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Zusammenfassung	(deutsch)	

Die Prognose lokal fortgeschrittener und metastasierter Urothelkarzinome wird durch 

Resistenzentwicklung gegenüber den in der Erstlinientherapie eingesetzten Cisplatin-

basierten Chemotherapien erheblich limitiert. Cisplatin bildet Intra- und Interstrang-

Crosslinks an der DNA, was die Aktivierung der DNA-Schadensantwort mit Einleitung 

eines Zellzyklusarrests sowie der DNA-Reparatur zur Folge hat. Irreparable DNA-

Schäden führen zur Einleitung der Apoptose. Ziel dieser Arbeit ist, Mechanismen 

erworbener Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomzellen mit Fokus auf die DNA-

Schadensantwort zu evaluieren und deren Bezug zur Epithelial-Mesenchymalen 

Transition (EMT) zu untersuchen. Dazu wurden die beiden Urothelkarzinom-Zelllinien   

J-82 und RT-112 als Repräsentanten eines mesenchymalen bzw. epithelialen Phänotyps - 

angelehnt an die klinische Verabreichung von Cisplatin – pulsatil (zyklisch 

intermittierend) über mehrere Wochen mit Cisplatin behandelt. Beide Zelllinien wiesen 

während der Resistenzentwicklung deutliche phänotypische Veränderungen im Sinne der 

EMT auf. Die entstandenen zwei- bis dreifach resistenteren Zelllinien J-82R und RT-112R 

zeigten beide eine erhöhte G2/M-Fraktion in der Durchflusszytometrie. Während eine 

geringere SubG11-Fraktion reduzierte Apoptose in den Cisplatin-resistenten RT-112R-

Zellen implizierte, wiesen die J-82R-Zellen eine geringere Anzahl Cisplatin-induzierter 

DNA-Schäden und eine tendenziell verminderte Aktivierung der DNA-Schadensantwort 

auf als die jeweiligen Ursprungszellen. In der mRNA-Expressionsanalyse waren in den 

mesenchymaleren J-82R-Zellen die antioxidativen Enzyme Hämoxygenase 1 (HMOX1) und 

Glutathion-S-Transferase µ1 (GSTM1) hochreguliert. In keiner der beiden Cisplatin-

resistenten Zelllinien ergaben sich hingegen Veränderungen der mRNA-Expression von 

DNA-Reparaturfaktoren. Auch die mRNA-Expression der meisten Resistenzfaktoren mit 

Bezug zur Apoptose blieb unverändert. Überraschenderweise war jedoch in beiden 

Cisplatin-resisteten Zelllinien die mRNA von XIAP-Associated Factor 1 (XAF1) 

überexprimiert, was zunächst paradox erscheint, da XAF1 ein Inhibitor des 

antiapoptotischen Proteins X-linked Inhibitor of Apoptosis Protein (XIAP) ist. Unter 

verschiedenen getesteten Modulatoren der DNA-Schadensantwort erwies sich ein 

selektiver Inhibitor der Checkpointkinase 1 (CHK1) in den Cisplatin-resistenten J-82R-

Zellen als signifikant effektiver im Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven J-82-Zellen. 

CHK1-Inhibition könnte somit ein vielversprechender therapeutischer Ansatz zur 

Überwindung von Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomzellen sein. 
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Zusammenfassung	(englisch)	

The prognosis of locally advanced and metastatic urothelial carcinoma is limited 

considerably by the development of cisplatin resistance. Cisplatin-based chemotherapies 

are the first line treatment of urothelial carcinoma. Cisplatin forms intra- and interstrand 

crosslinks at the DNA resulting in activation of the DNA damage response followed 

either by a cell cycle arrest and DNA repair mechanisms or by apoptosis in case of 

irrepairable DNA damage. To evaluate the mechanisms of acquired cisplatin resistance 

focussing on the DNA damage response and their relation to epithelial-mesenchymal 

transition (EMT), two urothelial carcinoma cell lines – RT-112 and J-82, representing an 

epithelial or mesenchymal phenotype respectively – were exposed to pulsatile cisplatin 

application over several weeks according to the clinical administration of cisplatin in 

chemotherapies. Both RT-112 and J-82 showed morphologic changes relating to EMT 

during the development of cisplatin resistance. The cisplatin-resistant cell lines RT-112R 

and J-82R resulting from the selection were 2-3-fold more resistant to cisplatin treatment 

than the corresponding parental cells. They both showed a significantly increased G2/M-

fraction in flow cytometry. While in RT-112R cells the detected reduced SubG11-fraction 

indicates decreased apoptosis, J-82R cells showed a lower amount of Cisplatin-induced 

DNA damage and a tendancy towards reduced activation of the DNA damage response 

compared to their respective parental cells. In the mesenchymal-like J-82R cells, the mRNA 

expression of the antioxidative enzymes Heme Oxygenase 1 (HMOX1) und Glutathione S-

Transferase µ1 (GSTM1) was upregulated. None of the cisplatin resistant cell lines 

exhibited alterations in the mRNA expression of DNA repair factors in qRT-PCR. The 

mRNA expression of most resistance factors concerning the apoptotic pathway also 

remained unchanged. Surprisingly the mRNA of XIAP-Associated Factor 1 (XAF1) was 

overexpressed in both J-82R and RT-112R, a finding appearing contradictory at first as 

XAF1 inhibits the antiapoptotic protein X-linked Inhibitor of Apoptosis Protein (XIAP). 

Amongst several modulators of the DNA damage response, a selective inhibitor of 

checkpoint kinase 1 (CHK1) was significantly more effective in the cisplatin resistant cell 

line J-82R than in the cisplatin sensitive cell line J-82. CHK1 inhibition could therefore be a 

promising therapeutic strategy to overcome acquired cisplatin resistance in urothelial 

carcinoma.
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Abkürzungsverzeichnis	

53BP1  p53 Binding Protein 1 

9-1-1   Proteinkomplex aus Rad9, Rad1 und Hus1 

γH2AX Histonvariante H2AX, an Serin 139 phosphoryliert 

ΔNp63  N-terminal truncated p63 

ΔNp73  N-terminal truncated p73 

ADP  Adenosindiphosphat 

AIF  Apoptosis-Inducing Factor 

AP-1  Activator Protein 1 

Apaf-1  Apoptotic peptidase activating factor 1  

ARE  Antioxidant Response Element 

ASK1  Apoptosis Signal regulating Kinase 1 

ATF2  Activating Transcription Factor 2 

ATM  Ataxia Telangiectasia Mutated 

ATP  Adenosintriphosphat 

ATP7A ATPase copper transporting α 

ATP7B ATPase copper transporting β 

ATR  Ataxia Telangiectasia mutated and Rad3 related 

ATRIP  ATR Interacting Protein 

Bad  Bcl-2-associated agonist of cell death 

BARD1 BRCA1-Associated RING Domain protein 1 

Bax  Bcl-2-associated X protein 

BCG  Bacille Calmette-Guérin 

Bcl-2  B-cell lymphoma protein 2 

Bcl-xL  B-cell lymphoma-extra large protein 

Bid  BH3-interacting domain death agonist 

Bim  Bcl-2-interacting mediator of cell death 

BIR  Break-Induced Replication 

BIRC5  Baculoviral IAP Repeat-Containing protein 5; Survivin 

  (IAP = Inhibitor of Apoptosis Protein) 

BRCA (1/2) Breast Cancer (1/2), early onset 
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c-Abl  cellular Abelson murine leukemia viral oncogene homolog 1 

c-IAP  cellular Inhibitor of Apoptosis Protein 

c-Jun  cellular avian sarcoma virus 17 (japanisch: junana = 17) homolog 

c-Myc  cellular Myelocytomatosis ongogene 

CAD  Caspase-Activated DNase 

CAF  Cancer-Associated Fibroblasts 

CARD  Caspase Activation and Recruitment Domain 

Cas9   CRISPR-associated protein 9 

CD90  Cluster of Differentiation 90 

Cdc25(A-C) Cell division cycle 25 (A-C) phosphatase  

CDK (1-6) Cyclin-Dependent Kinase (1-6) (deutsch: Cyclin-abhängige Kinase) 

cDNA  complementary DNA (deutsch: komplementäre DNA) 

CHK (1/2) Checkpointkinase (1/2) 

CHOP  C/EBP Homologous Protein  (C/EBP=CCAAT/Enhancer Binding Protein) 

CK14  Cytokeratin 14 

COX2  Cyclooxygenase 2 

CPC  Chromosomal Passenger Complex 

CRISPR Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats 

CRM1  Chromosomal Region Maintenance 1 

CT  Computertomographie 

CtIP  C-terminal Binding Protein Interacting Protein 

CTR1  Copper Transporter 1 

CX3  Komplex aus RAD51C und XRCC3 

D-Loop Displacement Loop 

dATP  Desoxyadenosintriphosphat 

dHJ  double Holliday Junction 

DISC  Death-Inducing Signaling Complex 

DNA  Deoxyribonucleic Acid (deutsch: Desoxyribonukleinsäure) 

DNA-PK DNA-dependent Protein Kinase 

DNA-PKcs DNA-dependent Protein Kinase catalytic subunit 

DR5  Death Receptor 5 
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DYRK1B/ Dual specificity tyrosine-phosphorylation-Regulated Kinase 1B 

MIRK  Minibrain-Related Kinase 

E2F  E2 Transcription Factor   

EGF  Epidermal Growth Factor 

EGFR  Epidermal Growth Factor Receptor 

EME1  Essential Meiotic Endonuclease 1 

EMT  Epithelial-Mesenchymale Transition 

ER  Endoplasmatisches Retikulum 

ERBB2/ v-Erb-B2 avian erythroblastic leukemia viral oncogene homolog 2 

HER2  Human Epidermal growth factor Receptor 2 

ERCC1 Excision Repair Cross-Complementation group 1 

ERCC2 / Excision Repair Cross-Complementation group 2 

XPD  Xeroderma Pigmentosum, complementation group D 

ERCC3 / Excision Repair Cross-Complementation group 3 

XPB   Xeroderma Pigmentosum, complementation group B 

ERCC4 / Excision Repair Cross-Complementation group 4 

XPF  Xeroderma Pigmentosum, complementation group F 

ERCC6 / Excision Repair Cross-Complementation group 6 

CSB  Cockayne Syndrome group B protein 

ERCC8 / Excision Repair Cross-Complementation group 8 

CSA  Cockayne Syndrome group A protein 

ERK  Extracellular Signal-Regulated Kinase  

ETAA  Ewing Tumor Associated Antigen 

EXO1  Exonuklease 1 

FA  Fanconi Anämie 

FADD  Fas-Associated via Death Domain  

FANC (A-T) Fanconi anemia complementation group (A-T) 

Fas /  Fas cell surface death receptor / 

CD95  Cluster of Differentation 95 

FGFR  Fibroblast Growth Factor Receptor 

Fos / c-Fos cellular Finkel–Biskis–Jinkins murine osteosarcoma oncogene homolog 

FOXO  Forkhead Box Protein O 

G1-Phase Gap-Phase 1 
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G2-Phase Gap-Phase 2 

GDP  Guanosindiphosphat 

GGR  Global Genomic Repair 

GP130  Glykoprotein 130 

GPX1  Glutathionperoxidase 1 

GRB2  Growth factor Receptor Binding protein 2 

GSK3  Glykogensynthase-Kinase 3 

GSTM1 Glutathion-S-Transferase µ 1 

GTP  Guanosintriphosphat 

GULP1 Engulfment adapter Phosphotyrosine binding domain containing 1 

H2AX  Histonvariante H2AX 

H2O2  Wasserstoffperoxid 

HCC  Hepatocellular Carcinoma (deutsch: Hepatozelluläres Karzinom) 

HER2  Human Epidermal growth factor Receptor 2 

HIF1  Hypoxia-Inducible Factor 1 

HIPK2  Homeodomain Interacting Protein Kinase 2 

HMOX1 Hämoxygenase 1 (= HO-1) 

HNPCC Hereditary Non-Polyposis Colon Cancer  

HNSCC Head and Neck Squamous Cell Carcinoma 

  (deutsch: Plattenepithelkarzinom des Kopf-/Hals-Bereichs) 

HO-1  Hämoxygenase 1 (= HMOX1) 

HSF1  Heat Shock Transcription Factor 1 

HSP (70/90) Heat Shock Protein (70/90) 

