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Pluripotente Stammzellen haben das Potential, in unterschiedliche Zelltypen zu differenzieren 

und können genutzt werden, um organähnliche Mikrostrukturen zu generieren. Somit können 

molekulare Unterschiede verschiedenster künstlich differenzierter Gewebe, etwa zwischen 

Mensch und Schimpanse, anhand von pluripotenten Ausgangszellen untersucht werden. Da die 

Genome unserer nächsten ausgestorbenen Verwandten Neandertaler und Denisovaner aus 

konservierter DNA in alten Knochen sequenziert wurden, könnten ebenso Unterschiede zwischen 

Mensch und diesen Spezies oder dem letzten gemeinsamen Vorfahren untersucht werden. Dies 

erfordert jedoch die Generierung neandertalisierter Stammzellen durch künstliche Integration von 

Neandertalerallelen in humane Stammzellen, etwa durch die CRISPR Genomeditierungstechnik. 

Durch CRISPR kann ein DNA-Doppelstrangbruch an einer gewünschten Stelle im Genom 

eingefügt werden. Die zelluläre Reparatur des Doppelstrangbruchs ermöglicht dann die 

Editierung des Genoms. Basierend auf einer DNA-Matrize, die die gewünschte Modifikation trägt, 

kann das Genom an dieser Stelle präzise editiert werden. Die Effizienz präziser Editierung ist 

jedoch sehr niedrig im Vergleich zu unpräziser Reparatur. Um möglichst effizient neandertalisierte 

Stammzellen generieren zu können, wurden im Zuge dieser Doktorarbeit Methoden entwickelt, 

welche die präzise Genomeditierungseffizienz drastisch steigern. Zum einen wurde aus mehreren 

niedermolekularen Substanzen, welche mit Proteinen der DNA-Reparaturen interagieren, ein 

optimierter Mix entwickelt. Weiterhin konnte durch eine Mutation in einem zentralen 

Reparaturprotein die Effizienz für die Editierung eines einzelnen Gens auf 87% erhöht werden. 

Diese hohe Effizienz ermöglicht erstmals die präzise homozygote Editierung von vier Genen auf 

einmal in ein und derselben Zelle. 
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SUMMARY 

BACKGROUND 

Embryonic stem cells (ESCs) and induced pluripotent stem cells (iPSCs) are both pluripotent, i.e. 

they have the potential to differentiate into different cell types. While ESCs need to be initially 

extracted from the blastocycst, iPSCs can be generated from differentiated cells like fibroblast by 

expression of the four transcription factors Oct4, Sox2, Klf4, and c-Myc (Takahashi and 

Yamanaka, 2006; Robinton and Daley, 2012). It has been shown that human iPSCs (hiPCSs) can 

be differentiated into all three germ layers and specific cell types (Murry and Keller, 2008), 

including hematopoetic stem cells, cardiomyocytes, dopaminergic neurons, immature pancreatic 

cells, and new differentiation protocols are constantly developed. Also, hESCs and hiPSCs have 

been used to generate miniaturized simplified organs called organoids including but not limited to 

those resembling the brain, gut, kidney and pancreas (Kaushik et al., 2018). Consequently, hiPSCs 

are a valuable tool to model different cell types and hold great promise for personalized disease 

treatment as they can be used to convert patient derived hiPSCs into cell types the body has lost 

or is unable to produce due to disease. They are also useful for comparisons between species. For 

example, brain organoids have been used to identify developmental differences between humans 

and great apes (Mora-Bermudez et al., 2016). 

The genomes of the great apes and the genomes our closest extinct relatives, Neandertal and 

Denisovan, sequenced from DNA preserved in ancient bones allow us to infer what the genome of 

the last common ancestor of the modern human and those ancient humans looked like. The genetic 

changes acquired on the modern human lineage from this last common ancestor are what defines 

us as modern humans from a genomic perspective. With respect to the proteome, we differ by only 

96 amino acid changes in 87 proteins that became fixed among modern humans during the half 

million years since we share a common ancestor with Neandertals and Denisovans (Prüfer et al., 

2014). Genome editing techniques could be used to introduce such ancestral alleles and thus 

ancestralize hESCs or hiPSCs, which could then be differentiated into cell types or organoids of 

interest and thus allow investigation of molecular and cellular phenotypes of an extinct species. 

This could help elucidate what makes modern humans special by finding genetic causes or 

predispositions that in contrast to Neandertals allowed our species to successfully populate the 
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planet, live in complex societies, and constantly push for technical development. Unfortunately, 

state-of-the-art genome editing techniques are still not good enough to introduce many changes in 

the genome. Improvement of editing efficiencies is therefore a prerequisite to be able to study stem 

cells ancestralized for many alleles. It would obviously also be helpful in the study of any other 

biological phenomenon that relies on variants in multiple genes. 

