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Weisheit erwerben ist besser als Gold und Einsicht erwerben edler als Silber.
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1 Einleitung

1.1 Die innerste Schicht aller Blutgefäße: das Endothel

Alle Blutgefäße bestehen aus mehreren Zellschichten. Dem Blutstrom zugewandt (luminal)

liegt die einzell ige Schicht des Endothels. Das Endothel kann als Organ betrachtet werden,

welches beim erwachsenen Menschen eine Zelloberfläche von 700-1000 m² umfaßt. Das

Gewicht aller Endothelzellen des Körpers entspricht dem der Leber [1]. Eine Basallamina

grenzt das Endothel gegen die anderen Zellen des Gefäßes ab. In mikrovaskulären Gefäßen ist

der Basallamina eine Schicht aus Perizyten aufgelagert. Perizyten sind kontraktile

Bindegewebszellen, die den Querschnitt der Kapillaren regulieren [2] und den Stoffaustausch

zwischen Blut und umgebendem Gewebe fördern [3]. In makrovaskulären Gefäßen folgen auf

die Basallamina eine oder mehrere Muskelzellschichten [4], die primär der Regulation und

Erhaltung des Gefäßdurchmessers dienen.

Abbildung 1.1: Gefäßquerschnitt einer kleinen Arterie

Die Endothelzellen (A) kleiden die Blutgefäße von innen aus, die sich anschließende
Basallamina (B) wird von Muskelzellen (C) umgeben. Die Erythrozyten (D) fließen ohne an
die Gefäßwände zu stoßen im Axialstrom in der Gefäßmitte [5].

A
D

C

B
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Die Funktion des Endothels differiert entsprechend seiner Lokalisation in der Strombahn,

einige Charakteristika sind jedoch allgemein gültig. So müssen Endothelzellen stets den

Austritt von Blut aus den Gefäßen verhindern (Barrierefunktion) und trotzdem den gezielten

Stoffaustausch zwischen Blut und Körperzellen ermöglichen. Die Barrierefunktion beruht auf

den Verbindungen einzelner Endothelzellen [6], welche die interzellulären Räume dicht gegen

das Blut und Blutbestandteile verschließen. Ihre Anzahl bestimmt die Undurchlässigkeit des

Endothels. In Bereichen ohne „tight junctions“ befinden sich im Interzellularraum ca.4 nm

breite, wassergefüllte Poren, in denen Wasser und Elektrolyte aus dem Blut durch das

Endothel diffundieren können. Da die luminale Oberfläche der Endothelzellen überwiegend

negativ geladen ist, gelangen auf diesem Weg primär Kationen durch das Endothel [7].

Der Blutdruck eines Gefäßes wird unter anderem durch den Gefäßwiderstand bestimmt. In

Widerstandsgefäßen wird der Gefäßdurchmesser durch die Kontraktion oder Relaxation der

Muskulatur eingestellt, die das Gefäß umgibt. In mikrovaskulären Gefäßen reguliert die

Kontraktion oder Relaxation der Perizyten [2] gemeinsam mit den vorgeschalteten Gefäßen

des Kapil larsystems den lokalen Blutdruck [4].

Der Gefäßwiderstand wird wesentlich durch die Aktivität des Endothels bestimmt, das durch

die Produktion von Stickstoffmonoxid [8, 9] und Prostazyklin [10] die Relaxation

(Vasodilation) und durch die Synthese von Angiontensin II und Endothelin die Kontraktion

(Vasokontraktion) der Gefäße steuert.

Das Endothel sorgt auch für einen ungehinderten Blutfluß, indem es durch die Abgabe von

Heparin [11] und Protein-C [12] die Blutgerinnung hemmt. Endotheliales Stickstoffmonoxid

(NO) und Prostazyklin verhindern ebenfalls die Blutgerinnung, indem sie die Aggregation

von Blutplättchen hemmen.
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1.2 Oxidativer Streß führ t zu Endotheldysfunktion und

verursacht Gefäßkomplikationen

Akuter und chronischer oxidativer Streß auf das Endothel ist eine wichtige Ursache der

endothelialen Dysfunktion wie z.B. eine verändert endotheliale Relaxation [13], eine erhöhte

Permeabil ität [14] oder eine erhöhte endothelialen Adhäsion für Leukozyten [14].

Darüberhinaus spielt es eine entscheidende Rolle in der Pathophysiologie von verschiedenen

Gefäßkrankheiten wie z.B. Athereosklerose, Diabetes mellitus oder Bluthochdruck.

Dabei kann der oxidative Streß eine Vielzahl von Quellen haben. Bei Diabetes mell itus

kommt es zu einer Hyperglykämie, die durch autooxidative Glycosilierung zur

Quervernetzung von Proteinen führt, den sogenanten „advanced glycosylated endproducts“

(AGE) [15, 16]. Sowohl bei diesen Reaktionen als auch von den AGE selbst können

Sauerstoffradikale den „reactive oxygen spezies“ (ROS) generiert werden. Aber auch

„oxidised low density lipoproteins" (ox LDL) [17, 18], erhöhte Strömungsturbulenzen durch

Bluthochdruck [19], oder Tabakkonsum [20] führen zu oxidativen Streß.

ROS sind Sauerstoffverbindungen in denen der Sauerstoff nicht vollständig reduziert ist wie

z.B. Superoxidanion (Hyperoxid) (O2
-.), Wasserstoffperoxid (H2O2) oder Hydroxylradikale

(OH.) [19, 21, 22]. ROS können verschieden Funktionen ausüben, sie dienen unter anderem

als Signalmoleküle und stimulieren zelluläre Aktivitäten von der Cytokinsekretion bis hin zur

Zellproliferation. Bei höheren Konzentrationen verursachen sie aber Zellschädigungen und

können den Zelltod einleiten [14].

Bei vermehrter Bildung von ROS, kommte es zur Schädigung des Endothels und zur

Veränderung der Intima [3]. Dadurch wird die Bildung von Plaques und die Adhäsion von

Thrombozyten an der Gefäßwand gefördert [3]. Diese sklerotischen Beete haben eine

Verengung des Gefäßes zufolge, was zu einem erhöhten Gefäßwiderstand und

kompensatorisch zu einer Blutdruckerhöhung führt. Auch werden die dahinterliegenden

Gewebeteile schlechter durchblutet und können absterben, was zu mikrovaskulären

Komplikationen wie einem Raucherbein oder einem Diabetiker Fuß führen kann. Zusätzlich

besteht die große Gefahr, daß sich Thromben bilden, bzw. gebildete Thromben abreißen und

zur Verstopfung eines Gefäßes führen. Als Folge kann es zu einem Herzinfarkt, Schlaganfall

oder einer Embolie kommen.
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1.3 Der Zelltod: Apoptose oder Nekrose

Die Apoptose beschreibt Vorgänge bei dem programmierten Zelltod. Der Begriff „Apoptose“

wurde das erste Mal von Kerr, Wyllie und Currie bei Beobachtungen an toxinbehandelten

Leberzellen geprägt [23, 24]. Dieser Begriff ist dem Griechischen entlehnt und meint

Ursprünglich das Herabfallen der Blätter von den Bäumen.

Die Apoptose ist nicht nur in der embryonalen Entwicklung von Bedeutung, sie spielt auch

bei der Erhaltung der Gewebshomöostase eine große Rolle [23]. Apoptose ist durch eine

Vielzahl von morphologischen Veränderungen definiert. Diese Veränderungen umfassen das

Schrumpfen der Zelle und die Kondensation des Chromatins, das zumeist in der Peripherie

des Zellkerns aggregiert. Die DNA wird durch Endonukleasen zwischen den Nukleosomen

charakteristisch gespalten. Dies führt zum Entstehen von DNA-Stücken mit einer Länge von

200 Basenpaaren und ganzzahligen Vielfachen davon (DNA-Leiter). Die

Zellmembranstabilität geht verloren, und Ausstülpungen der Zelle (Zeiose) werden

beobachtet. Schließlich werden membranumschlossene Säckchen abgeschnürt (Blebbing), die

als apoptotische Körperchen bezeichnet werden. Parallel dazu wird die Exposition von

Phosphatidylserin auf der Zelloberfläche beobachtet, die zu einem Verlust der

Membranasymmetrie führt. Anschließend werden die apoptotischen Körperchen von

Fresszellen und den Nachbarzellen aufgenommen [23].

Im Gegensatz dazu ist die Nekrose durch ein Anschwellen der Zelle (Oncose) charakterisiert.

Dies führt zum Reißen der Plasmamembran und zur Freisetzung des Inhalts des Zytosols und

von Zellorganellen in den interzellulären Raum. Als Folge kommt es zu einer

inflammatorischen Reaktion mit einhergehenden Gewebeschädigungen, in der sich die

Nekrose ausbreitet. In vitro können apoptotische Körperchen nicht von Fress- und

Nachbarzellen aufgenommen werde, sodaß sie reißen und sekundär nekrotisch werden [25].

In Abbildung 1.2 ist der morphologische Unterschied zwischen Apoptose und Nekrose

dargestellt.

Obwohl lange Zeit Apoptose und Nekrose als zwei vollständig verschiedene Vorgänge

betrachtet wurden, wird heute angenomen, daß die beiden Formen des Zelltodes zwei

Endpunkte eines Vorganges darstellen. Verschieden Beobachtungen bestätigen diese Ansicht.

Dasselbe Toxin kann sowohl Nekrose, als auch bei einer subnekrotischen Konzentration

Apoptose auslösen [25, 26, 27]. Wird die Apoptose durch Caspaseinhibitoren unterbunden,

kommt es zur Nekrose [25, 28, 29]. Darüberhinaus spielt die mitochondriale
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Abbildung 1.2 Morphologischer Unterschied zwischen Apoptose und Nekrose

Bei der Nekrose schwil lt die Zelle an, es bilden sich Löcher in der Zellmembran, das
Zytoplasma fließt aus, und es kommt zu einer Entzündungsreaktion. Die Apoptose ist die
häufigste Form des Zelltods im Organismus. Die Zellen zeigen zunächst wilde Bewegungen,
dann wirft die Zelle verpackte Bläschen, der Zellkernzerreißt, das Cromatin kondensiert und
die Reste der Zellen werden sehr schnell von Fresszellen oder kannibalischen Nachbarzellen
aufgenommen. Es kommt nicht zu einer Entzündungsreaktion. Graphik von Krammer [23].

Permeabil itätstransition (PT), die zu einer Erniedrigung des mitochondrialem

Membranpotentials (∆ΨM) führt, sowohl bei der Nekrose als auch bei der Apoptose eine

entscheidende Rolle [25, 26, 30]. Auch können typische apoptotische Merkmale wie die

DNA-Leiter auch während der Nekrose vorkommen [25, 29, 31]. Die Beobachtungen führen

zu der Vermutung, daß während der Apoptose und Nekrose verschiedene Reize über „ private“

Signalwege zu der Induktion der PT führen. Abhängig von der Stärke und Dauer der

induzierten PT kommt es entweder zur Apoptose oder zur Nekrose. Bei der Nekrose führt

eine massive PT zu einem schnellen Verlust von ATP und NAD(P)H2. Als Folge kommt es

zur bioenergetischen Katastrophe, einer starken Veränderung des Redoxpotentials und zum

Permeabil isieren der Zellmembran. Im Gegensatz dazu kommt es bei der Apoptose zu einer

schwachen PT, bei der sich die ATP Konzentration nicht drastisch verändert, aber

Cytochrom-c austritt und die Caspasekaskade aktiviert. Es kommt zur Fragmentierung des

Cytoskletts und der DNA, dabei bilden sich apoptotische Körperchen die in vivo von

Makrophagen und Nachbarzellen einverleibt werden.

Apoptose

Nekrose



Ox i dat i v er  St r e ß  i n d u z i e r t e  A p o p t o s e  i n  E n d o t h e l z e l l en

      12

1.4 Oxidativer Streß induzier t Apoptose

Die Vorgänge während der Apoptose werden in drei unterschiedliche Phasen unterteilt. In der

Induktionsphase der Apoptose können verschiedene Reize über spezifische Signalwege die

Effektorphase auslösen. Ab dort läuft ein gemeinsamer Signalweg ab, der ab Erreichen der

Degradationsphase nicht mehr umkehrbar ist. Da die Ursachen oxidativer Streßfaktoren

unterschiedlich sind, können sie sowohl getrennt über spezifische Signalwege als auch

synergistisch zur Induktion der Apoptose führen.

Abbildung 1.3 Induktion der Apoptose in drei Phasen

In der Induktionsphase führen verschiedene den Zelltod induzierende Reize über spezifische
Signalwege zur Induktion der PT. Die PT ist der erste gemeinsame Schritt des Signalwegs
und markiert den Beginn der Effektorphase; dabei gelangen die Apoptose induzierenden
Faktoren Cytochrom c und AIF ins Zytosol. Danach kann die Induktion der Apoptose nicht
mehr rückgängig gemacht werden, und es kommt in der Degradationsphase zur Zerlegung der
Zelle.

Induktionsphase:
Einleitung der PT
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Fragmentierung des
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Induktionsphase:

In der Induktionsphase führt exogener oxidativer Streß zunächst zu einer Erhöhung der

intrazellulären ROS-Bildung, wobei die Atmungskette der Mitochondrien eine Hauptquelle

der ROS darstellt. Selbst unter physiologischen Bedigungen gehen ca. 1-5 % der Elektronen

der Atmungskette verloren und dienen der ROS-Bildung [32, 19]. In Streßsituationen kommt

es zu einer Erhöhung der intrazelluläre ROS-Bildung, wobei ROS nicht nur in den

Mitochondrien, sondern auch durch die NADPH-Oxidase, die Monoamin-Oxygenase, die

Xanthin-Oxidase oder die Cytochrom P450 (CYP) Mono-Oxygenase generiert werden

können [17, 19, 33]. Da ROS als „second messenger“ für viele Wachstumsfaktoren oder

Cytokine dienen, kann ihre Überproduktion einen Einfluss auf die Expression verschiedener

Gene haben [19, 34, 35, 36].

Darüberhinaus kommt es aufgrund der erhöhten ROS-Konzentration zu einer Beinflussung

des Oxidationsschutzes. Da ROS ständig produziert werden und eine Anhäufung in der Zelle

zu Schäden führen würden, werden sie unter physiologischen Bedingungen von einem

Antioxidationssystem abgefangen. Dabei macht sich die Zelle die reduzierende Eigenschaft

der Thiolgruppe des Glutathions zunutze [22, 32, 36, 37]. Das Glutathion kommt intrazellulär,

abhängig vom Zelltyp, in einer Konzentration von ca. 1-10 mM vor und dient als

Redoxpuffer. In den Zellen reagiert Glutathion (L-γ-glutamyl-L-cysteinylglycin, [GSH])

schnell und nichtenzymatisch mit Hydroxylradikalen, Superoxidanionen (Hyperoxid) und

Peroxynitriten. Darüberhinaus nimmt GSH an der enymatischen Entgiftung von

Wasserstoffperoxid und Lipidperoxid teil. Jede dieser Reaktion führt direkt oder indirekt zur

Bildung von Glutathiondisulfid (GSSG)[34, 60-67].

Das GSH-Niveau in der Zelle wird durch ein Gleichgewicht von Synthese und Verlust

konstant gehalten. Das entstehende GSSG wird unter physiologischen Bedingungen durch die

Glutathionreduktase wieder zu GSH reduziert, sodaß das Verhältnis ([GSH]/[GSSG] > 100

gleich bleibt [34, 68, 69]. Dieses [GSH]/[GSSG] Verhältnis bestimmt den Redoxstatus der

Zelle.
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Abbildung 1.4 ROS Erzeugung und Entgiftung

Abb tXt: Verschiedene chemische Reaktionen führen mit oder ohne enzymatische Katalyse
zur Erzeugung von ROS. Das Sauerstoffmolekül (O2) unterläuft sukzessiver Reduktion,
wobei es die Stadien des Superoxidanion (Hyperoxid) (O2

-....), Wasserstoffperoxid (H2O2), und
Hydroxylradikal (OH....) durchläuft. Das Antioxidationssystem inaktiviert ROS und erhält so
den Redoxstatus aufrecht. Vitamin-C und α-Tocopherol fangen freie Radikale ein, die
Superoxid-Dismutase (SOD) und die Katalase katalysiert die Umwandlung von
Superoxidanionen zu Sauerstoff und Wasserstoffperoxid bzw. Wasserstoffperoxid zu Wasser
und Sauerstoff. Das GSH ist entweder durch direkte Reaktion oder indirekt durch
enyzmatische Reaktion der Glutathionperoxidase (GPx) an der Entgiftung durch den
zellulären Redoxschutz beteiligt. Unter physiologischen Bedigungen kann das entstehende
GSSG durch die Glutathionreduktase wieder zu GSH reduziert werden. Durch Veränderung
des Redoxstatus wird die GSH-Neusynthese aus Cystein verstärkt, wobei die
γ-Glutamylcysteinsynthetase (γ-GCS) das limitierende Enzym ist. Modifiziert nach Morel et
al. [19].

Unter Bedingungen des oxidativen Stresses kann die Kapazität des antioxidativen

Schutzsystems überschritten werden, dann kommt es zur Anhäufung von GSSG in der Zelle,

sowie zur Veränderung des Redoxstatus der Zelle [19, 34, 38]. Zur Wiederherstellung des

Redoxstatus wird zum einem das GSSG aus der Zelle sekretiert [34, 68-71] und zum anderen

NADPH-Oxidase Fe2+

Glutathionreduktase

SOD

Vitamin-C und
α-Tocopherol

Mono-Oxygenase

GPx

O2 O2
– · OH·H2O2

γ-GCS

Cystein

GSSG

GSH
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die Neusynthese von GSH verstärkt [34, 35, 72-74]. Es ist bekannt, daß durch oxidativen

Streß die Transcription von GSH-Synthetisierende Proteinen wie zB. der

γ-Glutamylcysteinsynthetase (γ-GCS) verstärkt wird [34, 35, 72-74]. Weiterhin gibt es

Hinweise darauf, daß deren Aktivität durch Phosphorylierung oder Nitrosylierung moduliert

werden kann [34].

Da der Redoxstatus einiger Proteinthiole abhängig vom Redoxstatus der Zelle ist, verändern

sie ihre Redoxform bei oxidativen Streß. Dadurch kann es zu Konformationsveränderungen

kommen, die bei einigen Transkriptionsfaktoren wie z.B „nuclear factor κB“ (NF-ΚB) oder

„activator protein 1“ (AP-1) [19, 75, 76] zur Veränderung der Gentranskription führen kann.

Effektorphase:

Die Effektorphase wird mit der Öffnung der Permeabil itätstransitionporen (PT-Poren) in den

Mitochondrienmembranen eingeleitet und spielt eine entscheidende Rolle bei der Induktion

der Apoptose. Die Permeabilitätstransition kann verschiedene Ursachen haben und

unterschiedlich induziert werden. In Abbildung 1.5 sind einige Induktionsursachen

dargestellt.

Bislang ist die genau Zusammensetzung der PT-Poren nicht geklärt, es ist lediglich bekannt,

daß Membranproteine beider Mitochondrienmembranen beteiligt sind. Es wird vermutet, daß

unter anderem der „adenin nucleotid translocator“ (ANT) der inneren Membran und das

Porin/„voltage dependet anion channel“ (VDAC) der äußeren Membran beteiligt sind.

Darüberhinaus könnten auch die Hexokinase, der Benzodiazepinrezeptor, die Kreatinkinase

und das Cyclophil in-D daran mitwirken [32, 77, 78].

Der exakte Mechanismus der PT-Porenöffnung ist bislang unbekannt. Allerding wird

vermutet, daß es aufgrund der Oxidation von Proteinthiolen der PT-Poren zu

Konformationsveränderungen kommt, welche die Öffnung der PT-Poren verursachen [39,

79]. Weiterhin könnten das proapoptotische BAX und andere Proteine aus dieser Familie

(BCL-2, BAD usw) an der Regulation der PT-Porenöffnung beteiligt sein [32, 39, 80].
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Abbildung 1.5 Ursachen und Ereignisse der mitochondrialen Permeabilitätstransition

Hier sind einige Ursachen dargestellt, die zur Induktion der mitochondrialen PT führen
können. Über verschiedene Signalwege z.B. die Aktivierung der Caspasekaskade, den
Ansteig der intrazellulären Ca2+-Konzentration, die verstärkte Generierung von ROS, eine
Veränderung des BAX/BCL-2 Verhältnisses oder Lipidmediatoren wie Ceramide kann die PT
verursacht werden. Aber auch starke Veränderungen des Redoxstatus oder der
bioenergetischen Parameter wie der ATP- oder NAD(P)H2–Konzentration können zu einer
Öffnung der Poren führen. Zusätzlich führen einige Effekte der PT wie die GSH-Entleerung
oder die Erniedrigung des ∆ΨM zur Selbstverstärkung der PT. Modifiziert nach Krömer et al.
[25].

