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Weitere transgene Tiermodelle
und ihre Anwendung

Wie bereits mehrfach erwähnt, handelt es sich bei den meisten trans-
genen Tieren, die aufgrund von Vorkerninjektion ein Transgen
überexprimieren, um Mäuse. Die homologe Rekombination wurde
bisher nur in der Maus beschrieben.Transgene Tiere, die ein Transgen
überexprimieren, sind jedoch auch in anderen Spezies, vor allem in
Säugern, beschrieben worden. In der Grundlagenforschung werden
als Alternative vor allem in Ratten Transgene exprimiert. Hinzu
kommen noch Haustiere und Wiederkäuer. Letztere werden haupt-
sächlich zur Großproduktion von Transgenprodukten herangezogen.
Damit stellt sich dann die Frage nach dem kommerziellen Nutzen der
transgenen Technologie. Der Vollständigkeit halber seien auch nie-
dere Tiere erwähnt, in denen Transgene beschrieben wurden.

15.1 Transgene Ratten

Transgene Ratten wurden vor allem deshalb hergestellt, weil die
Maus für manche transgenen Modelle ungeeignet ist. Beispielsweise
lassen sich Mäuse fast nie als Modell für humane Autoimmunerkran-
kungen verwenden. Die Ratte eignet sich jedoch recht gut, um diese
Krankheiten zu untersuchen [1]. Mehrere Gruppen versuchten zum
Beispiel, mit Hilfe transgener Mausmodelle menschliche Autoimmu-
nerkrankungen zu studieren. Verschiedenen Hinweisen zufolge lei-
den Menschen, die das humane Transplantationsantigen HLA B27
tragen, besonders häufig an Autoimmunerkrankungen. Deshalb lag



es nahe, HLA B27 in der Maus überzuexprimieren. An diesen Mäu-
sen war jedoch bei Expression des funktionsfähigen HLA B27 (das
heißt bei Expression zusammen mit dem humanen �2-Mikroglobulin)
selbst nach längerer Zeit keine Autoimmunreaktion zu beobachten
[2]. Zieht man jedoch die Ratte als Modell für die Überexpression des
funktionsfähigen HLA B27 heran, so lassen sich typische Symptome
einer Autoimmunerkrankung zum Beispiel im Darm zeigen [3].

Die Herstellung transgener Ratten erfolgt ähnlich wie die transge-
ner Mäuse.Wichtig ist jedoch, daß man eine Superovulation, wie dies
mit Injektionen bei der Maus möglich ist, in der Ratte so nicht durch-
führen kann. Um Ratten zu superovulieren, muß man diesen eine os-
motische Pumpe implantieren, die dann über den gewünschten Zeit-
raum hinaus die beiden Hormone in die Ratte abgibt. Dafür ist ein
kleiner Eingriff unter Narkose erforderlich.

Weiterhin ist die Zona pellucida der Eizellen bei Ratten wesentlich
härter als bei Mäusen. Man kann deshalb nur mit einer sehr spitzen
Injektionskapillare injizieren, die dann auch schnell verstopft oder
abbricht. Als Hormone zur Superovulation werden meistens PMSG
und hCG verwendet, aber auch das follikelstimulierende Hormon
FSH [3, 4]. Als Embryonenspender werden möglichst Hybridtiere
verwendet.

15.2 Transgene Kaninchen

Das bekannteste Modell für große transgene Haustiere sind transgene
Kaninchen. Das erste transgene Kaninchen wurde von Hammer et al.
[5] beschrieben. Das Transgen war ein Metallothioneinpromotor-
kontrolliertes menschliches Wachstumshormongen.Später wurden wei-
tere Arbeiten zu diesem Thema publiziert [6, 7, 8]. Die Kaninchen wa-
ren das erste Tiermodell für Arteriosklerose. Es gibt eine Kaninchen-
mutante, die spontan Hypercholesterinämie entwickelt und sich somit
als Modell für humane Arteriosklerose eignet. Ein entsprechendes
transgenes Tiermodell wurde von Perevozchikov et al. [9] publiziert.

Kaninchen unterscheiden sich von anderen Mammalia durch ver-
schiedene Verhaltensweisen, die diese Tiere für Forschungen an Em-
bryonen sehr beliebt gemacht haben. Zum einen kann die Ovulation
und die Ausbildung des funktionellen Corpus luteum durch Verpaa-
rung, Kontakt mit anderen Weibchen, cervikale Stimulation oder
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Hormonbehandlung ausgelöst werden, denn die Kaninchen sind Re-
flexovulatoren. Die Ovulation beginnt etwa 10 bis 13 Stunden nach
der Verpaarung. Während der vier folgenden Tage wandern die Ei-
zellen durch den Ovidukt in den Uterus [10]. Eine andere besondere
Eigenschaft der Kaninchen ist eine dicke Mucopolysaccharidschicht,
auch Muzin genannt, welche die Embryonen umgibt. Die Sekretion
des Muzins ist östrogenabhängig. Wenn die Embryonen in den Ute-
rus einwandern, verdünnt sich die Muzinschicht am Tag 6 oder 7 der
Trächtigkeit. Die Gesamtträchtigkeit dauert bis zum Wurf der Jungen
etwa 32 Tage. Bei einer nichtfertilen Verpaarung treten 16 bis 17 Tage
lang Symptome einer Scheinträchtigkeit auf.

Die Superovulation von Kaninchen gestaltet sich schwieriger als
bei Mäusen. Wegen der Körpergröße müssen die Injektionen mit
FSH an verschiedenen Stellen gegeben werden, hCG muß intravenös
gespritzt werden. Zum Erzeugen der scheinträchtigen Embryonen-
empfänger ist ebenfalls eine hCG-Gabe erforderlich, nicht aber un-
bedingt die Verpaarung mit einem vasektomierten Männchen [4].

Die Embryonen von Kaninchen sind sehr anspruchslos und kön-
nen in einer Krebsringerbicarbonatlösung mit 20% FCS oder in Dul-
becco’s Phosphate Buffered Saline (DPBS) mit 20% FCS bis zum
Blastocystenstadium kultiviert werden.