In genome editing, nucleases are used to cut a cellular genomic target of interest. Cellular repair 

of the DNA double-strand break (DSB) can then result in the modification of the target. The most 

widely used targetable nucleases are Zinc Finger Nucleases (ZNFs), Transcription Activator-like 

Effector Nucleases (TALENs), and Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats 

Nucleases (CRISPR) (LaFountaine et al., 2015). ZNFs have three to six zinc finger protein 

domains that each recognize a specific three base pair sequence to bind the sequence of interest. 

TALENs consist of a series of four different TALE domains that can bind to guanine, adenine, 

cytosine, or thymine, respectively. While zinc finger protein domains or TALE domains are 

needed to guide the nuclease to the genomic sequence of interest, both ZNFs and TALENs are 

fused to a FokI domain that cleaves DNA if a FokI dimer is present. Thus, two closely spaced 

ZNFs or TALENs on opposite DNA strands are needed to introduce a DSB. In CRISPR Cas9 

editing the Cas9 nuclease is directed to the genomic target by a guide RNA (gRNA) which carries 

a 20-nt sequence complementary to the sequence of interest. In contrast to ZNFs and TALENs, 

where proteins bind to DNA to guide the nuclease to the target sequence, CRISPR uses RNA to 

bind the target DNA. Consequently, CRISPR-Cas9 genome editing is preferable over ZNFs and 

TALENs, because no protein needs to be designed and RNA can be chemically synthesized in a 

cost effective way. 

CRISPR is derived from bacteria and archea where they provide a form of acquired immunity 

against viruses. Bacterial genomes carry sequences of viral DNA from previous viral infections 

called ‘spacers’ which are a located in the CRISPR locus where they are separated by short 

repetitive sequences (Jiang and Marraffini, 2015). The CRISPR locus is transcribed and processed 

into pre-CRISPR RNA (pre-crRNA). Another short RNA called the trans-activating CRISPR RNA 

(tracRNA) hybridizes to the repetitive sequences in the pre-crRNA. RNase III cleavage then 

separates the crRNA/tracRNA hybrids that each now form a gRNA. Cas nuclease binds to the 

gRNA forming an active ribonucleoprotein that can cut DNA that is complementary to the spacer 
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sequence of the gRNA, if a protospacer adjacent motif (PAM) is present. Various prokaryotes have 

evolved many different CRISPR systems that are classified in six types based on cas gene content, 

mechanism of crRNA biogenesis and gRNA structure, as well as targeting mechanism (Makarova 

et al., 2018). The CRISPR system from S. pyogenes is relatively simple as only the Cas9 protein 

and a gRNA is needed for targeting of sequences adjacent to a PAM of the sequence NGG 

(Sapranauskas et al., 2011). Also, other comparably simple CRISPR enzymes like Cas12a (Cpf1) 

that rely on a TTTN PAM have been described (Zetsche et al., 2015). Such simple CRISPR 

systems can be used as tools outside of their original prokaryotic context for editing of genomes 

of yeast, plants, and animals, including humans (Cong et al., 2013; Khatodia et al., 2016). 

Unfortunately, Cas9 might also cut off-target sequences when only few mismatches to its on-target 

sequence are present. While mismatches distant from the PAM are more prone to allow off-target 

cleavage, mismatches in the 8-10 nt ‘seed region’ next to the PAM almost always block Cas9 

cleavage (Hsu et al., 2013). The Cas9 nuclease has two nuclease domains called HNH and RuvC. 

Inactivating one of those (D10A for RuvC, H840A for HNH) generates Cas9 enzymes that can 

only cleave one strand of the double stranded DNA. A single such Cas9 nickase only cuts one 

strand, but two close cuts on opposing DNA strands by two different Cas9 nickases produce a 

staggered DSB. Since it is very unlikely to have two off-target cuts in close proximity, and repair 

of potential off-target DNA nicks is very efficient and error-free, Cas9 double nicking can by 

employed to drastically reduce off-target DSBs (Shen et al., 2014). 

DSBs are repaired by three competing pathways; Non-homologous End Joining (NHEJ), its 

backup pathway alternative NHEJ often referred to as Microhomology-mediated end joining 

(MMEJ), and homology directed repair (HDR) that uses the intact homologous sister chromatid as 

template (Nussenzweig and Nussenzweig, 2007; Williams and Schumacher, 2016). When a 

targeted DNA DSB is introduced by CRISPR-Cas9 repair of the DSB can edit the genome at this 

position. While NHEJ and MMEJ are error-prone and can introduce insertions or deletions 

(indels), HDR can be hijacked to precisely introduce a mutation of interest by providing a 

homologous exogenous DNA donor which carries the desired mutation. In NHEJ, the DSB is 

bound by Ku70/80 and DNA-dependent protein kinase catalytic subunit (DNA-PKcs). 

