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1. Einleitung 

1.1 Plötzlicher Herztod 
Schätzungen gehen davon aus, dass 50% aller Todesfälle durch eine Erkrankung des 

Herzens plötzlich und unerwartet geschehen [1]. Man spricht dabei von einem plötzli-

chen Herztod (engl. sudden cardiac death, SCD), wenn es innerhalb von einer Stunde 

nach Symptombeginn zu einem natürlichen Tod durch Herzstillstand kommt [2, 3].  

In Deutschland sterben etwa 150.000 Menschen/Jahr [2], in den USA etwa 200.000 bis 

450.000 Menschen/Jahr am plötzlichen Herztod [1, 4]. Die Inzidenz des SCD ist hierbei 

streng altersabhängig. Im Allgemeinen ist sie mit 1 Todesfall pro 100.000/Jahr in jünge-

ren Lebensjahren eher gering. Ab dem 30. Lebensjahr steigt die Inzidenz des SCD je-

doch an und erreicht in der Altersgruppe der 45-75-jährigen ca. 1-2 pro 1.000 Einwoh-

ner/Jahr [1]. 

Die Ursachen des plötzlichen Herztodes sind dabei vielfältig und stehen ebenfalls in 

Relation zum Alter. Bei Adoleszenten und jungen Erwachsenen sind dies vor allem an-

geborene genetische Veränderungen von kardialen Strukturproteinen (z.B. bei der Hy-

pertrophen Kardiomyopathie) oder von Kanalproteinen (z.B. bei Long-QT- oder 

Brugada-Syndrom). Im Erwachsenenalter liegt dem SCD zumeist eine koronare Herz-

krankheit (ca. 80% der Fälle) oder eine Kardiomyopathie zugrunde [1, 5, 6]. Da die 

Inzidenz in jungen Jahren gering ist, werden die absoluten Zahlen des SCD durch die 

Krankheiten des Erwachsenenalters bestimmt. 

Beim SCD liegt ein plötzlicher Stillstand der kardialen Aktivität mit Zusammenbruch 

des Kreislaufs auf Basis von Herzrhythmusstörungen vor, wobei zumeist ein Kammer-

flimmern (VF), selten auch eine primäre Bradykardie, Asystolie oder pulslose elektri-

sche Aktivität vorliegt [1, 3, 5].  

Auslöser für ventrikuläre Tachykardien bzw. Fibrillationen können beispielsweise myo-

kardiale Ischämien, Alterationen der Hämodynamik sowie des autonomen Nervensys-

tems, Medikamenteninteraktionen, körperliche Betätigung oder Veränderungen des 

Elektrolythaushalts sein [4, 7, 8]. 
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In etwa 2/3 der Fälle stellt der plötzliche Herztod das erste kardiale Ereignis in der 

Krankenhistorie der Patienten dar oder geschieht bei einer bestehenden Herzerkran-

kung, die jedoch mit einem niedrigen Risiko für Arrhythmien bewertet wird [1]. 

Zur Prävention des plötzlichen Herztodes ist es daher notwendig, Patienten mit einem 

erhöhten Risiko zu erkennen und herauszufiltern. Zur Risikostratifizierung sind neben 

der kardialen Bildgebung, die Analyse der elektrischen Erregungsbildung, -ausbreitung 

und –rückbildung sowie die Rhythmusdiagnostik entscheidend. Hierzu haben sich als 

Untersuchungsmethoden das Elektrokardiogramm (EKG), das Langzeit-EKG (auch 

Holter-EKG oder 24h-EKG) und die elektrophysiologische Untersuchung (EPU) im 

klinischen Alltag etabliert [2, 4, 5]. 

Auch in der tierexperimentellen Grundlagenforschung werden diese Untersuchungsme-

thoden eingesetzt.  

 

1.2 Elektrophysiologie des Herzens 
Der größte Anteil der Kardiomyozyten wird dem Arbeitsmyokard zugerechnet. Nach 

der Depolarisation dieser Zellen kommt es zu einem Einstrom von Calcium und nach-

folgend zu einer Kontraktion durch das Ineinandergreifen von Aktin- und Myosinfila-

menten [9]. Der weit kleinere Teil der Kardiomyozyten ist spezialisiert auf die Reizge-

nerierung und Reizweiterleitung. 

Eine reguläre Erregung entsteht im Sinusknoten (Nodus sinuatrialis). Diese setzt sich 

über das Vorhofmyokard, den AV-Knoten (Nodus atrioventricularis) und das His-

Bündel fort. Von dort gelangt sie über die im Septum laufenden Tawara-Schenkel in die 

rechte und linke Herzkammer, um letztlich von den Purkinje-Fasern auf das Kam-

mermyokard übertragen zu werden [10]. 

Die Erregungsausbreitung innerhalb des Arbeitsmyokards wird durch die spezielle Zell-

physiologie der Kardiomyozyten ermöglicht. Das normale Ruhemembranpotential 

(transmembranäre Spannung, siehe Abb. 1: Phase 4) eines Kardiomyozyten beträgt et-

wa -90mV. 

Erfolgt ein elektrischer Impuls (Stimulus), wird ein Kardiomyozyt auf Grund des Ein-

stroms von Natrium durch spannungsabhängige Natriumkanäle auf Werte bis +20mV 

depolarisiert (siehe Abb. 1: Aufstrich, initiale Spitze, Phase 0 und Phase 1). Dies ent-

spricht im EKG, je nach Lage der Kardiomyozyten im Vorhof bzw. in der Kammer, der 
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P-Welle bzw. dem QRS-Komplex [11]. Daran schließt sich die für das Myokard typi-

sche lange Plateauphase an. Darin besteht ein Gleichgewicht zwischen dem langsamen 

Calciumeinstrom durch L-Typ-Kanäle und dem Kalium-Ausstrom durch spannungsab-

hängige Kalium-Kanäle (Kv-Kanäle). Im EKG spiegelt das die ST-Strecke wider [11]. 

 

 

Abb. 1: Aktionspotential Kammermyokard mit den Phasen 0-4, eigene Abb. 

 

In der Phase 3, der Repolarisation, kommt es zu einer Inaktivierung der Calcium-

Kanäle. Der nun überwiegende Kalium-Ausstrom führt zur Rückkehr zum Ruhememb-

ranpotential. Diese Phase wird im EKG durch die T-Welle abgebildet [11]. 

Während der Plateauphase ist das Arbeitsmyokard absolut refraktär. Ab einem Memb-

ranpotential von etwa -40mV sind die schnellen Natrium-Kanäle wieder teilweise akti-

vierbar. So ausgelöste Aktionspotentiale werden frühe Nachdepolarisationen genannt 

und treten häufig im Rahmen einer langen Aktionspotentialdauer, eines Long-QT-

Syndroms oder einer Bradykardie auf. Man geht davon aus, dass die Ursache dafür eine 

Reaktivierung von Calcium-Strömen ist [12]. Das Auftreffen von Aktionspotentialen 

auf schon wieder erregbare Bereiche des Myokards kann zu einer kreisenden Erregung 

führen [13]. Man spricht dabei auch von der vulnerablen Phase [10]. 

Späte Nachdepolarisationen finden während der Phase 4 statt und sind ebenfalls auf 

einen gestörten intrazellulären Calcium-Haushalt zurückzuführen. Dabei kommt es zu 

einer spontanen Calcium-Freisetzung aus dem sarkoplasmatischem Retikulum (SR), 

wodurch es zu einer Auslösung eines Aktionspotentials kommen kann [12]. 

Eine weitere Funktion hat Calcium bei der elektromechanischen Kopplung in den Zel-

len des Arbeitsmyokards. In diesem Prozess wird die elektrische Erregung in eine Kon-

traktion der Zelle umgesetzt.  
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Während der Plateauphase des Aktionspotentials der Kardiomyozyten strömt über L-

Typ-Calciumkanäle (auch Dihydropyridin-Rezeptor) Calcium ein. Dieser „Trigger“ 

führt zum Ausstrom von Calcium durch Ryanodin-Rezeptoren (RYR) des SR, welches 

als intrazellulärer Calciumspeicher dient. Das Calcium kann so an das Regulatorprotein 

Troponin C binden, was zu einer Kontraktion führt [9, 12, 14, 15]. 

Zur Relaxation kommt es durch das Zurückpumpen des Calcium durch SERCA (sarko-

endoplasmatische-Retikulum-ATPase; Ca2+-Pumpe) in das SR und in den Extrazellular-

raum über Na/Ca-Austauscher. So dissoziiert Calcium von Troponin C und es kommt 

zu einer Relaxation [9, 14, 15]. 

Die intrazelluläre Calcium-Konzentration eines Kardiomyozyten unterliegt großen 

Schwankungen von 0,1µM während der Diastole bis zu 1-10µM während der Systole 

[16]. Kommt es dagegen zu einer Dysbalance der Calcium-Homöostase, z. B. im Rah-

men einer Ischämie, einer chronischen Herzinsuffizienz oder durch eine angeborene 

Mutation im RYR2-Gen, kann dies unter anderem in frühen und späten Nachdepolarisa-

tionen, Reentry-Arrhythmien als auch in einer irregulären elektromechanischen Kopp-

lung resultieren [9, 15, 17]. Diese Arrhythmien besitzen das Potential in eine ventrikulä-

re Fibrillation überzugehen, was letztlich einem plötzlichen Herztod gleich kommt [17]. 

 

1.3 Ableitung der Herzströme 
Diese eben genannten De- und Repolarisationsvorgänge in den Kardiomyozyten sind 

die Grundlage für die Registrierung eines Elektrokardiogramms. Während der Depolari-

sation kommt es zu Kationenströmen in das Zellinnere, wodurch die Zelloberfläche 

negativ geladen wird. Eine noch nicht erregte Zelle besitzt dagegen eine relativ positiv 

geladene Zelloberfläche. Diese Potentialunterschiede lassen ein elektromagnetisches 

Feld entstehen, welches messbar ist [10, 11]. 

Die einzelnen elektromagnetischen Felder addieren sich zu einem Summationsvektor, 

der über Elektroden an der Körperoberfläche in Form eines EKGs abgeleitet werden 

kann. 
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Abb. 2: EKG-Nomenklatur und Zeit-
dauer der Abschnitte, aus Schmidt-
Thews [10] 

Abb. 3: Erregungsausbreitung und Wider-
spiegelung im EKG, a: Sinusknoten, b: AV-
Knoten, c: His-Bündel, modifiziert nach 
Schuster [18] 

 

Je nach Lokalisation der Erregungsausbreitung ergibt sich eine unterschiedliche Mor-

phologie der registrierten elektrischen Potentiale (siehe Abb. 2 und 3).  

 

Das EKG ist ein wichtiger Bestandteil der klinischen Diagnostik, wobei das Ruhe-EKG 

bei auf dem Rücken liegenden Patienten am häufigsten durchgeführt wird. 

Belastungsinduzierte Arrhythmien wie z.B. eine katecholaminerge polymorphe ventri-

kuläre Tachykardie können durch ein Belastungs-EKG detektiert werden [2, 19], ebenso 

eine pathologische Bradykardie, ischämie-induzierte Herzrhythmusstörungen und fre-

quenzkorrelierte Arrhythmien [19, 20]. 

Beim Langzeit-EKG wird über eine längere Dauer, meist von 24 Stunden, ein EKG 

registriert und kann anschließend auf sporadische Herzrhythmusstörungen untersucht 

und nach verschiedenen Parametern, wie z.B. der Herzfrequenzvariabilität (HRV), -

turbulenz und der ST-Streckenvermessung, beurteilt werden [20].  

Bei der Risikostratifizierung eines SCD können Parameter wie die HRV, welche ein 

Marker für die Sympatikus- bzw. Parasympatikusaktivität ist, hilfreich sein. Der Zu-

sammenhang zwischen einer veränderten Aktivität des autonomen Nervensystems und 

der kardiovaskulären Mortalität ist belegt. So können ein erhöhter Sympathikotonus 

bzw. ein reduzierter Vagotonus bei Risikopatienten (Herzinsuffizienzpatienten, Patien-
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ten nach akutem Herzinfarkt) mit einer erhöhten Neigung zu relevanten kardialen Ar-

rhythmien einhergehen [21-24].  

Mittels der von Scherlag et al. [25] 1969 erstbeschriebenen elektrophysiologischen Un-

tersuchung (EPU) lassen sich intrakardial elektrische Potentiale ableiten. Hierzu werden 

über das venöse Gefäßsystem Katheter in das Herz eingebracht. Mit diesen lassen sich 

punktgenau in ausgewählten Arealen des Herzens Herzströme ableiten. Durch Abgabe 

elektrischer Impulse an das Herzgewebe ist es möglich Erregungsabläufe zu manipulie-

ren. Auf diese Weise induzierte Arrhythmien lassen oft Rückschlüsse auf die Genese 

der Arrhythmien zu und können im Rahmen der Risikostratifikation des SCD helfen.  

 

1.4 Stromal Interaction Molecule 2 (STIM2) 
Calcium (Ca2+) dient ubiquitär als ein intrazellulärer Botenstoff. Im Normalzustand der 

Zelle beträgt die Ca2+-Konzentration [Ca2+]i etwa 0,1µmol/l. Das sind etwa das 10000-

fache weniger als extrazellulär. Bei Aktivierung einer Zelle durch einen äußeren Reiz 

kann dieser intrazelluläre Wert jedoch innerhalb von Millisekunden auf das 10-fache 

gesteigert werden. Dieses Signal reguliert eine Vielzahl von Prozessen in den ver-

schiedensten Zellen wie Kontraktion, epithelialen Transport, Hormon- bzw. Transmit-

terausschüttung und Stoffwechselprozesse, Expression von Genen, Zellmigration, -

proliferation und -tod etc.. Ca2+ erfüllt daher in der Zelle eine Funktion als second 

messenger [26]. 