Die befruchteten Embryonen im Einzellstadium werden den Ka-
ninchen unter Anästhesie entnommen. Dabei verwendet man zweck-
mäßigerweise ebenfalls Ketamin, jedoch ist das Narkoseprotokoll
komplizierter als bei Mäusen. Die Embryonen werden aus dem Ei-
leiter gespült. Die Embryonenspender können mindestens ein weite-
res Mal superovuliert und zur Spende von Embryonen herangezogen
werden. Da nach dem Ausspülen der Embryonen aus dem Eileiter
keine hundertprozentige Garantie besteht, daß alle befruchteten Ei-
zellen entnommen wurden, behandelt man diese Tiere mit Postglan-
din F2α, um eine Gluteolyse zu induzieren.

Die Mikroinjektion wird ähnlich wie bei Mäusen oder Ratten
durchgeführt. Als Injektionsmedium verwendet man jedoch DPBS
mit 20% FCS. Die Kaninchenembryonen sind etwas größer als Maus-
embryonen (160 mµ Durchmesser bei Kaninchen, 110 mµ bei Mäu-
sen). Ansonsten sind sie in ihrer Struktur mit den Mäusen vergleich-
bar. Die Zona pellucida ist erheblich dicker, und 20 Stunden nach der
hCG-Gabe ist oft noch eine dünne Muzinhaut vorhanden. Beide las-
sen sich allerdings mit der Injektionskapillare leicht durchstoßen.
Nach der Mikroinjektion werden die Embryonen ähnlich wie bei der
Maus bis zum Transfer in CO2-Kultur gehalten.
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Der Embryotransfer wird unter Narkose durchgeführt. Eine Träch-
tigkeit kann etwa zwei Wochen nach dem Transfer durch vaginale
Palpierung festgestellt werden. Die Feten können mit den Fingern am
Uterushorn ertastet werden. Etwa fünf Tage vor dem errechneten
Wurftermin sollte man den Kaninchenweibchen die Möglichkeit ge-
ben, ein Nest zu bauen. Das ist sehr wichtig und muß permanent be-
obachtet werden. Bei überlanger Trächtigkeit kann es nötig werden,
die Jungen mit Hilfe eines Kaiserschnitts zu entbinden.

Wichtig ist, daß die Zahl der frisch geworfenen Jungen so groß ist,
daß man eine akzeptable Überlebensrate erhält, wobei die injizierten
Embryonen oft schlecht überleben. Es ist deshalb sinnvoll, die Jungen
von zwei oder drei Tieren zusammenzulegen, falls diese Tiere verfüg-
bar sind. Sicherheitshalber sollte man auch parallele Verpaarungen
ansetzen; so stehen Ammen zur Verfügung, beziehungsweise diese
Jungen können der Mutter, die transferierte Embryonen ausgetragen
hat, mit unterlegt werden.

Um festzustellen, ob die Jungtiere transgen sind, kann man bereits
etwa nach einer Woche die Spitze des Schwanzes kupieren, um dar-
aus die DNA zu analysieren. Allerdings sind wegen Infektionsgefah-
ren größere Vorsichtsmaßnahmen erforderlich als bei Mäusen. Ein
Problem stellt eine Markierung der Tiere dar, da in diesem Alter
keine Chips implantiert werden können und Ohrmarken unter Um-
ständen erheblich stören, da sie in der Nähe der marginalen Ohrvene
angebracht werden, die man später zur Blutentnahme benötigt.

15.3 Transgene Schweine

Die erste Publikation über transgene Mäuse [11] zeigte, daß die trans-
genen Tiere etwa doppelt so groß werden können wie ihre nicht-
transgenen Geschwister. Das rief kommerzielle Tierzüchter auf den
Plan. Da die Zuchttierhaltung ein ganz wesentlicher Wirtschaftszweig
ist, kamen sehr schnell Gedanken auf, ökonomisch interessante Tiere
wie Kühe, Schweine, Schafe Ziegen und Geflügel genetischen Modi-
fikationen zu unterziehen, die ihren Marktwert erhöhen. Dabei ging
es zum einen um die Größe der Tiere [12], zum anderen um eine Ver-
minderung der Krankheitsanfälligkeiten [13, 14, 15]. Hinzu kam noch
die Idee, diese Tiere zur Produktion humaner Proteine heranzuzie-
hen, die man dann aus Blut oder Milch isolieren kann [16, 17, 18].
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Die meisten Genkonstrukte, die in Schweine eingebracht wurden,
codieren Wachstumshormone anderer Spezies. Im Gegensatz zu
Mäusen mit einem Transgen, das einen Wachstumsfaktor codiert, zei-
gen Schweine mit einer Ausnahme [19] im Vergleich zu nicht-trans-
genen Kontrolltieren kein beschleunigtes Wachstum.

Ein anderer Ansatz war der Versuch, Schweine als Bioreaktoren zu
verwenden. Man erzeugte transgene Schweine, die in ihren Milchdrü-
sen ein Transgen exprimieren [20]. Diese Proteine lassen sich dann
aus der Milch isolieren. Da relativ große Mengen an Milch produziert
werden, kann man auch entsprechend große Mengen des transgen-
abhängigen Proteins erhalten. Man kann aber auch erythroides Ge-
webe in ähnlicher Weise nutzen [17].

Die Herstellung transgener Schweine ist wesentlich weniger effizi-
ent als die transgener Mäuse. Grundsätzlich ist jedoch auch hier die
Mikroinjektionstechnik im Vorkern die Methode der Wahl [5, 12].

