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1 Einleitung 
1.1 Die Rolle der Podozyten bei Nierenerkrankungen 
Die Niere nimmt als lebenswichtiges Organ vielseitige Funktionen wahr: Sie filtriert 

das Blut in den sogenannten Nierenkörperchen, den Glomeruli, und sorgt für die 

Ausscheidung von Stoffwechselendprodukten. Zudem reguliert sie den Wasser- und 

Elektrolythaushalt des Körpers und hält sein Säure-Basen-Gleichgewicht aufrecht. 

Ferner ist die Niere am Hormonhaushalt und über das sogenannte Renin-Angiotensin-

Aldosteron-System maßgeblich an der Einstellung des Blutdrucks beteiligt. 

In den letzten Jahren beobachtete man weltweit eine deutliche Zunahme der Inzidenz 

und Prävalenz verschiedener chronischer Erkrankungen der Niere (Eckardt et al. 2013; 

Jha et al. 2013), die zusammenfassend als Chronic Kidney Diseases (CKDs) bezeichnet 

werden. Diese sind sehr häufig mit weiteren Grunderkrankungen wie Fettleibigkeit, 

Diabetes mellitus, Herz-Kreislauf-Erkrankungen und arterieller Hypertonie 

vergesellschaftet oder durch diese bedingt (Gansevoort et al. 2013). Es ist davon 

auszugehen, dass die Anzahl chronischer Nierenleiden in den kommenden Jahren 

besonders in einer zunehmend alternden Bevölkerung weiterhin stark ansteigen wird. 

Dies wird die Gesellschaft vor große sozio-ökonomische Herausforderungen stellen 

(Bello et al. 2015), da es in den allermeisten Fällen auch heute noch keine 

Heilungsmöglichkeiten für CKDs gibt. Viele CKDs gehen außerdem ins sogenannte 

terminale Nierenversagen (End Stage Renal Disease, ESRD) über, so dass die 

betroffenen Patienten lebenslang auf eine Dialyse bzw. auf eine Nierentransplantation 

angewiesen sind. 

Bis zur Mitte der 1990er Jahre ging man davon aus, dass die Entstehung einer CKD auf 

Veränderungen der Tubuluszellen oder der Mesangiumzellen des Glomerulus 

zurückzuführen sei. Erst als in finnischen Patienten eine Mutation des 

Schlitzmembranproteins Nephrin als Ursache eines angeborenen nephrotischen 

Syndroms identifiziert werden konnte (Kestilä et al. 1998), rückte der Podozyt, die 

sogenannte Füßchenzelle, in den Mittelpunkt der Nierenforschung. Die Arbeitsgruppe 

Tryggvason konnte in diesem Zusammenhang zeigen, dass Veränderungen der 

Morphologie der Podozytenfußfortsätze zur Ausscheidung hochmolekularer Proteine 

mit dem Urin (Proteinurie) und damit zum Verlust der Filtrationsfunktion der Niere 

führen (Lenkkeri et al. 1999; Putaala et al. 2001).  
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Podozyten sind postmitotische und hochspezialisierte Epithelzellen, die im Glomerulus 

zusammen mit den fenestrierten Kapillarendothelzellen eine gemeinsame glomeruläre 

Basalmembran (GBM) bilden und damit entscheidend an der glomerulären 

Filtrationsbarriere beteiligt sind. Wichtig für eine intakte Filtrationsbarriere ist die 

Ausbildung der sogenannten Schlitzmembranen zwischen reißverschlussartig 

ineinandergreifenden Podozytenfußfortsätzen, welche durch Dimerisierung des 

Transmembranproteins Nephrin gebildet werden (Ruotsalainen et al. 1999). Neben 

Nephrin wurden in den darauffolgenden Jahren weitere essentielle Podozyten-

spezifische Proteine wie Podocin (Boute et al. 2000) oder CD2-assoziertes Protein 

(CD2AP) (Shih et al. 1999) identifiziert, deren Verlust oder Mutation in Mäusen bzw. 

im Menschen zu Proteinurie und Nierenversagen führen. Allen diesen Proteindefekten 

ist sowohl ein Fehlen der Schlitzmembran als auch ein Fußfortsatz-Effacement, also ein 

Verlust der komplexen dreidimensionalen Struktur der Podozytenfußfortsätze, 

gemeinsam (Shirato et al. 1996). Bei genauem Betrachten der Podozytenfußfortsätze 

von Mäusen und Menschen, die an CKD erkrankt waren, wurde deutlich, dass hierbei 

einerseits das Aktinzytoskelett, andererseits aber auch die Expression und Lokalisation 

von Aktin-assoziierten Proteinen stark verändert waren: Anstelle spangenförmig 

verlaufender Aktinfilamente, die normalerweise benachbarte Fußfortsätze durchziehen, 

fand man beim Effacement vorwiegend basal liegende dicke Aktinfaserbündel (Oh et al. 

2004). Kennedy und Kollegen zeigten, dass Mutationen bzw. ein Verlust des 

Aktinbindenden- und Fokalkontaktproteins α-Actinin-4 in Mäusen zum Nierenversagen 

führen (Michaud et al. 2003). Damit war erstmals nachgewiesen, dass das 

Aktinzytoskelett und Aktin-assoziierte Strukturproteine maßgeblich für die komplexe 

dreidimensionale Morphologie der Podozyten verantwortlich sind. Für die 

Aufrechterhaltung der Podozytenmorphologie spielen außerdem Proteine eine zentrale 

Rolle, die für die Nukleation, Polymerisation und Depolymerisation von 

Aktinfilamenten verantwortlich sind, wie beispielsweise die Formine (INF2, mDia) und 

Cofilin (Brown et al. 2010; Garg et al. 2010; Sun et al. 2011). Folglich kommt der 

Aktindynamik in Podozyten von Mäusen und Menschen eine besondere Rolle für die 

Aufrechterhaltung einer intakten Filtrationsbarriere zu. So konnte unser Arbeitskreis 

zeigen, dass die Ausbildung von dynamischen Aktinringen in Podozyten, den 

sogenannten Ring-Like-Structures (RiLiS), zur Ausbildung einer rasch progredienten 

Glomerulonephritis (RPGN) führen kann (Bollee et al. 2011). Weiterhin konnte 

nachgewiesen werden, dass bei der Ausbildung einer Halbmondglomerulonephritis die 
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basale Lokalisation von Cortactin, einem Protein das ebenfalls für die 

Aktinpolymerisation notwendig ist, nach apikal ausgedehnt wird (Besse-Eschmann et 

al. 2004). Inwiefern auch gesunde Podozyten solche dynamischen Eigenschaften 

aufweisen, ist bis heute unklar. 

1.2 Aufbau des Glomerulus  
Die Niere besteht aus funktionellen Untereinheiten, den Nephronen, welche für die 

Bildung des Harns verantwortlich sind. Die menschliche Niere besitzt ungefähr 1-1,5 

Millionen solcher Nephrone, die sich jeweils aus einem Glomerulus sowie dem daran 

angeschlossenen und in mehrere Segmente gegliederten Tubulusapparat 

zusammensetzen. Der Glomerulus ist ein Gefäßknäuel, dessen Kapillaren am Gefäßpol 

über eine afferente und eine efferente Arteriole an den Blutkreislauf angeschlossen sind 

und das von der Bowman-Kapsel, deren Kapselraum am Harnpol in das harnableitende 

Tubulussystem übergeht, umgeben wird. Die Podozyten bilden das innere, viszerale 

Blatt der Bowman-Kapsel, indem sie mit ihren Fußfortsätzen den glomerulären 

Kapillaren aufsitzen und zusammen mit dem fenestrierten Kapillarendothel und der 

GBM die Blut-Harn-Schranke der Niere bilden, die normalerweise nur für Moleküle bis 

zu einer Größe von 70 kDa durchlässig ist. Diese Filtrationsbarriere sorgt dafür, dass 

hochmolekulare Proteine und Blutzellen beim gesunden Menschen im Blutkreislauf 

verbleiben und nicht über den Urin ausgeschieden werden. Der Bowman’sche 

Kapselraum wird nach außen vom parietalen Blatt der Bowman-Kapsel begrenzt, 

welches durch ein einschichtiges Plattenepithel aus parietalen Epithelzellen (PECs) 

gebildet wird. Diesen PECs werden in jungen Mäusen gewisse Stammzelleigenschaften 

zugesprochen (Appel et al. 2009). Als weiterer Zelltyp findet man in den Glomeruli die 

Mesangiumzellen. Diese halten mit Hilfe ihres kontraktilen Zytoskeletts die 

Kapillarschlingen zusammen und setzen sich am Gefäßpol in das sogenannte 

extraglomeruläre Mesangium fort (siehe Abb. 1). Podozyten sind postmitotische, 

hochdifferenzierte Zellen, deren Zellkörper frei in den Bowman’schen Kapselraum 

hineinragen. Die von den Podozytenzellkörpern abgehenden Primärfortsätze 

verzweigen sich in die sekundären Fußfortsätze, welche über β1-Integrine an der GBM 

verankert sind. Während in den Podozytenzellkörpern und in den Primärfortsätzen 

Mikrotubuli und Intermediärfilamente lokalisiert sind, findet man in den Fußfortsätzen 

spezifisch nur Aktinfilamente, an die Myosin II assoziiert ist (Drenckhahn und Franke 

1988; Mundel und Kriz 1995). Die Fußfortsätze benachbarter Podozyten interdigitieren 

reißverschlussartig, so dass zwischen gegenüberliegenden Fußfortsätzen 30-50 nm 
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breite Filtrationsschlitze bestehen (Rodewald und Karnovsky 1974), die ihrerseits von 

den beschriebenen Schlitzmembranen durchspannt werden. Diese Schlitzmembranen 

können als modifizierte Adherens Junctions angesehen werden (Reiser et al. 2000; 

Lehtonen et al. 2004), an denen sich Schlitzmembranproteine, wie beispielsweise die 

Podozyten-spezifischen Proteine Nephrin, Podocin, Neph1, Neph2, aber auch 

sogenannte Tight Junction-Proteine, wie das ZO-1 befinden (Schnabel et al. 1990; 

Fukasawa et al. 2009) (siehe Abb. 2).  

Abb. 1: Aufbau eines Glomerulus und der Blut-Harn-Schranke. A: Schematische Darstellung eines 

Glomerulus, modifiziert nach Kriz et al. 1998: 1a: afferente Arteriole; 1b: efferente Ateriole; 2: 

Kapillarlumen; 3: Kapillarendothelzelle; 4: GBM; 5a: Podozytenzellkörper; 5b: Podozytenfußfortsatz; 6: 

Bowman’scher Kapselraum; 7: parietale Epithelzelle; 8: proximaler Tubulus; 9: Mesangium. B: 

Histologischer Schnitt eines Glomerulus (Maus), Färbung nach Richardson. Maßstabsbalken: 20 µm. 

Abb. freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Frau Prof. Dr. N. Endlich, Greifswald. C: TEM-

Aufnahme der Blut-Harn-Schranke (Maus). Die Filtrationsbarriere wird von Kapillarendothelzellen (3), 

GBM (4) und Podozytenfußfortsätzen (5b) gebildet, zwischen denen sich die Schlitzmembranen (weißer 

Pfeil) befinden. Der Podozytenzellkörper (5a) ragt in den Bowman’schen Kapselraum (6). Maßstabs-

balken: 200 nm. Abb. freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Herrn Prof. Dr. W. Kriz, Mannheim.  
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1.3 Das Aktinzytoskelett der Podozyten 
Die Podozytenfußfortsätze beinhalten ein submembranäres, kortikales Netzwerk aus  

Aktinfilamenten sowie geordnete, parallel verlaufende und kontraktile 

Aktinfilamentbündel, die wie Spangen von einen Fußfortsatz zum benachbarten 

Fußfortsatz verlaufen (Drenckhahn und Franke 1988). In Abb. 2 sind zwei 

Podozytenfußfortsätze mit der dazwischenliegenden Schlitzmembran sowie wichtigen 

Aktin-assoziierten Proteinen schematisch dargestellt. Dass das Aktinzytoskelett 

maßgeblich für die Morphologie der Fußfortsätze und somit für eine intakte 

Filtrationsbarriere verantwortlich ist, wurde durch Mutationen bzw. durch den Verlust 

von Aktin-assoziierten Proteinen in den Podozyten deutlich. So führen Mutationen in 

Genen, die für Aktin-bindende Proteine wie α-Actinin-4 (Kaplan et al. 2000; Michaud 

et al. 2003), CD2AP (Shih et al. 1999; Kim et al. 2003) bzw. für die Aktin-

regulierenden Proteine aus der Gruppe der Formine (Brown et al. 2010; Sun et al. 

2011), Rho GTPasen oder Cofilin (Garg et al. 2010) kodieren, zum Verlust der 

Nierenfunktion. Alle diese Erkrankungen sind sowohl bei Mäusen als auch bei 

Menschen und Zebrafischen durch ein Effacement der Podozytenfußfortsätze und einen 

Verlust der Schlitzmembranen gekennzeichnet. Viele Jahre ging man davon aus, dass 

die Schlitzmembranproteine selbst keinen Einfluss auf das Aktinzytoskelett ausüben. 

Jedoch konnten Holzman und Kollegen zeigen, dass eine Aktivierung von Nephrin bzw. 

dem Nephrin-Neph1-Komplex zu einer Rekrutierung von Nck bzw. Grb2 führt und so 

die Polymerisation von Aktin auslöst (Verma et al. 2006; Garg et al. 2007). Neben 

Polymerisation und Depolymerisation von Aktinfilamenten spielt auch die Adhäsion 

von Podozyten an die GBM eine essentielle Rolle: Aktinfilamente sind über 

Linkermoleküle und Integrine an der extrazellulären Matrix verankert (siehe Abb. 2). 

Beispielsweise führt ein Verlust vom β1-Integrin in der Maus zu einem Ablösen von 

Podozyten von der GBM (Kanasaki et al. 2008; Pozzi et al. 2008). Ein solches 

Detachment hat zur Folge, dass Areale der GBM nicht mehr von Podozyten bedeckt 

sind, da die ausdifferenzierten Podozyten in vivo keine Teilungsfähigkeit besitzen und 

ein Verlust abgelöster Podozyten nicht ausgeglichen werden kann (Kriz 1996). Solche 

Bereiche von „nackter“ GBM findet man auch bei Patienten mit CKD. Passend dazu 

lassen sich lebende Podozyten im Urin von Patienten mit CKD identifizieren (Hara et 

al. 1995; Vogelmann et al. 2003). Unklar ist bis heute, inwiefern der Verlust von 

Podozyten und das Vorliegen „nackter“ GBM in vivo zu Reorganisations- und 

Migrationsprozessen verbleibender Podozyten führen könnte.  
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Abb. 2: Schematische Darstellung zweier Podozytenfußfortsätze. Gezeigt ist der dreischichtige Aufbau 

der glomerulären Filtrationsbarriere aus fenestriertem Kapillarendothel (EZ), der GBM sowie 

Podozytenfußfortsätzen mit der dazwischenliegenden Schlitzmembran. Assoziierte Proteine: CAS = 

p130Cas; Cat = (α,β,γ-) Catenine; CD = CD2AP; Cor = Cortactin; DG = (α, β-) Dystroglykane; EZR = 

Ezrin; FAK = Fokale Adhäsionskinase; FAT = Fatty acid transport protein; ILK = Integrin-linked kinase; 

N = NHERF2; Nck = Non-catalytic region of tyrosine kinase adaptor Protein; P = Paxillin; P-Cad = P-

Cadherin; Pa = Palladin; PC = Podocalyxin; Pod = Podocin; Rho = Rho GTPase; S = Synaptopodin; T = 

Talin; U = Utrophin; V = Vinculin; Z = ZO-1. Abb. modifiziert nach Endlich et al. 2001. 