HSPA1B Heat Shock Protein A1B, gehört zur HSP70-Familie 

HR  Homologous Recombination 

HtrA2/  High temperature requirement protein A2  

Omi  Omi stress-regulated endoprotease 

Hus1  Hydroxyurea sensitive 1 

IAP  Inhibitor of Apoptosis Protein 

ICAD  Inhibitor of Caspase-Activated DNAse 

IC50/  Inhibitory Concentration 50%/80%,  hier: inhibitorische Konzentration, bei  

IC80   der das Zellwachstum um 50% bzw. 80% inhibiert wird  
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IκB  Inhibitor of NF-κB 

IKK  IκB-Kinase  

IP3  Inositol-1,4,5-trisphosphat 

IRF1  Interferon Regulatory Factor 1 

JAK  Januskinase 

jBid  durch JNK-vermittelte Spaltung entstandenes Bid-Fragment 

JNK (1/2) Jun-N-terminal Kinase (1/2) 

Jun  avian sarcoma virus 17 (japanisch: junana = 17) homolog   

K-Ras  Kirsten Rat sarcoma virus oncogene homolog, eine Ras-Isoform 

kDa  Kilodalton 

KEAP1 Kelch-like Enoyl-CoA Hydratase-Associated Protein 1 

Ku (70/80) Lupus Ku autoantigen protein p70/80 

M-Phase Mitose-Phase 

MAMs Mitochondria-Associated Membranes 

MAP  Mitogen Activated Protein 

MAP-2K Mitogen Activated Protein Kinase Kinase 

MAP-3K Mitogen Activated Protein Kinase Kinase Kinase 

MAPK  Mitogen Activated Protein Kinase 

Mcl-1  Myeloid cell leukemia protein 1 

MDC1  Mediator of DNA damage Checkpoint protein 1 

Mdm2  Mouse double minute 2 homolog 

MEK  MAPK ERK Kinase 

miRNA microRNA 

MK2  MAPK-activated protein Kinase 2 

MKK  Mitogen-activated Protein Kinase Kinase (siehe MAP-2K) 

MKP1  Mitogen-activated protein Kinase Phosphatase 1 

MLH1  Mutator protein L Homolog 1 

MMEJ  Microhomology-Mediated End Joining 

MMR   DNA Mismatch Repair 

MPF  Mitose-Promoting Factor / Maturation-Promoting Factor,  

  Komplex aus CDK1 und Cyclin B 
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MPTP  Mitochondriale Permeabilitäts-Transitionspore 

MRE  Metal Response Element 

MRE11 Meiotic Recombination 11 Homolog 1 

MRN  M=MRE11, R=RAD50, N=NBS1 

  MRN-Komplex: Proteinkomplex aus MRE11, RAD50 und NBS1 

mRNA messenger RNA 

MRP (2/5) Multidrug Resistance-associated Protein (2/5) 

MRT  Magnetresonanztomographie 

MSH (2/6) Mutator protein S Homolog (2/6) 

MT1A  Metallothionein 1A 

mtDNA mitochondriale DNA 

MTF2  Metal Response Element Binding Transcription Factor 2 

mTOR  mechanistic Target Of Rapamycin 

mTORC mechanistic Target Of Rapamycin Complex 

MUC1  Mucin 1 

MUC1-C Mucin 1, C-terminale Untereinheit 

MUS81 MMS and UV-Sensitive protein 81  

  (MMS=Methylmethansulfonat; UV= Ultraviolet) 

Mut (L/S) Mutator protein (L/S) 

MutLα  Mutator protein L α, Heterodimer aus MLH1 und PMS2 

MutSα  Mutator protein S α,  Heterodimer aus MSH2 und MSH6 

MutSβ  Mutator protein S β,  Heterodimer aus MSH2 und MSH3 

Myc   Myelocytomatosis ongogene 

Myc-nick Spaltprodukt, das bei der Spaltung von Myc durch Calpain entsteht  

MVAC M=Methotrexat, V=Vinblastin, A=Adriamycin(=Doxorubicin), C=Cisplatin 

  MVAC-Schema: Chemotherapieprotokoll mit den o.g. Substanzen 

NAD+  Nicotinsäureamid-Adenin-Dinukleotid, oxidierte Form 

NADPH Nicotinsäureamid-Adenin-Dinukleotid-Phosphat, reduzierte Form 

NAT2  N-Acetyltransferase 2 

NBS1  Nijmegen Breakage Syndrome Protein 1 

NEMO NF-κB Essential Modulator 

NER  Nukleotid-Exzisionsreparatur 
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NF-κB  Nuclear Factor kappa-light-chain-enhancer of activated B-cells 

NF-Y  Nuclear Transcription Factor Y 

NHEJ  Non-Homologous End Joining 

NMD  Nonsense-mediated mRNA Decay 

NRF2  Nuclear factor erythroid 2 Related Factor 2 

NSCLC Non-Small-Cell Lung Carcinoma  

  (deutsch: nicht-kleinzelliges Lungenkarzinom) 

O2
•−  Superoxid-Anion 

OGG1  8-Oxoguanin-DNA-Glycosylase 1 

p16/  Protein p16 

CDKN2A CDK-Inhibitor 2A 

p21  Protein p21; CDK-Inhibitor 1A 

p38  MAP-Kinase p38 

p53  Tumorprotein p53 

p63  Tumorprotein p63 

p73  Tumorprotein p73 

PALB2  Partner And Localizer of BRCA2 

PARC  p53-associated Parkin-like Cytoplasmic protein 

PARP  Poly(ADP-Ribose)-Polymerase 

PAXX  Paralog of XRCC4 and XLF 

PCNA  Proliferating Cell Nuclear Antigen 

PCR  Polymerase Chain Reaction (deutsch: Polymerase-Kettenreaktion) 

PD-1  Programmed cell Death 1 

PD-L1  Programmed cell Death 1 Ligand 1 

PDK1  Phosphoinositide-Dependent Kinase 1 

PI3-Kinase  Phosphatidylinositol 3-Kinase 

PIN1  Peptidylpropyl-cis/trans-Isomerase NIMA-interacting 1  

  (NIMA = Never In Mitosis A) 

PIP2  Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat 

PIP3  Phosphatidylinositol-3,4,5-trisphosphat 

PKB  Proteinkinase B 

PMS2  Postmeiotic Segregation increased 2 
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PNK  Polynukleotidkinase 

POLH  DNA-Polymerase η 

Puma  P53 upregulated modulator of apoptosis 

qRT-PCR Real-time quantitative Reverse Transcription PCR 

RAD (1-54) Radiation repair protein (1-54) 

Raf  Rapidly accelerated fibrosarcoma protein kinase 

RAP80  Receptor Associated Protein 80 

Ras  Rat sarcoma GTPase 

Rb  Retinoblastom-Protein 

Rho  Ras homologue 

RNA  Ribonucleic Acid (deutsch: Ribonukleinsäure) 

RNF (8 /168) Ring Finger Protein (8/168) 

ROS  Reactive Oxygen Species (deutsch: reaktive Sauerstoffspezies)  

RPA  Replication Protein A 

S-Phase Synthese-Phase 

SCLC  Small-Cell Lung Carcinoma (deutsch: kleinzelliges Lungenkarzinom) 

SDSA  Synthesis-Dependent Strand Annealing 

SIAH  Seven In Absentia Homolog 1 

siRNA  small interfering RNA 

SLX4/  Synthetic Lethal of unknown function 4 

FANCP Fanconi anemia complementation group P 

Smac/  Second mitochondria derived activator of caspases / 

DIABLO Direct IAP Binding protein with Low isoelectric point 

SOS  Son Of Sevenless 

SOX2  SRY-Box 2 (SRY = Sex Detreming Region of Y) 

STAT (1-3) Signal Transducer and Activator of Transcription (1-3) 

SubG1  Fraktion mit reduziertem DNA-Gehalt (weniger als die G1-Fraktion) in der 

  Propidiumiodid-Durchflusszytometrie 

SWSAP1 SWS1-Associated Protein 1  

  (SWS1 = SWIM domain-containing and Srs2-interacting protein 1) 

TAK1  Transforming growth factor β-Activated Kinase 1 

TAO  Thousand And One amino acids protein 
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TAp63  Transactivation domain containing p63 

TCR  Transcription-Coupled Repair 

TFIIH  Transcription Factor IIH 

TGFβ  Transforming Growth Factor β  

TNF (α) Tumornekrosefaktor (α) 

TNFAIP2 TNFα-Induced Protein 2 

TNM  T=Tumor, N=Nodus, M=Metastasen 

  TNM-Klassifikation: System zur Stadieneinteilung maligner Tumore 

TopBP1 DNA Topoisomerase II Binding Protein 1 

TRAF  TNF Receptor Associated Factor 

TRAIL  TNF-Related Apoptosis Inducing Ligand 

TSC2  Tuberous Sclerosis Complex 2 

TUR-BT Transurethrale Resektion eines Blasentumors  

uPA  Urokinase Plasminogen Activator 

UVSSA UV-Stimulated Scaffold protein A (UV=Ultraviolet) 

VDAC  Voltage-Dependent Anion Channel  

VEGF  Vascular Endothelial Growth Factor  

WHO  World Health Organization 

Wnt  Wingless/Integrated 

XAF1  XIAP-Associated Factor 1 

XIAP  X-linked Inhibitor of Apoptosis Protein 

XLF  XRCC4-Like Factor 

XPA  Xeroderma Pigmentosum, complementation group A 

XPC  Xeroderma Pigmentosum, complementation group C 

XPG /  Xeroderma Pigmentosum, complementation group G 

ERCC5 Excision Repair Cross-Complementation group 5 

XRCC (2-4) X-Ray Repair Cross Complementing protein (2-4) 

YAP1  Yes-Associated Protein 1 

ZEB1  Zinc Finger E-Box Binding Homeobox 1
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1	Einleitung	

1.1	Bösartige	Tumoren	der	Harnblase		

1.1.1	Epidemiologie	

Bösartige Neubildungen der Harnblase sind die weltweit neunthäufigste Krebsart [1], 

unter Männern sogar die siebthäufigste [2]. Männer sind drei- bis viermal häufiger von 

Harnblasenkrebs betroffen als Frauen [3].  Die höchste Inzidenz weisen hochentwickelte 

Industrienationen auf [4].  

1.1.2	Ätiologie	

Hauptrisikofaktor für die Entstehung von Harnblasentumoren ist Tabakkonsum, worauf 

ca. 50% der Neuerkrankungen an Urothelkarzinomen zurückgeführt werden [5]. Es wird 

angenommen, dass dieser Risikofaktor die hohe Inzidenz von Harnblasenkrebs in 

hochentwickelten Industrienationen erklärt [4]. Darüber hinaus stellt die berufliche 

Exposition gegenüber aromatischen Aminen, polyzyklischen aromatischen 

Kohlenwasserstoffen und chlorierten Kohlenwasserstoffen einen bedeutsamen 

Risikofaktor dar [6]. Davon sind z.B. Beschäftigte in der Gummi-, Textil-, Farb- und 

Metallindustrie betroffen [7]. Harnblasenkrebs ist bei relevanter Exposition gegenüber 

aromatischen Aminen in Deutschland eine anerkannte Berufskrankheit [8]. Schistosoma 

haematobium, ein Parasit, der vor allem in Afrika vorkommt, kann im Rahmen von 

chronischen Entzündungsreaktionen Plattenepithelkarzinome der Harnblase induzieren 

[9]. Dieser Risikofaktor bedingt die hohe Inzidenz von Blasenkrebs in Nordafrika, 

insbesondere in Ägypten [2]. Weitere erwiesene Risikofaktoren sind 

Trinkwasserkontamination durch Arsen sowie Exposition gegenüber flüssigen Metallen 

vor allem in Entwicklungsländern [10]. Auch andere Faktoren, die mit einer chronischen 

Reizung der Harnblase einhergehen, können die Entstehung von Blasenkrebs fördern, z.B. 

die dauerhafte Versorgung mit einem Blasenkatheter [11] oder medikamenten-induzierte 

Schädigungen, z.B. durch das Alkylanz Cyclophosphamid [12]. Außerdem kann eine 

stattgehabte Strahlentherapie im kleinen Becken die Entstehung von Blasenkrebs 

begünstigen [13].  