Zur Synchronisierung und Superovulation kann man wie bei Mäu-
sen PMSG und hCG verwenden. Alternativ dazu bietet sich das oral
verfütterbare synthetische Progestin an, mit dessen Gabe sehr hohe
Raten der Synchronisierung erreicht werden. PMSG wird am Tag 15
bis 16 des Zyklus verabreicht, und 72 bis 80 Stunden später folgt hCG
[5, 21]. Mit der PMSG/hCG-Gabe erhält man etwa 40 befruchtete Ei-
zellen, wobei die Gefahr, degenerierte oder anderweitig abnormale
Zellen zu erhalten, zunimmt, wie das auch bei den Mäusen der Fall ist.
Die Eizellen, die aus superovulierten präpubertären Ferkeln erhalten
werden, entwickeln sich wesentlich schlechter als solche, die man aus
superovulierten nachpupertären Tieren gewinnt. Das gilt auch für die
Weiterentwicklung zu transgenen oder nicht-transgenen Tieren nach
der Mikroinjektion der Eizellen [22, 23]. Andere Studien [24] konn-
ten diese Effekte nicht feststellen. Martin und Pinkert [28] vermuten
als Ursache die verschiedenen genetischen Hintergründe der als Em-
bryonenspender verwendete Schweine.

Scheinträchtigkeit kann durch Gabe synthetischer Hormone indu-
ziert werden. Durch Prostaglandin F2α-Gabe erreicht man wieder die
Rückkehr von der Scheinträchtigkeit zu einem normalen Zyklus.

Es ist wichtig, daß die Befruchtung der Eizellen zum richtigen Zeit-
punkt stattfindet. Deshalb müssen kurz vor Beginn der Ovulation
Samenzellen im reproduktiven Trakt des entsprechenden weiblichen
Tiers vorhanden sein.Wird dieser Zeitpunkt nicht genau eingehalten,
ist die Fertilität wesentlich geringer [25]. Alternativ gibt es die Mög-
lichkeit der künstlichen Befruchtung. Weibchen sollten mit minde-
stens 3 Millionen lebenden Spermien befruchtet werden, das heißt
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ein typisches Ejakulat reicht für die Befruchtung von sechs bis acht
weiblichen Tieren aus [26].

Die Embryonenspender müssen zur Entnahme der ein- und zwei-
zelligen befruchteten Eizellen, die etwa 60 bis 66 Stunden nach der
hCG-Gabe operativ erfolgt, anästhesiert werden [5, 21, 22]. Durch
eine mitvendrale Laparotomie wird der reproduktive Trakt heraus-
genommen, und die Eizellen werden aus dem Ovidukt gespült. Dazu
wird in das Ostium des Ovidukts eine Glaskanüle eingeführt; die Ei-
zellen werden mit Hilfe einer Spritze von der uterotubalen Verbin-
dung in Richtung Infundibulum ausgespült und dann bei 37 °C mit
5% CO2 kultiviert.

Da die Pronuclei in den befruchteten Eizellen des Schweins im
Einzellstadium nicht sichtbar sind (Abb. 15.1), beschreiben Wall et al.
[21], daß die Pronuclei des Schweins durch eine Zentrifugation bei
15000 g für drei bis acht Minuten sichtbar gemacht werden können.
Die Ausbeute ist allerdings nicht sehr hoch [21, 24]. Ein Teil der Ei-
zellen bleibt in der bisherigen Form, also ohne sichtbare Vorkerne.
Durch eine Kultivierung von ein bis vier Stunden und einer erneuten
Zentrifugation erhält man weitere Eizellen, deren Vorkerne sichtbar
sind [27].

Die Mikroinjektion erfolgt wie bei befruchteten Eizellen der Maus.
Werden zweizellige Embryonen mikroinjiziert, so sollte in die Kerne
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Polkörperchen Vorkerne

15.1 Undurchsichtiger Embryo des Schweins im Einzellstadium. Sichtbar sind nur die Polkör-
perchen, aber keine Vorkerne (linkes Bild). Rechtes Bild: der links gezeigte Embryo nach der
Zentrifugation. Die Vorkerne werden sichtbar.



beider Zellen die DNA mikroinjiziert werden. Man erhält dann einen
höheren Anteil an transgenen Tieren [29]. Allerdings entstehen bei
einer Mikroinjektion in einen Zweizeller erwartungsgemäß sehr oft
nur Tiere, die das Transgen als Mosaik, also nicht in allen Zellen, tra-
gen.

Die Kultivierung der befruchteten Eizellen von Schweinen ist
schwierig. In vitro ist es kaum möglich, mehr als ein bis zwei Zelltei-
lungen zu erreichen. Die Kultivierung der Eizellen erfolgt ähnlich wie
bei der Maus in Tropfenkultur unter Silikonöl in einem CO2-begasten
Brutschrank.

Alternativmethoden wie die Mikroinjektion des Genkonstrukts in
das Cytoplasma befruchteter Eizellen waren erwartungsgemäß er-
folglos. Wurde dieses Genkonstrukt jedoch in die Vorkerne zentrifu-
gierter Eizellen mikroinjiziert, so fand man einen Anteil von etwa
10% transgenen Tieren im Gesamtwurf, also deutlich weniger als bei
Nagern. Etwa 6 bis 12% der transferierten mikroinjizierten Eizellen
entwickeln sich zu Ferkeln [12]. Wichtige Faktoren sind dabei: das
Entwicklungsstadium der Eizelle bei der Injektion; die Dauer der in
vitro-Kultivierung; die Synchronisierung von Embryonenspendern
und -empfängern; die Zahl der transferierten Eizellen sowie das Al-
ter des Embryonenspenders [22, 24].

Man kann die Embryonenspender auch als Rezipienten für die mi-
kroinjizierten Eizellen heranziehen [28]. Diese Methode scheint sehr
effizient zu sein und spart zudem die Erzeugung von Scheinträchtig-
keiten.

Bei Schweinen, die als Transgen das Gen für ein exogenes Wachs-
tumshormon tragen, findet man eine Expression des Proteins in etwa
70% der erhaltenen Foundertiere [28]. Die Stärke der Expression va-
riiert von Tier zu Tier unabhängig vom Konstrukt, was nach den Er-
fahrungen bei der Maus zu erwarten ist.