Durch das Öffnen der PT-Poren können Proteine und Moleküle, die 
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aus der mitochondrialen Matrix ins Zytosol übertreten. Es kommt zur Erniedrigung des ∆ΨM

und zum Anschwellen der Matrix durch den osmotischen Ausgleich. Da die innere

Mitochondrienmembran stark gefaltet ist, reißt dadurch die äußere Mitochondrienmembran,

sodaß Apoptose induzierende Proteine wie „apoptosis inducing factor“ (AIF) und Cytochrom-

c ins Zytosol gelagen können [32, 40, 41]. Durch das Austreten von Cytochrom-c kommt es

zur Entkopplung der oxidativen Phosphorylierung, sodaß es zum einem zur verstärkten

Bildung von ROS [25, 32, 42] kommt und zum anderen weniger ATP produziert wird [32,

39]. Beides führt zur Oxidation des GSH-Pools und zur Verstärkung der PT. Diese

verschiedenen sich selbst verstärkende Effekte können erklären warum, die PT und damit der

Zelltod als ein „entweder oder“ Phenomen auftritt [25, 32, 40, 41 90].
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Abbildung 1.6 Schematische Zusammensetzung der PT-Poren

Die mitochondriale Permeabilitätstransition wir durch Öffnung der PT-Poren verursacht.
Komponenten dieser Poren könnten unter anderem die membranständigen Proteinen
Porin/VDAC, ANT und der Benzodiazepinrezeptor sein. In der offenen Konfiguration
gelangen Wasser und gelöste Stoffe in die Matrix und verursachen ein Anschwelle der Matrix
und ein Reißen der äußeren Mitochondrienmembran. Folgen sind die Translokation von
Cytochrom-c und AIF in das Zytosol. Modifiziert nach Green et al. [32]

Degradationsphase:

Mit dem Erscheinen von Cytochrom-c und AIF im Zytosol wird die Degradationsphase

eingeleitet, in der es unter anderem zur Fragmentierung des Cytoskeletts und der DNA

kommt. In den Mitochondrien liegt das Cytochrom-c im Intermembranraum vor. Dabei ist es

durch das Membranpotential elektrostatisch an der Aussenseite der inneren

Mitochondrienmembran gebunden und überträgt bei der oxidativen Phosphorylierung

Elektronen von der Ubichinol:Cytochrom-c Oxidoreduktase zur Cytochrom-c Oxidase. Der
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genaue Mechanismus, durch den Cytochrom-c während der PT freigesetzt wird, ist noch

unklar. Durch die Erniedrigung des ∆ΨM löst sich die elektrostatische Bindung des

Cytochrom-c, sodaß nach Anschwellen und Reißen der äußeren Mitochondrienmemban das

Cytochrom-c ins Zytosol gelangen kann [40, 23]. Im Zytosol bindet Cytochrom-c an

„apoptosis protease activating factor-1“ (Apaf-1), welches zur Aktivierung von Caspase-9

führt [23], was die Aktivierung der Caspasenkaskade zur Folge hat und letztlich zur DNA-

Fragmentierung führt [32, 23, 82-86].

Das AIF besitzt Proteaseaktivität und ist in der Lage, Caspase-3 ähnliche Caspasen zu

aktivieren [23]. Ferner verursacht es eine DNA-Fragmentierung in Zellkernen [23, 41] und

eine Exposition von Phosphatidylserin auf der Außenseite der Plasmamembran [23, 41, 87-

89]. Diese an der äußeren Zellemembran exponierten Phosphatidylserine werden von

Makrophagen erkannt, sodaß die so markierten Zellen phagozytiert werden [23].
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1.5 Ziele der Arbeit.

Oxidativer Streß wird als ein Hauptgrund für die Entstehung von Gefäßschäden und den

daraus resultierenden Komplikationen diskutiert. Bei der Schädigung des Endothels spielt der

Zelltod von Endothelzellen eine entscheidende Rolle. In dieser Arbeit sollte geprüft werden,

ob und auf welchem Signalweg oxidativer Streß den Zelltod induziert. Als Modellsystem

wurden kultivierte Schweineaorten-Endothelzellen (porcine aortic endothelial cells [PAEC])

verwendet.

• Zunächst wurde in der vorliegenden Arbeit die Art des Zelltodes differenziert und

untersucht, in welchem Konzentrationbereich, bei Inkubation mit tert-Butylhydroperoxid

(t-BHP) als exogener Streßor, Apoptose oder Nekrose induziert wird.

Anschließend wurden wichtige Stationen in der Signalkette intensiver Betrachtung

unterzogen:

• Dazu wurde die Veränderung der intrazelluären ROS-Konzentration durch exogenen

oxidativen Streß untersucht.

• Die Auswirkungen von oxidativen Streß auf den Redoxstatus der Zelle wurde durch

Messung des intrazellulären Glutathions bestimmt.

• Die Induktion der PT wurde durch Messung des ∆ΨM überprüft.

• Als wichtiger Apoptose induzierender Faktor zur Einleitung der Degradationsphase,

wurde das Austreten des Cytochrom-c ins Zytosol untersucht.

• Es wurde geprüft, ob und inwieweit die Antioxidatien α-Tocopherol und

Glutathionethylester (GSH-EE) Endothelzellen vor den Folgen des oxidativen Streß

schützen können.

• Weiterhin sollte die besondere Bedeutung der Oxidation des GSH-Pools durch Inkubation

der Zellen mit Ethacrylsäure (EA) untersucht werden.

• Zum Schluß sollte die Auswirkungen von Hyperglykämie auf dieses Model überprüft

werden.
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2 Material und Methoden

Die unterstrichenen Lösungen und Geräte sind in dem Anhang 5.2 Lösungen und Material

angegeben.

2.1 Präparation von Endothelzellen aus Schweineaor ten

Die Isolierung der PAEC aus Schweineaorten erfolgte nach der Methode von Booyse et al.

[43], modifiziert nach Oestreich [44] und Zink [45].

Die Aorten frisch geschlachteter Schweine wurden einzeln verpackt zum Labor transportiert,

wo alle weiteren Schritte unter einer Werkbank durchgeführt wurden. Die Aorten wurden dort

rasch von Fett und Bindegewebe befreit, von außen vorsichtig mit 70%igem Ethanol

abgetupft und schließlich der Länge nach dicht neben den abführenden Intercostalgefäßen

aufgeschnitten. Die luminale Seite wurde mit Waschpuffer blutfrei gewaschen, dann wurde

die Leiste mit den Intercostalgefäßen abgeschnitten um eine geschlossene Aortenfläche zu

erhalten. Die Aortenwand wurde im Bereich der Media eingeritzt, sodaß die Adventitia von

der Intima abgezogen werden konnte. Letztere wurde bis zur Enzyminkubation maximal eine

Stunde in Aufbewahrungsmedium bei 25°C aufbewahrt.

Für die Enzyminkubation wurden die in Streifen geschnittenen Gefäße in eine Dispaselösung

gegeben und bei 37°C für 15 min inkubiert. Danach wurden die Gefäßstreifen aus der

Dispaselösung genommen und mit der Intima nach oben auf eine glatte Unterlage gelegt. Mit

einem Teflonspatel wurden die Endothelzellen vorsichtig abgestrichen und in 3 ml Medium

M1 abgespült. Die Zellen wurden resuspensiert und gleichmäßig auf 3 12,5 cm²

Kulturflaschen verteilt, in denen schon 2 ml Medium M1 vorlag.

Nach 24 Stunden im Begasungsbrutschrank wurden die Zellen einmal mit PBS gewaschen

und erneut mit 37°C warmen Medium M1 versetzt. Bei jeder Präparation wurden 10 Aorten

verarbeitet und die Zellen jeder Aorta getrennt kultiviert, wobei die Zellen einer Aorta als

Zell-Linie bezeichnet wurden. Zur Identifikation der Endothelzellen wurde das Glykoprotein

Faktor-VII-assoziertes-Antigen auf der äußeren Zellmembran nach der Methode von Hoyer et
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al. [46] nachgewiesen. Dieses Glykoprotein Faktor-VII-assoziertes-Antigen stabilisiert das

Faktor-VIII-Protein im Blut und wird nur von Endothelzellen exprimiert.

2.2 Zellkultur und Passagieren

Die Kultivierung der Endothelzellen erfolgte in Begasungsbrutschränken bei 37°C und einer

wassergesättigten Atmosphäre mit 5% CO2 und 95% Luft. Dabei wurden die Zellen in

Kulturflaschen aus Polypropylen mit einer Bodenfläche von 12,5 cm² und 25 cm² gehalten,

die vorher durch Inkubation mit einer Gelatinelösung mit Gelatine beschichtet wurden.

Endothelzellen wachsen in einer einzell igen Schicht (Monolayer) auf definiertem Untergrund.

Sobald die Zellen zu einem dichten, konfluenten Monolayer gewachsen sind (ca. 100.000

EC/cm2), müssen sie passagiert werden, d. h. von ihrem Untergrund abgelöst und auf frische

Kulturflaschen verteilt werden. Die Anzahl von Passagen ist somit ein Maß für das Alter einer

Linie.

Zum Ablösen der Endothelzellen wurde das Medium M1 entfernt, einmal mit 37°C warmen

PBS gewaschen und eine Trypsinlösung (1 ml Lösung/25 cm²) hinzugegeben. Dadurch

werden adhäsive Proteine verdaut, welche die Haftung der Zellen an der Marix und

untereinander bewirken. Das Ablösen wurde unter dem Mikroskop verfolgt und durch Zugabe

von 5-10 ml/12,5 cm² 37°C warmen Medium M1 gestoppt. Die Zellen wurden resuspensiert

und auf neue Kulturflaschen gegeben, sodaß die Endothelzellenkonzentration ca. 50.000-

25.000 Endothelzellen/cm2 betrug. Am nächsten Tag wurde das Medium M1 abgesaugt und

durch frisches 37°C warmes Medium M1 ersetzt. Dabei wurde in einer 12,5 cm²

Kulturflasche 2 ml und in einer 25 cm² Kulturflasche 5 ml 37°C wames Medium M1 gegeben.

Das Medium M1 wurde alle 2 Tage gewechselt.
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2.3 Messungen am Durchflußzytometer

Für eine Messung am Durchflußzytometer werden 10.000 Zellen benötigt. In einer

Monolayerschicht von PAEC wachsen ca 100.000 Zellen/cm². Als eff izient hat sich die Arbeit

mit einer 24-Loch-Platten erwiesen. Konfluente Zellen der Passage 1 wurden 1-2 Tage vor

Messung am Durchflußzytometer auf eine 24-Loch-Platte passagiert, sodaß sie konfluent

waren. Die Zellen wurden mit 1 ml Medium M1 pro Loch bei 37°C und 5% CO2 im

Begasungsbrutschrank inkubiert. Für jeden Wert wurden mindestens 2 Proben von 2

verschiedene Zelll inien bestimmt.

Wurden die Zellen mit α-Tocopherol, GSH-EE, oder EA, inkubiert, wurde vor Zugaben der

Stimulantien das Medium M1 abgesaugt, einmal mit warmen PBS gewaschen, neues warmes

Medium M1 hinzugefügt und dann die Stimulantien zugefügt. Wenn mit einer tert-

Butylhydroperoxidlösung (t-BHP-Lösung) inkubiert wurde, dann wurde vorher warmes FCS

freies Medium M2 hineinpipettiert, zu der die t-BHP-Lösungen hinzupipettiert wurden. Bei

Messungen mit einer Inkubationzeit von vier, sechs und acht Stunden wurde das FCS freie

Medium M2 nach einer Stunde abgesaugt, die Zellen mit warmen PBS gewaschen und für

drei, fünf, und sieben Stunden ohne t-BHP mit warmen Medium M1 inkubiert. Das bedeutet,

daß bei einer vierstündigen Inkubationszeit die Zellen eine Stunde mit t-BHP inkubiert wurde,

dann ein Mediumwechsel statt fand und anschließen noch drei Stunden ohne t-BHP bis zur

Aufarbeitung und Messung inkubiert wurde. Wurden die Zellen mit 30 mM Glucose Medium

M3 inkubiert, wurde dieses Medium M3 alle 24 Stunden gewechselt. Bei den Kontrollwerten

mit normalem Medium M1 wurde dann ebenfalls alle 24 Stunden das Medium M1

gewechselt.

Zur Aufarbeitung der Zellen wurde das Medium am Ende der Inkubationszeit abgesaugt und

die Zellen wurden einmal mit kaltem PBS gewaschen. Anschließend wurden die Zellen mit

300 µl Trypsinlösung vom Untergrund abgelöst. Zum Abstoppen wurden die Zellen in 1 ml

kaltem Medium M1 suspensiert und in ein 15 ml Falcon gegeben. Die Zellsuspension wurde

für 5 min bei 300 x g und 4°C zentrifugiert, der Überstand wurde vorsichtig dekantiert und

die Zellen wurden mit 2 ml kaltem PBS gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation für 5 min

bei 300 x g und 4°C wurde das Sediment in 500 µl kaltem PBS resuspensiert und in ein

Durchflußzytometerröhrchen pipettiert. Die Zellproben wurden bis zur Messung auf Eis

aufbewahrt und innerhalb einer Stunde vermessen. Alle Messungen wurden am
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Durchflußzytometer mit identischen Geräteeinstellungen durchgeführt und mit WinMDI 2.8

ausgewertet. Die Anregungungs Wellenlänge des Lasers betrug 488 nm.

2.3.1 Detektion der Apoptose und Nekrose mit den Zell farbstoffen Annexin-V-FITC und

Propidium Iodid

Bei diesem Nachweis werden die Zellen gleichzeitig mit zwei Fluoreszenzfarbstoffe gefärbt,

um nekrotische von apoptoischen Zellen unterscheiden zu können. Propidium Iodid (PI) [3,8-

Diamino-6-phenyl-5-(3-diethylaminopropyl)-phenanthridinumjodid-methiodid] dringt durch

permeabil isierte Zellmembranen und lagert sich in der DNA ein. Annexin-V-FITC bindet mit

hoher Aff inität an das in der Zellmembran liegende Phosphatidylserin. Es wurden fertige

Fluoreszenzfarbstofflösungen und HEPES-Bindungspuffer des Annexin-V-FLUOS Staining

Kit von Roche eingesetzt und gemäss der Anleitung des Herstellers verwendet.

Nach Ende der Inkubationszeit wurde die Zellen wie unter 2.3 beschrieben aufgearbeitet.

Allerdings wurden das Sediment zum Schluß nicht in 500 µl PBS suspensiert sondern, in 100

µl Fluoreszenzfarbstoff lösung resuspensiert und in ein Durchflußzytometerröhrchen pipettiert.

In dem Durchflußzytometerröhrchen wurden die Zellen bei Raumtemperatur vor Licht

geschützt für 10-15 min inkubiert. Anschließend wurde zu den Proben noch 250 µl HEPES-

Bindungspuffer zugefügt. Die Zellproben wurden bis zur Messung auf Eis aufbewahrt und

innerhalb einer Stunde vermessen. Am Durchflußzytometer wurden für alle Messungen

identische Geräteeinstellungen verwendet

Die grüne Fluoreszenz des Fluorescein-5-isothiocyanat (FITC) markierten Annexins wurde

mit einem 515 nm Bandpassfilter gemessen. Die rote Fluoreszenz des PI wurde mit einem

600 nm Bandpassfilter gemessen.
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Abbildung 2.1: Spektrum von PI und FITC gekoppelt an Annexin, Molekülstruktur von PI

und FITC

(A)

(B)
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   (C)         (D)

In den Abbildung A) und B) werden das Exitations- und Emissionsspektrum von PI gebunden
an DNA und von FITC gekoppelt an Annexin in pH 8,0 Puffer gezeigt; Spektrum aus [47]. In
C) und D) sind die Molekülstuktur von PI und FITC wiedergegeben.

2.3.2 Nachweis von intrazellulären ROS in Zellen

Mit dieser Methode werden ROS in den Zellen nachgewiesen. Der Farbstoff

Dihydrodichlorfluoresceindiacetat (H2DCF-DA) wird von der Zelle aufgenommen und in der

Zelle zu Dihydrodichlorfluorescein (H2DCF) gespalten. Dies reagiert mit ROS zu dem

fluoreszierenden Farbstoff Dichlorfluorescein (DCF).

Die Zellen wurden nach Ende der Inkubationszeit mit warmen PBS gewaschen, 1 ml warmes

Medium M1 wurde zugefügt und anschließend wurde sie für 15 min mit 10 µl einer 1 mM

H2DCF-DA Lösung inkubiert. Die Zellaufarbeitung erfolgte wie unter 2.3 beschrieben. Die

grüne Fluoreszenz des Dichlorfluorescein wurde mit einem 515 nm Bandpassfilter gemessen.
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Abbildung 2.2: Spektrum von DCF und Struktur und intrazelluäre Reaktion von H2DCF-DA

(A)

(B)

In (A) ist die Molekülstruktur und intrazelluläre Reaktion von (H2DCF-DA) dargestellt. (B)
zeigt das Exitations- und Emissionsspektrum von 5-(and-6)-Carboxy-2',7'-dichlorfluorescein
in pH 9,0 Puffer. Spektrum aus [47].
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2.3.3 Messung des ∆ΨM

Mit diesem Fluoreszenzfarbstoff kann das ∆ΨM der Zellen überprüft werden. Der Farbstoff

5,5´,6,6´-tetrachloro-1,1´,3,3,´-tetraethylbenzimidazolylcarbocyanin Iodid (JC-1) liegt in

niedriger Konzentration als grün fluoreszierendes Monomer vor. Bei hohen Konzentrationen

in wässeriger Lösung oder hohen Potentialen bildet JC-1 rot fluoreszierende J-Aggregate.

Bedingt durch das Membranpotential der Mitochondrien bilden sich dort rot fluoreszierende

J-Aggregate. Wird eine Zelle apoptotisch wird das Membranpotential erniedrigt und die rote

Fluoreszenz nimmt ab. Somit kann mit Hilfe von JC-1 die Veränderung des

Membranpotential bestimmt werden.

Die Zellen wurden nach Ende der Inkubationszeit mit warmen PBS gewaschen, 1 ml warmes

Medium M1 wurde zugefügt und anschließend wurde sie für 15 min mit 10 µl einer 1 mM

JC-1 Lösung inkubiert. Die Zellaufarbeitung erfolgte wie unter 2.3 beschrieben. Die grüne

Fluoreszenz des JC-1 Monomers wurde mit einem 515 nm Bandpassfilter gemessen. Die rote

Fluoreszenz der JC-1 Aggregate wurde mit einem 600 nm Bandpassfilter gemessen.

Abbildung 2.3: Spektrum und Struktur von JC-1

(A)
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(B)

In A) sind die Emissionsspektren einer 0,15µM und eine 0,3 µM JC-1 Lösung (50 mM Tris-
HCl, pH 8,2, 1% DMSO) dargestellt; Zu sehen ist die Zunahme der roten Fluoreszenz,
bedingt durch Bildung der J-Aggregate. Spektrum aus [47].
B) Struktur von JC-1.

2.4 Immunologischer Nachweis von Cytochrom-c

Hierbei sollte überprüft werden, ob während der Induktionsphase der Apoptose

proapoptotische Faktoren wie Cytochrom-c ins Zytosol gelangten.

2.4.1 Zellaufarbeitung

Zwei 25 cm² Zellkulturflaschen mit konfluenten PAEC wurden pro Bestimmmung verwendet.

Am Ende der Inkubationszeit wurde das Medium abgesaugt und die Zellen wurden einmal

mit kaltem PBS gewaschen. Anschließend wurden sie mit 1 ml Trpysinlösung vom

Untergrund abgelöst. Zum Abstoppen wurde die Zellen in einem 1 ml kaltem Medium

suspensiert und in ein 15 ml Falcon gegeben. Die Zellsuspesion wurde für 5 min bei 300 x g

und 4°C zentrifugiert, der Überstand wurde vorsichtig dekantiert und die Zellen wurden mit 2

ml kaltem PBS gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation für 5 min bei 300 x g und 4°C

wurde das Sediment in 500 µl kaltem PBS resuspensiert und in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß

überführt. Die Zellsuspension wurde mit einer 1 ml Insulinspritze mit einem

Nadeldurchmesser von 29 Gauge 2-3 mal aufgezogen. Anschließend wurde die Probe für 15

min bei 14.000 x g bei 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und in ein

weiteres 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt. Zu dem Sediment wurden 500 µl dest. H2O
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hinzugegeben. Anschließend wurde der Proteingehalt beider Fraktionen bestimmt. Im

Sediment befinden sich Zellmembranstücke, Mitochondrien und andere Zellorganellen. Der

Überstand enthält die zytosolischen Proteine.

2.4.2 Bestimmung der Proteinkonzentration

Die Bestimmung der Proteinkonzentrationen in den Proben erfolgte mit einer modifizierten

Lowry-Reaktion. Einige Aminosäuren reduzieren in alkalischer Lösung Kupferionen aus der

zweiwertigen Oxidationsstufe in die einwertige. Bei Annahme einer ausgeglichenen

Aminosäure-Verteilung und mit Hil fe eines Standardproteins kann so die

Proteinkonzentration in den Proben bestimmt werden. Die Bicinchoninsäure verleiht dem

Test erhöhte Sensitivität, da sie einen farbigen Komplex mit den einwertigen Kupferionen

bildet.

Es wurden fertige Lösungen von Pierce benutzt und gemäß den Herstellerangaben verwandt.