Eine genetische Prädisposition für Urothelkarzinome stellen Defekte der N-

Acetyltransferase NAT2, die an der Detoxifikation von aromatischen Aminen beteiligt ist  

[14] sowie der Glutathion-S-Transferase µ 1 (GSTM1) [15] dar. Ein weiterer genetisch 

bedingter Risikofaktor ist das Hereditäre Nicht-Polyposis assoziierte Kolorektale 

Karzinom (Hereditary Non-Polyposis Colorectal Cancer, HNPCC, Lynch-Syndrom). Es handelt 

sich um autosomal-dominant vererbte Gendefekte in der Mismatch-Reparatur, einem 

DNA-Reparaturmechanismus (siehe 1.4.1.2) [16]. Insbesondere sind die Gene MSH2, 

MSH6 und MLH 1 betroffen [17]. Die Mutation geht vor allem mit einem erhöhten Risiko 

für die frühzeitige Entartung von kolorektalen Adenomen einher, ist aber auch mit einem 
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erhöhten Risiko für Endometriumkarzinome und zahlreiche weitere Neoplasien 

assoziiert, u.a. Harnblasenkarzinome [16].   

1.1.3	Histologie	des	Urothels 

Histologisch handelt es sich bei Blasentumoren in über 90% der Fälle um 

Urothelkarzinome [18]. Weitere Entitäten sind z.B. Plattenepithelkarzinome und 

Adenokarzinome [18]. In dieser Arbeit werden Urothelkarzinomzellen untersucht. Das 

Urothel ist ein spezialisiertes epitheliales Gewebe, welches in den ableitenden Harnwegen 

vorkommt [19]. Es setzt sich aus einer Basalzellschicht, einer intermediären Schicht und 

den oberflächlichen Deckzellen, den sog. Umbrella cells zusammen [20]. Die Basalzellen 

bilden die unterste Schicht des Urothels. Sie sind einkernig und über Hemidesmosomen 

mit der Basalmembran verbunden [21]. Desmosomen verbinden Basalzellen mit den 

darüber liegenden Intermediärzellen [19].  

Die Intermediärzellen bilden bei Menschen bis zu fünf Schichten aus [22]. Die  Anzahl der 

Zellschichten scheint in Abhängigkeit vom Füllungszustand der Harnblase zu variieren; 

bei gefüllter Blase sind weniger Schichten, bei leerer Blase mehr Schichten erkennbar [20]. 

Die genauen Mechanismen dieser Anpassung insbesondere im Hinblick auf Zellkontakte 

zwischen den Intermediärzellen sind noch unklar [22]. Die Schicht von Intermediärzellen 

unmittelbar unterhalb des Urothels ist teilweise differenziert und weist Merkmale der 

Deckzellen auf, z.B. diskoide Vesikel und Uroplakine (siehe unten) [22]. Bei Verlust von 

Deckzellen können sie schnell ausdifferenzieren und die Funktion der Deckzellen 

übernehmen [23].  

Die Deckzellen sind wesentlich größer als die anderen Zellen des Urothels, häufig 

polyploid und mehrkernig [20]. Sie enthalten diskoide Vesikel, die bei Zunahme des 

Blasenvolumens durch Exozytose in die Zellmembran integriert werden können [24]. Bei 

leerer Harnblase nehmen die Deckzellen eine buckelige Oberflächenform an, bei gefüllter 

Harnblase flachen sie deutlich ab; jede Deckzelle überdeckt dann mehrere 

Intermediärzellen [19]. In der Harnblase kann sich das Urothel somit an große 

intraluminale Volumenschwankungen anpassen [25]. Um die darunter liegenden 

Gewebsschichten vor dem hochosmolaren Urin und seinen gewebsschädigenden 

Bestandteilen zu schützen, bilden die Deckzellen eine effektive Barriere [26]. Sie sind 

lumenseitig über wasserundurchlässige Tight Junctions, darunterliegenden Zonulae 

adhaerentes und Maculae adhaerentes interzellulär miteinander verbunden [27]. 

Spezialisierte Transmembranproteine, sogenannte Uroplakine, bilden an der apikalen 

Plasmamembran Plaques [24]. Die Plaques tragen zur Undurchlässigkeit und 

Abschirmung des Epithels gegenüber dem Urin bei [28]. Die basalseitige Zellmembran 

der Deckzellen setzt außerdem Mediatoren und Neurotransmitter frei, die Informationen 

über den Füllungszustand der Blase an die tiefer gelegenen Gewebsschichten übertragen, 

z.B. ATP, Adenosin und Acetylcholin sowie Epidermal Growth Factor (EGF) [29]. 
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1.1.4	Epithelial-Mesenchymale	Transition	(EMT)	

Bei der Entstehung von Urothelkarzinomen ist die Epithelial-Mesenchymale Transition 

(EMT) von Bedeutung [30]. Der Prozess ist in der Embryonalentwicklung physiologisch, 

wenn Zellen ihre epithelialen Eigenschaften verlieren, indem sie Zell-Zell-Kontakte 

aufgeben [31]. Sie können dann die Basalmembran des Epithels passieren und in andere 

Regionen einwandern, wo sie wieder zu Epithelzellen ausdifferenzieren [32]. Auch bei 

der Entstehung von Tumoren insbesondere im Zuge der Metastasierung ist der Prozess 

der EMT von entscheidender Bedeutung für die Migrationsfähigkeit der Tumorzellen 

[31].  

Aufgrund seiner hohen Spezialisierung und seiner Barrierefunktion gegenüber dem 

hochosmolaren Urin ist das Urothel stark polarisiert (siehe 1.1.3) [33]. Um migrieren zu 

können, muss die Zelle ihre Polarität aufgeben [33]. Die Epithelial-Mesenchymale 

Transition hat in Urothelkarzinomen durch Verlust von Zellkontakten und epithelialen 

Eigenschaften entscheidende Bedeutung für die Entwicklung der Muskelinvasivität [30], 

die wiederum maßgeblich für Prognose und Therapieoptionen ist (siehe 1.1.8 und 1.1.9). 

Im Zuge der EMT verlieren die Zellen E-Cadherin und exprimieren verstärkt Vimentin 

[34]. E-Cadherin ist am Aufbau von epithelialen Zellkontakten, z.B. Zonulae adhaerentes 

und Desmosomen beteiligt [19]. Vimentin ist als Intermediärfilament Teil des Zytoskeletts 

mesenchmaler Zellen und wird in der Pathologie als Marker für mesenchymale Tumoren 

genutzt [35]. E-Cadherin und Vimentin dienen daher als Surrogatparameter für den 

Fortschritt der EMT einer Tumorzelle [34, 36]. In Urothelkarzinomen sind niedrige E-

Cadherin- und hohe Vimentin-Expression mit einer schlechteren Prognose assoziiert [36]. 

In dieser Arbeit werden die humanen Urothelkarzinom-Zelllinie RT-112 und J-82 

verglichen. Während die Zelllinie RT-112 epithelialen Charakter und hohe E-Cadherin-

Expression aufweist, wird J-82 als Zelllinie mit mesenchymalen Eigenschaften 

beschrieben und exprimiert vermehrt Vimentin [37, 38].  

1.1.5	Symptomatik	

Das Leitsymptom beim Harnblasenkarzinom ist die schmerzlose Makrohämaturie 

(makroskopisch sichtbares Blut im Urin) [39]. Weitere Symptome, die jedoch seltener 

auftreten, können Irritationen der Harnblase mit Dysurie (Schmerzen beim Wasserlassen), 

Pollakisurie (häufigem Wasserlassen) oder Harndrang sein [39]. Harnaufstau mit 

einhergehenden Flankenschmerzen, Harnverhalt sowie Beinödeme treten in der Regel in 

späteren Erkrankungsstadien auf und sind Folgen von lokal fortgeschrittenem 

Tumorwachstum [40]. Symptome einer konsumierenden Erkrankung wie allgemeine 

Schwäche und Leistungsminderung, Tumoranämie, ungewollter Gewichtsverlust und 

Nachtschweiß stellen sich in der Regel erst in weit fortgeschrittenen Erkrankungsstadien 

ein [40].  
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1.1.6	Diagnostik	

Die Urinzytologie weist zwar eine hohe Spezifität, jedoch nur eine geringe Sensitivität für 

die Detektion von Harnblasenkarzinomen auf und ist zum Screening bzw. Ausschluss 

daher nicht geeignet [41]. Im Falle eines begründeten Verdachts auf ein 

Harnblasenkarzinom ist die transurethrale, ggf. Fluoreszenz-assistierte Zystoskopie der 

Goldstandard der Diagnostik [42]. Tumorsuspekte Befunde werden möglichst vollständig 

in toto oder fraktioniert (in sogenannter Piece-Meal-Technik) reseziert [42]. Anschließend 

erfolgt die histologische Aufarbeitung des gewonnenen Materials. Bei muskelinvasiven 

Tumoren sind zur Klärung der Tumorausdehnung und des Vorliegens von 

Fernmetastasen zusätzlich eine Computertomographie (CT) von Thorax und Abdomen 

sowie des kleinen Beckens mit urographischer Phase erforderlich [43]. Alternativ kann in 

Abdomen und Becken auch eine Magnetresonanztomographie (MRT) durchgeführt 

werden [43].  

1.1.7	Stadieneinteilung	[44,	45]	

Urothelkarzinome werden durch die TNM-Klassifikation in Stadien eingeteilt.  

T bezeichnet dabei die Ausdehnung des Tumors, N die Anzahl und Ausdehnung 

befallener Lymphknoten, M das Vorhandensein von Fernmetastasen. 

Ta Nicht-invasiver papillärer/exophytischer Tumor Intraepithelialer Tumor ohne 

Überschreitung der  

Basalmembran 

Tis Nicht-invasiver flacher/nicht-exophytischer 

Tumor 

T1 Der Tumor infiltriert das subepitheliale Bindegewebe zwischen Epithel und 

Muskulatur (Lamina propria). 

T2 Der Tumor infiltriert die Blasenmuskulatur (Lamina muscularis propria). 

(T2a: Nur die innere Hälfte; T2b auch die äußere Hälfte der Muskulatur) 

T3 Der Tumor infiltriert das die Blase umgebende Bindegewebe.  

(T3a: nur mikroskopisch nachweisbar; T3b: auch makroskopisch nachweisbar) 

T4 Der Tumor zeigt blasenüberschreitendes Wachstum und infiltriert Prostata, 

Samenbläschen, Uterus oder Vagina (T4a) bzw. Becken- oder Bauchwand (T4b). 

 

N0 Keine Lymphknotenmetastasen 

N1 Solitärer befallener Lymphknoten im kleinen Becken (hypogastrisch, 

obturatorisch, extern iliakal oder präsakral) 

N2 Multiple befallene Lymphknoten im kleinen Becken (hypogastrisch, obturatorisch, 

extern iliakal oder präsakral) 

N3 Befallene Lymphknoten entlang der Arteriae iliacae communes 

 

M0 Keine Fernmetastasen 

M1 Mindestens eine Fernmetastase  

(M1a: in nicht-regionären Lymphknoten; M1b: außerhalb von Lymphknoten) 
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1.1.8	Stadienabhängige	Prognose		

In ca. 75% der Fälle wird Blasenkrebs in einem frühen, nicht muskelinvasiven Stadium 

diagnostiziert [6]. Ca. 25% der Blasenkarzinome sind jedoch bei Diagnosestellung bereits 

muskelinvasiv und mit einer schlechteren Prognose assoziiert [6]. Das Fünf-Jahres-

Überleben bei invasiven, nicht-metastasierten Blasenkarzinomen beträgt im Mittel ca. 

64%, wobei T3 oder T4a Tumore mit einer Fünf-Jahres-Überlebensrate von 36,5% eine 

deutlich schlechtere Prognose aufweisen als T1 oder T2 Tumore mit 69% [46, 47]. 5% der 

Blasenkarzinome weisen bei der Erstdiagnose bereits Metastasen oder das Stadium T4b 

auf und haben mit einer 5-Jahres-Überlebensrate von 5,5% eine sehr schlechte Prognose 

[46, 47]. 

1.1.9	Therapieoptionen	

Nicht-muskelinvasive Urothelkarzinome (Ta, Tis, T1) werden lokal zystoskopisch durch 

transurethrale Blasentumorresektion (TUR-BT) therapiert [48]. Abhängig vom 

Rezidivrisiko erfolgt eine Erhaltungstherapie mit lokaler Instillation inaktivierter 

Tuberkulose-Erreger (Bacille Calmette-Guérin, BCG), die eine lokale Immunantwort 

auslösen; dadurch werden die intraepithelialen Tumorzellen zerstört [49]. Auch 

Instillationen von Chemotherapeutika wie Mitomycin C, Epirubicin oder Pirarubicin 

werden zur Rezidivprophylaxe angewendet [50]. Eine zweite Resektion nach zwei bis 

sechs Wochen wird empfohlen, um residuelles Tumorgewebe zu detektieren und das 

Rezidivrisiko zu verringern [42]. Bei Rezidiven trotz intravesikaler Therapie oder G3-

Histologie (geringer Differenzierung) sollte eine radikale Zystektomie auch bei T1-

Tumoren erwogen werden [42]. 