15.4 Transgene Schafe und Ziegen

Transgene Schafe und Ziegen werden wie Mäuse durch Mikroinjek-
tion in den Vorkern von befruchteten Eizellen erzeugt [30]. Die Zahl
der transgenen Wiederkäuer ist im Vergleich zu Mäusen relativ ge-
ring, da die Effektivität der Produktion bei diesen Tieren sehr niedrig
ist. Das Transgen wird zum Teil bei weniger als 1% der mikroinjizier-
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ten Eizellen in das Genom integriert [31]. Ein weiterer limitierender
Faktor ist die Tatsache, daß weniger als 50% der transgenen Tiere das
Transgen exprimieren. Hinzu kommt, daß die Würfe bei diesen Tie-
ren lediglich ein bis drei Junge umfassen. Dennoch ist das Interesse
an diesen Tieren relativ groß, weil sie zur Produktion großer Protein-
mengen und für die Landwirtschaft nützlich sein können.

Die meisten kleinen transgenen Wiederkäuer sind Schafe [5], es
wurden aber auch Ziegen beschrieben. Diese Tiere dienen vorwie-
gend als Bioreaktoren zur Produktion transgenabhängiger Proteine
in der Milch. Ihre Generationszeit ist relativ kurz, so daß man eine
Laktationsphase nach ein bis zwei Jahren erreichen kann. Wegen der
geringen Zahl von Nachkommen und des niedrigen Anteils an trans-
genen Tieren muß man mit mehreren parallelen Gruppen von Em-
bryonenspendern und -rezipienten arbeiten. Es wurden Experimente
mit bis zu 150 Schafen beschrieben. Damit ergibt sich das Problem,
daß diese Tiere synchronisiert sein müssen.

Schafe lassen sich mit PMSG oder FSH superovulieren; für die
Synchronisation verwendet man am besten sogenannte Progestin-
Pessare, mit denen eine Synchronisierung von fast 100% der behan-
delten Tiere erreicht wird. Dabei ist lediglich ein einziger Eingriff er-
forderlich, nämlich das Einsetzen des Pessars, was den Tieren keine
Probleme bereitet [30].

Nach Feststellung des Östrus müssen die weiblichen Tiere befruch-
tet werden. Dies kann entweder auf natürlichem Wege oder auch
durch künstliche Befruchtung geschehen. Die intrauterine, künstliche
Befruchtung wird entweder durch eine Laparaskopie oder durch
midvendrale Laparotomie durchgeführt. Der Samen wird in jedes
Uterushorn transferiert. Die Befruchtung erfolgt 44 bis 60 Stunden
nach der Pessarentfernung, das heißt 80 bis 96 Stunden nach der FSH-
oder PMSG-Behandlung.

Die Embryonen werden etwa 64 Stunden nach der Pessar-Entfer-
nung isoliert. In Abhängigkeit vom Zyklus befinden sie sich dann im
Einzellstadium. Die Embryonen werden wiederum durch mitven-
drale Laparotomie unter Narkose aus dem Ovidukt isoliert. Im all-
gemeinen reicht dazu eine einmalige Spülung des Ovidukts aus, bei
den folgenden Spülungen wurden nur noch wenige Embryonen
gefunden.

Die Embryonen von Schafen werden bei Raumtemperatur kulti-
viert; die Pronuclei sind sichtbar, so daß eine Zentrifugation nicht nötig
ist [5]. Es gibt verschiedene Methoden der Mikroinjektion, da ein nicht
unerheblicher Teil der Eizellen nach der Mikroinjektion lysiert.
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Die mikroinjizierten Embryonen werden dann sofort in die Emp-
fängertiere transferiert, und zwar je Empfänger etwa zwei bis fünf
Embryonen, von denen sich 30 bis 50% entwickeln. Die Empfänger-
tiere müssen mit den Spendertieren synchronisiert sein. Vasekto-
mierte Widder werden zweimal täglich dazu verwendet, um festzu-
stellen, ob die weiblichen Tiere im Zyklus sind. Die Embryonen
werden unter Narkose in den Eileiter des Rezipienten transferiert.

Alternativ zum sofortigen Transfer lassen sich Schafembryonen auch
bis zu fünf Tage lang kultivieren.Als Medium wird im allgemeinen syn-
thetische Oviduktflüssigkeit mit humanem Serum [30] verwendet.

Es werden auch Methoden beschrieben, in denen eine Cokultur
mit Oviduktzellen durchgeführt wird. Etwa 50% der nicht mikroinji-
zierten Embryonen entwickeln sich dann nach fünf Tagen in Kultur
zu späten Morulae oder Blastocysten [32]. Diese Embryonen werden
sich erfolgreich zu Jungtieren entwickeln, wenn sie am fünften Tag
das Blastocystenstadium erreicht haben. Sie werden dann in Rezipi-
enten implantiert, die einen Tag später im Zyklus sind als die Em-
bryonendonoren. Damit berücksichtigt man die langsamere Ent-
wicklung der Embryonen in vitro.

15.5 Transgene Kühe

Die Herstellung transgener Kühe hat hauptsächlich einen kommerzi-
ellen Hintergrund. Mit Hilfe des Gene Pharming will man Milchkühe
zur Expression eines zusätzlichen Proteins in ihrer Milch bringen.

Da es schwierig ist, aus Hefe-, Pilz- oder Zellkulturen in quantita-
tiven Mengen Proteine zu isolieren, die komplizierte posttranskrip-
tionelle Modifikationen erfahren, will man zum Beispiel den huma-
nen Serumfaktor VIII, Plasminogenaktivator,TPA und andere in der
Milch exprimieren. Einfachere Proteine, wie beispielsweise Insulin,
Wachstumshormone oder Cytokine können auch aus Zellkulturen in
quantitativer Menge gewonnen werden.

Biomedizinisch wichtige Proteine wurden schon in verschiede-
nen transgenen Tieren synthetisiert und durch die Milch sekretiert,
zum Beispiel in Mäusen, Kaninchen, Schafen und Ziegen [30]. Da-
bei wurden zum Teil hohe Expressionsraten gefunden, beispiels-
weise 7–25 mg/ml α1-Antitrypsin in der Maus und im Schaf [33]
oder 3 mg/ml Plasminogenaktivator in Ziegen [34].
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Unter diesen Voraussetzungen erscheint es zumindest prüfens-
wert, ob nicht Milchvieh zur Produktion solcher Proteine herangezo-
gen werden kann. Eine einzige Kuh kann im Jahr mehr als 10000 Li-
ter Milch produzieren. Darin könnten dann 300 kg des gewünschten
Proteins mitexprimiert werden. Vergleicht man diese Menge mit der
von Schafen oder Ziegen produzierten Milch pro Jahr, so ergibt sich
eine Einsparung an Tieren (Faktor 20 bis 30), die sonst gehalten und
versorgt werden müßten.