Von den Proteinproben wurden jeweils zwei Verdünnungen vermessen. 100µl Probe

(geschätzte Proteinmenge weniger als 20µg) wurden mit 2 ml eines Gemisches aus 50 Teilen

Bicinchoninsäure-Lösung (Lösung A) sowie einem Teil Kupfer-II-sulfat-Lösung (Lösung B)

versetzt. Die Proben wurden für 30 min bei 60°C inkubiert und in kaltem Wasser abgekühlt.

Die Absorption wurde bei 540 nm mit einem Spektralphotometer bei 25°C gemessen. Die

Proteinmengen der Proben wurden anhand einer zuvor ermittelten Kalibrierfunktion mit

Standardlösungen von Rinderserumalbumin im Bereich 0 bis 100 µg ermittelt.

2.4.3 SDS-Polyacrylamid-Gelelektophorese

Jeweils 15 µg Proteine des Sediments und des Überstandes wurden mit dem gleichen

Volumen SDS-Probenpuffer und 1/10 Volumen der DTT-Lösung vermischt. Die Proben

wurden 2-5 min in kochendem Wasser inkubiert. Zur Trennung der Proteinproben wurde ein

8-18 % Polyacrylamidgel verwendet, was auf eine horizontale auf 15°C gekühlte

Elektophoreseeinheit gelegt wurde. In einem Abstand von jeweils 0,5 cm wurden

Filterpapierstücke mit einer Größe von 1 cm x 0,5 cm auf die Oberfläche des Sammelgels

gelegt. Auf die Geloberfäche wurden die Kathoden- und Anodenpufferstreifen aufgelegt. Die

Proteinproben wurden auf die Filterpapierstücke aufgetragen. Zum Einlaufen der Proben in

das Gel wurde eine Spannung von maximal 200 V und ein Stromfluss von 2 mA/cm

Gelkantenlänge für 30 min angelegt. Danach wurden die Filterpapierstücke entfernt und der
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Anodenpufferstreifen wurde auf die Position der Filterpapierstücke vorgelegt. Die Trennung

erfolgte bei einer Spannung von maximal 600 V und ein Stromfluss von 2 mA/cm

Gelkantenlänge bis die Bromphenolblau Front am Kathodenpufferstreifen angelangt war (ca

1,5 Stunden).

2.4.4 Western Blott

Der Transfer von Proteinen auf eine Polyvinylidendifluorid- (PVDF-) Membran erfolgte

elektrophoretisch mit Hilfe einer Semi-Dry-Blotting Apparatur. Auf die Anode wurden

aufeinanderfolgend sechs in Anodenpuffer I, drei in Anodenpuffer II  getränkte Filterpapiere

sowie eine in Methanol aktivierte und dann in Anodenpuffer II  equilibrierte PVDF-Membran

gelegt. Nun folgte das Gel und neun in Kathodenpuffer getränkte Filterpapiere. Alle

Filterpapiere und die PVDF-Membran hatten Gelgröße und wurden luftblasenfrei geschichtet.

Die Proteine wurden mit einer Stromstärke von 0,8 mA/cm² Gelfläche auf die PVDF-

Membran transferiert. Dabei bewirkte die im Kathodenpuffer vorhandene 6-Aminohexansäure

eine Verlangsamung der Wanderungsgeschwindigkeit der niedermolekularen Proteine, sodaß

ein gleichmäßiger Transfer von Proteinen aller Molekulargewichte gewährleistet war

(diskontinuierliches Puffersystem).

2.4.5 Antikörper Färbung

Die PVDF-Membran wurden nach dem Proteintransfer eine Stunde in Blockierlösung

geschüttelt, um potentielle Bindungsstellen abzusättigen, an denen es zu einer unspezifischen

Bindung von Antikörpern an das Membranmaterial kommen könnte. Dann wurde die

Membran dreimal für 10 min mit dem Waschpuffer (TTBS) gewaschen. Danach wurden die

Membran in Blockierlösung, in dem der ersten Antikörper mit einer Verdünnung von 1:1000

zugegeben wurde, über Nacht bei 4°C geschüttelt. Nach erneutem dreimaligem waschen á 10

min wurde die Membran in Blockierlösung für eine Stunde bei Raumtemperatur inkubiert,

Dazu wurde der zweite Antikörper in einer Verdünnung von 1:2000 zugegeben. Anschließend

wurde die Membran dreimal für 10 min im Waschpuffer gewaschen.

Zur Detektion des zweiten Antikörpers wurden fertige Lösungen des Lumi-Light Western

Blotting Kit von Roche gemäß den Herstellerangaben verwendet. Eine 1:1 Mischung der
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Peroxidlösung und der Entwicklungslösung wurden für 15 min bei Raumtemperatur mit der

Membran inkubiert. Die Chemilumineszenz wurde mit Hilfe eines Lmiimager registriert und

mit der zugehörigen Software Lumianlayst ausgewertet.

2.5 Bestimung des Glutathion Gehaltes der Zellen

Bei dieser Analyse wurden die Zellproben mit dem Fluoreszenzfarbstoff Monochlorbiman

(MCB) inkubiert. Der Farbstoff MCB reagiert spezifisch mit der Thiolgruppe des Glutathions,

zu einem fluoreszierenden Produkt. In Abbildung 2.4 ist einmal das Exitations- und

Emissionsspektrum und die Strukturformel von MCB wiedergegeben.

Eine 25 cm² Zellkulturflaschen mit konfluenten PAEC wurde für die Messung des GSH

verwendet. Jede Messung wurde mit zwei verschieden Zelll inien durchgeführt. Das Medium

wurde abgesaugt und die Zellen wurden mit kaltem PBS gewaschen. Anschließend wurden

sie mit 500 µl Lysispuffer für 1-2 min inkubiert. Die Zellen und Zelltrümer wurden mit einem

Zellschaber vom Flaschenboden abgelöst und in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt. Nach

spülen mit 500 µl Lysispuffer wurde die lysierte Zellsuspension für 30 min auf Eis inkubiert

und zur Vervollständigung der Lyse mit einer 1 ml Insulin Spritze, mit einem

Nadeldurchmesser von 29 Gauge, 2-3 mal aufgezogen. Anschließend wurde die Probe für 10

min mit 14.000 x g bei 4°C zentrifugiert und der Überstand in ein neues 1,5 ml

Reaktionsgefäß überführt. Zur Bestimmung des GSH wurde zu 0,4 ml der Probe 590 µl

Lysispuffer und 10 µl der 2 mM MCB-Lösung gegeben. Die Proben wurden mit der MCB-

Lösung für 15 min bei 37°C inkubiert. Auf einer schwarzen undurchsichtigen 96 Loch-

Fluoreszenzmikrotiterplatte wurden jeweils zweimal 200 µl der Proben aufgetragen. Auf jeder

Platte wurde als interner Standard eine Glutathionstandartreihe von 0 bis 0,1 mM

mitaufgetragen. Die Platte wurde sofort an einem Fluoreszenzmikrotiterplattenreader

vermessen. Die Messungen erfolgten bei Anregungswellenlänge von 390 nm und einer

Emssionswellenlänge von 538 nm bei Raumtemperatur. Abbildung 2.4: Spektrum von MCB

gekoppelt an GSH, und Struktur von MCB
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Abbildung 2.4 Exitations- und Emissionsspektrum und Strukturformel von MCB

(A)

(B)

A) Exitation- und Emissionsspektrum von MCB gekoppelt an Glutathion (GSH) in pH 8,0
Puffer; Spektrum aus [47]. C) Struktur von MCB.
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3 Ergebnisse

3.1 Bestimmung der Apoptose und Nekrose

Da Apoptose und Nekrose zwei Endpunkte eines Vorganges darstellen und zum Teil ähnliche

Merkmale aufzeigen wie z.B. Erniedrigung des ∆ΨM oder Fragmentierung des Zellkerns, ist

es notwendig apoptotische von nekrotischen Zellen zu unterscheiden. Mit Hilfe der

Fluoreszenzfarbstoffe Annexin-V-FITC und Propidiumiodid können apoptotische von

nekrotischen Zellen unterschieden werden.

Zur gleichzeitigen Bestimmung der Nekrose und der Apoptose werden die Zellen mit zwei

Farbstoffen gefärbt. Zur spezifischen Färbung der apoptotischen Zellen wird der

Fluoreszenzfarbstoff Annexin-V-FITC verwendet. Annexin-V ist ein phospholipidbindendes

Protein mit hoher Aff inität für Phosphatidylserin. Das Annexin-V wird mit dem grün

fluoreszierenden Farbstoff FITC markiert, sodaß Annexin-V-FITC gefärbte Zellen grün

fluoreszieren. Die nekrotischen Zellen werden spezifisch mit dem roten Fluoreszenzfarbstoff

PI gefärbt. PI ist ein DNA-Farbstoff, der durch die permeabil isierte Membran nekrotischer

Zellen eindringt und in der DNA eingelagert zu einer roten Fluoreszenz der Zellen führt. Da

durch die permeabil isierte Membran nekrotischer Zellen auch Annexin-V-FITC eindringen

kann, bindet Annexin-V-FITC im Verlauf der Nekrose auch an den innen liegenden PS und

färbt die Zellen zusätzlich grün. Ähnliches kann in vitro auch bei der Apoptose eintreten,

wenn es zum Zerreißen der Zellmembran der apoptotischen Körperchen kommt (sekundär

Nekrose) [25]. Deswegen kommt es auch in einer späteren Phase der Apopotse zu doppelt

gefärbten Zellen. Daher ist vor allem der Verlauf der Zellfärbung zur Interpretation der Daten

wichtig.

Da von der Induktion der Apoptose bis zur Exposition des Phosphatidylserins auf der äußeren

Membranseite in der Regel drei bis vier Stunden vergehen, wurden erst nach diesem Zeitraum

Messungen durchgeführt.
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Zur Auswertung der Messergebnisse wurde das Punktediagramm der roten und grünen

relativen Fluoreszenz benutzt. In Abbildung 3.1 ist ein Punktediagramm einer Kontrollprobe

und zweier mit t-BHP inkubierten Probe wiedergegeben. Im Punktediagramm (A) der

Kontrollprobe liegt nur eine Zellpopulation vor, die eine niedrige grüne und rote relative

Fluoreszenz besitzt; Fast alle Zellen befinden sich in der Region R1. Im Gegensatzt dazu ist

im Punktediagramm (B) der Probe, die vier Stunden mit 50 µM t-BHP inkubiert wurde, eine

zusätzliche Zellpopulation mit hoher grüner relativer Fluoreszenz zu erkennen, die in Region

R2 die apoptotischen mit Annexin-V-FITC markierten Zellen darstellt. Im Punktediagramm

(C) einer Probe, die für acht Stunden mit 100 µM t-BHP inkubiert wurde, bildete sich eine

weitere Zellpopulation die erhöhte rote relative Fluoreszenz aufweist. Diese in der Region R3

vorliegende Zellepopulation sind nekrotische mit PI gefärben Zellen.

Abbildung 3.1: Punktediagamm der roten und grünen relativen Fluoreszenz bei Inkubation

mit den Fluoreszenzfarbstoffen PI und Annexin-V-FITC

(A) Kontrollprobe (B) 50 µM t-BHP 4 h
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(C) 100 µM t-BHP 8 h

Im Punktediagramm (A) wird die grüne relative Fluoreszenz (FL1-Height) und die rote
relative Fluoreszenz (FL2-Height) einer Kontrollprobe gezeigt. Ca. 90 % der Zellen liegen im
Bereich der Region R1 (vitalen Zellen). Das Punktediagramm (B) zeigt Zellen, die vier
Stunden mit 50 µM t-BHP inkubiert wurden. Es lagen ca. 20 % der Zellen in der Region R2
der apoptotischen Zellen vor. Das Punktediagramm (C) zeigt Zellen die acht Stunden mit 100
µM t-BHP inkubiert wurden. Hierbei lagen ca. 50 % der Zellen in der Region R2
(apoptotische Zellen) und ca. 20 % der Zellen in der Region R3 (nekrotischen Zellen).

3.1.1 In welchen Maße induziert t-BHP Apoptose und Nekrose?

Bestimmung der Konzentrationsbereiche der Apoptose und Nekrose:

Um festzustellen, in welchen Konzentrationsbereichen Apoptose und Nekrose induziert wird,

wurden PAEC mit t-BHP-Konzentrationen von 10, 50, 100 und 500 µM für vier Stunden

inkubiert und anschließend im Durchflußzytometer vermessen. Die Aufarbeitung der Proben

erfolgte wie unter 2.3.1 beschrieben. Bei allen t-BHP-Inkubationen dieser Arbreit mit einer

Inkubationszeit von vier, sech und acht Stunden wuden die Zellen nur eine Stunde mit t-BHP

inkubiert, anschließend wurde das t-BHP haltige FCS freie Medium M2 gewechselt, die

Zellen gewaschen und für weitere drei, fünf und sieben Stunden mit Medium M1 inkubiert.
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Bei einer Inkubationszeit von 15 min, 30 min und einer Stunde wurden die Zellen die ganze

Inkubationszeit über mit t-BHP haltige FCS freie Medium M2 inkubiert.

Im Diagramm der Abbildung 3.2 wird die Zunahme der Anzahl der apoptotischen und

nekrotischen Zellen in Abhängigkeit von der Konzentration an t-BHP nach einer vier

stündigen Inkubation wiedergegeben. Während die niedrigste t-BHP-Konzentration keinen

Einfluß auf die Anzahl apoptotischer Zellen im Vergleich zur Kontrollprobe hatte, wurde bei

höheren Konzentrationen eine dosisabhängige Zunahme bis auf 52 % beobachtet. Die Anzahl

der nekrotischen Zellen nahm nur bei t-BHP-Konzentrationen > 100 µM zu. (10 % ± 1,6 und

24 % ± 1,8 100 und 500 µM t-BHP). Aufgrund des hohen Anteils an nekrotischen Zellen bei

Inkubationen mit 500 µM t-BHP wurden derartige hohe Konzentrationen in der Folge nicht

mehr eingesetzt.

Abbildung 3.2: Zunahme der Anzahl der nekrotischen und apoptotischen Zellen bei

Inkubation mit t-BHP für vier Stunden.

Die in dem Diagrammen dargestellten Werte wurden bei der Inkubation von PAEC mit 10,
50, 100 und 500 µM t-BHP für vier Stunden erhalten und zeigen die konzentrationsabhängige
Zunahme der Anzahl der apoptotischen und der nekrotischen Zellen.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.1.
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Zeit- und Konzentrationsabhängigkeit:

Ziel dieser Untersuchungen war es, die zeit- und konzentrationsabhängige Zunahme der

Anzahl an apoptotischen und nekrotischen Zellen durch oxidativen Streß zu bestimme, dazu

wurden PAEC mit t-BHP-Konzentrationen von 10, 50 und 100 µM t-BHP für vier, sechs und

acht Stunden inkubiert.

In Abbildung 3.3 wird die zeit- und konzentrationsabhängige Zunahme der Anzahl an

apoptotischen und nekrotischen Zellen bei Inkubation mit 10, 50, und 100 µM t-BHP gezeigt.

Im Diagramm (A) wird die Zunahme der Anzahl an apoptotischen Zellen dargestellt. Bei

Inkubation mit 10 µM wurde nach acht Stunden nur eine leichte Zunahme verzeichnet.

Hingegen wurden bei Inkubation mit 50 und 100 µM t-BHP nach acht Stunden schon 32 % ±

8,3 bzw 48 % ± 5,7 der Zellen apoptotisch. Das Diagramm (B) zeigt die Veränderung der

Anzahl nekrotischer Zellen. Bei Inkubation mit 10 µM t-BHP tratt keine Veränderung ein.

Wurden die Zellen mit 50 µM t-BHP inkubiert nahm die Anzahl der nekrotischen Zellen

innerhalb von acht Stunden von 1 % ± 0,2 auf 5 % ± 2,2 leicht zu. Bei Inkubation mit 100 µM

t-BHP nahm die Anzahl nekrotischen Zellen auf 17 % ± 5,5 zu. Diagramm (C) zeigt den

Einfluß der t-BHP-Konzentration und der Inkubationszeit auf die Induktion der Apoptose.

Berechnet wurden die Effekte mit Hil fe der Multiplen-Linearen-Regression (MLR). Dabei hat

die Zeit mit einem B-Koeffizienten von 3,3 einen um den Faktor zehn stärkeren Einfluß auf

die Induktion der Apoptose als die Konzentration mit einem B-Koeffizienten von 0,3.
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Abbildung 3.3: Zunahme der Anzahl an apoptotischen und nekrotischen Zellen bei Inkubation

mit t-BHP
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(C)

Die in den Diagrammen (A), (B) und (C) dargestellten Werte wurden nach Inkubation von
PAEC mit 10, 50 und 100 µM t-BHP für vier, sechs und acht Stunden erhalten. Die im
Diagramm (A) gezeigte Anzahl der apoptotischen Zellen nahm zeit- und
konzentrationsabhängig zu. Diagramm (B) zeigt die Anzahl der nekrotischen Zellen. Bei
Inkubation mit 10 µM t-BHP veränderte sich die Anzahl der Zellen nicht, bei 50 und 100 µM
t-BHP wurde eine leichte Zunahme beobachtet. Das Diagramm (C) zeigt den Einfluß nach
MLR, welche die Inkubationszeit und die t-BHP-Konzentration auf die Induktion der
Apoptose ausüben. Der Einfluß der Zeit ist um den Faktor zehn größer als der Einfluß der
Konzentration.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.2-3.4.

3.1.2 Hyperglykämie und Apoptose

Um den Einfluß von Hyperglykämie auf die Induktion der Apoptose zu untersuchen, wurden

die Zellen über den Zeitraum von zwei, drei oder sieben Tagen mit 30 mM Glucose inkubiert.

Dabei konnte weder eine Zunahme der Anzahl an apoptotischen noch an nekrotischen Zellen

beobachtet werden.

Daten siehe Anhang Tabelle 3.5.
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3.1.3 Induziert die Oxidation des GSH-Pools Apoptose?

Um die Hypothese zu stärken, daß die Oxidation des GSH-Pools zur Induktion der Apoptose

führt, wurden Endothelzellen für zwei Stunden mit 100 µM EA inkubiert. Anschließend

wurde die Anzahl der apoptotischen und nekrotischen Zellen mit dem Durchflußzytometer

bestimmt. EA wird enzymatisch von der Glutathion-S-transferase an GSH gekoppelt und

entleert sowohl den mitochondrialen als auch den zytoplamatischen GSH-Pool [48].

Die Anzahl der apoptotischen Zellen erhöhte sich von 6 % ± 0,2 auf 45 % ± 0,6. Die Anzahl

der nekrotischen Zellen veränderte sich hingegen kaum. In der Abbildung 3.4 sind die Daten

der apoptotischen und nekrotischen Zellen wiedergegeben.

Die im Balkendiagramm wiedergegebenen Werte wurden bei Inkubation von PAEC mit 100
µM EA für zwei Stunden erhalten. Es wurde eine starke Zunahme der apoptotischen Zellen
beobachtet, wohingegen die Anzahl der nekrotischen Zellen sich nicht wesentlich veränderte.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.6.

Abbildung 3.4: Zunahme der Anzahl an apoptotischen und nekrotischen Zellen bei Inkubation

mit 100 µM EA

� � � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � � �

� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �

� � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � �

� � � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � � �
� � � � � � � � � � � � � � �

0

5

1 0

1 5

2 0

2 5

3 0

3 5

4 0

4 5

5 0

K
on

tr
ol

lp
ro

be

10
0 

µM
 E

A
 2

 h

Z
el

le
n 

[%
]

� � � � � �
a p o p t o t i s c h e  Z e l l e n� � � � � �

� � � � � � n e k r o t i s c h e  Z e l l e n



Ox i dat i v er  St r e ß  i n d u z i e r t e  A p o p t o s e  i n  E n d o t h e l z e l l en

      41

3.1.4 Die protektive Wirkung von Radikalfänger

Um zu überprüfen, ob ein Schutz vor oxidativem Streß durch die Radikalfänger a-Tocopherol

und GSH-EE auch zu einer verringerten Induktion der Apoptose führt, wurden die PAEC für

48 Stunden mit 150 µM α-Tocopherol und für 24 Stunden mit 1 mM GSH-EE vorinkubiert.

Anschließend wurden sie für vier Stunden mit 50 µM t-BHP oder für zwei Stunden mit 100

µM EA inkubiert. Die Vorinkubation mit α-Tocopherol und GSH-EE verringerte die Anzahl

der apoptotischen Zellen bei Inkubation mit t-BHP um 10 % ± 3,1 bzw 6 % ± 2,6. Bei der

Stimulation der Apoptose durch EA war die Anzahl der apoptotischen Zellen nach

Vorinkubation mit α-Tocopherol und GSH-EE um 11 % ± 5,7 bzw 22 % ± 1,1 geringer. Auf

die Änderung der nekrotischen Zellen hatten die Vorinkubationen kaum Einfluß. Wurden

Zellen zur Kontrolle nur mit α-Tocopherol und GSH-EE inkubiert, war keine große

Veränderung der Anzahl an apoptotischen und nekrotischen Zellen zu beobachten.

