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1 Einleitung 

1.1 Meiotische Rekombination 

Die Meiose ist die Grundlage für die geschlechtliche Fortpflanzung und genetische Variabilität in 

Eukaryoten. Sie beinhaltet eine DNA-Replikation gefolgt von zwei Zellteilungen, wodurch aus einer 

Zelle vier haploide Zellen entstehen, aus denen die Gameten hervorgehen (Abbildung 1). In Pflanzen 

findet die männliche Meiose in den Antheren und die weibliche im Gynöceum statt. In der Mehrzahl 

der Pflanzen bilden alle vier haploiden Produkte einer männlichen Meiose reife Pollenkörner aus, 

wohingegen drei der vier Produkte einer weiblichen Meiose den programmierten Zelltod erfahren. 

Die verbleibende Zelle entwickelt sich dann zum weiblichen Gametophyt, dem Embryonensack 

(Osman et al. 2011). Die Anzahl der Chromosomen wird in zwei Schritten in der Meiose halbiert. In 

der Meiose I werden die homologen Chromosomen getrennt, wobei in den meisten Spezies eine 

physische Verbindung der homologen Chromosomen, durch mindestens ein Crossover pro Bivalent, 

für die korrekte Aufteilung der Chromosomen notwendig ist (Jones und Franklin 2006). Die 

Schwesterchromatiden werden in der Meiose II getrennt (Lambing et al. 2017). Eine strikt 

kontrollierte Abfolge von DNA-Replikation und zwei aufeinander folgenden Teilungen ist notwendig, 

um eine Replikation der DNA zwischen den beiden Teilungen der Meiose zu verhindern (Mercier et al. 

2015). Während der Meiose kommt es zur homologen Rekombination (Lambing et al. 2017), welche 

für die genetische Diversität essentiell ist. Sie ist der Antrieb der Evolution, aber ist ebenso Grundlage 

für den Fortschritt der Züchtung. Ein besseres Verständnis des Prozesses der meiotischen 

Rekombination eröffnet die Möglichkeit, die Rekombination zu manipulieren, um Schnelligkeit und 

Präzision in Züchtungsprogrammen zu verbessern (Colas et al. 2016).  



2 
 

 

Abbildung 1: Überblick des Ablaufes der Meiose (Mézard et al. 2015). Homologe Chromosomen wurden in grün oder blau 
dargestellt. 

Die meiotische Rekombination wird durch die programmierte Ausbildung von 

DNA-Doppelstrangbrüchen durch einen das Protein SPO11 enthaltenen Komplex initiiert. Dieser 

Komplex kommt in allen Eukaryoten vor und ähnelt dem archaealen Topoisomerase-VI-Komplex 

(Bergerat et al. 1997). DNA-Doppelstrangbrüche sind grundsätzlich gefährlich für die Zelle. Deshalb 

werden die Ausbildung und Verteilung meiotischer DNA-Doppelstrangbrüche stark reguliert 

hinsichtlich Zeitpunkt und Ort der Entstehung. Die Verteilung von DNA-Doppelstrangbrüchen ist nicht 

homogen entlang der meiotischen Chromosomen. Auf molekularer Ebene sind DNA-

Doppelstrangbrüche meist in Regionen von Genen bzw. Genpromotoren gehäuft, dies sind die 

sogenannten Hotspots (Pan et al. 2011). Nach der Initiierung eines DNA-Doppelstrangbruchs bindet 

SPO11 kovalent über eine Phosphatdiesterbindung an die 5‘-Enden der Bruchstellen. SPO11 ist 

entfernt, wenn die DNA-Enden durch den MRE11-Komplex geschnitten werden, wodurch 

3‘-Einzelstrang-DNA entsteht (Daoudal-Cotterell et al. 2002; Nicolette et al. 2010). Diese 

3‘-Einzelstrang-DNA haben eine Länge von etwa ein bis zwei Kilobasen. Sie verbinden sich mit den 

RecA homologen Rekombinasen DMC1 und RAD51, um nach einer homologen Sequenz für die 

Reparatur zu suchen (Shinohara et al. 1997; Da Ines et al. 2012). Dieser Komplex ist verantwortlich 

für das Einfädeln des zu reparierenden Strangs in den Doppelstrang einer anderen Chromatide, 

welches entweder die Schwesterchromatide oder bevorzugt eine von dem homologen Chromosom 

sein kann. Durch das Einfädeln und die Basenpaarung mit dem homologen Chromatid entsteht ein 

sogenannter displacement Loop (D-Loop). Wurde der Strang in die Schwesterchromatide eingefädelt 

wird das 3‘-Ende der 3‘-Einzelstrang-DNA verlängert. Danach wird die D-Loop Struktur wieder 
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aufgelöst. Das instabile Zwischenprodukt, der D-Loop mit einem Chromatid des homologen 

Chromosoms, kann sich unterschiedlich entwickeln. Es kann durch syntheseabhängiges Strang-

Annealing (SDSA) in ein Nicht-Crossover aufgelöst werden. Alternativ kann der D-Loop durch Proteine 

des ZMM (Zip, Mer, Msh)-Wegs stabilisiert werden. Dabei wird Einzelstrang-DNA am 3‘-Ende durch 

DNA Synthese unter Verwendung des komplementären Strangs des homologen Chromosoms als 

Template verlängert. Das zweite Ende des DNA-Doppelstrangbruchs kann sich mit dem bewegten 

Strang des D-Loops binden. Dies resultiert in der sogenannten doppelten Holliday Verbindung, aus 

der ein Crossover oder ein Nicht-Crossover entstehen kann (Schwacha und Kleckner 1995). Ein 

Crossover beschreibt den reziproken, genetischen Austausch zwischen homologen Nicht-

Schwesterchromatiden. Bei einem Nicht-Crossover wird nur eins der homologen Nicht-

Schwesterchromatiden verändert. Crossover sind physische Verbindungen zwischen homologen 

Chromosomen, welche zytologisch als Chiasmata zu erkennen sind. Dies ist in den meiotischen 

Stadien Diakinese und Metaphase I möglich, da die Chromosomen in diesen Stadien zytologisch als 

kondensierte bivalente Strukturen zu erkennen sind. (Colas et al. 2016; Lambing et al. 2017; Mercier 

et al. 2015; Osman et al. 2011; Yelina et al. 2015). Die von der Formation der doppelten Holliday 

Verbindung abhängigen Crossover sind Klasse I Crossover, die durch die MutL-Homologen MLH1 und 

MLH3 entstehen (Ranjha et al. 2014; Rogacheva et al. 2014). Klasse I Crossover zeigen physische 

Interferenz, wodurch nah beieinanderliegende Klasse I Crossover auf demselben Chromatid 

verhindert werden. Die Interferenz wirkt sich bei einer Vielzahl von Spezies, wie zum Beispiel in 

Chothippus brunneus, über eine Distanz von 25 % bis 30 % aus, bevor es langsam reduziert wird über 

die nächsten 30 % (Jones 1984). Die Entstehung von Klasse I Crossovern ist abhängig von einer 

Gruppe von ZMM-Proteinen. Etwa 80 % bis 90 % der Crossover entstehen in Arabidopsis durch den 

Klasse I Prozess (Higgins et al. 2004; Higgins et al. 2008; Mercier et al. 2005). Die Klasse II Crossover 

sind unabhängig von der physischen Interferenz von nebeneinander liegenden Crossovern. Etwa 10 % 

bis 20 % der Gesamtanzahl an Crossovern zählen zu den Klasse II Crossovern. Für die Entstehung von 

Klasse II Crossovern ist das Protein MUS81 notwendig (Higgins et al. 2008; Mercier et al. 2005; 

Berchowitz et al. 2007; Abbildung 2).  
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Abbildung 2: Modell der Mechanismen der meiotischen Rekombination, welche durch die Formation von 
DNA-Doppelstrangbrüchen induziert wird (Mercier et al. 2015) 

In der ersten Unterphase der Prophase I, dem Leptotän, wird die Chromosomenachse entlang jedes 

homologen Chromosoms ausgebildet. Es werden Schwesterchromatiden in linearen 

Schleifenmustern organisiert, wobei das Chromatin an den Basen der Schleifen über die Proteinachse 

verbunden ist. In diesem Stadium werden die DNA-Doppelstrangbrüche initiiert. Proteine der Achse, 

wie zum Beispiel Hop1-Red1 in Sprosshefe und die korrespondierenden Proteine ASY1-ASY3 in 

Arabidopsis und PAIR2-PAIR3 in Reis haben Einfluss bei der Wahl des Templatestrangs für die 

Reparatur der DNA-Doppelstrangbrüche (Caryl et al. 2000; Ferdous et al. 2012; Hollingsworth und 

Byers 1989; Nonomura et al. 2006; Thompson und Roeder 1989; Wang et al. 2011). Von Leptotän zu 

Zygotän werden die Homologenpaare zunehmend angeordnet. Während des Zygotäns beginnt die 

Synapsis der homologen Chromosomen und es bildet sich der synaptenomale Komplex aus (Page und 

Hawley 2004), welcher im Pachytän vervollständigt ist. Die Rekombination läuft während der 

Prophase I ab. Wenn die homologen Chromosomen rekombiniert haben, um Crossover auszubilden, 

löst sich der synaptenomale Komplex während des Diplotäns auf. In der Diakinese sind die 

homologen Chromosomen zytologisch sichtbar als kondensierte bivalente Strukturen, die im 

Normalfall über ein oder mehrere Chiasmata verbunden sind. In der Metaphase I sind die Bivalente 
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auf der Äquatorialebene angeordnet. Die homologen Chromosomen werden in der Anaphase I 

getrennt. In der Telophase I und bilden sich zwei Kerne aus und in der Prophase II dekondensieren 

die Chromosomen für kurze Zeit. In der Metaphase II werden die Chromosomen wieder auf der 

Äquatorialebene angeordnet, woraufhin die Trennung der Schwesterchromatiden in der Anaphase II 

erfolgt (Higgins et al. 2014; Mercier et al. 2015; Abbildung 3).  

 

Abbildung 3: Stadien der Meiose in Pflanzen (Spektrum Akademischer Verlag 2001). 

 

In den meisten Organismen werden deutlich mehr DNA-Doppelstrangbrüche initiiert als sich 

Crossover ausbilden. Die meisten DNA-Doppelstrangbrüche werden als Nicht-Crossover repariert. In 

Sprosshefe werden etwa 50 % der DNA-Doppelstrangbrüche als Crossover repariert, wodurch sich 

etwa 80 bis 90 Crossover pro Zelle ergeben. Bei Pflanzen und Tieren ist der Anteil jedoch meistens 

deutlich geringer. In Pflanzen werden nur etwa 5 % aller DNA-Doppelstrangbrüche zu Crossovern 

(Osman et al. 2011). In Arabidopsis entstehen geschätzt 200 DNA-Doppelstrangbrüche pro Nukleus, 

wovon nur etwa 10 zu Crossovern repariert werden (Chelysheva et al. 2012). In Mais werden 

ungefähr 500 DNA-Doppelstrangbrüche initiiert, wobei sich durchschnittlich nur 25 pro Nukleus zu 

Crossovern entwickeln (Franklin 1999). Der Rest wird als Nicht-Crossover oder anhand der 

Schwesterchromatide repariert. Ein sogenanntes obligatorisches Crossover pro Bivalent ist in fast 

allen Spezies für die korrekte Trennung der homologen Chromosomen in der Meiose I notwendig 
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(Jones und Franklin 2006). Als Faktoren, die die Bildung von Nicht-Crossovern unterstützen, sind zum 

Beispiel die Helikase FANCM (Crismani et al. 2012) und der RTR-Komplex (Mankouri und Hickson 

2007) bekannt. Dies sind sogenannte Anti-Crossover Faktoren, welche aktiv die Ausbildung von 

Crossovern hemmen. In Maus und Hefe wurde eine Crossover-Homöostase entdeckt, welche 

bedeutet, dass die Anzahl an Crossover konstant bleibt, auch wenn vermehrt DNA-

Doppelstrangbrüche auftreten (Martini et al. 2006). In Mais konnte dieses nicht bestätigt werden, 

wodurch die Vermutung entsteht, dass dies in bestimmten oder sogar generell in Pflanzen nicht der 

Fall ist (Sidhu et al. 2015). 

1.2 Lokalisation der meiotischen Rekombination 

In nahezu allen Spezies ist die Verteilung von Rekombinationsereignissen nicht homogen entlang der 

Chromosomen. Crossover treten in bestimmten Bereichen weniger Kilobasen, den sogenannten 

Hotspots, gehäuft auf. Es wurde eine unterschiedliche Verteilung von Crossovern zwischen 

verschiedenen Spezies beobachtet. Teilweise wurden auch innerhalb von einer Art Unterschiede 

zwischen männlicher und weiblicher Meiose und auch zwischen den verschiedenen Chromosomen 

innerhalb einer Spezies hinsichtlich der Crossover-Verteilung festgestellt (Mézard et al. 2015). Die 

Verteilung der Crossover reflektiert typischerweise die Lokalisation von DNA-Doppelstrangbrüchen. 

In Arabidopsis thaliana korrelieren DNA-Doppelstrangbruch-Hotspots positiv mit einer geringen 

Nukleosomendichte, offenem Chromatin, Chromatinmerkmalen wie Histon-H3-Lysin-4-

trimethylierung (H3K4me3) oder dem Vorhandensein der Histonvariante H2A.Z und sind zumeist in 

Regionen von Genen bzw. Genpromotoren zu finden (Choi et al. 2013). In S. cerevisiae, Arabidopsis, 

Weizen und Mensch finden mehr als 80 % aller Rekombinationsereignisse in weniger als einem 

Viertel des Genoms statt (Choi et al. 2013; Chen et al. 2008; Mancera et al. 2008; International 

Wheat Genome Sequencing Consortium 2014; Myers et al. 2005). In vielen Pflanzen sind die meisten 

Crossover in der Nähe der Chromosomenenden. Die Zentromerregionen sind in vielen Spezies frei 

von Crossovern. Unabhängig von der physischen Chromosomengröße übersteigt die Anzahl der 

Crossover selten drei pro Bivalent (Mercier et al. 2015). In Mais (Gore et al. 2009) und Weizen 

(Saintenac et al. 2009) wurde gezeigt, dass die Crossover-Häufigkeit in den subtelomerischen 

Regionen höher als in den interstitiellen Regionen ist. Die Ausbildung von Crossovern ist in 

Zentromer- und Telomerregionen unterdrückt (Lambing et al. 2017).  

Es gibt umfangreiche Modifikationen von DNA und Histonen: z.B. DNA-Cytosin-Methylierung und 

Histon-Methylierung, Acetylierung, Ubiquitinierung und Phosphorylierung. Diese 

Chromatinmarkierungen sind wichtig für die Genexpression, Genomorganisation und 

Chromosomenfunktion. Viele dieser Modifikationen, wie zum Beispiel die DNA-Methylierung, 

werden epigenetisch während der DNA-Replikation vererbt (Law und Jacobsen 2010b; Henderson 
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und Jacobsen 2007). In Arabidopsis führt eine erhöhte Acetylierung von H3 (Hypoacetylierung) zu 

einer veränderten Chromosomenachse, Chiasmaanzahl und –verteilung. Die Chiasmaanzahl 

verringert sich in den Chromosomen 1 und 2 und erhöht sich in Chromosom 4 (Perrella et al. 2010). 

Transposons und repetitive Sequenzen sind in Pflanzen typischerweise heterochromatisch und stark 

modifiziert durch DNA-Cytosinmethylierung und Histon H3K9 Demethylierung sowie mit 

komplementären kleinen RNAs angereichert (Law und Jacobsen 2010b; Henderson und Jacobsen 

2007). In heterochromatischen Regionen, inklusive Zentromeren, ist die Ausbildung von Crossovern 

grundsätzlich unterdrückt (Giraut et al. 2011; Cokus et al. 2008; Zhang et al. 2006; Copenhaver et al. 

1999). Möglicherweise ist dies in repetitiven Sequenzen von Vorteil, aufgrund andernfalls einer 

hohen Wahrscheinlichkeit illegitimer nicht-allelischer Rekombinationsereignisse, welche gefährlich 

für die Genomintegrität sind. In Menschen werden zentromernahe Crossover mit einer Nicht-

Trennung der Chromosomen assoziiert (Lamb et al. 2005). Ein übliches Muster der Crossover-

Verteilung ist ein Vorkommen in den distalen Regionen, also zu den Enden der Chromosomen, wie 

zum Beispiel in Getreiden und in der männlichen, menschlichen Meiose. Die entgegengesetzte 

Situation, proximale Crossover, welche in der Nähe der Zentromere sind, wurde ebenfalls 

beschrieben. In beiden Fällen sind die Zentromere frei von Crossover-Ereignissen (Mézard et al. 

2015). 

Studien haben gezeigt, dass die Rekombination in engem Zusammenhang mit der Remodellierung 

der homologen Chromosomen steht, was in der Prophase I stattfindet (Kleckner 2006). In den 

meisten Spezies sind Chromosomenpaarung, Synapsis und Rekombinationsverlauf stark voneinander 

abhängig (Zickler und Kleckner 1999). In manchen Spezies zeigt sich ein räumlich-zeitlicher 

Zusammenhang zwischen Rekombinationsinitiation und der Ausbildung von Crossovern. In der 

Gerste zeigt sich eine fast vierfache Anzahl an Crossovern an Stellen der Synapsisinitiation (Higgins et 

al. 2014). In Sprosshefe scheint sich jede Stelle der Synapsisinitiation zu einem Crossover zu 

entwickeln (Fung et al. 2004).  