Subsequently, DNA-PKcs phosphorylates itself and downstream repair proteins that are recruited 

to the DSB, which is then sealed by DNA ligase 4 after processing of the DNA ends (Shrivastav 
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et al., 2008). If NHEJ is compromised, MMEJ can act as a backup repair pathway (Sfeir and 

Symington, 2015). A prerequisite for HDR is 5’ resection of the DNA ends by the MRN 

(MRE11/RAD50/NBS1) complex, CtIP, and exonuclease 1, generating 3’ overhangs on both sides 

of the DSB. The overhangs are then coated and stabilized by RPA. Stimulated by BRCA2, RPA-

coated single stranded DNA forms of a RAD51 nucleoprotein filament that can bind a homologous 

DNA template. Following DNA synthesis by a polymerase this finally results in precisely repaired 

DNA as a crossover or non-crossover product (Shrivastav et al., 2008). Thus, HDR is competing 

with NHEJ and MMEJ and precise genome editing efficiencies, especially in hPSCs, are therefore 

usually low, ranging from 0.5-15% (Gonzalez et al., 2014; Yu et al., 2015). Consequently, precise 

HDR-dependent editing of more than one target gene has not yet been reported in animal cells. To 

overcome this, researches have tried to inhibit NHEJ to increase HDR efficiency but increases 

were at best moderate and the efficacy of inhibition of proteins involved in NHEJ by small 

molecules was inconsistent in the published literature (Greco et al., 2016). 

 

THESIS AIMS 

I aimed to develop methods to increase HDR efficiency to enable robust and efficient precise 

genome editing of a gene of interest and possibly simultaneous precise editing of multiple genes. 

In particular, these methods should allow future work that will revert nucleotide substitutions in 

genes that are fixed or almost fixed among present-day humans but occur in the ancestral, ape-like 

states in the Neandertal and Denisovan genomes back to their ancestral states. Obviously, such 

methods would also substantially reduce time and labor in many other areas of research. 
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RESULTS 

Chapter 1 

To increase HDR efficiency in CRISPR Cas9 genome editing, we tested the effect of 12 small 

molecules which target proteins of repair pathways on the efficiency of genome editing using Cas9 

nuclease editing or Cas9D10A double nickase editing. The DNA-PKcs inhibitor NU7026 

increased HDR for both Cas9 and Cas9D10A. Further, we found ATM-kinase activator 

Trichostatin A, inhibitor of Neddylation of CtIP MLN4924, and RPA-p53 interaction inhibitor 

NSC15520 to be enhancers of HDR with Cas9D10A. We then combined these compounds in the 

‘CRISPY mix’, which is comprised of NU7026 (20µM), Trichostatin A (0.01µM), MLN4924 

(0.5µM), NSC 15520 (5µM). The CRISPY mix achieves a 2.8-7.2-fold increase in HDR with 

Cas9D10A and 2.3-4-fold with Cas12a (Cpf1). This allows introduction of an intended nucleotide 

substitution in almost 50% of chromosomes and the introduction of a gene fragment encoding for 

a BFP in 27% of cells, the highest HDR efficiency in hiPSCs reported at the time of the study. 

CRISPY mix-treated edited cells had a normal karyotype and cell survival was only mildly reduced 

to 75%. Interestingly, the CRISPY mix increases HDR efficiency with staggered cuts and 5’ 

overhangs (Cas9D10A and Cpf1) but not blunt cuts (Cas9), which suggests that these two types 

of cuts engage different repair pathways. While it is effective in three human and one chimpanzee 

stem cell lines tested, components of the CRISPY mix do not always increase HDR in HEK293, 

K562, CD4+ T cells, CD34+ progenitor cells, or primary human epidermal keratinocytes, 

suggesting that the repair pathways used are cell-type specific. Thus, a screen of small molecules 

is needed to optimize HDR in each cell type. A related patent has been filed (EP 17 165 784.4 | 

PCT/EP2018/059173, pending). 
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Chapter 2 

In the study presented in chapter 1, inhibition of DNA-PKcs by NU7026 increased HDR efficiency 

moderately in most tested cell types regardless of the CRISPR enzyme used. Others showed that 

a lysine to arginine mutation at position 3753 in the DNA-PKcs protein increases homologous 

recombination in Chinese hamster ovary cells to 2- to 3-fold above those achieved when DNA-

PKcs was completely absent (Shrivastav et al., 2008). We thus introduced the K3753R DNA-PKcs 

mutation (KR) in a hiPSC line carrying doxycycline inducible Cas9D10A and compared editing 

efficiency of 14 different genes in cells expressing wildtype or mutated DNA-PKcs. The KR 

mutation increased HDR for all targeted genes between 1.6- and 6.8-fold (average 3.3-fold) 

reaching up to 81% HDR. For a few genes the majority of genome editing events were deletions 

with microhomologies. We used Cas9 instead of Cas9D10A to introduce different break patterns 

and possibly different tendencies for MMEJ. When using Cas9, MMEJ decreased for all three 

genes and HDR could be drastically increased for two of them resulting in up to 87% HDR – the 

highest HDR efficiency described to date in animal cells. The HDR increase by KR mutation is 

independent of cell type (hiPSCs, HEK293, K562) and CRISPR enzyme used (Cas9D10A, Cas9, 