1.4 Anwendung der 2-Photonenmikroskopie in der Podozytenforschung 
1.4.1 Grundlagen der 2-Photonenmikroskopie 

Zur Klärung der Frage, ob Podozyten vermittelt durch ihr Aktinzytoskelett in vivo die 

Fähigkeit besitzen, zu migrieren, ist eine kontinuierliche Visualisierung der Podozyten 

in lebenden Versuchstieren mit hoher räumlicher Auflösung über mehrere Stunden bzw. 

Tage notwendig, ohne dabei eine Gewebeschädigung durch Phototoxizität zu 

verursachen. Seit wenigen Jahren steht mit der 2-Photonenmikroskopie eine Technik 

zur Beobachtung lebender Zellen in Geweben zur Verfügung. Der Begriff 2-

Photonenmikroskopie begründet sich auf dem von Göppert-Mayer bereits 1931 

aufgestellten Theorem, dass die Absorption von zwei langwelligen, energieärmeren 

Photonen zur selben Anregung eines Elektrons führt, wie die Absorption eines einzigen 
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kurzwelligeren Photons doppelten Energiegehaltes (Göppert-Mayer 1931). Dies ist im 

sogenannten Jablonski-Diagramm dargestellt (Abb. 3). 

Abb. 3: Jablonski-Fluoreszenzdiagramm. Vereinfachte Darstellung der Energieniveaus bei Ein- (lila), 

Zwei- (hellrot) oder Drei-Photonenanregung (dunkelrot). Fällt das angeregte Elektron wieder auf das S0-

Niveau zurück, wird ein Photon (türkis) emittiert. Dies ist unabhängig davon, ob der Fluoreszenzfarbstoff 

durch ein oder mehrere Photonen angeregt wurde. Abb. entnommen aus Diaspro et al. 2006.  

Die Anregung eines Fluorophors durch zwei Photonen langwelligeren Lichtes hat im 

Gegensatz zur 1-Photonenanregung der konventionellen Laser-Scanning-Mikroskopie 

(LSM) besonders in biologischen Proben einige Vorteile. Einerseits bleibt die LSM auf 

eine Beobachtungstiefe von 80 bis 100 µm beschränkt, während bei der 2-

Photonenmikroskopie die Eindringtiefe des Laserstrahls durch eine verminderte 

Streuung des langwelligeren Lichtes deutlich erhöht ist und so bis zu 1 mm dicke 

Strukturen untersucht werden können (Theer et al. 2003; Helmchen und Denk 2005). 

Andererseits führen die Nutzung energieärmeren Anregungslichtes sowie die bei der 2-

Photonenmikroskopie auf die Fokusebene begrenzte Fluoreszenzentstehung (Abb. 4) 

dazu, dass Farbstoffe weniger ausgebleicht und biologische Gewebe durch das 

Anregungslicht weniger geschädigt werden. Insofern können mit einem 2-

Photonenmikroskop (2PM) aufgrund der relativ geringen Phototoxizität biologische 

Systeme und damit physiologische Vorgänge auch über längere Zeiträume in vivo 

beobachtet werden. 
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Abb. 4: Schematische Darstellung der Fluoreszenzemission. A: Bei der 1-Photonenanregung erzeugt das 

Anregungslicht (blau) in einer Probe (braun) auch ober- und unterhalb der Fokusebene Fluoreszenz (grün 

in A). B: Bei der 2-Photonenanregung erzeugt das Anregungslicht (rot) in einer Probe (braun) nur in der 

Fokusebene Fluoreszenz (grün in B). Abb. modifiziert nach Diaspro et al. 2006.    

1.4.2 Beobachtung der Podozyten in vivo 

Nachdem zu Beginn der 1990er Jahre ein erstes 2PM entwickelt werden konnte, wird 

die 2-Photonenmikroskopie seit einigen Jahren auch in der Nierenforschung genutzt. In 

Untersuchungen an narkotisierten Ratten konnten Peti-Peterdi und Kollegen mit einem 

2PM lebende Zellen des Glomerulus unter physiologischen Bedingungen beobachten 

(Peti-Peterdi und Sipos 2010): Durch Injektion des Farbstoffs Lucifer yellow stellten sie 

alle Zellen des Glomerulus mit Ausnahme der Podozyten als fluoreszierende Strukturen 

dar, während die Podozytenzellkörper in einer Art Negativfärbung als schwarze 

Strukturen zu erkennen waren. Eine Auflösung der Primär- und Fußfortsätze war 

allerdings nicht möglich. Mit diesem Versuchsaufbau wurde von Peti-Peterdi die 

Hypothese aufgestellt, dass Podozyten in Ratten, deren Podozyten durch ein 

Krankheitsmodell für fokal-segmentale Glomerulosklerose (FSGS) geschädigt waren, 

entlang der GBM wandern. Jedoch war die von ihm beschriebene Bewegung nicht 

zweifelsfrei einem Podozyten zuordenbar. Die eindeutige Visualisierung spezifisch 

markierter Podozyten mittels 2PM gelang kürzlich an explantierten Nieren transgener 

Mäuse, die Podozyten-spezifisch das grün-fluoreszierende Protein (GFP) exprimieren 

(Khoury et al. 2012).  

Strukturelle Details von Podozyten bis auf die Ebene der Fußfortsätze konnten an 

fixiertem Gewebe auch mit Hilfe der LSM untersucht werden. Hierzu wurde eine 

spezielle transgene Maus verwendet, in der nur einige Podozyten pro Glomerulus GFP 

exprimierten (Grgic et al. 2012). Somit konnte man mit dem Laser-Scanning-Mikroskop 



Einleitung  17 

grün fluoreszierende von nicht fluoreszierenden Podozyten klar unterscheiden, was bei 

einer einheitlichen grünen Färbung bisher nicht möglich war. In einem ähnlichen 

Experiment wurden isolierte Glomeruli eines anderen transgenen Mausstamms 

verwendet, in denen einige Podozyten einen roten und die anderen einen grünen 

Fluoreszenzfarbenstoff exprimierten, so dass besonders die interdigitierenden Muster 

der Podozytenfußfortsätze dargestellt werden konnten (Höhne et al. 2013). Diese 

Untersuchungen wurden entweder an explantiertem Nierengewebe oder an isolierten 

Glomeruli und nicht in lebenden Versuchstieren durchgeführt. Somit erfolgte die 

Beobachtung der Podozyten nicht in ihrer physiologischen Umgebung. Eine technisch 

aufwendige Darstellung spezifisch markierter Podozyten in vivo ist mit Hilfe eines 

transgenen Mausmodells kürzlich erstmals gelungen (Hackl et al. 2013). 

1.5 Zebrafischlarven in der Podozytenforschung 
1.5.1 Der Zebrafisch als Modellorganismus 

In vitro kultivierte Podozyten unterscheiden sich auch heute noch in vielen Punkten wie 

z. B. in ihrer Morphologie und in der Expression von essentiellen Podozytenproteinen 

von der in vivo Situation, so dass man für die Untersuchung von Podozyten unter 

physiologischen Bedingungen auf Modellorganismen angewiesen bleibt. Allerdings 

sind Beobachtungen der Podozyten in vivo an Mäusen oder Ratten aufwändig und 

technisch schwierig, nicht zuletzt da die Glomeruli weit im Inneren der ohnehin tief im 

Säugetierkörper befindlichen Niere gelegen sind. Eine Alternative ist der Zebrafisch 

(Danio rerio), ein kleiner tropischer Süßwasserfisch, der in den Nebengewässern und 

den flachen Bereichen des Ganges heimisch ist. Zebrafische sind anspruchslos und 

einfach in Aquarien zu halten und wurden in den 1970ern durch den Forscher und 

Hobbyaquarianer Streisinger als Modellorganismus für die Forschung etabliert 

(Streisinger et al. 1981). Neben der einfachen Haltung bietet der Zebrafisch die 

Möglichkeit, einzelne Zellen direkt im lebenden Organismus zu untersuchen, da 

Zebrafischlarven die ersten Tage nach der Befruchtung durchsichtig sind. Ferner 

machen die kurzen Entwicklungszeiten der Zebrafischlarven ex utero es möglich, die 

Organentwicklung im Zebrafisch in einer Art Zeitraffer in vivo zu beobachten. Da der 

Zebrafisch leicht durch gentechnische Methoden verändert werden kann, existieren 

mittlerweile viele verschiedene transgene Zebrafischstämme, die allen Forschern 

weltweit zur Verfügung stehen. Auch bietet der Einsatz sogenannter Morpholinos die 

Möglichkeit eines vorübergehenden Knockdowns bestimmter Zielproteine in der 

Zebrafischlarve (Nasevicius und Ekker 2000). Da ein Zebrafischweibchen in der Regel 
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ca. 200 Eier pro Woche legt, sind Zebrafische auch für größere Screening-Verfahren 

einsetzbar (Zon 1999). Die Zebrafischlarve entwickelt eine stark vereinfachte Niere, das 

Pronephros, welches bereits 48-56 Stunden nach Befruchtung (hours post fertilisation, 

hpf) soweit entwickelt ist, dass die Filtration des Blutes beobachtet werden kann 

(Kimmel et al. 1995). Das Zebrafischpronephros besteht aus nur einem Glomerulus, der 

an zwei Seiten an ein harnableitendes Tubulussystem angeschlossen ist (Drummond 

2003). Dieser Glomerulus ähnelt dabei in Morphologie und Funktion den Glomeruli 

von Maus, Ratte und Mensch. So wird der Glomerulus im Zebrafisch ebenfalls aus 

einem Kapillarknäuel gebildet, dem von außen Podozyten aufsitzen, die mit ihren 

interdigitierenden Fußfortsätzen einen Teil der Filtrationsbarriere bilden. Neben den 

Podozyten, die auch im Zebrafisch über Integrine an die GBM adhäriert sind, findet 

man ferner Mesangiumzellen und in den Kapillaren das fenestrierte Endothel 

(Drummond et al. 1998). An der Innenseite der Bowman-Kapsel befinden sich die PECs 

(siehe Abb. 5). Neben diesen morphologischen Übereinstimmungen konnten auch 

Homologien in der Expression der wichtigen Podozyten-spezifischen Proteine wie 

Nephrin, CD2AP oder Podocin nachgewiesen werden (Kramer-Zucker et al. 2005). Der 

Verlust dieser Proteine führt in Analogie zum Menschen und zur Maus zum 

sogenannten Effacement der Fußfortsätze, zum Verlust der Schlitzmembranen und 

damit auch im Zebrafisch zur Proteinurie (Ashworth et al. 2010). 

Abb. 5: Glomerulus und Blut-Harn-Schranke einer Zebrafischlarve. A: Histologischer Schnitt des 

Glomerulus einer Zebrafischlarve; Färbung nach Richardson. 2: Kapillarlumen; 5a: Podozytenzellkörper; 

6: Filtrationsraum; 7: parietale Epithelzelle; 9: Mesangium. Maßstabsbalken: 20 µm. B: TEM-Aufnahme 

eines Podozyten und der Blut-Harn-Schranke einer Zebrafischlarve: Der Zellkörper des Podozyten (5a) 

ragt in den Bowman’schen Kapselraum (6) hinein und bedeckt mit seinen Fußfortsätzen (5b) eine 

glomeruläre Kapillare (2). Die Filtrationsbarriere wird von Kapillarendothelzellen (3), GBM (4) und den 

Podozyten (5a/b) gebildet. Zwischen den Fußfortsätzen spannen sich die Schlitzmembranen aus. 

Maßstabsbalken: 500 nm. Abb. freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Frau Prof. Dr. N. Endlich, 

Greifswald. 
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1.5.2 Podozyten-spezifische GFP Expression in transparenten Zebrafischlaven  

Um die Struktur des Glomerulus und der Podozyten in Zebrafischlarven mit einem 2PM 

in vivo beobachten zu können, müssen Podozyten mit einem Fluoreszenzfarbstoff 

markiert und die Zebrafischlarven vollständig transparent sein. Der Zebrafischstamm 

wt1a:GFP (Tg(-35.1wt1a:EGFP)) exprimiert zwar unter der Kontrolle des wt1a-

Promoters enhanced GFP (eGFP) in den Podozyten (Bollig et al. 2006; Perner et al. 

2007; Bollig et al. 2009), ist aber nur während der ersten Entwicklungsstunden 

vollständig transparent. Da die nach einigen Tagen gebildeten Pigmentzellen das 

Anregungslicht (900 nm) des 2PMs vollständig reflektieren, ist mit dieser 

Zebrafischlinie eine Darstellung der Podozyten und ihrer Fortsätze nicht möglich. Daher 

wurde der wt1a:GFP-Stamm in unserer Arbeitsgruppe mit dem vollständig 

transparenten Casper-Stamm (mitfaw2/w2;roya9/a9) (White et al. 2008) gekreuzt. Aus 

dieser Kreuzung resultierte die Zebrafischlinie mitfaw2/w2;roya9/a9;Tg(-35.1wt1a:EGFP). 

Dieser neue Zebrafischstamm wurde aufgrund seiner Eigenschaften der Podozyten-

spezifischen eGFP-Expression und der Transparenz als ET-Stamm (E für eGFP und T 

für transparent) bezeichnet. Die Larven des ET-Stammes wurden für die weitere Zucht 

mittels Fluoreszenzmikroskopie nach grün-fluoreszierenden Podozyten und 

Transparenz selektioniert und dementsprechend als ET-Larven bezeichnet. 

1.6 Ziele dieser Arbeit 
In der Pathogenese vieler CKDs scheint einem dynamischen Verhalten von Podozyten 

eine Schlüsselrolle zuzukommen. Allerdings konnte bislang nicht geklärt werden, 

inwiefern ein dynamisches Podozytenverhalten als Ursache oder eher als Folge einer 

Podozyto- bzw. Glomerulopathie anzusehen ist. Zudem ist unklar, ob Podozyten 

grundsätzlich, also auch im Gesunden, ein dynamisches Verhalten zeigen, da man bis 

vor kurzem weder einzelne Podozyten noch ihre Fortsätze in situ und in vivo 

beobachten konnte. Daher war es das Ziel der vorliegenden Arbeit, Podozyten in der 

Zebrafischlarve als Modellorganismus in vivo unter physiologischen Bedingungen zu 

studieren und die Frage zu klären, ob Podozyten bzw. ihre Fortsätze per se ein 

dynamisches Verhalten zeigen oder ob sie im Gesunden eher statisch sind. Um dieser 

Fragestellung nachzugehen, wurden einzelne Podozyten bis zu 2 Tage lang mit Hilfe 

eines 2 PMs untersucht und die Bilddaten ausgewertet.  
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2 Material und Methoden 
1.1 Material 
2.1.1 Versuchstiere 

Als Versuchstiere dienten Larven im Alter von 27 Stunden nach Befruchtung (hours 

post fertilisation, hpf) bis 6 Tage nach Befruchtung (days post fertilisation, dpf) der im 

Folgenden aufgelisteten Zebrafischstämme. Sowohl bei der Zucht und Haltung der 

Zebrafische als auch in sämtlichen Experimenten wurden die Auflagen des Tierschutzes 

erfüllt. 

wt1a:GFP: 

Der wt1a:GFP Zebrafischstamm Tg(-35.1wt1a:EGFP) exprimiert eGFP unter 

Kontrolle des wt1a-Promoters spezifisch in den Podozyten. Dieser transgene 

Zebrafischstamm wurde in der Arbeitsgruppe von Herrn Prof. Dr. Englert (Jena, 

Deutschland) generiert und publiziert (Bollig et al. 2006; Perner et al. 2007; 

Bollig et al. 2009). 

wt1b:GFP: 

Der wt1b:GFP Zebrafischstamm Tg(-35.1wt1b:EGFP) exprimiert eGFP unter 

Kontrolle des wt1b-Promoters in Podozyten und Tubuluszellen des Pronephros. 