Bei lokal muskelinvasiven Karzinomen (T2-T4a) ohne Fernmetastasierung ist eine 

radikale Zystektomie mit bilateraler pelviner Lymphadenektomie indiziert [45]. Eine 

Kombination mit einer neoadjuvanten oder adjuvanten Chemotherapie wird empfohlen, 

da diese das Überleben signifikant verbessert [45]. Bei metastasierten Karzinomen werden 

Zytostatika und ggf. Strahlentherapie in palliativer Intention eingesetzt. Zur 

Chemotherapie ist eine Kombinationstherapie aus Cisplatin und mindestens einem 

weiteren Zytostatikum erste Wahl, sofern keine Kontraindikationen gegenüber Cisplatin 

vorliegen [39]. Zumeist wird Gemcitabin zur Kombinationstherapie verwendet, aber auch 

Methotraxat, Vinblastin und Doxorubicin (MVAC-Schema) werden in Kombination mit 

Cisplatin zur Chemotherapie beim Harnblasenkarzinom eingesetzt [45]. Die Kombination 

aus Cisplatin mit Gemcitabin weist im metastasierten Stadium ein günstigeres 

Nebenwirkungsspektrum und geringere Normalgewebstoxizität auf als das MVAC-

Schema [51]; für die neoadjuvante Therapie fehlen jedoch randomisierte, kontrollierte 

Studien. Cisplatin wird in beiden Kombinationstherapien in der Dosierung 70 mg / m² 

Körperoberfläche eingesetzt [52]. Nur Patienten, die aufgrund ihres Allgemeinzustands, 

einer vorbestehenden Nieren- oder Herzinsuffizienz, einer vorbestehenden 

Hörschädigung oder Neuropathie nicht für eine Cisplatin-basierte Therapie geeignet sind, 
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sollten in der Erstlinie mit Carboplatin/Gemcitabin oder alternativ bei positivem PD-L1-

Status mit Immuncheckpoint-Inhibitoren behandelt werden [43].  

Initial sprechen Urothelkarzinome häufig gut auf Cisplatin-basierte Chemotherapien an 

[53], obwohl einige Tumore intrinsische Cisplatinresistenz aufweisen [54]. Im Verlauf 

einer zunächst wirksamen Cisplatintherapie kann es jedoch auch zur erworbenen 

Resistenzentwicklung kommen [55], sodass das Tumorwachstum nicht mehr kontrolliert 

werden kann. Intrinsische und erworbene Resistenz gegenüber Cisplatin stellen ein 

erhebliches Problem in der Systemtherapie des Harnblasenkarzinoms dar [55]. Die noch 

immer erheblich eingeschränkte Langzeitprognose in fortgeschrittenen Tumorstadien 

(siehe 1.1.8) unterstreicht die Wichtigkeit und Dringlichkeit neue Therapieansätze zu 

entwickeln, um Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen zu überwinden.  

1.2	Cisplatin	

1.2.1	Klinische	Verwendung	

Cis-Diammindichloridoplatin (Cisplatin) ist als Tumortherapeutikum seit über 40 Jahren 

in klinischem Gebrauch und wird bei zahlreichen Tumorentitäten - meistens in 

Kombination mit anderen medikamentösen Tumortherapeutika - verabreicht [56]. 

Cisplatin-basierte Chemotherapien sind u.a. erste Wahl der Systemtherapie bei 

Hodentumoren mit herausragenden Ergebnissen [57], kleinzelligen und nicht-

kleinzelligen Lungenkarzinomen [58], Urothelkarzinomen der Harnblase (siehe 1.1.9), 

cholangiozellulären Karzinomen [58], Zervixkarzinomen [59], Osteosarkomen [60] und 

Plattenepithelkarzinomen des Kopf-/Hals-Bereichs [61]. Zu den schwerwiegendsten 

Nebenwirkungen gehören Nephro- [62] und Ototoxizität [63], Neurotoxizität [64] sowie 

ausgeprägtes Erbrechen [65]. Seltener tritt auch eine Knochenmarksdepression mit 

Panzytopenie und erhöhter Infektanfälligkeit auf [66]. Insbesondere die Nephrotoxizität 

ist dosislimitierend für Cisplatin [67]. 

1.2.2	Vergleich	mit	anderen	Platinverbindungen	

Aufgrund der ausgeprägten Normalgewebstoxizität wurde das weniger nephro- und 

ototoxische Carboplatin entwickelt, bei dem vor allem die Knochenmarkstoxizität 

dosislimitierend ist [67]. Carboplatin ist jedoch in vielen Tumoren weniger wirksam als 

Cisplatin [68]. Carboplatin hat den gleichen Wirkmechanismus wie Cisplatin und weist 

daher eine vollständige Kreuzresistenz mit Cisplatin auf [69] – das bedeutet, dass 

Tumoren, die resistent gegenüber Cisplatin sind, auch nicht auf eine Therapie mit 

Carboplatin ansprechen. Oxaliplatin hingegen unterscheidet sich strukturell stärker von 

Cisplatin, sodass Oxliplatin-Addukte zu anderen Konformationsänderungen in der DNA 

führen als Cisplatin-Addukte [70]. Daher bestehen Unterschiede in der Erkennung der 

DNA-Läsionen [71, 72]. Dies bedingt letztendlich ein anderes Wirkspektrum von 

Oxaliplatin, sodass Oxaliplatin auch in Cisplatin-resistenten Zellen wirksam sein kann 
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[73]. Im Gegensatz zu Cisplatin und Carboplatin wird Oxaliplatin bei Kolonkarzinomen 

angewendet [69], während es in der Therapie von Harnblasenkarzinomen nicht zum 

Einsatz kommt. Die gravierendste Nebenwirkung von Oxaliplatin ist die Neurotoxizität, 

die stärker ausgeprägt ist als bei Cisplatin [74]. Die anderen o.g. Nebenwirkungen von 

Cisplatin treten unter Oxaliplatin-Therapie nur selten auf [69]. Die chemische Struktur 

von Cisplatin, Oxaliplatin und Carboplatin ist in Abb. 1 dargestellt (siehe unten).  

 

 

Cisplatin Carboplatin Oxaliplatin 

Abb. 1: Chemische Struktur von Cisplatin, Oxaliplatin und Carboplatin 

1.2.3	Wirkmechanismus	

Das ungeladene Cisplatin wird durch passive Diffusion oder aktiv durch 

Membrantransporter in die Zelle aufgenommen [75]. Aufgrund der intrazellulär geringen 

Chloridkonzentration werden 1-2 Chloridatome gegen Wassermoleküle ausgetauscht, 

sodass das Cisplatinmolekül eine positive Ladung annimmt und mit nukleophilen 

Gruppen der DNA reagiert [76]. Zusätzlich zur Interaktion mit nukleärer DNA (siehe 

1.2.3.1), die als wesentlicher Wirkmechanismus von Cisplatin angesehen wird, ist ein Teil 

der Zytotoxizität von Cisplatin auch auf andere Reaktionspartner zurückzuführen [77]. 

Nur etwa 1% des intrazellulären Cisplatins bindet an die nukleäre DNA, der übrige 

Anteil reagiert mit zytoplasmatischen Strukturen bzw. Proteinen in Zellorganellen oder 

interagiert mit der mitochondrialen DNA [78]. Neben Cisplatin-induzierten DNA-

Schäden werden vor allem die Akkumulation reaktiver Sauerstoffspezies (siehe 1.2.3.2), 

die direkte Interaktion von Cisplatin mit proapoptotischen Proteinen in der 

Mitochondrienmembran (siehe 1.5.2 d) sowie die Einleitung einer ER-Stressantwort (siehe 

1.5.1.1) als relevante Mechanismen für die Zytotoxizität von Cisplatin angesehen [77]. 

1.2.3.1	Interaktion	von	Cisplatin	mit	der	DNA		

Die bevorzugte Bindungsstelle von Cisplatin an der DNA ist das N7-Atom der 

Purinbasen Guanin und (geringer ausgeprägt) Adenin [79]. Dort bildet Cisplatin zunächst 

Monoaddukte mit der DNA [69]. Über 90% der Monoaddukte reagieren dann mit einem 

weiteren N7-Atom einer nahegelegenen Purinbase und bilden so Crosslinks [80]. Diese 

können entweder innerhalb des gleichen DNA-Strangs entstehen (Intrastrang-Crosslink) 

oder zwischen den beiden komplementären DNA-Strängen (Interstrang-Crosslink) [69]. 

Die Intrastrang-Crosslinks entstehen entweder zwischen zwei benachbarten Basen (1,2-
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Intrastrang-Crosslink) oder über ein Basenpaar hinweg (1,3-Intrastrang-Crosslink) [81]. 

Fast zwei Drittel der Cisplatin-Addukte an der DNA sind Intrastrang-Crosslinks 

zwischen zwei unmittelbar benachbarten Guaninen [82]. Seltener sind 1,2-Intrastrang-

Crosslinks mit Adeninbeteiligung und 1,3-Intrastrang-Crosslinks zwischen Guaninen [81]. 

Interstrang-Crosslinks und Monoaddukte machen nur einen geringen Anteil (zusammen 

unter 5%) der Cisplatin-Addukte aus [83]. Die Cisplatin-Addukte an der DNA sind in 

Abb. 2 veranschaulicht (siehe unten). 

 

Abb. 2: Cisplatin-Addukte an der DNA 

Die häufigsten Cisplatin-Addukte an der DNA sind 1,2-Intrastrang-Crosslinks zwischen zwei 
benachbarten Guaninen. Seltener sind 1,2-Intrastrang-Crosslinks mit Adeninbeteiligung und 
1,3-Intrastrang-Crosslinks. Monoaddukte und Interstrang-Crosslinks machen den geringsten 
Anteil der Cisplatin-Addukte an der nukleären DNA aus.  

Abkürzungen: A = Adenin, C = Cytosin, G = Guanin, T = Thymin 

(Beim Erstellen dieser Abbildung wurden die Nukleinsäure-Designs von Servier Medical Art 
genutzt, lizensiert unter der Creative-Commons-Lizenz Attribution 3.0.) 

 

Die DNA-Crosslinks verändern die Konformation der DNA und behindern in der 

Umgebung die Wasserstoffbrückenbindungen zwischen komplementären Basenpaaren 

[80]. Replikation und Transkription werden durch diese Konformationsänderungen 

blockiert [84]. An kollabierten Replikationsgabeln können sekundär DNA-

Doppelstrangbrüche entstehen [85]. Sowohl an Einzelstrangbereiche blockierter 

Replikationsgabeln als auch an DNA-Doppelstrangbrüche werden Sensorproteine 

rekrutiert, die die DNA-Schadensantwort einleiten (siehe 1.3.1). Die Intrastrang-

Crosslinks werden durch Nukleotid-Exzisionsreparatur (NER) (siehe 1.4.1.1) repariert, die 

Interstrang-Crosslinks durch eine Kombination aus NER, DNA-Doppelstrangbruch-

Reparatur und Transläsionssynthese [86] (siehe 1.4.3). 
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1.2.3.2	Bedeutung	reaktiver	Sauerstoffspezies	für	Cisplatin-induzierte	Toxizität	

Der Bildung reaktiver Sauerstoffspezies (ROS) wird ein relevanter Anteil an der Cisplatin-

induzierten Zytotoxizität zugeschrieben [87]. Cisplatin trägt auf verschiedene Arten zum 

intrazellulären Anstieg reaktiver Sauerstoffspezies bei [88]. Es kann kovalent an 

Sulfhydrylgruppen antioxidativer Enzyme binden und diese so inaktivieren [89]. Neben 

der Konjugation an Metallothioneine (siehe 1.6.2 c), kann auch die Konjugation von 

Cisplatin an Glutathion zur Inaktivierung von Cisplatin führen. Dies trägt allerdings zum  

Verbrauch der antioxidativen Radikalfänger bei und begünstigt so oxidativen Stress [90]. 