Cpf1). For simultaneous edits of three genes, a third of single cell-derived colonies carried the 

intended edits on all six chromosomes, and simultaneous editing of up to four genes (eight 

chromosomes) could be achieved in 6% of colonies. Cell survival decreased with number of genes 

targeted. The number of translocations per metaphase after bleomycin treatment, which introduces 

random DSBs, is not increased in KR cells (8% wildtype vs. 4% KR). Also, cells grown for three 

months with the KR mutation have a normal karyotype. We further determined the mutation rate 

of cells expressing DNA-PKcs wildtype or KR by whole genome sequencing of the DNA-PKcs 

wildtype ancestor cell line, the descendent cell line with the KR mutation, and triple edit clone of 

the KR line. The number of mutations fixed per passage in the genome is 21 in wildtype cells and 

7 in KR cells. Importantly, we thus show that genome stability is not compromised and is 

potentially even better in KR cells. 

Finally, we show that a novel DNA-PKcs inhibitor M3814 enhances HDR to an extent similar to 

the KR mutation in hiPSCs and K562 cells, and thus allows transient almost absolute HDR of 

CRISPR-induced DSB. Two related patents have been filed (EP 17 203 591.7, EP 18 215 071.4 | 

PCT/EP2018/059173, pending). 
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CONCLUSIONS AND OUTLOOK 

I have achieved a drastic increase in precise genome editing efficiency by supplying the targeted 

cell with small molecules that enhance HDR and block competing repair pathways. I further 

accomplished the simultaneous precise editing of up to four genes when the key repair protein 

DNA-PKcs is mutated in the active site. In recent collaborations, I have used these methods to 

ancestralize 27 genes in stem cells. In most cases these were single gene edits. In future projects, 

successfully ancestralized hPSCs will be used for comparative analysis of human and ancestralized 

cells after differentiation into a variety of cell types and in organoids. Further exciting applications 

that could benefit from my methods are high-throughput genome-wide-association-screen 

validation of medically important alleles, disease modelling and drug screens, and simplified 

production of tailor-made animal models. In the future, I strive to develop methods to increase 

efficiencies of multiplexed precise genome editing even further to allow us to generate a hPSC 

line ancestralized for the whole proteome. 
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ZUSAMMENFASSUNG 

HINTERGRUND 

Embryonale Stammzellen (ESCs) und induzierte pluripotente Stammzellen (iPSCs) haben das 

Potenzial in verschiedene Zelltypen zu differenzieren. Während ESCs zunächst aus der 

Blastozyste extrahiert werden müssen, können iPSCs aus differenzierten Zellen wie Fibroblasten 

durch Expression der vier Transkriptionsfaktoren Oct4, Sox2, Klf4 und c-Myc erzeugt werden 

(Takahashi und Yamanaka, 2006; Robinton und Daley, 2012). Humane iPSCs (hiPCSs) können in 

alle drei Keimschichten, aber auch spezifische Zelltypen, einschließlich hämatopoetischer 

Stammzellen, Kardiomyozyten, dopaminerger Neuronen und unreifer Pankreaszellen, 

differenziert werden (Murry und Keller, 2008). Außerdem können aus hESCs und hiPSCs 

miniaturisierte vereinfachte Organe, sogenannte Organoide, die beispielsweise Gehirn, Darm, 

Niere oder Bauchspeicheldrüse ähneln, erzeugt werden (Kaushik et al., 2018). Auch können von 

Patienten stammende hiPSCs in Zelltypen umgewandelt werden, die aufgrund einer Krankheit 

abgestorben sind oder nicht mehr produziert werden können. Weiterhin können Stammzellen für 

Vergleichsstudien zwischen Arten genutzt werden. Beispielsweise wurden Gehirnorganoide 

verwendet, um Entwicklungsunterschiede zwischen Menschen und Menschenaffen zu 

identifizieren (Mora-Bermudez et al., 2016). 

Die Genome der Menschenaffen und die Genome unserer nächsten ausgestorbenen Verwandten, 

Neandertaler und Denisovaner, welche aus in alten Knochen konservierter DNA sequenziert 

wurden, lassen auf das Genom des letzten gemeinsamen Vorfahren des modernen Menschen und 

dieser Urmenschen schließen. Die genetischen Veränderungen, die sich seit diesem letzten 

gemeinsamen Vorfahren auf der Evolutionslinie des modernen Menschen angereichert haben, sind 

die genetische Grundlage der Eigenschaften des modernen Menschen. Dabei unterscheiden wir 

uns in Bezug auf das Proteom nur durch 96 Aminosäureveränderungen in 87 Proteinen, die 

während der halben Million Jahre, seit wir einen gemeinsamen Vorfahren mit Neandertalern und 