1.3 Meiotische Rekombination in Gerste 

Gerste (Hordeum vulgare L.) ist ein landwirtschaftlich wichtiges Getreide und gehört zum Stamm der 

Triticeae. Es ist das am viertmeisten angebaute kleinkörnige Getreide in der Welt nach Weizen, Mais 

und Reis. Dadurch spielt es eine wichtige Rolle in genomischen, genetischen und zytogenetischen 

Studien (Ashida et al. 2007; Mayer et al. 2011). Die kultivierte Gerste ist diploid. Sie hat eine haploide 

Genomgröße von 5,1 Gigabasenpaaren verteilt auf 7 Chromosomen mit vermutlich etwa 53.220 

codierenden Genen (Mayer et al. 2012). Die Gerste gilt als Spezies mit einem sehr großen Genom 

und einem hohen Anteil (80 %) an repetitiven Sequenzen. Studien zeigten, dass es eng miteinander 

gekoppelte Gene gibt, die sogenannte Gen-Inseln bilden, die durch große Regionen repetitiver 
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Sequenzen unterbrochen werden (Rostoks et al. 2002; Wicker et al. 2009). Die Gendichte entlang der 

Chromosomen ist heterogen, wobei der Hauptanteil der Gene bei Getreiden in 

hochrekombinierenden distalen Chromosomenregionen liegt (Mayer et al. 2011).  

In vielen Spezies gibt es eine Tendenz für das Vorkommen von Chiasmata in bevorzugten Regionen 

entlang der Chromosomen, wobei in manchen Spezies, wie in Gerste und anderen Gräsern die 

Chiasmatalokalisierung extrem stark auf die distalen Regionen im Chromosom beschränkt ist, was 

durch zytologische Analysen mittels Chiasma-Zählung und Immunlokalisation von MLH1 (Klasse I 

Crossover Marker) im Pachytän bestätigt wurde (Higgins et al. 2012). In zentromerischen und 

perizentromerischen Chromosomenregionen bilden sich keine Crossover aus. Diese Regionen 

schließen etwa 50 % der physischen Karte ein (Mayer et al. 2012; Künzel und Waugh 2002). Die 

Lokalisierung von Chiasmata in den distalen Regionen von Gerstenchromosomen beschränkt die 

verfügbare genetische Variation für die Pflanzenzüchtung. Diese Heterogenität in der Verteilung der 

Crossover spiegelt sich in der Verteilung der Gene auf dem Chromosomen wieder, welche ebenfalls 

eine starke Anreicherung in den distalen Regionen zeigen (Higgins et al. 2012). Dies ist ebenso in 

Weizen, Hafer, Roggen und vielen Futtergräsern der Fall (Mayer et al. 2012; Künzel und Waugh 2002; 

Ramsay et al. 2014; Künzel et al. 2000). Dieses Verteilungsmuster von Crossovern wurde nicht in 

Arabidopsis oder in Reis und Gräserspezies mit deutlich kleineren Genomen gefunden (Salomé et al. 

2012; Chen et al. 2002). Trotz dieser Tendenz lokalisiert ein erheblicher Anteil an Genen außerhalb 

distaler Chromosomenregionen. In Gerste befinden sich über 30 % der Gene in Bereichen, die wenig 

oder gar nicht rekombinieren (Mayer et al. 2011). In Weizen und Gerste wurde nachgewiesen, dass 

Gene auch in zentromernahen Bereichen vorkommen (Mayer et al. 2012; Choulet et al. 2014). Auch 

innerhalb der genreichen distalen Chromosomenregionen kann die Rekombinationshäufigkeit 

vielfach variieren (Higgins et al. 2012). Die Chiasmaanzahl übersteigt in der Gerste bei keinem 

Chromosom durchschnittlich drei pro Bivalent (Tabelle 1). 

Tabelle 1: Durchschnittliche Anzahl an zytologisch ermittelten Chiasmata in den einzelnen Chromosomen der Gerste (Colas 
et al. 2016). 

Chromosom 1H 2H 3H 4H 5H 6H 7H Gesamt 

Chiasmaanzahl 2,4 2,9 3,0 2,5 2,5 2,6 2,4 18,4 
 

Die Unterdrückung von Rekombination in zentromerischen Regionen ist ein typisches Merkmal für 

Triticeae Spezies mit großen Chromosomen (Aliyeva-Schnorr et al. 2015). Die Ausbildung von 

Crossovern korreliert mit der Chromatinstruktur. In Gerste und anderen Gräsern mit ähnlich großen 

Chromosomen befindet sich Euchromatin entlang der distalen Regionen der Chromosomen, 

wohingegen die heterochromatischen Bereiche der DNA in den perizentromerischen Regionen 

lokalisieren. Heterochromatin tritt jedoch auch in interstitiellen Regionen und subtelomerischen 
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Regionen auf. Die Histonmodifikationen H3K9me3, H3K27me3, H3K4me3 und H4K16ac sind 

assoziiert mit transkriptionsaktiver genreicher DNA, welche hauptsächlich in den distalen Regionen 

angereichert sind (Higgins et al. 2012; Fuchs et al. 2006). Heterochromatische Markierungen wie 5-

Methylcytosin, H3K9me2, H3K27me2 und H4K20me1 kommen entlang des ganzen Chromosoms vor. 

In den distalen Chromosomenregionen ist die Konzentration dieser heterochromatischen 

Markierungen deutlich geringer. Dies lässt auf einen Zusammenhang zwischen euchromatischen 

Regionen und der Ausbildung von Crossovern schließen (Abbildung 4).  Eine ähnliche Verteilung von 

Eu- und Heterochromatin wurde in der Gerste beobachtet. Diese Korrelation wurde auch im Roggen 

entdeckt, wodurch vermutet wird, dass die Ausbildung von Crossovern in heterochromatischen 

Bereichen nahezu ausgeschlossen ist (Higgins et al. 2014; Mézard et al. 2015;).  

 

Abbildung 4: Schema der Verteilung des Gengehaltes und der meiotischen Rekombinationsrate über der physikalischen 
Karte der Gerstenchromosoms 3H (Aliyeva-Schnorr et al. 2015). (Rot) Gengehalt (Blau) Rekombinationsrate 

 

In Gerste existiert eine räumlich-zeitliche Asymmetrie in der Ausbildung der Chromosomenachse und 

der Synapsis der homologen Chromosomen während der meiotischen Prophase I. Es zeigt sich, dass 

das bevorzugte Auftreten von Crossovern in den distalen Regionen mit dem Timing der 

Rekombinationsinitiation in Zusammenhang steht. Distale Chiasmata sind solchen in interstitiellen 

und proximalen Regionen zahlenmäßig etwa um das 25-fache in der Gerstensorte Morex überlegen. 

Die Rekombinationsinitiation setzt in proximalen und interstitiellen Regionen später ein, als in den 

subtelomerischen bzw. distalen Regionen. Es zeigt sich im zeitlichen Verlauf dabei ein Unterschied 

von zwei bis drei Stunden. Die Beobachtungen des zeitlichen Unterschiedes der Initiationsereignisse 

entlang der Chromosomen in Gerste stehen im Gegensatz zu Beobachtungen in Arabidopsis oder 

Brassica. In diesen Spezies verläuft die Ausbildung der Chromosomenachse sehr schnell während der 

späten G2 bzw. dem Leptotän. Die Formierung der Chromosomenachse verläuft synchron entlang 

der Chromosomen. Auch ist die Unproportionalität von distalen zu interstitiellen Chiasmata weniger 

deutlich ausgeprägt als in Gerste. In Arabidopsis liegt die Rate bei 3:1 (Higgins et al. 2012).  

In der Gerste beginnt der zeitlich-räumliche Unterschied vermutlich schon in der prämeiotischen 

S-Phase. Die distalen euchromatischen Chromosomenregionen werden zuerst repliziert. Dies dauert 
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etwa 4 Stunden. Die interstitiellen DNA-Regionen sind etwa zwei Stunden später vollständig repliziert. 

Danach werden die proximalen heterochromatischen Bereiche etwa 13 Stunden nach Beginn der 

Replikation fertiggestellt (Higgins et al. 2012). Dieses Muster wurde auch in somatischen 

Gerstenzellen beobachtet. Möglicherweise ist das Timing der Rekombinationsinitiation ein Faktor, 

der die Ausbildung von Crossovern beeinflusst, indem die frühen DNA-Doppelstrangbrüche höhere 

Chancen haben ein Crossover auszubilden, da diese nicht durch eine Interferenz beeinflusst werden. 

In Gerste tritt der erste DNA-Doppelstrangbruch in den früh replizierenden DNA-Regionen auf. Die 

Entscheidung zwischen Crossover und Nicht-Crossover wird schon früh getroffen. Vermutlich schon 

bevor in den interstitiellen Regionen DNA-Doppelstrangbrüche auftreten. In den distalen Regionen 

sind RAD51/DMC1-Foki etwa zwei bis drei Stunden früher zu beobachten. In Spezies mit räumlich-

zeitlichen Unterschieden in der Rekombinationsinitiation wie Gerste, wird dadurch vermutlich die 

gegenseitige Interferenz von Klasse I Crossover verstärkt. Wahrscheinlich ist dies jedoch nicht der 

einzige Faktor für die Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen als Nicht-Crossover, da die Klasse II 

Crossover nicht von der Interferenz betroffen sind. Die Ausbildung eines Crossovers kann auch durch 

sogenannte Anti-Crossover Faktoren verhindert werden (Higgins et al. 2014; Aliyeva-Schnorr et al. 

2015; Mézard et al. 2015; Higgins et al. 2012).  

1.4  Beeinflussung der meiotischen Rekombination 

Die Entwicklung von Methoden, um die Häufigkeit von Crossovern in Crossover-armen Regionen zu 

steigern, soll die genetische Diversität erhöhen und einen Vorteil für die Pflanzenzüchtung bieten. Es 

gibt verschiedene Faktoren, die die Crossover-Häufigkeit und -Verteilung beeinflussen. Durch die 

Identifikation von Anti-Crossover-Faktoren wird es möglich werden, die Rekombinationsfrequenz zu 

verändern. Eine erhöhte Rekombination kann nützlich sein, um zum Beispiel unerwünschte 

Verbindungen von Genen zu unterbrechen, um neue Kombinationen von nützlichen Allelen zu 

erhalten. Die Anzahl an Crossovern wurde in Arabidopsis durch das Ausschalten von Anti-Crossover-

Faktoren bis zum Zehnfachen erhöht (Crismani et al. 2012; Mercier et al. 2015). Unbekannt ist, ob die 

Mutation von den gleichen Genen denselben Effekt in Spezies mit landwirtschaftlichem Interesse hat 

(Mercier et al. 2015).  

Die Desynapsis Mutante der Gerste mit einer HvMlh3 Mutation zeigt eine verringerte Anzahl an 

Chiasmata im Gegensatz zum Wildtyp. In der Mutante und im Wildtyp sind die homologen 

Chromosomen augenscheinlich im Pachytän gepaart, jedoch setzt die Synapsis bei der Mutante 

später ein. Die Anzahl von Chiasmata verringerte sich dadurch von 18,4 auf 9,2 (Colas et al. 2016). In 

Tomate zeigt sich eine Erhöhung der Rekombinationsrate um etwa 10 % durch die Überexpression 

von MutL homologen1 (MLH1) (Wittich et al. 2009). In Arabidopsis zeigt sich bei einer 
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Überexpression von RAD51 eine Erhöhung der Rekombinationshäufigkeit um etwa das Doppelte 

(Betzner et al. 2004). 

Die Temperatur hat einen Effekt auf die Anzahl von Crossovern und dessen Verteilung entlang der 

Chromosomen. In Gerste wird die Meiose bei Temperaturen ab 35 °C unterbrochen. Bei einem 

Vergleich von den Temperaturen 22 °C und 30 °C zeigt sich während der Meiose bei der höheren 

Temperatur eine Abnahme der Crossover-Ereignisse in den distalen Regionen, wobei die Anzahl der 

Crossover in den interstitiellen Bereich ansteigt. Dies wird assoziiert mit der Zunahme der Länge des 

synaptonemalen Komplexes. Dieser Effekt zeigt sich nicht in allen Chromosomen gleich. 

Möglicherweise hat hier die Chromosomenstruktur einen Einfluss. Bei 30 °C zeigt sich eine geringe 

Abnahme der Gesamtanzahl an Crossover pro meiotische Zelle von 14,8 auf 13,5 im Vergleich zu 

22 °C (Higgins et al. 2014; Higgins et al. 2012).  

Die Verfügbarkeit an Nährstoffen hat ebenfalls einen Einfluss auf die meiotische Rekombination. Ein 

erhöhter Phosphat- oder Kaliumgehalt in der Erde erhöht die Rekombinationsrate in Gerste, Roggen 

und Reis. Vermutlich wird durch den veränderten Nährstoffgehalt die Physiologie in der Zelle und die 

Konfirmation der DNA verändert (Lambing et al. 2017). 

Viele epigenetische Modifizierungen oder posttranslationale Proteinmodifikationen, wie DNA-

Methylierung, Histon-Methylierung, Acetylierung, Phosphorylierung oder Ubiquitinierung haben 

einen Einfluss auf die Verteilung und Häufigkeit meiotischer Rekombinationsereignisse. Ein Einfluss 

der epigenetischen Markierungen auf die Rekombination wurde in Arabidopsis gezeigt. Es zeigt sich 

eine positive Korrelation mit H3K4me3, aber die Rekombinationsereignisse korrelieren mehr mit dem 

modifzierten Histon H2A.Z und noch mehr mit der lokalen Hypomethylierung der DNA (Mézard et al. 

2015; Choi et al. 2013).  

In dem Pilz Ascobolus immersus zeigte sich eine Assoziation zwischen DNA-Methylierung und der 

Unterdrückung von meiotischer Rekombination (Colot et al. 1996). Studien in Schizosaccaromyces 

pombe lassen vermuten, dass Histon-Acetyltransferasen und ATP-abhängige 

Chromatinremodellierungsfaktoren kooperativ an der lokalen Veränderung der Chromatinstruktur 

beteiligt sind. Dies ist zum Beispiel bei der selektiven Aktivierung der Transkription und bei der 

Aktivierung der meiotischen Rekombination in einem Rekombinations-Hotspot der Fall (Yamada et al. 

2004). Histon-Acetylierung führt zu einer offenen Chromatinstruktur in den Regionen mit den 

modifizierten Histonen. Trichostatin A ist ein wirksamer und reversibler Histon-Deacetylaseinhibitor, 

welcher alle Arten von Histon-Deacetylasen beeinflusst, was in der Hyperacetylierung von den Kern-

Histonen resultiert (Fenic et al. 2008). In Säugern wurde gezeigt, dass eine Behandlung mit 

Trichostatin A die Kondensation des Chromatins stört. Es zeigt sich eine erhöhte Frequenz  von 
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zurückgebliebenen Chromosomenfragmenten und Chromatinbrücken in der Anaphase I und 

Telophase I (Wang et al. 2006). Auch in  Arabidopsis hat Trichostatin A einen Einfluss auf die Meiose. 

Es zeigt sich eine Veränderung in der Verteilung und der Anzahl an Chiasmata, sowie teilweise ein 

Verlust des obligatorischen Crossovers (Perrella et al. 2010).  

Die posttranslationale Regulation durch die Zip3/RNF212 SUMO E3 Ligase ist in vielen Spezies wichtig 

für die Regulierung der Crossover-Raten. In S. cerevisiae erfordern Klasse I Crossover eine 

SUMOylierung (kleine Ubiquitin-verwandete Modifikatoren) von den axialen Proteinelementen 

Topo II und Red1. Die Neddylierung hat Einfluss auf die Lokalisation der Crossover. In Arabidopsis 

bewirkt eine gestörte Neddylierung eine Anhäufung der Crossover in den subtelomerischen Regionen 

der Chromosomen, ohne die durchschnittliche Anzahl an Crossovern zu beeinflussen, wobei es 

jedoch zum Verlust des obligatorischen Crossovers kommt. Diese Crossover-Lokalisierungsanomalien 

sind mit partieller Synapsis assoziiert (Mézard et al. 2015). Die meisten Proteine, die die 

Rekombinase Rad51 regulieren, werden durch Phosphorylierung und/oder SUMOylierung modifiziert 

(Krejci et al. 2012). Die Rekombinationshäufigkeit kann durch verschiedene Chemikalien erhöht 

werden. Mittels Actinomycin D oder Diepoxybutan wurde die Rekombinationshäufigkeit in einem 

Intervall zwischen zwei gekoppelten Markern in der Gerste erhöht (Sinha und Helgason 1969). In 

Arabidopsis kann eine Erhöhung der Rekombinationshäufigkeit um das etwa Zwei- bis Siebenfache 

durch Chemikalien, um das Vierfache durch einen Hitzeschock und um das Dreifache durch UV-

Bestrahlung erreicht werden (Preuss und Copenhaver 2000). 