Die intrazelluläre Calcium-Konzentration wird bei Aktivierung sowohl durch Freiset-

zung aus dem bedeutendsten intrazellulären Speicher, dem Endoplasmatischen Retiku-

lum (ER; in Muskelzellen sarkoplasmatisches Retikulum genannt, SR), als auch durch 

Einstrom aus dem Extrazellulärraum über spezielle Transporter in der Zellmembran 

erhöht. Diese Transporter können nach ihrem Kontrollmechanismus in drei Kategorien 

eingeteilt werden. Kanäle, die durch  

• Spannungsänderungen (VOCs, voltage-operated Ca2+-channels),  

• Rezeptor-Liganden-Bindung (ROCs, receptor-operated Ca2+-channels) oder 

• vorhergehende Freisetzung von Ca2+ aus intrazellulären Speichern (SOCs, store-

operated Ca2+-channels) 

aktiviert werden [27]. 
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SOCs sind eine heterogene Gruppe von nicht-selektiven Ca2+-Kanälen, deren wichtigs-

ten Mitglieder die Orai- und die TRP-Famlie sind [28].  

SOCs und deren Wirkung auf die Calciumhomöostase spielen insofern für diese Arbeit 

eine Rolle, da sie mit STIM-Proteinen interagieren und so zu einem Calcium-Einstrom 

in die Zelle führen [29]. 

Diese Proteine, STIM1 und STIM2, werden je von dem gleichnamigen Gen kodiert 

[30]. Das humane STIM2-Gen besitzt dabei 12 Exons und 11 Introns und befindet sich 

auf dem humanen Chromosom 4p15.1. 

Die durch die STIM-Gene kodierten Proteine sind Transmembranproteine und wurden 

in nahezu allen Geweben gefunden [30], u.a. auch im Herzen [31]. STIM1 ist dabei 

sowohl in der Zellmembran als auch im ER lokalisiert, STIM2 nur im ER [32]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 4:  
links: ER-Lumen mit Calcium gefüllt: STIM-Proteine im Ruhestatus: Die EF-Hand-
Domäne hat Calcium  (� roter Punkt) gebunden 
rechts: Aktivierung von STIM-Proteinen durch Ca2+-Ausstrom aus dem ER führt zur 
Bildung von Oligomeren, die sich der Zellmembran annähern; 
oben: Orai-Dimer: nicht leitende Untereinheiten 
aus Cahalan [29] 

 



 

 

 
Einleitung 

	  
	   	  

8 

Durch ihren Aufbau dienen STIM-Proteine als eine Art Calcium-Sensor für die intrazel-

lulären Calcium-Speicher. Hierzu binden sie an einer speziellen Region (EF-Hand-

Region) Calcium innerhalb des ER. Vermindert sich der Calcium-Gehalt in den intra-

zellulären Speichern, werden die STIM-Proteine durch die Dissoziation der Ca2+-Ionen 

aus der EF-Hand-Bindungsstelle aktiviert. Dabei bilden die STIM-Proteine Oligomere 

und bewegen sich innerhalb der ER-Membran in die Nähe von Orai-Proteinen. Durch 

eine Interaktion mit den in der Zellmembran befindlichen Orai-Proteinen entsteht ein 

Orai-vermittelter Calcium-Einstrom in die Zelle [29] (s. Abb. 4). Dieser Strom stellt 

somit einen „Store-operated calcium entry“ (SOCE) dar. 

Die Interaktion von STIM- und Orai-Proteinen führt bei einer niedrigen Calcium-

Konzentration des endoplasmatischen Retikulums zu einem Einstrom von Calcium in 

die Zelle. 

Die Rolle von STIM2 ist bei diesen Vorgängen weniger klar, denn es haben sich die 

meisten Studien auf STIM1 konzentriert [33]. 

Zu Beginn zeigten einige Studien, dass lediglich STIM1 signifikant zu einem SOCE 

beitragen würde [34-38]. Liou et al. [39] zeigten hingegen, dass auch STIM2 zu einem 

leichten SOCE beitragen würde. Später wurde postuliert, dass STIM2 ein Inhibitor der 

STIM1-Oligomerisation sei und so auch ein Inhibitor eines SOCE [32], eine Überex-

pression von Orai1 und STIM2 würde jedoch zu einem speicherunabhängigen Calcium-

Einstrom führen [40].  

Im Gegensatz dazu schlugen Brandman et al. [41] vor, dass STIM2 als Regulator arbei-

te, der die basale Calcium-Konzentration im Zytosol und im Endoplasmatischen Retiku-

lum stabilisieren würde. Dabei wurde festgestellt, dass STIM2 viel sensitiver auf eine 

Ca2+-Änderung reagieren würde als STIM1 [41]. Unterstützt wurde diese Theorie durch 

die langsamere Kinetik der Oligomerisation und der erhöhten Stabilität des STIM2-EF-

SAM-Komplexes im Vergleich zum entsprechenden STIM1-Komplex. Denn dies wür-

de eine erhöhte Grundaktivität von STIM2 als auch eine unbedeutendere Rolle bei ei-

nem durch Leerung der intrazellulären Calcium-Speicher getriggerten SOCE vermuten 

lassen [42]. Parvez et al. [40] entdeckten bei perfundierten HEK293-Zellen in Patch-

Clamp-Versuchen zusätzlich zu einem SOCE einen Calcium-Einstrom in die Zelle, der 

durch die Interaktion von STIM2 und Orai1 zustande kommt. Dieser Strom würde im 

normalen Zustand der Zelle durch einen intrazellulären Faktor unterbunden, der wahr-
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scheinlich Calmodulin sei und spezifisch auf STIM2 wirke, nicht auf STIM1. Zudem 

würde Calmodulin auch die InsP3-Rezeptor-Aktivität verringern und so einen SOCE 

verhindern. 

Auf diesem Gebiet müssen letztlich noch weitere Untersuchungen stattfinden um die 

physiologischen Funktionen von STIM2 umfassender zu klären. 

Im Moment geht man zusammenfassend davon aus, dass STIM1 erst durch den Aus-

strom von Calcium aus dem ER aktiviert wird, währenddessen die STIM2-Aktivität 

schon unter ruhenden Bedingungen zu einem SOCE durch Interaktion mit Orai-

Proteinen führt. Dies könnte jedoch abhängig vom Zelltyp sein und bei einem Fehlen 

von STIM2 in diesen Zellen teilweise durch STIM1 kompensiert werden [43]. STIM2 

könnte ebenso an einem speicherunabhängigen Calcium-Einstrom beteiligt sein, der 

möglicherweise von Calmodulin reguliert wird. 

Das murine Gen von STIM2 zeigt über 96% der kodierenden Region eine 93%ige Iden-

tität der Aminosäurensequenz  mit dem humanen STIM2-Gen [30] und über die gesam-

te Sequenz eine 92%ige Übereinstimmung nach der paarweisen Anlagerung durch 

BLAST [31]. Deshalb geht man davon aus, dass die Resultate aus Versuchen mit 

STIM2-Knockout-Mäusen auch für die Humanmedizin Relevanz haben. 

Bei Versuchen mit Knockdown-Mäusen konnten Berna-Erro et al. zeigen, dass die 

STIM2-Aktivität in ischämischen Neuronen zu einem SOCE führt. Der daraus resultie-

rende Calcium-Anstieg führte zur Apoptose von Neuronen [44]. In diesen Versuchen 

konnte auch die Beteiligung von STIM2 beim SOCE in CD4+-T-Zellen nachgewiesen 

werden. Passend zu diesen Ergebnissen zeigten Oh-Hora et al. [45], dass eine selektive 

Entfernung von STIM1 und STIM2 in CD4+-T-Zellen (CD4-cre Mäuse) zu einem lym-

phoproliferativen Syndrom führte. Somit wurde postuliert, dass STIM2 eine Rolle in 

der Regulation von CD4+-T-Zellen spielt [45]. 

Bei diesen Versuchen mit zwei unterschiedlich gentechnisch generierten STIM2-

defizienten Mauslinien von Oh-Hora et al. [45] und Berna-Erro [31] stellten beide 

Gruppen jeweils eine reduzierte Lebensdauer fest (s. Abb. 5 und 6). 
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Abb. 5: Kaplan-Meier-Plot; +/+ wildtyp; -
/- STIM2-K.O. (homozygot), aus Berna-
Erro [31] 

Abb. 6: Anzahl der überlebenden Tieren 
nach Tagen postpartal und nach Genotyp: 
+/+ für wildtyp (homozygot; STIM2-
positiv); +/- heterozygot für das STIM2-
Allel; -/- homozygot für STIM2-Defizienz, 
aus Oh-Hora [45] 

 

In der von Berna-Erro generierten STIM2-defizienten Population erlagen die Mäuse ab 

der 8. Woche post partum ausgeprägt oft einem plötzlichen Tod. In der STIM2-K.O.-

Population von Oh-Hora starben die meisten Tiere schon nach vier bis fünf Wochen. 

Bei der Suche nach den Ursachen für das plötzliche Versterben der K.O.-Tiere stellte 

der plötzliche Herztod eine wichtige Differentialdiagnose dar. 

Eine zellphysiologische Grundlage für diese Differentialdiagnose liegt in der Rolle von 

STIM2 als ubiquitärer Regulator des basalen zellulären Calcium-Haushalts. Dabei ist 

die vielfältige und bedeutende Rolle von Calcium in der Entstehung von Arrhythmien 

[9, 12], welche zu einem SCD führen können, hervorzuheben. Eine weitere physiologi-

sche Option für eine mögliche Entstehung von Arrhythmien in STIM2-defizienten Tie-

ren stellte für uns der Nachweis eines store-operated Calcium entry (SOCE) in Herz-

muskelzellen [46, 47] dar. Dabei konnte eine Wirkung dieses SOCE in neonatalen Kar-

diomyozyten nachgewiesen werden. In weitergehenden Versuchen konnte gezeigt wer-

den, dass es zu einer Reaktivierung eines STIM1-vermittelten SOCE im Rahmen der 

Entstehung einer kardialen Hypertrophie in adulten Zellen kam und bei STIM1-K.O.-

Tieren [48, 49] bzw. durch Gen-Silencing von STIM1 [50] eine Hypertrophie, die über 

den NFAT-Signalweg reguliert wurde, signifikant reduziert war. Zudem wurde von Ju 

et al. gezeigt, dass ein SOCE die spontane Depolarisationsfrequenz der Zellen des Si-

nusknotens beeinflussen könnte [51].  

Ein kardialer SOCE könnte folglich auch durch STIM2 beeinflusst werden. 
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Letztlich gibt es bis dato keine uns bekannte veröffentlichte Untersuchung zu einer 

möglichen kardialen Funktion vom STIM2. 

Unser Ziel war es daher eine elektrophysiologische Charakterisierung STIM2-

defizienter Mäuse durchzuführen, um mögliche kardiale Interaktionen dieses Gens zu 

detektieren. 

 

1.5 Fragestellung 
Das STIM2-Protein ist als ubiquitäres transmembranäres Protein des endoplasmatischen 

Retikulums ein Calcium-Sensor und Regulator der Calcium-Homöostase der Zellen. In 

Versuchen mit STIM2-Knockout-Mäusen wurde gezeigt, dass diese Tiere plötzlich und 

unerwartet starben. 

Das Ziel dieser Arbeit war es anhand eines Knockout-Mausmodells Auswirkungen des 

STIM2-Gens auf die kardiale Elektrophysiologie zu überprüfen und so einen eventuel-

len Zusammenhang mit dem verfrühten Tod der STIM2-K.O.-Tiere herstellen zu kön-

nen. 

Hierzu wurden 15 homozygote STIM2-defiziente Mäuse 15 Wildtyp-Mäusen gegen-

übergestellt. 

Als Untersuchungsmethoden wurden dabei das Ruhe-EKG, das „Stress-EKG“ mit int-

raperitonealer Verabreichung von Isoprenalin, die telemetrische Langzeit-EKG-

Erfassung, sowie die elektrophysiologische Untersuchung gewählt. 
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2. Methodik 
Eine Auflistung der im Methodenteil verwendeten Chemikalien, Geräte und Materialien 

befindet sich im Anhang. 

2.1 Kollektivbeschreibung 
Verwendet wurden STIM2-knockout-Mäuse (K.O.-Mäuse), welche von Alejandro Ber-

na-Erro [31] und Dr. Attila Braun (AG Nieswandt des Rudolf-Virchow-Zentrums in 

Würzburg) generiert wurden. Dabei wurde das STIM2-Gen in embryonalen Stammzel-

len der Mauslinie 129Sv mit Hilfe eines pBluescript-KS-minus-Vektors ausgeschaltet, 

der mittels Elektroporation eingebracht wurde. Der Vektor ersetzte dabei größtenteils 

eine STIM2-Gen-Region zwischen den Exonen 4 und 7 (s. Abb. 7) durch eine IRES-

Neo-LacZ-Kassette, die ein Neomycin-Resistenzgen (Neo) und ein β-Galactosidase-

Gen (Lac) enthielt. In den durch Applikation von Genetecin selektionierten Klonen 

führte die Deletion der Exone 4-7 zu einer Frameshift-Mutation. Zudem wurde durch 

das Einfügen des Vektors eine Terminationssequenz im nächsten Exon kreiert, welche 

zum vorzeitigen Abbruch der Transkription führte [31].  

 

 

 

Abb. 7: Vektor (targeting vector) führt größtenteils zur Deletion der Gen-Region zwi-
schen den Exonen 4 und 7 (E4, E7) im Wildtyp-Allel und fügt eine fremde DNA-
Sequenz (Neo-LacZ-Kassettte) in das Wildtyp-Allel ein, aus Berna-Erro [31]. 