Denisovanern haben, beim modernen Menschen fixiert wurden (Prüfer et al., 2014). Solche 

anzestralen Allele könnten durch Genomeditierungstechniken in hESCs oder hiPSCs eingefügt 

werden. Diese anzestralisierten Stammzellen könnten dann in gewünschte Zelltypen oder 

Organoide differenziert werden und somit die Untersuchung molekularer und zellulärer 
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Phänotypen einer ausgestorbenen Spezies ermöglichen. Eventuell könnten so genetische Ursachen 

oder Veranlagungen gefunden werden, die es unserer Spezies im Gegensatz zu Neandertalern 

ermöglichten, den Planeten erfolgreich zu bevölkern, in komplexen Gesellschaften zu leben und 

ständig auf technische Entwicklung zu drängen. Vorhandene Methoden zur Genomeditierung sind 

immer noch nicht effizient genug, um mehrere Veränderungen im Genom einzufügen. Die 

Erhöhung der Editierungseffizienz ist daher eine Grundvoraussetzung, um Stammzellen 

untersuchen zu können, die für viele Allele anzestralisiert wurden. Auch andere biologische 

Phänomene, die auf Veränderungen in mehreren Genen beruhen, könnten mit Hilfe solcher 

verbesserter Methoden untersucht werden. 

Bei der Genomeditierung werden mit Hilfe von Nukleasen zielgerichtet gewünschte zelluläre 

Genomsequenzen geschnitten. Die zelluläre Reparatur des DNA-Doppelstrangbruchs (DSB) kann 

dann zur Modifikation der Zielsequenz führen. Die am häufigsten verwendeten zielgerichteten 

Nukleasen sind Zinkfinger-Nukleasen (ZNFs), Transkriptionsaktivator-ähnliche Effektor-

Nukleasen (TALENs) und Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats Nukleasen 

(CRISPR) (LaFountaine et al., 2015). ZNFs haben drei bis sechs Zinkfingerproteindomänen, die 

jeweils eine spezifische Sequenz mit drei Basenpaaren erkennen, um die Zielsequenz zu binden. 

TALENs bestehen aus einer Reihe von vier verschiedenen TALE-Domänen, die an Guanin, 

Adenin, Cytosin bzw. Thymin binden können. Während Zinkfingerproteindomänen oder TALE-

Domänen benötigt werden, um die Nuklease zur Zielsequenz zu führen, werden sowohl ZNFs als 

auch TALENs an eine FokI-Domäne fusioniert, die nur DNA schneiden kann, wenn ein FokI-

Dimer vorhanden ist. Um einen DSB zu generieren, werden daher zwei eng beieinander liegende 

ZNFs oder TALENs auf gegenüberliegenden DNA-Strängen benötigt. Bei CRISPR-Cas9 wird die 

Cas9-Nuklease durch eine guide-RNA (gRNA), die eine zur Zielsequenz komplementäre 20-nt-

Sequenz trägt, zur genomischen Zielsequenz geführt. Bei ZNFs und TALENs wird die DNA-

Zielsequenz durch Proteininteraktion gebunden, während bei CRISPR die Interaktion durch RNA 

erfolgt. Folglich ist CRISPR-Cas9 den ZNFs und TALENs vorzuziehen, da kein Protein hergestellt 

werden muss und RNA auf kostengünstige Weise chemisch synthetisiert werden kann.  

CRISPR kommt ursprünglich aus Bakterien und Archaeen, in denen es eine Form der erworbenen 

Immunität gegen Viren darstellt. Bakteriengenome tragen Sequenzen viraler DNA aus früheren 

Virusinfektionen, die als "Spacer" bezeichnet werden und sich im CRISPR-Locus befinden, wo 
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sie durch kurze repetitive Sequenzen getrennt sind (Jiang und Marraffini, 2015). Der CRISPR-

Locus wird transkribiert und zu pre-CRISPR-RNA (pre-crRNA) weiterverarbeitet. Eine andere 

kurze RNA, die als transaktivierende CRISPR-RNA (tracRNA) bezeichnet wird, hybridisiert mit 

den repetitiven Sequenzen in der pre-crRNA. Nachfolgender Verdau durch RNase III trennt dann 

die crRNA/tracRNA-Hybride, die jeweils eine gRNA bilden. Die Cas-Nuklease bindet an die 

gRNA und bildet so ein aktives Ribonukleoprotein, das die zur Spacersequenz der gRNA 

komplementäre DNA schneiden kann. Zusätzlich muss die zu schneidende Sequenz an ein kurzes 

Protospacer-Nachbarmotiv (PAM) angrenzen. Unter den Prokaryoten gibt es viele verschiedene 

CRISPR-Systeme, die basierend auf den cas-Genen, dem Mechanismus der crRNA-Biogenese 

und der gRNA-Struktur sowie dem Targeting-Mechanismus in sechs Typen eingeteilt werden 

(Makarova et al., 2018). Das CRISPR-System von S. pyogenes ist relativ einfach aufgebaut, da 

nur das Cas9-Protein und eine gRNA zum Finden der Zielsequenz benötigt wird, die an eine PAM 

der Sequenz NGG angrenzt (Sapranauskas et al., 2011). Außerdem wurden andere vergleichsweise 

einfache CRISPR-Enzyme wie Cas12a (Cpf1) beschrieben, die eine TTTN-PAM benötigen 

(Zetsche et al., 2015). Solche einfachen CRISPR-Systeme können als Werkzeuge außerhalb ihres 

ursprünglichen prokaryotischen Kontexts zur Genomeditierung von Hefen, Pflanzen und Tieren, 

einschließlich Menschen, verwendet werden (Cong et al., 2013; Khatodia et al., 2016). 