1.5 DNA-Methylierung 

Epigenetische Informationen sind prinzipiell in drei molekularen Systemen gespeichert. Dies sind die 

DNA-Methylierung, die posttranslationale Modifikation von Histon-Proteinen und nicht-codierende 

RNA-Moleküle. Zusammen organisieren diese Systeme die Struktur und Konfiguration des 

Chromatins, wodurch die Zugänglichkeit für die Transkription beeinflusst wird. Dadurch können 

bestimmte Gene aktiviert oder unterdrückt werden (Feng et al. 2010; Saze 2008).  

In allen eukaryotischen Genomen sind repetitive Sequenzen enthalten. Manche dieser repetitiven 

Sequenzen, wie rRNA-Gene oder zentromer-assoziierte Repeats haben eine wichtige Funktion im 

Organismus. Andere repetitive Sequenzen, wie Transposons oder Viren sind molekulare Parasiten, 

die einen schädlichen Effekt auf deren Wirt haben können. In vielen Eukaryoten sind die repetitiven 

Sequenzen durch die Bindung einer Methylgruppe an das Kohlenstoffatom an der Position 5 am 

Cytosinring methyliert, wodurch 5-Methyldeoxycytidin entsteht (Bender 1998). Diese Reaktion wird 

durch Methyltransferase katalysiert (Bestor et al. 1988; Bird 1992). In Tieren ist die 

Cytosinmethylierung zum Großteil auf CG-Sequenzen beschränkt. Im Gegensatz dazu werden in 

Pflanzen zusätzlich auch CHG und CHH (H=A, C oder T) Sequenzen methyliert (Oakeley und Jost 1996). 
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Die DNA-Methylierung wird während der DNA-Replikation durch z. B. DNA-Methyltransferase 1 

(MET1) und Chromomethylase 3 (CMT3) bei den symmetrischen Sequenzen (CG und CHG) auf den 

neu synthetisierten Strang transferiert (Lindroth et al. 2001; Kankel et al. 2003). Die „Domains 

rearranged Methyltransferase 2“ (DRM2) ist notwendig, um die DNA-Methylierung auf die 

asymmetrischen Sequenzen (CHH) des neu synthetisierten Strangs zu übertragen (Goll und Bestor 

2005; Law und Jacobsen 2010a). In methylierten Regionen ist die RNA-Polymerase-II-abhängige 

Transkription unterdrückt. Dies geschieht entweder durch Verhinderung der Transkriptionsinitiierung 

oder durch Hemmung der Elongation des Transkripts (Kass et al. 1997; Rountree und Selker 1997; 

Barry et al. 1993). Dadurch wird die Expression von Genen in Transposons verhindert, wodurch eine 

mögliche DNA-Umlagerung vermieden wird. Die Methylierung von Transposons kann dazu führen, 

dass benachbarte Wirtsgene ebenfalls reprimiert werden (Bender 1998).  

In Pflanzengenomen liegt der hauptsächliche Unterschied im Muster der Cytidinmethylierung 

zwischen genreichen und repetitiven Sequenzen, jedoch gibt es entlang der Gene bzw. 

Genpromotoren Variationen in der DNA-Methylierung, wodurch unter anderem die Genexpression 

kontrolliert wird (Martienssen und Colot 2001). 

DNA-Methylierung und die Remodellierung des Chromatins haben einen Effekt auf die 

Chromosomenstruktur. Deren Einfluss auf die meiotische Rekombination ist bis jetzt nicht komplett 

verstanden (Melamed-Bessudo und Levy 2012). Die Cytidinmethylierung korreliert mit reduzierter 

homologer Rekombination. Die Methylierung von repetitiven Sequenzen verhindert so 

möglicherweise die ektopische Rekombination, was sonst zu Translokalisationen und anderen 

Chromosomenumlagerungen führen  kann (Bender 1998). Die Cytidinmethylierung ist wichtig für das 

Transposon-Silencing und die epigenetische Regulation von endogenen Genen, auch wenn das 

Ausmaß, in welchem die DNA-Modifikation das Genom reguliert, immer noch unbekannt ist (Bird 

2002; Goll und Bestor 2005). In Arabidopsis sind das perizentromerische Heterochromatin, repetitive 

Sequenzen und Regionen, die kleine interferierende RNAs produzieren (small interfering RNAs) stark 

methyliert. Über ein Drittel der exprimierten Gene enthalten DNA-Methylierungen in den 

transkribierenden Regionen. Nur etwa 5 % der Gene zeigen eine DNA-Methylierung in 

Promotorregionen. Gene, die in transkribierenden Regionen methyliert sind, sind stark exprimiert 

und konstitutiv aktiv. Gene, bei denen die Promotorregion methyliert ist, zeigen einen erhöhten Grad 

an gewebespezifischer Expression (Zhang et al. 2006). In einer Arabidopsis-Mutante, in der ein 

Protein, welches für die DNA-Methylierung notwendig ist, ausgeschaltet wurde, war die Rate der 

meiotischen Rekombination in euchromatischen Regionen signifikant höher als im Wildtyp. In 

heterochromatischen perizentromerischen Chromosomenregionen zeigt sich durch die veränderte 

Methylierung keine veränderte Anzahl an Crossover in diesen Bereichen. Daraus ist zu schließen, 
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dass zusätzliche Faktoren zur DNA-Methylierung einen Einfluss auf die Unterdrückung der 

Rekombination in heterochromatischen Bereichen haben (Melamed-Bessudo und Levy 2012). 

Eine andere Methode, ohne Verwendung genetisch modifizierter Organismen, die DNA-Methylierung 

zu inhibieren, ist die Anwendung von Chemikalien. Die Anwendung von Inhibitoren ermöglicht im 

Gegensatz zu genetisch modifizierten Organismen eine partielle und vorübergehende Beeinflussung 

der DNA-Methylierung. Die Chemikalien Zebularin und 5-Azacytidin (Abbildung 5) haben einen 

Einfluss auf die DNA-Methylierung. Beide Stoffe sind Analoga von Cytidin und werden während der 

DNA-Replikation in die DNA eingebaut. Sie bilden wahrscheinlich kovalente Addukte mit 

Methyltransferasen (Santi et al. 1983), wodurch diese gehemmt werden und somit die DNA-

Methylierung reduziert wird. 5-Azacytidin ist ein häufig genutzter Inhibitor der DNA-Methylierung in 

Pflanzen und Tieren. Es induziert Hypomethylierung, transkriptionelle Reaktivierung und Defekte in 

der Entwicklung von Pflanzen und Tieren. Zudem wird dieser Stoff in der Krebsforschung genutzt. 

Zebularin wirkt auf ähnliche Weise wie 5-Azacytidin, bietet jedoch den Vorteil, dass es weniger 

toxisch ist und in Lösung deutlich stabiler ist. Eine demethylierende und reaktivierende Wirkung 

wurde in Neuospora gezeigt (Cheng et al. 2003). 

 

Abbildung 5: Chemische Struktur von Cytidin, dessen methylierter Form, 5-Methylcytidin und den Methylierungsinhibitoren 
5-Azacytidin und Zebularin (Baubec et al. 2009). 

1.6 Messung der meiotischen Rekombination 
Zukünftige Bestreben, die beschränkte Verteilung von Rekombinationsereignissen in Pflanzen zu 

überwinden, erfordern effiziente Methoden zur Bestimmung von möglichen Veränderungen in der 

Rekombination durch eine Behandlung. Es gibt viele verschiedene Methoden, um die Rekombination 

in Pflanzen zu messen. Es können molekulare Marker (Salomé et al. 2012), zytologische 

Visualisierungen von Crossovern (Sybenga 1966; Phillips et al. 2013), fluoreszierende Pollen (Yelina et 

al. 2013), Tetradenanalysen (Copenhaver et al. 2000), fluoreszierende Samen (Melamed-Bessudo et 

al. 2005) und verschiedene Ansätze zum Genotypisieren von Pollen angewandt werden (Dreissig et al. 

2015; Drouaud und Mézard 2011; Khademian et al. 2013). Diese Methoden wurden alle erfolgreich 
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für die Charakterisierung der Verteilung von Rekombinationsereignissen angewendet. Jede dieser 

Methoden hat Vor- und Nachteile. Für die Anwendung von molekularen Markern ist eine 

Segregationspopulation notwendig, um die Rekombination zu analysieren. Dies ist aufwendig und bei 

manchen Pflanzenspezies sehr schwierig. Zytologische Analysen sind weiter verbreitet und für viele 

Pflanzenspezies anwendbar. Crossover können anhand der Chromosomenmorphologie und 

Antikörpern gegen meiotische Proteine, welche an der Ausbildung von Crossovern beteiligt sind, 

ermittelt werden. Das Zählen von Chiasmata kann jedoch nur in den meiotischen Stadien Diakinese 

oder Metaphase I durchgeführt werden. Diese Methode ist jedoch limitiert, dadurch dass nur für 

wenige Spezies Antikörper gegen meiotische Proteine verfügbar sind. Die Tetradenanalyse in 

Verbindung mit der Anwendung von Fluoreszenzmarkern ist eine effiziente Methode mit hohem 

Durchsatz, welche jedoch bis jetzt auf die Modelpflanze Arabidopsis beschränkt ist. Es werden dafür 

Mutanten benötigt, in denen die vier meiotischen Sporen zusammen bleiben. In Kombination mit 

Fluoreszenzmarkern, die durch einen Pollen-spezifischen Promotor exprimiert werden, zeigt diese 

Mutante direkt die Ergebnisse der meiotischen Rekombination in den einzelnen Pollenkernen, durch 

unterschiedliche Fluoreszenz in den Tetraden, welche auf die Rekombination in  einem Intervall 

zwischen zwei Fluoreszenzmarkern auf dem gleichen Chromosom beruht. Eine ähnliche Technik ist 

für die direkte Beobachtung von Crossovern in Samen entwickelt worden mit Fluoreszenzproteinen, 

die durch einen Samen-spezifischen Promotor exprimiert werden. Für diese Methode wird kein 

spezifischer Phänotyp benötigt, wie bei der Tetradenanalyse, bei der die Pollen zusammen bleiben 

müssen. Diese transgene Methode ist für Getreide nicht sehr sinnvoll trotz der relativ hohen 

Durchsatzrate, da die Anzahl an Samen deutlich geringer ist, als die Anzahl an produzierten Pollen. 

Zusätzlich werden Tester-Linien benötigt, in denen die Fluoreszenzproteine durch einen 

samenspezifischen Promotor exprimiert werden (Wijnker und Jong 2008).  

Das Sequenzieren von einzelnen Zellen ist eine neue Methode, durch die direkt das Resultat der 

Meiose in einzelnen haploiden Zellen gemessen werden kann (Yelina et al. 2013; Copenhaver et al. 

2000; Dreissig et al. 2015; Drouaud und Mézard 2011; Khademian et al. 2013). Dies können zum 

Beispiel Mikrosporen oder einzelne Pollenkerne sein. Zum Genotypisieren von einzelnen 

Pollenkernen gibt es eine Methode, welche auf dem Sortieren mit dem Durchflusszytometer basiert. 

Es werden einzelne haploide Pollenkerne sortiert, welche dann durch die Anwendung von KASP-

Markern genotypisiert werden. Diese Methode hat das Potential einzelne Zellen zu analysieren, 

jedoch ist sie beschränkt durch die Anzahl der KASP-Marker, die auf einmal getestet werden können. 

Dieses Problem kann durch die Gesamtgenomamplifikation überwunden werden, wodurch mehrere 

Kopien der haploiden DNA eines Pollenkerns für eine Markeranalyse generiert werden. Zudem ist 

diese Methode abhängig von Einzelnukleotid-Polymorphismen, und ist somit auf Kreuzungen von 

zwei Sorten angewiesen (Dreissig et al. 2015). 
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1.7 Zielstellung 

Diese Arbeit wird im Rahmen eines Projektes erstellt, in dem durch den Einsatz von Chemikalien die 

genetische Diversität für die Pflanzenzüchtung ohne gentechnische Methoden erhöht werden soll. 

Durch Beeinflussung des Epigenoms soll die Frequenz und Verteilung meiotischer 

Rekombinationsereignisse in der Gerste beeinflusst werden. Gerste ist ein wichtiges Getreide, in dem 

über 30 % der Gene außerhalb der hochrekombinierenden Chromosomenregionen liegen (Aliyeva-

Schnorr et al. 2015, Abbildung 4). Die Rekombinationsrate in den behandelten Gerstenpflanzen soll 

dann mittels Genotypisierung einzelner Pollenkerne anhand molekularer Marker für SNPs 

(Einzelnukleotid-Polymorphismus, single nucleotide polymorphisms) bestimmt werden. Diese 

Ergebnisse sollen zusätzlich auch zytologisch überprüft werden. Häufig kommt es wie zum Beispiel in 

Gerste, Mais und Tomate vor, dass sich die genetische und die physische Karte unterscheiden, 

wodurch die Wichtigkeit der zytologischen Bestätigung molekularer Ergebnisse verdeutlicht wird 

(Aliyeva-Schnorr et al. 2015). Für die Anwendung der Chemikalien muss zunächst eine Methode 

entwickelt werden, wie eine Chemikalie möglichst effektiv vor der beginnenden oder während der 

Meiose in die Antheren der Ähren gelangt. Dafür, und um das richtige Wachstumsstadium der 

Pflanze zum Injizieren der Substanz zu bestimmen, wird das Thymidin-Analogon 5-Ethynyl-2’-

deoxyuridin (EdU) verwendet. Durch eine chemische Reaktion kann EdU fluoreszenzmarkiert werden, 

und somit mit einem Fluoreszenzmikroskop detektiert werden. EdU muss vor der S-Phase der Meiose 

in die Pflanze injiziert werden, damit es anstatt Thymidin in die DNA eingebaut werden kann. Durch 

die Mikroskopie kann dann festgestellt werden, ob EdU in die Antheren gelangt ist und ob es zum 

richtigen Zeitpunkt injiziert wurde. Als Kontrolle dienen EdU markierte somatische Zellkerne.  Ziel ist 

der Nachweis von EdU-markierten meiotischen Zellen.  

Zusätzlich zur Injektionsmethode muss eine effiziente Methode entwickelt werden, mit der einzelne 

Pollenkerne genotypisiert werden können. Dafür sollen molekulare fluoreszierende Marker 

verwendet werden. Primerpaare, spezifisch für verschiedene SNPs der Gerstenvarietäten Barke und 

Morex, sollen abgeleitet werden. Für die spätere Anwendung der Chemikalien wird ein 

Morex x Barke F1 Hybrid verwendet. Beide Primerpaare mit jeweiliger Sonde zur 

Fluoreszenzbestimmung müssen während der PCR simultan mit der DNA aus einem haploiden 

Pollenkern funktionieren damit die Rekombinationshäufigkeit in dem Intervall zwischen den 

Primerpaaren in behandelten und unbehandelten Hybriden gemessen und verglichen werden kann. 

Die Zielregion befindet sich auf dem Gerstenchromosomen 3H. Diese Genotypisierung soll optimieret 

werden, damit für die erfolgreiche Genotypisierung einer aussagefähigen Anzahl an Pollenkerne 

möglichst wenig Reaktionen durchgeführt werden müssen, um Material und Zeit einzusparen. 



17 
 

Nachdem eine Injektionsmethode entwickelt wurde, sollen Chemikalien zur Beeinflussung 

epigenetischer Faktoren getestet werden. Dabei soll der Einfluss auf die meiotische Rekombination 

hinsichtlich Crossover Häufigkeit und Verteilung bestimmt werden. In dieser Arbeit soll der Einfluss 

der DNA-Methylierung auf die meiotische Rekombination in der Gerste untersucht werden. Dafür 

wurden die Chemikalien Zebularin und 5-Azacytidin getestet. Ein Effekt der Chemikalien sollte 

zunächst zytologisch bestimmt werden. 

2 Methoden 

2.1 Pflanzenwachstum 

Für die Versuche wurden Gerstenpflanzen der Sorten Barke, Morex und F1 Hybriden aus den beiden 

Varietäten angezogen. Die Gerstensamen wurden auf feuchtem Filterpapier angekeimt und nach 

etwa einer Woche in Erde überführt. Die Pflanzen wuchsen im Gewächshaus bei 16 Stunden Licht pro 

Tag. Der Sollwert für die Temperatur am Tag war 18 °C, der für die Nacht 16 °C. Nach etwa 6 bis 8 

Wochen waren die Pflanzen in einem Stadium, in dem die Meiose beginnt und konnten dann für die 

Versuche verwendet werden. 