Auch dieser transgene Zebrafischstamm wurde von Herrn Prof. Englert und 

Mitarbeitern (Jena, Deutschland) generiert und publiziert (Bollig et al. 2006; 

Perner et al. 2007; Bollig et al. 2009). Sowohl der wt1a:GFP- als auch der 

wt1b:GFP-Stamm wurden unserer Arbeitsgruppe freundlicherweise von Herrn 

Prof. Dr. Englert zur Verfügung gestellt.  

Casper:  

Der Zebrafischstamm mitfaw2/w2;roya9/a9 exprimiert weder Melanozyten noch 

Iridophoren und ist daher vollständig transparent. Diese Zebrafischlinie wurde 

von Herrn Dr. White und Kollegen gezüchtet (Boston, USA) und von ihnen 

aufgrund ihres gespenstischen Aussehens als Casper benannt (White et al. 

2008). Unserer Arbeitsgruppe wurde dieser Stamm dankenswerterweise von 

Herrn Prof. Dr. Strähle vom KIT (Karlsruhe, Deutschland) überlassen.  
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AB: 

Der AB-Zebrafischstamm ist ein Wildtypstamm, der aus der Zucht von 

Streisinger und Kollegen (Eugene, USA) hervorgegangen ist (Streisinger et al. 

1981) und seit Ende der 1970er Jahre in der biomedizinischen Forschung 

genutzt wird. Der AB-Stamm wurde unserer Arbeitsgruppe freundlicherweise 

von Frau Prof. Dr. Nüsslein-Volhard (Tübingen, Deutschland) zur Verfügung 

gestellt. 

ET:  

Der transgene Zebrafischstamm mitfaw2/w2;roya9/a9;Tg(-35.1wt1a:EGFP) ist von 

unserer Arbeitsgruppe im Vorfeld dieser Arbeit durch Kreuzung des 

transparenten Casper-Stammes mit dem wt1a:GFP-Stamm generiert worden. 

Dieser Zebrafischstamm wurde aufgrund seiner Eigenschaften – eGFP-

Expression in den Podozyten bei vollständiger Transparenz der Larven – von 

uns als ET-Stamm bezeichnet. 

2.1.2 Mikroskope 

Zur in vivo Bildgebung wurden ein Zeiss LSM 7MP mit ZEN 2010 Software sowie 20x, 

40x und 63x Wasser-Immersionsobjektive genutzt (Carl Zeiss Microimaging, Jena, 

Deutschland). Als Lasersystem diente ein Coherent Cameleon Vision (Coherent, Santa 

Clara, USA). Für die Fluoreszenzmikroskopie stand eine HXP 120C Fluoreszenzlampe 

(Carl Zeiss Microimaging, Jena, Deutschland) zur Verfügung. 

Die Untersuchung von Gefrierschnitten wurde mit einem Leica TCS SP5 und der 

Software Leica Application Suite mit 40x und 63x Öl-Immersionsobjektiven 

durchgeführt (Leica Microsystems, Wetzlar, Deutschland).  

Als Stereomikroskop wurde ein Stemi SV11 (Carl Zeiss Microimaging, Jena, 

Deutschland) mit einer KL1500 Kaltlichtquelle (Schott, Mainz, Deutschland) 

verwendet. 

2.1.3 Antikörper und Fluoreszenzfarbstoffe 

Als Primärantikörper wurde ein gegen Nephrin gerichteter polyklonaler 

Kaninchenantikörper verwendet: 
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Kaninchen Anti-Zebrafisch Nephrin, 

polyklonal, 

#163-176A, Anti zNephrin AB 

Innovagen, Lund, Schweden;  

Verdünnung (in Blockierungslösung): 

1:2000 

Zur Darstellung von F-Aktin wurde fluoreszenzmarkiertes Phalloidin verwendet: 

Alexa Fluor 546-gekoppeltes 

Phalloidin 

Invitrogen Corporation, Camarillo, 

USA; Katalog-Nr.: A22283; 

Verdünnung (in Blockierungslösung): 

1:100 

Zur Darstellung der Zellkerne wurde 4’,6-Diamidino-2-phenylindol Dihydrochlorid 

(DAPI) bzw. 2′-(4-Ethoxyphenyl)-5-(4-methyl-1-piperazinyl)-2,5′-bi-1H-benzimidazol 

Trihydrochlorid (Hoechst 33342) verwendet: 

DAPI Sigma-Aldrich, München, 

Deutschland; Konzentration: 100 µg/ml 

Hoechst 33342 Sigma-Aldrich, München, 

Deutschland; Konzentration: 10 µg/ml 

Als Sekundärantikörper wurde ein Cy3-konjugierter Antikörper verwendet: 

Cy3-konjugiert Anti-Kaninchen Dianova, Hamburg, Deutschland; 

Verdünnung (in Blockierungslösung): 

1:250 

2.1.4 Sonstige Geräte, Verbrauchsmaterialien und Chemikalien 

Alle weiteren genutzten Gerätschaften, Verbrauchsmaterialien und Chemikalien sowie 

Angaben zur Herstellung der verwendeten Lösungen sind im Anhang aufgeführt.  
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2.2 Methoden 
2.2.1 Zebrafischhaltung 

Die Zucht und Haltung der Zebrafische wurde gemäß der von Westerfield und 

Nüsslein-Volhard etablierten Bedingungen durchgeführt (Mullins et al. 1994; 

Westerfield 2000). In unserem Labor wurden die adulten Zebrafische in einem 

Aquariensystem (PP-Module) der Fa. Aqua Schwarz (Göttingen, Deutschland) in 

einzelnen Becken gehalten. Dabei waren männliche und weibliche Zebrafische des 

jeweiligen Stammes voneinander getrennt. Um eine gleichbleibende Wasserqualität zu 

gewährleisten, erfolgte die Wasserversorgung mit einer definierten Salzlösung aus 

einem Vorratstank. Hierzu wurde Leitungswasser in einer Wasseraufbereitungsanlage 

(Aqua Schwarz, Göttingen, Deutschland) mittels Aktivkohlefilter und 

Anionenaustauscher gereinigt sowie deionisiert. Anschließend wurden die Leitfähigkeit 

mit einer konzentrierten Salzlösung (Stocklösung Anlagenwasser) auf ca. 250 µS und 

der pH-Wert mit einer 3,5 % Salzsäurelösung auf ca. 7,2 eingestellt. Die 

Wasserversorgung der PP-Becken beinhaltet für gleichbleibende Bedingungen ferner 

eine integrierte Wasserumwälzung, eine Filterstrecke mit Heizelementen sowie eine 

UV-Lichtquelle. Zudem wurde in der Aquarienanlage ein konstanter Tag-Nacht-

Rhythmus mittels zeitschaltuhrgesteuerter Beleuchtung von 08:00 Uhr bis 22:00 Uhr 

erzeugt. Die Fische wurden zweimal täglich gefüttert: morgens mit Artemialarven und 

abends mit handelsüblichem Trockenfutter (TetraMin, Tetra, Melle, Deutschland). 

2.2.2 Verpaarung und Gewinnung der Zebrafischeier 

Die Zebrafische wurden einmal wöchentlich verpaart. Da Zebrafische 

Dämmerungslaicher sind, wurden die zur Verpaarung vorgesehenen Weibchen und 

Männchen (2 bis 3 Weibchen pro Männchen) abends in ein spezielles, mit wenig 

Fischwasser (ca. 1 l) gefülltes Verpaarungsbecken mit Siebeinsatz gesetzt. Wenn ein 

einheitlicher Befruchtungszeitpunkt sichergestellt werden sollte, blieben männliche und 

weibliche Zebrafische zunächst noch durch eine Trennscheibe separiert, welche erst am 

folgenden Morgen vor dem Laichen der Weibchen entfernt wurde. Nach dem Ziehen 

der Trennscheibe laichten die Zebrafischweibchen stimuliert durch Berührung durch das 

Männchen, worauf die Befruchtung der Zebrafischeier durch das Sperma des 

Männchens ex utero im Fischwasser erfolgte. Der Siebeinsatz, durch den die Eier auf 

den Boden des Verpaarungsbeckens sanken, verhinderte, dass die Eier von den Adult-

Tieren aufgefressen würden. Nach der Verpaarung wurden die adulten Zebrafische 

wieder nach Geschlechtern getrennt in die PP-Becken zurückgesetzt, die befruchteten 
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Eier aus den Verpaarungsbecken mittels einer Transferpipette in eine Petrischale 

überführt und mehrfach in E3-Medium gewaschen. Schließlich wurden die 

gewaschenen Eier in eine sterile Petrischale mit E3-Medium überführt und bei 28,5 °C 

inkubiert. Anschließend wurde das E3-Medium täglich gewechselt und die sich hierin 

entwickelnden Zebrafischlarven bis zu einem Alter von 6 dpf für Experimente 

verwendet. Nach Abschluss der Experimente wurden die Zebrafischlarven durch 

Einfrieren bei -20 °C getötet. Sollten aus den gelegten Eiern jedoch Nachzuchten zur 

Erhaltung unserer Zebrafischstämme angelegt werden, so wurden die Larven ab dem 

Alter von 6 dpf schrittweise an das Anlagenwasser umgewöhnt. Da sich die Salzgehalte 

und damit die Leitfähigkeiten von E3-Medium (800 µS) und Anlagenwasser (250 µS) 

deutlich unterscheiden, musste dieser Vorgang langsam erfolgen. Dazu wurden die 

Larven in eigenen Aufzuchtbecken mit einem sehr geringen Wasserdurchfluss, der in 

den folgenden 5 Wochen langsam gesteigert wurde, an die Anlage angeschlossen und 

dreimal täglich mit Staubfutter (NovoTom, JBL, Neuhofen, Deutschland) gefüttert. Ab 

einem Alter von 12 dpf wurden die Larven morgens und abends mit Artemialarven 

versorgt und ab 20 dpf auf die abendliche Fütterung mit Trockenfutter umgestellt. Nach 

etwa drei bis vier Monaten waren die Tiere geschlechtsreif und konnten wiederum 

verpaart werden. 

2.2.3 Auswahl der ET-Larven für die in vivo Mikroskopie 

Um die in vivo Mikroskopie mit dem 2PM mit geringer Laserleistung durchführen zu 

können, wurden nur ET-Larven mit besonders starker Podozyten-spezifischer eGFP-

Expression verwendet. Ferner wurde darauf geachtet, dass die Blutzirkulation der 

Larven stabil war. Die Auswahl der entsprechenden ET-Larven fand kurz vor Beginn 

des Experiments mittels Fluoreszenzmikroskop statt. Für die in vivo Bildgebung wurden 

ET-Larven im Alter von 27 hpf bis zu 6 dpf genutzt. ET-Larven eignen sich für die 

Mikroskopie mittels 2PM, da sie keine Pigmentzellen besitzen, die das Anregungslicht 

des 2PM reflektieren würden. Daher kann es zu keiner schädlichen Wärmeentwicklung 

in der Larve kommen und die eigentliche Fluoreszenz wird nicht durch Reflexion 

überstrahlt. 

2.2.4 Mikroinjektion von Quantum dots 

Um in einigen ET-Larven (5 und 6 dpf) eine direkte Visualisierung der glomerulären 

Kapillaren zu ermöglichen, wurden Quantum dots (Qdots) (Hezinger et al. 2008) (Qdot 

655 ITK amino (PEG), Life Technologies, Carlsbad, USA) mikroinjiziert. Die Qdots 
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wurden unserer Arbeitsgruppe freundlicherweise von Herrn Prof. Dr. Göpferich 

(Regensburg, Deutschland) zur Verfügung gestellt. Vor der Mikroinjektion wurde die 

ET-Larve mit in E3-Medium verdünnter Tricainlösung (0,1-0,5 %, Sigma-Aldrich, 

Steinheim, Deutschland) anästhesiert. Um die Larve in einem feuchten Milieu belassen 

zu können und um die Injektionsnadel zu schützen, wurde die Mikroinjektion in einer 

Petrischale durchgeführt, die im Vorfeld mit 1,2 % low melting Agarose (gelöst in E3-

Medium; Biozym LE Agarose, Biozym Scientific, Hessisch Oldendorf, Deutschland) 

ausgegossen wurde. Zusätzlich wurde eine halbe Agaroseplatte in die Petrischale gelegt, 

um die Larve auf der Seite liegend an dieser Grenzfläche auszurichten. Anschließend 

wurden etwa 3 nl der mit 0,5 % Phenolrot (Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland) 

versetzten Qdot-Lösung (8 µM) in die Schwanzvene der ET-Larven injiziert. Der 

Injektionsdruck betrug 400 bis 500 hPa, die Injektionszeit ca. 0,2 s. Die 

Mikroinjektionen fanden unter visueller Kontrolle (Stemi SV11 Stereomikroskop, Carl 

Zeiss Microimaging, Jena, Deutschland) über eine Mikroinjektionskapillare (Femtotip, 

Eppendorf, Hamburg, Deutschland) mit einem Mikroinjektor (Femtojet, Eppendorf, 

Hamburg, Deutschland) statt. Nach der Injektion wurden die Larven wieder in E3-

Medium überführt und 1 bis 2 h später für die in vivo Mikroskopie mit dem 2PM 

verwendet. ET-Larven, die für Langzeitaufnahmen länger als 2 h genutzt werden 

sollten, wurden nicht mit Qdots injiziert. 

2.2.5 Immobilisation der ET-Larven 

Da es sich beim Zeiss LSM 7MP um ein aufrechtes Mikroskop handelt und der 

Glomerulus dorsal in der Zebrafischlarve liegt, mussten die Zebrafischlarven für die 

in vivo Mikroskopie der Podozyten mit dem Rücken nach oben positioniert und so 

fixiert werden, dass sie sich auch über Stunden nicht bewegen konnten. Ausrichtung 

und Immobilisation der ET-Larven fanden nach folgendem Procedere unter visueller 

Kontrolle mit dem Stereomikroskop statt:  

1.) ET-Larven wurde mit einer Transferpipette (Sarstedt, Nürmbrecht, 

Deutschland) auf den Boden einer 60 mm Petrischale (Greiner Bio-One, 

Frickenhausen, Deutschland) überführt und mit einem Tropfen in E3-Medium 

verdünnter Tricainlösung (0,1-0,5 %) anästhesiert.  

2.) Die ET-Larven wurden anschließend mit einem Tropfen 0,8 % low melting 

Agarose (gelöst in E3-Medium; Biozym LE Agarose, Biozym Scientific, 

Hessisch Oldendorf, Deutschland) eingebettet. Dazu wurde die Agaroselösung 
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bei einer Temperatur von 40 °C auf einer Heizplatte flüssig gehalten. Die ET-

Larven wurden im noch flüssigen Agarosegel mit einer feinen Wimper (Eyelash-

Pencil, Ted Pella, Redding, Kanada) so positioniert, dass sie knapp unter der 

Oberfläche der Agarose mit dem Rücken nach oben zu liegen kamen. 