 

Die so gewonnenen klonalen Stammzellen waren heterozygot für das STIM2-Allel 

(STIM2+/-) und wurden anschließend in Blastozysten der C57BL/6 Mauslinie injiziert. 
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Die so gewonnenen chimären Mäuse wurden einmal mit C57BL/6-Mäusen rückge-

kreuzt. Die nun für das STIM2-Allel heterozygoten Mäuse wurden untereinander ge-

kreuzt um STIM2-K.O.-Mäuse (homozygot für das STIM2 Nullallel; STIM2-/-) gemäß 

einer Mendel’schen Verteilung zu erhalten. Die Genotypen der Mäuse wurden anschlie-

ßend mittels Polymerasekettenreaktion (PCR) oder Southern Blot verifiziert [31]. 

Insgesamt wurden in unserer Studie 15 STIM2-defiziente Mäuse und 15 Wildtyp-

Mäuse (WT-Mäuse) untersucht. 

Die Tiere waren zum Zeitpunkt der Untersuchungen 10-17 Wochen alt. Bei allen 30 

Mäusen wurden eine Ruhe-EKG- sowie gleich anschließend eine Stress-EKG-

Untersuchung durchgeführt. Zudem wurden bei fünf bzw. sechs K.O.- und bei je fünf 

Wildtyp-Mäusen eine telemetrische EKG-Untersuchung bzw. eine elektrophysiologi-

sche Untersuchung durchgeführt (s. Tab. 1). 

 

	   Anzahl	   EKG	   Telemetrie	   EPU	  

STIM2-‐K.O.	   15	   15	   5	   6	  

Wildtyp	   15	   15	   5	   5	  

Gesamt	   30	   30	   10	   11	  

Tabelle 1: Anzahl der Tiere und durchgeführte Untersuchungen 

 

Während dem Untersuchungszeitraum waren die Tiere im Tierstall der Universitätskli-

nik untergebracht, in dem eine konstante Temperatur von etwa 23°C bei einer Luft-

feuchtigkeit von etwa  50 % herrschte. Die durch eine Beleuchtungsanlage kreierte Ta-

ges- und Nachtrhythmik betrug 12:12 Stunden. Die verwendeten Käfige entsprachen 

den Regularien durch die Tierschutzgesetze. Dabei wurden maximal sechs Tiere in ei-

nem Standardlaborkäfig mit Holzgranulatstreu gehalten. Die Mäuse hatten ständig 

freien Zugang zu Mausfutter sowie zu Wasser mittels einer Trinkflasche. 

 

2.2 Elektrokardiogramm (EKG) 

2.2.1 Präparation und  Narkose der Tiere 

Während der Ableitung des EKGs und der operativen Anbringung des Telemetrie-

Radiotransmitters wurden die Mäuse mit Avertin narkotisiert. Zur Herstellung von 
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Avertin wurde eine 97%ige 2,2,2-Tribromethanol-Lösung zu einem 98%igen Iso-

amylalkohol in einem Verhältnis von 1g:1ml hinzugefügt und mit Hilfe eines Vortex-

Gerätes gemischt. Um eine 2,5%ige Avertinlösung zu erhalten, wurde dies noch im 

Verhältnis von 1:40 mit 0,9% NaCl-Lösung verdünnt. Die jeweilige intraperitoneale 

Injektionsdosis betrug bei allen Versuchen 100µl pro 10g Körpergewicht. Bei dieser 

Dosis erfolgte die Respiration spontan. 

 

2.2.2 Ruhe- und Stress- EKG 

Die elektrokardiographische Untersuchung setzte sich aus einer EKG-Ableitung in Ru-

he und einer Ableitung unter pharmakologischen Stress zusammen. Das Alter der Tiere 

betrug hierbei jeweils 10-11 Wochen. 

Die Tiere wurden zuerst mit Avertin in oben genannter Dosierung anästhesiert. An-

schließend erfolgte eine Fixation der Mäuse mit Klebestreifen auf einer Heizplatte (Föhr 

Medical Instruments), deren Temperatur mit Hilfe einer Rektalsonde so reguliert wurde, 

dass die Körpertemperatur bei 37°   Celsius   lag. Hiermit sollte eine Beeinflussung der 

Herzfrequenz und der kardialen Funktion durch eine Erniedrigung der Körpertempera-

tur vermieden werden [52-54]. Zur Ableitung der Herzströme an den Extremitäten nach 

Einthoven I und II wurden vier Wurzelkanalinstrumente aus der Dentalchirurgie (Ver-

einigte Dentalwerke) subkutan eingeführt und mit dem Verstärker sowie dem Datener-

fassungsgerät (beide ADInstruments) über Koaxialkabel verbunden (s. Abb. 8 und 9). 

 

 

 
Abb. 8: Ableitung des EKGs an einer 
Maus, eigene Abb. 

schematische Darstellung der Extremitä-
tenableitungen I und II nach Einthoven, 
eigene Abb. 
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Zunächst wurde über zwei Minuten ein Ruhe-EKG aufgezeichnet. Die Datenspeiche-

rung erfolgte mit Hilfe des Programms „Chart 5 für Windows“ (ADInstruments). Um 

im gleichen Versuchsaufbau ein Stress-EKG zu generieren, wurde den Tieren im An-

schluss an das Ruhe-EKG Isoprenalin in einer Dosis von 1,5µg pro Gramm Körperge-

wicht injiziert. Die folgenden fünf Minuten wurden die Auswirkungen des Sympatho-

mimetikums in einer EKG-Aufzeichnung registriert. Somit ergab sich eine Aufzeich-

nungszeit von 7 Minuten. 

Um die Resultate aus dem Ruhe- mit dem Stress-EKG vergleichen zu können, wurde 

aus dem Stress-EKG ebenfalls eine Zeitspanne von zwei Minuten verwendet. Hierfür 

wurde die Zeitspanne zwischen Minute 4 und Minute 6 der Aufzeichnungszeit ausge-

wählt. Dadurch wurde nach der intraperitonealen Applikation des Sympathomimeti-

kums eine Latenz von zwei Minuten gewährt, um eine entsprechende Anflutung und 

Wirkung des Medikaments zu gewährleisten. Am Versuchsende wurden die Tiere getö-

tet. 

Die Datenauswertung erfolgte mit dem Programm ECG Auto Version 2.5.0.3 (emka 

Technologies). Die Morphologie eines humanen EKGs unterscheidet sich deutlich von 

der eines murinen EKGs.  

 

 

 

 

Abb. 10: 
oben: Aktionspotentiale im Vergleich; durchgezogene Linie: Depolarisation der ersten 
Zellen im Ventrikel; gepunktete Linie: Depolarisation der letzten Zellen; APD90: Zeit 
bis 90% der Zelle repolarisiert sind. 
unten: Vergleich der EKGs; beachte: QRS-Komplex der Maus umfasst Depolarisation 
und frühe Phase der Repolarisation der Ventrikelzellen (Mensch: nur ventrikuläre De-
polarisation) 
aus London [55] 
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Daher wurde eine Datenbank mit Muster-EKGs erstellt, bei denen die Wellen, Strecken 

und Intervalle für diese Muster-Datenbank nach der Vorlage von London [55] manuell 

definiert (s. Abb. 10) wurden. Diese Datenbank diente der Software als Vorlage zur 

automatisierten EKG-Auswertung. 

Die Aufzeichnungen wurden zu Blöcken à 15 Sekunden zusammengefasst. Es ergaben 

sich somit aus dem Ruhe- und dem Stress-EKG je acht Blöcke, innerhalb welcher fol-

gende Parameter bestimmt wurden: 

 

Parameter Kurzbeschreibung 

HR in pro Minute Heart rate; Herzfrequenz  

RR-Intervall in ms Zeitdauer zwischen zwei aufeinanderfolgenden R-Zacken  

Pdur in ms Zeitdauer der P-Welle 

PP-Zeit in ms Zeitdauer zwischen zwei aufeinanderfolgenden P-Wellen 

PR-Zeit in ms Zeitdauer zwischen Beginn der P-Welle und der R-Zacke 

QRS-Zeit in ms Zeitdauer des QRS-Komplexes 

QT-Zeit in ms Zeitdauer des QT-Intervalls 

QT+-Zeit in ms Zeitdauer zwischen Beginn der Q-Zacke und des Maximums der 

T-Welle 

Tabelle 2: Parameter der EKG-Auswertung 

 

Da die QT-Zeiten frequenzabhängig sind, wurden für sie mehrere Korrekturberechnun-

gen vorgenommen. Die Korrekturen nach Bazett [56] und Friderica [57] wurden aus der 

Humanmedizin abgeleitet und sind Routine im klinischen Alltag. Die Korrektur nach 

Mitchell et al. (QT0 = QTc(RR/100)y; [58]) wurde speziell für Mäuse entwickelt. Zur 

Berechnung letzterer wurde der natürliche Logarithmus der QT-Zeit (lnQT0) gegen den 

natürlichen Logarithmus des durch 100 dividierten RR-Intervalls (lnRR0/100) aufgetra-

gen. Die daraus abgeleitete Regressionsgerade entspricht der Formel lnQT0 = lnQTc + y 

ln(RR0/100). Der Schnittpunkt der y-Achse stimmt folglich mit dem natürlichen Loga-

rithmus von QTc überein. Die korrigierte QT-Zeit nach Mitchell errechnet sich somit 

aus der natürlichen Exponentialfunktion dieses Schnittpunktes (QTc = elnQTc). 
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QT-Korrektur nach Formel 

Bazett [56] QTc= QT0/(RR)1/2 

Friderica [57] QTc= QT0/(RR)1/3 

Mitchell [58] QTc = QT0/(RR0/100)y 

Tabelle 3: Korrekturformeln der QT-Zeit nach deren Erstbeschreiber 

 

Anschließend wurde das arithmetische Mittel der jeweiligen Parameter aus den Auswer-

tungsblöcken für die gesamte Versuchsgruppe errechnet und 

2.2.3 Telemetrie 

Um eine ambulante Langzeit-EKG-Analyse zu ermöglichen, wurde 10 Tieren (5 K.O.-

Tiere, 5 WT-Tiere) ein Sendermodul (Data Sciences International) in steriler Technik 

implantiert, wie sie Kramer et al. erstmals beschrieben hat [59]. Die Tiere waren dabei 

15 Wochen alt. 

Nach einer intraperitonealen Anästhesie der Mäuse in o.g. Dosis folgte die Inzision in 

der Mittellinie. Ein implantierbarer 7,25g schwerer schnurloser Radiofrequenz-

Transmitter (Data Sciences International) wurde intraperitoneal eingeführt, die Drähte 

mit den Elektroden subcutan in beiden Axillae der Mäuse eingelegt und mit Einzel-

knopfnähten fixiert (USP 6/0, metric 0,7). Dementsprechend wurde eine Ableitung I 

nach Einthoven erzielt (s. Abb. 11). Darauf folgte die Naht (USP 6/0, metric 0,7) der 

Inzisur. Während des Eingriffes war die Maus, wie bereits oben gezeigt, mit Klebestrei-

fen auf einer Temperatur-regulierten Wärmeplatte fixiert. 

 

 
 
Abb. 11:  Röntgen-Bild einer Maus mit eingebautem Radiotransmitter; zusätzlich ist 
oben noch eine osmotische Pumpe zu sehen, die jedoch in diesem Setting nicht implan-
tiert wurde, eigene Abb. 
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Die Mäuse wurden einzeln in Tierkäfigen gehalten, unter welche der Receiver (Data 

Sciences International) platziert war (s. Abb. 12 und 13). Die Verbindung zum PC mit 

der Auswertungssoftware Dataquest A.R.T. Version 3.1 (Data Sciences International) 

wurde über eine „Data Exchange Matrix“ (Data Sciences International) hergestellt. 

 

 

 

 

 
Abb. 12: schematischer Aufbau einer 
Telemetrie-Einheit, aus Liebig [60] 

 
Abb. 13: Mauskäfig auf Receiver, eigene 
Abb.  

 

Die Aufzeichnung begann vier bis sechs Tage nach der operativen Transmitterimplanta-

tion und erfolgte über 24h im Tierstall der Universitätsklinik Würzburg. Anschließend 

wurden die Tiere getötet und die Transmitter explantiert.  

Die Auswertung der Daten fand durch ECG Auto Version 2.5.0.3 (emka Technologies) 

statt. 

Hierzu wurde jeder QRS-Komplex detektiert und so genannte normal-to-normal(NN)-

Intervalle gebildet. Das sind Intervalle von aufeinander folgenden QRS-Komplexen, die 

aus regulären Sinusknotendepolarisationen resultieren [61]. Hierbei wurden für jede 

Minute ab Aufzeichnungsbeginn Mittelwerte gebildet, welche für die Vergleiche von 

WT- und K.O.-Mäusen verwendet wurden. Die Herzfrequenz (Einheit: Schläge pro Mi-

nute) errechnet sich aus dem reziproken RR-Intervall (Einheit Millisekunden).  

 

Zur Quantifizierung der Herzfrequenzvariabilität wurden die in Tabelle 4 genannten 

Parameter mit Hilfe der Software ECG Auto berechnet. 
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Paramter (Einheit) Kurzbeschreibung 

 

SDNN 

Standardabweichung aller NN-Intervalle 

RMSSD Quadratwurzel der mittleren quadrierten Differenzen von sukzessi-

ven NN-Intervallen 

pNNx (%) Anzahl der Paare benachbarter NN-Intervalle, die mehr als x Milli-

sekunden voneinander abweichen, dividiert durch die totale Anzahl 

von NN-Intervallen; x ∈ [-5;5] 

pNNabsx (%) absolute Werte von x ohne Vorzeichen/Richtungsangabe; x ∈ [1;5] 

Tabelle 4: Parameter der Analyse der Herzfrequenzvariabilität 

 

Beim Menschen ist der pNN50-Wert Teil der Standardauswertung eines Langzeit-EKG. 