Außerdem beeinträchtigt Cisplatin die Aufnahme- und Transportkapazität für 

metallische Spurenelemente wie Kupfer und Selen durch Kompetition um die Transporter 

[88], was die Funktion antioxidativer Enzyme beeinträchtigt. Kupfer ist essentieller 

Cofaktor der Superoxiddismutase (siehe auch 1.6.2 e), Selen kommt als Selenocystein in 

der Glutathionperoxidase (siehe 1.6.2 a) vor [91]. Des Weiteren wird durch Bindung von 

Cisplatin an mitochondriale DNA (mtDNA) infolge einer Transkriptionsblockade die 

Synthese von Proteinen der Elektronentransportkette der oxidativen Phosphorylierung 

beeinträchtigt und somit die Produktion reaktiver Sauerstoffspezies begünstigt [92]. 

Tumorzellen sind für die Reduktion antioxidativer Kapazitäten besonders anfällig, da in 

Tumorzellen stoffwechselbedingt mehr reaktive Sauerstoffspezies produziert werden [93]. 

Akkumulation von reaktiven Sauerstoffspezies führt zur Einleitung der Apoptose über 

den intrinsischen Signalweg, indem Wasserstoffperoxid (H2O2) und Superoxid (O2
•−) mit 

Proteinen reagieren, die an der Porenbildung in der Mitochondrienmembran beteiligt 

sind, z.B. Voltage Dependent Annion Channel (VDAC) (siehe auch 1.5.2 d) [94]. Die damit 

verbundene Konformationsänderung der Poren bedingt deren Öffnung, sodass 

Cytochrom c ins Zytoplasma freigesetzt wird und der intrinsische Weg der Apoptose 

(siehe 1.5.1.1) eingeleitet wird [94]. Durch Entweichen von intramitochondrialem 

Cytochrom c ins Zytoplasma wird die Elektronentransportkette unterbrochen und es 

entstehen zusätzliche reaktive Sauerstoffspezies, was zur Signalverstärkung des 

intrinsischen Wegs der Apoptose beiträgt [95]. Zudem gibt es Anhaltspunkte dafür, dass 

reaktive Sauerstoffspezies auf den extrinsischen Signalweg der Apoptose (siehe 1.5.1.2) 

Einfluss nehmen [96]. Bei vermehrter ROS-Produktion wird die Expression von TRAIL 

und Fas-Ligand hochreguliert [94]. Außerdem lagern sich nach Bindung von Liganden 

die Todesrezeptoren in Cholesterol- und Spingolipid-reichen Signalplattformen, 

sogenannten Lipid Rafts, in der Zellmembran zusammen [97]. In die Lipid Rafts werden 

NADPH-Oxidasen rekrutiert, welche O2
•− produzieren [98, 99]. Die MAP-3-Kinase 

Apoptosis signal-regulating kinase 1	 (ASK1) ist in unstimulierten Zellen an Thioredoxin 

gebunden und wird dadurch inaktiv gehalten [100]. Nach ROS-bedingter Oxidation von 

zwei Cysteinresten des Thioredoxins unter Bildung einer Disulfidbrücke dissoziiert 

Thioredoxin von der ASK1 ab, sodass diese aktiviert werden kann und eine MAP-Kinase-

Kaskade eingeleitet wird, was schließlich zur Aktivierung des JNK- und p38-Signalwegs 

führt [100]. Auch über diesen Signalweg kann somit ROS-induzierte Apoptose vermittelt 

werden (siehe auch 1.3.5.1 und 1.3.5.2).  
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Darüber hinaus können reaktive Sauerstoffspezies, vor allem das Hydroxylradikal (•OH), 

auch selbst DNA-Schäden verursachen, indem sie mit der DNA reagieren und Basen 

oxidieren [101]. Mehr als zwanzig Basenmodifikationen durch oxidative Schädigung der 

DNA sind bekannt [101], wobei 8-Oxoguanin am häufigsten vorkommt [102].                                

8-Oxoguanin kann durch Basenexzisionsreparatur eliminiert werden [103]. Unrepariert 

verursacht  8-Oxoguanin bei der Replikation DNA-Doppelstrangbrüche, die wiederum 

Apoptose induzieren [103]. 

1.3	 Die	 DNA-Schadensantwort	 und	 ihre	 Bedeutung	 für	
Cisplatinresistenz		

Die DNA-Schadensantwort beinhaltet sowohl Reparaturmechanismen und Toleranz 

gegenüber DNA-Schäden, als auch die Einleitung der Apoptose bei irreparablen Schäden 

[104]. Bei der Aktivierung von Reparaturmechanismen wird parallel häufig ein 

Zellzyklusarrest (Details siehe 1.3.4) über die Aktivierung von Checkpointkinasen 

eingeleitet, um der Zelle die nötige Zeit für die Reparaturmechanismen zu verschaffen 

[105]. Zellen mit erheblichen DNA-Schäden können außerdem in einen dauerhaften 

Zellzyklusarrest übergehen, sodass keine Zellteilung mehr zustande kommt; dieser 

Prozess wird als Seneszenz bezeichnet [106]. Die Mechanismen der DNA-

Schadensantwort sind vielfältig und umfassen neben posttranslationalen Modifikationen 

von Proteinen auch die Beeinflussung von Genexpression, Proteinbiosynthese, Transport- 

und Abbauprozessen [107]. Für diese Arbeit relevante Schritte der frühen DNA-

Schadensantwort sind in Abb. 3 (siehe Seite 15) dargestellt.  

1.3.1	ATM,	ATR	und	DNA-PK	–	Die	Initiatoren	der	DNA-Schadensantwort	

Die Serin-/Threonin-Kinasen ATM, ATR und DNA-PK haben große Bedeutung für die 

Erkennung von DNA-Schäden [104]. Durch Phosphorylierung zahlreicher 

nachgeschalteter Proteine initiieren sie die DNA-Schadensantwort [85]. Während ATM 

und DNA-PK mithilfe von Sensorproteinen hauptsächlich an DNA-Doppelstrangbrüche 

rekrutiert werden, bindet ATR an die Einzelstrangbereiche blockierter Replikationsgabeln 

sowie an Einzelstrangbrüche [108]. Nachdem sie aktiviert worden sind (Details siehe 

1.3.1.1 bis 1.3.1.3), beeinflussen ATM, ATR und DNA-PK gegenseitig ihre Aktivität [109]. 

So können sich ATM und ATR gegenseitig phosphorylieren oder die autokatalytische 

Aktivierung der jeweils anderen Proteinkinase vermitteln, indem deren Rekrutierung zu 

bereits erkannten DNA-Schäden erleichtert wird [110]. Auch ATM und DNA-PK können 

sich gegenseitig phosphorylieren und so die Wahl des DNA-Reparaturmechanismus für 

DNA-Doppelstrangbrüche beeinflussen [111] (siehe 1.4.2). Darüber hinaus können alle 

drei Proteinkinasen Autophosphorylierungen vornehmen, die ihre Aktivität modifizieren 

[105]. 
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1.3.1.1	Aktivierung	von	ATM 

Die Rekrutierung von ATM an DNA-Doppelstrangbrüche erfolgt durch den MRN-

Komplex, bestehend aus jeweils zwei MRE11-, RAD50- und NBS1-Proteinen [112]. Dieser 

Sensorkomplex erkennt und prozessiert die Enden des Doppelstrangbruchs [113]. MRE11 

bildet das Zentrum des MRN-Komplexes und interagiert direkt mit RAD50, NBS1 und 

der DNA [114]. MRE11 hat Endo- und Exonukleaseaktivität zur Prozessierung der Enden 

des Doppelstrangbruchs (siehe 1.4.2.1). RAD50 hält die beiden Enden des DNA-

Doppelstrangbruchs dicht beieinander, um DNA-Reparatur zu ermöglichen [115]. Durch 

seine ATPase-Aktivität kann RAD50 unter ATP-Verbrauch eine Konformationsänderung 

des MRN-Komplexes herbeiführen, wodurch die Nukleaseaktivität des MRE11 Proteins 

an- oder abgeschaltet werden kann [116]. NBS1 rekrutiert ATM an den DNA-

Doppelstrangbruch und übernimmt regulatorische Funktionen im MRN-Komplex [117]. 

Auf die Bindung von ATM an den MRN-Komplex folgt die Aktivierung von ATM durch 

Autophosphorylierung und Dissoziation des zuvor inaktiven Dimers in ein Monomer 

[109]. ATM übernimmt nun wesentliche Teile der weiteren Signaltransduktion durch 

Phosphorylierung zahlreicher Substrate [105]. Dazu gehören Proteinkinasen, wie z.B. die 

Checkpointkinase 2 (CHK2), die einen Zellzyklusarrest induzieren kann (siehe 1.3.4), 

Transkriptionsfaktoren wie p53 (siehe 1.3.3.1) und Proteine, die an der DNA-Reparatur 

beteiligt sind [112]. 

1.3.1.2	Aktivierung	von	ATR		

Im Gegensatz zu ATM und DNA-PKcs wird ATR nicht primär durch 

Doppelstrangbrüche, sondern durch einzelsträngige DNA an blockierten 

Replikationsgabeln rekrutiert [118]. Das Replikationsprotein A (RPA) bindet während der 

normalen Replikation an frei liegende einzelsträngige DNA, um deren Abbau durch 

Nukleasen und die Formierung von Sekundärstrukturen zu verhindern [119]. Wenn 

Helikasen trotz des Replikationsblocks fortfahren, DNA zu entwinden, persistieren 

langstreckig einzelsträngige DNA-Bereiche, an die RPA gebunden ist [120]. Dies führt 

nachfolgend zur Bindung von ATRIP, der regulatorischen Untereinheit von ATR, an die 

Einzelstrangbereiche, wodurch ATR rekrutiert wird [121].  

An der Aktivierung von ATR ist unter anderem der sogenannte 9-1-1 Komplex, ein 

Heterotrimer aus Rad9, Rad1 und Hus1, beteiligt. 9-1-1 hat strukturelle Ähnlichkeit mit 

dem Prozessivitätsfaktor PCNA [122], dessen drei Untereinheiten eine 

Ringklemmenkonfiguration bilden, die Replikation koordinieren und verhindern, dass 

die DNA-Polymerase δ während der Replikation von der DNA abdissoziiert [123]. An 

blockierten Replikationsgabeln wird 9-1-1 durch ein Ladeprotein ATP-abhängig auf die 

DNA aufgeladen [124]. Neben 9-1-1 wird auch das DNA Topoisomerase II Binding Protein 1 

(TopBP1) rekrutiert [118]. TopBP1 interagiert mit Rad9, ATRIP und ATR, wodurch ATR 

vermehrte Kinaseaktivität entwickelt [105]. Daneben kann die Stimulation der 

Kinaseaktivität von ATR auch mithilfe des Aktivatorproteins ETAA erfolgen, das direkt 

an RPA bindet [125].   
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Aktiviertes ATR vermittelt nun die weitere DNA-Schadensantwort. Eine der wichtigsten 

Funktionen von ATR ist die Phosphorylierung und konsekutive Aktivierung der 

Checkpointkinase 1 (CHK1), die einen Zellzyklusarrest bewirken kann (siehe 1.3.4). 

Zahlreiche Substrate von ATM werden auch durch ATR phosphoryliert, sodass ATR 

ähnliche Funktionen in der DNA-Schadensantwort ausführen kann wie ATM [126]. Eine 

spezifische Funktion von ATR ist die Aktivierung des Fanconi-Anämie-Signalwegs, der 

die DNA-Reparatur von Interstrang-Crosslinks, wie sie durch Cisplatin verursacht 

werden, ausführt [127] (siehe 1.4.3).  

1.3.1.3	Aktivierung	der	DNA-PK		

Die DNA-abhängige Proteinkinase (DNA-PK) ist eine Serin-/Threonin-Kinase, die sich 

aus einer großen katalytischen Untereinheit (DNA-PKcs) und dem Heterodimer Ku 

zusammensetzt [128]. Ku besteht wiederum aus zwei Untereinheiten mit einem 

Molekulargewicht von etwa 70 bzw. etwa 80 kDa (Ku70 und Ku80) [128]. Ku70 und Ku80 

bilden zusammen eine Ringstruktur, die die Enden doppelsträngiger DNA-Brüche 

umschließt [129]. Nach Bindung von Ku an die DNA wird die DNA-PKcs an die Enden 

der Doppelstrangbrüche rekrutiert [130]. Ku stabilisiert die Interaktion der DNA-PKcs mit 

der DNA, funktioniert als regulatorische Untereinheit der DNA-PK und stimuliert die 

Kinaseaktivität der DNA-PKcs [131]. Die Hauptaufgabe der DNA-PK ist die Aktivierung 

und Regulierung des Non-Homologous End Joining (NHEJ) [132], eines 

Reparaturmechanismus für DNA-Doppelstrangbrüche (siehe 1.4.2.2). Durch 

Autophosphorylierung werden Konformationsänderungen der DNA-PK eingeleitet, die 

die nachfolgenden Schritte des NHEJ erleichtern [133]. Die DNA-PKcs phosphoryliert 

außerdem die Schlüsselkomponenten des NHEJ, Ku70 und Ku80, XRCC4, XLF und 

Artemis [132]. ATM wird durch die DNA-PK an mehreren Stellen inhibitorisch 

phosphoryliert, wodurch das NHEJ gefördert und die DNA-Reparatur mittels Homologous 

Recombination (HR) gehemmt wird [111] (siehe 1.4.2). 