Cas9 kann aber auch ungewünschte Sequenzen (Off-Target) schneiden, die der Zielsequenz sehr 

ähnlich sind. Sequenzen mit Basenfehlpaarungen distal zur PAM sind besonders anfällig für 

unerwünschtes Schneiden durch Cas9, während Fehlpaarungen in der Nähe der PAM einen 

falschen Schnitt meist verhindern (Hsu et al., 2013). Die Cas9-Nuklease hat zwei Nuklease-

Domänen, die als HNH und RuvC bezeichnet werden. Die Inaktivierung einer dieser Domänen 

(D10A für RuvC, H840A für HNH) erzeugt Cas9-Enzyme, die nur einen Strang der 

doppelsträngigen DNA schneiden können. Eine einzelne solche Cas9-Nickase schneidet nur einen 

Strang, aber zwei nahe liegende Schnitte auf gegenüberliegenden DNA-Strängen durch zwei 

verschiedene Cas9-Nickasen erzeugen einen DSB mit DNA-Überhängen. Da es sehr 

unwahrscheinlich ist, dass zwei Schnitte außerhalb der Zielsequenz in unmittelbarer Nähe 

auftreten und die Reparatur potenzieller DNA-Einzelsstrangschnitte außerhalb des Ziels sehr 

effizient und fehlerfrei ist, kann das doppelte Einzelstrangschneiden durch Cas9-Nickasen 

unerwünschte DSB außerhalb der Zielsequenz drastisch reduzieren (Shen et al ., 2014). 
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DSB werden von der Zelle durch drei konkurrierende Reparaturwege geschlossen; non-

homologous end joining (NHEJ), dessen Ersatz alternatives NHEJ, das häufig als microhomology-

mediated end joining (MMEJ) bezeichnet wird, und homology directed repair (HDR), bei der das 

intakte homologe Schwesterchromatid als Vorlage verwendet wird (Nussenzweig und 

Nussenzweig, 2007; Williams und Schumacher, 2016). Wenn ein gezielter DSB durch CRISPR-

Cas9 eingefügt wird, kann die Reparatur des DSB das Genom an dieser Position modifizieren. 

Während NHEJ und MMEJ fehleranfällig sind und Insertionen oder Deletionen (Indels) einfügen 

können, kann HDR ausgenutzt werden, um eine Zielmutation präzise einzufügen, indem ein 

homologer exogener DNA-Donor mit der gewünschten Mutation bereitgestellt wird. Bei NHEJ 

wird der DSB durch Ku70 80 und DNA-dependent protein kinase catalytic subunit (DNA-PKcs) 

gebunden. Anschließend phosphoryliert DNA-PKcs sich selbst und nachgeschaltete 

Reparaturproteine, die zum DSB rekrutiert werden, der dann durch DNA Ligase 4 geschlossen 

wird (Shrivastav et al., 2008). Wenn NHEJ blockiert ist, kann MMEJ als 

Ersatzreparaturmechanismus fungieren (Sfeir und Symington, 2015). Voraussetzung für HDR ist 

die 5'-Resektion der DNA-Enden durch den MRN-Komplex (MRE11/RAD50/NBS1), CtIP, und 

Exonuklease 1, wodurch auf beiden Seiten des DSB 3'-Überhänge entstehen. Die Überhänge 

werden dann durch RPA gebunden und stabilisiert. Durch BRCA2 stimuliert bildet die mit RPA 

beladene einzelsträngige DNA ein RAD51-Nukleoproteinfilament, das eine homologe DNA-

Matrize binden kann. Nach der DNA-Synthese durch eine Polymerase führt dies schließlich zu 

präzise reparierter DNA als Crossover- oder Nicht-Crossover-Produkt (Shrivastav et al., 2008). 