Eine signifikante Abweichung vom NN-Intervall, bezogen auf eine regelhafte Ruhefre-

quenz von 60-80/min (RR-Intervall von 750 – 1000ms), wird somit bei 50ms gesehen. 

Dies entspricht einer Abweichung von 5-6%. 

Da die Ruheherzfrequenz von Mäusen bei etwa 600/min (RR-Intervall von 100ms) 

liegt, muss diese Abweichung absolut gesehen kürzer gewählt werden. Es wurden daher 

Abstände vom NN-Intervall in Höhe von 1-5ms gewählt und analysiert. Die Abwei-

chungen wurden somit in einer Spanne von etwa 1-5% von einem NN-Intervall festge-

legt. 

Der ebenfalls bestimmte HRV-Triangle-Index stellt eine geometrische Berechnungsme-

thode der Herzfrequenzvariabilität.  

 

 

Abb. 14: HRV-Triangle-Index; x-Achse: Dauer normaler RR-Intervalle; y-Achse: 
Anzahl normaler RR-Intervalle; D: Dichteverteilung; X: häufigste NN-Intervalldauer; 
Y: Maximum der Dichteverteilung, Y=D(X), aus Malik [61] 
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Dabei wird das Integral der Dichteverteilung (dies entspricht der Anzahl aller NN-

Intervalle; siehe auch Abb. 14) durch das Maximum der Dichteverteilung (s. Abb. 14: 

Y) dividiert [61]. 

Anhand von Abb. 14 ausgedrückt: HRV-Triangle-Index = (Gesamtanzahl der NN-

Intervalle)/Y 

 

2.3 Elektrophysiologische Untersuchung (EPU) 
Fast 40 Jahre nach deren Erstbeschreibung wurde die EPU mittels epikardialer Elektro-

den als Untersuchungsmethode bei Mäusen etabliert [62] und letztlich auch technisch 

bis zu einem mit dem aus der Humanmedizin vergleichbaren intravasalen Zugang wei-

terentwickelt [63, 64].  

Diese Technik wurde in der vorliegenden Arbeit bei 11 Tieren, davon sechs K.O.-

Mäuse und fünf Wildtyp-Mäuse (s. Tab. 1), eingesetzt. 

Hierfür wurden spezielle Stimulations-Protokolle für den Vorhof und die Kammer ent-

wickelt, die von klinischen Stimulations-Protokollen aus der Humanmedizin abgeleitet 

wurden. 

Die Aufzeichnung fand mit Chart 5 für Windows (ADInstruments) statt und die Aus-

wertung erfolgte im Programm ECG Auto Version 2.5.0.3 (emka Technologies). Die 

einzelnen Blöcke wurden dabei u.a. nach induzierten Arrhythmien untersucht. 

 

2.3.1 Allgemeine Präparation 

Vor jeder elektrophysiologischen Untersuchung wurde an den Mäusen eine kleine Ope-

ration durchgeführt um den Katheter intrakardial zu platzieren. Die ca. 17 Wochen alten 

Tiere waren dabei intubiert und volumenkontrolliert beatmet sowie mittels Oberflächen-

EKG überwacht. 

Im ersten Schritt wurden die Mäuse in einen geschlossenen Plastikbehälter gesetzt und 

über ein Schlauchsystem an einen Isofluran-Vaporisator angeschlossen (s. Abb. 15). Die 

inspiratorische Isofluran-Konzentration betrug hierbei 4%. Sobald das Tier ausreichend 

anästhesiert war, erfolgte die Fixation auf einer temperaturgeregelten Heizplatte.  
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Abb. 15: EPU-Versuchsaufbau vor Intubation; Einleitung von Isofluran in den Plastik-
behälter, eigene Abb. 
 

Im zweiten Schritt erfolgte die Intubation. Zur Verbesserung der Sicht auf die Glottis 

wurde die Zunge mit einer Klemme gefasst und zu Seite geschoben. Daraufhin wurde 

eine Venenverweilkanüle in die Trachea als Tubus eingeführt. Nach Sicherstellung ei-

ner erfolgreichen Intubation und Fixation des Tubus begann die Beatmung mit einem 

inspiratorischen Isofluran-Anteil von 1,5% bei einer Atemfrequenz von 120/min und 

einem Atemzugsvolumen von 1ml (s. Abb. 16). Daraufhin erfolgten die Rasur des Hal-

ses und die Anbringung der EKG-Elektroden an den Extremitäten analog zum Ver-

suchsaufbau zur EKG-Registrierung. 

Nach großzügiger Desinfektion mit Kodan Spray wurde der Hals vorsichtig mit einer 

Mikroschere eröffnet und stumpf die rechte Vena jugularis freipräpariert. Nun wurden 

unter die Vene zwei Fäden (USP 8/0, metric 0,4) durchgeführt. Mit Hilfe dieser Fäden 

wurde die Vene kranial vollständig ligiert und proximal eingeengt. Zwischen den Liga-

turen wurde die Vene der Länge nach inzidiert und über diesen Zugang der Katheter 

eingeführt (s. Abb. 17). 
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Abb. 16: Potentialableitung bei intubierter 
Maus, eigene Abb. 

Abb. 17: Eingebrachter Katheter nach 
Präparation des Halses, eigene Abb. 

 

Zur Lokalisationsbestimmung des Katheters dienten die Abgabe von elektrischen Im-

pulsen und die simultane Beurteilung des abgeleiteten des Oberflächen-EKG. Erfolgte 

durch die Stimulation eine Vorhoferregung (P-Welle) bzw. eine Kammerdepolarisation 

(QRS-Komplex), so konnte eine Lage im Vorhof bzw. der Kammer bestätigt werden. 

Nach Durchführung aller Studienprotokolle folgte die Euthanasie. 

 

2.3.2 Katheter und Voreinstellungen 

Der Katheter (Scisense) besitzt acht Pole (octapolar) mit einem Interelektrodenabstand 

von 0,5mm (s. Abb. 18). Somit ist es möglich über die proximalen Elektroden Potentia-

le im rechten Atrium per Stimulation zu generieren, als auch diese über die distaler ge-

legenen Elektroden simultan in Vorhof und Kammer zu registrieren.  
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Abb. 18: A: Katheter im Größenvergleich, oben: Katheter in der Humanmedizin, un-
ten: Maus-Katheter; B: Vergrößerung der Elektroden, modifiziert nach Berul [65] 

 

Der BioAmp-Verstärker zeichnete die Signale der Elektroden in einem Frequenzbereich 

von 0,3 bis 500Hz  ab einem Ausschlag von 2mV auf. Lediglich die Frequenz von 50Hz 

wurde aus diesem Bereich herausgefiltert, um Störungen aus dem Stromnetz zu vermei-

den. 

Jeder Stimulus wurde mit einer Spannung von 1000mV über eine Impulsdauer von 

500µs durchgeführt. Das Intervall bezeichnet die Zeitdauer zwischen zwei Stimuli. 

 

2.3.3 Stimulationsprotokolle 

2.3.3.1 Stimulation des rechten Vorhofes 

Die Vorhofstimulation diente der Verifizierung der elektrophysiologischen Eigenschaf-

ten des Sinusknotens und des AV-Knotens. 

 

Sinusknotenerholzeit 

Durch intrakardiale Ableitung aus dem Vorhof in Ruhe wurde die Basiszykluslänge des 

Sinusknotens bestimmt. Diese entspricht im Allgemeinen dem Abstand zwischen zwei 

aufeinanderfolgenden P-Wellen. Dazu erfolgte die Mittelwertbestimmung aus 10 manu-

ell durchgeführten Messungen der Basiszykluslänge mittels des Programms ECG Auto 

Version 2.5.0.3 (emka Technologies). 

Um eventuelle Funktionsstörungen des Sinusknoten zu identifizieren, wurde die Sinus-

knotenerholzeit (SNRT, sinus node recovery time) ermittelt. Hierzu wurde eine Over-
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drive-Stimulation des Vorhofes durchgeführt, die knapp über der Eigenfrequenz des 

Sinusknotens lag. Die Zeitspanne zwischen dem letzten Stimulus und dem Einsetzen 

des Spontanrhythmus spiegelt die SNRT wider. Um die Abhängigkeit der SNRT von 

der spontanen, durch das autonome Nervensystem regulierten, Sinusfrequenz zu be-

rücksichtigen, wurde die korrigierte Sinusknotenerholzeit (cSNRT, corrected SNRT) 

verwendet, die sich aus der SNRT abzüglich der Basiszykluslänge (s. Abb. 19) ergibt 

[66]. 

Das verwendete Stimulationsprotokoll bestand aus drei Stimulationsblöcken à 10 Se-

kunden Dauer mit je 10 Sekunden Pause zwischen den Blöcken. Die Dauer der Interval-

le betrug 100ms, 85ms sowie 75ms. Die Anzahl der Stimuli pro Stimulationsblock 

ergibt sich somit aus der Formel 10000ms/Intervalldauer. 

 

 
Abb. 19: Screenshot aus Chart-Software, Stimulus sowie Vorhof- und Kammerpotenti-
al, rot: SNRT für Sinusknotenerholzeit, blau: BL für Basiszykluslänge, eigene Abb. 

 

Bestimmung des Wenckebach-Punktes 

Mittels einer EPU lässt sich die Physiologie der AV-Überleitung verifizieren. Der AV-

Knoten fungiert als Pförtner und kann so die Weiterleitung des elektrischen Impulses 

auf den Vorhof verzögern oder gar blockieren, sollte der Vorhof beispielsweise unkon-

trolliert flimmern. Diese Funktion kann jedoch auch pathologisch verstärkt sein, so dass 

eine normale Überleitung verzögert oder komplett inhibiert wird. Man spricht dann von 

einem AV-Block, der in drei verschiedene Grade eingeteilt wird: 

AV-Block I°: 

Atrioventrikuläre Überleitung jeder Sinusknotendepolarisation, bei jedoch prolongier-

tem PQ-Intervall. 
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AV-Block II°: 

Ausfall der atrioventrikulären Überleitung einzelner Sinusknotendepolarisationen: 

• II a (Wenckebach-Block, Mobitz Typ I): 

Ausfall der atrioventrikulären Überleitung nach einer von Schlag zu Schlag pro-

gredienten Verlängerung des PQ-Intervalls. 

• II b (Mobitz-Block, Mobitz Block Typ II): 

Bei konstantem PQ-Intervall kommt es einer regelmäßigen Rhythmik folgend zu 

Ausfällen der atrioventrikulären Überleitung. Die Überleitung kann beispiels-

weise im festen 2:1 Rhythmus verlaufen. 

 

AV-Block III°: 

Kompletter Ausfall der atrioventrikulären Überleitung. 

 

Blockierungen oberhalb des His-Bündels manifestieren sich meist als AV-Block I° oder 

II° a. Weiter distal liegende Pathologien führen dagegen größtenteils zu höhergradigen 

AV-Blöcken [67-69]. 

 

Im vorliegenden Experiment wurde ein sogenannter Wenckebach-Test durchgeführt. 

Dabei wurde der Katheter im Vorhof platziert und dieser stimuliert. Die Stimulationen 

erfolgten zu Beginn mit einem Intervall von 100ms. Nach einem Block von jeweils 30 

Stimuli wurde das Intervall von Block zu Block um jeweils 2ms reduziert bis eine In-

tervalldauer von 50ms erreicht wurde. Die Blöcke wurden kontinuierlich ohne Zwi-

schenpause durchgeführt. 

Mit abnehmender Länge der Stimulationsintervalle resultierte dabei ein AV-Block vom 

Typ Wenckebach. Das letzte stimulierte Intervall, bei dem eine atrioventrikuläre Über-

leitung noch erfolgte, bezeichnet den Wenckebach-Punkt [68] (s. Abb. 20). 
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Abb. 20: Bestimmung des Wenckebachpunkts; modifizierter Screenshot aus Chart, ei-
gene Abb. 

 

Programmierte Vorhofstimulation (PVS) 

Ziel der programmierten Vorhofstimulation war es supraventrikuläre Rhythmusstörun-

gen zu induzieren. 

Dabei wurde in einem Grundintervall stimuliert, das von der Herzfrequenz der Mäuse 

abhängig war. Das vorgegebene und stimulierte Grundintervall war jeweils kleiner als 

die Herzzykluslänge im Spontanrhythmus der Tiere. Vereinfacht lässt sich sagen: Je 

kürzer das Intervall desto aggressiver ist die Stimulation und desto wahrscheinlicher ist 

es Arrhythmien auszulösen. Um dies noch zu verstärken wurden zusätzlich zu einer 

Stimulation in einem festen Grundintervall weitere Protokolle mit alternierenden Stimu-

li entwickelt und angewandt. 

 

S1-Protokolle: 

Bei einem S1-Protokoll (s. Abb. 21) fand eine vorzeitige Ankopplung des letzten Stimu-

lus statt. Beispielsweise erfolgten im ersten Stimulationsblock bei einem Grundintervall 

von 100ms 31 Stimuli. Im zweiten Block wurde der letzte Stimulus, der S1-Stimulus, 

nach einem Intervall von 95ms, also 5ms früher angekoppelt. Dies wurde bis zu einem 

S1-Intervall von 25ms fortgesetzt. Dieses Verfahren fand auch bei Grundintervallen von 

85ms bzw. 75ms Anwendung. 
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Abb. 21: schematischer Vergleich von Grundintervall mit S1-Protokoll; oben: Grundin-
tervall mit 100ms, unten: S1-Protokoll „100“ mit einem Grundintervall von 100ms, 
letzter Stimulus (S1) mit einem S1-Intervall von 50ms, eigene Abb. 