2.2 Behandlung der Gerste mit EdU 

Die Gerstenpflanzen wurden nach ungefähr 8 Wochen mit EdU behandelt. Das EdU wurde mittels 

einer Spritze in die Pflanzen injiziert. Injiziert wurde oberhalb der Ähre, bis aus dem Spross ein 

Tropfen herauskam. Die Ähre sollte so mit der EdU Lösung umgeben sein, damit das EdU in die Ähre 

diffundieren konnte. Nach der Behandlung mit EdU wurde die Pflanze nach verschiedenen Zeiten 

nach der Injektion abgeschnitten und die Ähre in Fixierungslösung gegeben. Durch die Fixierung 

wurden die Stoffwechselprozesse in den Zellen angehalten und konserviert. Ziel dieser Versuche war 

es, eine optimale Methode zum Injizieren zu entwickeln und den richtigen Zeitpunkt für die Injektion 

hinsichtlich Größe der Pflanze bzw. Ähre zu finden. Zu Beginn wurden verschiedene EdU 

Konzentrationen getestet (10 mM, 1 mM und 100 µM EdU in 1xPBS). Zudem wurde untersucht, ob es 

Unterschiede bei der EdU-Markierung innerhalb einer Ähre gibt. Dies wurde mit Pflanzen 

durchgeführt, die mit 1 mM EdU in 1x PBS behandelt wurden. Dazu wurden die Antheren von jeweils 

einer Blüte einzeln gesammelt und fixiert. Die Pflanzen wurden nach verschiedenen Zeiten fixiert, um 

herauszufinden, nach welcher Zeit die verschiedenen Stadien der Meiose in den beiden Genotypen 

Barke und Morex und zusätzlich auch in F1 Hybriden dieser beiden Sorten markiert sind. Zusätzlich 

wurde getestet, ob eine erneute Injektion alle 24 oder 48 Stunden sinnvoll ist, um sicher zu gehen, 

dass bei jeder Replikation EdU vorhanden ist, damit die meiotischen Zellen markiert sind. Damit 

sollte die Möglichkeit ausgeschlossen werden, dass die Markierung mit EdU nicht funktioniert hat, 

weil es schon aufgebraucht wurde. Des Weiteren wurde eine andere Methode zum Applizieren der 



18 
 

EdU-Lösung getestet (Abbildung 6). Dabei wurde ein Faden durch den Knoten, unterhalb oder 

oberhalb der Ähre geführt. Beide Enden des Fadens wurden in ein Röhrchen mit EdU Lösung gesteckt. 

Auch mit dieser Methode wurden verschiedene Konzentrationen (10 mM, 1 mM und 100 µM EdU) 

getestet.  

 

Abbildung 6: EdU-Injektionsmethoden; Links: Methode mit 2 Fäden durch den Knoten, auf dem die Ähre sitzt; Rechts: 

Injektion mit Spritze und Kanüle in den Halm, in dem die Ähre sitzt. 

 

Fixierungslösung:  

75 % Ethanol (96 %)  

25 % Essigsäure 

 

1xPBS: Für 1 Liter: 

8,00 g NaCl 

0,20 g KCl 

1,44 g Na2HPO4 

0,24 g KH2PO4  

pH 7,4  

auffüllen zu 1 Liter mit ddH2O 
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2.3 Behandlung der Gerste mit Zebularin und 5-Azacytidin 

Zebularin (Sigma Aldrich) bzw. 5-Azacytidin (Sigma Aldrich) wurde mit einer Spritze in die 

Gerstenpflanzen injiziert. Daneben wurden Fäden, deren Enden in ein Röhrchen mit Zebularin-

Lösung gesteckt wurden (Abbildung 6), durch den Knoten, auf welchem sich die Ähre befindet, 

geführt. Die Lösung wurde möglichst vor der meiotischen DNA-Replikation in die Pflanze injiziert, 

damit Zebularin während dieser Replikation in die DNA eingebaut werden konnte. Von Zebularin 

wurde eine 10 mM Stocklösung hergestellt, wobei Zebularin in Wasser gelöst wurde. Zu Beginn 

wurden verschiedene Konzentrationen von Zebularin in 1xPBS verdünnt getestet (10 µM, 100 µM, 

1mM, 10 mM). Zusätzlich wurden verschiedene Zusätze zu der 1 mM Zebularin-Lösung getestet, 

wobei es für alle angewandten Komponenten eine Kontrolle gab. Die Zugabe von Tween 20 sollte die 

Permeabilität erhöhen, sodass die Chemikalie besser in die Zellen gelangen kann. Durch die Zugabe 

von EdU sollte eine Überprüfung des richtigen Injektionszeitpunktes möglich sein. Die behandelten 

Pflanzen wurden etwa 72 Stunden nach der Injektion fixiert. Wenn die Pflanzen nach dieser Zeit noch 

sehr klein waren wurden die Ähren nach längerer Zeit (bis zu 168 Stunden) nach der Injektion fixiert. 

Als Kontrolle wurden Pflanzen nur mit 1xPBS behandelt. Diese verschiedenen Behandlungen wurden 

in drei voneinander zeitlich unabhängigen Versuchen durchgeführt (Tabelle 2, 

Tabelle 3, Tabelle 4). In dritten Versuch wurde ein Teil der behandelten Pflanzen nicht fixiert, um zu 

überprüfen, ob in diesen Ähren Samen gebildet werden. 

Tabelle 2: Angewandte Lösungen im ersten Versuch. 

Komponenten Methode 

1 mM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS Faden 

100 µM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS Faden 

10 µM Zebularin + 1 mM in 1xPBS Faden 

1 mM EdU in 1xPBS (Kontrolle) Faden 

 

Tabelle 3: Angewandte Lösungen im zweiten Versuch 

Komponenten Methode 

10 mM Zebularin in 1xPBS Injektion 

1 mM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS Injektion 

100 µM Zebularin + 1mM EdU in 1xPBS Injektion 

Kontrolle: Keine Injektion - 
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Tabelle 4: Angewandte Lösungen im dritten Versuch 

Komponenten Methode 

1 mM Zebularin + 1 mM EdU + 5 % Tween 20 in 1xPBS Injektion 

1 mM Zebularin in 1xPBS Injektion 

1 mM Zebularin + 5 % Tween 20 in 1xPBS Injektion 

1,64 mM 5-Aza + 1 mM EdU + 5 % Tween 20 in 1xPBS Injektion 

5 % Tween 20 in 1xPBS Injektion 

1 mM EdU + 5 % Tween 20 in 1xPBS Injektion 

1xPBS Injektion 

Kontrolle: Keine Injektion - 

 

2.4 Herstellung von Objektträgern mit Gerstenantheren für zytologische Studien 
Die Zellkerne von Gerstenantheren wurden für zytologische Analysen auf einem Objektträger fixiert. 

Dafür wurden die fixierten Antheren nochmals in frische Fixierungslösung gegeben. Danach wurden 

sie mit 0,01 M Citratpuffer zwei bis drei Mal für jeweils ungefähr 5 Minuten gewaschen. Dann 

wurden die Antheren mit einer Lösung mit Verdauungsenzymen bei 37 °C für etwa 45 Minuten 

behandelt. Nach den 45 Minuten wurde die Enzymlösung durch 0,01 M Citratpuffer ersetzt. Die 

Reaktion wurde auf Eis abgestoppt. Die verdauten Antheren wurden auf dem Objektträger in einem 

Tropfen Citratpuffer mit einem Messingstab aufgeschlossen. Dann wurde 60%ige Essigsäure auf den 

Objektträger gegeben. Dieser wurde danach zur Fixierung der Zellkerne für 30 Sekunden auf einen 

45 °C warmen Heizblock gelegt. Dabei wurden die Zellkerne durch bewegen des Tropfens auf dem 

Objektträger verteilt. Danach wurde kalte Fixierungslösung auf den Objektträger gegeben. Der 

Objektträger wurde dann vorsichtig mit einem Fön getrocknet. Es wurde danach stufenweise für 

jeweils zwei Minuten in Ethanol dehydriert (70 %, 85 %,100 %). Nach der Trocknung der Objektträger 

wurde DAPI in Vectashield auf den Objektträger gegeben und mit einem Deckgläschen abgedeckt.  

0,01 M Citratpuffer:   

444 µl 0,1 M Citrat 

 566 µl 0,1 M Natriumcitrat 

 9 ml ddH2O 

 

  

Fixierungslösung:  

75 % Ethanol (96 %)  

25 % Essigsäure 
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Enzymmix:  

 333 µl Aliquot:  

  1% Cellulase  

  1% Pektolyase   

  in 0,01 M Citratpuffer pH 4,5 

Gebrauchslösung: zusetzen von 666 µl 0,01 M Citratpuffer zum Aliquot  

2.5 EdU Detektion 
Das in die DNA eingebaute EdU kann mittels einer chemischen Reaktion detektiert werden, wobei 

EdU fluoreszenzmarkiert wird. Diese Fluoreszenz kann zytologisch am Fluoreszenzmikroskop 

registriert werden. Vor dieser chemischen Reaktion wurden die Zellen von den gesammelten 

Antheren auf einem Objektträger präpariert. Nach der Fixierung und Trocknung mit dem Fön konnte 

die chemische Reaktion zur Fluoreszenzmarkierung von EdU durchgeführt werden. Vor der 

eigentlichen Reaktion wurden die Objektträger für 15 Minuten in 1x PBS mit 0,1 % Triton x-100 

gewaschen. Diese wurden dann noch zwei Mal in 1x PBS gewaschen. Danach wurde das Gemisch für 

die chemische Reaktion vorbereitet. 40 µl Detektionslösung wurde auf einen Objektträger gegeben 

und mit einem Stück Parafilm abgedeckt (Tabelle 5). Dies inkubierte für 30 Minuten bei 

Raumtemperatur im Dunklen. Die Lösung wurde in 1x PBS wieder vom Objektträger entfernt. Nach 

dem Waschen wurde DAPI in Vectashield auf den Objektträger gegeben und dann mit einem 

Deckgläschen abgedeckt.  

Tabelle 5: Reaktionsansatz Detektionslösung EdU Click- 488 (Carl Roth) 

Komponente  Volumen 

Deionisiertes Wasser 379 µl 

Reaktionspuffer (10x) 50 µl 

Katalysatorlösung 20 µl 

6-FAM-Azid (10 mM) 1 µl 

Zusatzpuffer (10x) 50 µl 

Gesamtvolumen 500 µl 

 

2.6 Genotypisierung mittels allelspezifischer quantitativer PCR 

2.6.1 Design von Primern und Sonden  

Durch Primer mit jeweiligen Sonden für SNPs soll festgestellt werden, ob die Sequenz von der 

Gerstenvarietät Morex oder Barke stammt. In den untersuchten SNPs enthält die DNA von Morex ein 

Adenin und die von Barke ein Guanin. Es wurde pro Primerpaar je eine allel-spezifische Sonde für 

Morex und Barke designt. In dieser Arbeit wurden zwei Primerpaare mit Sonden (Assay 1 und 

Assay 28) verwendet (Anhang 1). Die Zielsequenzen befanden sich auf dem Gerstenchromosom 3H in 

verschiedenen Regionen, um damit das Intervall zwischen den Primerpaaren auf 
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Rekombinationsereignisse zu überprüfen. Die Marker sind auf verschiedenen Chromosomenarmen. 

Das Intervall schließt einen rekombinationsarmen Bereich ein (Abbildung 7). Die Sonden beinhalten 

unterschiedliche Fluorophore, die durch das Binden der Sonde detektierbar werden. Die PCR wurde 

mit einer Echtzeit PCR-Maschine durchgeführt, wobei während der ganzen Zeit die 

Fluoreszenzintensität gemessen wurde.  

 

Abbildung 7: Positionen der getesteten Fluoreszenzmarker gezeigt als vertikale Striche entlang des Gerstenchromosoms 3H. 
(Rot) Assay 1 (Blau) Assay 28 

Die Primer und Sonden wurden von der Firma Eurofins Genomics© synthetisiert. Die Primer haben 

eine Schmelztemperatur zwischen 55,3 °C und 59,4 °C. Der GC-Gehalt liegt bei den Primern für Assay 

1 bei 45 % und bei Assay 28 bei etwa 55 %. 

Die Sonden enthalten einen Quencher, durch den die Fluoreszenz reversibel unterdrückt wird bis die 

Sonden binden und dieser durch die Polymerase abgetrennt wird. Die Schmelztemperaturen der 

Sonden liegen zwischen 60,7 °C und 62,7 °C und sind somit höher als die der Primer. Der GC-Gehalt 

liegt zwischen 35,7 % und 39,7 %. Zu beachten war jedoch, dass ein G am 5‘-Ende vermieden wird, 

um ein quenching des Fluorophors zu verhindern. 

2.6.2 Validierung der quantitativen Echtzeit-PCR  

Zuerst wurden die Sonden mit dem dazugehörigem Primerpaar einzeln getestet. Der nächste Ansatz 

war, die beiden Sonden, die zu einem Primerpaar gehören, zusammen zu testen. Danach wurden 

beide Sonden und beide Primerpaare pro Reaktion angewendet (Abbildung 8). Nachdem dies 

erfolgreich war, wurden die Primer und Sonden bei verschiedenen DNA-Konzentrationen getestet, 

wonach dann das Reaktionsvolumen von 10 µl auf 2 µl reduziert wurde (Tabelle 7). Nachdem die 

Tests mit genomischer DNA erfolgreich waren, wurde die PCR mit den beiden Sonden und den 4 

Primern mit Blattkernen von den Varietäten Barke und Morex und den Pollen von F1 Hybriden 

(Morex x Barke) getestet. Zur Kontrolle wurden 100 Blattkerne und 10 Blattkerne der beiden 

Varietäten durchflusszytometrisch in getrennte Reaktionsgefäße einer PCR-Platte sortiert. Weiterhin 

wurden einzelne Blatt- und Pollenkerne in die Reaktionsgefäße der Platte sortiert. Dabei wurde das 

PCR Programm (Tabelle 6) verändert: Die Anzahl der Zyklen wurde von 55 auf 75 erhöht. Die 

folgenden Versuche wurden mit einer Anzahl von 55 Zyklen bei der Fluoreszenz-PCR durchgeführt. Es 

wurde auch getestet, ob es einen Unterschied zwischen den vegetativen und generativen 

Pollenkernen gibt. Die Fraktionen der unterschiedlichen Pollenkerne unterscheiden sich am 



23 
 

Durchflusszytometer durch einen unterschiedlichen Streulichtwert, wobei die vegetativen 

Pollenkerne einen höheren Streulichtwert haben. 

Tabelle 6: Thermocycler Programm für die Fluoreszenz-PCR 

Schritt Temperatur [°C] Dauer [min] Wiederholungen 

Polymeraseaktivierung 95 03:00  

Amplifikation 

  

55/ 75 

Denaturierung 95 00:15  

Annealing/Elongation 60 01:00  

Kühlung 4   

 

Tabelle 7: Reaktionsansatz Fluoreszenz-PCR  

Komponenten Endkonzentration 

PrimeTime® Gene Expression Master Mix (2x) 1x 

Vorwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Vorwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Sonde Assay1-A 0,2 µM 

Sonde Assay1-G 0,2 µM 

Sonde Assay28-A 0,2 µM 

Sonde Assay28-G 0,2 µM 

DNA Template 2000 (200; 20; 2; 0,2) pg/µl 

H2O Auffüllen bis zum Gesamtvolumen 

 

 

Abbildung 8: Darstellung der Ergebnisse der quantitativen Echtzeit-PCR. Die einzelnen Cluster in den Rahmen stehen für je 
eine Varietät: (Blau) Barke; (Rot) Morex; (Orange) Negativ Kontrollen. Die Punkte stehen für einzelne Reaktion, wobei die 
unterschiedlichen Farben in den Clustern für die verschiedenen Assays stehen: (Hellblau) Assay 1; (Rot) Assay 28; (Lila) 
Assay 1; (Grün) Assay 28 
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Zusätzlich wurden verschiedene Methoden zur Steigerung der Effizienz der PCR getestet. Dabei 

wurde ein Effekt von dem Einsatz von Proteinase K vor der PCR-Reaktion untersucht. Die Pollenkerne 

wurden bei dieser Methode in die Proteinase K-Lösung sortiert. Die Proteinase K wurde in Wasser 

gelöst. Die Effizienz der Fluoreszenz-PCR wurde hierbei mit einem Reaktionsvolumen von 10 µl und 2 

µl getestet. Bei einem Reaktionsvolumen von 10 µl wurde in 1,6 µl und bei 2 µl in 0,5 µl Proteinase K-

Lösung sortiert. Die sortierten Pollenkerne wurden für eine Stunde mit der Proteinase K bei 37 °C 

behandelt. Danach wurde die Proteinase K bei 95 °C für 15 Minuten denaturiert. Anschließend wurde 

die Fluoreszenz-PCR durchgeführt (Tabelle 8). 