3.) Um ein Austrocknen zu verhindern, wurden die eingebetteten ET-Larven mit 

E3-Medium bedeckt und die Petrischale mit Parafilm, in den ein Loch für das 

Objektiv des 2PMs geschnitten war, verschlossen. 

2.2.6 Bedienung des 2-Photonenmikroskops  

Das Zeiss LSM 7MP wurde gemäß der Herstellerangaben eingeschaltet. Dabei wurden 

mittels der Betreibersoftware ZEN 2010 folgende Einstellungen gewählt: 

Anregungswellenlänge: 900 nm 

Emissionsfilter: Lichtkanal 1: BP 500-550 nm / LP 490 nm (für 

grüne Fluoreszenz); Lichtkanal 2: Mirror SP 

490 nm (für rote Fluoreszenz)  

Anschließend wurden die in Agarose eingebetteten ET-Larven mit der Petrischale auf 

dem Mikroskoptisch des 2PM platziert. Die Bildaufnahmen mit dem 2PM fanden bei 

einer Raumtemperatur (RT) von 22 °C statt. Mit dem 20x Objektiv wurde im 

Hellfeldmodus der Rückenbereich einer Larve direkt hinter dem Ohrbläschen 

fokussiert. Anschließend wurden Herzschlag und Blutzirkulation der Larve visuell 

kontrolliert und das Experiment nur fortgesetzt, wenn die Larve eine gute 

Blutzirkulation, sichtbar anhand eines kräftigen und raschen Blutsroms in den Gefäßen 

der Larve, aufwies und die Auszählung der Herzaktionen eine Frequenz von ca. 120 

Schlägen pro Minute ergab. Im Fluoreszenzlicht wurden dann durch das Okular eGFP 

positive Zellen aufgesucht (max. Emissionswellenlänge: 509 nm). Je nach Fragestellung 

wurde auf das 40x bzw. 63x Objektiv gewechselt.  

Mittels der ZEN 2010 Software wurden die folgenden Parameter als Grundeinstellung 

für die Bildaufnahme mit dem 2PM definiert; sofern dabei keine Einheit angegeben ist, 

handelt es sich um einen relativen Parameter für den in ZEN 2010 keine Einheit 

ausgewiesen ist. 

Aufnahmegeschwindigkeit:  983,04 ms bis 7,68 s pro Bild; i. d. R. wurde mit 

mittlerer Aufnahmegeschwindigkeit gearbeitet, um 
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einerseits Bewegungsartefakte (z. B. verursacht 

durch die Herzfrequenz der Larve) soweit wie 

möglich zu reduzieren und andererseits eine hohe 

Auflösung zu erzielen. 

Average:    2-4 (mean) 

Bittiefe:    16 bit 

Bildgröße:    1024 x 1024 Pixel 

Detektionsmodus:   Non-descanned detection 

Laserleistung:   5-20 % (je nach Stärke der eGFP-Expression) 

Scanmodus:    Bidirektional  

 

Mit dem 2PM wurden virtuelle optische Schnitte, so genannte z-Stapel aufgenommen, 

die sich aus mehreren einzelnen Aufnahmen unterschiedlicher Fokusebenen 

zusammensetzen. Der Abstand zwischen zwei z-Ebenen betrug i. d. R. 0,75 µm.  

Kurz- und Langzeitbeobachtungen wurden durchgeführt, indem von jeder Larve 

mehrere z-Stapel als Zeitserie (Time lapse) aufgenommen wurden: 

Ultrakurzzeitaufnahmen:  Alle 140-223 ms je ein Einzelbild der 

Podozytenfortsätze; Gesamtdauer: 60-90 min.  

Kurzzeitaufnahmen:  Alle 6 s je ein z-Stapel eines Ausschnittes des 

Glomerulus; Gesamtdauer: 13-20 min.  

Langzeitaufnahmen:  Alle 30, 45, 50, 60, 70 oder 90 min je ein z-Stapel 

des Glomerulus; Gesamtdauer 2-23 h  

 

Um eine hohe Bildfolgegeschwindigkeit für die Ultrakurzzeitaufnahmen zu erzielen, 

wurden die Einstellungen wie folgt geändert, so dass die Einzelbildaufnahme mit einer 

Rate von 4.5-7.1 Hz durchgeführt wurde:  

Aufnahmegeschwindigkeit:  140-223 ms 

Average:    1  

Bildgröße:    388-1024 x 102-192 Pixel 

Die Aufnahme eines z-Stapels erfolge nach dem nachstehend exemplarisch 

beschriebenen Ablauf: 
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1.) Abdunkeln des Raumes und Ausschalten des Lichtes. 

2.) Erneute Kontrolle der Vitalität der Larve im Hellfeldmodus des 2PMs. Dabei 

wurde noch einmal visuell geprüft, ob eine gute Blutzirkulation vorlag. 

Außerdem wurde die Herzfrequenz ausgezählt und nur weiterexperimentiert, 

wenn die Larve neben einer deutlichen Blutzirkulation noch immer eine 

Herzfrequenz von ca. 120 Schlägen pro Minute aufwies. 

3.) Fokussierung auf die Region des Glomerulus, für Detailaufnahmen auch 

Einstellung eines digitalen Zooms (Zoomfaktor i. d. R. zwischen 1-3,5) 

4.) Durchführung eines Livescans zur Definition der obersten und untersten 

z-Ebene. 

5.) Aufnahme eines z-Stapels mit maximaler Aufnahmegeschwindigkeit und 

dementsprechend niedriger Bildqualität zur ersten Orientierung. Je nach Bedarf 

Optimierung der Bildqualität über Einstellung der Parameter Mastergain 

(500-750), digitaler Gain (i. d. R. 1,2), digitaler Offset (i. d. R. -5000-0) und 

Average (2-4) sowie Anpassung der Aufnahmegeschwindigkeit. Die 

Laserleistung (stets <20 %) wurde so weit wie möglich reduziert, um eine 

eventuelle Phototoxizität zu minimieren. 

6.) Zur Erstellung eines Time lapse wurde zusätzlich das Zeitintervall zwischen 

den einzelnen z-Stapeln und die Gesamtdauer der Aufnahme eingestellt. 

7.) Während der Time lapse-Aufnahmen fand regelmäßig nach dem 

beschriebenen Vorgehen eine visuelle Kontrolle der Kreislaufparameter 

Herzschlag und Blutzirkulation der Larve im Hellfeldmodus des 2PMs statt. 

2.2.7 Bildverarbeitung 

Die z-Stapel wurden mit dem Bildverarbeitungsprogramm ImageJ (National Institutes 

of Health, Bethesda, USA) gesichtet und hinsichtlich Helligkeit, Kontrast und 

Bildschärfe optimiert. Zur Auswertung der Zeitserien wurden z-Ebenen des 

Startzeitpunkts (t0) ausgewählt, die mehrere Podozytensomata und deutlich sichtbare 

Podozytenfortsätze zeigten. Darauf aufbauend wurden den Bildern dieser Vorauswahl 

die entsprechenden z-Ebenen der späteren Aufnahmezeitpunkte (t1, t2, ... , tn) zugeordnet 

und vergleichend betrachtet. Anhand dieser Zusammenschauen wurde untersucht, 
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inwiefern die Position der Podozyten, ihre Konstellation zueinander und das Muster 

ihrer Fortsätze im Zeitverlauf Veränderungen unterworfen waren. 

Die dreidimensionale Rekonstruktion der Aufnahmen wurde mit der Software Volocity 

(Improvision, Coventry, England) durchgeführt. Die Bilder die zur dreidimensionalen 

Rekonstruktion des Glomerulus verwendet wurden, wurden zuvor mit dem ImageJ-

Plugin Iterative Deconvolution (Dougherty 2005) bearbeitet, um den Kontrast zu 

erhöhen. 

2.2.8 Statistik 

Mit dem Bildverarbeitungsprogramm ImageJ wurden in einigen Aufnahmen der 

Podozyten lebendiger ET-Larven die Distanzen zwischen charakteristischen 

Verzweigungspunkten der Podozytenfortsätze gemessen. Zur Markierung der 

Verzweigungspunkte wurde das ImageJ Plugin Cellcounter (Kurt De Vos, University of 

Sheffield, Sheffield, England) genutzt und die Bildqualität mittels einer Veränderung 

der Kontrast- und Helligkeitseinstellungen optimiert. Beispielsweise wurden 10 

Verzweigungen der Primärfortsätze mittels gleichfarbiger Kreuze markiert und die 5 

dazugehörigen Strecken digital ausgemessen. Die Abstandsbestimmung wurde an einer 

späteren Aufnahme derselben Region wiederholt, so dass die ermittelten Abstandswerte 

miteinander verglichen werden konnten. Die Datenverarbeitung erfolgte mit dem 

Tabellenkalkulationsprogramm Excel (Microsoft, Redmond, USA). 

2.2.9 Histologie und Immunfluoreszenz 

Anfertigung von  Gefrierschnitten (Kryoschnitten): Die Zebrafischlarven wurden in 2 % 

Paraformaldehyd (PFA) in 1x Phosphat-gepufferter Salzlösung (PBS) für mindestens 

2 h bei RT fixiert. Anschließend wurden die Larven in 1x PBS kurz gewaschen und in 

30 % Saccharose in 1x PBS bei 4 °C über Nacht inkubiert und am folgenden Tag 

mittels Tissue Tek (Sakura, Staufen, Deutschland) in flüssigem Stickstoff 

schockgefroren. Von den so vorbereiteten Larven wurden 60 µm und 20 µm dicke 

Serienschnitte am Mikrotom (Kryostat 2800 Frigocut N, Reichert-Jung, Nussloch, 

Deutschland) angefertigt und auf Super Frost Plus Objektträger (Langenbrinck, 

Emmendingen, Deutschland) aufgebracht. Die Schnitte wurden luftgetrocknet (RT, 

20 min) und schließlich bis zur Verwendung für die entsprechenden Färbungen 

bei -80 °C aufbewahrt. 
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Immunfluoreszenzfärbungen (IF-Färbungen) an Kryoschnitten: Es wurde eine feuchte 

Kammer vorbereitet, in der alle Inkubationen bei RT durchgeführt wurden. Zunächst 

erfolgte die Perforation der Zellmembranen mit 0,3 % Triton X-100 (Merk, Darmstadt, 

Deutschland) für 30 s. Danach erfolgten 2 Waschschritte mit 1x PBS für je 1 min. Mit 

Blockierungslösung wurde anschließend für 1 h inkubiert und daraufhin mit Alexa 

Fluor 546-gekoppeltem Phalloidin (Invitrogen Corporation, Camarillo, USA) zur 

Darstellung des Aktinzytoskeletts sowie mit DAPI bzw. Hoechst 33342 (Sigma-

Aldrich, München, Deutschland) zur Kernfärbung gefärbt. Nach einer Inkubationszeit 

von 30 min wurden die Objektträger zweimal je 1 min mit 1x PBS gewaschen. Zur 

Immunfluoreszenzdarstellung von Nephrin wurde der polyklonale Kaninchen-Anti-

Zebrafisch-Nephrinantikörper (#163-176A, Anti zNephrin AB, Innovagen, Lund, 

Schweden) als Primärantikörper über Nacht bei 4 °C inkubiert (Verdünnung 1:2000 in 

Blockierungslösung). Danach wurden die Schnitte dreimal für je 1 min mit 1x PBS 

gewaschen und der Cy3-konjugierte anti-Kaninchen Sekundärantikörper (Verdünnung 

1:250 in Blockierunsglösung; Dianova, Hamburg, Deutschland) für 30 min aufgetragen. 

Nach erneutem Spülen mit 1x PBS für 1 min erfolgte das Eindecken der Proben mit 

Deckglas in einem Tropfen Mowiol (Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland). Die Schnitte 

wurden über Nacht bei 4 °C gelagert. Die Auswertung erfolgte nach mindestens 24 h 

am konfokalen LSM Leica TCS SP5 mit der Software Leica Application Suite. 
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3 Ergebnisse 
3.1 Eigenschaften der ET-Larven 
Der in unserer Arbeitsgruppe aus einer Kreuzung des Casper-Stammes und des 

wt1a:GFP-Stammes generierte Zebrafischstamm mitfaw2/w2;roya9/a9;Tg 

(-35.1wt1a:EGFP) besaß die Eigenschaften beider parenteraler Zebrafischstämme: 

vollständige Transparenz der Larven und Podozyten-spezifische eGFP-Expression unter 

Kontrolle des wt1a-Promoters. Aufgrund dieser Charakteristika kürzten wir diesen 

neuartigen Zebrafischstamm als ET-Stamm (ET – eGFP/transparent) ab, so dass 

Zebrafischlarven dieses Stammes als ET-Larven bezeichnet wurden. Ihre Verwendung 

ermöglichte erstmals eine hochauflösende Darstellung der Podozyten in 

Zebrafischlarven in vivo mit Hilfe eines 2PMs. 

3.2 Charakteristika der ET-Larven und ihrer Glomeruli 
3.2.1 Entwicklung 

Zur Feststellung morphologischer Besonderheiten oder etwaiger Entwicklungsdefizite 

wurden als Kontrolle Zebrafischlarven eines Wildtypstammes (AB-Stamm), des 

Casper-Stammes, des wt1b- sowie des wt1a-Stammes vergleichend mit Larven des ET-

Stammes im Durchlichtmikroskop betrachtet. Dabei zeigten die ET-Larven weder 

morphologische Besonderheiten noch eine verzögerte Entwicklung. Eine 

Gegenüberstellung einer AB-Larve und einer ET-Larve im Alter von 3 dpf (Abb. 6) 

zeigte die ET-Larve hinsichtlich ihres Kopf-Rumpf-Winkels von rund 150°, ihrer 

Körperlänge von etwa 3,2 mm sowie der Ausbildung ihrer Organe wie Auge, Herz oder 

Dottersack als altersgerecht entwickelt. Als Kopf-Rumpf-Winkel wurde in diesem 

Zusammenhang bereits 1995 von Kimmel und Kollegen ein Winkel beschrieben, 

welcher von einer mittig durch die Organanlagen von Augenlinse und Ohr (Ohrplakode) 

verlaufenden Linie sowie von einer parallel zur Chorda dorsalis verlaufenden Linie 

eingeschlossen wird (siehe Winkel α in Abb. 6 B). Da sich Zebrafischlarven im Alter 

von 20 hpf und 70 hpf strecken und der Kopf-Rumpf-Winkel in dieser Zeit zunimmt, 

wurde er als Entwicklungsindikator herangezogen (Kimmel et al. 1995). Die ET-Larven 

zeigten auch im Vergleich mit der Literatur (Kimmel et al. 1995) keine 

morphologischen Besonderheiten oder Pathologien in ihrer Entwicklung.  
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Abb. 6: Morphologie der Zebrafischlarven verschiedener Stämme. (A) AB-Larve (Wildtyp) im Alter von 

3 dpf. (B) ET-Larve im Alter von 3 dpf. Die ungefähre Lage des Glomerulus ist in (B) mit einem grünen 

Stern markiert. Beide Larven zeigten eine reguläre Entwicklung. Der Kopf-Rumpf-Winkel α betrug in 

beiden Zebrafischlarven altersgerecht rund 150°. Äußerlich unterschiedlich ist lediglich das Fehlen der 

Pigmentzellen in der ET-Larve (B). 