Es ist jedoch auch mit ganz erheblichem Aufwand verbunden,
transgene Kühe herzustellen. Um diese Problematik deutlich zu ma-
chen, ist in Tabelle 15.1 [35] gezeigt, wie lange die Herstellung eines

transgenen Tiers der wichtigsten Tierarten dauert und nach welcher
Zeit man welche Mengen an Protein beziehungsweise Milch erhalten
kann.

Es gibt Bestrebungen, durch die Produktion komplizierter huma-
ner Proteine in der Milch von Kühen die Isolierung dieser Proteine
aus Humanplasma zu ersetzen. Der Vorteil liegt hierbei auf der Hand.
Man denke an die HI-Virus-kontaminierten humanen Serumfaktor
VIII-Proben. Tabelle 15.2 [35] nennt die wichtigsten Proteine, die so
gewonnen werden könnte und die Mengen an humanem Plasma, die
zum gleichen Zweck benötigt würden. In Tabelle 15.3 [35] wird ge-
zeigt, welche transgenen Proteine bisher in Säugern exprimiert wur-
den. Somit kann sich ein eigener Industriezweig entwickeln, der mit
Hilfe transgener Tiere – vor allem transgener Kühe – große Mengen
eines hochgereinigten und sicher nicht mit humanen Erregern konta-
minierten Proteins produzieren kann. Wegen der langwierigen Her-
stellung ist ein entsprechender finanzieller Rahmen erforderlich.
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Tabelle 15.1: Von verschiedenen Tieren produzierte Milch- und Transgenproduktmen-
gen (nach [36])

Maus Kaninchen Schwein Ziege Schaf Kuh

Liter Milch/Jahr 0,02 50 250 400 500 10 000
Tiere für 100 kg 5.8 × 106 2 000 400 250 200 10
Protein erforderlich

Zeit zwischen 14 17 12 12–18 12–18 19–29
Vorkerninjektion Wochen Wochen Monate Monate Monate Monate
und erster Milch



Ganz entscheidend für einen Erfolg dieser Vorhaben ist eine hohe
Ausbeute an transgenen Tieren, da nach einer Trächtigkeitszeit von
knapp einem Jahr nur ein bis drei Tiere geboren werden und die In-
tegrationsrate des Transgens wesentlich geringer ist als zum Beispiel
bei Mäusen. Zudem ist eine starke Expression des Transgens in der
Milch erforderlich, damit diese Milch, wie beispielsweise im Fall von
Lactoferrin, dem jeweiligen Empfänger ohne weitere Anreicherung
des transgenabhängigen Proteins verabreicht werden kann.

Hinzu kommt die Möglichkeit, verschiedene Proteine mit der
Milch oral zu verabreichen. Einem Menschen schmeckt Kuhmilch
von allen verfügbaren Milchsorten am besten und wird somit am
leichtesten verzehrt.
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Tabelle 15.2: Geschätzter jährlicher Bedarf an humanen Proteinen für den US-Markt
(nach [36])

Protein Benötigte Tiere Äquivalentes Volumen
(10 000l Milch/Jahr) humanes Plasma (Liter)

Faktor VIII 120 g 1,2 1,2 × 106
Protein C 100 kg 100 20 × 106
Fibrinogen 200 kg 20 0,5 × 106
AT III 800 kg 80 4 × 106
Albumin 100 000 kg 5 000 2 × 106

Tabelle 15.3: Expressionssysteme zur Herstellung biomedizinischer Proteine in Milch
(nach [36])

Promotor Gen exprimiert Expressionsmenge Tier

WAP tPA (cDNA) 0–50 mg/l Ziege
WAP CD4 (cDNA) 1–2 mg/l Maus
WAP Protein C (genomisch) 1 000 mg/l Maus
WAP Protein C (cDNA) 1 000 mg/l Schwein
BLG Ltd. FIX (cDNA) 0.02 mg/l Schaf
BLG Ltd. AAT (genomisch) 35 000 mg/l Schaf
BLG Ltd. AAT (genomisch) 50–8 000 mg/l Maus
BLG humanes BSA 10 000 mg/l Maus
�-Casein (Kaninchen) IL-2 (cDNA) 0.3 mg/l Kaninchen
�-Casein (Ratte) FSH (cDNA) 10 mg/l Maus
�-Casein (Ziege) tPA (cDNA) 3 000 mg/l Ziege
�-Casein (Ziege) CFTR (cDNA) 1 mg/l Maus
aS1-Casein (Rind) Urokinase (genomisch) 2 000 mg/l Maus
aS1-Casein (Rind) hLF (cDNA) 2 000 mg/l Maus
aS1-Casein (Rind) hLF (genomisch) 30 000 mg/l Maus
aS1-Casein (Rind) IGF-1 (cDNA) 10 000 mg/l Kaninchen



Eine niederländische Firma erzeugte transgenes Vieh, zunächst eine
Lactoferrin-produzierenden Kuh. Lactoferrin ist eines der wichtigeren,
eisenbindenden Proteine in der Milch der meisten Säuger [36]. Huma-
nes Lactoferrin hat vor allem die Aufgabe, in der Brust der stillenden
Mutter und im Gastrointestinaltrakt des saugenden Kindes die Ent-
wicklung verschiedener pathogener Bakterien zu hemmen. Generell
hat das humane Lactoferrin entzündungshemmende Eigenschaften
und kann somit potentiell zu vielen Zwecken eingesetzt werden.

Lactoferrin ist ein relativ komplexes Protein, das nach der Transla-
tion modifiziert werden muß. So bot es sich an, dieses Protein in einer
transgenen Kuh zu produzieren; dies weckte das Interesse verschie-
dener Kindernahrungsmittelhersteller, die Fertignahrung mit huma-
nem Lactoferrin auf den Markt bringen wollten. Das ist besonders
dann wichtig, wenn eine Mutter überhaupt nicht stillt.