Tabelle 8: Reaktionsansatz Fluoreszenz-PCR mit Proteinase K-Behandlung 

Komponenten Endkonzentration 

Proteinase K (Roche) 0,5 µg/ml 

PrimeTime® Gene Expression Master Mix (2x) 1x 

Vorwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Vorwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Sonde Assay1-A 0,2 µM 

Sonde Assay1-G 0,2 µM 

Sonde Assay28-A 0,2 µM 

Sonde Assay28-G 0,2 µM 

H2O Auffüllen bis zum Gesamtvolumen 

 

Eine weitere getestete Methode war eine vorhergehende Hitzebehandlung in einer Mikrowelle bei 

800 Watt für 40 Sekunden mit anschließender Behandlung mit Proteinase K. Dabei wurden die 

Pollenkerne in 1 µl Wasser sortiert. Die 1,6 µl Proteinase K-Lösung wurde nach der Mikrowellen 

Behandlung dazugegeben. Dies inkubierte bei 37 °C für eine Stunde. Nach dieser Stunde wurde die 

Proteinase K bei 95 °C für 15 Minuten inaktiviert. Danach wurde die Fluoreszenz-PCR durchgeführt 

(Tabelle 9). 
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Tabelle 9: Reaktionsansatz Fluoreszenz-PCR mit Mikrowellen- und Proteinase K-Behandlung 

Komponenten Endkonzentration/-menge 

H2O 1 µl 

Proteinase K (Roche) 0,31 µg/ml 

PrimeTime® Gene Expression Master Mix (2x) 1x 

Vorwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Vorwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Sonde Assay1-A 0,2 µM 

Sonde Assay1-G 0,2 µM 

Sonde Assay28-A 0,2 µM 

Sonde Assay28-G 0,2 µM 

Gesamtvolumen 10 µl 

 

Zusätzlich wurde getestet, ob durch eine vorausgehende PEP (primer-extension preamplification)-

PCR die Effizienz der Fluoreszenz-PCR gesteigert werden kann. Dafür wird eine Sammlung von 15-

Basen-Oligonuktleotiden verwendet, in denen jede der 4 Basen an einer beliebigen Position 

vorhanden sein kann. Es sind etwa 109 verschiedene Primer möglich, wodurch Abschnitte des 

Genoms zufällig amplifiziert werden können (Zhang et al. 1992). Die Pollenkerne wurden in 1 µl 

Proteinase K-Lösung sortiert (Tabelle 10). Die sortierten Pollenkerne wurden eine Stunde bei 37 °C in 

der Proteinase K-Lösung behandelt. Danach wurde die Proteinase K bei 95 °C für 15 Minuten 

inaktiviert. Nach der anschließenden PEP-PCR (Tabelle 10, Tabelle 11) wurde die Fluoreszenz-PCR 

durchgeführt (Tabelle 12). 

Tabelle 10: Reaktionsansatz PEP-PCR 

Komponenten Endkonzentration 

Proteinase K (Roche) 0,5 µg/ml 

PCR Puffer (Qiagen 10x) 1x 

dNTPs (Qiagen) 0,2 µM 

PEP-Primer 10 µM 

Taq Polymerase (Quiagen) 1 U (0,2 U) 

H2O Auffüllen bis zum Gesamtvolumen 

Gesamtvolumen 2,6 µl 
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Tabelle 11: Thermocycler Programm für die PEP-PCR 

Schritt Temperatur [°C] Dauer [min] Wiederholungen 

Polymeraseaktivierung 95 05:00  

Amplifikation 

  

20 

Denaturierung 95 00:30  

Annealing  37 02:00  

 37-55 Erhöhung über 3:00  

Elongation 55 4:00  

Kühlung 4   

 

Tabelle 12: Reaktionsansatz Fluoreszenz-PCR mit Proteinase K-Behandlung und vorhergehender PEP-PCR 

Komponenten Endkonzentration/-menge 

PEP-PCR-Reaktionsansatz  2,6 µl 

PrimeTime® Gene Expression Master Mix (2x) 1x 

Vorwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay1 0,4 µM 

Vorwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Rückwärtsprimer Assay28 0,4 µM 

Sonde Assay1-A 0,2 µM 

Sonde Assay1-G 0,2 µM 

Sonde Assay28-A 0,2 µM 

Sonde Assay28-G 0,2 µM 

Gesamtvolumen 10 µl 

 

2.6.3 Sortieren von individuellen Blatt- und Pollenkernen mittels Durchflusszytometrie 

Zuerst wurden reife Antheren in einem 1,5 ml Röhrchen von etwa 10 Blüten von F1 Hybriden (Morex 

x Barke) gesammelt. Dann wurde etwa 1 ml Galbraith-Puffer dazugegeben. Dies wurde dann für 

ungefähr 30 Sekunden mit dem Vortexer gemischt. Dann wurden die Antheren auf einen 100 µm 

Filter (Sysmex-Partec) gegeben und die Pollensuspension durch den Filter in ein neues 1,5 ml 

Röhrchen gegeben. In diesem Schritt wurden die großen Verunreinigungen von den Pollen 

abgetrennt. Mit einem Stäbchen wurden die Antheren vorsichtig auf dem Filter gerieben. Die 

entstandene Pollenkörner Suspension wurde dann auf einen 10 µm Filter (Sysmex-Partec) gegeben, 

um die Pollenkörner aufzubrechen. Dafür wurden die Pollenkörner auf dem Filter mit dem Stäbchen 

sanft gerieben. Mit dem Durchfluss der entstanden ist werden die Pollenkerne durch den Filter in ein 

neues 1,5 ml Röhrchen gespült (Kron und Husband 2012). Die Suspension wurde vor dem Sortieren 

mit Propidiumiodid (50 µl/ml) angefärbt. Es wurde mit dem BD FACSAria Ilu (BD Biosciences) 

Durchflusszytometer in eine 384 Rektionsgefäße einer PCR-Platte sortiert. In den Raktionsgefäßen 

waren entweder Wasser, Proteinase K-Lösung oder der Mastermix für die Fluoreszenz-PCR enthalten 

(Abbildung 9). 
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Galbraith Puffer:  

45 mM MgCl2  

30 mM Natriumcitrat  

20 mM MOPS (3-(N-Morpholino)propansulfonsäure) 

0,1 % TritonX100 

pH 7 

 
Abbildung 9: Schema für das Sortieren von einzelnen haploiden Pollenkernen mittels Durchflusszytometrie (Dreissig et al. 
2015). 

3 Ergebnisse 

3.1 Behandlung mit EdU 

Ziel der Versuche mit EdU war es, den Zeitpunkt der meiotischen DNA-Replikation vor der 

männlichen Meiose in den Antheren zu bestimmen, die Dauer der männlichen Meiose zu 

charakterisieren und diese mit morphologischen Merkmalen der Gerstentriebe zu korrelieren. EdU 

muss vor der S-Phase der Meiose injiziert werden, um in die DNA während der DNA-Replikation 

eingebaut werden zu können. Die Chemikalien, die anschließend verwendet werden sollen, müssen 

ebenso zu diesem Zeitpunkt in die Ähren gelangen. Zur Bestimmung dieses Zeitpunktes diente die 

sogenannte Zadoks Skala für die Wachstumsstadien von Getreiden als Orientierung (ZADOKS et al. 

1974). Dabei dienten die Anordnung der Blätter, die Anzahl und Position der tastbaren Knoten und 

die Gesamtgröße des Triebes als Anhaltspunkte für die externe Bestimmung des 

Entwicklungsstadiums der Ähren. Bei der Injektion sollte die Ähre optimal eine Größe von etwa 1 cm 
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haben oder etwas kleiner sein. Dies ist in der Einteilung nach Zadoks etwa in den Stadien 31 und 32 

der Fall (ZADOKS et al. 1974, Abbildung 21). Damit später bei den mit Chemikalien behandelten 

Ähren zytologisch eine Veränderung in der Chiasmata Anzahl und Verteilung entlang der 

Chromosomen bestimmt werden kann, ist es notwendig, die meiotischen Stadien Diakinese oder 

Metaphase I in den behandelten Ähren zu haben. Es zeigt sich, dass bei einer Größe von 1,7 cm bis 

etwa 2,9 cm die Wahrscheinlichkeit diese Stadien zu erhalten am höchsten ist, wobei in den 

größeren Ähren dann auch schon häufig in der Mitte junge Pollen zu finden sind. Die Stadien 

Diakinese und Metaphase I waren jedoch auch teilweise in der Spitze von deutlich größeren Ähren, 

bis etwa 4,8 cm, zu finden, wobei im Großteil der Ähre schon reife Pollen zu finden waren. Im 

unteren Teil und vor allem im oberen Teil der Ähre sind dann aber trotzdem noch jüngere meiotische 

Stadien zu finden, da die Meiose nicht in der ganzen Ähre synchron abläuft (Abbildung 10).  

 

Abbildung 10: Ablauf der Meiose in Gerste. (a) Leptotän, (b) Pachytän, (c) Diplotän, (d) Diakinese, (e) Metaphase I, 

(f) Anaphase I, (g) Anaphase II, (h) Tetraden und (i) junger Pollen. Chromosomen wurden mit DAPI (blau) gefärbt. 

Skalierungsleiste entspricht einer Größe von 10 µm. 
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Zu Beginn wurden verschiedene Konzentrationen von EdU getestet. Begonnen wurde mit einer 

Konzentration von 10 mM, welche zuvor schon positive Ergebnisse lieferte hinsichtlich der 

Markierung meiotischer Gerstenchromosomen (Higgins 2013). Es sollte jedoch eine möglichst 

geringe Konzentration an EdU angewandt werden, um einen potentiellen Effekt auf die Meiose 

möglichst gering zu halten. Bei einer Konzentration von 100 µM EdU waren in der Hälfte der damit 

behandelten Ähren keine markierten Zellen zu finden. In der anderen Hälfte war nur etwa 1 % der 

Zellen markiert. Die Effizienz der Injektionen nimmt mit steigender Konzentration zu. Bei 1 mM EdU 

waren in etwa 88 % der Fälle wenige Zellen, weniger als 10 %, markiert, in 12 % waren viele Zellen 

mit EdU markiert. Wird EdU in einer Konzentration von 10 mM injiziert, sind in 96 % der Fälle viele 

Zellen markiert gewesen. Bei den anderen 4 % waren wenige Zellen markiert. Es zeigt sich dadurch, 

dass die Injektion mit 10 mM am besten funktioniert, mit 1 mM aber auch gute Ergebnisse zu 

erreichen sind. Es wurden keine Defekte in der Meiose im Zusammenhang mit den angewandten EdU 

Konzentrationen festgestellt.  

Es wurde vermutet, dass manche Bereiche in der Ähre das EdU besser aufnehmen als andere. Dieser 

Verdacht bestätigte sich jedoch nicht. Es sind zwar Unterschiede innerhalb einer Ähre hinsichtlich der 

EdU-Markierung festgestellt worden, jedoch variierte dies zwischen den Ähren. In manchen waren so 

zum Bespiel in der Spitze am meisten Zellen markiert, in anderen dann im unteren Teil der Ähre. 

Um festzustellen, ob zum richtigen Zeitpunkt vor der meiotischen Replikation injiziert wurde und wie 

lange die Meiose unter den gegebenen Wachstumsbedingungen braucht, wurden die Ähren nach 

verschiedenen Zeiten fixiert. Nach 45 Stunden waren Leptotän bis Zygotän markiert, aber keine 

späteren Stadien. Pachytän war nach 47 Stunden stellenweise markiert. Dies war aber auch nach 

54 Stunden der Fall. Nach etwa 69 Stunden waren meiotische Stadien bis zur Telophase II markiert. 

Dies war auch nach 72 Stunden der Fall. Zudem trat manchmal der Fall ein, dass spätere meiotische 

Stadien markiert waren, jedoch die früheren, wie Pachytän nicht. Daraus entwickelte sich die 

Fragestellung, ob mehrmaliges injizieren alle 24 Stunden bzw. 48 Stunden sinnvoll ist, um 

auszuschließen, dass es daran liegt, dass das EdU schon aufgebraucht wurde. Nach 121 Stunden 

waren mitotische Zellen markiert, aber keine meiotischen, trotz erneuter Injektion alle 24 Stunden. 

Bei einer erneuten Injektion alle 48 Stunden waren nach 144 Stunden Diakinese, Metaphase I, 

Anaphase I, Telophase I und junger Pollen mit EdU markiert. Pachytän und mitotische Zellen waren 

nicht markiert. Nach 168 Stunden, ebenfalls mit erneuter Injektion alle 48 Stunden, waren mitotische 

Zellen und junger Pollen markiert. Frühere meiotische Stadien waren nicht markiert. Eine Dauer von 

etwa 3 Tagen nach der Injektion reicht somit aus, um auch späte meiotische Stadien markiert zu 

erhalten, wenn zum richtigen Zeitpunkt injiziert wird. 



30 
 

Für eine kontinuierliche Behandlung mit der EdU-Lösung, oder um leichter nur einen Impuls zu geben, 

wurde eine andere Methode getestet, bei der zwei Fäden mit Hilfe einer Nadel durch den Knoten, 

unterhalb der Ähre, geführt wurden, wobei die Enden dieser Fäden in der EdU Lösung waren. Durch 

diese Methode wird eine kontinuierliche Aufnahme von EdU bzw. später der Chemikalie ermöglicht. 

Dadurch wird es ermöglicht, dass bei jeder nach dem durchführen der Fäden stattfindenden 

Replikation die Substanz vorhanden ist und somit in die DNA eingebaut werden kann bzw. Einfluss 

nehmen kann auf die epigenetische Modifizierung der replizierten DNA. Auch bei dieser Methode 

wurden verschiedene EdU-Konzentrationen getestet, da bei dieser Methode mit 10 mM im ersten 

Versuch Mikrokerne aufgetreten sind. Mikrokerne entstehen aus Chromosomen-Bruchstücken, die 

aufgrund von Strukturänderungen der Chromosomen entstehen und einen vom Zellkern getrennten 

Kern bilden. Bei einer Konzentration von 100 µM EdU kam es in keiner Ähre zur Markierung mit EdU. 

Bei einer Konzentration von 1 mM EdU waren in 18 % der Fälle keine Zellen, in 64 % wenige Zellen 

und in 18 % viele Zellen markiert. Die Erfolgsrate von markierten Zellen war bei 10 mM etwas 

geringer. Hier zeigten 33 % der Ähren keine Markierung mit EdU, jedoch zeigte sich in 50 % der Ähren 

eine Markierung von vielen Zellen. 1 mM und 10 mM weisen relativ ähnliche Erfolgsraten auf bei der 

Markierung von somatischen Zellkernen.  

In einem Teil der Ähren waren zwar somatische Zellkerne, jedoch keine meiotischen Zellkerne 

markiert. Bei einer Konzentration von 100 µM EdU wurden bei beiden Methoden keine markierten 

meiotischen Zellkerne gefunden. In 75 % der Fälle, wo somatische Zellen markiert waren, waren auch 

meiotische Zellen markiert bei der Injektion von 1 mM EdU. Bei der Methode mit den Fäden waren 

es nur etwas mehr als 30 %, in denen meiotische Zellen markiert waren. Bei 10 mM wurden bei der 

einmaligen Injektion in 93 % der Ähren, in denen somatische Zellkerne markiert waren, meiotische 

Zellen durch EdU markiert. Die andere Methode lieferte keine markierten meiotischen Zellen bei 

dieser Konzentration. Bei der erneuten Injektion von EdU nach 24 Stunden bzw. 48 Stunden waren 

bei einer Konzentration von 10 mM EdU in 36 % der Ähren, in denen somatische Zellkerne markiert 

waren, meiotische Zellkerne markiert (Abbildung 11).  
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Abbildung 11: Meiotische Chromosomen der Gerste mit EdU (grün) markiert und mit DAPI (blau) angefärbt. (a) Leptotän-

Zygotän, (b) Pachytän, (c) Diakinese, (d) Metaphase I, (e) Anaphase I, (f) Prophase II - Metaphase II, (g) Anaphase 2, (h) 

Telophase II (i) und junger Pollen. Skalierungsleiste entspricht einer Größe von 10 µm. 

 

In vielen Fällen sind die meiotischen Stadien nur teilweise mit EdU markiert. Dies tritt vor allem in der 

Diakinese und den späteren meiotischen Stadien auf. In den Chromatiden sind dann hauptsächlich 

die spät replizierenden heterochromatischen zentromerischen Bereiche markiert. Die distalen 

Bereiche der Chromosomen, in denen die Chiasmata auftreten, werden früh repliziert. Diese sind in 

den meisten Fällen nicht mit EdU markiert (Abbildung 12). 
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Abbildung 12: Gegenüberstellung von komplett (a, c, e) markierter und nur teilweise (b, d, f) mit EdU (grün) markierter DNA 

in meiotischen Chromosomen der Gerste. (a) Diakinese (b, c) Metaphase I. Chromosomen wurden mit DAPI (blau) gefärbt. 

Skalierungsleiste entspricht einer Größe von 10 µm. 

3.2 Behandlung mit Zebularin und 5-Azacytidin 

Das Ziel der Anwendung von den DNA-Methylierungsinhibitoren Zebularin und 5-Azacytidin, war es 

die Anzahl an Crossovern zu erhöhen und/oder die Verteilung dieser zu verändern. Die 

Arbeitshypothese war, dass Gene, die in stark methylierten heterochromatischen 

perizentromerischen Regionen im Gerstengenom liegen aufgrund einer Inhibitor-vermittelten 

Hypomethylierng dieser, erhöhte Rekombinationsraten zeigen, wodurch somit die genetische 

Diversität für Züchtungsprogramme erhöht werden kann. In den ersten beiden Versuchen wurde nur 

Zebularin getestet. Die Zebularin-Lösung wurde zur 1 mM EdU Kontrolle hinzugefügt. Durch EdU 

sollte gewährleistet werden, dass zum richtigen Zeitpunkt injiziert wurde (vor bzw. während der 

meiotischen S-Phase) anhand EdU-positiver meiotischer Zellkerne. Es zeigt sich, dass die EdU-

Markierung möglicherweise nicht verlässlich ist, da mögliche Anomalien, welche nicht in den 
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Kontrollen sichtbar sind, in vielen nicht EdU-markierten Zellen erkennbar sind. Die beobachteten 

Effekte durch Zebularin könnten jedoch auf Effekten außerhalb der meiotischen S-Phase beruhen. 