Abbildung 3.5: Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE bei Inkubation mit t-BHP und

EA

Um die in den Balkendiagramm dargestellten Werte zu erhalten, wurden PAEC für 48
Stunden mit 150 µM α-Tocopherol und für 24 Stunden mit 1 mM GSH-EE vorinkubiert.
Anschließend wurden sie für vier Stunden mit 50 µM t-BHP oder zwei Stunden mit 100 µM
EA inkubiert. Dabei zeigte sich, daß bei Inkubation mit t-BHP oder EA durch Vorinkubation
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mit α-Tocopherol und GSH eine geringere Anzahl an Zellen apoptotisch wurden. Die
Inkubation der Kontrollzellen nur mit α-Tocopherol und GSH-EE verursachte keine großen
Veränderungen. * = Unterschied (p<0,05) 50 µM t-BHP 4 h vs. 150 µM a-Tocopherol 48 h,
50 µM t-BHP 4 h; # = Unterschied (p<0,05) 100 µM EA 2 h vs. 150 µM a-Tocopherol 48 h,
100 µM EA 2 h, bzw. 1 mM GSH-EE 24 h, 100 µM EA 2 h
Daten siehe Anhang Tabelle 3.7.

3.2 Untersuchung der ROS-Bildung in Endothelzellen

Die Veränderungen der intrazellulären ROS-Konzentration ist sowohl bei der Induktion als

auch während der Apoptose ein wichtiger Faktor. Daher sollte durch diese Untersuchungen

festgestellt werden, welche Veränderungen der intrazellulären ROS-Konzentration durch

oxidativen Streß verursacht wird und welche Veränderungen der ROS-Konzentration

während der Apoptose auftreten. Dazu wurden PAEC mit t-BHP, Glucose und EA inkubiert

und anschließend wurde die intrazelluläre ROS-Konzentration bestimmt. Weiterhin wurde der

Zellschutz durch die antioxidative Wirkung von α-Tocopherol und GSH-EE untersucht.

Zur Detektion der intrazellulären ROS wird der Fluoreszenzfarbstoff H2DCF-DA benutzt.

Dieser nichtionische und unpolare Farbstoff kann die Zellmembran queren und wird in der

Zelle enzymatisch von intrazellulären Esterasen zu HDCF hydrolysiert [91-93], sodaß er nicht

mehr aus der Zelle austritt und in den Zellen mit Radikalen zum fluoreszierenden DCF

reagieren kann. Somit kann über den Anstieg der Fluoreszenz die Bildung von intrazellulärem

ROS qualitativ bestimmt werden [91]. Zur Auswertung der Messergebnisse wurde der

geometrische Mittlewert der relativen Fluoreszenz verwendet. Darüberhinaus wurden die

Bildung einer weiteren Zellpopulation bei Inkubation mit t-BHP, durch Betrachtung der

Histogramme näher charakterisiert.
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3.2.1 Bildung von ROS bei Inkubation mit t-BHP

Durch diese Untersuchungen sollten die Veränderungen der intrazellulären ROS-

Konzentration während der durch oxidativen Streß induzierten Apoptose bestimmt werden.

Dazu wurden PAEC wie im Abschnitt 2.3.2 beschrieben mit t-BHP Konzentrationen von 10,

50 und 100 µM für jeweils 15 min, 30 min, eine, vier und sechs Stunden inkubiert und

anschließend die ROS-Konzentration am Durchflußzytometer bestimmt.

Abbildung 3.6 zeigt den Zeitverlauf der Fluoreszenzveränderung bei Inkubation mit 10, 50

und 100 µM t-BHP. Bei Inkubation mit 10 µM t-BHP stieg der Mittelwert der relativen

Fluoreszenz in der ersten Stunde stark an und nahm dann nach vier und sechs Stunden auf

hohem Niveau noch etwas zu, sodaß das Maximum (46,9 ± 4,99) erst nach sechs Stunden

erreicht wurde.

Werden Zellen mit 50 µM t-BHP inkubiert stieg der Mittelwert der relativen Fluoreszenz steil

an und erreichte nach 30 min das Maximum (46,7 AU ± 4,42) anschließend sankt er auf das

Minimum (12,5 AU ± 0,38) nach 4 Stunden um nach sechs Stunden wieder auf fasst den

Anfangswert zu steigen. Die Inkubation mit 100 µM t-BHP ließ den Mittelwert der relativen

Fluoreszenz steil ansteigen und erreichte schon nach 15 min das Maximum (49,4 AU ± 5,07),

anschließend sankt er auf das Minimum (7,4 AU ± 3,24) nach 4 Stunden. Danach stieg er an,

bleibt aber unter dem vergleichbaren Wert bei Inkubation mit 50 µM t-BHP.
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Abbildung 3.6: Zeit- und konzentrationsabhängige Veränderung der Fluoreszenz bei

Inkubation von PAEC mit t-BHP.

Die im Diagramme dargestellten Werte wurden bei Inkubation von PAEC mit 10, 50 und 100
µM t-BHP für 15 min ,30 min, einer, vier, und sechs Stunden erhalten. Es wurde der
Mittelwert der relativen Fluoreszenz gegen die Inkubationszeit aufgetragen. Die Inkubation
mit 10 µM t-BHP führte zu einer stetigen Zunahme der Fluoreszenz, die nach sechs Stunden
mit 46,9 ihr Maximum erreichte. Bei Inkubation mit 50 µM t-BHP wurde das Maximum mit
46,7 nach 30 min erreicht, anschließend nahm der Mittelwert der relativen Fluoreszenz ab,
stieg aber nach sechs Stunden nochmals an. Die Inkubation mit 100 µM zeigte einen
ähnlichen Verlauf wie die der 50 µM Inkubation, wies aber schon nach 15 min das Maximum
mit 49,5 auf.
Daten siehe Anhang, Tabelle 3.8.

Der Grund für die starke Abnahme der Fluoreszenz bei Inkubation der Zellen mit 50 und 100

µM t-BHP war, daß sich nach einer Stunde eine zweite Zellpopulation mit stark erniedrigter

Fluoreszenz bildete, die den Mittelwert der Fluoreszenz stark absinken ließ. In Abbildung 3.7

wird die Zunahme der Anzahl an Zellen mit niedriger Fluoreszenzintesität in Prozent gezeigt.

Wurden PAEC mit 50 und 100 µM t-BHP inkubiert, bildet sich die zweite Zellpopulation

nach einer Stunde und erreichte ein Maximum nach vier Stunden von 62 % ± 0,7 50 µM und

71 % ± 8,1 100 µM t-BHP, anschließend fiel sie nach sechsstündiger Inkubation auf 46 % ±

1,9 bzw 60 % ± 11,3 der Zellen ab. Bei Inkubation mit 10 µM wurde eine leichte Zunahme

der Anzahl an Zellen mit erniedrigter Fluoreszenz erst nach vier Stunden beobachtet, die auch
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nach sechs Stunden mit 22 % ± 1,0 nicht das Ausmaß erlangte wie bei Inkubation von Zellen

mit 50 und100 µM t-BHP.

Abbildung 3.7: Zunahme der Anzahl an Zellen mit erniedrigter Fluoreszenz.

Im Diagramm wird die Zunahme der Anzahl an Zellen mit erniedrigter Fluoreszenz
dargestellt. Bei Inkubation von PAEC mit 50 und 100 µM t-BHP bildete sich nach einer
Stunde eine zweite Zellpopulation mit stark erniedrigter Fluoreszenz, die nach vier Stunden
ein Maximum von 62 % bzw 71 % der Anzahl an Zellen hatte. Inkubation mit 10 M t-BHP
führte erst nach vier Stunden zu einer leichten Zunahme der Zellen mit erniedrigter
Fluoreszenz.
Daten siehe Anhang, Tabelle 3.9.

Um die einzelnen Stadien der Fluoreszenzveränderungen besser zu veranschaulichen sind in

Abbildung 3.8 (A), (B) und (C) Histogramme der unterschiedlichen Inkubations-

konzentrationen bei drei verschiedenen Zeiten (30 min [rot], eine [grün] und vier Stunden

[blau]) mit der Kontrollprobe [schwarz] wiedergegeben.

Die erste Abbildung 3.8 (A) zeigt, daß bei Inkubation der Zellen mit 10 µM t-BHP nach 30

min eine leichte Zunahme der relativen Fluoreszenz zu beobachten war. Nach einer Stunde

veränderte sich die Fluoreszenz kaum. Im Gegensatz zu den beiden anderen
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Inkubationskonzentrationen konnte die Bildung einer weiteren Zellpopulation mit erniedrigter

Fluoreszenz erst nach vier Stunden und in deutlich geringerem Maße beobachtet werden.

Auch Zellen mit erhöhter Fluoreszenz erreichten nach vier Stunden nicht das Niveau der

Zellen, die mit 50 oder 100 µM t-BHP inkubiert wurden. In den Abbildungen 3.8 (B) und (C),

sind die Histogramme der 50 und 100 µM t-BHP Inkubationen dargestellt. Beide

Inkubationsverläufe sind einander sehr ähnlich. Nach 30 min hatten die Zellen ein

Fluoreszenzniveau erreicht, das bei Inkubation mit 10µM t-BHP erst nach vier Stunden

erreicht wurde. Nach einer Stunde bildete sich eine Zellpopulation mit erniedrigter

Fluorerszenz aus. Zusätzlich erreichten einige Zellen nach einer Stunde ein Stadium mit noch

höherer Fluoreszenz. Im weiteren Inkubationsverlauf lagen die Zellen entweder in der

Zellpopulation mit erniedrigter Fluoreszenz oder in der Zellpopulation mit stark erhöhter

Fluoreszenz vor.

Abbildung 3.8: Übereinandergelegte Histogramme von t-BHP Inkubationen

(A) Kontrollprobe, 10 µM t-BHP 30 min, eine und vier Stunden.
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(B) Kontrollprobe, 50 µM t-BHP 30 min, eine und vier Stunden.

(C) Kontrollprobe, 100 µM t-BHP 30 min, eine und vier Stunden.
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3.2.2 Auswirkung von Hyperglykämie auf die ROS-Konzentration

Um die Auswirkung von Hyperglykämie auf die intrazelluläre ROS-Konzentration zu

untersuchen, wurden Endothelzellen mit 30 mM Glucose inkubiert. Die Veränderung der

ROS-Konzentration wurde nach 15, 30 min einer, zwei, vier, sechs und 14 Stunden bestimmt.

Dabei konnte ledigliche eine nicht signifikant Zunahme der relativen Fluoreszenz festgestellt

werden.

Daten siehe Anhang Tabelle 3.10.

3.2.3 Veränderung der ROS-Konzentration bei Inkubation mit EA

Durch diese Messungen sollte festgestellt werden, welchen zeitlichen Ablauf die

Veränderungen der ROS-Konzentration bei der Induktion der Apoptose durch EA hat. Dazu

wurden die Zellen mit 100 µM EA für 15 min, 30 min, einer, zwei und drei Stunden inkubiert

und anschließend die intrazelluläre ROS-Konzentration bestimmt.

In der Abbildung 3.9 (A) sind einmal die Histogramme nach ein- (blau) und zweistündiger

(rot) Inkubation mit EA und das Histogramm einer Kontrollprobe (schwarz) abgebildet. Es

kam zu einer homogenen Veränderung der intrazellulären ROS-Konzentration ohne Bildung

einer zweiten Zellpopulation. Im Diagramm (B) sind die Mittelwerte der relativen

Fluoreszenz in Abhängigkeit zur Zeit wiedergegeben. Der Mittelwert der relativen

Fluoreszenz erreichte nach einer Stunden ein Maximum von 104 ± 11,1 und nahm daraufhin

auf einen Wert ab, der weit unter dem Ausgangsniveau lag.

Um die Fluoreszenzveränderungen durch Inkubation mit t-BHP zu veranschaulichen, wurden
verschiedene Histogramme der grünen relativen Fluoreszenz (FL1-Height)
übereinandergelegt. Für die übereinandergelegten Histogramme (A), (B) und (C) wurde ein
Histogramm einer Kontrollprobe (schwarz) und jeweils drei Histogramme aus der Inkubation
von PAEC mit 10, 50 und 100 µM t-BHP nach 30 min (rot), eine Stunde (grün) und vier
Stunden (blau) verwendet. In den Histogrammen (A) wurde nach 30 min eine leichte
Zunahme der relativen Fluoreszenz beobachtet, die sich nach einer Stunde kaum veränderte.
Nach vier Stunden war die Zellpopulation mit erniedriger relativer Fluoreszenz nur wenig
ausgebildet. In den Histogramme (B) und (C) werden die Ergebnisse der 50 und 100 µM t-
BHP-Inkubationen gezeigt. Die Zellen erreichten nach 30 min Inkubation ein
Fluoreszenzniveau, das bei Inkubation mit 10 µM t-BHP erst nach vier Stunden erreicht
wurde. Nach einstündiger Inkubation war eine Zellpopulation mit erniedrigter relativer
Fluoreszenz zu erkennen. Zusätzlich wiesen einige Zellen eine deutlich errhöhte relative
Fluoreszenz auf. Nach vier Stunden lagen die Zellen entweder in der Zellpopulation mit
erniedrigter Fluoreszenz oder in der mit stark erhöhter Fluoreszenz.
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Abbildung 3.9: Veränderung der relativen Fluoreszenz bei Inkubation mit EA

(A) Kontrollprobe, 100 µM EA eine Stunde, zwei Stunden.

(B)

In der Abbildung 3.9 (A) sind zum Vergleich Histogramme der grünen relativen Fluoreszenz
(FL1-Heigt) der Kontrollprobe (schwarz) und die zweier Probe, die für eine (blau) und zwei
(rot) Stunden mit 100 µM EA inkubiert wurden, wiedergegeben. Es kam zu einer homogenen
Veränderung der relativen Fluoreszenz, die nach einer Stunde stark zunahm, aber schon nach
zwei Stunde ebenso stark abnahm. Das Diagramm (B) zeigt die Veränderung des Mittelwertes
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der relativen Fluoreszenz in Abhängigkeit zur Zeit. Die relative Fluoreszenz erreichte nach
einer Stunden ein Maximum, nahm anschließend stark ab und lag am Ende der
Inkubationszeit weit unter dem Ausgangsniveau.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.11.

3.2.4 Senken Radikalfänger die intrazelluläre ROS-Konzentration?

Zur Überprüfung ob die Radikalfänger α-Tocopherol und GSH-EE eine schützende Wirkung

auf die Veränderung der intrazellulären ROS-Konzentration zeigen, wurden die Zellen mit

150 µM α-Tocopherol für 48 Stunden und mit 1 mM GSH-EE für 24 Stunden vorinkubiert.

Anschließend wurden sie für vier Stunden mit 10 µM t-BHP inkubiert.

In Abbildung 3.10 sind die Mittelwerte der relativen Fluoreszenz als Balkendiagramm

dargestellt. Bei der Inkubation mit t-BHP wurde durch Vorinkubation mit α-Tocopherol eine

Erniedrigung des Mittelwertes von 47 ± 3,1 auf 38 ± 4,2 beobachtet. Hingegen veränderte

sich die ROS-Konzentration durch Vorinkubation mit GSH-EE 44 ± 5,1 kaum.

Abbildung 3.10: Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE bei Inkubation mit t-BHP

Um die in den Balkendiagramm dargestellten Werte zu erhalten, wurden PAEC für 48
Stunden mit 150 µM α-Tocopherol und für 24 Stunden mit 1 mM GSH-EE vorinkubiert.
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Anschließend wurden sie für vier Stunden mit 10 µM t-BHP inkubiert. Dabei zeigte sich, daß
durch α-Tocopherol der t-BHP induzierte Anstieg der relativen Fluoreszenz partiell
verhindert wurde. * = Unterschied (p<0,05) 50 µM t-BHP 30 min vs. 150 µM a-Tocopherol
48 h, 50 µM t-BHP 30.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.12.

3.3 Auswirkung von oxidativem Streß auf den GSH-Gehalt

Im Rahmen dieser Untersuchungen sollten die Auswirkungen von oxidativem Streß auf den

Oxidationsschutz der Zelle bestimmt werden. Darüberhinaus sollten die zeitlichen

Veränderungen des GSH-Gehaltes während der Apoptose festgestellt werden. Dazu wurden

die Zellen mit t-BHP, Glucose und EA inkubiert und der GSH-Gehalt bestimmt.

In den Zellen nimmt GSH an der enzymatischen und nichtenzymatischen Entgiftung

verschiedener ROS teil [34]. Jede dieser Reaktionen führt direkt oder indirekt zur Bildung

von (GSSG) [34, 60-67]. Das entstehende GSSG wird unter physiologischen Bedingungen

durch die Glutathionreduktase wieder zu GSH reduziert, sodaß das Verhältnis

([GSH]/[GSSG] > 100 gleich bleibt [34, 68, 69]. Das [GSH]/[GSSG] Verhältnis bestimmt den

Redoxstatus der Zelle. Wird die Zelle oxidativem Streß ausgesetzt, häuft sich das GSSG in

der Zelle an und der Redoxstatus der Zelle verschiebt sich. Um den Glutathiongehalt der Zelle

zu überprüfen wurde der Fluoreszenzfarbstoff MCB eingesetzt. Dieser nicht fluoreszierender

Farbstoff reagiert spezifisch mit der Thiolgruppe des GSH zu einem fluoreszierenden

Farbstoff.

3.3.1 Veränderung des GSH-Gehaltes durch t-BHP

PAEC wurden mit t-BHP-Konzentrationen von 10, 50 und 100 µM für jeweils 15 min, 30

min, eine, vier, sechs und acht Stunden inkubiert. Anschließend wurden die Zellen, wie im

Abschnitt 2.5 beschrieben, aufgearbeitet und der GSH-Gehalt mit dem Fluoreszenzfarbstoff

MCB bestimmt.

In der Abbildung 3.11 wird die zeitabhängige Veränderung des GSH-Gehaltes bei Inkubation

von Zellen mit 10, 50 und 100 µM t-BHP gezeigt. Der GSH-Gehalt der Kontrollprobe betrug

81 ± 2,2 nM GSH/mg Protein. Bei Inkubation von PAEC mit 10 µM t-BHP der stieg GSH-

Gehalt innerhalb von 30 min um 60 ± 4,1 ∆ nM GSH/mg Protein auf ein Maximum und blieb
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auch nach acht Stunden auf diesem hohen Niveau. Bei Inkubation mit 50 µM t-BHP stieg der

GSH-Gehalt innerhalb von 30 min um 63 ± 2,0 ∆ nM GSH/mg Protein auf ein erstes

Maximum. Nach vier Stunden erreichte der GSH-Gehalt mit 85 ± 8,6 ∆ nM GSH/mg Protein

ein weiteres Maximum und nahm anschließend ab. Wurden die Zellen mit 100 µM t-BHP

inkubiert, stieg der GSH-Gehalt innerhalb 30 min um 54 ± 2,0 ∆ nM GSH/mg Protein auf ein

Maximum. Danach sank er stetig ab, bis er nach acht Stunden unter dem Ausgangsniveau lag.

Abbildung 3.11: Zeit- und konzentrationsabhängige Veränderung des GSH-Gehaltes bei

Inkubation von PAEC mit t-BHP

Die in den Diagrammen dargestellten Werte wurden bei der Inkubation von PAEC mit 10, 50
und 100 µM t-BHP für 15 min, 30 min, eine, vier, sechs und acht Stunden erhalten. Im
Diagramm wird die zeitabhängige Veränderung des GSH-Gehaltes der Zelle als ∆ nM
GSH/mg Protein gezeigt. Bei Inkubation von PAEC mit 10 µM t-BHP stieg der GSH-Gehalt
innerhalb von 30 min auf ein Maximum und blieb auch nach acht Stunden auf diesem hohen
Niveau. Bei Inkubation mit 50 µM t-BHP stieg der GSH-Gehalt innerhalb von 30 min auf ein
erstes Maximum und nahm nach Erreichen eines weiteren Maximums nach vier Stunden
anschließend ab. Wurden Zellen mit 100 µM t-BHP inkubiert stieg der GSH-Gehalt innerhalb
30 min auf ein Maximum und sank danach stetig ab bis er nach acht Stunden unter dem
Ausgangsniveau lag.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.13.
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3.3.2 Vergrößerung des GSH-Pools bei Inkubation mit 30 mM Glucose

Durch diese Messungen sollte herausgefunden werden, welchen Einfluß die Inkubation von

Zellen mit 30 mM Glucose auf den GSH-Gehalt hat. Dazu wurden PAEC aufgearbeitet und

der Glutathiongehalte nach 24, 48 und 72 Stunden bestimmt.

Die Abbildung 3.12 zeigt den Zeitverlauf der Veränderung des GSH-Gehaltes bei Inkubation

von Zellen mit 30 mM Glucose. Es zeigte sich, daß der GSH-Gehalt stetig zunahm und sich

nach drei Tagen um 25 ± 0,8 nM GSH/mg Protein erhöht hatte.

Abbildung 3.12: Zunahme des GSH-Gehaltes bei der Inkubation mit 30 mM Glucose

Die in dem Diagramm dargestellten Werte wurden bei der Inkubation von PAEC mit 30 mM
Glucose für 24, 48 und 72 Stunden erhalten. Im Diagramm wird die zeitabhängige
Veränderung des GSH-Gehaltes der Zelle als ∆ nM GSH/mg Protein gezeigt. Der GSH-
Gehalt nahm stetig zu und hatte sich nach drei Tagen um 25 ± 0,8 ∆ nM GSH/mg Protein im
Vergleich zur Kontrollprobe erhöht.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.14.
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3.3.3 Veränderung des GSH-Gehaltes durch EA

Mit dieser Versuchsreihe sollte untersucht werden, welche Auswirkung EA auf den GSH-

Gehalt der Zellen hat und in welchem zeitlichen Ablauf mögliche Veränderungen geschehen.