Durch die Konkurrenz von HDR mit NHEJ und MMEJ ist die präzise Genomeditierungseffizienz 

durch HDR normalerweise gering und liegt zwischen 0,5 und 15% in hPSCs (Gonzalez et al., 

2014; Yu et al., 2015). Folglich konnte nie mehr als ein Zielgen durch präzise HDR abhängige 

Genomeditierung in Tierzellen verändert werden. Um die HDR-Effizienz zu steigern, wurde z.B. 

versucht, NHEJ durch niedermolekulare Substanzen zu blockieren. Die HDR-Steigerung war 

jedoch nur mäßig und in verschiedenen Studien nicht klar reproduzierbar (Greco et al., 2016). 
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ZIELE DER DISSERTATION 

Ziel dieser Arbeit war es, Methoden zu entwickeln, um die HDR-Effizienz bei der 

Genomeditierung zu steigern. Dabei wollte ich die robuste und effiziente präzise Editierung eines 

Zielgens und möglicherweise das gleichzeitige präzise Editieren mehrerer Zielgene erreichen. 

Insbesondere sollen diese Methoden zukünftige Arbeiten ermöglichen, bei denen Mutationen, die 

beim heutigen Menschen fixiert oder fast fixiert sind, aber im menschenaffenähnlichen Zustand in 

Neandertaler- und Denisovaner-Genomen vorkommen, wieder anzestralisiert und dann auf 

zellulärer Ebene verglichen werden können. Effizientere Methoden zur präzisen CRISPR-

Genomeditierung würden auch in vielen anderen Forschungsbereichen von großem Nutzen sein. 

 

ERGEBNISSE 

Kapitel 1 

Um die HDR-Effizienz bei der CRISPR-Cas9 Genomeditierung zu erhöhen, haben wir die 

Wirkung von 12 niedermolekularen Substanzen, die mit Proteinen aus Reparaturwegen 

interagieren, auf die Genomeditierungseffizienz mit Hilfe der Cas9-Nuklease oder der Cas9D10A-

Doppel-Nickase getestet. Der DNA-PKcs-Inhibitor NU7026 steigerte die HDR sowohl für Cas9 

als auch für Cas9D10A. Weiter fanden wir, dass der ATM-Kinase-Aktivator Trichostatin A, 

Inhibitor der Neddylierung von CtIP MLN4924, und der RPA-p53-Interaktionsinhibitor 

NSC15520 die HDR mit Cas9D10A steigern. Wir haben diese Substanzen dann im „CRISPY-

Mix“ kombiniert, das aus NU7026 (20 µM), Trichostatin A (0,01 µM), MLN4924 (0,5 µM), NSC 

15520 (5 µM) besteht. Der CRISPY-Mix erzielt mit Cas9D10A einen 2,8- bis 7,2 -fachen Anstieg 

der HDR und mit Cas12a (Cpf1) einen 2,3- bis 4 -fachen Anstieg. Dies ermöglicht die Einführung 

einer gewünschten Nukleotidsubstitution in fast 50% der Chromosomen und die Einführung eines 

Genfragments, das für ein fluoreszierendes Protein kodiert, in 27% der Zellen. Dies war zum 

Zeitpunkt der Studienveröffentlichung die höchste beschriebene HDR-Effizienz in hiPSCs. Mit 

CRISPY-Mix behandelte editierte Zellen hatten einen normalen Karyotyp und das Zellüberleben 

war nur geringfügig auf 75% reduziert. Interessanterweise erhöht der CRISPY-Mix die HDR-

Effizienz bei DSB mit 5‘-DNA-Überhängen (Cas9D10A und Cpf1), jedoch nicht bei DSB ohne 
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Überhänge (Cas9). Dies deutet darauf hin, dass diese beiden Schnittarten unterschiedliche 

Reparaturwege aufweisen. Während der CRISPY-Mix in drei getesteten humanen und einer 

Schimpansen-Stammzelllinie wirksam ist, erhöhen dessen Komponenten nicht immer die HDR in 

HEK293-, K562-, CD4 + T-Zellen, CD34 + -Vorläuferzellen und primären humanen epidermalen 

Keratinozyten, was darauf hindeutet, dass die verwendeten Reparaturwege zelltypspezifisch sind. 

Um die HDR in einem gewünschten Zelltyp zu optimieren, ist daher ein dem Zelltyp 

entsprechendes Screening niedermolekularer Substanzen zu empfehlen. Im Zusammenhang mit 

dieser Studie wurde ein entsprechendes Patent angemeldet (EP 17 165 784.4 | PCT / EP2018 / 

059173, ausstehend). 

 

Kapitel 2 

In der in Kapitel 1 vorgestellten Studie erhöhte die Inhibition von DNA-PKcs durch NU7026 die 

HDR-Effizienz in den meisten getesteten Zelltypen unabhängig vom verwendeten CRISPR-

Enzym moderat. Andere Forscher zeigten, dass eine Mutation von Lysin zu Arginin an Position 

3753 im DNA-PKcs-Protein die homologe Rekombination in Ovarialzellen des chinesischen 

Hamsters auf das 2- bis 3-fache über jene Effizienz erhöht, die erreicht wurde, wenn DNA-PKcs 

vollständig fehlt (Shrivastav et al., 2008). Wir fügten daher die K3753R-DNA-PKcs-Mutation 