Aufgrund dessen wurde die EdU-Markierung der meiotischen Zellen in der folgenden Auswertung 

nicht berücksichtigt.  

Im ersten Versuch wurde die Behandlungslösung mittels eines Fadens in die Pflanze injiziert. Die 

EdU-Kontrolle zeigt in etwa 3 % der Zellen Fragmente. Bei der Behandlung mit 1 mM Zebularin ist in 

einer Zelle von 62 eine Anomalie erkennbar. Durch den Vergleich mit der Kontrolle ist diese Anomalie 

vermutlich nicht auf Zebularin zurückzuführen. In den Diakinesen und Metaphasen I von den mit 

100 µM und 10 µM Zebularin behandelten Ähren, sind in etwa 30 % der Zellen Anomalien erkennbar. 

Diese sind vermutlich durch Zebularin entstanden, da der Wert deutlich über der Rate in der 

Kontrolle liegt (Tabelle 13).  

In einem zweiten Versuch wurden die Zebularin-Lösungen mit einer Spritze in die Pflanzen injiziert, 

da diese Methode in den vorherigen Versuchen mit EdU eine höhere Erfolgsrate aufweist als die 

Injektionsmethode mit dem Faden. Als Kontrolle diente in diesem Versuch eine Ähre, in die nicht 

injiziert wurde. In der Kontrolle sind keine offensichtlichen Anomalien erkennbar. Bei der mit 1 mM 

Zebularin behandelten Ähre weisen 3 von 36 Zellen Anomalien auf. Diese Rate ist sehr gering und 

nicht deutlich höher als in der EdU-Kontrolle aus dem ersten Versuch. Die Defekte sind somit 

vermutlich nicht durch Zebularin entstanden. Die negativen Ergebnisse der beiden Ähren, die mit 

1 mM Zebularin behandelt wurden, beruhen vermutlich auf dem falschen Injektionszeitpunkt der 

Chemikalie und nicht auf der erhöhten Zebularinkonzentration. Etwa 46 % der Diakinesen und 

Metaphasen I der mit 100 µM behandelten Ähre weisen Defekt auf. Diese Defekte sind 

wahrscheinlich auf Zebularin zurückzuführen (Tabelle 13).  

Tabelle 13: Rate an Anomalien in Diakinese bzw. Metaphase I Zellkernen der Gerste in behandelten Pflanzen aus den ersten 
beiden Versuchen. 

 
Versuch 1 Faden Versuch 2 Injektion 

Behandlung Anomalien [% (N)] Anomalien [% (N)] 

1 mM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS 1,61 (1/62) 8,33 (3/36) 

100 µM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS 32,50 (13/40) 46,43 (13/28) 

10 µM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS 28,38 (21/53) - 

Kontrolle 1 mM EdU in 1xPBS 2,94 (2/68) - 
 

In dem ersten Versuch sind in den Diakinesen und Metaphasen I bei der Kontrolle (nur EdU) und bei 

der Behandlung mit 1 mM Zebularin in einem geringen Prozentsatz der meiotischen Zellen 

Anomalien zu erkennen (Abbildung 13 a, c, j-l). In einer Metaphase von einer mit 1 mM Zebularin 

behandelten Ähre sind mehr als 7 Chromosomen zu erkennen. Vermutlich fand in dieser Zelle keine 
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Rekombination zwischen zwei homologen Chromosomen statt, was auf einen Verlust des 

obligatorischen Crossovers hindeutet, sodass zwei Univalente anstatt ein Bivalent in der Metaphase I 

sichtbar sind (Abbildung 13 b). Dies ist auch in einer Diakinese bei einer Ähre von einer Pflanze, die 

mit 100 µM Zebularin behandelt wurde, der Fall (Abbildung 13 d). Bei dieser Ähre sind auch in vielen 

Zellen Fragmente sichtbar (Abbildung 13 e). In manchen Diakinesen dieser Ähre weisen die 

Chromosomen teilweise eine langgezogene Struktur und zusätzlich auch Fragmente auf (Abbildung 

13 f). Die mit 10 µM behandelte Ähre weist in vielen Diakinesen und Metaphasen I ein Fragment auf 

(Abbildung 13 h, i).  
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Abbildung 13: Diakinesen und Metaphasen I von mit Zebularin behandelten Ähren der Gerste aus Versuch 1. Die 
Chromosomen wurden mit DAPI (blau) angefärbt. (a-c) 1 mM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS, (d-f) 100 µM Zebularin + 
1 mM EdU in 1xPBS, (g-i) 10 µM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS und (j-l) Kontrolle: 1 mM EdU in 1xPBS. Skalierungsleiste 
entspricht einer Größe von 10 µm. 

Im zweiten Versuch wurden die Chemikalien-Lösungen mit einer Spritze injiziert. Es wurde eine 

höhere Konzentration von 10 mM Zebularin angewandt, um zu prüfen, ob dieses zu einem stärkeren 

Effekt der Chemikalie führt. Die mit 10 mM Zebularin behandelten Ähren waren sehr klein und es 
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waren keine späteren Stadien als der Übergang vom Leptotän zum Zygotän in den Antheren zu 

finden. In diesem Stadium sind keine Fragmente oder andere offensichtliche Anomalien zu erkennen 

(Abbildung 14 a-c). In den Diakinesen und Metaphasen I einer Ähre, einer mit 1 mM Zebularin 

behandelten Gerstenpflanze, sind vornehmlich keine ungewöhnlichen Strukturen sichtbar. In einer 

Zelle sind jedoch drei Stab-Bivalente zu erkennen (Abbildung 14 e). In den Kontrollen und den 

meisten anderen Zellen ist typischerweise maximal ein Stab-Bivalent vorhanden. Der Rest der 

Bivalente bildet meist Ringstrukturen aus. In einer Diakinese sind die Bivalente sehr langgezogen, 

wobei es teilweise aussieht, als ob die homologen Chromosomen auch in den interstitiellen 

Chromosomenregionen verbunden sind. In der mit 100 µM Zebularin behandelten Ähre sind mehr 

Anomalien erkennbar. In den Diakinesen und Metaphasen I sind häufig Chromosomen-Fragmente 

sichtbar. In diesen Zellkernen sieht es ebenfalls so aus, dass die Bivalente auch in den interstitiellen 

Bereichen physisch verknüpft sind (Abbildung 14 h, i).  In der unbehandelten Kontrolle sind die 

Chromosomen nicht gut auf dem Objektträger verteilt, sodass keine einzelnen Chromosomen zu 

erkennen sind. Es sind jedoch keine Defekte oder Anomalien, wie zum Beispiel Fragmente sichtbar 

(Abbildung 14 j-l). 
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Abbildung 14: Meiotische Chromosomen von mit Zebularin behandelten Ähren der Gerste aus Versuch 2. Die 
Chromosomen wurden mit DAPI (blau) angefärbt. (a-c) 10 mM Zebularin in 1xPBS, (d-f) 1 mM Zebularin + 1 mM EdU in 
1xPBS, (g-i) 100 µM Zebularin + 1 mM EdU in 1xPBS und (j-l) Kontrolle ohne Injektion. Skalierungsleiste entspricht einer 
Größe von 10 µm. 

Im dritten Versuch wurde zusätzlich zu Zebularin auch 5-Azacytidin als DNA-Methylierungsinhibitor 

getestet. Zudem wurde einem Teil der Chemikalienlösungen 5 % Tween 20 hinzugefügt (Sinha und 

Helgason 1969), um möglicherweise die Permeabilität der Zellen zu erhöhen, sodass die Chemikalie 
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besser in die Antheren/Zellen der Ähre gelangen kann. Eine aussagekräftige Auswertung des 

Versuchs ist nicht möglich, da Defekte, die in behandelten Pflanzen zu sehen sind, ebenfalls in den 

Kontrollen auftreten. Als Kontrolle wurden unbehandelte Ähren und Ähren, die nur mit 1xPBS 

behandelt wurden, verwendet. In der Kontrolle mit 1xPBS sind in vielen Diakinesen und Metaphasen 

I Fragmente zu sehen (Abbildung 15 b, c), jedoch sind nicht alle Zellen dieser meiotischen Phasen 

betroffen (Abbildung 15 a). In der Kontrolle ohne eine Behandlung weisen alle Zellen Anomalien auf. 

Es sind Fragmente und langgezogene Chromosomen zu erkennen (Abbildung 15 d-f). Bei beiden 

Kontrollen sieht es in vielen Bivalenten aus, als ob die homologen Chromosomen auch über 

Crossover in interstitiellen Bereichen verbunden sind, was sich in den vorherigen Kontrollen nicht 

zeigte (Abbildung 13 j-l). Dieser Effekt ist wahrscheinlich auf zu hohe Temperaturen in dem 

Gewächshaus zurückzuführen, da die Klimatisierung während dieses Experiments ausgefallen ist.  

 

Abbildung 15: Diakinesen und Metaphasen I von Ähren der Kontrollen aus Versuch 3. Die Chromosomen wurden mit DAPI 
(blau) angefärbt. (a-c) Kontrolle: 1xPBS und (d-f) ohne Injektion. Skalierungsleiste entspricht einer Größe von 10 µm.  

Die Ähren der unbehandelten Kontrollen waren in allen Versuchen nach drei Tagen Inkubationszeit 

größer als die der behandelten Pflanzen, obwohl die Pflanzen alle ungefähr das gleiche externe 

Stadium aufwiesen. Dies lässt vermuten, dass die Injektion einen Einfluss auf das Wachstum der 

Pflanze hat. Die behandelten Pflanzen, welche nicht fixiert wurden, um zu prüfen, ob mit Zebularin 

behandelte Pflanzen Pollenkerne sowie Samen entwickeln, sind schon ab einer Konzentration von 10 

µM Zebularin nicht weiter gewachsen und abgestorben. Dies war jedoch auch bei den meisten EdU-

Kontrollen der Fall, so dass dieser Effekt nicht alleine auf die Chemikalie zurückzuführen ist.  
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3.3 Validierung der quantitativen Echtzeit-PCR 

Die erstellten Primerpaare mit Sonden wurden zu Beginn erst einzeln getestet, um herauszufinden, 

ob die Primerpaare und Sonden spezifisch binden und somit keine Hintergrundsignale entstehen. 

Nachdem dieser Test erfolgreich war, wurden die Primerpaare und Sonden zusammen in einer PCR-

Reaktion getestet, um auszuschließen, dass sie sich gegenseitig beeinflussen. Getestet wurden zwei 

Primerpaare mit je zwei allel-spezifischen Sonden für Morex und Barke. Die ersten Tests wurden mit 

einem DNA-Gehalt von 2 ng/µl durchgeführt, woraus sich bei einem Gesamtvolumen von 10 µl eine 

Gesamtmenge von 20 ng ergibt. Ziel war es, dass diese Primerpaare und Sonden mit nur einem 

haploiden Pollenkern funktionieren. Ein haploider Pollenkern der Gerste hat einen DNA-Gehalt von  

5,175 pg (Bennett 1972). Deswegen wurden verschiedene Konzentrationen an DNA in den PCR-

Reaktionen getestet. Die PCR funktioniert bis zu einer Konzentration von 20 pg/µl zu 100 %. Bei der 

Auswertung des Versuches ist bei dieser Konzentration ein klares Muster, ohne Ausreißer, zu 

erkennen, wobei sich das Cluster für Morex an der X-Achse anordnet, und dass von Barke an der Y-

Achse (Tabelle 14, Abbildung 16). 

Tabelle 14: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR bei verschiedenen DNA-Konzentrationen 

DNA Konzentration [pg/µl] 2000 200 20 2 0,2 

Assay 1 100 % 100 % 100 % 50 % 0 % 

Assay 28 100 % 100 % 100 % 17 % 0 % 

 

      

 

Abbildung 16: Darstellung der Fluoreszenzsignale der Marker von Assay 1 und Assay 28 bei einer DNA-Konzentration von 

20 pg/µl für die PCR-Reaktion. ( ) Assay 1 Signal für Morex, ( ) Assay 1 Signal für Barke, ( ) Assay 28 Signal für Morex, ( ) 

Assay 28 Signal für Barke, ( ) Negativkontrolle Assay 1 und ( ) Negativkontrolle Assay 28. 
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Bei einer Konzentration von 2 pg/µl liegt die Erfolgsrate bei dem einen Primerpaar von Assay 1 noch 

bei 50 % und bei dem anderen Primerpaar bei 17 %. In der Auswertung des Versuches ist im 

Diagramm das gewünschte Muster zu erkennen, jedoch sind mehrere Werte in der Nähe der 

Negativkontrollen angeordnet, woraus sich schließen lässt, dass die Fluoreszenz-PCR in diesen 

Reaktionen nicht funktioniert hat (Abbildung 17). Bei einer DNA-Konzentration von etwa 2 pg/µl 

funktioniert die PCR somit noch, jedoch ist die Effizienz geringer als bei höheren Konzentrationen. Ist 

die DNA-Konzentration geringer funktioniert die Fluoreszenz-PCR nicht mehr (Tabelle 14). 

Damit mit einem Pollenkern eine DNA-Konzentration größer als 2 pg/µl in der PCR-Reaktion entsteht, 

wurde das Gesamtvolumen auf 2 µl reduziert, wodurch sich mit einem Pollenkern eine DNA-

Konzentration von etwa 2,5 pg/µl ergibt. Dies wurde zunächst mit genomischer DNA getestet. Es 

zeigten sich keine Probleme bei der Volumenreduzierung.  

 

 

Abbildung 17: Darstellung der Fluoreszenzsignale der Marker von Assay 1 und Assay 28 bei einer DNA-Konzentration von 

2 pg/µl für die PCR-Reaktion. ( ) Assay 1 Signal für Morex, ( ) Assay 1 Signal für Barke, ( ) Assay 28 Signal für Morex, ( ) 

Assay 28 Signal für Barke, ( ) Negativkontrolle Assay 1 und ( ) Negativkontrolle Assay 28. 

Nachdem die vorherigen Tests erfolgreich waren, wurde die Fluoreszenz-PCR mit 

durchflusszytometrisch isolierten Blatt- und Pollenkernen getestet. Als Positivkontrollen wurden 100 

und 10 Blattkerne pro Reaktion sortiert, um einen höheren DNA-Gehalt zu haben. Die Blattkerne 

vom Morex und Barke dienten auch dazu, um das Signal der Pollenkerne einer der beiden Varianten 

oder der Negativkontrolle zuordnen zu können. Zudem wurden auch einzelne Blattkerne getestet, 
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Gehalt wie in Pollenkernen zu finden, da diese diploid anstatt haploid sind. In diesem Versuch wurde 

nur die Erfolgsrate von Assay 1 alleine getestet. Aus den Ergebnissen zeigt sich, dass die Fluoreszenz-

PCR bei 100 und 10 Blattkernen immer funktioniert hat. Bei den einzelnen Blattkernen zeigte sich 

schon eine deutlich geringere Erfolgsrate von etwa 19 %. Bei den Pollenkernen ist die Effizienz 

nochmal um mehr als die Hälfte geringer als bei den Blattkernen (Tabelle 15). 

Tabelle 15: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1) bei einem Gesamtreaktionsvolumen von 

2 µl. 

Probe Erfolgsrate [%] 

100 Blattkerne 100 

10 Blattkerne 100 

1 Blattkern 19 

1 Pollenkern (F1) 6 

 

Eine Erhöhung der Anzahl der Zyklen von 55 auf 75 zeigte keine Verbesserung der Erfolgsrate. 

Aufgrund der Vermutung, dass die Struktur der einzelnen Pollenkerne eine Rolle spielt, und da im 

Diagramm des Durchflusszytometers zwei Fraktionen erkennbar sind, die sich in dem Streulichtwert 

unterscheiden, wurden diese beiden Fraktionen getrennt sortiert. Vermutlich unterscheiden sich 

diese Pollenkerne in der Kompaktheit der DNA, sodass möglicherweise in einer Fraktion die DNA-

Bereiche zugänglicher für die PCR-Reaktion sind. Ein erster Versuch zeigt, dass in der unteren 

Fraktion mit geringerem Streulichtwert, welche die generativen Pollenkerne beinhaltet, die Effizienz 

der Fluoreszenz-PCR für Assay 1 höher ist, als in der oberen Fraktion mit höherem Streulichtwert, 

welche die vegetativen Pollenkerne beinhaltet. Die vegetativen Pollenkerne weisen etwa die gleiche 

Erfolgsrate auf, wie die einzelnen Blattkerne (Tabelle 16). Ein Unterschied in der Effizienz der 

Fluoreszenz-PCR zwischen vegetativen und generativen Pollenkernen konnte in Versuchen, in denen 

beide Marker getestet wurden nicht bestätigt werden, so dass in den folgenden Versuchen nicht 

zwischen diesen Fraktionen unterschieden wurde. 

Tabelle 16: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1) mit Unterscheidung des Streulichtwertes 

beim Sortieren mit dem Durchflusszytometer (vegetative und generative Pollenkerne) bei einem Gesamtreaktionsvolumen 

von 2 µl. 