Dazu wurden Endothelzellen mit 100 µM EA für 15 min, 30 min, eine, zwei, drei und vier

Stunden inkubiert und anschließend aufgearbeitet und vermessen.

Die Abbildung 3.13 zeigt die Veränderung des GSH-Gehaltes bei der Inkubation mit EA. Der

GSH-Gehalt erreichte nach 30 min mit einer Steigerung um 10 ± 1,9 nM GSH/mg Protein ein

Maximum, nahm anschließend ab und lag nach drei Stunden unter dem Ausgangsniveau.

Abbildung 3.13: Veränderung des GSH-Gehaltes bei der Inkubation von PEAC mit 100 µM

EA

Die in dem Diagramm dargestellten Werte wurden bei Inkubation von PAEC mit 100 µM EA
für 15 min, 30 min, eine, zwei, drei und vier Stunden erhalten. Im Diagramm wird die
zeitabhängige Veränderung des GSH-Gehaltes der Zelle als ∆ nM GSH/mg Protein gezeigt.
Der GSH-Gehalt nahm anfänglich zu und erreichte nach 30 min sein Maximum.
Anschließend nahm er stetig ab und lag nach drei Stunden unter dem Ausgangsniveau. * =
Unterschied (p<0,05) Kontrollprobe (t=0) vs. 100 µM EA 30 min bzw. 100 µM EA 4 h
Daten siehe Anhang Tabelle 3.14.
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3.4 Veränderung des ∆∆∆∆ΨΨΨΨM bei oxidativem Streß

Bei diesen Messungen wurde der Einfluß von oxidativem Streß auf das ∆ΨM bestimmt. Dazu

wurden Endothelzellen mit t-BHP oder 30 mM Glucose inkubiert. Zusätzlich soll te überprüft

werden, ob α-Tocopherol und GSH-EE eine protektive Wirkung auf das ∆ΨM ausüben.

Die Öffnung der Permeabilitätstransitionporen (PT-Poren) in den Mitochondrien spielt eine

entscheidende Rolle bei der Induktion der Apoptose.Die Bildung der PT-Poren führt zur

Erniedrigung des ∆ΨM, was zum Anschwellen der Mitochondrien und zum Reißen der

äusseren Mitochondrienmembran führt.

Zur Bestimmung des ∆ΨM wird der Fluoreszenzfarbstoff JC-1 eingesetzt, der bei niedriger

Konzentration grün ist. Bei hohen Konzentrationen in wässeriger Lösung bildet JC-1 rot

fluoreszierende J-Aggregate. Bedingt durch das negative Membranpotential der

Mitochondrien reichern sich dort die positiv geladenen Farbstoffmoleküle an und bilden rot

fluoreszierende J-Aggregate. Wird eine Zelle apoptotisch oder nekrotisch, wird das

Membranpotential erniedrigt, die J-Aggregate lösen sich auf und die rote Fluoreszenz nimmt

ab. Somit kann mit Hilfe von JC-1 die Veränderungen des ∆ΨM bestimmt werden.

Um die sich bildende Zellpopulationen zu charakterisieren wurden die Zellpopulationen in

verschiedene Regionen unterteilt und zur Auswertung das Punktediagramm der rot/grünen

relativen Fluoreszenz verwendet. Zur Auswertung der Fluoreszenzveränderungen bei

Inkubation mit 30 mM Glucose wurden hingegen Histogramme verwendet.

In Abbildung 3.14 ist ein Punktediagramm einer Kontrollprobe, einer mit Carbonylcyanid-3-

chlorophenylhydrazon (CCCP) inkubierten und einer mit t-BHP inkubierten Probe

wiedergegeben. Im Punktediagramm (A) der Kontrollprobe liegt nur eine Zellpopulation vor,

die eine hohe rote relative Fluoreszenz besitzt. Die überwiegende Mehrzahl der Zellen

befinden sich in der Region R1. CCCP ist ein Entkoppler der oxidativen Phosphorylierung, es

lagert sich in der inneren Mitochondrienmembran ein und erniedrigt das ∆ΨM dadurch, daß es

Protonen durch die Membran nach außen transportiert. Wird das ∆ΨM durch Inkubation mit

CCCP vollkommen zerstört, liegen alle Zellen im Punktediagramme (B) in der Region R3 mit

stark erniedrigter roter Fluoreszenz vor. Im Gegensatz dazu haben sich in der mit t-BHP

behandelten Probe zwei Zellpopulationen mit niedriger roter relativer Fluoreszenz gebildet.
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Es liegen sowohl Zellen in der Region R3 vor als auch in der Region R2 vor. Zellen in R2

weisen eine höhere rote relative Fluoreszenz auf, als die der Region R3, aber eine niedriger

als die Region R1 auf. Die in Region R2 vorliegenden Zellen werden im weiteren als Zellen

mit leicht erniedrigtem ∆ΨM, die in der Region R3 als Zellen mit stark erniedrigtem ∆ΨM

bezeichnet.

Abbildung 3.14: Punktediagramm der roten und grünen relativen Fluoreszenz bei Inkubation

mit dem Fluoreszenzfarbstoffe JC-1

(A)  Kontrollprobe (B) 100 µM CCCP 2 h

(C) 100 µM t-BHP 8 h
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Im Punktediagramm (A) wird die grüne relative Fluoreszenz (FL1-Height) und die rote
relative Fluoreszenz (FL2-Height) einer Kontrollprobe gezeigt. Über 90 % der Kontrollzellen
liegen im Bereich der Region R1, in denen die Zellen mit physiologischem ∆ΨM liegen. Das
Punktediagramm (B) zeigt eine Probe die für zwei Stunden mit 100 µM CCCP inkubiert
wurde. Die Zellen liegen in der Region R3 mit stark erniedrigtem ∆ΨM. Das Punktediagramm
(C) zeigt eine Probe die acht Stunden mit 100 µM t-BHP inkubiert wurden. Unter diesen
Bedingungen zeigt sich, daß die Mehrheit der Zellen im Bereich der Regionen R2 mit leicht
erniedrigtem ∆ΨM und in der Region R3 mit stark erniedrigtem ∆ΨM vorliegen.

3.4.1 Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit t-BHP

Im Rahmen dieser Messungen sollte untersucht werden, welche Auswirkungen der oxidative

Streß auf das ∆ΨM hat. Dazu wurden PAEC mit t-BHP-Konzentrationen von 10, 50 und 100

µM für vier, sechs und acht Stunden inkubiert. Die Aufarbeitung der Zellen erfolgte wie unter

2.3.3 beschrieben

In der Abbildung 3.15 wird in den Diagrammen (A) und (B) der Effekt gezeigt, den die

Inkubation von Zellen mit 10, 50 und 100 µM t-BHP auf das ∆ΨM der Zellen ausübte. Bei

Inkubation mit 10 und 50 µM kam es zu einer stetigen Zunahme der Anzahl an Zellen mit

leicht erniedrigtem ∆ΨM, deren Anteil nach acht Stunden auf 38 % ± 2,9 bzw auf 53% ± 4,8

der Zellen anwuchs. Bei Inkubation mit 100 µM t-BHP flachte die Zunahme der Anzahl an

Zellen mit leicht erniedrigtem ∆ΨM nach acht Stunden etwas ab und lag mit 43 % ± 1,3 unter

dem Wert der Inkubation mit 50 µM. Eine Zunahme der Anzahl von Zellen mit stark

erniedrigtem ∆ΨM konnte bei Inkubation mit 50 und 100 µM erst nach acht Stunden

beobachtet werden und stieg dann auf 17 % ± 1,8 bzw 50 % ± 1,2 der Zellen an. Bei

Inkubation mit 10 µM veränderte sich die Anzahl der Zellen mit stark erniedrigtem ∆ΨM nach

acht Stunden nur leicht von 3 % ± 0,1 auf 5 % ± 1,8.
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Abbildung 3.15: Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit t-BHP
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Die in den Diagrammen (A) und (B) dargestellten Werte wurden bei Inkubation von PAEC
mit 10, 50 und 100 µM t-BHP für vier, sechs und acht Stunden erhalten. Es wird die
zeitabhängige Veränderung der Zellanzahl mit leicht erniedrigtem ∆ΨM (A) und stark
erniedrigtem ∆ΨM (B) gezeigt. Das Diagramm (A) zeigt eine stetige Zunahme der Anzahl an
Zellen mit leicht erniedrigem ∆ΨM, die bei Inkubation mit 100 µM t-BHP nach acht Stunden
abflachte. Im Diagramm (B) nahm die Anzahl von Zellen mit stark erniedrigtem ∆ΨM bei
Inkubation mit 50 und 100 µM nach acht Stunden zu.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.16, 3.17.

3.4.2 Erhöhung des ∆ΨM bei Inkubation mit 30 mM Glucose

Bei diesen Messungen sollte überprüft werden, ob durch Inkubation mit 30 mM Glucose eine

Veränderung des ∆ΨM verursacht werden kann. Bei der Inkubation der Zellen mit 30 mM

Glucose wurde keine Erniedrigung des ∆ΨM festgestellt. Weder bei Kurzzeitinkubationen von

30 min, einer und zwei Stunden, noch bei Inkubationen über den Zeitraum von zwei, drei oder

sieben Tagen wurde eine Erniedrigung des ∆ΨM gemessen. Hingegen konnte bei der

Inkubation mit 30 mM Glucose eine Erhöhung der roten relativen Fluoreszenz und damit

auch des ∆ΨM beobachtet werden. In der Abbildung 3.16 sind das Histogramm der

Kontrollprobe (schwarz) und das Histogramm einer Probe (rot), die sieben Tage mit 30 mM

Glucose inkubierten wurde, wiedergegeben. Der Mittelwert der relativen Fluoreszenz stieg

von 840 ± 60 nach sieben tägiger Inkubation auf 1240 ±. 90
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Abbildung 3.16: Zunahme der roten relativen Fluoreszenz bei Inkubation mit 30 mM Glucose

Hier sind zum Vergleich Histogramme der roten relativen Fluoreszenz (FL2-Height) der
Kontrollprobe und einer Probe, die für sieben Tage mit 30 mM Glucose inkubiert wurde,
wiedergegeben. Es ist deutlich eine Erhöhung der relativen Fluoreszenz zu sehen.

3.4.3 Zunahme der Zellen mit erniedrigtem ∆ΨM bei Inkubation mit EA

Durch diese Messungen sollte geprüft werden, ob es durch die Oxidation des GHS-Pools mit

EA zu einer Veränderung des ∆ΨM kommt und in welchem zeitlichen Ablauf dies geschieht.

Bei Inkubation von PAEC mit 100 µM EA konnte eine Zunahme der Anzahl an Zellen mit

leicht erniedrigtem ∆ΨM schon nach einer Stunden festgestellt werden. Im weiteren Verlauf

stieg die Anzahl der Zellen mit leicht erniedrigem ∆ΨM nach drei Stunden auf 49 % ± 6,1.

Eine Zunahme der Zellen mit stark erniedrigtem ∆ΨM konnte mit 16 % ± 4,0 nach zwei

Stunden beobachtet werden. Nach drei Stunde stieg die Anzahl der Zellen mit stark

erniedrigtem ∆ΨM auf 42 % ± 6,4 an.

Kontrollprobe
7 d
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Abbildung 3.17: Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit EA

Die in den Diagrammen dargestellten Werte wurden bei der Inkubation von PAEC mit 100
µM EA für eine, zwei, drei und vier Stunden erhalten. Im Diagramm wird die zeitabhängige
Veränderung der Anzahl an Zellen mit leicht erniedrigtem ∆ΨM (blau) und stark erniedrigtem
∆ΨM (rosa) gezeigt. Eine Erhöhung der Anzahl von Zellen mit leicht erniedrigtem ∆ΨM

wurde bereits nach einer Stunden gesehen. Eine Zunahme der Anzahl an Zellen mit stark
erniedrigtem ∆ΨM konnte nach zwei Stunden festgestellt werden.
Daten siehe Anhang Tabelle 3.18.

3.4.4 Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE

Um zu prüfen, ob α-Tocopherol und GSH-EE zur Aufrechterhaltung von ∆ΨM beitragen

können, wurden Endothelzellen für 48 Stunden mit 150 µM α-Tocopherol und für 24 Stunden

mit 1 mM GSH-EE vorinkubiert. Anschließend wurden sie sechs Stunden lang mit 100 µM t-

BHP oder einer Stunde lang mit 100 µM EA inkubiert.

Bei Inkubation von PAEC mit t-BHP war die Anzahl der Zellen mit stark und leicht

erniedrigtem ∆ΨM durch Vorinkubation mit α-Tocopherol um 9 % ± 3,0 geringer. Bei

Inkubation mit GSH-EE war die gesamte Anzahl der Zellen mit erniedrigtem ∆ΨM um 17 % ±

1,8 geringer. Wurden Zellen mit EA inkubiert, konnte durch Vorinkubation mit α-Tocopherol
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die Anzahl der Zellen mit erniedrigtem ∆ΨM insgesamt um 4 % ± 1,0 und durch

Vorinkubation mit GSH-EE um 10 % ± 2,3 verringert werden. Inkubation von PAEC nur mit

α-Tocopherol oder GSH-EE hatte keine signifikante Veränderung des Kontrollwertes zur

Folge. In der Abbildung 3.18 sind die Daten graphisch dargestellt, wobei die Zellen mit stark

und niedrigem ∆ΨM zusammengefasst sind.

Abbildung 3.18 Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE bei Inkubation mit t-BHP

und EA

Um die in den Balkendiagramm dargestellten Werte zu erhalten, wurden PAEC für 48
Stunden mit 150 µM α-Tocopherol und für 24 Stunden mit 1 mM GSH-EE vorinkubiert.
Anschließend wurden sie für sechs Stunden mit 100 µM t-BHP und eine Stunde mit 100 µM
EA inkubiert. Die angegebene Werte setzen sich aus den Zellen mit leicht und stark
erniedrigtem ∆ΨM zusammen. Dabei zeigte sich, daß bei Inkubation von PAEC mit t-BHP
und EA durch Vorinkubation mit α-Tocopherol und GSH-EE die Anzahl an Zellen mit
erniedrigtem ∆ΨM verringert wurde. * = Unterschied (p<0,05) 100 µM t-BHP 6 h vs. 150 µM
α-Tocopherol 48 h, 100 µM t-BHP 6 h bzw 1 mM GSH-EE 24 h, 100 µM t-BHP 6 h; # =
Unterschied (p<0,05) 100 µM EA 1 h vs. 150 µM α-Tocopherol 48 h, 100 µM EA 1 h bzw 1
mM GSH-EE 24 h, 100 µM EA 1 h.
Daten siehe Anhang, Tabelle 3.19.
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3.5 Freisetzung von Cytochrom-c ins Zytosol

Durch diese Versuche sollte festgestellen werden, ob bei der Erniedrigung des ∆ΨM durch

oxidativen Streß auch Apoptose induzierende Proteine wie AIF und Cytochrom-c ins Zytosol

gelagen. Dazu wurde PAEC mit t-BHP, EA oder 30 mM Glucose inkubiert und Cytochrom-c

immunochemisch nachgewiesen.

Im physiologischen Zustand der Mitochondrien liegt das Cytochrom-c im Intermembranraum

vor. Dabei ist es durch das Membranpotential elektrostatisch an der Außenseit der inneren

Mitochondrienmembran gebunden. Durch Erniedrigung des ∆ΨM löst sich die Bindung des

Cytochrom-c und nach Anschwellen und Reißen der äußeren Mitochondrienmemban gelangt

das Cytochrom-c ins Zytosol [23, 40]. Im Zytosol aktiviert es die Procaspase 9 und iniziert

damit die Caspasekaskade die zur Kondensation des Zellkerns führt [32, 23].

Zur Überprüfung, ob bei der Erniedrigung des ∆ΨM durch oxidativen Streß Cytochrom-c ins

Zytosol gelangt, wurden die Zellen für eine Stunde mit 100 µM t-BHP, eine Stunde mit 100

µM EA und zwei Stunde mit 30 mM Glucose inkubiert. Anschließend wurden sie, wie unter

Punkt 2.4 beschrieben, aufgearbeitet und Cytochrom-c immunochemisch in den zytosolischen

und mitochondrialen Zell fraktionen nachgewiesen.

In dem Westernblot der Abbildung 3.19 ist zu erkennen, daß weder bei der Kontrolle noch bei

einer Inkubation der Zellen für zwei Stunden mit 30 mM Glucose Cytochrom-c in der

zytosolischen Fraktion nachgewiesen wurde. Bei der Inkubation von PAEC mit 100 µM t-

BHP für eine Stunde konnte Cytochrom-c in der zytosolischen Fraktion nachgewiesen

werden. Dies wurde durch Vorinkubation der Zellen mit 150 µM a-Tcopherol für 48 Stunden

teilweise verhindert. Wurden Zellen mit 100 µM EA eine Stunden inkubiert, wurde eine

Zunahme des Cytochrom-c in der zytosolischen Fraktion beobachtet, die durch eine 24-

stündige Vorinkubation der Zellen mit 1 mM GSH-EE ebenfalls teilweise verringert wurde.
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Abbildung 3.19: Nachweis von Cytochrom-c in mitochondrialen und zytosolischen

Zellfraktionen

   1    2      3     4       5      6     7      8     9   10  11 12 13 14

Die Proben wurden wie unter Punkt 2.5 beschrieben aufgearbeitet. Es wurden jeweils 15 µg
Protein aufgetragen und im SDS-Gel aufgetrennt. In den Spuren 1 und 14 wurden zur
Kontrolle jeweils 0,3 µg Cytochrom-c aufgetragen. Die Spuren 2-13 sind sechs Paare, wobei
die erste Spur jeweils die zytosolische und die zweite Linie die mitochondriale Fraktion
darstellt.

Linie 1 0,5 µg Cytochrom-c
Linie 2,3 Kontrollprobe
Linie 4,5 30 mM Glucose 2 h
Linie 6,7 100 µM t-BHP 1 h, 150 µM a-Tocopherol 48 h
Linie 8,9 100 µM EA 1 h, 1 mM GSH-EE 24 h
Linie 10,11 100 µM t-BHP 1 h
Linie 12,13 100 µM EA 1 h
Linie 14 0,5 µg Cytochrom-c



Ox i dat i v er  St r e ß  i n d u z i e r t e  A p o p t o s e  i n  E n d o t h e l z e l l en

      65

4 Diskussion

Akuter und chronischer oxidativer Streß auf das Endothel ist eine wichtige Ursache der

endothelialen Dysfunktion und spielt eine entscheidende Rolle in der Pathophysiologie von

Gefäßkrankheiten. Dabei kann der oxidative Streß eine Vielzahl von Quellen haben, unter

anderem können Hyperglykämie, AGE, ox LDL, oder Bluthochdruck zur erhöhten intra- oder

auch extrazellulär Bildung von ROS führen. ROS üben verschieden Funktionen aus; Sie

dienen intrazellulär als Signalmoleküle und stimulieren unter anderem die Cytokinsekretion

und Zellproli feration. Anderseits verursachen sie bei höheren Konzentrationen

Zellschädigungen und können den Zelltod einleiten [14].

In dieser Arbeit sollte der Mechanismus der Apoptoseinduktion durch oxidativen Streß näher

untersucht werden. Während die Induktion der Apoptose durch verschiedene Reize über

spezifische Signalwege ausgelöst werden kann, läuft in der Effektorphase ein gemeisamer

Signalweg ab, der nach Erreichen der Degradationsphase nicht mehr umkehrbar ist. Für den

Signalweg, der durch oxidativen Streß induzierten Apoptose von Endothelzellen, wurde

aufgrund der publizierten Daten der in Abbildung 4.1 postulierte Mechanismus angenommen

und untersucht.

Entsprechend dieser Hypothese führt in der Induktionsphase exogener Streß zur

intrazellulären Bildung von ROS. Die erhöhte ROS-Konzentration ist die Ursache für die

Änderung des intrazellulären GSH/GSSG-Verhältnis, was eine Veränderung des Redoxstatus

der Zellen zur Folge hat. Die Veränderung des Redoxstatus ist der Auslöser für die Öffnung

von PT-Poren in der Mitochondrienmembran, wodurch die Effektorphase eingeleitet wird. Es

ist offen, ob dieser Prozeß direkt abhängig ist vom zellulären Redoxstatus, oder ob ROS unter

Vermittlung spezifischer Kinasen die Phosphorylierung bzw. Dephosphorylierung von BAX

oder BCL-2 verursachen und damit indirekt ein Öffnen der PT-Poren veranlassen. Durch die

offenen Poren equilibrieren Elektrolyte und Wasser, wodurch das ∆ΨM erniedrigt wird und es

zum Anschwellen und Reißen der Mitochondrienmembran kommt. Dadurch wird Cytochrom-

c ins Zytosol freigesetzt was den Beginn der Degradationsphase markiert. Das Cytochrom-c

aktiviert die Caspasekaskade, was letzlich zur Fragmentierung des Zellkerns und des

Zytoskletts führt.
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Abbildung 4.1: Hypothetischer Signalweg der Apoptoseinduktion durch oxidativen Streß.