 

S2-Protokoll: 

Bei den S2-Protokollen kam es zu einer Variation des vorletzten und des letzten Inter-

valls. Dabei wurde nach dem S1-Stimulus ein weiterer vorgezogener Stimulus (S2) ge-

setzt. Beide Intervalle wurden voneinander unabhängig verändert, wobei pro Protokoll 

das S1-Intervall kürzer als das Grundintervall sowie konstant war und nur das S2-

Intervall variiert wurde. Dies sah beispielsweise bei dem „100+50“-Protokoll folgen-

dermaßen aus: Grundintervall mit 100ms, S1 nach 50ms. S2 entsprach bei jedem Proto-

koll zunächst wieder dem Grundintervall und wurde in Schritten von 5ms bis auf 25ms 

reduziert (s. auch Abb. 22). 

 

 

 

 

 

 

Abb. 22: schematische Darstellung des S2-Protokolls „100+50“: oben fixes S1-Intervall 
von 50ms, S2-Intervall von 100ms (= Grundintervall) zu Beginn; unten: S2-Intervall auf 
75ms reduziert, S1- und Grundintervall weiterhin unverändert, eigene Abb. 
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Es wurden insgesamt folgende Protokolle angewandt und wie folgt benannt: Im Schema 

„a+b“ steht a für die Dauer des Grundintervalls in Millisekunden (ms) und b für die 

Dauer des S1-Intervalls in Millisekunden. Das S1-Intervall wurde um jeweils 5ms bis 

auf die in Tabelle 3 angegebenen Endwerte (bx) reduziert. 

 

	   100+b	   85+b	   75+b	  

b1	   90	   80	   70	  

b2	   85	   75	   65	  

...	   ...	   ...	   ...	  

bx	   45	   45	   40	  

 

Tabelle 5: Nomenklatur der S2-Protokolle der elektrophysiologischen Unter-
suchungen für die Grundintervalle 100ms, 85ms und 75ms, b1:längstes S1-
Intervall, bx: kürzestes S1-Intervall 

 

Ein Stimulationsblock bestand aus 31 Stimulationen (29 x Grundintervall, S1, S2). Zwi-

schen den Blöcken bestand eine stimulationsfreie Zeit von 10 Sekunden. 

 

S3-Protokoll: 

In Analogie zum Grundprinzip der S2-Protokolle bestand ein S3-Protokoll aus einem 

Grundintervall mit anschließend fix gewählten S1- und S2-Intervallen, die jedoch kür-

zer als das Grundintervall waren und einem letzten vorgezogenen Stimulus (S3) mit 

variablem Intervall. Das S3-Intervall begann pro Protokoll erneut mit der Länge des 

Grundintervalls und wurde analog zu den S2-Protokollen sukzessive um 5ms bis auf 

25ms reduziert (s. a. Abb. 23) 
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Abb. 23: schematischer Auszug aus dem S3-Protokoll „100+55+40“: oben fixes S1-
Intervall von 55ms, fixes S2-Intervall von 40ms, S3-Intervall von 100ms(= Grundinter-
vall) zu Beginn; unten: S3-Intervall auf 75ms reduziert; Grund-, S1- sowie S2-Intervall 
weiterhin unverändert, eigene Abb. 

 

Die genauen Protokolle wurden folgendermaßen zusammengestellt: Beschriftung mit 

„a+b+c“; wobei a erneut für das Grundintervall steht, b für das S1-Intervall und c für 

das S2-Intervall. Die Einheit ist jeweils Millisekunden (ms). 

 

Grundintervall 100ms: 
 100+85

+c 

100+80

+c 

100+75

+c 

100+70

+c 

100+65

+c 

100+60

+c 

100+55

+c 

100+50

+c 

100+45

+c 

c1 75 70 80 85 90 60 60 45 35 

c2   70 70 70 55 55 40  

c3     65  50   

... ... ... ... ... ... ... ... ... ... 

cx 75 70 70 60 50 55 40 40 35 

Tabelle 6: S3-Protokolle mit einem Grundintervall von 100ms; c1 längstes S3-Intervall, 
cx: kürzestes S3-Intervall 
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Grundintervall 85ms 
 85+80+c 85+75+c 85+70+c 85+65+c 85+60+c 85+55+c 85+50+c 85+45+c 

c1 75 80 70 60 65 55 60 40 

c2  75 65  60 45 50  

c3  70 60  55  40  

... ... ... ... ... ... ... ... ... 

cx 75 60 60 60 50 45 40 40 

Tabelle 7: S3-Protokolle mit einem Grundintervall von 85ms; c1 längstes S3-Intervall, 
cx: kürzestes S3-Intervall 

 

Grundintervall 75ms: 
 75+70+c 75+65+c 75+60+c 75+55+c 75+50+c 75+45+c 

c1 70 65 60 55 50 45 

... ... ... ... ... ... ... 

cx 70 65 50 55 50 40 

Tabelle 8: S3-Protokolle mit einem Grundintervall von 75ms; c1 längstes 
S3-Intervall, cx: kürzestes S3-Intervall 

 

Ein Stimulationsblock setzte sich bei den S3-Protokollen aus 32 Stimuli (29x Grundin-

tervall, S1, S2, S3) zusammen. Zwischen den einzelnen Blöcken wurde eine Pause von 

10 Sekunden festgelegt. 

 

Atrialer Burst 

Neben der PVS wurde im Vorhof eine atriale Burst-Stimulation durchgeführt, deren 

Indikation ebenfalls die Induktion von Arrhythmien darstellte. Dabei fand lediglich die 

Stimulation mit einem Grundintervall Anwendung. Die einzelnen Stimulationsblöcke 

waren im Vergleich zur PVS mit einer Dauer von fünf Sekunden deutlich länger. Be-

ginnend mit einem Intervall von 50ms und 100 Stimulationen, wurden ebenfalls Blöcke 

mit den Intervallen 33ms, 25ms und 20ms und 125, 200 bzw. 250 Stimulationen ver-

wendet. Die Pause zwischen den Blöcken wurde mit 15 Sekunden definiert. 
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2.3.3.2 Stimulation der rechten Kammer 

Die Programme unterschieden sich nicht von denen des Vorhofs. Der Ort der Stimulati-

on lag lediglich in der Kammer. 

 

Programmierte Kammerstimulation (PKS) 

Ziel war hierbei die Induktion von ventrikulären Arrhythmien. Die verwendeten Proto-

kolle entsprachen denen der oben beschrieben programmierten Vorhofstimulation. 

 

Kammerstimulationstest 

Dieses Programm war ähnlich der atrialen Burst-Stimulation aufgebaut. Ausgangspunkt 

war ein Grundintervall von 50ms, welches sukzessive um 5ms bis auf 20ms reduziert 

wurde. Ein Block bestand aus 15 Stimuli gefolgt von einer Pause von 10 Sekunden. 

 

2.4 Statistik 
Zur statistischen Datenauswertung und -darstellung dienten die Programme „Microsoft 

Excel“ in den Versionen 2007, 2010 und 2011 sowie IBM SPSS Statistics Version 19. 

Für alle Versuche galt folgende Nullhypothese:  

Zwischen den erhobenen Parametern der Wildtyp-Tiere und der Knockout-Tiere besteht 

kein Unterschied. 

Die Alternativhypothese lautete:  

Zwischen den erhobenen Parametern ist ein Unterschied zwischen den Wildtyp- und 

den Knockout-Tieren festzustellen. 

Es wurde für jeden Parameter das arithmetische Mittel für die Gruppe der Wildtyp-

Mäuse und ebenso für die Gruppe der K.O.-Mäuse in Excel berechnet. 

Die Vergleiche der Mittelwerte anhand des Student T-Tests fanden mit dem Programm 

SPSS Statistics statt. Dabei wurde von einem Mittelwertvergleich bei unabhängigen 

Stichproben ausgegangen. Mit Hilfe des standardmäßig durchgeführten Levene-Tests 

wurden die Varianzen auf ihre Gleichheit geprüft und dementsprechend die Resultate 

der T-Teste für homogene bzw. heterogene Varianzen verwendet. P-Werte <0,05 wur-

den als statistisch signifikant definiert, P-Werte <0,01 als hoch signifikant. 
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3. Resultate 

3.1 Elektrokardiogramm 

3.1.1 Ruhe- und Stress-EKG 

Es wurden 15 STIM2-K.O.-Mäuse und 15 Wildtyp-Mäuse mittels Ruhe-und Stress-

EKG untersucht und die Daten miteinander verglichen (s. Abb. 24). 

Die Resultate der Ruhe-EKG-Aufzeichnungen sind in unten stehender Tabelle zu-

sammengefasst: 

 

Ruhe-EKG 

 Wildtyp STIM2-K.O. p-Werte 

Anzahl n 15 15  

HR in pro Minute 551,98±2,10** 526,25±2,23** 1,1x10-12** 

RR-Intervall in ms 109,44±0,35** 117,81±0,48** 7,8x10-15** 

Pdur in ms 14,61±0,11* 14,76±0,12* 0,023* 

PP-Zeit in ms 109,44±0,47** 117,63±0,53** 1,3x10-14** 

PR-Zeit in ms 36,97±0,24** 39,83±0,09** 1,5x10-10** 

QRS-Zeit in ms 12,51±0,02** 12,14±0,08** 1,8x10-6** 

QT-Zeit in ms 37,57±0,35** 38,86±0,59** 1,3x10-4** 

QT+-Zeit in ms 23,04±0,29** 25,63±0,42** 7,9x10-10** 

QTc nach Bazett 113,51±0,97 113,83±1,46 0,61 

QTc nach Friderica 78,50±0,69* 79,48±1,08* 0,049* 

QTc nach Mitchell 34,43±8,79 47,26±24,27 0,067 

Tabelle 9: Ergebnisse der Ruhe-EKG-Messungen beider Serien; Parameter als Mit-
telwerte ± Standardabweichung; * statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; 
** statistisch hoch signifikanter Unterschied bei p<0,01 
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Abb. 24: Exemplarischer Vergleich eines Ruhe-EKGs einer Wildtyp-Maus (oben) 
und einer Knockout-Maus (unten); modifizierter Screenshot aus Chart, eigene Abb. 
 

Wie aus obiger Tabelle 9 zu entnehmen ist, war die mittlere Herzfrequenz der 

STIM2-defizienten Mäuse gegenüber den Wildtyp-Tieren leicht erniedrigt 

(526,25±2,38 vs. 551,98±2,10 Schläge pro Minute, p-Wert: 1,1x10-12).  

Auch das PR-Intervall war bei den STIM2-K.O.-Mäusen mit 39,82±0,09ms länger 

als das der Wildtyp-Tiere mit 36,97±0,24ms (statistisch hoch signifikant, p-Wert: 

1,5x10-10). 

Die QRS-Dauer der STIM2-defizienten Mäuse war gegenüber den Wildtyp-Tieren 

reduziert, die absolute QT-Zeit sowie die Auswertung der QT+-Zeit zeigte bei den 

Knockout-Tieren jedoch eine hoch signifikante Verlängerung. 

Bei der korrigierten QT-Zeit nach Bazett wurde im Ruhe-EKG bei Werten von 

113,51±0,96ms bei den Wildtyp-Tieren sowie von 113,83±1,46ms in der Knockout-

Gruppe kein statistisch signifikanter (p-Wert: 0,61) Unterschied verzeichnet. 

Die Korrektur der QT-Zeit nach Friderica zeigte sich dagegen bei den K.O.-Mäusen 

mit einem p-Wert von 0,049 statistisch signifikant verlängert (s. Tab. 9). 

Bei den Resultaten der Mitchell-Analyse wurden bei den Wildtyp- als auch bei den 

Knockout-Tieren der Maximal- und der Minimalwert gestrichen und anschließend 

die Mittelwerte berechnet. Im Ruhe EKG zeigte dabei die nach Mitchell angewandte 

Frequenzkorrektur der QT-Zeit eine statistisch nicht signifikante Verlängerung bei 

den STIM2-K.O.-Mäusen. 

Bei allen aufgezeichneten EKG-Ableitungen in Ruhe wurden keine Arrhythmien im 

manuellen Screening detektiert. 
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In der folgenden Tabelle 10 sind die Werte aus den Stress-EKGs verzeichnet (s.a. 

Abb. 25). 

 

Stress-EKG 

 Wildtyp STIM2-K.O. p-Werte 

Anzahl n 15 15  

HR in pro Minute 637,62±1,90 639,14±1,26 0,072 

RR-Intervall in ms 94,26±0,29 94,09±0,14 0,16 

Pdur in ms 15,42±0,25** 16,41±0,16** 1,8x10-7** 

PP-Zeit in ms 94,29±0,40 94,16±0,21 0,43 

PR-Zeit in ms 34,38±0,14** 36,45±0,14** 4,5x10-14** 

QRS-Zeit in ms 13,53±0,11** 12,64±0,16** 3,7x10-9** 

QT-Zeit in ms 37,08±0,49** 42,74±0,49** 1,6x10-12** 

QT+-Zeit in ms 22,64±0,22** 25,56±0,35** 9,9x10-12** 

QTc nach Bazett 120,80±1,71** 139,59±1,73** 3,3x10-12** 

QTc nach Friderica 81,48±1,13** 94,08±1,38** 2,6x10-‐12** 

QTc	  nach	  Mitchell	   41,20±10,09	   40,79±14,33	   0,93	  

Tabelle 10: Ergebnisse der Stress-EKG-Messungen beider Serien; Parameter als Mit-
telwerte ± Standardabweichung; * statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; 
** statistisch hoch signifikanter Unterschied bei p<0,01 

 

 

 

Abb. 25: Exemplarischer Vergleich eines Stress-EKGs einer Wildtyp-Maus (oben) 
und einer Knockout-Maus (unten); modifizierte Screenshots aus Chart, eigene Abb. 
 