Probe Erfolgsrate [%] 

F1 1 Pollenkern (vegetativ) 17 

F1 1 Pollenkern (generativ) 29 

Einzelner Blattkern 17 

  

Bei der Auswertung des Versuchs ergibt sich bei beiden Fraktionen ein eindeutiges Cluster für die 

Zuordnung des SNPs in den Pollen der F1-Hybriden zu einer der beiden Varietäten Morex oder Barke. 

Die Signale der Pollenkerne bilden zusammen mit den Positivkontrollen, mit jeweils 10 Blattkernen 
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pro Reaktion, ein Cluster, ebenso wie Fluoreszenzsignale der Negativkontrollen mit den Signalen der 

Pollenkerne, in denen die Fluoreszenz-PCR-Reaktion nicht funktioniert hat (Abbildung 18, Abbildung 

19). 

 

Abbildung 18: Darstellung der Fluoreszenzsignale der Marker von Assay 1 bei Blatt- und Pollenkernen als verwendetes 

Template. Pollenkerne wurden anhand eines geringen Streulichtwertes sortiert. (grün) Positivkontrolle Morex, (lila) 

Positivkontrolle Barke, (rot) Negativkontrolle und (blau) F1 Pollen. 

 

 

Abbildung 19: Darstellung der Fluoreszenzsignale der Marker von Assay 1 bei Blatt- und Pollenkernen als verwendetes 

Template. Pollenkernen wurden anhand eines hohen Streulichtwertes sortiert. (grün) Positivkontrolle Morex, (lila) 

Positivkontrolle Barke, (rot) Negativkontrolle und (blau) F1 Pollen. 
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In einem weiteren Test der Fluoreszenz-PCR mit durchflusszytometrisch sortierten Blatt- und 

Pollenkernen, wobei in diesem Versuch beide Marker gleichzeitig getestet wurden, zeigte sich, dass 

die Effizienz bei Blattkernen höher ist als bei den haploiden Pollenkernen. Es zeigt sich, dass die Rate 

für eine erfolgreiche Fluoreszenz-PCR beider Marker auf dem gleichen haploiden Pollenkern deutlich 

geringer ist, als für die Marker einzeln betrachtet. Bei den einzelnen Blattkernen liegt die Erfolgsrate 

von Assay 1 bei 30 % und bei Assay 28 bei 18 %, jedoch haben nur in 8 % der Reaktionen beide Assays 

funktioniert. Bei den Reaktionen mit haploiden Pollenkernen haben auf keinem Pollenkern beide 

Marker gleichzeitig funktioniert, wodurch es nicht möglich ist die Rekombination in dem Intervall zu 

bestimmen (Tabelle 17). 

Tabelle 17: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1 und Assay 28) bei einem 
Gesamtreaktionsvolumen von 2 µl. 

Probe Assaynummer Erfolgsrate [%] 

1 Blattkern 1 30 

1 Blattkern 28 18 

1 Blattkern 1 und 28 8 

1 Pollenkern (F1) 1 10 

1 Pollenkern (F1) 28 6 

1 Pollenkern (F1) 1 und 28 0 
 

Die vorherigen Versuche zeigen eine deutlich zu geringe Erfolgsrate für beide Marker bei der 

Fluoreszenz-PCR. Zur Messung der Rekombination in dem Intervall ist es jedoch notwendig, dass 

beide Marker auf dem gleichen Pollenkern simultan funktionieren. Aufgrund der Vermutung, dass 

Proteine, welche an das Chromatin der haploiden Pollenkerne bzw. der diploiden Blattkerne 

gebunden sind, die Bindung der Primer behindern könnten, wurde Proteinase K angewandt. Diese 

soll möglichst alle potentiell störenden Proteine von dem Chromatin entfernen. Dies wurde zunächst 

mit einem Gesamtrektionsvolumen von 10 µl getestet, da die Kerne dadurch nicht in ein zu kleines 

Volumen sortiert werden mussten und somit auch das Volumen an Proteinase K-Lösung höher war. 

Diese Methode wurde in drei zeitlich voneinander unabhängigen Versuchen mit Pollenkernen von 

drei unterschiedlichen Ähren getestet. Für die Blattkerne ergibt sich eine durchschnittliche 

Erfolgsrate von 78 % für beide Marker gleichzeitig, wobei die Schwankung zwischen den Versuchen 

mit einer Standardabweichung von 20 % sehr hoch ist. In durchschnittlich 9 % der Reaktionen 

funktionieren mit dieser Methode beide Marker auf dem gleichen haploiden Pollenkern, wobei die 

Abweichung zwischen den Versuchen etwa 4 % beträgt. Auch in diesem Versuch zeigt sich, dass die 

Erfolgsraten für die Marker einzeln betrachtet deutlich höher sind. Bei den Pollenkernen ist die Rate 

etwa 20 % höher (Tabelle 18). 
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Tabelle 18: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1 und Assay 28) bei einem 
Gesamtreaktionsvolumen von 10 µl mit vorheriger Proteinase K-Behandlung der sortierten Kerne. Durchschnittliche Werte 
aus drei zeitlich voneinander unabhängigen Versuchen. 

Probe Assaynummer Erfolgsrate [%] (Standarabweichung [%]) 

1 Blattkern 1 87 (+- 8) 

1 Blattkern 28 83 (+-20) 

1 Blattkern 1 und 28 78 (+-19) 

1 Pollenkern (F1) 1 26 (+- 16) 

1 Pollenkern (F1) 28 29 (+-6) 

1 Pollenkern (F1) 1 und 28 9 (+- 4) 
 

Nachdem die Effizienz durch die Vorbehandlung der Pollenkerne durch Proteinase K gesteigert 

werden konnte, wurde das Gesamtreaktionsvolumen auf 2 µl reduziert. Es zeigt sich, dass ein 

geringeres Reaktionsvolumen einen negativen Einfluss auf die Erfolgsrate hat. Bei den Pollenkernen 

ist sie von durchschnittlich 9 % auf 2 % gesunken. Die Erfolgsrate für beide Marker auf einem Kern 

sank bei der Volumenreduzierung um etwa 44 % (Tabelle 19). Aufgrund dieses Ergebnisses wurden 

die weiteren Versuche, trotz der erhöhten Kosten pro Reaktion, mit einem Reaktionsvolumen von 10 

µl durchgeführt.  

Tabelle 19: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1 und Assay 28) bei einem 
Gesamtreaktionsvolumen von 2 µl mit vorheriger Proteinase K-Behandlung der sortierten Kerne. Durchschnittliche Werte 
aus 2 zeitlich voneinander unabhängigen Versuchen bei den Blattkernen. 

Probe Assaynummer Erfolgsrate [%] 

1 Blattkern 1 56 (+- 9) 

1 Blattkern 28 42 (+- 8) 

1 Blattkern 1 und 28 34 (+- 8) 

1 Pollenkern (F1) 1 19 

1 Pollenkern (F1) 28 15 

1 Pollenkern (F1) 1 und 28 2 
 

Eine weitere Idee, die Erfolgsrate zu steigern, war eine vorhergehende Behandlung der Zellkerne mit 

Wärme durch eine Mikrowelle mit anschließender Proteinase K-Behandlung. Der Grundgedanke war, 

dass sich das Chromatin durch die vorherige Wärmebehandlung öffnet und die Proteinase K so 

einfacher chromatin-gebundene Proteine abbauen kann. Bei den Blattkernen führt diese Behandlung 

zu einer Erfolgsrate von 45 % für beide Marker gleichzeitig. Die Erfolgsrate bei den Pollenkernen liegt 

bei 15 %, wobei die Erfolgsrate für die Marker einzeln betrachtet jeweils bei 40 % liegt. Dies ist höher 

als bei der Vorbehandlung nur mit Proteinase K. Die Erfolgsraten für die Fluoreszenz-PCR bei den 

Blattkernen ist in diesem Versuch jedoch niedriger als bei den Versuchen nur mit Proteinase K 

(Tabelle 20). 
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Tabelle 20: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1 und Assay 28) bei einem 
Gesamtreaktionsvolumen von 10 µl mit vorheriger Wärmebehandlung mit der Mikrowelle und Proteinase K-Behandlung 
der sortierten Kerne. 

Probe Assaynummer Erfolgsrate [%] 

1 Blattkern 1 78 

1 Blattkern 28 65 

1 Blattkern 1 und 28 45 

1 Pollenkern (F1) 1 40 

1 Pollenkern (F1) 28 40 

1 Pollenkern (F1) 1 und 28 15 
 

Aufgrund der Vermutung, dass der geringe DNA-Gehalt der Grund für die geringe Effizienz der 

Fluoreszenz-PCR ist, wurde getestet, ob eine vorangehende PEP-PCR die Erfolgsrate steigert. Durch 

die PEP-PCR werden durch 15-Basen-Oligonukleotide, bei denen sich jede der 4 Basen an einer 

beliebigen Stelle befindet, lange DNA-Fragmente amplifiziert. Dies führt zu einer erhöhten Anzahl an 

Kopien von bestimmten DNA-Bereichen, wodurch auch die Abschnitte in denen die Templates für die 

Fluoreszenz-PCR vorkommen vermehrt vorliegen sollten. In einem ersten Versuch funktionieren bei 

der Fluoreszenz-PCR in 35 % der Reaktionen beide Marker auf dem gleichen Pollenkern. Bei den 

Blattkernen lag die Erfolgsrate dafür bei 75 % (Tabelle 21).  

Tabelle 21: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1 und Assay 28) bei einem 
Gesamtreaktionsvolumen von 10 µl mit vorheriger PEP-PCR mit 1 U Taq-Polymerase. 

Probe Assaynummer Erfolgsrate [%] 

1 Blattkern 1 87 

1 Blattkern 28 85 

1 Blattkern 1 und 28 75 

1 Pollenkern (F1) 1 67 

1 Pollenkern (F1) 28 54 

1 Pollenkern (F1) 1 und 28 35 
 

Aus Kostengründen wurde die Konzentration der Taq-Polymerase für die PEP-PCR von 1 U auf 0,2 U 

reduziert. Es zeigt sich, dass die Erfolgsrate bei Reduzierung der Taq-Polymerase deutlich abnimmt. 

Bei den Pollenkernen sinkt sie um 14 % und bei den Blattkernen um 35 % (Tabelle 22). 
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Tabelle 22: Erfolgsraten der Fluoreszenz-PCR mit Blatt- und Pollenkernen (Assay 1 und Assay 28) bei einem 
Gesamtreaktionsvolumen von 10 µl mit vorheriger PEP-PCR mit 0,2 U Taq-Polymerase. 

Probe Assaynummer Erfolgsrate [%] 

1 Blattkern 1 80 

1 Blattkern 28 58 

1 Blattkern 1 und 28 40 

1 Pollenkern (F1) 1 52 

1 Pollenkern (F1) 28 38 

1 Pollenkern (F1) 1 und 28 21 
 

Der Vergleich der Rate der Reaktionen in denen beide Marker auf einem haploiden Pollenkern 

funktioniert haben zeigt sich, dass die Kombination aus der Vorbehandlung mit Proteinase K und der 

PEP-PCR mit 1 U Taq-Polymerase zu dem deutlich besten Ergebnis führt. In 35 % der Reaktionen kann 

mit dieser Methode die Rekombination in dem Intervall gemessen werden. Bei Verwendung von 

weniger Polymerase für die PEP-PCR ist dies nur noch in 21 % der Reaktionen der Fall. Ohne 

Vorbehandlung mit einem Reaktionsvolumen von 2 µl kann mittels der Fluoreszenz-PCR in keiner 

durchgeführten Reaktion die Rekombination in dem Intervall zwischen den Markern gemessen 

werden. Durch die Vorbehandlung der Pollenkerne mit Proteinase K kann eine Steigerung der 

Erfolgsrate erreicht werden. Es zeigt sich dabei, dass ein Reaktionsvolumen von 10 µl besser ist als 

eins von 2 µl (Abbildung 20). 

 

Abbildung 20: Darstellung der Rate der  Reaktionen in denen beide Marker auf einem haploiden Pollenkern simultan 
funktioniert haben bei unterschiedlichen Vorbehandlungen. 
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4 Diskussion 
Eine Methode zum in planta Injizieren gelöster Chemikalien in Ähren der Gerste vor und während der 

Meiose, sowie eine PCR-basierte Methode zum Messen der meiotischen Rekombinationshäufigkeit 

innerhalb eines Intervalls auf dem Gerstenchromosom 3H anhand einzelner Pollenkerne wurden 

etabliert. Zudem suggerieren die Ergebnisse der Behandlung der Gerste mit Zebularin einen Effekt 

der Chemikalie auf die Meiose. 

4.1 Entwicklung einer Methode zum in planta Injizieren gelöster Chemikalien in 

Ähren der Gerste 

Die Methode zum Injizieren der Chemikalien wurde für das Thymidin-Analogon EdU etabliert. Es 

zeigte sich, dass die Ähre bei der Injektion etwa 1 cm groß sein sollte, so dass EdU während der 

meiotischen DNA-Replikation in die DNA eingebaut werden kann. Zu diesem Zeitpunkt befinden sich 

die Gerstenpflanzen in den externen Stadien 31 oder 32 (Gómez und Wilson 2012, Abbildung 21, 

Tabelle 23). Ziel war es, nach der Behandlung mit EdU markierte meiotische Zellen zu finden. Die 

Wahrscheinlichkeit, meiotische Stadien wie Diakinese und Metaphase I, zu finden, ist bei Ähren mit 

einer Größe von etwa 1,7 cm bis 2,9 cm am höchsten. Es fanden sich jedoch auch in Ähren mit einer 

Größe von etwa 4 cm diese Stadien im oberen Teil der Ähren. Die Ähre befindet sich zumeist bei 

einer Größe zwischen 2 cm und 3 cm in der Meiose (Gómez und Wilson 2012), was sich durch die 

Ergebnisse der Arbeit weitestgehend bestätigen lässt. Die Verteilung der Ährengröße im 

Zusammenhang mit dem externen Wachstumsstadium zeigte sich bei Gómez und Wilson (2012) sehr 

variabel. In den Stadien 33 und 33,5 ist es am wahrscheinlichsten Ähren mit meiotischen Stadien zu 

erhalten. Im Stadium 33 schwankt die Größe der Ähre um etwa 0,54 cm um den Mittelwert 2,46 cm 

(Tabelle 23). In dem gleichen externen Stadium waren die Ähren auch zu einem geringen Anteil 

zwischen 4,1 cm und 5 cm groß. Auch in dem späteren externem Stadium 34, bei dem der Mittelwert 

bei 3,9 cm liegt, besteht trotzdem die Möglichkeit Ähren mit einer Größe zwischen 1,1 cm und 2 cm 

zu erhalten (Gómez und Wilson 2012, Tabelle 23). Auch in den Gerstenpflanzen, die in dieser Arbeit 

verwendet wurden zeigte sich diese Variabilität.  
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Abbildung 21: Externe Wachstumsstadien nach der Zadoks-Skala (ZADOKS et al. 1974) mit Ergänzung der Zwischenstadien 
33,5 und 34,5 durch Gómez und Wilson (2012). 

Tabelle 23: Größe der Ähren in Zusammenhang mit den externen Wachstumsstadien (Gómez und Wilson 2012). 

 

 

Die verwendete Methode zum Injizieren der Chemikalie mit einer Injektionsspritze wurde schon in 

anderen Versuchen erfolgreich angewandt. Dabei wurde die Chemikalienlösung in den Raum, in der 

sich die entwickelnde Ähre befindet gefüllt, indem die Spritze durch den Blättermantel um die Ähre 

gestochen wurde (Vega und Feldman 1998). Mit der gleichen Injektionsmethode wurde auch schon 

EdU in Gerstenpflanzen injiziert. Dabei wurden verschiedene Konzentrationen von 10 mM (Higgins et 

al. 2012) und 10 µM (Colas et al. 2016) EdU verwendet. In dieser Arbeit zeigte sich, dass bei einer 
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Konzentration von 10 mM EdU die besten Ergebnisse erzielt werden konnten, jedoch auch die 

Anwendung von 1 mM EdU zu guten Ergebnissen führte. Zudem ist die Erfolgsrate bei der 

Markierung der meiotischen Zellen abhängig von dem Stadium der Ähre während der Injektion.  

Bei den in dieser Arbeit durchgeführten Versuchen, konnte nicht eindeutig geklärt werden, ob genau 

zum Zeitpunkt der DNA-Replikation injiziert wurde, im Gegensatz zu den Versuchen von Higgins et al. 