In der Induktionsphase können verschiedene Reize über spezifische Signalwege zur Öffnung
der mitochondrialen PT-Poren führen. Exogener Streß führt in Endothelzellen zur
intrazelluläre ROS-Bildung. Aufgrund der erhöhten ROS-Konzentration wird der GSH-Pool
oxidiert und der Redoxstatus verändert sich. Durch das Öffnen der PT-Poren wird in der
Effektorphase ein gemeinsamer Signalweg eingeleitet. Durch die offenen Poren equili brieren
Elektrolyte und Wasser, wodurch das ∆ΨM erniedrigt wird und es zum Austreten von
Cytochrom-c und AIF ins Zytosol kommt. Dies markiert den Beginn der Degradationsphase
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und wird auch als „point of no return“ bezeichnet. Cytochrom-c aktiviert die Caspasekaskade,
was zur Fragmentierung des Zellkerns und des Zytoskellets führt. Da apoptotische Zellen in
vitro nicht phagozytiert werden, kommt es zur sekundären Nekrose. Kommt es allerdings im
Anschluß der PT zu einem schnellen Verlust von ATP und NAD(P)H2, haben die Zellen nicht
mehr genug Zeit oder Energie um die apoptotischen Vorgänge durchzuführen, sie reißen und
werden nekrotisch (Bioenergetischen bzw Redoxkatastrophe). Modifiziert nach Krömer et al.
[25].

Um die postulierten Zusammenhänge der Apoptoseinduktion durch oxidativen Streß zu

untersuchen, wurden kultivierte PAEC mit dem lipophilen Radikalstarter t-BHP inkubiert. Als

geeignete Schutzstoffe wurden einmal der lipidlösliche Radikalfänger α-Tocopherol und das

wasserlösliche GSH-EE verwendet. Um den Einfluß der Oxidation des GSH-Pool näher zu

betrachten, wurden die Zellen zusätzlich mit EA inkubiert. Weiterhin sollte geklärt werden,

welche Auswirkung Hyperglykämie auf die postulierten Signalwege hat.

4.1 Welchen Einfluß hat t-BHP auf die Induktion von Apoptose

und Nekrose ?

Obwohl lange Zeit Apoptose und Nekrose für zwei unterschiedliche Mechanismen betrachtet

wurden, wird heute angenommen, daß die beiden Formen des Zelltodes zwei Endpunkte eines

Vorgangs darstellen. Da beide Formen des Zelltodes zum Teil die gleichen Merkmale

aufweisen, war es in dieser Arbeit wichtig zwischen Apoptose und Nekrose zu differenzieren

und Konzentrationsbereiche zu definieren, bei denen überwiegend Apoptose induziert wird.

Es zeigte sich, daß mit 50 µM t-BHP ein Anstieg der Anzahl der apoptotischen Zellen zu

beobachten war. Eine Zunahme der Anzahl an nekrotischen Zellen wurde erst bei

Inkubationen mit t-BHP-Konzentrationen größer als 100 µM festgestellt. Bei einer t-BHP

Konzentration von 500 µM war die Anzahl an nekrotischen Zellen stark erhöht, sodaß diese

Konzentration nicht weiter verwendet wurde.

Konzentrationsbereich der t-BHP induzierten Apoptose:

Daß oxidativer Streß die Induktion von Apoptose auslösen kann, wurde schon mehrfach in

der Literatur beschrieben. So konnten verschiedene Gruppen zeigen, daß der, durch 7-

Ketocholesterol [50], durch UV-Strahlung LIT [42], durch H2O2 LIT 30 und Hyperglycämie

[17, 33, 52] ausgelöste Streß sauerstoffradikalabhängig Apoptose in verschiedenen
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Zellsystemen, darunter auch Endothelzellen, induziert. Wichtig hierbei ist, daß derselbe Streß

sowohl in der Lage ist Apoptose zu induzieren, aber auch zur Nekrose führen kann, abhängig

von der Konzentration des Streßors [25-27]. Da auch typische apoptotische Merkmale wie

die DNA-Leiter [25, 29, 31] sowohl bei der Apoptose als auch bei der Nekrose vorkommen

können, wie auch die mitochondriale PT [25, 26] bei beiden eine wichtige Rolle spielt, war es

wichtig zwischen Apoptose und Nekrose zu differzieren. Die konzentrationsabhägige

Induktion der Apoptose verlief nicht linear, denn erst ab Erreichen eines Schwellenwertes, der

zwischen 10 und 50 µM t-BHP lag, wurde Apoptose induziert. Ebenso verhielt es sich mit der

Induktion der Nekrose, die ab 100 µM anstieg.

Zeit und Konzentrationsabhägigkeit der Apopotose:

In weiteren Versuchen wurde die Zeit- und Konzentrationsabhängikeit der Apoptoseinduktion

untersucht. Dabei wurde festgestellt, daß die Anzahl der apoptotischen Zellen bei Inkubation

mit 50 und 100 µM t-BHP im Laufe der acht Stunden kontinuierlich zunahm, wobei die Zeit

offensichtlich für die Anzahl der apoptotischen Zellen wesentlich entscheidender als die

Konzentration des Streßors ist. Dies unterstützt auch den angenommen An/Aus Mechansimus

der Apoptose [25] 20, ebenso wie die Tatsachen das einige Ereignisse in der Apoptose wie

z.B. GSH-Pool Entleerung bzw. Oxidierung, Erniedrigung des ∆ΨM, oder Ausstoß des

Cytochrom-c ins Zytosol zu einer Selbstverstärkung des Signals führen. Sinn dieser sich

selbstverstärkenden Vorgänge ist es, daß ab einem bestimmten Schädigungsgrad die Zellen

unwideruflich und schnell apoptotisch werden, sodaß keine Entzündung des umliegenden

Gewebes auftritt. Die leichte Zunahme der Anzahl an apoptotischen Zellen bei Inkubation mit

10 µM t-BHP liegt vermutlich daran, daß vorgeschädigte oder schwache Zellen, die in

nächster Zeit von alleine apoptotisch geworden wären, durch die zusätzliche Belastung sofort

apoptotisch wurden.

4.1.1 Einfluß von t-BHP als exogener Streßor auf die intrazelluläre ROS-Bildung

Im zellulären Metabolismus entstehen ständig ROS; Hauptquelle ist die Atmungskette in den

Mitochondrien, in der O2 reduziert wird. Dort entweichen ca. 1-5 % der Elektronen

unkontrolli ert aus den Enzymen und tragen zur Bildung von ROS bei LIT 1. Die Bildung von

ROS kann wesentlich durch den Einfluß von Streßoren verstärkt werden, wobei ROS in

unterschiedlichen Quellen generiert werden. Bedingungen die zur verstärkten Bildung von
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ROS führen bezeichnet man als „oxidativen Streß“. In der Abbildung 4.2 sind verschiedene

Ursachen dargestellt, die zu einer intrazellulären ROS-Generierung führen können.

Abbildung 4.2: Unterschiedliche Ursachen für intrazelluläre ROS-Bildung.

Unter anderem können exogenen Streßoren, metabolische Dyfunktionen, hormonelle Signale,
aber auch physiologische Stimuli zu einer erhöhten intrazellulären ROS-Generierung führen.
Modifiziert nach Morel et al. [19]

Um die Auswirkung von t-BHP auf die intrazelluläre ROS-Konzentration zu untersuchen,

wurden PAEC wie im Abschnitte 2.3.2 beschrieben mit unterschiedlichen Konzentrationen an

t-BHP inkubiert. Die intrazelluläre ROS-Konzentration stieg bei Inkubation der Zellen mit 50

und 100 µM in zwei Schüben an, wobei eine Zellpopulation mit leicht erhöhter ROS-

Konzentration schon nach 15 min, eine weitere Zellpopulation mit stark erhöhter ROS-

Konzentration nach ca. 30 min zu beobachten war. Im Gegensatz dazu wurde bei 10 µM nach

30 min lediglich eine leichte Erhöhung der ROS-Konzentration festgestellt, die zwar im
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weiteren Verlauf der Inkubation zunahm, aber nicht das Niveau der stark erhöhten ROS-

Konzentration nach dem zweiten Schub erreichte.

Literaturdaten und die hier beschriebenen Ergebnisse legen eine zweistufige Bildung von

ROS durch PAEC nahe. Eine ähnliche Beobachtung machten auch Sheng-Tanner et al. [42]

an OCI/AML-Zellen, die durch γ−Bestrahlung oxidativen Streß ausgesetzt waren. Anhand

simultaner multilaser Durchflußzytometrie konnten sie die ROS-Konzentration, das ∆ΨM und

den GSH-Gehalt der Zelle gleichzeitig erfassen. Dabei stellten sie fest, daß der anfängliche

ROS-Anstieg von verstärkter GSH-Bildung begleitet wurde. In einer späteren Phase trat die

Erniedrigung des ∆ΨM mit einem starken Anstieg der ROS-Konzentration und dem Verlust

von GSH gleichzeitig auf. Eine zweistufige Zunahme der ROS-Konzentration konnten auch

LIT 16 an HT22-Zellen feststellen, die durch Inkubation mit Glutamat oxidativen Streß

ausgesetzt wurde. Die zweite starke Zunahme der ROS-Konzentration wurde durch Austreten

des Cytochrom-c und der daraus resultierenden Entkopplung der mitochondrialen oxidativen

Phosphorylierung an der Stelle des Komplexes III , verursacht [42, 95]. Die zweite Stufe des

ROS-Anstiegs verstärkt in beiden Fällen in der Effektorphase die Apoptoseinduktion.

Über die Mechanismen, die in der ersten Stufe für die ROS-Bildung verantwortlich sind,

können nur Vermutungen angestellt werden. Es liegt nahe, daß der erste leichte ROS-Anstieg

in der Induktionsphase stattfindet und abhängig von der Art des oxidativen Streß ist. Dabei

können ROS in unterschiedlichen Quellen generiert werden. Unter anderem können sie in den

Mitochondrien, von der NADPH-Oxidase, der Monoamin-Oxygenase, der Xanthin-Oxidase,

der Cytochrom P450 (CYP), der Mono-Oxygenase oder der iNOS erzeugt werden [17, 19, 33,

53]. Da einige Transkriptionsfaktoren ihre Eigenschaften in Abhängigkeit zum Redoxstatus

der Zelle verändern und die ROS auch als „second messenger“ für viele Wachstums Faktoren

oder Cytokine dienen, hat eine Überproduktion einen Einfluß auf die Expression

verschiedener Gene [34, 35, 36, 19]. So können auch bei einem vermeintlich leichten ROS-

Anstieg, wie bei Inkubation der Zellen mit 10 µM t-BHP, Zellveränderungen auftreten, die

erst später zur Induktion der Apoptose führen.

Interessanterweise war bei Inkubation mit t-BHP zusätzlich die Bildung einer weitere

zytometrisch erfassbaren Zellpopulation mit stark erniedrigter ROS-Konzentration zu

beobachten, die sich bei Inkubation mit 50 und 100 µM nach einer und bei 10 µM erst nach

sechs Stunden bildete. Der Grund für die Bildung dieser Zellpopulation mit stark erniedrigter

Fluoreszenz ist nicht klar. Da sie frühstens nach einer Stunde auftrat, könnte es sich um

Zellen handeln, die in der Degradationsphase der Apoptose sind und einen stark erniedrigten



Ox i dat i v er  St r e ß  i n d u z i e r t e  A p o p t o s e  i n  E n d o t h e l z e l l en

      71

Stoffwechsel aufweisen. Aber auch die Bildung von apoptotische Körperchen und die

Zunahme der Anzahl an sekundär nekrotischen Zellen, bei denen die Zellmembran gerissen

und und somit ein Austreten des Farbstoffes mögli ch ist, könnte von Bedeutung sein.

4.1.2 Wie verändert t-BHP den intrazelluläre Glutathiongehalt?

GSH in der Zelle reagiert mit Radikalen und Peroxiden und führt direkt oder indirekt zur

Bildung von GSSG. Das Verhältnis von GSH zu GSSG kennzeichnet den Redoxstatus der

Zelle. Ist der Redoxstatus stark in die oxidative Richtung verschoben, kann es zur Oxidation

von Thiolen der PT-Poren und damit zur Öffnung der PT-Poren kommen [39, 79]. Die GSH-

Konzentration wurde, wie im Abbschnitte 2.5 beschrieben, biochemisch mit dem

Fluoreszenzfarbstoff MCB bestimmt, der speziefisch mit der Thiolgruppe des GSH reagiert.

Bei allen t-BHP-Konzentrationen, die untersucht wurden, war ein Anstieg des GSH-Gehaltes

um ca. 75 % in den ersten 30 min zu beobachten. Wahrscheinlich ist dies auf die

kompensatorische GSH-Neusynthese zurückzuführen, sodaß trotz erhöhter ROS-

Konzentration der Redoxstatus konstant bleibt. Für diese Interpretation sprechen

Beobachtungen verschiedener Arbeitsgruppen [34-36]. Die Neusynthese von GSH wird

mindestens von 3 Faktoren reguliert: 1. das γ-GCS Niveau in der Zelle, 2. die Verfügbarkeit

von L-Cystein und 3. eine Feedback Inhibierung von γ-GCS durch GSH [34]. Aber auch eine

Aktivierung durch Phosphorylierung oder Nitrosylierung der γ -GCS wird vermutet [34]. Das

GSH/GSSG-Verhältnis von [100/1] wird bei oxidativen Streß schon durch eine leichte

Erhöhung der GSSG-Konzentration stark beeinflußt. Da die GSSG-Konzentration durch

enzymatische Regeneration nicht schnell genug zu GSH umgewandelt werden kann, wird die

Sekretion von GSSG verstärkt, sodaß der Redoxstatus möglichst lange konstant bleibt [36].

Bei langanhaltendem oxidativen Streß geht GSSG in hohem Maße verloren, sodaß es zu

einem Mangel an L-Cystein kommt, der eine weitere Synthese von GSH verhindert. Aufgrund

der Beobachtung, daß bei Inkubation mit 10 µM t-BHP die Zellen mit einem ähnlichen GSH-

Anstieg reagierten wie bei den hohen Konzentrationen, wird der beschriebene Anstieg an

GSH vermutlich das Maximum der gesteigerten GSH-Produktion darstellen. Eine höhere

ROS-Generierung, wie sie bei t-BHP-Konzentrationen >10 µM auftritt, könnte nicht mehr

abgefangen werden, sodaß sich der Redoxstatus der Zelle verschiebt, was letztlich zur

Induktion der Apoptose führt. Für diese Interpretation spricht auch, daß bei Inkubation der

Zellen mit 10 µM t-BHP die GSH-Konzentration auf einem konstant hohem Niveau blieb,
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während bei Inkubation mit 50 µM der GSH Gehalt nach vier Stunden, bei 100 µM schon

nach 30 min kontinuierlich zu sinken begann. Untersuchungen an OCI/AML-2 Zellen [42]

legen nahe, daß nach anfänglichem Anstieg des GSH-Gehaltes durch oxidativen Streß die

GSH-Konzentration während der Apoptose abnahm. Dies geschah erst, wenn die Zellen nach

dem Verlust des ∆ΨM sehr hohe ROS-Konzentration produzierten. Auch Macho et al. [39]

konnten ein Anstieg der ROS-Konzentration erst nach Verlust des ∆ΨM und nach Absinken

des GSH-Gehaltes feststellen. Daher wird vermutet, daß bei der Apoptose nach dem

Zusammenbruch des ∆ΨM die verstärkt generierten ROS mit dem GSH abreagieren und es zu

einem Verlust des intrazellulärem GSH kommt [25, 42]. Dieser Effekt, aber auch der Mangel

an L-Cystein waren vermutlich bei der Inkubation mit 100 µM t-BHP größer als bei 50 µM

und daher auch der Grund für das frühere Absinken des GSH-Niveau.

Darüberhinaus nimmt durch die Erniedrigung des ∆ΨM die NAD(P)H2 und ATP-

Konzentration ab, was sowohl die Regeneration des GSSG als auch die Neusynthese von

GSH beeinträchtigt, sodaß diese Effekte die Apoptoseinduktion verstärken [25]. Bei

Inkubation der Zellen mit 10 µM t-BHP kann die kompensatorische Erhöhung des GSH-

Gehaltes eine Veränderung des Redoxstatus verhindern und schützt so die Zellen vor der

Apoptoseinduktion.

4.1.3 Einfluß von t-BHP auf das Mitochondrienmembranpotentials

Die Mitochondrien spielen durch Öffnung der Permeabil itätstransitionporen (PT-Poren) eine

entscheidende Rolle bei der Induktion der Apoptose. Um zu überprüfen in welchem Maße die

Generierung von ROS und die Verminderung des GSH Pools einen Einfluß auf das ∆ΨM

haben, wurden der Einfluß von t-BHP auf das ∆ΨM in PAEC untersucht.

Bei der Inkubation der Zellen mit 10 µM t-BHP hatten nach acht Stunden zwar 38 % der

Zellen ein erniedrigtes ∆ΨM, aber nur 15 % der Zellen waren nach dieser Zeit apoptotisch

oder nekrotisch. Diese Beobachtungen zeigen, daß einer leichte Erniedrigung des ∆ΨM nicht

zwangsläufig zur Apoptose führen muß. In ähnlicher Weise beobachteten Minamikawa et al.

[54] an Humaneosteosarcomazellen, die für sechs Stunden mit 10 µM CCCP inkubiert

wurden, daß die PT und das Anschwellen der Mitochondrien auch reversibel induziert werden

kann, ohne Apoptose oder Nekrose auszulösen.
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Bei Inkubation der Zellen mit 50 und 100 µM t-BHP wiesen 70 % (50 µM) bzw. 93 % (100

µM) der Zellen nach acht Stunden eine Erniedrigung des  ∆ΨM auf, 38 % (50 µM) bzw 65 %

(100 µM) der Zellen waren nach dieser Zeit apoptotisch oder nekrotisch. Auch Sheng-Tanner

et al. [42] konnten an den OCI/AML-2 Zellen während der durch oxidativen Streß induzierte

Apoptose eine PT feststellen. Ebenso konnten Yang et al. [40] an isolierten Mitochondrien

eine t-BHP induzierte Erniedrigung der ∆ΨM beobachten.

Die Messung einer leichten Erniedrigung des ∆ΨM in Zellen kann daher rühren, daß einzelne

Mitochondrien in der Zelle oder Teile der Mitochondrien ganz das ∆ΨM verlieren, sodaß an

diesen Stellen die Mitochondrien reißen und Cytochrom-c und AIF austreten können, obwohl

das ∆ΨM der Mehrzahl der Mitochondrien nicht beeinträchtigt ist. Eine leicht Erniedrigung

des ∆ΨM in den Zellen kann aber auch dadurch hervorgerufen werden, daß viele

Mitochondrien eine leichte Erniedrigung des ∆ΨM aufweisen, ohne Cytochrom-c zu verlieren

und aufzureißen. Daher scheint vor allem die Länge und Intensität der PT entscheidend zu

sein, ob ein bestimmtes Außmass überschritten wird, um den irreversibel Übergang in die

Apoptose bzw. Nekrose einzuleiten [25].

Die anfängliche leichte Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit 50 und 100 µM t-BHP ist

Voraussetzung für die Induktion der Apoptose, denn durch eine massive Induktion der PT und

direkter Zerstörung des ∆ΨM mit gleichzeitigem schnellen Verlust von ATP, NAD(P)H2 und

GSH würde zur es bioenergetischen Katastrophe kommen, die zur Nekrose führt [39]. Erst in

der Endphase der Apoptose, nachdem die Zellen fragmentiert als „apoptotic bodys“ vorliegen,

ist das ∆ΨM vollkommen zerstört [39].

4.1.4 Auslösen der Degradations Phase durch Cytochrom-c

In Mitochondrien ist das Cytochrom-c elektrostatisch an der Aussenseit der inneren

Mitochondrienmembran gebunden. Durch Freisetzen des Cytochrom-c und AIF ins Zytosol

während der Effektorphase wird die Degradationsphase ausgelöst. Es erfolgt die Initierung

der Caspasekaskade, die unter anderem zur Fragmentierung der DNA und des Zytoskletts

führt [32, 23, 82-86].

Mit Hil fe eines immunochemischen Nachweises, der im Abschnitt 2.5 beschrieben wurde,

konnte gezeigt werden, daß bei Inkubation von Endothelzellen mit 100 µM t-BHP schon nach

einer Stunde eine Translokation von Cytochrom-c aus den Mitochondrien in das Zytosol

erfolgte.
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Daß Cytochrom-c bereits zu diesem Zeitpunkt austrat, lässt vermuten, daß sich einige Zellen

schon nach einer Stunde in der Degradationsphase befanden. Der genaue Mechanismus durch

den Cytochrom-c während der Effektorphase freigesetzt wird, ist noch unklar.

Nach [23, 40] sind das Anschwellen und Reißen der Mitochondrien nach der Erniedrigung

des ∆ΨM ausreichend, um Cytochrom-c aus den Mitochondrien in das Zytosol freizusetzen.