1.3.2	Frühe	Schritte	der	DNA-Schadensantwort	

1.3.2.1	Phosphorylierung	der	Histonvariante	H2AX	

Einer der ersten Schritte der DNA-Schadensantwort ist die Phosphorylierung der 

Histonvariante H2AX am Serinrest 139 [134]. Das dort phosphorylierte H2AX wird als 

γH2AX bezeichnet [135]. Die Phosphorylierung erfolgt sowohl durch ATM und DNA-

PKcs infolge von Doppelstrangbrüchen als auch durch ATR infolge von 

Replikationsstress [134–136]. In der Umgebung eines DNA-Doppelstrangbruchs wird 

H2AX auf einer Länge von mehreren Millionen Basenpaaren bzw. tausender 

Nukleosomen phosphoryliert und der DNA-Schaden so markiert [137] – es kommt zur 

erheblichen Verstärkung der DNA-Schadensantwort durch lokale Aktivierung von ATM 

und Rekrutierung weiterer Signalmoleküle [135]. γH2AX-markiertes Chromatin wird 

nicht transkribiert, um unerwünschte Interaktionen zwischen Transkription und DNA-

Reparatur zu vermeiden [105]. Die durch γH2AX markierten DNA-Bereiche bilden 
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sogenannte nukleäre γH2AX-Foci [137]. Diese können mittels Immunfluoreszenz 

lichtmikroskopisch detektiert werden [138]. Da die Anzahl der γH2AX-Foci 1:1 mit der 

Anzahl der DNA-Doppelstrangbrüche korreliert [139], wird sie als Methode zur 

Detektion und Quantifizierung von Doppelstrangbrüchen genutzt [140]. 

1.3.2.2	Phosphorylierung	von	MDC1	

Neben dem MRN-Komplex und ATM wird in der Frühphase der DNA-Schadensantwort 

auch MDC1 an Doppelstrangbrüche rekrutiert [105]. MDC1 kann über zwei verschiedene 

Bindungsdomänen sowohl an ATM als auch an γH2AX binden und so die Bindung von 

ATM an den Doppelstrangbruch stabilisieren [141]. Das gebundene ATM phosphoryliert 

dann MDC1, welches nach seiner Phosphorylierung auch mit dem MRN-Komplex 

interagiert und diesen in Position hält [142]. Zudem phosphoryliert ATM weitere H2AX 

Moleküle in der Umgebung, sodass nachfolgend immer mehr MDC1/MRN/ATM-

Komplexe gebildet und stabilisiert werden [143]. Darüber hinaus ist MDC1 an der 

Rekrutierung und Stabilisierung weiterer Proteine der DNA-Schadensantwort an γH2AX-

markierten DNA-Schäden beteiligt, darunter 53BP1 und BRCA1 [143]. Phosphoryliertes 

MDC1 rekrutiert die Ubiquitinligasen RNF8 und konsekutiv RNF168, die mithilfe von 

Konjugationsenzymen H2AX und anderen Histone ubiquitinieren [144]. Infolge dieser 

Ubiquitinierung von Histonen wird 53BP1 an den Doppelstrangbruch rekrutiert und 

gebunden [145]. Ubiquitiniertes H2AX wird außerdem durch RAP80 erkannt, das an die 

markierten Histone bindet und unter anderem mit Abraxas und BRCA1 (siehe 1.3.2.4) 

einen Komplex bildet [146]. Durch Bindung an die Doppelstrangbrüche und Interaktion 

mit ubiquitiniertem γH2AX bilden sich 53BP1-Foci und BRCA1-Foci, die ebenfalls durch 

Immunfluoreszenz detektiert werden können und mit den γH2AX-Foci kolokalisiert sind 

[147]. In dieser Arbeit wird die Bildung von γH2AX- und 53BP1-Foci in Reaktion auf 

Cisplatinexposition untersucht. 

1.3.2.3	Aktivierung	von	53BP1	und	Bedeutung	für	die	DNA-Schadensantwort	

ATM phosphoryliert bereits in der Frühphase der DNA-Schadensantwort 53BP1 [148]. 

53BP1 hat selbst keine enzymatische Aktivität, vielmehr fungiert es als Plattform zur 

Rekrutierung von Effektorproteinen der DNA-Schadensantwort [149]. ATM wird infolge 

der Interaktion mit 53BP1 autophosphoryliert und aktiviert [150]. Sowohl für die 

Interaktion von ATM mit CHK2 [149] als auch für die Interaktion von ATR mit CHK1 

[151] ist 53BP1 erforderlich. So trägt 53BP1 sowohl zum Zellzyklusarrest infolge von 

Doppelstrangbrüchen als auch infolge von Replikationsstress bei [150].  In der G1-Phase 

des Zellzyklus begünstigt 53BP1 die Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen durch 

Non-Homologous End Joining (NHEJ; siehe 1.4.2.2). Unabhängig von der Zellzyklusphase 

beziehungsweise seiner Funktion für das NHEJ interagiert 53BP1 mit p53 (siehe 1.3.3.1) 

und ist essentiell für dessen hinreichende Aktivierung [152]. 53BP1 ermöglicht durch 

seine Interaktion mit p53 die Transkription abhängiger Gene und ist somit auch an der 

Einleitung der Apoptose beteiligt [152]. 
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1.3.2.4	Aktivierung	von	BRCA1	und	Bedeutung	für	die	DNA-Schadensantwort		

In Reaktion auf DNA-Schäden wird BRCA1 durch ATM bzw. ATR phosphoryliert und so 

aktiviert. Im Zytoplasma liegt BRCA1 in einem stabilen Komplex mit BARD1 vor [153]. 

BARD1 stabilisiert BRCA1 und vermittelt die Bindung von BRCA1 an Kinasen und 

andere Enzyme [154]. In der  S- und G2-Phase des Zellzyklus ist BRCA1 wesentlich an der 

Einleitung der Homologous Recombination zur Reparatur von DNA-Doppelstrangbrüchen 

beteiligt (siehe 1.4.2.1). 53BP1 und BRCA1 sind Antagonisten bei der Einleitung der DNA-

Reparatur infolge von DNA-Doppelstrangbrüchen. Während 53BP1 die Reparatur mittels 

Non-Homologous End Joining (NHEJ) in der G1-Phase des Zellzyklus begünstigt, ist BRCA1 

der Schlüsselfaktor für die Einleitung Homologous Recombination (HR) in der S- und G2-

Phase des Zellzyklus [155] (siehe 1.4.2). BRCA1 ist außerdem ein Reparaturfaktor im 

Fanconi-Anämie-Signalweg zur Reparatur von DNA-Interstrang-Crosslinks (siehe 1.4.3). 

Des Weiteren ist BRCA1 essentiell für die Phosphorylierung von CHK1 durch ATR und 

den nachfolgenden Zellzyklusarrest in der S-Phase des Zellzyklus in Reaktion auf 

Cisplatin-induzierte DNA-Schäden [156]. Auch für den CHK1-vermittelten 

Zellzyklusarrest am G2/M-Checkpoint werden BRCA1 und dessen Bindungspartner CtIP 

benötigt [157]. Als Koaktivator von p21 (siehe 1.3.3.5) und p53 (siehe 1.3.3.1) trägt BRCA1 

zur Transkription jeweils abhängiger Gene bei und kann p21-vermittelt einen 

Zellzyklusarrest in der G1-Phase einleiten [158].  

Eine weitere wichtige Funktion von BRCA1 ist die Regulation der DNA-Transkription 

[159]. BRCA1 übernimmt als Teil des Gesamtenzymkomplexes der RNA-Polymerase II 

regulatorische Funktion [159]. In Reaktion auf DNA-Schäden fungiert das aktivierte 

Heterodimer aus BRCA1 und BARD1 als Ubiquitinligase, die die RNA-Polymerase II 

ubiquitiniert und so inhibiert, wodurch die Transkription der beschädigten DNA 

gestoppt wird [154]. Bemerkenswerterweise ubiquitiniert das aktivierte Heterodimer aus 

BRCA1 und BARD1 auch γ-Tubulin, das wesentlicher Bestandteil der Zentriomen der 

Mitosespindel ist, und kann so Einfluss auf den Zellzyklus in der Mitosephase nehmen 

[160]. Für diese Funktion der Ubiquitinligase während der Mitose ist eine vorherige 

Phosphorylierung von BRCA1 durch die Checkpointkinase 2 erforderlich [161]. 

1.3.2.5	Poly-ADP-Ribosylierung		

Die Poly-ADP-Ribosylierung gehört neben den bereits genannten Schritten auch zu den 

frühesten Mechanismen der DNA-Schadensantwort. Aufgrund ihrer engen funktionalen 

Verknüpfung mit der DNA-Reparatur wird sie in Kapitel 1.4.4 thematisiert.  
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Abb. 3: Frühe Schritte der DNA-Schadensantwort  

DNA-Doppelstrangbrüche (links) bzw. blockierte Replikationsgabeln (rechts) führen zur 
Rekrutierung von ATM bzw. ATR. Dies erfolgt mithilfe von Sensorproteinen, die den DNA-
Schaden erkennen und die Aktivierung von ATM bzw. ATR bedingen. ATM und ATR 
koordinieren dann die weiteren Schritte der DNA-Schadensantwort. Einer der frühesten 
Schritte der DNA-Schadensantwort ist die Phosphorylierung der Histonvariante H2AX, die 
sowohl durch ATR als auch durch ATM erfolgen kann. Dies erleichtert die Rekrutierung 
weiterer Signalmoleküle und Reparaturfaktoren an den DNA-Schaden und bewirkt eine 
erhebliche lokale Verstärkung der DNA-Schadensantwort. Sowohl ATM als auch ATR 
aktivieren durch Phosphorylierung den Transkriptionsfaktor p53, dessen Zielgene einen 
Zellzyklusarrest und die DNA-Reparatur, bei irreparablen Schäden jedoch auch die Apoptose 
einleiten können. ATM phosphoryliert infolge von DNA-Schäden die Checkpointkinase 2 
(CHK2), während ATR die Checkpointkinase 1 (CHK1) aktiviert. Beide Checkpointkinasen 
können einen Zellzyklusarrest einleiten und zudem p53 aktivierend phosphorylieren. 
Aktiviertes ATM phosphoryliert zudem die Tyrosinkinase c-Abl, was zur Aktivierung des 
Transkriptionsfaktors p73 führt. Die Abbildung illustriert insbesondere die frühen Schritte 
der DNA-Schadensantwort. Die Beteiligung der p63-, NF-κB- und MAP-Kinase-Signalwege an 
der DNA-Schadensantwort ist nicht dargestellt. Auch die Erkennung von DNA-
Doppelstrangbrüchen durch das Ku70/80-Heterodimer und die nachfolgende Rekrutierung der 
DNA-PKcs kommen hier nicht zur Darstellung.  