 

 

 
Resultate 

	  
	   	  

35 

Im Vergleich zum Ruhe-EKG lässt sich festhalten, dass die mittlere Herzfrequenz in 

beiden Gruppen hoch signifikant, im Mittel um 85,63 bzw. 112,89 Schläge pro Mi-

nute, angestiegen ist und die Werte sich deutlich annäherten. So ergab sich, im Ge-

gensatz zum Ruhe-EKG, kein signifikanter Unterschied (p-Wert: 0,071) zwischen 

den Gruppen (s. Abb. 26). 

 

 
Abb. 26: Herzfrequenz-Werte in Schläge pro Minute als Mittelwerte ± Standardab-
weichung; * statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch 
signifikanter Unterschied bei p<0,01, eigene Abb. 
 

In Analogie zur Herzfrequenz glichen sich die mittleren Längen der RR-Intervalle 

der beiden Gruppen im Stress-EKG zunehmend, auf 94,26±0,28ms bei den Wildtyp-

Tieren und 94,09±0,14ms bei den STIM2-K.O.-Tieren, an (s. Abb. 28). Damit be-

stand kein statistisch signifikanter Unterschied (p-Wert: 0,17). Ebenso konnte in bei-

den Gruppen eine hoch signifikante Verkürzung (p-Werte: WT: 4,5x10-21 und K.O.: 

3,5x10-23) der Dauer der RR-Intervalle, verglichen zum Ruhe-EKG, registriert wer-

den (s. Tab. 9 und 10). 

 

Bei der Pdur-Zeit konnte eine weitere Divergenz der mittleren Dauer festgestellt 

werden. Die längere Dauer von 16,41±0,16ms bei der K.O.-Gruppe wich im Stress-

EKG hoch signifikant (p-Wert: 1,9x10-7) von der Wildtyp-Gruppe (14,61±0,11ms) 

ab. In beiden Gruppen verlängerte sich die Dauer der P-Welle nach Gabe des Sympa-

thomimetikums im Vergleich zur Aufzeichnung in Ruhe hoch signifikant (p-Werte: 

WT: 9,3x10-7 und K.O.: 1,3x10-12). 
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Das PR-Intervall unterschied sich im Stress-EKG zwischen den Gruppen ebenso 

hoch signifikant (p-Wert: 4,9x10-14; s. Tab. 10 und Abb. 27) wie unter Ruhe-

Bedingungen. Zudem verkürzte es sich hoch signifikant durch die Gabe von Isop-

renalin im Vergleich zur Ruhe innerhalb beider Gruppen (p-Wert für WT: 1,8x10-11 

und für K.O.: 1,5x10-11). 

 

 
Abb. 27: PR-Werte in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabweichung; * sta-
tistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifikanter Unter-
schied bei p<0,01, eigene Abb. 
 

Das QRS-Intervall der Knockout-Tiere zeigte im Stress-EKG mit 12,64±0,16ms eine 

noch größere Abweichung zur Kontrollgruppe (13,53±0,11ms) als in der Ruhe-

Ableitung (s. Tab. 9 und 10; s. Abb. 28). Beide Gruppen unterschieden sich dabei mit 

einem p-Wert von 3,50x10-9 hoch signifikant. Bei den Wildtyp- (p-Wert: 1,5x10-8) 

sowie bei den K.O.-Mäusen (p-Wert: 1,5x10-5) konnte zudem eine statistisch hoch 

signifikante Verlängerung der QRS-Dauer im Stress-EKG, verglichen zum Ruhe-

EKG, registriert werden. 
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Abb. 28: QRS-Werte in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabweichung; * 
statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifikanter 
Unterschied bei p<0,01, eigene Abb. 
 

Die QT-Zeit der STIM2-defizienten Mäuse manifestierte sich im Stress-EKG mit 

42,74±0,49ms gegenüber 37,07±0,49ms statistisch hoch signifikant prolongiert (p-

Wert: 1,6x10-12). Die Unterschiede wurden im Vergleich zum Ruhe-EKG deutlich 

ausgeprägter (s. Abb. 29). In der Gruppe der Wildtyp-Tiere verkürzte sich die Dauer 

des Intervalls im Stress-EKG im Vergleich zum Ruhe-EKG bei einem p-Wert von 

0,035 statistisch signifikant. Dagegen zeigten die gentechnisch veränderten Tiere im 

Stress-EKG eine hoch signifikante Verlängerung (p-Wert: 1,0x10-9) der QT-Zeit, 

wenn man die Zeit im Ruhe-EKG gegenüberstellt. 

 

 
Abb. 29: QT-Werte in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabweichung; * sta-
tistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifikanter Unter-
schied bei p<0,01, eigene Abb. 
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Die QT+-Zeit ergab analog zum Ruhe-EKG eine statistisch hoch signifikante Ver-

längerung (p-Wert: 1,1x10-11) bei den Knockout-Tieren gegenüber den Wildtyp -

Mäusen(25,56±0,35ms zu 22,64±0,22ms). In Relation zum Ruhe-EKG verkürzte 

sich dieser Parameter bei den Wildtyp-Tieren hoch signifikant (p-Wert: 0,0066), wo-

hingegen bei den Knockout-Tieren keine statistisch signifikante Veränderung (p-

Wert: 0,72) festzustellen war (s. Tab. 9 und 10). 

 

Die korrigierte QT-Zeit nach Bazett der STIM2-defizienten Mäuse erwies sich mit 

einer Länge von 139,59±1,73ms (Wildtyp-Tiere: 120,80±1,71ms) konträr zum Ruhe-

EKG hoch signifikant (p-Wert: 3,3x10-12) prolongiert (s. Abb. 30). Bei den Daten aus 

dem Stress-EKG konnte zudem in beiden Gruppen eine (hoch) signifikante Verlän-

gerung (p-Werte: Wt: 5,2x10-8 bzw. K.O.: 1,6x10-14) der QTc-Zeit nach Bazett in 

Relation zum Ruhe-EKG verzeichnet werden.  

 

 
Abb. 30: QTc nach Bazett in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabweichung; 
* statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifikanter 
Unterschied bei p<0,01, eigene Abb. 
 

Die Korrektur der QT-Zeit nach Friderica zeigte sich bei den K.O.-Mäusen in Relati-

on zur Wildtyp-Gruppe, analog zum Ruhe-EKG, statistisch hoch signifikant (p-Wert 

von 2,6x10-13) verlängert (s. Tab. 10 und Abb. 32). Beim Vergleich Ruhe- zu Stress-

EKG ergab sich für die Wildtyptiere ein Anstieg (p-Wert: 1,8x10-5) von 78,5ms auf 

81,48ms (s. Tab. 9 und 10, Abb. 31). Das Untersuchungskollektiv der STIM2-

defizenten Tiere zeigte einen Anstieg von 79,48ms auf 94,08ms, der sich mit einem 

p-Wert von 2,5x10-13 ebenfalls als statistisch hoch signifikant erwies. 
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Abb. 31: QTc nach Friderica in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabwei-
chung; * statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifi-
kanter Unterschied bei p<0,01, eigene Abb. 
 

Nach Isoprenalin-Gabe waren die nach dem Vorschlag von Mitchell et al. [58] trans-

formierten QT-Zeiten annähernd gleich lang (siehe Tab. 10 und Abb. 32). Vergleicht 

man die Werte innerhalb der Gruppen, so zeigt sich in der Gruppe der Wildtyp-Tiere 

ein nicht signifikanter Anstieg (p-Wert: 0,060) der QTc. Das Kollektiv der Knock-

out-Mäuse zeigte konträr zu den Korrekturen nach Bazett und Friderica in der nach 

Mitchell korrigierten QT-Zeit eine statistisch nicht signifikante Verkürzung (p-Wert 

0,42) im Stress-EKG, in Relation zum Ruhe-EKG. 

 

 
Abb. 32: QTc nach Mitchell in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabwei-
chung; * statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifi-
kanter Unterschied bei p<0,01, eigene Abb. 
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Ebenso, wie bei den Aufzeichnungen in Ruhe, konnte bei der Auswertung der Daten 

des Stress-EKGs bei manuellen Screenings keine anhaltenden Arrhythmien gefunden 

werden. 

Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass die Herzfrequenz bzw. das RR-Intervall 

der Knockout-Tiere in Ruhe signifikant reduziert bzw. verlängert waren. Im Stress-

EKG waren diese Unterschiede jedoch nicht mehr statistisch signifikant nachweis-

bar. Ebenso verhielt es sich mit dem in Ruhe verlängerten PP-Intervall der STIM2-

defizienten Tiere. Die korrigierte QT-Zeit nach Bazett der K.O.-Mäuse war hingegen 

lediglich im Stress-EKG signifikant verlängert. Alle anderen reduzierten bzw. pro-

longierten Parameter der STIM2-Knockout-Mäuse waren sowohl im Ruhe-EKG als 

auch im Stress-EKG signifikant unterschiedlich. Der Trend der jeweiligen Divergenz 

war dabei im Stress-EKG der gleiche wie im Ruhe-EKG. Alle in Ruhe statistisch 

signifikanten Divergenzen, außer jene des PR-Intervalls, wurden bei der EKG-

Registrierung unter Stress-Bedingungen ausgeprägter. Die nach Mitchell korrigierten 

Werte der QT-Zeiten des STIM2-defizienten Kollektivs zeigten in Ruhe eine nicht 

signifikante Verlängerung. Im Stress-EKG dagegen zeigte sich eine Angleichung der 

Werte. Dies geschah analog zu dem in der Formel einbezogenen RR-Intervall. 

3.1.2 Telemetrie 

Es wurden je fünf Wildtyp und fünf STIM2-K.O.-Tiere telemetrisch untersucht. Alle 

Tiere überlebten die Aufnahmedauer von 24h und konnten so vollständig analysiert 

werden. Die Tabelle 11 spiegelt die Ergebnisse zusammengefasst wider. 

 

Telemetrie:	  Auswertung	  über	  24h	  

	   Wildtyp	   STIM2-‐K.O.	   p-‐Werte	  

Anzahl	  n	   5	   5	   	  

NN-‐Intervall	  in	  ms	   131,96±6,23	   133,98±2,51	   0,53	  

SDNN	  in	  ms	   20,60±6,37	   23,85±3,54	   0,35	  

RMSSD	  in	  ms	   7,65±3,83	   15,50±9,58	   0,15	  

HRV	  Triangle	  Index	   1,46±0,29	   1,56±0,32	   0,61	  

	   	   	   	  

pNN+1	  in	  %	   25,83±4,27**	   34,09±2,33**	   0,0052**	  
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pNN-‐1	  in	  %	   29,88±5,33*	   38,51±3,11*	   0,014*	  

pNNabs1	  in	  %	   55,71±9,57**	   72,60±5,28**	   0,0086**	  

	   	   	   	  

pNN+2	  in	  %	   18,81±5,08**	   28,57±2,51**	   0,0049**	  

pNN-‐2	  in	  %	   20,71±6,38*	   31,79±3,79*	   0,010*	  

pNNabs2	  in	  %	   39,52±11,43**	   60,36±6,26**	   0,0072**	  

	   	   	   	  

pNN+3	  in	  %	   14,37±5,18**	   24,40±2,76**	   0,0051**	  

pNN-‐3	  in	  %	   14,97±6,50**	   26,76±4,18**	   0,0092**	  

pNNabs3	  in	  %	   29,35±11,66**	   51,16±6,93**	   0,0070**	  

	   	   	   	  

pNN+4	  in	  %	   11,32±4,87**	   21,06±3,03**	   0,0053**	  

pNN-‐4	  in	  %	   11,19±5,95**	   22,70±4,48**	   0,0087**	  

pNNabs4	  in	  %	   22,52±10,82**	   43,75±7,51**	   0,0069**	  

	   	   	   	  

pNN+5	  in	  %	   9,12±4,42**	   18,28±3,30**	   0,0059**	  

pNN-‐5	  in	  %	   8,58±5,17**	   19,34±4,73**	   0,0089**	  

pNNabs5	  in	  %	   17,70±9,58**	   37,62±8,02**	   0,0074**	  

Tabelle 11: Ergebnisse der telemetrischen EKG-Untersuchung; Werte als Mittelwer-
te ± Standardabweichung; * statistisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** sta-
tistisch hoch signifikanter Unterschied bei p<0,01 

 

Die mittlere Dauer eines NN-Intervalls zeigte zwischen den beiden Vergleichsgrup-

pen Wildtyp- und Knockout-Maus mit 131,96±6,23 zu 133,98±2,51 keinen signifi-

kanten Unterschied (p-Wert 0,53).  

Ebenso erwies sich die Standardabweichung aller NN-Intervalle (SDNN) der Wild-

typ-Tiere (20,60±6,37) als nicht statisch signifikant von dem Wert der K.O.-Gruppe 

(23,85±3,54) divergierend. 

Der Mittelwerte der Gruppen für die Quadratwurzel aus den quadrierten Differenzen 

von aufeinanderfolgenden NN-Intervallen, der RMSSD-Wert, wichen ebenso nicht 

signifikant (p-Wert 0,15) voneinander ab. 
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Der Student T-Test für die errechneten Werte des HRV-Triangle-Index von 

1,46±0,29 (Wildtyp) und 1,56±0,32 (K.O.) zeigte mit einem p-Wert von 0,61, dass 

die Differenz der Mittelwerte der Vergleichsgruppen nicht dem vorausgesetzten Sig-

nifikanzniveau entsprach. 