Allerdings konnten Krohn et al.[55] zeigen, daß in Rattenhippocampusneuronen, die mit 300

nM Staurosporin inkubiert wurden, eine Freilassung von Cytochrom-c ohne Erniedrigung des

∆ΨM festzustellen war. Da Cytochrom-c nur die äußere mitochondriale Membran queren

muss, kann es vielleicht durch eine noch unbekannte Pore oder durch eine bekannte Pore mit

eine noch unbekannten Mechanismus austreten [32]. Ebenso wird diskutiert ob die VDAC

Poren dazu dienen können, zumal eine Interaktion von Cytochrom-c mit VDAC von Narita et

al. [56, 96] beobachtet wurde. Da auch BAX und BAK einen Einfluß auf die Bildung der PT-

Poren haben, könnten auch sie eine Rolle bei der Translokalisation von Cytochrom-c spielen

[32]. Das Cytochrom-c auch in der Lage ist im Zytosol die Caspasekaskade zu aktivieren,

wurde (Rösen et al. pers. Mitteilung) an PAEC, die mit t-BHP inkubiert wurden, durch eine

Aktivierung der Caspase-3 und Caspase-9 festgestellt.

4.1.5 Einfluß von Radikalfänger auf die Induktion der Apoptose

Ziel dieser Experimente war es zu untersuchen, ob und in welchem Maße die

Antioxidationmittel α-Tocopherol und GSH-EE geeignet sind, den oxidativen Streß zu

vermindern und festzustellen, welche Auswirkung das auf die Induktion der Apopotse hat.

α-Tocopherol ist ein lipophiles Antioxidans, das freie Radikale abfängt und dadurch die

Lipidperoxidation zu verhindern vermag. Es schützt mehrfach ungesättigte Fettsäuren und

Proteinthiole vor Oxidation und trägt zur Erhaltung der Integrität und Funktion der

Membranen bei LIT 23 (28). GSH-EE ist ein wasserlöslicher Radikalfänger, der

Zellmembranen durchdringen kann und in der Zelle zu GSH und Ethanol gespalten wird LIT

36 (18). Dadurch wird der GSH-Pool vergrößert, das Potential der Zelle zur Inaktivierung von

ROS vergrößert und Proteine vor S-Thiolation geschützt.

PAEC wurden, wie in den Abschnitten 2.3 beschrieben, mit α-Tocopherol und GSH-EE

vorinkubiert und anschließend durch Inkubation mit t-BHP oxidativem Streß ausgesetzt. Es

zeigte sich, daß die Stärke des oxidativen Stresses und die Erniedrigung des ∆ΨM verringert
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werden konnten. Ebenso konnte das Austreten von Cytochrom-c ins Zytosol reduziert werden

und eine Erniedrigung der Anzahl apoptotischer Zellen beobachtet werden.

Dies geht einher mit Beobachtungen verschiedener Arbeitsgruppen. So konnten Du et al. [17]

zeigen, daß der Hyperglykämie bedingte Anstieg der intrazellulären ROS-Konzentration in

HUVEC durch Vorinkubation mit α-Tocopherol verhindert wird. Weiterhin wurde

beschrieben, daß α-Tocopherol die durch Lipopolysaccaride induzierte Apoptose in HUVEC

reduziert [57, 97]. Ebenso wurden U973 Zellen durch  α-Tocopherol und GSH vor

oxidativem Streß geschützt, der durch Inkubation mit 7-Ketocholesterol verursacht wurde

[50]. Morias et al. [57] stellten bei Synaptosomen, die durch Inkubation mit Ascorbat/Eisen

oxidativem Streß ausgesetzt waren, eine Verringerung der oxidativen Schäden fest, wenn die

Zellen mit α-Tocopherol und GSH-EE vorinkubiert wurden.

Abbildung 4.3:Protektive Wirkung von α-Tocopherol und GSH-EE.

Das lipophile α-Tocopherol schützt vor Lipidoxidation in den Zellmembranen und verringert
so die Entstehung von ROS. Das GSH-EE vergrößert den intrazellulären GSH-Pool und kann
so länger den Redoxstatus im Gleichgewicht halten.

t-BHP

α-Tocopherol

Redoxstatus

ROS

Lipidoxidation

GSH-EE
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Weiterhin wurde festgestellt, daß die protektive Wirkung von α-Tocopherol größer ist als die

von GSH-EE. Diese bessere Schutzwirkung von α-Tocopherol gegenüber GSH-EE könnte

darin liegen, daß das lipophile α-Tocopherol Zellmembranen besser vor dem ebenfalls

lipophilen t-BHP schützen kann. Dadurch wurden ROS frühzeitig in der Zellmembran

abgefangen, sodaß zum einem der oxidative Streß, der zu intrazellulären ROS-Generierung

führt und zum anderen die Induktion der Apoptose verringert wird.

Die protektive Wirkung von GSH-EE beruht vermutlich auf der Vegrößerung des GSH-Pools,

sodaß der intrazelluläre Redoxschutz verstärkt wird und somit der Redoxstatus länger stabil

bleibt [57](30). Der verstärkte Schutz gegen intrazelluläre ROS geht mit einer verringerten

Induktion der Apoptose einher.

4.2 Auswirkungen von Hyperglykämie auf Endothelzellen

Charakteristisch für den Diabetes mell itus ist die Hyperglykämie, wodurch oxidativer Streß

auf das Endothel ausgeübt wird. Es wurde in vorausgehenden Untersuchungen gezeigt, daß

Hyperglykämie auch in der Lage ist, Apoptose in Humanbauchnabelvenen-Endothezellen

(human umbil ical vein endothelial cell [HUVEC]) [17, 52], Humanaorten-Endothelzellen

(human aortic endothelial cell [HAEC]) LIT [58] und Rinderaorten-Endothelzellen (bovine

aortic endothelial cell [BAEC]) [33] zu induzieren. Der Mechanismus der Hyperglykämie

induzierten Apoptose ist allerdings noch nicht geklärt. Es wurde gezeigt, daß es in

Endothelzellen durch erhöhte Glucosekonzentration direkt zu einem Anstieg der ROS kam

[17, 52]. Aber auch indirekt durch Folgeprodukte der Hyperglykämie, wie z.B. glykosilierte

Proteine und AGE Produkte, kommt es zu einem Anstieg der ROS-Bildung [33, 59].

Verstärkt werden könnte dieser, durch den Diabetes mellitus bedingte oxidative Streß, durch

die Verminderung des oxidativen Schutzes, wie es im Blut diabetischer Patienten und in

Aorten diabetischer Tieren beobachtet wurde [36, 98, 99].Auch epidemiologische

Untersuchungen, die zeigen, daß Antioxidantien das Risiko an Gefäßkrankheiten zu

erkranken verringern, weisen darauf hin, daß der oxidative Streß beim Diabetes mell itus von

physiologischer Bedeutung sein könnte [18, 52, 101-102].

Um die Bedeutung von Hyperglykämie als eine Quelle von oxidativen Streß zu untersuchen,

sollte in diesem Teil der Arbeit geklärt werden, welche Auswirkungen die Hyperglykämie auf
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PAEC hat. Daher wurde die Anzahl an apoptotischen Zellen, die intrazelluläre ROS-

Konzentration, der GSH-Gehalt der Zellen, das Membranpotential der Mitochondrien und die

Translokation von Cytochrom-c in das Zytsol bestimmt.

Bei Inkubation von PAEC mit 30 mmol/l Glucose konnte im Gegensatz zu HUVEC [17, 52]

und BAEC [33] keine signifikanten Erhöhung der intrazellulären ROS-Konzentration

festgestellt werden. Der Grund für diese unterschiedlichen Reaktionen der verscheidenen

Endothelzellen ist bisher nicht bekannt. Speziesunterschiede sind eine mögliche Ursache für

das differente Verhalten der verschiedenen Endothelzellen. Nishikawa et. al [33] vermuten,

daß aufgrund eines höheren Stoffwechsels ein verstärktes ∆ΨM zu einer verstärkten

Generierung von ROS führt. Diese Hypothese würde durch die Beobachtung gestützt, daß

Hyperglykämie bei PAEC zu einem verstärkten ∆ΨM führt. Eine weiter Quelle der ROS-

Bildung kann die Aktivierung der iNOS darstellen, wie bei HUVEC festgestellt wurde [17].

Die Tatsache, daß es aber auch bei PAEC zu einer Erhöhung des GSH-Gehaltes um 40%

innerhalb von sieben Tagen bei Inkubation mit hyperglykämischen Glucosekonzentrationen

kommt, deutet daraufhin, daß Hyperglykämie auch auf PAEC einen gewissen oxidativen

Streß ausübt, der aber durch eine verstärkte GSH Neusynthese kompensiert werden kann.

Ähnlich wurde auch in HUVEC nach Inkubation mit hohen Glucosekonzentrationen eine

Verstärkung des Redoxschutzes beobachtet [21]. Allerdings sind HUVEC nicht in der Lage

bei Hyperglykämie den GSH-Pool zu vergrößern [21, 102], stattdessen wird eine Erhöhung

der CuZnSOD (Kupfer-Zink-Superoxdidismutase), der Catalase und der GPX

(Glutathionperoxidase) beobachtet [21]. Da diese Erhöhung antioxidativer Enzyme erst nach

einigen Tagen einsetzt, sind HUVEC zu Beginn einer stärkeren oxidativen Belastung

ausgesetzt als PAEC, die innerhalb von Minuten den GSH-Gehalt vergrößern können. Ich

vermute daher, daß PAEC den Hyperglykämie bedingten oxidativen Streß durch GSH-

Neusynthese kompensieren können, sodaß es zu keiner Erhöhung der intrazellulären ROS-

Konzentration kommen kann.

Chronische Hyperglykämie führt allerdings zu einer Verringerung des GSH-Gehalt, wie aus

der Beobachtung folgt, daß diabetische Patienten einen erniedrigten GSH-Gehalt im Blut

aufweisen und daß Aortenendothelzellen diabetischer Tiere einen verkleinerten GSH-Pool

besitzen [36, 98, 99]. Als Grund wird die Glykosil ierung und Inaktivierung der γ-GCS durch

Hyperglykämie vermutet [36]. Dieser Schluß wird durch die Beobachtung bestärkt, daß auch

an anderen zytoplasmatischen Enzymen der Erythrozyten eine Glykosilierung festgestellt
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werden konnte wie z.B. an der Carboanhydrase [36, 103] und an der CuZnSOD [36, 104].

Auch die Beobachtung, daß Aminoguanidin, das die Glycosil ierung in Proteinen verhindert

[36, 106, 107], in K562-Zellen eine Verminderung des GSH-Spiegels durch Hyperglykämie

erhindern konnte, scheint diese Schlußfolgerung zu bestätigen [36].

Abbildung 4.4: Hypothetische Signalwege der Hyperglykämie induzierten Apoptose.

Durch Hyperglykämie kommt es zur Bildung von AGE; diese AGEs, die Autooxidation der
Glucose und der gesteigerte Stoffwechsel führen zur Verstärkten Generierung von ROS. Dies
und die Glycolisierung von GSH-synthetisierenden Proteine beeinträchtigen den GSH-Gehalt
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und den Redoxstatus der Zelle. Dadurch kommt es zur Veränderung des BAX/BCl-2
Gleichgewichtes, was zum Austritt von Cytochrom-c führt. Das führt zur Initierung der
Caspasekaskade und damit zur Aktivierung der MEKK 1, die über die p38 MAPK zum
Zelltod durch Apoptose führt. Es wurde aber auch eine Aktivierung der JNK Kinase gezeigt,
die ebenfalls über Aktivierung der Caspasekaskade zu Apoptose führt. Modifiziert nach Ho et
al. ‡ [52] und Nakagami et al. † [58].

Du et al. [17] und Ho et al. [52] konnten bei Hyperglykämie eine erhöhte Anzahl an

apoptotischen Zellen bei HUVEC feststellen. Ebenso wurde eine Erhöhung der Anzahl an

apoptotischer HAEC nach Inkubation mit 25 mM Glucose festgestellt [58]. Nakagami et al.

[58] vermuteten, daß die Hyperglykämie eine Erhöhung der intrazellulären ROS-

Konzentration zur Folge hat, die über eine Aktivierung der SAPK/JNK zur Induktion der

Caspasekaskade durch die Caspase-3 und zur Induktion der Apoptose führt.

Ho et al. postulierten aufgrund der Beobachtung der Translokation von BAX, daß hierdurch

eine Schädigung der Mitochondrien und damit eine Freisetzung von Cytochrom-c erfolgt. Sie

postulierten weiter, daß die Freisetzung von Cytochrom-c die Caspasekaskade aktiviert, die

über die Phosphorylierung und Aktivierung von p38 MAK verursacht und damit die

Induktion der Apoptose einleitet [52].

Die eigenen Untersuchungen an PAEC zeigen im Gegensatz zu den oben dargestellten

Befunden, daß auch nach siebentägiger Inkubation unter hyperglykämischen Bedingungen

weder eine Erniedrigung des ∆ΨM, noch eine Translokation von Cytochrom-c in das Zytosol

erfolgt. Auch eine Zunahme der Anzahl an apoptotischen Zellen konnte folglich nicht

beobachtet werden. In PAEC vermochte der durch Hyperglykämie verursachte oxidative

Streß weder eine starke Oxidation des GSH-Pools, noch eine Verminderung des ∆ΨM, noch

die Induktion von Apoptose bewirken.

4.3 Die Oxidation des GSH-Pools führ t zur Apoptose

Zur Verifizierung der Hypothese, daß die Oxidation des GSH-Pools in PAEC zu einer

Induktion von Apoptose führt, wurden die Zellen mit EA inkubiert. Dieser Stoff wird,

katalysiert von der Glutathion-S-transferase, an GSH konjugiert und führt zu einer schnellen

Entleerung des mitochondrialen und zytoplamatischen GSH-Pools [48].

Es sollte untersucht werden, welchen Einfluß die Inkubation von PAEC mit 100 µM EA auf

die Anzahl apoptotischer und nekrotischer Zellen, die ROS-Konzentration, die Oxidierung

des GSH-Pools, das ∆ΨM, und die Lokalisation von Cytochrom-c ausübt. Weiterhin sollte
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untersucht werden, ob die Antioxidantien α-Tocopherol und GSH-EE zytoprotektiv wirken.

In Abbildung 4.5 ist der vermutete Signalweg dargestellt.

Abbildung 4.5: Signalmechanismus der EA induzierten Apoptose.

In dieser Abbildung wird der Vermutete Signalmechanisums der EA induzierten Apoptose bei
PAEC gezeigt. Durch Inkubation mit EA kommt es zu einer Entleerung und Oxidierung des
GSH-Pools der Zelle, die eine Veränderung des Redoxstatus zur Folge hat. Dadurch kommt
es einmal, zu einem verringerten oxidativen Schutz, sodaß weniger ROS deaktiviert werden
können und es öffnen sich die redoxsensitiven PT Poren, sodaß es zu einer Verringerung des
∆ΨM kommt. Aufgrund des erniedrigten Potentials tritt Cytochrom-c ins Zytosol aus und
generiert dort zum einen ROS und zum anderen aktiviert es die Caspasekaskade die zur
Induktion der Apoptose führt. Durch Vergrößerung des GSH-Gehaltes der Zelle durch
Inkubation mit GSH-EE wird die Induktionphase der Apoptose verlängert. Daher ist es
wirksamer als α-Tocopherol, welches die verstärkte ROS-Bildung als lipophiles Antioxidans
schlechter verzögern kann.
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Im Rahmen meiner Untersuchungen wurde beobachtet, daß durch die Oxidation des GSH-

Pools mit EA schnell und in starkem Ausmaß Apoptose induzierten wurde. Die toxische

Wirkung einer Inkubation der Zellen mit EA war stärker als mit t-BHP. Trotzdem wurde

keine Erhöhung der Anzahl an nekrotischen Zellen festgestellt.

Weiterhin wurde bei Inkubation der Zellen mit EA nach einer Stunde eine starke Zunahme

und ein anschließendes starkes Absinken der ROS-Konzentration beobachtet. Im Gegensatz

zu der Inkubation mit t-BHP, bei der sich Zellpopulationen verschiederen Intensitätsstufen

bildeten, verhielten sich die Zellen bei Inkubation mit EA homogener und bildeten nur eine

Zellpopulation. Das ist vermutlich darauf zurückzuführen, daß EA einen stärkeren toxischen

Reiz auf die PAEC ausübt als t-BHP, sodaß die Zellen gleichzeitig apoptotisch wurden.

Wüllner et.al [48] konnten bei Inkubation von Neuronalzellen mit 100 µM EA ebenfalls einen

Anstieg der ROS-Konzentration feststellen, der durch Hemmung des Komplexes I mit

Rotenon unterdrückt wurde. Daher vermuteten sie, daß die Mitochondrien eine Quelle der

durch EA induzierten ROS-Generierung sind. Dies wird durch die Beobachtung bestärkt, daß

ca. 30 % der Zellen bereits nach einer Stunde ein erniedrigtes ∆ΨM aufwiesen. Die intensive

ROS-Bildung wurde nach zwei Stunden von einer Reduktion an ROS abgelöst, deren Gründe

unter 4.1.2 bereits dikutiert wurde.

Die Oxidation des GSH-Pools durch EA führte in den ersten 30 min zu einem gestiegenem

GSH-Gehalt. Auch hier wurde der GSH-Pool vermutlich durch die kompensatorische

Reaktion auf den oxidativen Streß vergrößert [34, 74]. Nach einer Stunde wurde eine

Verringerung des GSH-Gehaltes festgestellt. Wüllner et al. [48] konnten an Neuronalzellen

bei Inkubation mit 10 µM EA ebenfalls ein kompensatorisches Steigen des GSH-Gehaltes

ohne Beeinträchtigung der Vitalität beobachten.

Die Anzahl an Zellen mit erniedrigtem ∆ΨM nahm innerhalb der ersten drei Stunden stark zu

und stieg schneller an, als bei Inkubation der Zellen mit t-BHP. Die Erniedrigung des ∆ΨM

bei Inkubation mit 100 µM EA war bei den Neuronalzellen deutlich schneller und stärker als

bei PAEC. Das deutet darauf hin, daß durch den schnellen Verlust des ∆ΨM die

bioenergetische Katastrophe [25] zur Nekrose führte. Im Gegensatz dazu fiel das ∆ΨM der

PAEC bei Inkubation mit EA langsam genug ab, um ausreichend Energie für die

apoptotischen Vorgänge zu erzeugen.
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Durch Vorinkubation der Zellen mit GSH-EE und a-Tocopherol konnte die Anzahl an

apoptotischen Zellen veringert werden, wobei GSH–EE die Induktion der Apoptose stärker

hemmte als α-Tocopherol. Auch Wüllner et al. [48] konnten an Neuronalzellen nach

Entleerung des GSH-Pools durch Vorinkubation mit GSH-EE eine verbesserte Vitalität

feststellen. Im Gegensatz zur t-BHP induzierten Apoptose, bei der α-Tocopherol eine bessere

Wirkung als GSH-EE aufwies, zeigte sich bei der EA induzierten Apoptose ein besserer

Schutz durch Vorinkubation mit GSH-EE.

Die Wirkung von GSH-EE beruht vermutlich auf der Vergrößerung des GSH-Pools, sodaß

eine Induktion der Apoptose durch Oxidierung des Pools verlangsamt bzw hinausgeschoben

wird. Der schützende Effekt von α-Tocopherol ist nicht so stark ausgeprägt, da es vor allem

die Zellmembranen vor exogenen oxidativen Streß schützt, wie z.B. bei der t-BHP-

Inkubation.

Zusammen genommen zeigen diese Versuch, daß eine schnelle Oxidation des GSH-Pools zu

einer gezielten Induktion der Apoptose führt. Damit wird die Hypothese untermauert, daß

eine Veränderung des Redoxstatus durch oxidativen Streß zur Induktion der Apoptose führen

kann.
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4.4 Zusammenfassung

Oxidativer Streß auf das Endothel ist eine Ursache der endothelialen Dysfunktion, die zu

verschiedenen Gefäßkrankheiten führt. In dieser Arbeit sollte der Mechanismus der

Apoptoseinduktion durch oxidativen Streß näher untersucht werden. Dazu wurden kultivierte

Schweineaorten-Endothelzellen (pork aortic endothelial cell [PAEC]) mit tert-

Butylhydroperoxid (t-BHP) inkubiert.

Folgender Ablauf von zellulären Ereignissen wurde dabei beobachtet: eine Veränderung der

intrazellulären Konzentration an Sauerstoffradikalen (reactive oxygen spezies, [ROS]) und

Glutathion (L-γ-glutamyl-L-cysteinglycin, [GSH]), eine Erniedrigung des Mitochondrien-

membranpotentials (∆ΨM), eine Translokation von Cytochrom-c in das Zytosol, eine

Aktivierung der Caspasekaskade und das Auftreten von apoptotischen Zellen, die langfristig

in sekundär nekrotische Zellen übergehen. In Übereinstimmung mit der Hypothese, daß

intrazellulärer oxidativer Streß Ursache der Apoptoseinduktion ist, konnten die intrazelluläre

ROS-Konzentration, die Verringerung des ∆ΨM und die Erhöhung der Anzahl apoptotischer

Zellen durch Vorinkubation der Zellen mit den antioxidativ wirkenden Stoffe α-Tocopherol

und Glutathionethylester (GSH-EE) partiell i nhibiert werden.