Die entsprechenden Konstrukte wurden unter Kontrolle verschie-
dener humaner Casein-Promotoren nach einer Mikroinjektion in
Vorkerne von Mäusen [37] exprimiert. Nach Bestimmung der Menge
des erhaltenen Transgenproduktes in Abhängigkeit von verschiede-
nen Promotoren, sowie der Überprüfung der Funktionsfähigkeit des
erhaltenen Proteins, wurde das am stärksten exprimierende Genkon-
strukt zur Generierung transgener Kühe herangezogen [36, 37].

Die Isolierung von befruchteten Einzellembryonen aus lebendigen
Kühen ist schwierig und teuer. Sie können nur operativ gewonnen
werden. Grundsätzlich lassen sich Kühe jedoch auch mit PMSG oder
FSH superovulieren. Die wesentlich erfolgreichere Technik zur Pro-
duktion großer Mengen an synchronisierten Embryonen im Einzell-
stadium ist jedoch die in vitro-Befruchtung von Oocyten, die aus ge-
schlachteten Tieren gewonnen werden [37]. Hierzu gibt es mehrere
Protokolle, in [37] wurden insgesamt 2500 Eizellen durch Aspiration
von Follikeln der Ovarien, die von lokalen Schlachthöfen bezogen
werden, isoliert. Die Zahl der isolierten Oocyten schwankte stark;
maximal wurden 150 Oocyten pro Tag isoliert. Reifung und Befruch-
tung wurden dann nach cytologischen Kriterien beurteilt. Als reif
wurden die Eizellen bezeichnet, bei denen die Kernmembranen zu-
sammengebrochen war, sich das erste Polkörperchen ausgebildet
hatte und eine Metaphasenplatte zu sehen war. Für die Befruchtung
wurde Sperma von verschiedenen Bullen verwendet, die alle bereits
mehrfach für in vitro-Befruchtungen herangezogen worden waren.
Die Eizellen wurden als befruchtet definiert, wenn zwei Vorkerne
und ein Spermienschwanz sichtbar waren, was bei 50 bis 70% der ur-
sprünglich eingesetzten Eizellen der Fall war.
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Die Pronuclei der befruchteten Eizellen von Kühen sind nicht sicht-
bar; man muß sie wie bei Schweinen abzentrifugieren, wobei wiederum
die Methode von Wall et al. [21] verwendet wird. Die Ausbeuten, die
von Krimpenfort et al. erreicht wurden, sind in Tabelle 15.4 gezeigt.Hill
[38] benötigte 19336 Oocyten, von denen in 11206 mikroinjiziert wur-
den, um 93 geborene Kälber zu erhalten, von denen vier transgen wa-

ren. Bei Krimpenfort et al. hatte von den zwei erhaltenen transgenen
Kälbern nur eines die komplette Transgen-DNA integriert.

Die injizierten Eizellen müssen nach der Mikroinjektion kultiviert
werden, damit man feststellen kann, ob sie sich weiterentwickeln.
Hierfür werden die Embryonen neun Tage lang in Mikrotropfenkul-
turen, deren Medium mit rinderepithelialen Oviduktzellen konditio-
niert wird, gehalten. Diese Zellen entwickeln sich langsamer als die
Kontrollzellen, viele erreichen jedoch das Blastocystenstadium. Al-
ternativ werden die Rinderembryonen im Ovidukt von Kaninchen
zwischenkultiviert. Diese Ovidukte müssen dann am Ende verschlos-
sen werden. Nach sieben bis neun Tagen werden die Embryonen
dann wieder herausgespült und endgültig transferiert. Die Ausbeute
ist bei beiden Techniken gering. Wegen des enormen Aufwands beim
Embryotransfer ist es jedoch sinnvoll, nur die mikroinjizierten
Zellen, die sich weiterentwickeln können, zu transferieren.

Die Rezipienten der Embryonen werden so synchronisiert, daß die
Embryonen in ihrer Entwicklung den Rezipienten einen Tag voraus
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Tabelle 15.4: Ausbeuten bei der Herstellung transgener Rinder (nach [38])

Schritt Gesamtzahl Ausbeute

Eizellen 2 470 100%
reife Eizellen 2 297 93%
befruchtete Eizellen 1 358 55%
injizierte Eizellen 1 154 47%
die Injektion überlebende Eizellen 981 40%
injizierte Zellen, die sich teilen 687 28%
transferierte Blastocysten 129 5%
Embryonen, aus denen eine 21 (0.85%)
Trächtigkeit resultierte

erhaltene Tiere 16 0.65%
transgene Nachkommen 2 0.08%
Nachkommen, die das Transgen 1 0.04%
komplett integriert haben



sind. Damit ergeben sich wesentlich bessere Ergebnisse als mit Rezi-
pienten, die auf den gleichen Tag wie die Embryonen synchronisiert
sind. Das ist auch verständlich, da sich die Embryonen in vitro langsa-
mer entwickeln als in vivo. Krimpenfort et al. [37] transferierten ein
bis zwei Embryonen pro Rezipient, wobei sich jeweils nur ein Kalb
entwickelte. 21% der Rezipienten, wesentlich weniger ist als bei der
Verwendung nicht-mikroinjizierter Eizellen, wurden trächtig. Die
Scheinträchtigkeit der Rezipienten wird hormonell induziert. Die
Trächtigkeit kann 40–60 Tage nach dem Transfer durch rektale Pal-
pierung festgestellt werden. Alternativ bieten sich die Analyse von
Milch oder Blut auf die Konzentration von Progesteron oder Ultra-
schalluntersuchungen an.

15.6 Transgenes Geflügel

Transgenes Geflügel wird hauptsächlich aus ökonomischen Gründen
hergestellt. Geflügelzüchter, vor allem in USA und Australien, sind
daran interessiert, Tiere zu züchten, die möglichst groß werden und
resistent gegen Krankheitserreger sind. Infolgedessen entwickelte
man transgenes Geflügel, dessen Transgene Wachstumshormone und
deren Rezeptoren sowie Resistenzen gegen Krankheiten wie Influ-
enza oder Bakterien sowie Immunmodulatoren codieren. Allerdings
sind weder Eier noch Fleisch von transgenem Geflügel auf dem
Markt. Dies mag auch daran liegen, daß zumindest im Vergleich mit
Säugern relativ wenig transgenes Geflügel generiert wurde [39, 40].