Aus obiger Tabelle 11 wird zudem ersichtlich, dass die Anteile aller NN-Intervalle, 

deren Dauer sich von der mittleren Dauer eines NN-Intervalls zwischen einer und 

fünf Millisekunden unterscheidet, unabhängig von der Richtung der Abweichung bei 

den gentechnisch veränderten STIM2-defizienten Mäusen mindestens statistisch sig-

nifikant erhöht war. 

Genauer betrachtet lieferte die Auswertung der pNN-Werte für die Abweichung um 

eine Millisekunde für pNN+1 (WT: 25,83±4,27; K.O.: 34,09±2,33; p-Wert: 0,0052) 

sowie für eine absolute Abweichung um eine Millisekunde (pNNabs1; WT: 

55,71±9,57; K.O.: 72,60±5,28; p-Wert: 0,0086) jeweils eine statistisch hoch signifi-

kante Erhöhung bei den STIM2-defizienten Tieren. Der jeweilige Anteil der NN-

Intervalle, die mindestens eine Millisekunde kürzer als das mittlere NN-Intervall 

waren (pNN-1), war bei den K.O.-Mäusen signifikant erhöht. (s. Tab. 11 und Abb. 

33). 

 

 
Abb. 33 pNN1-Werte in Prozent als Mittelwerte ± Standardabweichung; * statistisch 
signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifikanter Unterschied bei 
p<0,01, eigene Abb. 
 

Eine Prolongation des NN-Intervalls von mindestens zwei Millisekunden im Ver-

gleich zum arithmetischen Mittel (pNN+2; WT: 18,81±5,08; K.O.: 28,57±2,51; p-

Wert: 0,0049) trat bei den Knockout-Mäusen ebenso häufiger auf, wie eine Abwei-
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chung unabhängig von der Richtung (pNNabs2; WT: 39,52±11,43; K.O.: 

60,36±6,26; p-Wert: 0,0072). In beiden Fällen war dies statistisch hoch signifikant. 

Der Anteil, der um zwei Millisekunden kürzeren NN-Intervalle (pNN-2; WT: 

20,71±6,38; K.O.: 31,79±3,79; p-Wert: 0,010) war bei den Wildtyp-Tieren signifi-

kant erniedrigt. 

 

Die Werte der STIM2-defizienten Tiere, bezüglich einer Abweichung eines NN-

Intervalls um drei Millisekunden vom Mittelwert aller NN-Intervalle (pNN+3, pNN-

2, pNNabs3), waren alle zur Vergleichsgruppe der Wildtyp-Mäuse statistisch hoch 

signifikant erhöht. 

 

Dies gilt ebenso für die ermittelten pNN4-Werte. Alle Parameter der gentechnisch 

modifizierten Knockout-Mäuse waren statistisch hoch signifikant erhöht (s. Tab. 11). 

 

Für eine erhöhte Varianz der Länge der NN-Intervalle bei den Knockout-Mäusen 

sprachen auch die pNN5-Werte. Die Resultate für pNN+5, pNN-5 sowie pNNabs5  

(s. Tab. 12 sowie Abb. 34) zeigten dementsprechend einen statistisch hoch signifi-

kanten höheren Anteil der regulären NN-Intervalle, die mindestens fünf Millisekun-

den vom Mittelwert abweichen. 

 

 
Abb. 34: pNN5-Werte in Prozent als Mittelwerte ± Standardabweichung; * statis-
tisch signifikanter Unterschied bei p<0,05; ** statistisch hoch signifikanter Unter-
schied bei p<0,01, eigene Abb. 
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3.2 Elektrophysiologische Untersuchung 
Es wurden fünf Wildtyp-Tiere und sechs K.O.-Tiere elektrophysiologisch untersucht 

(s. Abb.35). Eine Wildtyp-Maus starb dabei.  

 

 
Abb. 35: Modifizierter Ausschnitt aus dem programmierten Kammerstimulation 
einer STIM2-KO-Maus, eigene Abb. 
 

Die Ergebnisse sind tabellarisch zusammen gefasst: 

 

EPU	  

	   Wildtyp	   STIM2-‐K.O.	   p-‐Werte	  

Anzahl	  n	   5	   6	   	  

Zykluslänge	  in	  ms	   141,27±11,20	   140,85±10,61	   0,948	  

Wenckebachpunkt	  in	  ms	   84,80±9,01	   80,67±5,47	   0,35	  

SNRT	  100	  in	  ms	   181,80±28,0	   157,40±8,95	   0,10	  

cSNRT	  100	  in	  ms	   40,53±32,44	   16,51±9,20	   0,15	  

SNRT	  85	  in	  ms	   199,60±21,49*	   163,35±15,24*	   0,015*	  

cSNRT	  85	  in	  ms	   58,33±18,03	   22,46±11,82	   0,06	  

SNRT	  75	  in	  ms	   188,94±23,20	   164,30±14,96	   0,094	  

cSNRT	  75	  in	  ms	   50,73±30,18	   23,41±11,42	   0,10	  

Tabelle 12: EPU-Ergebnisse; SNRT x: x steht für die Dauer der Stimulationsinterval-
le mit denen getestet wurde; Werte als Mittelwerte ± Standardabweichung; * statis-
tisch signifikant bei p<0,05, ** statistisch hoch signifikant für p<0,01 
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Bei der manuellen Auswertung der elektrophysiologischen Untersuchungen zeigte 

das STIM2-defiziente Kollektiv eine statistisch nicht signifikante Reduktion der Zyk-

luslänge sowie des Wenckebachpunktes. 

Bei den erfassten Werten für die Sinusknotenerholzeit, zeigte sich lediglich bei ei-

nem Stimulationsintervall von 85ms eine statistisch signifikante Reduktion der rei-

nen SNRT in der Gruppe der STIM2-defizienten Tiere (p-Wert 0,015). Die korrigier-

te Erholungszeit des Sinusknotens zeigte sich bei den K.O.-Tieren zwar in allen In-

tervallen erniedrigt. Dies war jedoch statistisch nicht signifikant. Bei den übrigen 

Stimulationsintervallen lässt sich ebenfalls dieser Trend der statistisch nicht signifi-

kanten Reduktion der Werte für die gentechnisch modifizierten Tiere ableiten (s. 

Tabelle 14 und Abb. 36). 

 

 
Abb. 36: SNRT-Werte in Millisekunden als Mittelwerte ± Standardabweichung; * 
statistisch signifikant bei p<0,05, ** statistisch hoch signifikant für p<0,01, eigene 
Abb. 

 

Ein Wildtyp-Tier zeigte unmittelbar nach dem Pacing bei einem Stimulationsinter-

vall von 75ms eine nicht anhaltende Arrhythmie (s. Abb. 37) und konnte daher nicht 

in der Auswertung berücksichtigt werden. 
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Abb. 37: Arrhythmie einer Wildtyp-Maus unmittelbar nach dem letzten Stimulus im 
SNRT 75-Protokoll und die ersten zwei regulären Herzschläge im Anschluss; 
Screenshot aus Chart, eigene Abb. 
 

Bei keinem der Tiere konnten nennenswerte, andauernde Arrhythmien, weder im 

Vorhof noch in der Kammer, durch die speziellen Stimulationsprogramme induziert 

werden.  

Eine Wildtyp-Maus wurde während den Versuchen bradykard und starb anschlie-

ßend. 
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4. Diskussion 

4.1 Einführung 
Berna-Erro [31] und Oh-Hora et al. [45] zeigten in ihren Arbeiten mit STIM2-K.O.-

Mäusen, dass diese Tiere ungewöhnlich früh und unerwartet starben.  

Das in der Membran des Endoplasmatischen Retikulums lokalisierte STIM2-Protein 

wird als Regulator des basalen Calcium-Haushaltes angesehen [41, 42], in dem es zu 

einem sogenannten „Store-operated Calcium Entry“ (SOCE) führt. Das Protein kommt 

ubiquitär vor und ließ sich so auch im Herzen nachweisen [30, 31]. Calcium spielt als 

intrazellulärer Transmitter eine bedeutende Rolle für diverse Prozesse innerhalb von 

Zellen [26]. In Kardiomyozyten hat es zudem eine tragende Rolle bei der Reizentste-

hung, der Depolarisation der Kardiomyozyten als auch bei der elektromechanischen 

Kopplung [10, 13]. Eingriffe in die Calcium-Homöostase der Kardiomyozyten können 

Arrhythmien auslösen und einen Herztod bedingen [9, 17].  

In der vorliegenden Arbeit wurde erstmals eine systematische elektrophysiologische 

Charakterisierung von STIM2-Knockout-Mäusen durchgeführt. Eine erhöhte Vulnerabi-

lität für relevante Arrhythmien oder relevante EKG-Auffälligkeiten konnten bei den 

STIM2-Knockout-Mäusen nicht gefunden werden.  

 

4.2 Elektrokardiogramm 
Einige EKG-Parameter gelten als unabhängige Risikofaktoren für das Erleiden eines 

plötzlichen Herztodes bzw. für eine erhöhte kardiale Mortalität, so zum Beispiel eine 

erhöhte Herzfrequenz, ein verlängertes QT-Intervall, eine ST-Strecken-Senkung oder 

auch eine Veränderung der T-Welle [70]. 

Alle Tiere wurden mittels eines Ruhe-EKGs unter Anästhesie untersucht. Hierbei ist zu 

beachten, dass das verwendete Anästhetikum Avertin eine gewisse kardiodepressive 

Wirkung aufweist [71]. Diese ist jedoch in der von uns verwendeten Dosierung deutlich 

weniger ausgeprägt als bei anderen vergleichbaren Injektionsanästhetika wie Xylazin-

Ketamin bzw. Midazolam-Ketamin [72, 73]. 
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Um elektrophysiologische Anomalien zu detektieren, die in Ruhe nicht auftreten, wurde 

zudem ein Stress-EKG mit Injektion des β-Sympathomimetikums Isoprenalin durchge-

führt. 

Die mittlere Herzfrequenz der Wildtyp-Mäuse wich in Ruhe mit 551,98±2,10 von den 

gemessenen 526,25±2,23 der STIM2-Tiere ab. Da die Differenz zwar statistisch hoch 

signifikant war, sich die Werte im Stress-EKG jedoch nahezu anglichen (WT: 

637,62±1,90; K.O.: 639,14±1,26), ist davon auszugehen, dass dies keine elektrophysio-

logisch gravierende oder gar hämodynamisch relevante Divergenz ist. Die Dauer der P-

Welle lässt Rückschlüsse über die atriale Erregungsausbreitung zu. Die Zeiten der 

STIM2-defizienten hierfür zeigten sich in Ruhe signifikant und im Stress-EKG hoch 

signifikant erhöht (s. Tab. 10 und 11), absolut gesehen fielen die Unterschiede der Mit-

telwerte mit 0,15ms in Ruhe bzw. Stress-getriggerten 0,99 ms aus. Dies spräche für eine 

verzögerte Erregungsausbreitung im Vorhof der STIM2-K.O.-Mäuse.  

Die Gruppe der K.O.-Mäuse zeigte zudem eine in Ruhe und unter Stress verlängerte 

Dauer des PR-Intervalls (s. Tab. 10 und 11). Dafür kann es verschiedene Gründe geben, 

wie beispielsweise eine durch den AV-Knoten verzögerte atrioventrikuläre Überleitung.  

Die Impulsausbreitung entlang der intraseptal verlaufenden Tawara-Schenkel über die 

Herzspitze zur Herzbasis wird im QRS-Komplex abgebildet. Die Zeitdauer dieses 

Komplexes war im Kollektiv der Knockout-Mäuse sowohl in Ruhe als auch unter 

Stress-Bedingungen statistisch hoch signifikant reduziert, wobei die Differenz sich un-

ter Stress noch vergrößerte. Auffällig ist dabei, dass die Dauer des QRS-Komplexes, 

entgegen den Erwartungen, in beiden Gruppen unter Stress zunahm. Dies wird in der 

Literatur als Risikoprädiktor für eine Ischämie [74-76] oder für eine ventrikuläre Ta-

chykardie bzw. Fibrillation [77] gesehen. Da dieses Phänomen auch bei den Wildtyp-

tieren beobachtet wurde, sehen wir hierin kein Hinweis für eine erhöhte Arrhythmienei-

gung bei den STIM2-K.O.-Mäusen. Insbesondere muss darauf hingewiesen werden, 

dass die Bestimmung des Endes des QRS-Komplexes im EKG der Maus als besonders 

schwierig gilt und dadurch ein großes Unsicherheitspotential für die Bestimmung der 

QRS-Dauer birgt. 

Die Knockout-Tiere hatten darüber hinaus in Ruhe sowie unter Stress statistisch hoch 

signifikant prolongierte QT- (Ruhe: WT: 37,57±0,35; K.O.: 38,86±0,59; Stress: WT: 

37,08±0,49; K.O.: 42,74±0,49) und QT+-Zeiten (Ruhe: WT: 23,04±0,29 K.O.: 
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25,63±0,42; Stress: WT: 22,64±0,22; K.O.: 25,56±0,35). Absolut gesehen fielen die 

Abweichungen der QT-Zeit unter Ruhe-Bedingungen mit 1,29 ms nur sehr gering aus. 