3.2.2 Morphologische Untersuchungen 

Anhand von Semidünnschnitten wurde die Organmorphologie der ET- (Abb. 7) mit 

wt1a- (Abb. 8) sowie wt1b-Larven (Abb. 9) als Kontrolle verglichen. Hierzu wurden die 

im Alter von 4 dpf fixierten Zebrafischlarven auf Höhe der Brustflossen, d. h. zwischen 

drittem und viertem Somiten in der Horizontalebene geschnitten. In diesem Alter war 

die Morphogenese weitgehend abgeschlossen, so dass außer eines raschen 

Größenwachstums keine weiteren Änderungen der Organe mehr zu erwarten gewesen 

waren (Kimmel et al. 1995). Der Vergleich der Semidünnschnitte der wt1a-, wt1b- und 

ET-Larven zeigte in den ET-Larven eine normale Organmorphologie: Dorsal bildet die 

Chorda dorsalis das Achsenskelett. Sie wird von den Myotomen aus quergestreifter 

Muskulatur flankiert und ventral von der Aorta dorsalis begleitet. Der Aorta lagert sich 

der Glomerulus an, welcher von beiden Tubuli des Pronephros seitlich verlassen wird. 

Auf der rechten Seite umschließt der Tubulus zusammen mit Leberanlage und Bulbus 
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intestinalis die Vena cardinalis. Beidseitig unterhalb der Leberanlage liegt der 

Dottersack, welcher ebenso wie die Leberzellen durch eine deutliche Metachromasie 

auffiel. Ferner verläuft in den Kontroll-Larven (wt1a- und wt1b-Larven) zwischen 

Myotomen und Tubuli ein dunkles Band aus Pigmentzellen, welches bei den ET-Larven 

erwartungsgemäß nicht ausgebildet war. Jenseits des Fehlens der Pigmentzellen lagen 

zwischen den Kontroll-Larven des wt1a- bzw. wt1b-Stammes und den ET-Larven keine 

Unterschiede vor, insbesondere Organfehlbildungen oder andere Entwicklungsdefizite 

fanden sich in ET-Larven nicht häufiger als normal. 

Abb. 7: Semidünnschnitt einer ET-Larve. Alter der Larve: 4 dpf; Ansicht von frontal. Färbung nach 

Richardson. Auffällig ist das Fehlen der Pigmentzellen zwischen Myotomen und Tubuli. Abb. 

freundlicherweise überlassen von der AG Endlich, Greifswald. 
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Abb. 8: Semidünnschnitt einer Kontroll-Larve (wt1a). Alter der Larve: 4 dpf; Ansicht von frontal. 

Färbung nach Richardson. Abb. freundlicherweise überlassen von der AG Endlich, Greifswald. 

Abb. 9: Semidünnschnitt einer Kontroll-Larve (wt1b). Alter der Larve: 4 dpf; Ansicht von frontal. 

Färbung nach Richardson. Abb. freundlicherweise überlassen von der AG Endlich, Greifswald. 
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3.2.3 Charakterisierung der Podozyten 

Die Expression des Podozyten-spezifischen Transmembranproteins Nephrin und die 

Integrität des Aktinzytoskeletts im Glomerulus sind für die Viabilität der Podozyten 

entscheidend. Zur Charakterisierung der Podozyten stellte sich daher die Frage, ob das 

Aktinzytoskelett oder die Expression bzw. Lokalisation von Nephrin in ET-Larven 

verändert ist. Dazu wurden an Kryoschnitten der Glomeruli von wt1a-, wt1b- und ET-

Larven (6 dpf) IF-Färbungen auf Nephrin durchgeführt. Zur Darstellung des 

Aktinzytoskeletts wurde Alexa Fluor 546-gekoppeltes Phalloidin verwendet. In ET-

Larven und in wt1b-Larven als Kontrolle lag eine vergleichbare und starke Expression 

von F-Aktin vor (Abb. 10). F-Aktin war erwartungsgemäß auch in den 

Mesangiumzellen und in den Endothelzellen der Kapillaren des Glomerulus exprimiert. 

Abb. 11 zeigt die IF-Färbung einer ET-Larve (A1 und A2 in Abb. 11) und einer 

Kontroll-Larve (wt1b; B1 und B2 in Abb. 11) mit einem spezifischen Antikörper gegen 

Nephrin: Nephrin war in beiden Stämmen gleich stark exprimiert und identisch 

lokalisiert. Hinsichtlich der Ausprägung des Aktinzytoskeletts und des 

Expressionsmusters von Nephrin lagen in ET-Larven keine Veränderungen vor. Diese 

Ergebnisse decken sich mit der aus der Literatur bekannten starken Expression von F-

Aktin in den Podozytenfußfortsätzen (Drenckhahn und Franke 1988; Pavenstadt et al. 

2003) und der Lokalisation von Nephrin entlang der Schlitzmembranen der Podozyten 

(Kramer-Zucker et al. 2005). 

Abb. 10: Untersuchung des Aktinzytoskeletts im Glomerulus von Zebrafischlarven. Färbung von 

Kryoschnitten des Glomerulus einer ET-Larve (A1) sowie einer Kontroll-Larve (wt1b; B1) zur IF-
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Darstellung des Aktinzytoskeletts (rot, Färbung mit Alexa Fluor 546-gekoppeltem Phalloidin) im Alter 

von 6 dpf. In der ET-Larve (A2) sind ergänzend zum Aktinzytoskelett (rot) die Zellkerne in blau 

(Färbung mit Hoechst 33342) sowie die Podozyten-spezifische eGFP-Expression in grün dargestellt. In 

der Kontroll-Larve (wt1b; B2) zeigt sich außerdem eine eGFP-Expression (grün) in PECs und 

Tubuluszellen. Maßstabsbalken 25 µm. 

Abb. 11: Untersuchung der Expression und Lokalisation von Nephrin im Glomerulus von 

Zebrafischlarven. Färbung von Kryoschnitten des Glomerulus einer ET-Larve (A1) sowie einer Kontroll-

Larve (wt1b; B1) zur Darstellung von Nephrin (rot) mit Hilfe eines Antikörpers im Alter von 6 dpf. In der 

ET-Larve (A1) und in der Kontroll-Larve (wt1b; B1) zeigte sich spezifisch eine starke Nephrinexpression 

in Podozyten und Podozytenfußfortsätzen entlang der glomerulären Kapillaren. In A2 (ET-Larve) und B2 

(Kontroll-Larve) sind ergänzend zur Nephrinexpression (rot) die Zellkerne in blau (Färbung mit Hoechst 

33342) sowie die eGFP-Expression in grün dargestellt. Maßstabsbalken 10 µm. 

3.3 Visualisierung von Podozyten in lebenden Zebrafischlarven 
Da sich die ET-Larven von Larven anderer bereits etablierter Zebrafischlinien 

hinsichtlich Entwicklung, Morphologie und Expression des Podozyten-spezifischen 

Proteins Nephrin nicht unterschieden, konnte dieser Stamm für die in vivo Beobachtung 

mit einem 2PM verwendet werden. Dazu wurden die Larven im Alter von 27 hpf bis 

6 dpf mit Tricain narkotisiert und in 0,8 % Agarose eingebettet. In der noch flüssigen 

Agarose wurden die Larven mit Hilfe einer Wimper so positioniert, dass sie mit dem 

Rücken nach oben („dorsal-up“) direkt unter der Agaroseoberfläche zu liegen kamen. 
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Um einen besseren Kontrast zwischen den Podozyten bzw. den Podozytenfortsätzen 

und den Kapillaren zu erreichen, wurden vor dem Einbetten mit Hilfe einer 

Mikroinjektionsanlage 3 nl einer Qdot-Lösung gemischt mit Phenolrot in die große 

Vene einiger Zebrafischlarven injiziert. Abb. 12 zeigt den Glomerulus einer ET-Larve, 

deren Gefäßsystem bedingt durch die Qdot-Injektion in rot leuchtet. Hierbei kann man 

deutlich die Aorta (Stern) und jeweils zu ihren Seiten die Kapillarschlingen des 

Glomerulus erkennen. Bei einer höheren Vergrößerung des Glomerulus stellt sich dar, 

wie die grün leuchtenden Podozyten über ihre verzahnten Fortsätze an die Kapillaren 

adhäriert sind, während die Podozytenzellkörper in den Bowman’schen Kapselraum 

hineinragen. 

Abb. 12: Glomerulus einer ET-Larve nach Qdot-Injektion in vivo. (A) Glomerulus einer ET-Larve (6dpf), 

deren Gefäßsystem bedingt durch die Qdot-Injektion in rot leuchtet. In (B) ist der Ausschnitt im blauen 

Kasten in höherer Vergrößerung dargestellt: Die Podozyten (grün) adhärieren mit ihren Fortsätzen an den 

Außenseiten der glomerulären Kapillaren. Der weiße Stern markiert jeweils die Aorta. 

Maßstabsbalken: 10 µm. 

Mit dem 2PM ist es möglich, optische Schnitte einer Probe entlang der z-Achse zu 

generieren: Aufeinanderfolgende Aufnahmen mit einer jeweils um ein definiertes 

Intervall verschobenen Fokusebene ergaben so genannte z-Stapel, bei denen jedes 

Einzelbild einem optischen Schnitt durch den Glomerulus entsprach. So konnten die 

Glomeruli der ET-Larven mit dem 2PM in ihrer gesamten Ausdehnung untersucht 

werden. Abb. 13 zeigt einzelne optische Schnitte eines solchen z-Stapels einer ET-

Larve im Alter von 6 dpf. Der Abstand der Einzelbilder betrug 0,75 µm. Zur Erhöhung 



Ergebnisse  38 

des Kontrastes wurden die Aufnahmen zur Analyse in schwarz-weiß dargestellt. Dabei 

sind die Podozytenzellkörper sowie die Fortsätze der Podozyten in weiß sichtbar. Das 

Lumen der Kapillarschlinge, hier nicht angefärbt und daher schwarz, zeigte sich von 

mindesten 5 Podozyten umgrenzt. In Abb. 13 D und E werden zum ersten Mal einige 

Fortsätze der Podozyten sichtbar. Bei Aufnahmen, die in einer tieferen Fokusebene 

gemacht wurden, konnten dann Primärfortsätze von mindestens 2 Podozyten deutlich 

dargestellt werden. Diese Primärfortsätze verzahnten sich untereinander und 

umspannten die Kapillarwand (Abb. 13, H, I).  

Mit Hilfe einer dreidimensionalen Rekonstruktion eines z-Stapels konnten große Teile 

eines Glomerulus rekonstruiert werden (Abb. 14). Die linke Seite der Abbildung zeigt 

einen Einblick in den Glomerulus bei geringer Vergrößerung. Man erkennt die von den 

Podozyten (weiß) umgebenen Kapillarschlingen. Die höhere Vergrößerung (roter 

Kasten in Abb. 14) auf der rechten Seite der Abbildung zeigt große Primärfortsätze 

einzelner Podozyten (grau), die sich verzweigten und mit den Fortsätzen der 

benachbarten Podozyten verzahnten. Die größte Vergrößerung (blauer Kasten in Abb. 

14) stellt im Detail dar, wie die Podozytenfortsätze die Kapillarwand umgriffen. Das 

Kapillarendothel und die GBM sind in Abb. 14 nicht sichtbar, da sie nicht mit einem 

Fluoreszenzfarbstoff markiert waren. 
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Abb. 13: z-Stapel eines Ausschnittes des Glomerulus einer ET-Larve in vivo. Der Abstand der einzelnen 

Bilder auf der z-Achse betrug 0,75 µm. Erkennbar sind Podozytenzellkörper (A-C), deren Primärfortsätze 

die Kapillarwand umgreifen (D-L). Alter der Larve: 6 dpf. Maßstabsbalken: 20 µm. 
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Abb. 14: Dreidimensionale Rekonstruktion des Glomerulus einer ET-Larve. Ausgehend von der 

Übersicht (oben links) ist vergrößert der Verlauf einer Kapillare (Ausschnitt roter Kasten) sowie die von 

Primärfortsätzen bedeckte Kapillarwand (Ausschnitt blauer Kasten) dargestellt. Alter der Larve: 6 dpf. 

3.4 Langzeitbeobachtungen von Podozyten  
3.4.1 Beobachtung einzelner Podozyten in vivo im Zeitverlauf 

Im Rahmen dieser Arbeit ist es gelungen, die Podozyten mit ihren Fortsätzen in vivo in 

lebenden Zebrafischlarven mit einem 2PM zu visualisieren sowie zu studieren. Ein 

weiteres Ziel dieser Studie war, mögliche Bewegungen der Podozyten und ihrer 

Fortsätze verfolgen zu können. Daher stellte sich die Frage, ob es möglich ist, ET-

Larven mit einem 2PM auch über längere Zeiträume zu beobachten. Hierzu wurden 

Podozyten lebender ET-Larven im Alter von 5-6 dpf gemäß dem in dieser Arbeit 

etablierten Verfahren mit dem 2PM dargestellt. Um etwaige unerwartete 

Langzeiteffekte auszuschließen, wurde jedoch auf die Injektion von Qdots verzichtet. 

Für die Langzeitbildgebung wurde zu Beobachtungsbeginn ein z-Stapel einer 

definierten Region des Glomerulus einer ET-Larve aufgenommen, in dem mehrere 
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Podozyten mit ihren Fortsätzen deutlich erkennbar waren. Ohne die Bildparameter zu 

verändern, wurde fortlaufend nach einem vorher festgelegten Zeitintervall (15, 30, 50 

oder 60 min) je ein weiterer z-Stapel derselben Region des Glomerulus aufgenommen 

und so die Gesamtbeobachtungsdauer pro ET-Larve schrittweise auf 2, 3, 4 und 5 h 

erhöht (n= 8 für 2-5 h). Dabei wurden Herzfrequenz und Blutzirkulation der ET-Larven 

als Vitalparameter regelmäßig kontrolliert. Durch ein Auszählen der Herzfrequenz 

wurde ermittelt, dass bei den verwendeten ET-Larven während der gesamten 

Versuchsdauer eine normale Herzfrequenz von durchschnittlich 120 Schlägen pro 

Minute vorlag. Auch über Stunden beeinflusste weder die chemische Relaxierung durch 

gering dosiertes Tricain (0,1-0,5 %) noch die mechanische Immobilisation durch die 

Einbettung in Agarose (0,8 %) das Herz-Kreislauf-System der ET-Larven negativ. Eine 

mögliche Phototoxizität der Laserexposition auf die Podozyten wurde durch die 

Verwendung einer niedrigen Laserleistung und durch eine hohe 

Aufnahmegeschwindigkeit der z-Stapel (Aufnahmedauer stets kleiner als 1 min pro 

z-Stapel) vermieden. Somit konnte die Laserexposition der ET-Larven so weit reduziert 

werden, dass sie keine wahrnehmbare Zellschädigung induzierte. Diese gute 

Verträglichkeit der in vivo Bildgebung ermöglichte es, die Beobachtungsdauer pro ET-

Larve stufenweise weiter von 5 auf bis zu 23 h zu erhöhen (n= 27 für 6-23 h). In allen 

untersuchten ET-Larven glichen sich dabei zu allen Zeitpunkten sowohl die Positionen 

der beobachteten Podozyten als auch die interdigitierenden Muster ihrer 

Primärfortsätze. Trotz der ausgedehnten Untersuchungszeiträume waren keine 

Bewegungen der Podozyten oder ihrer Primärfortsätze nachweisbar. In Abb. 15 sind 

exemplarisch die zu jedem Zeitpunkt des Experiments identischen Positionen der 

Podozytenzellkörper und die gleichbleibenden Interdigitationsmuster ihrer Fortsätze zu 

erkennen: Sowohl zu Beginn des Beobachtungszeitraumes (t= 0 h) als auch nach 15 h 

(t= 15 h) war die Lage der Podozyten unverändert. In allen Langzeitaufnahmen konnten 

niemals Podozyten beobachtet werden, welche entlang der Kapillaren des Glomerulus 

wanderten oder von diesen weg beziehungsweise zu jenen hin migrierten. 
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Abb. 15: Langzeitbeobachtung einiger Podozyten und ihrer Fortsätze in vivo. In einer ET-Larve (6 dpf) 

waren die Podozyten (grün) und ihre Primärfortsätze während des gesamten Experiments (Dauer 15 h) 

stets in identischen Positionen. Die Bildaufnahme erfolgte alle 30 min. Maßstabsbalken: 10 µm. 