Da es technisch unmöglich ist, rekombinante DNA in die Vorkerne
von embryonalen Zellen des Geflügels zu injizieren, ist es die Me-
thode der Wahl, mit Hilfe von Retroviren fremde DNA in die Rezi-
pienten einzubringen. Dabei ist problematisch, daß Geflügelretrovi-
ren im allgemeinen pathogen für diese Tiere sind. Man kann jedoch
auch rekombinante DNA in die Zellen des Blastodermstadiums ein-
bringen oder einen spermaabhängigen Gentransfer durchführen.

Meistens wird ein Genkonstrukt mit Hilfe von replikationskompe-
tenten Retroviren (Rous-Sarcomvirus RSV oder dessen Modifika-
tion Schmidt-Ruppin A) oder, was zu bevorzugen ist, von replikati-
onsdefekten Retroviren (eine Modifikation des Reticuloendo-
theliosevirus REV in Verbindung mit einem modifizierten Helfervi-
rus, das vom Spleen Necrosis Virus SNV abstammt) in Keimbahnzel-
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len von Geflügel eingebracht. Der Gebrauch von replikations-
defekten Viren hat den Vorteil, daß die Gefahr einer Infektion des
Empfängertiers reduziert, allerdings nicht beseitigt ist.

Wird die klonierte DNA in das Cytoplasma befruchteter Eizellen
injiziert, so erhält man lediglich transiente Transfektanten, also keine
Keimbahntransmission. Letztere konnte zumindest bisher nicht
nachgewiesen werden.

Alternativ zu der Behandlung der Hühnchenfollikel können auch
Blastoderme des Legetags transfiziert werden. Diese befruchteten
Eier, die aus etwa 60000 Zellen bestehen, werden sofort nach dem
Legen eingesammelt und bei 15 °C gelagert. Die Schale wird auf klei-
ner Fläche geöffnet, ohne daß dabei die Membran beschädigt wird.
Mit Hilfe einer Nadel oder einer Glaskapillare werden etwa 1 bis
100 µg der Transgen-DNA in das Blastoderm injiziert. Nach diesem
Eingriff wird die Schale wieder verschlossen. Die Eier werden bei
38 °C bis zum Schlüpfen gehalten. Dieser Eingriff beeinflußt die
Fähigkeit zu schlüpfen nicht. Sollte man transgene Tiere erhalten, so
tragen diese das Transgen in Mosaikform, also nicht in allen Zellen.

In den meisten Modellen, die replikationsdefekte Geflügelretrovi-
ren benutzen, wurde der Nachweis eines erfolreichen Gentransfers
dadurch erbracht, daß mit Hilfe von Wirtsgenen die nötigen Ver-
packungsproteine des Virus produziert werden konnten, da diese
Gene auch im rekombinatnten Virus vorhanden sind.

Es können auch Hennen mit transgenen Spermien befruchtet wer-
den. Diese Hennen legen dann transgene Eier. Dabei ist eine relativ
hohe Ausbeute von 30% bis 60% erreicht worden [39, 40].

15.7 Transgene Fische

Transgene Techniken sind für die Fischereiwirtschaft von Bedeutung,
da sie durch den Einsatz verschiedener Wachstumshormongene zu ei-
ner erheblichen Steigerung des Wachstums der kommerziell nutzba-
ren Fische führen. Dabei stellt es ohne Zweifel eine Gefahr dar, daß
solche Tiere in die freie Wildbahn entkommen können. So versucht
man Methoden zu entwickeln, um sterile transgene Fische zu produ-
zieren.

Ein weiterer wichtiger Ansatz besteht in der Herstellung kälteresi-
stenter transgener Fische. Dafür wurden die Antifreezegene transfe-
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riert und in Regenbogenforellen, Lachsen und anderen Fischen ex-
primiert [41]. Zum anderen wurden auch verschiedene Fischmodelle
– vor allem der Zebrafisch – in der Embryologie als Modell herange-
zogen. Es gibt mehrere Zebrafischmodelle, die Reportergene wie
lacZ, Luciferase oder CAT tragen.

Der Zebrafisch gewinnt auch als Modell der humanen Entwicklung
an Bedeutung. So wurde zum Beispiel die Regulation des Säugerpro-
teins GAP43, eines der größten Kontrollelemente für das neuronale
Wachstum, im Zebrafisch charakterisiert. Andererseits stellte man
Vergleiche zu anderen Modellen wie Drosophila und anderen an [39].

Zur Herstellung transgener Fische ist eine optimale Haltung dieser
Tiere erforderlich. Diese Haltungsbedingungen wurden zunächst für
den Zebrafisch [39] entwickelt. Männliche und weibliche Tiere soll-
ten separat gehalten werden. Das optimale Alter zur Gewinnung von
Eizellen beträgt 7 bis 18 Monate. Die Tiere sollten zweimal täglich ge-
füttert und in einem Tag/Nacht-Rhythmus gehalten werden. Ein bis
zwei Stunden vor dem Nachtzyklus sollten die männlichen zu den
weiblichen Fischen gegeben werden, in einem Verhältnis von einem
Männchen zu zwei Weibchen. Mit dem nachfolgenden Lichtzyklus
werden die Fische stimuliert, ihre Eier beziehungsweise Spermien ab-
zugeben. Etwas später können dann die Eier am Boden des Aquari-
ums eingesammelt werden. Das geschieht im allgemeinen durch Ab-
lassen des Wassers. Man kann Fische auch mit hCG superovulieren
[42].

Da beim Fisch die Pronuclei befruchteter Eizellen nicht sichtbar
gemacht werden können, ist eine klassische Mikroinjektion in den
Vorkern nicht möglich. Es wurden mehrere Methoden zur Herstel-
lung transgener Fische beschrieben. Die gängigsten Verfahren sind
Mikroinjektion ins Cytoplasma, Elektroporation und ein Gentrans-
fer über die Spermien.