Die Differenz vergrößerte sich jedoch im Stress-EKG auf 5,66ms bei fast identischen 

Herzfrequenzen. Dies entspricht einer Steigerung von etwa 15,3%. Passend dazu zeigte 

bei den frequenz-korrigierten QT-Zeiten lediglich die Korrektur nach Friderica eine 

statistisch signifikante Verlängerung bei STIM2-defizienten Tieren. Unter Stress-

Bedingungen waren dagegen die QT-Zeit-Korrekturen nach Bazett und Friderica im 

gentechnisch modifizierten Kollektiv statistisch hoch signifikant verlängert (s. Tab. 9 

und 10). Die nach Mitchell korrigierten Zeiten unterschieden sich nicht signifikant, 

zeigten bei den K.O.-Mäusen in Ruhe die Tendenz einer Verlängerung (s. Tab. 9 und 

10). Unter Stress glichen sich die Zeiten an. Eine verlängerte QT-Zeit gilt als Risi-

koprädiktor für eine kardiale sowie eine nicht-kardiale Mortalität [78-81], dies gilt auch 

für das Auftreten eines plötzlichen Herztodes [82-84]. Zieht man die in Ruhe und unter 

Stress verlängerte QTc nach Friderica sowie die unter Stress verlängerte QTc nach Ba-

zett der STIM2-defizienten Mäuse in Betracht, könnten diese bei unseren Tieren auf die 

von Oh-Hora et al. [45] und Berna-Erro [31] beschriebene erhöhte Mortalität des 

Knockout-Kollektivs hinweisen. Vergleicht man die QTc-Zeiten in Ruhe mit denen 

unter Stress, so lässt sich in beiden Gruppen eine Prolongation unter Stress feststellen, 

wobei normalerweise bei steigender Herzfrequenz eine Verkürzung der QTc zu erwar-

ten wäre [85]. Eine Verlängerung der QTc-Zeit bei steigender Herzfrequenz kann bei 

Patienten ein Hinweis auf eine koronare Herzkrankheit sein [76, 86, 87]. O’Sullivan et 

al. [76] zeigten eine Korrelation zwischen einer verlängerten QTc unter Stress-

Bedingungen und einer diastolischen Dysfunktion des linken Ventrikels. Da die Stress-

bedingte Verlängerung der QTc-Zeit sowohl bei den WT- als auch K.O.-Tieren zu be-

obachten war, halten wir dies für ein unspezifisches Phänomen. Betrachtet man alle 

Zeiten der verwendeten QT-Korrekturen (s. Tab. 9 und 10), so lässt sich in Ruhe der 

Trend der Prolongation bei den K.O.-Tieren ablesen, was für eine verlängerte Repolari-

sation sprechen würde. Unter Stress-Bedingungen zeigten sich hingegen deutliche Un-

terschiede. Die Korrekturen nach Bazett und Friderica waren beide in der Gruppe der 

STIM2-defizienten Tiere statistisch hoch signifikant verlängert. Beide Korrekturen wei-

sen dabei bekannte Limitationen bei hohen Herzfrequenzen auf und basieren auf einer 

Ruhefrequenz von 60/min [88-90]. Die Korrektur nach Mitchell et al. [58] produzierte 
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eine beinahe Angleichung der Werte unter Stress-Bedingungen zwischen den Gruppen, 

ähnlich wie es beim RR-Intervall zu beobachten war. Dabei ist anzumerken, dass sich 

die RR-Werte der beiden Gruppen unter Stress zwar auf fast identische Werte annäher-

ten, die unkorrigierten QT-Zeiten jedoch eine größere Differenz als in Ruhe aufwiesen. 

Welche Korrektur nun am exaktesten für unseren Fall ist, bleibt somit ungeklärt, nicht 

zuletzt da Mitchell et al. in ihrer Originalarbeit von einer suffizienten Korrektur mittels 

einer in der Bazett-Korrektur enthaltenen Wurzel-Funktion ausgehen [58]. Zudem stellt 

die exakte Bestimmung des QT-Intervalls im Maus-EKG eine bekannte Herausforde-

rung [91] und Fehlerquelle dar. 

 

4.3 Telemetrie  
Störungen im Gleichgewicht des autonomen Nervensystems mit Erniedrigung des vaga-

len Tonus bzw. verstärkten Sympathikotonus erhöhen das Risiko an einer kardialen 

Ursache zu versterben [92, 93]. Als Marker für eine solche Unausgewogenheit hat sich 

unter anderem eine verringerte Herzfrequenzvariabilität herausgestellt [94-96]. 

Eine verringerte HRV wurde als Prädikator für eine erhöhte Mortalität nach einem 

akuten Herzinfarkt [23, 97-100], für einen plötzlichen Herztod im Rahmen einer Herz-

insuffizienz [21, 24, 101-103] als auch für Arrhythmien [7, 22, 104-106] identifiziert. 

Gehrmann et al. [107] führten eine solche Bestimmung der HRV bei Mäusen ein. In der 

vorliegenden Arbeit wurde eine Analyse der HRV, basierend auf den Aufzeichnungen 

des implantierten Radiotelemetrie-Senders, nach Kramer et al. [59] durchgeführt. Des 

Weiteren wurden die telemetrischen Aufzeichnungen nach spontan auftretenden Ar-

rhythmien untersucht. 

Im konventionell-visuellen Screening der telemetrischen EKG-Spuren konnte kein An-

halt für eine supraventrikuläre oder ventrikuläre Ektopieneigung oder höhergradige Ar-

rhythmien bei den STIM2-defizienten Tieren gefunden werden. 

In der Analyse der 24h-Herzfrequenz und deren Variabilität zeigten die transgenen Tie-

re für die von uns gewählten pNN-Parameter bis auf pNN-1und pNN-2 einen hoch sig-

nifikant erhöhten Anteil an NN-Intervallen, die bis zu 5ms von der mittleren Dauer der 

NN-Intervalle abweichen (s. Tabelle 11). Diese Werte sprechen für eine erhöhte Herz-

frequenzvariabilität der STIM2-defizienten Tiere. Eine Publikation erwähnt hierfür ei-

ne,  wie bei einer erniedrigten HRV, erhöhte kardiale Mortalität [108]. Bei der Fülle der 
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Publikationen, die lediglich bei einer herabgesetzten HRV von einer Auswirkung auf 

das kardiovaskuläre Mortalitätsrisiko ausgehen, stellt die Studie von De Bruyne et al. 

einen interessanten neuen Aspekt dar. Die erhöhte Herzfrequenzvariabilität bei den 

K.O.-Mäusen sollte somit keinesfalls automatisch als möglicher kardioprotektiver Mar-

ker angesehen werden. 

Zusammenfassend muss der deskriptive Charakter dieser Arbeit betont werden. 

 

4.4 Elektrophysiologische Untersuchung 
Durch die invasive elektrophysiologische Untersuchung sollten die Tiere auf Verände-

rungen der Sinusknoten- und AV-Knoteneigenschaften sowie auf die Induzierbarkeit 

von Arrhythmien getestet werden. 

Trotz einer Vielzahl von Stimulationsprogrammen, die von humanen und klinisch etab-

lierten Protokollen abgeleitet wurden, gelang es uns nicht, bei den STIM2-K.O.-Mäusen  

Arrhythmien zu induzieren.  

In den manuell abgeleiteten Parametern erwies sich die absolute Sinusknotenerholzeit 

bei einem Stimulationsintervall von 85ms (SNRT 85, s. Tab. 12) der Knockout-Gruppe 

als statistisch signifikant verkürzt gegenüber der WT-Gruppe. Die anderen erfassten 

Sinusknotenerholzeiten mit den Stimulationsintervallen von 100 und 75ms zeigten we-

der in der absoluten noch in der korrigierten Version einen statistisch signifikanten Un-

terschied zwischen den Maus-Kollektiven. Die Werte des Knockout-Kollektivs waren 

in allen Messreihen im Vergleich zur Kontrollgruppe tendenziell verkürzt. Dabei stellt 

lediglich eine verlängerte SNRT ein Hinweis auf eine Sinusknoten-Pathologie, z. B. im 

Sinne eines Sick Sinus Syndrom, dar [109-111]. Obwohl man mit der geringen Sensiti-

vität der cSNRT für eine Sinusknotendysfunktion von ca. 70% [112] argumentieren 

könnte, geben unsere Resultate in keinem der durchgeführten Untersuchungen einen 

Anhalt für eine elektrophysiologisch relevante Pathologie des Sinusknotens. 

Letztlich gab es anhand dieser speziellen und komplexen Untersuchungstechnik für die 

Gruppe der STIM2-K.O.-Mäuse keine Hinweise auf eine erhöhte Arrhythmogenität 

oder auf eine Dysfunktion des Sinusknotens bzw. des AV-Knotens. 
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5. Zusammenfassung 
Die physiologische Rolle von STIM2 ist auch eine Dekade nach dessen Entdeckung 

nicht vollständig geklärt. Insbesondere sind die kardiale Funktion und eine mögliche 

Beeinflussung der elektrophysiologischen Eigenschaften des Herzens durch das STIM2-

Gen unklar. 

Unsere Untersuchungen zeigten, trotz der möglichen Bedeutung von STIM2 für die 

zelluläre Calcium-Homöostase, keinen Anhalt für eine relevante kardiale elektrophysio-

logische Dysfunktion der STIM2-Knockout-Mäuse. Auch unter pharmakologischen 

Stress und durch aggressive Stimulationsprotokolle war keine Vulnerabilität der 

STIM2-K.O.-Tiere für relevante supraventrikuläre oder ventrikuläre Arrhythmien zu 

erkennen und es ergaben sich keine Hinweise für spontane Arrhythmien in den Holter-

EKG-Aufzeichnungen. Bradykarde Herzrhythmusstörungen im Sinne einer Störung der 

Impulsbildung und Impulsweiterleitung konnten ebenfalls nicht detektiert werden. 

Eine kardial-rhythmologische Ursache für die beobachteten plötzlichen und unerwarte-

ten Todesfälle der STIM2-defizienten Tiere ab der 8. Woche post partum konnte nicht 

nachgewiesen werden. 
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7. Anhang 

7.1 Chemikalien und molekularbiologische Produkte 
Chemikalien Bezeichnung Hersteller/Lieferant 

2,2,2-Tribromethanol Cat.: T4,840-2 Sigma-Aldrich, Taufkirchen 

Isoamylalkohol 98% Cat.:W20,571-0-K SAFC, Hamburg 

Isofluran Forene B506 Abbott, Schweiz 

Isoproterenol Hydrochlorid CAS 5984-95 Sigma-Aldrich, Taufkirchen 

Sauerstoff GA 201 Linde Gas GmbH, Stadl-

Paura 

 

7.2 Verwendete Software, Geräte und Einmalartikel 
Software Bezeichnung Hersteller/Lieferant 

Aufzeichnung von Herzströ-

men aus EKG und EPU 

Chart 5 für Windows ADInstruments, Australien 

Aufzeichnung von Herzströ-

men aus Telemetrie 

Dataquest A.R.T Version 3.1 Data Sciences International, 

St. Paul, MN USA 

Auswertung ECG Auto Version 2.5.0.3 emka Technologies, Frank-

reich 

   

   

Geräteart Modellbezeichnung Hersteller/Lieferant 

Analysewaage TE 214S Sartorius, Göttingen 

Datenerfassungsgerät PowerLab/4SP ADInstruments, Australien 

Digitalkamera Coolpix 450 Nikon 

EPU-Herzkatheter 1.1F Mouse Octapolar EP 

Catheter, FTS-1113A-0518 

Scisense, Kanada 

Heizplatte, 24 V, 37 W EHE-3501/140 Föhr Medical Instruments 

GmbH, Seeheim-Ober Beer-

bach 

Kaltlicht KL 1500 LCD Schott AG, Mainz 
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Koaxialkabel   

Wurzelkanalinstrument Antaeos Länge 021, Size 460 Vereinigte Dentalwerke, 

München 

Notebook Dell Dell, Deutschland 

Präparationsbesteck  Aesculap, Tuttlingen 

Respirator Rodent Ventilator TYP 7025 UGO Basile, Italien 

Schermaschine GT104 Aesculap AG, Tuttlingen 

Stereo Mikroskop SZ 40 Olympus, Hamburg 

Temperatur-Kontroll-Modul TKM-0902 Föhr Medical Instruments 

GmbH, Seeheim-Ober Beer-

bach 

Telemetrie-Transmitter TA-F40 Data Sciences International, 

St. Paul, MN USA 

Telemetrie-Receiver RPC-1 Data Sciences International, 

St. Paul, MN USA 

Telemetrie-Exchange-Matrix DSI Data Exchange Matrix Data Sciences International, 

St. Paul, MN USA 

Vaporisator Vapor 2000 Dräger, Lübeck 

Verstärker Animal Bio Amplifier 
ML136 

ADInstruments, Australien 

Vortex Vortex-Genie 2 Scientific Industries, USA 

   

Einmalartikel Modellbezeichnung Hersteller/Lieferant 

Desinfektionsspray Cutasept F Bode Chemie, Hamburg 

Desinfektionsspray Kodan Schülke & Mayr, Norderstedt 

Einmal-Feindosierungsspritze Omnifix-F 1ml Braun, Melsungen 

Einmalspritze Mikroliterspritze Hamilton, Schweiz 

Klebeband Micropore 3M, Neuss 

Klemme Wundrandklemme  

Nahtmaterial Prolene USP 6/0, metric 0,7 Ethicon, Norderstedt 

Nahtmaterial Perma-Hand*Seide 6-0 Ethicon, Norderstedt 

Nahtmaterial USP 8/0, metric 0,4 Ethicon, Norderstedt 

Nierenschale Edelstahl, 25 cm Brinkmann Med. Dr. Jungh, 

Deutschland 

Polyethylen-Faser-Faden Fireline 0,12mm Berkley, USA 
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Röhrchen Volumen 14ml Greiner Holding AG, Öster-

reich 

Venenverweilkanüle G22-1 blau Braun, Melsungen 

Watte Pur-Zellin 4cmx5cm Hartmann, Heidenheim 
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