3.4.2 Statistische Auswertung 

Insgesamt wurden 24 unabhängige Langzeitbeobachtungen mit 24 ET-Larven in die 

Auswertung einbezogen. Wie der Tab. 1 zu entnehmen ist, betrug die Gesamtdauer der 

Langzeitexperimente 245,66 h. Tab. 1 zeigt zusätzlich die Dauer und Anzahl der 

jeweiligen Einzelexperimente. Pro Experiment waren in diesen Aufnahmen mindestens 

4 bis 5 Podozytenzellkörper deutlich erkennbar. Trotz der großen Anzahl 

aufgezeichneter Podozyten konnte kein einziger migrierender oder sich bewegender 

Podozyt beobachtet werden: Speziell die Primärfortsätze der Podozyten zeigten 

gleichbleibende Positionen sowie ein konstantes Interdigitationsmuster. Zur 

Quantifizierung dieses visuellen Eindrucks wurden die Längen der Abstände zwischen 

charakteristischen Verzweigungspunkten der Primärfortsätze gemessen. Insgesamt 

wurden in Langzeitaufnahmen von 11 ET-Larven zufällig 16 verschiedene Regionen 

der Glomeruli ausgewählt. Hierin wurden 142 Primärfortsatzabschnitte der Podozyten 

markiert und die korrespondierenden Längen zum Ausgangszeitpunkt gemessen 

(vgl. Abb. 16 A). Die mittlere gemessene Länge einer Strecke zwischen zwei 

Verzweigungspunkten eines Fortsatzes betrug 4,2 µm bei einer Standardabweichung 

von 1,6 µm. Die Messung der Länge der ausgewählten Primärfortsatzabschnitte wurde 

anschließend an einer 3-18 h (Mittelwert: 6,1 h; Standardabweichung 4,1 h) später 

durchgeführten Aufnahme derselben Region des jeweiligen Glomerulus wiederholt. 

Dabei waren lediglich geringfügige Abstandsabweichungen der mittleren 
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Podozytenfortsatzlängen in einer Größenordnung von rund -2 µm bis +1 µm 

festzustellen (schwarze Boxen in Abb. 16 B). Es lag keine signifikante Änderung der 

Mittelwerte der markierten Primärfortsatzlängen im Zeitverlauf vor. Zusätzlich wurden 

in 8 der 16 ausgewählten Regionen die anfangs markierten Distanzen an nur 1 bis 1,5 h 

(Mittelwert: 1,2 h, Standardabweichung 0,3 h) später erstellen Aufnahmen 

nachgemessen. Auch innerhalb dieses kurzen Zeitraumes änderten sich die Mittelwerte 

der gemessenen Distanzen nicht signifikant. Die blauen Boxen in Abb. 16 B illustrieren 

die geringe Abstandsänderung nach 1 bis 1,5 h in einer Größenordnung von -1,5 µm 

und +1,5 µm. Damit entsprachen die Größenordnung und die Verteilung der 

Längenabweichungen innerhalb kurzer Zeitintervalle (1-1,5 h) derer ausgedehnter 

Zeitspannen (3-18 h). Die Streuung der Abstandsabweichungen war nach 3-18 h nahezu 

identisch mit der Streuung der Abstandsabweichungen nach 1-1,5 h (Abb. 16 C). So 

betrugen die Abstandsänderungen in mehr als 50 % der Messungen sowohl nach 1-1,5 h 

als auch nach 3-18 h gleichermaßen nicht mehr als ±0,5 µm. Auch die Häufigkeiten der 

etwas größeren Abstandsänderungen bis zu 2 µm entsprachen sich nach kurzen 

(1-1,5 h) und langen (3-18 h) Zeitintervallen. 

Tab. 1: Zusammenschau der Dauer (h) und Anzahl (n) der Experimente sowie der Gesamtdauer der 

Langzeitbeobachtungen. 

Experimentdauer in h  Anzahl n der unabhängigen 
Experimente  

Gesamtdauer in Stunden 

4 1 4 
4,5 2 9 
5 1 5 
7 3 21 
8 2 16 
9,33 1 9,33 
10 3 30 
10,5 2 21 
11 3 33 
12 2 24 
13 1 13 
18,33 1 18,33 
19 1 19 
23 1 23 
Summen: 24 245,66 
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Abb. 16: Statistische Auswertung der Motilität der Podozytenprimärfortsätze. Die Motilität der 

Podozytenprimärfortsätze wurde untersucht, indem die Abstände zwischen charakteristischen 

Primärfortsatzverzweigungen einer Region zu zwei verschiedenen Zeitpunkten gemessen wurden. (A) 

Z. B. wurden 5 verschiedene Abstände in einer Region mit jeweils gleichfarbigen Kreuzen markiert und 

die korrespondierenden Längen gemessen. Maßstabsbalken: 10 µm. (B) Boxplot der Längenänderung 

markierter Primärfortsatzabschnitte in 16 verschiedenen Regionen (Regionen a-p) in 11 ET-Larven nach 

durchschnittlich 6,1 h (schwarze Boxen; n= 93 gemessene Abstände). In 8 Regionen wurden die 

Abstandsänderungen zusätzlich nach durchschnittlich 1,2 h gemessen (blaue Boxen; n= 49 gemessene 

Abstände). In keiner der untersuchten Regionen zeigte sich eine Änderung des Mittelwertes der Längen 

der markierten Primärfortsatzabschnitte, die einer Expansion bzw. Kontraktion der Fortsätze entspräche. 

(C) Die Verteilung der Längenänderung der Primärfortsatzabschnitte nach 3-18 h (schwarze Kurve) 

entspricht näherungsweise der Verteilung nach 1-1,5 h (blaue Kurve). 
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3.5 Kurzzeitbeobachtungen von Podozyten 
3.5.1 Beobachtung einzelner Podozyten in vivo über 15 Minuten 

Die Ergebnisse unserer Langzeituntersuchungen zeigten in vivo, dass über Zeiträume 

von bis zu 23 h keine gerichtete Migration der Podozyten entlang der GBM stattfand. 

Aber auch als ortständige Zellen könnten die Fortsätze der Podozyten einem 

gleichmäßigen Wechselspiel rascher rhythmischer Kontraktionen und Relaxationen 

unterworfen sein, ohne dass sich ihre Positionen dauerhaft verändern müssten. Diese 

Fragestellung aufgreifend wurden mit dem 2PM 13-15 min lang im Minutentakt 

Aufnahmen ausgewählter Regionen des Glomerulus lebender Zebrafischlarven (n= 3) 

erstellt. Auch in diesen Aufnahmen verblieben die Zellkörper der Podozyten stets am 

ursprünglichen Ort. Gleichzeitig zeigten sich zu keinem Zeitpunkt Bewegungen der 

Primärfortsätze. Abb. 17 zeigt die identischen Positionen von 8 Podozytenzellkörpern 

(grün) mit ihren Fortsätzen sowohl zum Startzeitpunkt (t= 0), als auch nach 5 sowie 

nach 13 min. Dabei sind die Kapillaren durch die Injektion von Qdots in rot 

hervorgehobenen, während die Podozyten und ihre Fortsätze, welche an die Außenseite 

der Kapillaren des Glomerulus angeheftet sind, in grün fluoreszierten. Auch innerhalb 

dieser kurzen Zeitintervalle verblieben die Primärfortsätze der Podozyten fortwährend 

an konstanten Positionen. 

Abb. 17: Kurzzeitbeobachtung einiger Podozyten und ihrer Fortsätze in vivo. In einer ET-Larve (6 dpf) 

verblieben die Podozyten (grün) und ihre Primärfortsätze in identischen Positionen an den Außenseiten 

der Kapillaren des Glomerulus. Die Kapillaren sind durch eine Injektion von Qdots in rot hervorgehoben. 

Die Bildaufnahme erfolgte alle 60 s. Maßstabsbalken: 10 µm 

3.5.2 Beobachtung der Podozytenprimärfortsätze im Sekundenbereich 

Die in Abschnitt 3.4.1 sowie 3.5.1 beschriebenen Ergebnisse lieferten weder Hinweise 

auf eine gleichmäßige Migration der Podozytensomata entlang der GBM noch auf 

rhythmische Kontraktionen der Primärfortsätze. Dabei betrug das geringste Zeitintervall 
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zwischen zwei aufeinanderfolgenden Aufnahmen mindestens 60 s, so dass schnellste 

Oszillationen der Podozytenfortsätze im Sekundenbereich übersehen geblieben sein 

könnten. Um diese Unsicherheit zu beseitigen und um herauszufinden, ob Podozyten 

innerhalb von Sekunden dynamisch oszillieren, wurde die Aufnahmegeschwindigkeit 

zulasten der Bildauflösung erhöht und die Primärfortsätze der Podozyten in lebenden 

Zebrafischlarven mit einer Bildwiederholrate von 4,5 bis 7,1 Hz aufgenommen (n= 15): 

Bei einer Bildauflösung von 1024 x 102 Pixel konnte zum Beispiel alle 193 ms ein Bild 

einer ausgewählten Region des Glomerulus einer ET-Larve (6 dpf) in vivo 

aufgezeichnet werden. Diese Aufnahmegeschwindigkeit entsprach der zwei- bis 

dreifachen Herzfrequenz der Zebrafischlarven. Betrachtete man die entsprechenden 

2PM-Aufnahmen (Abb. 18), die zur Erhöhung des Kontrastes in schwarz-weiß 

abgebildet sind, zeigte sich lediglich eine leichte herzfrequenzsynchrone Pulsation, aber 

keine Kontraktion oder Relaxation der Podozytenfortsätze. Folglich konnten im 

Millisekundenbereich keine raschen Oszillationen der Primärfortsätze nachgewiesen 

werden. 
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Abb. 18: Zeitserie der Aufnahmen einiger Podozyten und ihrer Fortsätze in vivo. Der Glomerulus einer 

Zebrafischlarve (6 dpf) wurde mit einer Aufnahmegeschwindigkeit von 5,18 Hz beobachtet: Die 

Podozyten (grauweiß) und ihre Primärfortsätze zeigten keine raschen Oszillationen. Abgebildet sind die 

ersten 3,8 s des Experimentes; auf allen Einzelbildern, die jeweils nach 193 ms (t 1, t 2, t 3, ... , t 20) 

aufgenommen wurden, befanden sich die Podozyten in identischen Positionen. Maßstabsbalken: 10 µm. 

3.6 Einwirkungen der 2-Photonenmikroskopie auf Zebrafischlarven 
3.6.1 Entwicklung des Glomerulus 

Drummond und Kollegen beschrieben die Entwicklung des Pronephros anhand 

lichtmikroskopischer Untersuchungen fixierter Zebrafischlarven (Drummond et al. 

1998). Das wt1-Gen stellt dabei einen essentiellen Regulator der Nephrogenese dar und 

wird ab etwa 24 hpf ausschließlich in einer sich zu Podozyten entwickelnden 

Zellgruppe exprimiert. Da die eGFP-Expression in ET-Larven unter der Kontrolle des 

wt1-Promoters steht, konnte in der vorliegenden Arbeit die Entwicklung des 
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Zebrafischglomerulus mit einem 2PM in vivo verfolgt werden. In einer vitalen ET-

Larve stellten sich 27 hpf die zwei Organanlagen des Pronephros durch ihre grüne 

Fluoreszenz lateral der Mittellinie dar (Abb. 19 A weiße Sterne). Die weitere Genese 

des Glomerulus wurde mit dem 2PM über 44 h in vivo verfolgt. Man erkannte ab 37 hpf 

(Abb. 19 C) eine Verlagerung der grünen Fluoreszenz und damit eine Migration der wt1 

exprimierenden Zellen. Die beidseitig lateral angelegten glomerulären Organanlagen 

migrierten folglich in Richtung Mittellinie und begonnen etwa 40 hpf ventral der 

Chorda dorsalis in Höhe des dritten Somiten zu verschmelzen. Auf diese Weise 

gelangten die Vorläuferzellen der Podozyten in direkten Kontakt mit der darüber 

liegenden Aorta, so dass Kapillaren in die unmittelbar verschmolzenen glomerulären 

Primordia einwachsen konnten. 61 hpf bildeten sich die Zellkörper der Podozyten (Abb. 

19 H und I, rote Pfeile) als klar abgrenzbare Strukturen heraus. Nach 71 hpf konnte man 

einen entwickelten Glomerulus mit der ihn umgebenden Bowman-Kapsel und den von 

Podozyten umgebenen Kapillarschlingen (Abb. 19 J) erkennen. Diese erstmals mit 

einem 2PM in Zebrafischlarven dargestellte Glomerulogenese entspricht dem aus der 

Literatur bekannten Ablauf (Drummond et al. 1998). 

Abb. 19: Entwicklung des Pronephros einer ET-Larve. Ab 27 hpf wurde die Entwicklung des Pronephros 

kontinuierlich in einer ET-Larve in vivo über 44 h (A-J) verfolgt. Die weißen Sterne in (A) markieren die 

beiden Organanlage des Pronephros lateral der Mittellinie. In H-J sind erste Podozyten erkennbar (rote 

Pfeile).  
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3.6.2 Einfluss der 2-Photonenmikroskopie auf Podozyten  

Podozyten reagieren empfindlich auf Störungen. Sollte die in vivo Bildgebung mit dem 

2PM die Funktion des Pronephros und der Podozyten nachteilig beeinflussen, so wäre 

zu erwarten, dass es zu einer Herunterregulierung der Nephrinexpression oder zu einer 

pathologisch veränderten Morphologie des Glomerulus in der Zebrafischlarve kommen 

würde. Um herauszufinden, ob eine kontinuierliche Untersuchung des Glomerulus einer 

ET-Larve in vivo mit dem 2PM das Zytoskelett und damit die Funktion der Podozyten 

veränderte, wurden aus ET-Larven nach 24 h 2PM-Bildgebung Kyroschnitte hergestellt. 

Anhand dieser wurden IF-Färbungen auf Nephrin durchgeführt. Abb. 20 zeigt, dass 

auch nach 24 h Bildgebung eine gewöhnliche Morphologie der Kapillarschlingen des 

Glomerulus vorlag. Auch die Nephrinexpression war trotz der kontinuierlichen 

Bildgebung mit dem 2PM nicht verändert: Das Protein Nephrin zeigte sich spezifisch 

entlang der glomerulären Kapillaren lokalisiert und damit ohne Abweichungen zu 

Zebrafischlarven, die nicht in vivo mit einem 2PM untersucht wurden (vgl. Abb. 11). 

