WT   Wildtyp 

 

6.2  Tabellen- und Abbildungsverzeichnis:  

Tabelle 1: Geräte RNA Analyse 

Tabelle 2: Chemikalien RNA Analyse 

Tabelle 3: Chemikalien cDNA Synthese 

Tabelle 4: Geräte RT-qPCR 

Tabelle 5: Chemikalien RT-qPCR 

Tabelle 6: Primersequenzen 

Tabelle 7: Chemikalien WB 

Tabelle 8: Geräte Immunfluoreszenz 

Tabelle 9: Chemikalien Immunfluoreszenz 

Tabelle 10: Antikörper Immunfluoreszenz 
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Tabelle 11: Primertest SCN2A 

Tabelle 12: Primertest SCN8A 

 

Abbildung 1: Aktionspotential 

Abbildung 2: Modularer Aufbau spannungs-gesteuerter Natriumkanäle 

Abbildung 3: Maskenerstellung 

Abbildung 4: Generalisiert-tonisch-klonische Anfälle bei Pum2GT Mäusen und Pum2 Expression im       

Hippocampus 

Abbildung 5: Pum2 Bindestellenanalyse in der SCN1A, SCN2A and SCN8A 3`UTR mRNA. 

Abbildung 6: Signifikant erhöhte SCN1A mRNA Level in 21 Tage alten Pum2GT Mäusen 

Abbildung 7: Veränderte Nav1.1 Expression im Hippocampus  

Abbildung 8: Signifikant geringere SCN2A mRNA Level in 21 Tage alten Pum2GT Mäusen 

Abbildung 9: Veränderte Nav 1.2 Expression im Hippocampus 

Abbildung 10: Signifikant erhöhte SCN8A mRNA Level in 21 Tage alten Pum2GT Mäusen 

Abbildung 11: Veränderte Nav1.6 Expression im Hippocampus 

Abbildung 12: Nav 1.6 Expression im Gesamthirn  

Abbildung 13: Generelle Überlegungen zum Signal-Rausch Verhältnis bei 

Immunfluoreszenzexperimenten 

Abbildung 14: Erhöhtes Vorkommen der Neonatalen SCN2A Exon 5 Splicevariante in adulten Mäusen 

Abbildung 15: Erhöhtes Vorkommen der Neonatalen SCN8A Exon 5 Splicevariante in adulten Mäusen 

Abbildung 16: Primerspezifitätstest der Exons 5A/5N der SCN2A und SCN8A mRNA 

Abbildung 17: Spezifitätstest neuer Primer 

Abbildung 18: Schematische Verschaltung Stratum Pyramidale 
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