Die Fischeizellen sind von einem Chorion umgeben, das vor der
Mikroinjektion enzymatisch oder mechanisch entfernt werden muß
[42]. Verschiedene Autoren beschreiben die Mikroinjektion in den
Mikropilus. Dafür ist aber eine klare Sichtbarmachung dieses Zell-
fortsatzes erforderlich.

Die DNA zur Mikroinjektion wird ähnlich wie bei den anderen be-
schriebenen Objekten vorbereitet. Die Mikroinjektion erfolgt dann
vor der ersten Teilung in befruchtete Eizellen. Da zwei bis drei Mi-
kroliter DNA-Lösung mikroinjiziert werden, kann man davon ausge-
hen, daß bei richtiger Handhabung genügend DNA um die Pronuclei
herum vorliegt. Fischembryonen überstehen die Mikroinjektion we-
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sentlich besser als die Embryonen von Säugern [43]. Die Jungen
schlüpfen nach drei Tagen.

Da die Mikroinjektion von Eizellen ineffektiv ist, wurden Metho-
den entwickelt, mit denen große Mengen von Eizellen transfiziert
werden können. Zunächst bietet sich dabei die Elektroporation an
[43]. Die Ausbeute lag bei 62%, und mehr als 100 Kopien der fremden
DNA wurden in das Genom der Empfängertiere integriert.

Da Samenzellen in der Lage sind, DNA zu binden und in die Ei-
zellen einzubringen, lassen sich auch so transgene Tiere generieren
[44]. Es werden auch Transfektionen von ES-Zell-ähnlichen Zellen
beschrieben [39].

15.8 Transgene Insekten

Insekten, insbesondere die Taufliege Drosophila, gehören zu den äl-
testen eukaryotischen Modellen für Regulation und Entwicklung.
Unser heutiges Wissen über Regulation und Entwicklung stammt
zum großen Teil aus Untersuchungen an Drosophila. Insofern ist
Drosophila eines der wichtigsten Objekte der Molekularbiologie,
und man versuchte schon früh, transgene Tiere zu entwickeln. Eine
gängige Methode zur Herstellung transgener Fliegen ist die von
Spradling und Rubin [45] beschriebene P-Element-Transformation.

Für den Gentransfer macht man sich dabei besondere Vektoren zu-
nutze, die sogenannten transponierbaren Elemente. Das sind DNA-
Segmente, die ihre Position als Einheit innerhalb eines Genoms einer
Zelle verändern können. In Bakterien können diese Elemente ex-
trachromosomale DNA, wie beispielsweise Plasmide in das bakteri-
elle Genom einbringen. Die Idee war, in solche transponierbaren Ele-
mente exogene DNA zu klonieren und sie dann mit großer Effizienz
in das Wirtsgenom einzubringen. Für die Taufliege Drosophila mela-
nogaster wurden mehrere transponierbare Elemente beschrieben
[46], von denen sich eines, das sogennante P-Element [45], als mögli-
cher Vektor für einen Gentransfer eignet, wenn gewisse genetische
Kriterien erfüllt sind; dieses Element kann in embryonale Zellen ein-
gebracht werden.

Da nur ein Teil der Nachkommen dieses Embryos dann das P-Ele-
ment tragen wird, ist es erforderlich, die einzelnen Nachkommen zu
testen. Da dies sehr schnell sehr viele Tiere sein können, empfiehlt es
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sich, die P-Element-tragenden Tiere möglichst durch einen Phänotyp,
zum Beispiel die Form der Flügel oder die Augenfarbe zu unterschei-
den.

Zweifellos stellt Drosophila das wichtigste Insektenmodell für
transgene Tiere dar. Es wurden aber auch mit anderen Insekten trans-
gene Experimente gemacht, beispielsweise mit Anopheles [47] und
Aedes [48, 49].

15.9 Transgene Nematoden

Ein weiteres wichtiges Modellobjekt für die Embryologie, besonders
für die Muskelentwicklung von Vertebraten, ist der Nematode Cae-
norhabditis elegans (C.elegans).

C. elegans dient als Modell für viele experimentelle Ansätze, zum
Beispiel für die Muskelregulation [50], ein Modell für Apoptose [51],
Genstruktur [52] und Regulation [53], um nur einige zu nennen.

Bei Nematoden wird die Plasmid-DNA in die Gonaden erwachse-
ner Hermaphroditen injiziert [54]. Bis zu 50 Nachkommen können
von einem infizierten Tier erhalten werden. Man läßt die transfor-
mierten Tiere sich selbst befruchten und untersucht anschließend den
Phänotyp der Nachkommen. Man erhält dann transiente Tiere, die im
allgemeinen keinen mutierten Phänotyp zeigen, oder Tiere, die das
Transgen extrachromosomal tragen, sowie sehr wenige transfor-
mierte Linien, die das Transgen integriert haben.

15.10 Transgene Frösche

Der afrikanische Krallenfrosch Xenopus laevis ist ein beliebtes Ob-
jekt, um die Entwicklung von Vertebraten zu untersuchen, da er leicht
manipuliert werden kann. Sehr viele Studien beruhten darauf, daß in
befruchtete Eizellen DNA oder RNA transient injiziert wurde, die
dann sofort translatiert und anschließend häufig abgebaut wird.

Die Transgenese wird erreicht, indem man in befruchtete Eizellen
Plasmid-DNA mikroinjiziert, sich diese Embryonen zu erwachsenen
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Tieren entwickeln läßt und auf die Transgenität hin untersucht. We-
gen der langen Generationszeit von Xenopus (mindestens 8 Monate)
ist dieses Unterfangen sehr zeitraubend, da man nur Tiere erhält, die
das Transgen als Mosaik tragen.

Als Alternative hierzu transfizierten Kroll und Gerhard [55] kulti-
vierte Xenopus-Zellen mit einem Transgen, wählten die Zellinien, die
das Transgen stabil integriert haben, und verwendeten diese Zellen
als Kerndonoren, die dann in unbefruchtete Eizellen transplantiert
wurden. So kann man Embryonen erhalten, die das Transgen stabil
tragen.
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