Abb. 20: Einfluss der 2-Photonenmikroskopie auf die Nephrinexpression. Eine in Agarose eingebettete 

ET-Larve (4 dpf) wurde direkt nach 24 h 2PM-Bildgebung in 2 % PFA fixiert. Kryoschnitte des 

Glomerulus dieser ET-Larve wurden zur IF-Darstellung von Nephrin (rot) gefärbt. Die Zellkerne (blau) 

wurden mittels DAPI dargestellt. Es zeigten sich eine reguläre Nephrinexpression und -lokalisation 

entlang der Podoyztenfortsätze (grün) sowie in der Vergrößerung normale glomeruläre Kapillarschlingen.  
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4 Diskussion 
Die Inzidenz und Prävalenz chronischen Nierenversagens, der ESRD, steigen seit 

Jahren stetig an (Collins et al. 2014). Trotz intensiver Forschung ist es bis heute nicht 

gelungen, diesen Trend zu verlangsamen und Betroffene von dieser Krankheit zu heilen. 

Derzeit besteht die einzige Überlebensmöglichkeit für Patienten, die an ESRD erkrankt 

sind, in der lebenslangen Nierenersatztherapie in Form einer Dialyse oder einer 

Nierentransplantation. In vielen Studien konnte in den letzten Jahren gezeigt werden, 

dass die Schädigung eines Zelltyps in der Niere, die des Podozyten, besonders für die 

Ausbildung einer CKD bzw. ESRD verantwortlich ist (Laurens et al. 1995; Kriz et al. 

1998; Wei et al. 2008; Reiser und Sever 2013). Podozyten sind hochspezialisierte 

Epithelzellen des Glomerulus und dort maßgeblich an der Filtration des Blutes beteiligt 

(Pavenstadt et al. 2003; Greka und Mundel 2012). Morphologische Veränderungen, wie 

das sogenannte Effacement, das Abflachen der komplex interdigitierenden Fußfortsätze 

der Podozyten (Shirato et al. 1996; Kriz et al. 2013), oder ihr Detachment von der GBM 

(Moriya et al. 1992; Kriz und Lemley 2014) und damit der Verlust dieser 

postmitotischen Zellen, führen in Mensch, Maus und Zebrafisch zum klinischen Bild 

der Proteinurie (Ashworth et al. 2010; Mao et al. 2013) und in vielen Fällen zu einer 

schweren Schädigung der Glomeruli (Laurens et al. 1995; Patrakka und Tryggvason 

2009; Mundel und Reiser 2010). Damit sind, bei Mensch und Maus, Veränderungen der 

Podozyten nachweislich mit einer Vielzahl glomerulärer Erkrankungen wie der RPGN, 

der diabetischen Nephropathie und der FSGS vergesellschaftet (Besse-Eschmann et al. 

2004; Bollee et al. 2011; Smeets et al. 2011; Anil Kumar et al. 2014). Zur Entwicklung 

von Therapiemöglichkeiten ist ein besseres Verständnis der dabei stattfindenden 

Dedifferenzierungsprozesse der Podozyten notwendig. Ferner kam in den vergangen 

Jahren die Frage auf, ob bestimmte Zellen der Bowman-Kapsel, die parietalen 

Epithelzellen (PECs) eine Art Vorläuferzellen darstellen, welche geschädigte oder von 

der GBM abgelöste Podozyten ersetzen könnten (Appel et al. 2009; Romagnani 2011; 

Moeller und Smeets 2014). Diese Prozesse – Dedifferenzierung, Detachment sowie ein 

möglicher Ersatz der Podozyten durch PECs – setzen ein dynamisches Verhalten der 

Podozyten bzw. der Podozytenfußfortsätze voraus. Da Podozyten neben einem 

kortikalen Aktinzytoskelett lange Aktinfilamente in ihren Fußfortsätzen ausbilden, 

welche benachbarte Fußfortsätze spangenartig miteinander verbinden (Drenckhahn und 

Franke 1988), stellt sich die wichtige Frage, ob Podozyten auf- bzw. entlang der GBM 

migrieren können oder sich in anderer Art dynamisch bewegen. Da 
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überraschenderweise von verschiedenen Gruppen Aktinnukleations- und 

Polymerisationsproteine wie der Arp2/3-Komplex, Cortactin und Formine (mDia und 

INF2) in den Podozytenfußfortsätzen gesunder Nieren nachgewiesen werden konnten 

(Welsch et al. 2001; Sun et al. 2011), ist theoretisch davon auszugehen, dass Podozyten 

in vivo dynamische Eigenschaften aufweisen. In Nieren von Mäusen, die eine 

Halbmondglomerulonephritis aufwiesen, konnte unsere Arbeitsgruppe in der 

Vergangenheit zeigen, dass die Expressionen des Arp2/3-Komplexes und Cortactins 

signifikant erhöht waren (Besse-Eschmann et al. 2004). Auch dieses Ergebnis weist auf 

einen migratorischen Phänotyp der Podozyten hin (Le Hir et al. 2001). Ferner konnte in 

Patientenstudien gezeigt werden, dass Patienten mit Mutationen im INF2-Gen eine 

Glomerulonephritis entwickelt haben (Brown et al. 2010). Weitere wichtige Aktin-

assoziierte Proteine wie CD2AP (Shih et al. 1999; Li et al. 2000), Cofilin (Garg et al. 

2010) und Rho GTPasen (Togawa et al. 1999; Asanuma et al. 2006) wurden ebenfalls in 

den Fußfortsätzen von Podozyten beschrieben und haben klinische Relevanz bei der 

Entstehung von CKDs. Ferner konnten weitere Arbeitsgruppen zeigen, dass auch das 

für die Ausbildung der Schlitzmembran maßgebliche Protein Nephrin indirekt mit dem 

Aktinzytoskelett assoziiert ist und auf dieses einen entscheidenden Einfluss ausüben 

kann (Jones et al. 2006; Verma et al. 2006; Garg et al. 2007). Diese und andere Studien 

deuten auf die Wichtigkeit des podozytären Aktinzytoskeletts sowohl in gesunden als 

auch in kranken Nieren hin und zeigen, dass Podozyten die strukturellen 

Voraussetzungen für ein dynamisches Verhalten aufweisen. Da Podozyten in Kultur, 

trotz intensivster Bemühungen, keine vollständig differenzierten Zellen darstellen 

(Pavenstadt et al. 2003; Shankland et al. 2007), lassen Zellkulturexperimente kaum 

Rückschlüsse zu, ob Podoyzten in vivo auch tatsächlich migrieren. Diese Frage ist für 

ein besseres Verständnis der komplexen Podozytenbiologie aber essentiell und kann nur 

durch die direkte Beobachtung von Podozyten in situ im lebenden Organismus geklärt 

werden. Dies ist sowohl technisch als auch experimentell eine Herausforderung. 

Um nun einzelne Zellen in der natürlichen Umgebung des lebendigen Organismus zu 

untersuchen, wurde in den vergangenen Jahren die 2-Photonenmikroskopie etabliert. 

Peti-Peterdi und Kollegen beobachteten mit einem 2PM in einer Ratte, deren Glomeruli 

durch ein Krankheitsmodell für FSGS geschädigt waren, tatsächlich eine Migration von 

Podozyten (Peti-Peterdi und Sipos 2010). Hierbei waren die Podozyten jedoch nicht im 

Positiven direkt markiert, sondern lediglich von der Färbung der Umgebung ausgespart. 

Wenig später konnten Khoury und Mitarbeiter mit einem transgenen Mausstamm, 
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dessen Individuen GFP in Podozyten exprimierten, Podozyten erstmals direkt mit einem 

2PM in hoher Auflösung darstellen (Khoury et al. 2012). Eine weitere Arbeitsgruppe 

nutzte stattdessen transgene Mäuse, die GFP lediglich in einem kleinen Teil ihrer 

Podozyten exprimierten (Grgic et al. 2012). Gleichermaßen konnten Höhne und 

Kollegen das Ineinandergreifen der Podozytenfußfortsätze zeigen, indem sie transgene 

Mäuse nutzten, deren Podozyten abwechselnd mit zwei verschiedenen 

Fluoreszenzfarbstoffen markiert waren (Höhne et al. 2013). Diese drei Arbeiten stellten 

hinsichtlich der erzielten optischen Auflösung einen Meilenstein in der Visualisierung 

glomerulärer Strukturen dar. Da sie allerdings an zuvor fixiertem Nierengewebe oder an 

isolierten Glomeruli durchgeführt wurden, lassen auch ihre Ergebnisse nur wenige 

Rückschlüsse auf das Verhalten von Podozyten im intakten Glomerulus lebendiger 

Organismen zu. Erst kürzlich konnte die Arbeitsgruppe von Peti-Peterdi spezifisch 

markierte Podozyten in transgenen Mäusen auch in vivo mit einem 2PM darstellen 

(Hackl et al. 2013). Hier beschrieben die Verfasser ebenfalls eine Migration der 

Podozyten, die sie unter pathologischen Bedingungen nach unilateraler 

Ureter-Obstruktion oder Adriamycin-induzierter Nephropathie beobachteten. 

In der vorliegenden Arbeit wurde untersucht, ob lebende Podozyten mit einem 2PM in 

Zebrafischlarven visualisiert werden können, da Nage- und andere Säugetiere für die in 

vivo Beobachtung von Podozyten Nachteile haben: Zunächst erfordert die tiefe Lage der 

Nieren im Körper der Versuchstiere eine chirurgische Freilegung der Nieren. Ferner 

können, da die Nieren nicht transparent sind, nur einzelne oberflächliche Glomeruli mit 

dem Mikroskop beobachtet werden. Des Weiteren setzen Langzeitbeobachtungen in 

Säugetieren die Durchführung einer Narkose und eine penible Schonung der 

extrakorporalen Niere voraus. Damit sind Langzeitbeobachtungen derzeit nur durch ein 

zwischenzeitliches Zurückführen der Niere in ihre natürliche Umgebung möglich, so 

dass die Tiere mehrfach narkotisiert und operiert werden müssen. Zudem stellt das 

Auffinden desselben Glomerulus eine technische Herausforderung dar. Aufgrund dieses 

erheblichen Aufwands ist es bis heute nicht möglich, Podozyten in Nagetieren mit 

hohem Probendurchsatz in vivo zu beobachten. Demgegenüber sind Zebrafischlarven 

aufgrund ihrer Transparenz, ihrer geringen Größe und der einfachen Handhabung mit 

einer hohen Nachkommenzahl eine Alternative (Zon 1999). Besonders für die 

Nierenforschung eignen sich Zebrafischlarven, da ihr Pronephros einer Säugetierniere 

strukturell, zellbiologisch und funktionell gleicht (Kramer-Zucker et al. 2005).  
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Als wesentliche Voraussetzung einer in vivo Beobachtung mit dem 2PM musste 

zunächst eine Zebrafischlinie generiert werden, die keine Pigmentzellen aufwies, da 

diese Zellen das Laserlicht vollständig reflektieren und eine Beobachtung von GFP-

markierten Podozyten unmöglich machen würden. Dazu wurde in unserer 

Arbeitsgruppe der wt1a:GFP-Stamm mit dem völlig transparenten Casper-Stamm 

gekreuzt (ET-Stamm). Es konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die Glomeruli 

und Podozyten dieses neuen Stamms weder Veränderungen der Podozytenmorphologie 

noch der Expression von Nephrin aufwiesen und somit vergleichbar mit anderen bereits 

publizierten Zebrafischstämmen sind (Kramer-Zucker et al. 2005; Ebarasi et al. 2009). 

Auch in Kryoschnitten der Glomeruli von ET-Larven, die mit Alexa Fluor 546-

gekoppeltem Phalloidin zur Darstellung des Aktinzytoskeletts gefärbt wurden, zeigten 

sich im Vergleich zu anderen Zebrafischstämmen keine Veränderungen der Expression 

oder Lokalisation des F-Aktins. Ferner entwickelten sich ET-Larven im Vergleich mit 

anderen Zebrafischstämmen ohne Abnormalitäten (Kimmel et al. 1995). Mit dem ET-

Stamm steht nun ein für die hochauflösende in vivo Beobachtung einzelner Podozyten 

geeigneter Zebrafischstamm zur Verfügung. Da die in dieser Arbeit durchgeführte 

Einbettung der Larven in Agarose schnell und unkompliziert ist, eignet sich dieses 

Verfahren auch für einen größeren Probendurchsatz.  

Mit der Aufnahme von sogenannten z-Stapeln und der anschließenden 

dreidimensionalen Rekonstruktion des Bildmaterials war es nun möglich, unter 

physiologischen Bedingungen zu untersuchen, ob sich Podozyten entlang der GBM 

bewegen oder nicht. Da die Vitalität der ET-Larven durch die Bildgebung mit dem 2PM 

nicht beeinträchtig wurde, konnte die Beobachtungsdauer von wenigen Minuten auf bis 

zu 23 h ausgedehnt werden: In allen Experimenten dieser Arbeit wurden keine 

migrierenden oder sich anderweitig bewegenden Podozyten beobachtet; sowohl ihre 

Zellkörper als auch ihre Primärfortsätze verblieben immer in identischen Positionen. 

Um diesen Eindruck zu quantifizieren, wurden die Abstände zwischen 

charakteristischen Primärfortsatzverzweigungen der Podozyten zu zwei verschiedenen 

Zeitpunkten gemessen. Hierbei zeigte sich keine signifikante Änderung der Längen der 

markierten Primärfortsatzstrecken und damit kein Ausstrecken oder Zurückziehen der 

Fortsätze. Es lag lediglich eine geringe Änderung der Mittelwerte der 

Primärfortsatzabschnitte von unter 1,5 µm vor. Die Verteilung dieser mittleren 

Längenänderung war jedoch nach kurzen Zeiträumen (1 h) nahezu identisch mit der 

Verteilung nach längeren Intervallen (bis 18 h). Im Falle sich dynamisch bewegender 
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Podozytenprimärfortsätze müsste diese Verteilung mit der Zeit einer Veränderung 

unterworfen sein. Aufgrund der zeitlichen Konstanz der Längenabweichung kann 

gefolgert werden, dass die Podozytenfortsätze keine dynamischen Kontraktionen 

zeigen. Stattdessen resultierte die detektierte Längenänderung von 1,5 µm am 

wahrscheinlichsten als systematischer Fehler aus der Auflösungsgrenze des 2PM und 

aus der Schwierigkeit, im Zeitverlauf aufgrund geringer herzsynchroner Pulsationen der 

Kapillaren sowie minimaler Bewegungen der lebendigen ET-Larven exakt die gleichen 

Messpunkte zu identifizieren. Demgegenüber beobachteten Höhne und Kollegen in 

isolierten Glomeruli rasche Oszillationen der Podozytenfortsätze (Höhne et al. 2013). 