Um die Rolle des zellulären Redoxschutzes bei der Induktion der Apoptose näher zu

charakterisieren wurden PAEC mit den Streßoren t-BHP und Ethacrylsäure (EA) oxidativ

belastet und die Veränderungen des intrazellulären ROS- und GSH-Gehaltes bestimmt. Dabei

interpretiere ich die anfängliche Erhöhung des zellulären GSH-Gehaltes bei oxidativem Streß,

als eine kompensatorische Reaktion, um die erhöhte oxidative Belastung der Zelle

auszugleichen. Die sich anschließende Verringerung des zellulären GSH-Gehaltes und

Erniedrigung der ROS-Konzentration findet gleichzeitig mit dem Abbau der zellulären

Strukturen während der Degradationsphase der Apoptose statt.

Durch Inkubation von PAEC mit hohen Glucosekonzentrationen, als Modell der

Hyperglykämie, sollte überprüft werden, ob Hyperglykämie eine oxidative Belastung auf die

Endothelzellen ausübt. Auch unter hyperglykämischer Belastung vergrößerten die Zellen

ihren GSH-Pool, es konnte aber weder eine erhöhte Konzentration an ROS, eine Erniedrigung

des ∆ΨM, eine Translokation von Cytochrom-c, noch die Induktion der Apoptose beobachten

werden. Ich schließe daraus, daß Hyperglykämie zwar eine oxidative Belastung der Zellen

verursacht, diese aber durch Erhöhung des GSH-Gehaltes kompensiert werden kann.

Zusammenfassend wurde in der Arbeit gezeigt, daß es durch oxidative Belastung der

Endothellzellen mit t-BHP zu einer Überschreitung der Kapazität des zellulären Redoxpuffers

GSH kommt, die zur Induktion der Apoptose führt. Diese Beobachtungen könnten bei der

Pathophysiologie der endothelialen Dysfunktion und der verschiedenen Gefäßkrankheiten mit

von Bedeutung sein.
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5 Anhang

5.1 Abkürzungsverzeichnis:

AGE Advanced glycosylated endproducts

AIF Apoptosis inducing factor

ANT Adenin nucleotid translocator

AP-1 Activator protein-1

APAF-1 Apoptosis protease activating factor-1

ATP Adenosin triphosphat

BAEC Rinderaorten-Endothelzellen (bovine aortic endotheli al cell)

CCCP Carbonylcyanid-3-chlorophenylhydraz

DCF Dichlorfluorescein

DNA Desoxyribonucleinsäure

DTT Dithiothreitol

EA Ethacrylsäure

FITC Fluorescein-5-isothiocyanat

γ-GCS γ-Glutamylcysteinsynthetase

GPx Glutathionperoxidase

GSH Glutathion (L-γ-glutamyl-L-cysteinylglycin)

GSH-EE Glutathionethylester

GSSG Glutathiondisulfid

HAEC Humanaorten-Endothelzellen (human aortic endothelial cell )

H2DCFDA Dihydrodichlorfluoresceindiacetat

H2DCF Dihydrodichlorfluorescein

HUVEC Humanbauchnabelvenen-Endothezellen (human umbil ical vein

endothelial cell

JC-1 5,5´,6,6´-tetrachloro-1,1´,3,3,´-tetraethylbenzimidazolylcarbocyanin

Iodid

P38 MAK p 38 mitogen activated protein kinase

MCB Monochlorbiman

MEKK-1 MAPK kinase-1

MLR Multiple lineare regression
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∆ΨM mitochondriales Membranpotential

NADPH Nicotinamid adenin dinucleotid phosphorsäure

NF-κB Nuclear factor κB

ox LDL Oxidised low density lipoproteins

PAEC Schweineaort-Endothelzellen (porcine aortic endotheli al cells)

PBS Phosphat bufferd saline

PIP Propidium Iodid (3,8-Diamino-6-phenyl-5-(3-diethylaminopropyl)-

phenanthridinumjodid-methiodi]

PT Permeabil itätstransition

PVDF Polyvinylidendifluorid

ROS Reactive oxygen spezies

SAPK/JNK Stress activated protein kinases/c-Jun NH2-terminal kinase

SDS Sodiumdodecylsulfat

SOD Superoxid-Dismutase

t-BHP tert-Butylhydroperoxid

Tris Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan

TTBS Tris Tween bufferd saline

VDAC Voltage dependet anion channel

5.2 Lösungen und Material

Lösungen und Puffer :

Die Lösungen wurden, wenn nicht anders angegeben, in Mill ipore Wasser angesetzt.

Medium M1: 500 ml M 199 Medium (Sigma Deisenhofen, D)

50 ml fötales Kälberserum (FCS) (Biochrom Berlin, D)

22 ml Supplement

250 mg L-Glutamin (Sigma Deisenhofen, D)

FCS freies Medium M2: 500 ml M 199 Medium

20 ml Supplement

250 mg L-Glutamin
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30 mM Glucose Medium M3: 20,4 µl 1,25 M Glucose in PBS pH 7,4/ml

Medium M1

Supplement: 0,34 M HEPES (Roth Karlsruhe, D)

100 mg/l Streptomycin Sulfat (Sigma Deisenhofen, D)

100 mg/l Penicill in G Sulfat (Sigma Deisenhofen, D)

in PBS pH 7,4

Waschpuffer: 80 mg/l Streptomycin Sulfat

80 mg/l Penicill in G Sulfat

in PBS pH 7,4

Aufbewahrngsmedium: 50 % v/v Medium

50 %  v/v PBS pH 7,4

80 mg/l Streptomycin Sulfat

80 mg/l Penicill in G Sulfat

Dispaselösung: 400 ml FCS freies Medium

400 mg Dispase (Roche Mannheim, D)

Fertigpulver (Sigma Deisenhofen, D)

PBS: 1,45 mM KH2PO4

8,1 mM Na2HPO4

2,68 mM KCl

0,13 M NaCl

Trypsinlösung: 500 mg/l Trypsin (Sigma Deisenhofen, D)

200 mg/l EDTA (Sigma Deisenhofen, D)

in PBS pH 7,4

Gelatinelösung: 0,2 % w/v Gelatine (Sigma Deisenhofen, D)
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t-BHP Lösung (Sigma Deisenhofen, D)

Endkonzentration im Medium 10, 20, 50, 100, 500 µM

15 mM α-Tocopherol (Sigma Deisenhofen, D) in Ethanol

Endkonzentration im Medium 150 µM

100 mM Glutathionetyhlester (GSH-EE) (Sigma Deisenhofen, D) in PBS

Endkonzentration im Medium 1 mM

10 mM Ethacrylsäure (EA) (Sigma Deisenhofen, D) in Ethanol

Endkonzentration im Medium 100 µM

1 mM H2DCF-DA (Roche Mannhem, D) in DMSO

Endkonzentration im Medium 10 µM (Roche Mannhem, D)

1 mM JC-1 (Molekular Probes Leiden, NE) in DMSO

Endkonzentration im Medium 10 µM

Annexin V-FLUOS Staining Kit: (Roche Mannhem, D)

- Fluoreszenzfarbstofflösung

- HEPES-Bindungspuffer

SDS-Proben Puffer: 2,5 ml 0,5 M Tris HCl pH 6,8 (Merck Darmstadt D)

2,0 ml Glycerol (Sigma Deisenhofen, D)

4,0 ml 10% w/v SDS (Merck Darmstadt D)

0,5 ml 0,1% w/v Bromphenolblau (Merck Darmstadt D)

1 ml H2O Mill ipore

DTT-Lösung: 2 M DTT (Sigma Deisenhofen, D)

Anodenpuffer I: 300 mM Tris

20% v/v Methanol (Merck Darmstadt D)
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Anodenpuffer II : 25 mM Tris

20% v/v Methanol

Kathodenpuffer: 40 mM 6-Aminohexansäure (Sigma Deisenhofen, D)

0,01 % w/v SDS

20% v/v Methanol

Waschpuffer (TTBS) pH 7,5: 500 mM NaCl (Merck Darmstadt D)

20 mM Tris

0,1 % v/v Tween 20 (Merck Darmstadt D)

Blockierlösung: 5 % w/v Magermilchpulver

in TTBS

Lysispuffer: 1 % w/v Triton (Roth Karlsruhe, D)

in PBS pH 7,4

MCB Lösung: 2 mM MCB (Molekular Probes Leiden, NE)

in PBS pH 7,4; Endkonzentration 20 µM

Ersten Antikörper: Anti Cytochrom c Kaninchen polyclonal (Santa Cruz Biotechnology

Santa Cruz, USA)

Zweite Antikörper: Anti Kanichen IgG-Peroxidase (Roche Mannheim, D)

Lumi-Light Western Blotting Kit: (Roche Mannheim, D)

-Peroxidlösung

-Entwicklungslösung
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Geräte:

Begasungsbrutschrank: Serie 6000 (Heraeus Hanau, D)

Werkbank: Lamin-Air HB 2448 (Heraeus Hanau, D)

Zentrifuge: Megafuge 2.0 R (Heraeus Hanau, D)

Mikroskop: Leica DM-IRB (Leitz Köln, D)

Durchflußzytometer FACS (Becton Dickinson Heidelberg, D)

Fluoreszenzmikrotiterplattereader: Fluostar-P (SLT Salzburg, A)

Stromgeber: EPS 3500 XL (Pharmacia Uppsala, S)

Elektrophorese-Apparatur: Multiphor II (Pharmacia Uppsala, S)

Dryblot-Apparatur: Nova Blot (Pharmacia Uppsala, S)

Lmiimager (Roche Mannheim, D)

Verbrauchsmaterial:

Durchflusszytometerröhrchen (Falcon, Heidelberg, D)

Falcons (Falcon, Heidelberg, D)

96 Loch-Fluoreszenzmikrotiterplatte (Dynex Technologies Chanlill y,

USA)

24 Loch Platten (Corning New York, USA)

Zellkulturflasche 12,5, 25 cm² (Falcon, Heidelberg, D)

ExelGel SDS, gradient 8-18% (Pharmacia Uppsala, S)

Gelpufferstreifen (Pharmacia Uppsala, S)

PVDF Membran (Schleicher & Schüller Dassel, D)

Filterpapier (Pharmacia Uppsala, S)

Papierstücke (Pharmacia Uppsala, S)

Reaktionsgefäße (Eppendorf Hamburg, D)

1 ml Insulispritze Gauge 29 (Becton Dickinson Heidelberg, D)

Zellschaber (Dynex Technologies Chanlill y,

USA)

Programme:

Microsoft Word 97 (Microsoft Seattle, USA)

Microsoft Exel 97 (Microsoft Seattle, USA)

Lumianlayst Programm (Roche Mannheim, D)

WinMDI 2.8 (Joseph Trotte, USA)
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5.3 Tabellenverzeichnis

Tabelle 3.1 zur Abbildung 3.2: Zunahme der Anzahl der nekrotischen und apoptotischen

Zellen bei Inkubation mit t-BHP für vier Stunden.

Konzentration
apoptotische

Zellen

nekrotische

Zellen

apoptotische

Zellen

nekrotische

Zellen

t-BHP [µM] Zellen [%] Zellen [%] sem sem

0 7 2 0,5 1,2

10 8 2 0,3 0,4

50 22 2 0,6 2,8

100 29 10 5,7 1,6

500 52 24 2,7 1,8

Tabelle 3.2 zur Abbildung 3.3: Zunahme der nekrotischen und apoptotischen Zellen bei

Inkubation mit t-BHP, Abbildung 3.3 (A) (Zeit- und konzentrationsabhängige Zunahme

apoptotischer Zellen bei Inkubation mit t-BHP).

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

Zeit [h] Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

0 8 8 8 1,6 1,6 1,6

4 8 22 29 1,7 6,0 7,0

6 11 29 37 1,2 5,2 7,7

8 13 32 48 1,9 8,3 5,7
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Tabelle 3.3 zur Abbildung 3.3: Zunahme der nekrotischen und apoptotischen Zellen bei

Inkubation mit t-BHP, Abbildung 3.3 (B) (Zeit- und konzentrationsabhängige Zunahme

nekrotischer Zellen bei Inkubation mit t-BHP).

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

Zeit [h] Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

0 1 1 1 0,2 0,2 0,2

4 2 2 10 0,2 1,0 5,5

6 2 3 11 0,2 0,9 5,2

8 2 5 17 0,6 2,2 5,5

Tabelle 3.4 zur Abbildung 3.3: Zunahme der nekrotischen und apoptotischen Zellen bei

Inkubation mit t-BHP, Abbildung 3.3 (C) (Einfluß von Konzentration und Zeit auf die

Apoptoseinduktion).

Einflussfaktoren B-Koeff izient

t-BHP

Konzentration
0,302

Inkubationszeit 3,282
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Tabelle 3.5 zum Abschnitt 3.1.2 Hyperglykämie und Apoptose.

vitale Zellen
nekrotische

Zellen

apoptotische

Zellen
vitale Zellen

nekrotische

Zellen

apoptotische

Zellen

Zeit [h] (d) Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

5 mM

Glucose
91 4 6 2,7 0,3 2,9

30 mM

Glucose 1 h
93 2 5 1,5 0,3 2,0

30 mM

Glucose 48 h

(2 d)

91 4 5 1,0 0,1 1,2

30 mM

Glucose 72 h

(3 d)

91 4 4 4,7 1,6 3,2

30 mM

Glucose 168

h (7 d)

94 1 5 2,9 0,7 3,5

Tabbelle 3.6 zur Abbildung 3.4: Zunahme der apoptotischen und nekrotischen Zellen bei

Inkubation mit EA.

vitale

Zellen

apoptotische

Zellen

nekrotische

Zellen

vitale

Zellen

apoptotische

Zellen

nekrotisch

e Zellen

Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

Kontrollprobe 91 6 2 1,4 0,2 1,2

100 µM EA 2

h
50 45 5 7,7 0,9 0,3
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Tabelle 3.7 zur Abbildung 3.5: Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE bei

Inkubation mit t-BHP und EA

vitale

Zellen

apoptotische

Zellen

nekrotische

Zellen

vitale

Zellen

apoptotische

Zellen

nekrotische

Zellen

Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

Kontrollprobe 91 6 2 0,6 0,2 0,0

150 µM α-Tocopherol 48 h 88 9 3 6,2 4,6 0,1

1 mM GSH-EE 24 h 89 9 2 1,4 1,1 0,2

50 µM t-BHP 4 h 75 22 2 2,4 2,1 1,5

50 µM t-BHP 4 h, 150 µM

α-Tocopherol 48 h
85 12 3 3,1 3,8 5,0

50 µM t-BHP 4 h, 1 mM

GSH-EE 24 h
81 17 2 2,7 2,5 0,0

100 µM EA 2 h 50 45 5 2,7 0,9 0,3

100 µM EA 2 h, 150 µM

α-Tocopherol 48 h
62 34 4 2,1 4,6 5,0

100 µM EA 2 h, 1 mM

GSH-EE 24 h
73 23 4 2,7 1,1 0,0
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Tabelle 3.8 zur Abbildung 3.6: Zeit- und konzentrationsabhängige Veränderung der

Fluoreszenz bei Inkubation von PAEC mit t-BHP.

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

Zeit [h]
relative

Fluoreszenz

relative

Fluoreszenz

relative

Fluoreszenz
sem sem sem

0 23,9 23,9 23,9 0,72 0,72 0,72

0,25 27,2 29,1 49,5 0,74 7,05 5,07

0,5 35,1 46,7 34,6 2,13 4,42 5,78

1 33,6 29,9 35,3 6,19 1,88 1,39

4 44,2 12,5 7,4 7,12 0,38 3,24

6 47,0 25,4 22,1 4,99 2,64 11,29

Tabelle 3.9 zur Abbildung 3.7: Zunahme der Anzahl von Zellen mit erniedrigter Fluoreszenz.

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

Zeit [h] Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

0 0 0 0 0 0 0

0,25 0 0 0 0 0 0

0,5 0 0 0 0 0 0

1 0 41 37 0 2,5 1,0

4 15 62 71 0,9 0,7 8,1

6 22 46 60 1,0 1,9 11,3
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Tabelle 3.10 zum Abschnitt 3.2.2 Auswirkung von Hyperglykämie auf die ROS-

Konzentration.

Zeit [h]
∆ relative

Fluoreszenz
sem

0 0,0 1,65

0,25 1,3 0,71

0,5 1,3 2,69

1 1,9 2,87

2 2,4 2,54

4 4,4 1,83

6 3,7 3,54

14 2,7 2,60

Tabell 3.11 zur Abbildung 3.9: Veränderungen der relativen Fluoreszenz bei Inkubation mit

EA, (B) (Inkubation mit 100 µM EA).

Zeit [h]
relative

Fluoreszenz
sem

0 23,9 0,72

0,25 47,2 2,43

0,5 54,8 6,69

1 103,7 11,06

2 3,0 0,03

3 1,7 0,67

Tabelle 3.12 zur Abbildung 3.10: Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE bei

Inkubation mit t-BHP.

relative Fluoreszenz sem

Kontrollprobe 23,9 0,72

50 µM t-BHP 30 min 46,7 3,05

50 µM t-BHP 30 min, 150 µM α-Tocopherol 48 h 31,9 4,21

50 µM t-BHP 30 min, 1 mM GSH-EE 24 h 44,4 5,12
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Tabell 3.13 zur Abbildung 3.11: Zeit- und konzentrationsabhängige Veränderung des GSH-

Gehaltes bei Inkubation mit t-BHP.

Differenz zur

kontroll Probe

Differenz zur

kontroll Probe
Differenz zur kontroll Probe

10 µM t-BHP 50 µM t-BHP 100 µM t-BHP
10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100 µM

t-BHP

Zeit [h]
nM GSH / mg

Protein

nM GSH / mg

Protein

nM GSH / mg

Protein
sem sem sem

0 0,0 0,0 0,0 2,2 2,2 2,2

0,25 46,1 53,6 44,2 6,43 0,16 3,29

0,5 60,7 63,3 53,6 4,08 2,04 2,04

1 42,1 50,9 40,8 0,16 4,55 6,27

4 53,3 85,3 32,3 1,73 8,63 5,33

6 61,7 72,9 1,9 2,60 8,26 11,19

8 57,8 54,5 -26,9 4,34 5,39 11,97

Tabell 3.14 zur Abbildung 3.12: Zunahme des GSH-Gehaltes bei der Inkubation mit 30 mM

Glucose.

Differenz zur kontroll Probe

Zeit  [h]
nM GSH / mg

Protein
sem

0 0,0 2,2

24 20,0 1,04

48 19,5 4,15

72 25,3 0,78
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Tabelle 3.15 zur Abbildung 3.13: Veränderung des GSH-Gehaltes bei der Inkubation mit EA.

Differenz zur kontroll Probe

Zeit  [h]
nM GSH / mg

Protein
sem

0 0,0 2,2

0,25 4,4 3,92

0,5 10,3 1,88

1 1,3 3,71

2 1,4 5,27

3 -6,6 2,51

4 -12,6 2,88

Tabelle 3.16 zur Abbildung 3.15: Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit t-BHP, (A)

(Anzahl der Zellen mit stark erniedrigtem ∆ΨM in der Region R2).

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100µM

t-BHP

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100µM

t-BHP

Zeit [h] Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

0 2 2 2 0,5 0,5 0,5

4 5 12 19 0,5 3,3 3,6

6 13 23 38 3,7 5,2 7,9

8 38 53 43 2,9 4,8 1,3
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Tabelle 3.17 zur Abbildung 3.15: Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit t-BHP, (B)

(Anzahl der Zellen mit stark erniedrigtem ∆ΨM in der Region R3).

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100µM

t-BHP

10 µM

t-BHP

50 µM

t-BHP

100µM

t-BHP

Zeit [h] Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

0 3 3 3 0,1 0,1 0,1

4 3 3 3 0,4 0,1 0,1

6 4 4 5 1,5 1,0 2,3

8 5 17 50 1,8 1,2 3,1

Tabelle 3.18 zur Abbildung 3.17: Erniedrigung des ∆ΨM bei Inkubation mit EA.

Zellen in

Region R2

Zellen in

Region R3

Zellen in

Region R2

Zellen in

Region R3

Zeit [h] Zellen [%] Zellen [%] sem sem

0 3 3 0,4 0,6

1 25 6 1,9 1,5

2 31 16 3,3 4,0

3 49 42 6,1 6,4

Tabelle 3.19 zur Abbildung 3.18 Schutzwirkung von α-Tocopherol und GSH-EE bei

Inkubation mit t-BHP und EA.

Ohne

Koinkubation

Koinkubation

mit

α-Tocopherol

Koinkubation

mit GSH-EE

Ohne

Koinkubation

Koinkubation

mit

α-Tocopherol

Koinkubation

mit GSH-EE

Zellen in Region

R2 und R3
Zellen [%] Zellen [%] Zellen [%] sem sem sem

Kontrollprobe 9 7 10 1,0 0,1 1,4

100 µM t-BHP 6

h
47 38 30 4,7 3,0 1,8

100 µM EA 1 h 31 27 21 1,9 1,0 2,3
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