(2014) und Colas et al. (2016), wo der Zeitpunkt der Injektion bestimmbar war durch eine zweite 

DNA-markierende Substanz bzw. einem Impuls, bei dem die EdU-Lösung zwei Stunden nach der 

Injektion wieder entfernt wurde. Die Stadien Leptotän und Zygotän waren frühestens 45 Stunden 

und Pachytän 47 Stunden nach der Injektion markiert. Eine Markierung bis zur Telophase II war 

frühestens nach 69 Stunden zu finden. Dies war bei beiden angewandten Injektionsmethoden der 

Fall. Die beiden verwendeten Genotypen Barke und Morex zeigten keine erkennbaren Unterschiede 

im zeitlichen Verlauf der Meiose. Bei Higgins et al. (2012) ergab sich eine Gesamtdauer von 43 

Stunden für die Meiose in Gerste. Bei Colas et al. (2016) waren schon 6 Stunden nach der Injektion 

meiotische Zellen bis zum Stadium Zygotän markiert. Nach 24 Stunden waren Zellen im Diplotän 

markiert und nach 48 Stunden auch zum geringen Anteil Metaphasen I. Nach 72 Stunden waren 

Stadien bis zur Anaphase I mit EdU markiert (Colas et al. 2016). Die zeitlichen Unterschiede in der 

Dauer der Meiose zu Higgins et al. (2012) könnten auf den unterschiedlichen 

Wachstumsbedingungen beruhen. In Higgins et al. (2012) wuchsen die Pflanzen im gleichen Tag/ 

Nacht-Rhythmus wie in dieser Arbeit, jedoch lag die Temperatur bei 22 °C im Gegensatz zu 18 °C. Bei 

einer Erhöhung der Temperatur von 22 °C auf 30 °C zeigte sich schon eine Verkürzung der Dauer der 

prämeiotischen S-Phase von 13 Stunden auf 9 Stunden (Higgins et al. 2012), was möglicherweise 

auch auf die Dauer der Meiose übertragbar ist. In der Arbeit von Colas et al. (2016) wurde ein 

anderer Genotyp verwendet, wodurch die Unterschiede in der Meiose und der EdU-Markierung 

beruhen könnten. 

Eine nur teilweise Markierung der meiotischen Zellkerne mit EdU zeigte sich vor allem in Stadien 

später als Pachytän. Es waren in solchen Fällen nur die heterochromatischen perizentromerischen 

und zentromerischen Bereiche markiert. Die früh replizierenden distalen Regionen, in denen die 

meisten Crossover stattfinden, waren nicht mit EdU markiert. Dieses Phänomen zeigte sich auch bei 

Higgins et al. (2012) und Colas et al. (2016). Eine Vermutung ist, dass während der meiotischen S-

Phase injiziert wurde, sodass die distalen Regionen zu diesem Zeitpunkt schon repliziert waren, da 

Hetero- und Euchromatin zeitliche Unterschiede bei der DNA-Replikation aufweisen, wobei 

Euchromatin früher repliziert wird. 
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4.2 Entwicklung der Pollengenotypisierung 

Die Pollengenotypisierung ermöglicht eine effiziente Analyse der meiotischen Rekombination in 

individuellen haploiden Pollenkernen. Dadurch wird zum Beispiel eine Generierung einer 

Segregationspopulation umgangen. Durch eine Gesamtgenomamplifikation ist es möglich sehr viele 

KASP-Marker zu verwenden, wodurch eine genomweite Analyse potentiell möglich wird (Dreissig et 

al. 2015). In dieser Arbeit wurde die Gesamtgenomamplifikation vermieden, da nur die Häufigkeit der 

Rekombination in einem bestimmten Intervall bestimmt werden soll. Die Erfolgsrate für das 

Genotypisieren von haploiden Pollenkernen lag bei etwa 70 % bei vorheriger 

Gesamtgenomamplifikation (Dreissig et al. 2015). Die Gesamtgenomamplifikation ist mit 4,40 € pro 

Reaktion vergleichsweise sehr teuer und sollte vermieden werden. Eine Fluoreszenz-PCR-Reaktion 

mit den Fluoreszenzmarkern, wie sie in dieser Arbeit durchgeführt wurde, kostet etwa 70 Cent pro 

Reaktion bei einem Reaktionsvolumen von 10 µl. Es müssen nur zwei Marker auf dem gleichen 

Chromosom gleichzeitig funktionieren, um ein Intervall messen zu können, wodurch die 

Gesamtgenomamplifikation nicht unbedingt notwendig ist. Die Erfolgsrate der Fluoreszenz-PCR-

Reaktion für beide Marker simultan auf einem Pollenkern lag jedoch ohne Vorbehandlung der 

Pollenkerne bei 0 %. Die Effizienz konnte durch eine Vorbehandlung mit Proteinase K auf 9 % 

gesteigert werden, wobei die Behandlung mit Proteinase K nur 0,1 Cent pro Reaktion mehr kostet.  

Der Preis pro erfolgreicher Reaktion beträgt etwa 7,80 €. Verglichen mit der Genotypisierung mittels 

KASP-Markern nach der Gesamtgenomamplifikation, welche etwa 6,30 € pro erfolgreicher Reaktion 

nur für die Gesamtgenomamplifikation kostet (Dreissig et al. 2015), ist diese Methode mit dieser 

geringen Effizienz teurer. Durch eine PEP-PCR vor der Fluoreszenz-PCR konnte bei der Verwendung 

von 1 U Taq-Polymerase pro PEP-PCR-Reaktion eine Effizienz von etwa 35 % erreicht werden. Mit 

dieser Methode kostet eine erfolgreiche Reaktion ungefähr 3,20 €. Eine erfolgreiche Reaktion kostet 

etwa 3,70 €, wenn bei der PEP-PCR nur 0,2 U Taq-Polymerase eingesetzt werden. Zusätzlich zu dem 

höheren Preis müssen bei der geringeren Effizienz auch mehr Platten verwendet werden für die 

gleiche Anzahl an erfolgreichen Reaktionen. 

4.3 Einfluss von DNA-Methylierungsinhibitoren 

Die erste getestete Chemikalie zur Beeinflussung der meiotischen Rekombination in der Gerste war 

Zebularin. Dies ist ein Analogon von Cytidin und wird während der Replikation in die DNA eingebaut 

und inhibiert somit die Methylierung der DNA. In den Versuchen zeigte sich, dass Zebularin einen 

Einfluss auf die Meiose hat. Schon bei einer Konzentration von 10 µM Zebularin waren in etwa 30 % 

der Metaphasen I und Diakinesen Defekte, wie langgezogenes Chromatin und Fragmente, zu sehen. 

Das langgezogene Chromatin könnte auf einer gestörten Chromatinkondensation beruhen, welche 

sich auch in Arabidopsis bei einer Behandlung mit Zebularin zeigt (Baubec et al. 2009). Bei einer 

Konzentration von 100 µM war die Rate an Anomalien geringfügig höher. Ein sehr ähnlicher Effekt 
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von Zebularin wurde in der Mitose in Triticale festgestellt (Ma et al. 2016). Es war kein Effekt von 

Zebularin zu sehen in den Ähren, die mit 1 mM Zebularin behandelt wurden. Bei diesen Pflanzen 

wurde vermutlich nach der meiotischen DNA-Replikation injiziert, sodass das Zebularin nicht in die 

DNA eingebaut wurde. In Säugerzellen wurde gezeigt, dass Zebularin nur 1 von 8000 Deoxycytidin 

ersetzt (Ben-Kasus et al. 2005). Für 5-Azacytidin liegt die Rate bei bis zu 5 % (Jones und Taylor 1980), 

wodurch der Effekt dieser Chemikalie vermutlich größer ist als der von Zebularin. Ein Zählen der 

Crossover wurde nicht durchgeführt, da für die Mikroskopie keine Marker für Crossover verwendet 

wurden, wodurch nur ein weniger genaues zählen anhand der Bivalentmorphologie möglich wäre. 

Ein Einfluss der DNA-Methylierung auf die meiotische Rekombination wurde in Ascobolus immerses 

festgestellt. Die prämeiotisch induzierte Methylierung eines Rekombinations-Hotspots auf beiden 

Chromosomen führte zu einer Reduzierung der meiotischen Rekombination zwischen zwei Markern, 

die den Hotspot flankieren, um mehr als das Hundertfache. Das zeigt, dass DNA-Methylierung die 

homologe Rekombination stark inhibiert. Wenn der Hotspot auf nur einem der homologen 

Chromosomen methyliert wurde, dann waren Crossover noch um etwa das 50-fache reduziert. Die 

DNA-Methylierung könnte möglicherweise die Paarung der Homologen stören oder die normale 

Entwicklung von Zwischenprodukten in der meiotischen Rekombination beeinträchtigen (Maloisel 

und Rossignol 1998). Eine Wirkung von Zebularin in Pflanzen wurde durch die Zugabe von Zebularin 

zum Wachstumsmedium in zwei Spezies gezeigt (Baubec et al. 2009). Es wurde durch diese 

Behandlung die Cytosinmethylierung signifikant reduziert. Zebularin zeigte im Vergleich zu 5-

Azacytidin eine gering höhere globale Demethylierung. In Arabidopsis bewirkte Zebularin eine 

konzentrationsabhängige Reduktion der Cytosinmethylierung, wobei alle Methylierungstypen 

gleichermaßen reduziert wurden. Die Hypomethylierung durch Zebularin war, soweit erkennbar 

durch molekulare und zytologische Analysen, in den zentromerischen repetitiven Sequenzen deutlich 

weniger ausgeprägt als im Rest des Genoms. Inhibitor behandelte Pflanzen zeigen Veränderungen in 

der Kernorganisation. Dies lässt darauf schließen, dass kleine Veränderungen in der DNA-

Methylierung ausreichen, um die Erhaltung des Kondensationsstadiums zu stören. Es wäre auch 

möglich, dass die Methylierung von anderen Regionen zu der Kondensierung von 

heterochromatischen Regionen beiträgt, zum Beispiel durch erhöhte Transkription von beteiligten 

Proteinen oder Bildung großer Komplexe der Kernorganisation (Baubec et al. 2009). In den 

Versuchen in dieser Arbeit konnte nur eine Wirkung von Zebularin bestimmt werden, da die 

Temperatur in dem Gewächshaus während der Versuche mit 5-Azacytidin deutlich höher war als der 

Sollwert. Die Temperatur hat einen sehr starken Einfluss auf die meiotische Rekombination 

hinsichtlich Anzahl und Verteilung der Crossover. In der Gerste wird die Meiose bei Temperaturen ab 

35 °C unterbrochen. Eine erhöhte Temperatur führt zu einer erhöhten Anzahl von Crossover in 

interstitiellen Regionen der Chromosomen (Higgins et al. 2012; Higgins et al. 2014).  
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5 Zusammenfassung und Ausblick 
Die Erhöhung der genetischen Diversität ist wichtig für die Pflanzenzüchtung. Dafür ist die 

Beeinflussung der meiotischen Rekombination hinsichtlich Anzahl und Verteilung der Crossover 

erforderlich. In Gerste ist die meiotische Rekombination auf die euchromatischen distalen 

Chromosomenregionen beschränkt, wobei aber etwa 30 % der Gene außerhalb der stark 

rekombinierenden Bereiche liegen. In dieser Arbeit wurden Grundlagen geschaffen, um die 

meiotische Rekombination mit Chemikalien zu beeinflussen. Zudem wurde eine Chemikalie, welche 

die DNA-Methylierung inhibiert, getestet. Zur Entwicklung der Grundlage zur Anwendung von 

Chemikalien wurde mit Hilfe des Thymidin Analogon 5-Ethynyl-2’-deoxyuridin (EdU) eine Methode 

zum Injizieren von Chemikalien in planta in Gerstenpflanzen entwickelt. Durch diese Vorgehensweise 

sollte es möglich sein, Saatgut von behandelten Pflanzen zu erhalten, damit eine mögliche 

Veränderung in der meiotischen Rekombination auch für die Züchtung genutzt werden kann. Es 

zeigte sich, dass eine Konzentration von 10 mM EdU am besten ist in Verbindung mit der Injektion 

mit einer Spritze durch die Blatthülle, um den Raum um die sich entwickelnde Ähre mit der Lösung 

aufzufüllen. Eine andere Methode, bei der Fäden durch den Knoten unterhalb der Ähre gezogen 

wurden, wobei die Enden der Fäden dauerhaft in der EdU-Lösung waren, war ebenso verlässlich. Die 

Methode zum Messen der meiotischen Rekombinationshäufigkeit in einem chromosomalen Intervall 

anhand eines einzelnen haploiden Pollenkerns mittels der Fluoreszenzmarker-Genotypisierung 

funktioniert prinzipiell, jedoch sollte sie für eine höhere Erfolgsrate noch verbessert werden. Die 

Erfolgsrate der Fluoreszenz-PCR kann durch die Anwendung von Proteinase K, um Proteine von der 

DNA zu entfernen, um diese zugänglicher für die PCR zu machen erhöht werden. Weiterhin zeigt sich, 

dass eine vorherige PEP-PCR die Effizienz der Messung des Intervalls zwischen den beiden Markern 

auf 35 % erhöhen kann. Dadurch steigt jedoch der Preis pro Reaktion. Wird jedoch der Preis pro 

erfolgreicher Reaktion betrachtet, ist die Methode mit der PEP-PCR die kostengünstigste. Der DNA-

Methylierungsinhibtior Zebularin wurde in verschiedenen Konzentrationen getestet. Ein Effekt dieser 

Chemikalie zeigt sich schon bei einer Konzentration von 10 µM Zebularin. Ein 

konzentrationsabhängiger Effekt kannin den durchgeführten Versuchen nicht gezeigt werden, da für 

die Auswertung pro Behandlung jeweils nur eine Ähre berücksichtigt wurde und die Abweichungen 

somit nicht unbedingt auf die Konzentration der Chemikalie zurückzuführen ist, sondern 

möglicherweise auf den jeweiligen Injektionszeitpunkt. Diese Ergebnisse müssen jedoch durch 

weitere Wiederholungen mit mehr Pflanzen bestätigt werden. Zudem sollten auch geringere 

Konzentrationen von Zebularin angewendet werden, um möglicherweise nur einen Effekt auf die 

meiotische Rekombination zu erhalten, ohne dass ungewünschte Fragmente entstehen. Weiterhin 

muss die Methode der Chemikalienanwendung so optimiert werden, dass die Ähren in ein Stadium 

kommen, in dem die Pollengenotypisierung durchgeführt werden kann, damit die zytologischen 
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Ergebnisse durch die molekularen Marker überprüft und verifiziert werden können. Zudem ist es für 

eine spätere Anwendung der Chemikalien in der Pflanzenzüchtung essentiell, dass die behandelten 

Pflanzen Samen bilden.  Durch die entwickelten Methoden können zukünftig weitere Chemikalien zur 

Beeinflussung der Meiose in Gerste getestet werden. Ein interessanter epigenetischer Faktor neben 

der DNA-Methylierung, der zu beeinflussen ist, ist zum Beispiel die Histon-Acetylierung, da dieser 

Faktor Einfluss auf die meiotische Rekombination hat. Zur Beeinflussung dieser Modifikationen ist 

zum Beispiel Trichostatin A, welches die Histon-Acetylierung beeinflusst, geeignet (Fenic et al. 2008). 

Weitere interessante zu beeinflussende Faktoren wären die SUMOylierung, die Ubiquinierung und 

die Phosphorylierung. Diese Faktoren spielen bei der meiotischen Rekombination eine wichtige Rolle 

(Mézard et al. 2015). 
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9 Anhang 

Anhang 1 

Primersequenzen 

Oligoname Sequenz Farbe Quencher Chromosom 
Physikalische 
Position (bp) SNP Sequenz 

Assay1-F 5‘-TCCTTCAATGATCCCAGACA-3‘     3H 445699400 

CAGGTCTCATCTACCAAATTTGAAGTACCTCCTTCA
ATGATCCCAGACATGTAACCACTTTCAAATTTAGC
CTTGTTGGCAAAATATTTCTAGTGAACCTTGTATAT
TCTGATTTCTGCC[A/G]AAAGAATTATGCATGAAG
AAGCACAATTCTTAGTCTACAGCTTGTGGTTCTGC
ATTTGAATCTCAAAACTGCCTCAAAAGTTATGCAG
AGAAGTCAAGTTCAGCTTCCACAAAGAGAAGA 

Assay1-R 5‘-TCAAATGCAGAACCACAAGC-3‘           

Assay1-SNP-A 

5‘-
[HEX]CTGATTTCTGCCAAAAGAATTATGC
ATG[BHQ1]-3‘ HEX BHQ1       

Assay1-SNP-G 

5‘-
[FAM]CTGATTTCTGCCGAAAGAATTATG
CATG[BHQ1]-3‘ FAM BHQ1       
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Assay28-F 5‘-CTGCAAGCAGGATGCCTCTA-3‘     3H 117734280 

TACAACCGAGATCCTGCAAGCAGGATGCCTCTAGC
TAGCACAACCGGATTATTGATCATCATACAGACAT
CCATAACTTAAGAAACTTTACAGAACCAAATATCA
GCAGCTAATAATATA[A/G]TTAAGCGCAACCACGA
CGTTATTATTTTATACAGTAATAAAATACAAAAAA
GGAACGCAGCGCACGAACTTAGCAAGAGCTACAT
GCATGTAGTAGAAGCAGAAACCCGACTTCTACTTC 

Assay28-R 5‘-GTGCGCTGCGTTCCTTTT-3‘           

Assay28-SNP-
A 

5‘-
[TxRed]AGCTAATAATATAATTAAGCGCA
ACCACGA[BHQ2]-3‘ TXRED BHQ2       

Assay28-SNP-
G 

5‘-
[CY5]AGCTAATAATATAGTTAAGCGCAAC
CACGA[BHQ2]-3‘ CY5 BHQ2       
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