Um herauszufinden, ob solche Bewegungen im Sekundenbereich auch in den Glomeruli 

lebendiger Zebrafischlarven vorliegen, wurden ergänzend zu den Langzeitaufnahmen 

dieser Arbeit auch Kurzzeitaufnahmen in vivo durchgeführt, bei denen die 

Podozytenfortsätze lebendiger ET-Larven mit einer Bildfrequenz von 4,5 bis 7,3 Hz 

aufgenommen wurden. Diese Kurzzeitbeobachtungen zeigten lediglich leichte, 

herzfrequenzsynchrone Pulsationen, aber keine dynamischen Oszillationen der 

Podozytenfortsätze. Weil die in dieser Arbeit durchgeführten Experimente mehr als 

1000 untersuchte Podozytenstunden (4-5 Podozyten pro Experiment bei einer 

Gesamtbeobachtungsdauer von mehr als 250 h) umfassten, deuten unsere Ergebnisse 

darauf hin, dass Podozyten im intakten Glomerulus nicht migrieren. Falls eine 

Migration unter physiologischen Bedingungen dennoch einmal auftreten sollte, wird es 

sich bei einer solchen um eine Rarität handeln.  

Auch wenn viele Autoren die geringe Phototoxizität der 2-Photonenmikroskopie 

belegen (Denk et al. 1990), könnte man vermuten, dass das in dieser Arbeit beobachte 

statische Verhalten der Podozyten durch das Laserlicht des 2PM hervorgerufen wurde. 

Um dies auszuschließen, wurde der Einfluss kontinuierlicher 2PM-Bildgebung auf die 

Podozyten untersucht. Die immunhistochemische Charakterisierung der Podozyten in 

ET-Larven (6 dpf), die zuvor über 24 h mit dem 2PM beobachtet wurden, demonstrierte 

eine unveränderte Morphologie des Glomerulus und die normale Expression und 

Lokalisation des für die Podozytenfunktion wichtigen Proteins Nephrin. Histologisch 

lagen durch den Einfluss prolongierter 2PM-Bildgebung demnach keine Abweichungen 

zu Zebrafischlarven vor, die nicht in vivo mit einem 2PM untersucht wurden (Kramer-

Zucker et al. 2005). Des Weiteren konnte mit dem 2PM auch die Entwicklung des 

Glomerulus in lebendigen ET-Larven (27 bis 72 hpf) in Echtzeit visualisiert werden. 

Dabei wurde in vivo eine Migration der wt1a-positiven Vorläuferzellen der Podozyten 
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und ein anschließendes Verschmelzen der Primordialzellen zum späteren Glomerulus 

beobachtet. Dieser Ablauf verlief ungestört und kongruent mit den von Kimmel und 

Kollegen bereits 1995 anhand von immunhistochemischen und 

elektronenmikroskopischen Analysen beschriebenen Entwicklungsschritten (Kimmel et 

al. 1995). Somit wurde auch die Glomerulogenese in ET-Larven durch die 

Untersuchung mit dem 2PM nicht beeinflusst. Gleichzeitig zeigte die in vivo 

Beobachtung der Entwicklung des Glomerulus, dass es mit dem in dieser Arbeit 

etablierten Untersuchungsverfahren tatsächlich möglich war, eine Zellmigration 

festzustellen, sofern eine solche vorlag. 

Im Vorfeld dieser Arbeit war aufgrund der beschriebenen Schwierigkeiten, Podozyten 

in vivo zu visualisieren, unklar, ob es sich bei Podozyten um motile, aktiv bewegliche 

Zellen handelt. Da es in der vorliegenden Arbeit erstmals gelungen ist, spezifisch 

markierte Podozyten in lebendigen Zebrafischlarven in vivo zu beobachten und sich in 

mehr als 250 Gesamtbeobachtungsstunden kein einziger migrierender oder sich 

anderweitig bewegender Podozyt zeigte, liegt es nahe, dass Podozyten im Gesunden 

keine motilen Zellen sind. Im Gegensatz dazu wiesen Peti-Peterdi und Kollegen unter 

pathologischen Bedingungen eine Migration von Podozyten in lebendigen Mäusen nach 

(Hackl et al. 2013; Burford et al. 2014). Als mögliche Erklärung der Divergenz dieser 

Befunde ist denkbar, dass eine Podozytenmigration erst als Folge eines schweren 

glomerulären Schadens auftreten oder womöglich einen vergeblichen 

Kompensationsversuch eines solchen darstellen könnte, wie es bereits von anderen 

Autoren vermutet wurde (Greka und Mundel 2012). Weil es mit dem in dieser Arbeit 

entwickeltem Verfahren möglich geworden ist, das Verhalten von Podozyten und ihrer 

Fortsätze in vivo mit einem hohen Probendurchsatz zu studieren, wird die Entwicklung 

von Krankheitsmodellen, welche in der Zebrafischlarve einen Schaden der Podozyten 

und damit der Filtrationsbarriere verursachen, zunehmend an Bedeutung gewinnen. 

Damit würde es möglich, die Pathogenese Podozyten-assoziierter Erkrankungen in vivo 

darzustellen und herauszufinden, ob Podozyten auch in der Zebrafischlarve unter 

pathologischen Bedingungen ihr statisches Verhalten verlieren und zu migrieren 

beginnen. Es ist zu hoffen, dass solche, in vivo gewonnene Erkenntnisse weiter dazu 

beitragen, die Vielfalt der in vitro an kultivierten Podozyten entdeckten Mechanismen 

hinsichtlich ihrer Relevanz einzuordnen und das Verhalten der Podozyten detaillierter 

zu verstehen, so dass eine Entwicklung innovativer therapeutischer Strategien für 

derzeit noch unheilbare Nierenerkrankungen möglich werden könnte. 
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5 Zusammenfassung 
Podozyten, die hochspezialisierten viszeralen Epithelzellen des Glomerulus, bedecken 

die Außenseite der glomerulären Kapillaren und sind für die Filtration des Blutes in der 

Niere essentiell. Eine Schädigung der Podozyten geht mit dem Verlust ihrer komplexen 

dreidimensionalen Struktur, dem sogenannten Fußfortsatz-Effacement einher. 

Effacement und Detachment, das Ablösen der Podozyten von der glomerulären 

Basalmembran, führen zur Ausscheidung von hochmolekularen Proteinen mit dem Urin 

und in vielen Fällen zu einer nicht heilbaren chronischen Nierenerkrankung (CKD). In 

der Vergangenheit wurde anhand von Zellkulturstudien und Versuchen an Ratten und 

Mäusen die These aufgestellt, dass Podozyten entlang der glomerulären Basalmembran 

wandern können. Da diese Experimente jedoch bisher nicht eindeutig belegen konnten, 

dass es sich bei den beobachteten Zellen tatsächlich um vollständig differenzierte 

Podozyten handelte und diese Fragestellung für das Verständnis der Pathogenese 

chronischer Nierenerkrankungen und damit für die Entwicklung neuer 

Therapieverfahren von wesentlicher Bedeutung ist, wurde im Rahmen dieser Arbeit ein 

Verfahren entwickelt, Fluoreszenz-markierte Podozyten in vivo in lebenden 

Zebrafischlarven zu beobachten. Dazu wurde zunächst durch Kreuzung ein transgener 

Zebrafischstamm generiert, dessen Larven vollständig transparent sind und das grün-

fluoreszierende Protein unter Kontrolle des wt1a-Promoters in Podozyten exprimieren. 

Mit der 2-Photonenmikroskopie konnten nun in Langzeitaufnahmen einzelne Podozyten 

in fünf bis sechs Tage alten Zebrafischlarven beobachtet werden. Hierbei zeigte sich 

eindeutig, dass Podozyten über Zeiträume von bis zu 23 Stunden nicht wandern. Da mit 

dieser Technik auch einzelne Primärfortsätze der Podozyten beobachtet werden können, 

konnte erstmals gezeigt werden, dass sich auch diese nicht signifikant innerhalb eines 

Beobachtungszeitraums von bis zu 23 Stunden bewegten. Als Nachweis, dass mit dieser 

Beobachtungsmethode dynamische Podozyten nachgewiesen werden können, wurde die 

Bewegung einzelner Zellen während der Bildung des Glomerulus über einen Zeitraum 

von 3 Tagen verfolgt. Um ferner auszuschließen, dass Podozytenfortsätze sehr schnelle, 

oszillierende Bewegungen vollführen, wurden einzelne Podozyten in sehr kurzen 

Intervallen (4,5-7,1 Hz) aufgenommen und das Bewegungsmuster analysiert. Auch hier 

zeigten sich keine dynamischen Eigenschaften der Podozyten im lebenden Organismus. 

Somit kann davon ausgegangen werden, dass Podozyten unter physiologischen 

Bedingungen in lebenden Zebrafischlarven kein dynamisches Verhalten zeigen, sondern 

als statische Zellen anzusehen sind. 
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7 Anhang 
7.1 Sonstige Geräte 
Autoklav, Systec V-95 Systec, Wettenberg, Deutschland 

Heizplatte IKA-Labortechnik, Staufen, Deutschland 

Inkubator Thermo scientific, Langenselbold, 

Deutschland 

Inkubator Labnet, New York, USA  

Laborwaage Kern, Balingen, Deutschland 

Magnetrührer IKA-Labortechnik, Staufen, Deutschland 

Mikroinjektor, Femtojet Eppendorf, Hamburg, Deutschland 

Mikromanipulator Leitz, Wetzlar, Deutschland 

Mikrotom, Kryostat 2800 Frigocut N Reichert-Jung, Nussloch, Deutschland 

Mikrowelle Clatronic, Kempen, Deutschland,  

Pipetten Eppendorf, Hamburg, Deutschland 

Pipetus Hirschmann Laborgeräte, Eberstadt, 

Deutschland 

PP-Module (Aquariensystem) Aqua Schwarz, Göttingen, Deutschland 

Reinstwassersystem, Clear-UV plus SG Wasseraufbereitung und 

Regenerierstation, Barsbu ̈ttel, Deutschland 

Verpaarungsbecken Aqua Schwarz, Göttingen, Deutschland 

Vortexer IKA-Labortechnik, Staufen, Deutschland 

Wasseraufbereitungsanlage Aqua Schwarz, Göttingen, Deutschland 

Wasserbad Grant Instruments, Cambridge, England 

Zentrifugen, Labofuge400R, Labofuge1.0R Heraeus, Osterode, Deutschland 
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7.2 Sonstige Verbrauchsmaterialien 
Artemialarven Tetra, Melle, Deutschland 

Deckgläser Langenbrinck, Emmendingen, Deutschland 

Einwegskalpelle Dahlhausen, Köln, Deutschland 

Eyelash-Pencil Ted Pella, Redding, Kanada 

Immersionsöl, Typ F Immersion Liqiud Leica Microsystems, Wetzlar, Deutschland 

Mikroinjektionskapillaren, Femtotip Eppendorf, Hamburg, Deutschland 

Mikrotomklingen, Feather Langenbrinck, Emmendingen, Deutschland 

Objektträger Super Frost Plus Langenbrinck, Emmendingen, Deutschland 

Parafilm Pechiney Plastic Packaging, Chicago, USA 

Petrischalen, 120 mm x 20 mm Sarstedt, Nürmbrecht, Deutschland 

Petrischalen, 60 mm x 15 mm Greiner Bio-One, Frickenhausen, 

Deutschland 

Pipettenspitzen Sarstedt, Nürmbrecht, Deutschland 

Pipettenspitzen, 20 µl Microloader Eppendorf, Hamburg, Deutschland 

Reaktionsgefäße, 1,5 ml, 15 ml  Sarstedt, Nürmbrecht, Deutschland 

Reaktionsgefäße, 50 ml BD Biosciences, Franklin Lake, USA 

Serologische Pipetten, 1 ml, 5 ml, 10 ml Sarstedt, Nürmbrecht, Deutschland 

Sterilfilterspitzen, 1000 µl, 100 µl, 10 µl Biozym Scientific, Hessisch Oldendorf, 

Deutschland 

TetraMin Trockenfutter Tetra, Melle, Deutschland 

Transferpipetten, 3,5 ml Sarstedt, Nürmbrecht, Deutschland 

Vernichtungsbeutel Sarstedt, Nürmbrecht, Deutschland 
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7.3 Sonstige Chemikalien 
Agarose, low melting Biozym LE Agarose, Biozym Scientific, 

Hessisch Oldendorf, Deutschland 

Albumin aus Rinderserum, Fraktion V Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Aqua ad injectabilia DeltaSelect, Dreieich, Deutschland 

Calciumchlorid  FLUKA, Buchs, Schweiz 

Calciumsulfat FLUKA, Buchs, Schweiz 

Fetales Rinderserum (FBS; pH 7,0-7,5) Invitrogen Corporation, Camarillo, USA 

Fischgelantine Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Glycerol fu ̈r Fluoreszenzmikroskopie Merck, Darmstadt, Deutschland 

Kaliumchlorid FLUKA, Buchs, Schweiz 

Magnesiumsulfat FLUKA, Buchs, Schweiz 

Mowiol Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Natriumchlorid  Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Natriumhydrogencarbonat Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Natriumhydroxid Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Paraformaldehyd Serva, Heidelberg, Deutschland 

PBS (Dulbecco`s 1x ohne Ca und Mg) PAA Laboratories GmbH, Pasching, 

Österreich 

Phenolrot Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Quantum Dots, Qdot 655 ITK amino (PEG) Life Technologies, Carlsbad, USA 

Saccharose Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Salzsäure Carl Roth, Karlsruhe, Deutschland 

Seesalz Red Sea Fish Pharm, Eilat, Israel 
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Tissue Tek O.C.T Compound Sakura, Staufen, Deutschland 

Tricain Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 

Tris Merck, Darmstadt, Deutschland 

Triton X-100 Merck, Darmstadt, Deutschland 

 

7.4 Lösungen 
Agarose 0,8 % / 1,2 % 0,8 g / 1,2 g low melting Agarose in 100 ml 

E3-Medium 

 ca. 2 min bei 700 W in der Mikrowelle 

kochen 

 

Blockierungslösung für Immunhistochemie 4 ml FBS  

 4 g Albumin aus Rinderserum Fraktion V  

 0,4 g Fischgelantine 

 mit PBS auf 200 ml auffüllen 

 (aliquotieren und bei -20 °C lagern) 

 

E3-Medium  60x Stocklösung: 

 17,2 g NaCl 

 0,76 g KCl 

 2,9 g CaCl2 

 4,9 g MgSO4 

 mit Aqua dest. auf 1 l auffüllen, 

autoklavieren 

 pH-Wert: 7,5 einstellen 
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 Verdünnung zur Gebrauchslösung mit 

autoklaviertem Aqua dest. 

 

Mowiol (Fluoreszenzerhaltungspuffer) 40 ml PBS 

 10 g Mowiol 

 über Nacht mixen 

 20 ml Glycerol, 8-10 h rühren lassen 

 15 min zentrifugieren (15000xg) 

 (aliquotieren und bei -20 °C lagern) 

 

Paraformaldehyd 2 % (Fixierung) 10 g Paraformaldehyd in 250 ml Aqua dest. 

lösen 

 15 min im Wasserbad bei 60-65 °C rühren 

 1 Tropfen NaOH (10 mM) dazu geben 

 abkühlen auf Eis 

 50 ml 10x PBS dazu geben 

 200 ml Aqua dest. dazu geben 

 pH-Wert: 7,4 einstellen 

 (aliquotieren und bei -20 °C lagern) 

 

Tricain 400 mg Tricain (Ethyl-3-aminobenzoat-

methansulfonat) in 97,9 ml 1x E3 lösen 

 0,26 g Tris in 2,1 ml 1x E3 lösen 

 Tircain- und Trislösung mischen 

 pH-Wert: ca. 7 einstellen 
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 (aliquotieren und bei -20 °C lagern) 

 

Triton 0,3 % 0,3 ml Triton auf 100 ml mit PBS auffüllen 
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