(KR) in eine hiPSC-Linie ein, die Doxycyclin-induzierbares Cas9D10A trägt und verglichen die 

Editiereffizienz von 14 verschiedenen Genen in Zellen, die Wildtyp- oder mutiertes DNA-PKcs 

exprimieren. Die KR-Mutation erhöhte die HDR für alle Zielgene 1,6- bis 6,8 -fach 

(durchschnittlich 3,3 -fach) und erreichte bis zu 81% HDR. Bei einigen Genen waren die meisten 

DSB-Reparaturereignisse Deletionen mit Mikrohomologien. Daher haben wir Cas9 anstelle von 

Cas9D10A verwendet, um unterschiedliche DNA-Bruchmuster und möglicherweise 

unterschiedliche Tendenzen für MMEJ einzuführen. Bei Verwendung von Cas9 verringerte sich 

MMEJ für alle drei Gene und HDR konnte für zwei von ihnen drastisch erhöht werden, was zu 

einer HDR von bis zu 87% führte - der höchsten HDR-Effizienz, die bisher in tierischen Zellen 

beschrieben wurde. Die HDR-Steigerung durch die KR-Mutation ist unabhängig vom Zelltyp 

(hiPSCs, HEK293, K562) und dem verwendeten CRISPR-Enzym (Cas9D10A, Cas9, Cpf1). Nach 

gleichzeitiger Editierung von drei Genen trug ein Drittel der von Einzelzellen abgeleiteten 

Zellkolonien die beabsichtigten Mutationen auf allen sechs Chromosomen. Bei 6% der 
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Zellkolonien konnten eine gleichzeitige Editierung von bis zu vier Genen (acht Chromosomen) 

erreicht werden. Das Zellüberleben nahm mit der Anzahl der gleichzeitig editierten Gene ab. Die 

Anzahl der chromosomalen Translokationen pro Metaphase nach Bleomycin-Behandlung, die 

zufällige DSBs einfügt, ist in KR-Zellen nicht erhöht (8% Wildtyp gegenüber 4% KR). Außerdem 

behalten Zellen einen normalen Karyotyp, nachdem sie drei Monate lang mutiertes DNA-PKcs 

exprimiert haben. Ferner haben wir die Mutationsrate von Zellen, die DNA-PKcs-Wildtyp oder 

KR exprimieren, durch Sequenzierung des vollständigen Genoms der DNA-PKcs-Wildtyp-

Vorläuferzelllinie, der daraus abgeleiteten Zelllinie mit der KR-Mutation und des 

Dreifacheditierungs-Klons der KR-Linie bestimmt. Die Anzahl der pro Passage im Genom 

fixierten Mutationen beträgt 21 in Wildtypzellen und 7 in KR-Zellen. Somit haben wir gezeigt, 

dass die Genomstabilität in KR-Zellen nicht beeinträchtigt und möglicherweise sogar verbessert 

ist. 

Schließlich zeigen wir, dass der neuartige DNA-PKcs-Inhibitor M3814 transient eine nahezu 

absolute HDR von CRISPR-induziertem DSB ermöglicht, da er HDR in einem ähnlichen Ausmaß 

wie die KR-Mutation in hiPSCs und K562-Zellen steigert. Im Zusammenhang mit dieser Studie 

wurden zwei entsprechende Patente angemeldet (EP 17 203 591.7, EP 18 215 071.4 | PCT / 

EP2018 / 059173, ausstehend). 
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SCHLUSSFOLGERUNGEN UND AUSBLICK 

Durch einen Mix aus niedermolekularen Substanzen, welche die HDR aktivieren und 

konkurrierende Reparaturwege in der Zelle blockieren, konnte ich die präzise 

Genomeditierungseffizienz drastisch steigern. Weiterhin konnte ich durch eine Mutation im 

aktiven Zentrum des Schlüsselreparaturproteins DNA-PKcs die gleichzeitige präzise Editierung 

von bis zu vier Zielgenen erreichen. Im Zuge dieser Arbeit und laufender Kooperationen habe ich 

mit Hilfe dieser Methoden 27 Gene in Stammzellen anzestralisiert. In den meisten Fällen handelte 

es sich um einzelne Genänderungen. In zukünftigen Projekten sollen erfolgreich anzestralisierte 

hPSCs zur vergleichenden Analyse von menschlichen und anzestralisierten Zellen nach 

Differenzierung in verschiedene Zelltypen und in Organoide verwendet werden. Weiterhin 

könnten die genomweite Assoziations-Screening-Validierung von medizinisch wichtigen Allelen, 

die Modellierung von Krankheiten und Wirkstoff-Screenings sowie die vereinfachte Erstellung 

maßgeschneiderter Tiermodelle von meinen Methoden profitieren. In Zukunft werde ich 

versuchen, die Effizienz der gleichzeitigen präzisen Genomeditierung noch weiter zu steigern, um 

beispielsweise eine für das gesamte Proteom anzestralisierte hPSC-Linie zu generieren. 
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