Abkürzungen: 9-1-1 = Proteinkomplex aus Rad9, Rad1 und Hus1, 53BP1 = p53 Binding 
Protein 1, ATM = Ataxia Telangiectasia Mutated, ATR = Ataxia Telangiectasia mutated and 
Rad3 related, ATRIP = ATR Interacting Protein, c-Abl = Abelson murine leukemia viral 
oncogene homolog 1 , Bax = Bcl-2-associated X protein, BRCA1 = Breast Cancer 1, CHK1/2 = 
Checkpointkinase 1/2, DR5 = Death Receptor 5, ETAA = Ewing Tumor Associated Antigen, 
H2AX = Histonvariante H2AX, MDC1 = Mediator of DNA damage Checkpoint protein 1, 
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MLH1 = Mutator protein L Homolog 1, MRE11 = Meiotic Recombination 11, MSH2 = Mutator 
protein S Homolog 2, NBS1 = Nijmegen Breakage Syndrome Protein 1, P = Phosphat, p21 = 
Protein 21, p53 = Tumorprotein 53, p73 = Tumorprotein 73, PCNA = Proliferating Cell 
Nuclear Antigen, POLH = DNA-Polymerase η, Puma = P53 upregulated modulator of 
apoptosis, RAD50 = Radiation repair protein 50, RAP80 = Receptor Associated Protein 80, 
RNF8 = Ring Finger Protein 8, RNF168 = Ring Finger Protein 168, RPA = Replication Protein 
A, TopBP1 = DNA Topoisomerase II Binding Protein 1, Ubi = Ubiquitin, XPC = Xeroderma 
Pigmentosum, complementation group C.  

(Beim Erstellen dieser Abbildung wurden die Nukleinsäure-Designs von Servier Medical Art 
genutzt, lizensiert unter der Creative-Commons-Lizenz Attribution 3.0.) 
 

1.3.3	Regulation	der	Transkription	im	Zuge	der	DNA-Schadensantwort	

1.3.3.1	Bedeutung	von	p53	für	die	DNA-Schadensantwort	und	Cisplatinresistenz	

Ein sehr bedeutsames Substrat von ATM, ATR und der DNA-PKcs ist das 

Tumorsuppressorprotein p53, das an verschiedenen Stellen phosphoryliert und so 

aktiviert werden kann [162]. Nach Aktivierung durch ATM bzw. ATR phosphorylieren 

außerdem die Checkpointkinasen CHK2 bzw. CHK1 p53, wodurch die Interaktion von 

p53 mit der Ubiquitinligase Mdm2 inhibiert wird, sodass p53 nicht mehr abgebaut wird 

[163]. Auch die Ubiquitinligase selbst wird durch ATM phosphoryliert ebenso wie weitere 

Faktoren, die zur Stabilisierung von p53 beitragen [112].  

P53 ist ein Transkriptionsfaktor, der seine Funktion durch Aktivierung oder Inhibierung 

von Zielgenen ausführt [164]. Durch Phosphorylierung von p53 wird die Transkription 

abhängiger Gene induziert oder inhibiert [165]. p53 stimuliert die Transkription von p21, 

das Cyclin-abhängige Kinasen (CDK) inhibiert und so einen Zellzyklusarrest bewirken 

kann [166] (siehe 1.3.4). Gleichzeitig wird die Transkription von DNA-Reparaturgenen 

stimuliert, z.B. von XPC, welches an der Nukleotid-Exzisionsreparatur beteiligt ist (siehe 

1.4.1.1), von MLH1 und MSH2, die Teil der Mismatch-Reparatur sind (siehe 1.4.1.2), sowie 

der DNA-Polymerase η (POLH), die mittels Transläsionssynthese Cisplatin-induzierte 

Intrastrang-Crosslinks reparieren kann (siehe 1.4.1.3) [167]. Außerdem wird der 

Prozessivitätsfaktor PCNA p53-abhängig transkribiert, der neben seiner Funktion bei der 

Replikation an diversen DNA-Reparaturmechanismen beteiligt ist [168].  

Wenn Doppelstrangbrüche akkumulieren und eine kritische Anzahl überschritten wird, 

kann p53 auch die Genexpression proapoptotischer Proteine verstärken und so die 

Einleitung der Apoptose begünstigen [85]. P53 ist durch Induktion von proapoptotischen 

Genen aus der Bcl-2-Familie (z.B. von Bax [169], Noxa [170] und Puma [171])  und 

Todesrezeptoren (z.B. Fas und DR5 [165]) sowohl an der Einleitung des intrinsischen als 

auch des extrinsischen Signalwegs der Apoptose beteiligt (siehe 1.5.1). Daneben kann p53 

die Apoptose auch unabhängig von seiner transkriptionellen Aktivität einleiten, indem 

zytosolisches p53 zu den Mitochondrien transloziert und in der äußeren 

Mitochondrienmembran die Interaktion von antiapoptotischen und proapoptotischen 

Proteinen der Bcl-2-Familie stört oder direkt proapoptotische Proteine aktiviert [172] 

(siehe unten).  
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P53 vermittelt somit abhängig vom Ausmaß des DNA-Schadens entweder einen 

Zellzyklusarrest und die nachfolgende DNA-Reparatur oder die Einleitung der Apoptose 

[173]. Welche Funktion von p53 überwiegt, wird vor allem durch posttranslationale 

Modifikationen bestimmt [174]. Bei gravierenden DNA-Schäden, die nicht repariert 

werden können, wird p53 u.a. am Serin 46 phosphoryliert [174]. Dies bedingt eine 

Konformationsänderung von p53 mithilfe der Propylisomerase PIN1, die dazu führt, dass 

überwiegend die Transkription der proapoptotischen Gene aktiviert wird [174]. Darüber 

hinaus bedingt die Konformationsänderung - unabhängig von der transkriptionellen 

Aktivität von p53 - die direkte Aktivierung von Bax durch zytosolisches p53 [175]. Die 

Phosphorylierung am Serinrest 46 wird durch die Kinase HIPK2 katalysiert [176]. HIPK2 

interagiert unter normalen Bedingungen mit der Ubiquitinligase SIAH1 und wird für den 

proteasomalen Abbau markiert [177]. ATM oder ATR phosphorylieren in Reaktion auf 

gravierenden genotoxischen Stress SIAH1 und behindern so die Interaktion zwischen 

SIAH1 und HIPK2, wodurch HIPK2 stabilisiert wird [177]. Die Phosphorylierung von p53 

am Serin 46 durch HIPK2 ist auch für die Einleitung der Apoptose infolge Cisplatin-

induzierter DNA-Schäden von Bedeutung [178].  

Bedeutung	von	p53-Mutationen	für	Cisplatinresistenz		

P53 gehört zu den bedeutendsten Tumorsuppressoren des menschlichen Organismus und 

wird aufgrund seiner Funktionen in der DNA-Schadensantwort als „Wächter des 

Genoms“ bezeichnet [91]. In über 50% der malignen Tumoren liegt eine somatische 

Mutation im p53-Gen vor [179]. Mutationen im p53-Gen führen zum Verlust der Tumor-

suppressiven Funktionen und fördern die maligne Transformation [179].  Aufgrund der 

verschiedenen Funktionen von p53 nehmen Mutationen im p53-Gen und Mechanismen, 

die die Aktivität von p53 regulieren, eine duale Rolle ein und können in 

unterschiedlichem Kontext sowohl Cisplatinsensitivität als auch -resistenz vermitteln 

[180]. P53-Mutationen können dazu führen, dass p53 seine Transkriptionsaktivität verliert 

und die Einleitung der Apoptose infolge von Cisplatin-induzierten DNA-Schäden  

beeinträchtigt wird - dies kann Cisplatinresistenz bedingen [54]. Darüber hinaus wird die 

Bindung des Transkriptionsfaktors NRF2 an die DNA durch Wild-Typ-p53 verhindert, 

nicht jedoch durch mutiertes p53 [181]. Dadurch wird die Expression der Glutathion-S-

Transferase µ 1, der Glutathionperoxidase 1 oder der Hämoxygenase 1 [182] in p53-

mutierten Zellen gesteigert, was wiederum direkt oder indirekt Cisplatinresistenz 

vermitteln kann (siehe 1.6.2). Auch das antiapoptotische Protein Bcl-2 wird über NRF2 

reguliert und kann in p53-mutierten Zellen die Apoptose in Reaktion auf Cisplatin-

induzierte DNA-Schäden behindern [181]. Andererseits kann Wild-Typ-p53 durch 

Induktion von p21 zum Zellzyklusarrest führen (siehe oben) und der Zelle so Zeit 

verschaffen für die Reparatur Cisplatin-induzierter DNA-Schäden [183]. Ob p53-

Mutationen eher Cisplatinsensitivität oder –resistenz bedingen, ist u.a. abhängig vom 

Gewebe und der Zahl der induzierten DNA-Schäden [184].  
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Da in den meisten Tumoren p53-Mutationen mit schlechterem Gesamtüberleben 

assoziiert sind und Resistenz gegenüber zytostatischen Therapien begünstigen, wurde in 

den letzten Jahren zahlreiche Substanzen entwickelt, die die Funktion von mutiertem p53 

wiederherstellen können [185].  Dagegen ist die Applikation von Mdm2-Inhibitoren, die 

dazu führen, dass p53 weniger abgebaut und so stabilisiert wird, v.a. in p53-Wild-Typ-

Zellen erfolgversprechend [186]. Die Relevanz dieser therapeutischen Ansätze und des 

p53-Mutationsstatus für intrinsische und insbesondere erworbene Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomen ist jedoch noch weitgehend unklar. In ca. 55-60% der metastasierten 

Urothelkarzinome der Harnblase liegt eine p53-Mutation vor [187, 188]. In 

Urothelkarzinomen der Harnblase konnte bislang jedoch in mehreren pro- und 

retrospektiven Studien kein Zusammenhang zwischen dem p53-Mutationsstatus und 

dem Ansprechen auf Cisplatin-basierte Chemotherapien nachgewiesen werden [54]. 

1.3.3.2	 Bedeutung	 von	 p63-Isoformen	 für	 die	 DNA-Schadensantwort	 und	
Cisplatinresistenz	

TP63 ist ein Gen, das von zwei verschiedenen Promotoren transkribiert und durch 

alternatives Spleißen jeweils in mehreren Isoformen exprimiert wird [189]. Die TAp63-

Isoformen enthalten eine p53-homologe N-terminale Transaktivierungsdomäne, die 

ΔNp63-Isoformen nicht [189]. Genau wie p53 sind die p63-Isoformen 

Transkriptionsfaktoren, die ihre Funktion durch Induktion der Transkription abhängiger 

Gene entfalten [190]. TAp63 kann wie p53 durch Einleitung der Transkription 

entsprechender Gene einen Zellzyklusarrest und/oder Apoptose induzieren [191]. 

Dadurch wird unter anderem die Expression von Todesrezeptoren wie TRAIL und Fas 

(siehe 1.5.1.2), von proapoptotischen Proteinen wie Bax, Noxa, Puma, Apaf-1 (siehe 

1.5.1.1) und diversen Caspasen (siehe 1.5.1), sowie von Proteinen der DNA-

Schadensantwort, z.B. p21 und Rad9 hochreguliert [189, 192].  

Im Gegensatz dazu ist ΔNp63 in Tumorzellen häufig überexprimiert und hat onkogenes 

Potential, indem es die Transkriptionsaktivität von TAp63 und p53 behindert [191]. 

ΔNp63 bindet direkt an den Promotor von p21 und unterdrückt dessen Transkription 

[193]. Bei der Unterdrückung der Metastasierung von Tumoren scheinen TAp63 und 

ΔNp63 jedoch synergistische Funktion zu haben [190]. Während TAp63 am stärksten in 

Oozyten exprimiert wird und dort die genomische Integrität der Keimzellen sicherstellt 

[194], wird ΔNp63 vor allem in Epithelien und somit auch im Urothel exprimiert [195]. 

Eine der wichtigsten physiologischen Funktionen von ΔNp63 ist die Differenzierung des 

Epithels in der Embryonalentwicklung sowie die Organisation von differenzierten 

epithelialen Geweben [196], z.B. des Plattenepithels oder Urothels. ΔNp63 aktiviert die 

Transkription von Cytokeratinen und Adhäsionsmolekülen, die für die Organisation des 

Epithels entscheidende Bedeutung haben [197]. Gleichzeitig vermittelt ΔNp63 den Erhalt 

von Stammzellen in der Basalschicht des Epithels, um die Proliferationsfähigkeit des 

Epithels zu erhalten [198]. Bei der Epithelial-Mesenchymalen Transition wird ΔNp63 

herunterreguliert [199]. In Urothelkarzinomen konnte gezeigt werden, dass die 
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Expression von ΔNp63 mit zunehmendem Tumorstadium und Grading deutlich abnimmt 

[200, 201] und Verlust von ΔNp63 zu invasivem Wachstum und Metastasierung führt 

[202].  Insbesondere scheint dies der Fall zu sein, wenn eine p53-Mutation vorliegt [203]. 

Das mutierte p53 interagiert mit p63 und beeinträchtigt die Funktionen der p63-Isoformen 

bei der Organisation des Epithels [203].  

In Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-Schäden wird ΔNp63 u.a. durch ATM und 

CDK 2 phosphoryliert, was zum vermehrten proteasomalen Abbau von ΔNp63 führt 

[204].  Auch TAp63 unterliegt vermehrtem proteasomalen Abbau infolge Cisplatin-

induzierter DNA-Schäden [205]. Die Bedeutung von p63-Isoformen für die Entwicklung 

von Cisplatinresistenz ist noch weitgehend ungeklärt. ΔNp63 kann Cisplatinresistenz 

durch Aktivierung der Transkription von FANCD2, einer Komponente des Fanconi-

Anämie-Signalwegs (siehe 1.4.3) vermitteln [206]. ΔNp63 initiiert außerdem die 

Transkription von Hsp70 und kann auf diese Weise ebenfalls Cisplatinresistenz 

begünstigen (siehe 1.6.3 b) [207]. Durch Interaktion mit p73, einem weiteren 

Transkriptionsfaktor aus der p53-Familie, der überwiegend proapoptotische Funktionen 

vermittelt (siehe 1.3.3.3), kann ΔNp63 Cisplatin-induzierte Apoptose verhindern [208]. 

Zudem kann  ΔNp63 die Expression von Akt hochregulieren und so Cisplatinresistenz 

fördern [209] (siehe 1.6.3 a). TP63 nimmt somit eine duale Rolle in Bezug auf 

Cisplatinresistenz ein, da es über die beiden unterschiedlichen Transkriptionsprodukte 

sowohl die Sensitivität gegenüber Cisplatin erhöhen kann (TAp63), als auch 

Cisplatinresistenz vermitteln kann (ΔNp63) [190].  

1.3.3.3	Bedeutung	des	c-Abl-/p73-Signalwegs	für	die	DNA-Schadensantwort	

P73 gehört zur Familie der p53-Transkriptionsfaktoren und weist strukturelle Ähnlichkeit 

mit p53 und p63 auf [210]. Wie bei TP63 wird auch das für p73 kodierende Gen von zwei 

verschiedenen Promotoren transkribiert und durch alternatives Spleißen jeweils in 

mehreren Isoformen exprimiert [211]. Korrespondierend zu p63 gibt es TAp73- 

Isoformen, die Tumorsuppressor-Proteine sind und ΔNp73-Isoformen, die überwiegend 

onkogene Funktionen ausführen. Im Folgenden werden die TAp73-Isoformen 

zusammengefasst als p73 bezeichnet. TAp73 übernimmt im Rahmen der DNA-

Schadensantwort ähnliche Funktionen wie p53 [174]. Dies ist vor allem in Tumorzellen, 

die eine p53-Mutation aufweisen, für die Chemosensitivität von Bedeutung [212]. Die 

Transkription der proapoptotischen Proteine Bax, Noxa und Puma sowie des 

Todesrezeptors Fas wird durch p73 gefördert [210, 212]. Zudem kann p73 auch die 

Expression von p21 induzieren und so einen Zellzyklusarrest vermitteln [211]. Infolge von 

DNA-Schäden phosphoryliert und aktiviert die Tyrosinkinase c-Abl p73 und dessen 

Kofaktor YAP1, wodurch die Affinität von YAP1 zu p73 erhöht und die Transkription 

abhängiger Gene induziert wird [213]. C-Abl ist eine Tyrosinkinase, die nicht 

membranständig bzw. mit Rezeptoren assoziiert ist [214], sondern in ruhenden Zellen im 

Zytoplasma an ein regulatorisches Protein der 14-3-3-Familie gebunden und inaktiv 

gehalten wird [215]. In Reaktion auf DNA-schädigende Substanzen wird der JNK-
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Signalweg (siehe 1.3.5.1) aktiviert; die aktivierte JNK phosphoryliert dann das 

regulatorische Protein, sodass c-Abl freigesetzt wird und in den Zellkern translozieren 

kann [215]. Dort wird c-Abl im Zuge der DNA-Schadensantwort durch ATM 

phosphoryliert und so aktiviert [174]. Dieser Signalweg ist auch für Cisplatin-induzierte 

DNA-Schäden relevant [216].  

1.3.3.4	Bedeutung	von	NF-κB	für	die	DNA-Schadensantwort	

Neben der p53-Familie sind auch andere Transkriptionsfaktoren Ziele von ATM und 

vermitteln die weitere Signaltransduktion [174]. Dazu gehört NF-κB, ein 

Transkriptionsfaktor, der für die Regulation von Immunantwort, Zellproliferation und 

Überleben große Bedeutung hat und über verschiedene Signalwege von intra- oder 

extrazellulär aktiviert werden kann [85]. NF-κB wird im Zytoplasma durch seinen 

Inhibitor IκB inaktiv gehalten [217]. Die IκB-Kinase (IKK) phosphoryliert IκB und 

markiert es so für den nachfolgenden proteasomalen Abbau [217]. Die regulatorische 

Untereinheit der IKK ist NF-κB Essential Modulator (NEMO) [218]. Phosphorylierung von 

NEMO durch ATM im Zellkern bewirkt den Export des gebildeten ATM/NEMO-

Komplexes ins Zytoplasma und nachfolgend die Aktivierung der zytoplasmatischen IKK, 

was dann wiederum zur Aktivierung von NF-κB führt [218]. NF-κB induziert die 

Transkription von antiapoptotischen Genen der Bcl-2-Familie und von c-IAP (siehe 

1.5.1.1), sowie der TNF-Rezeptor-assoziierten Faktoren TRAF1 und TRAF2, die ebenfalls 

antiapoptotische Funktion haben [219]. Dadurch nimmt NF-κB Einfluss auf den 

extrinsischen und den intrinsischen Signalweg der Apoptose [219]. Zudem wird NF-κB-

vermittelt die Expression von MKP1 hochreguliert, einer Phosphatase, die die lang 

andauernde Aktivierung der Jun-N-terminalen Kinasen (siehe 1.3.5.1) durch 

Dephosphorylierung verhindert und so der Einleitung der Apoptose entgegenwirkt [85]. 

Abhängig vom Kontext kann NF-κB jedoch auch proapoptotische Signale in Reaktion auf 

DNA-Schäden vermitteln [220]. 

1.3.3.5	Bedeutung	von	p21	für	die	DNA-Schadensantwort	

P21 kann infolge von DNA-Schäden durch Bindung an Cyclin-abhängige Kinasen deren 

Interaktion mit ihren Substraten verhindern und so einen Zellzyklusarrest in der G1/S- 

und G2/M-Phase des Zellzyklus vermitteln [221] (siehe 1.3.4). Die Expression von p21 

wird im Rahmen der DNA-Schadensantwort durch p53 induziert (siehe 1.3.3.1) [222]. 

Darüber hinaus kann die Transkription von p21 auch durch andere Faktoren der DNA-

Schadensantwort gefördert werden, darunter BRCA1 und NF-κB [222]. Neben seiner 

Funktion als Inhibitor Cyclin-abhängiger Kinasen trägt p21 auch durch Bindung an den 

Prozessivitätsfaktor PCNA zur Einleitung eines Zellzyklusarrests bei, da durch die 

Interaktion mit PCNA die Replikation blockiert wird [223]. Darüber hinaus übernimmt 

v.a. zytosolisch lokalisiertes p21 antiapoptotische Aufgaben durch direkte Bindung und 

Inhibierung der  Procaspase 3, der Caspase 8 sowie der MAP-3-Kinase ASK1 [221], die 

den JNK- und p38-Signalweg einleitet (siehe 1.3.5). Posttranslationale Modifikationen 
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steuern die Stabilität bzw. den Abbau von p21,  kontrollieren die Affinität von p21 zu 

seinen Bindungspartnern und beeinflussen, ob p21 nukleär oder zytosolisch lokalisiert ist 

[224]. P21 ist Ziel zahlreicher Kinasen, unter anderem von p38 und der JNK1 sowie der 

Proteinkinase Akt (siehe 1.6.3 a), die überwiegend Proliferations- und Überlebenssignale 

vermittelt [225]. Phosphorylierung von p21 durch Akt hemmt die Interaktion von p21 mit 

Cyclin-abhängigen Kinasen und PCNA und fördert die zytosolische Akkumulation von 

p21; somit dominiert infolge einer Phosphorylierung durch Akt die antiapoptotische 

Funktion von p21 gegenüber der Vermittlung eines Zellzyklusarrests [225].  

1.3.4	Zellzyklusregulation	im	Rahmen	der	DNA-Schadensantwort	

Sowohl ATM als auch ATR können Einfluss auf den Zellzyklus nehmen. Bei Auftreten 

eines DNA-Schadens phosphorylieren ATR bzw. ATM die Checkpointkinasen CHK1 

bzw. CHK2 [121, 226]. Die Checkpointkinasen können abhängig von der Zellzyklusphase 

auf mehreren Wegen einen Zellzyklusarrest einleiten, sowohl schnell und kurzfristig 

durch Phosphorylierung von für den Zellzyklus relevanten Proteinen, als auch langsam 

und lang andauernd durch Aktivierung von Transkriptionsfaktoren [227]. Insbesondere 

die Stabilisierung von p53 durch Checkpointkinase-vermittelte Phosphorylierungen 

(siehe 1.3.3.1) mit nachfolgender Induktion der Transkription von p21 (siehe 1.3.3.5) ist 

bedeutsam für die Einleitung eines länger andauernden Zellzyklusarrests [228]. Dies gibt 

der Zelle Zeit für DNA-Reparatur oder die Induktion der Apoptose bei irreparablen 

DNA-Schäden [164]. Darüber hinaus aktivieren ATM und ATR den p38-Signalweg, über 

den ebenfalls ein Zellzyklusarrest vermittelt werden kann [229]. Die p38-vermittelte 

Zellzyklusregulation wird in Kapitel 1.3.5.2 thematisiert.  

In Reaktion auf DNA-Schäden kann der Zellzyklus am Übergang von der G1- in die S-

Phase bzw. am Übergang von der G2- in die M-Phase angehalten werden oder innerhalb 

der S-Phase stark verlangsamt werden [230].  Der Übergang in die jeweils nachfolgende 

Zellzyklusphase wird durch Cyclin-abhängige Kinasen (CDK) vermittelt [231]. Cyclin-

abhängige Kinasen bilden mit Cyclinen ein Heterodimer, in dem die CDK als katalytische 

Untereinheit und das Cyclin als regulatorische Untereinheit fungieren [232]. Abhängig 

von der Kombination aus Cyclin und CDK sowie von posttranslationalen Modifikationen 

werden unterschiedliche Substrate phosphoryliert, die zelluläre Funktionen der 

jeweiligen Zellzyklusphase ausführen [231]. Inhibitoren Cyclin-abhängiger Kinasen wie 

p21 verhindern somit den Eintritt der Zelle in die nachfolgende Zellzyklusphase, was 

letztlich zu einem Zellzyklusarrest führt. Die Zellzyklusregulation im Rahmen der DNA-

Schadensantwort im Vergleich der Zellzyklusphasen ist in Abb. 4 (siehe Seite 23) 

dargestellt.  
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1.3.4.1	G1/S-Checkpoint	

In der G1-Phase des Zellzyklus können Zellen auf extrazelluläre Signale reagieren, die sie 

z.B. zur Proliferation oder Differenzierung anregen [233]. Alternativ zum Wiedereintritt 

in den Zellzyklus können die Zellen in der G1-Phase aus dem Zellzyklus austreten und in 

einen Ruhezustand übergehen, in dem sie zwar transkriptionell aktiv sind und spezifische 

zelluläre Funktionen ausführen können, sich aber nicht teilen (G0-Phase) [234]. Nach 

Eintritt in die S-Phase des Zellzyklus muss die Zelle den Zellzyklus komplett 

durchlaufen, um wieder empfänglich für extrazelluläre Signale zu werden [233]. Der 

Übergang von der G1- in die S-Phase wird durch die vermehrte Transkription von 

Proteinen vermittelt, die für die DNA-Synthese unerlässlich sind, z.B. die DNA-

Polymerase, PCNA, die Thymidylat-Synthase und die Ribonukleotid-Reduktase [235] 

(siehe auch Abb. 4). Die Transkription dieser Faktoren wird durch Transkriptionsfaktoren 

aus der E2F-Familie reguliert [235]. In der frühen G1-Phase sind die 

Transkriptionsfaktoren der E2F-Familie an das Retinoblastom-Protein (Rb) gebunden und 

werden dadurch inaktiv gehalten [236].  Durch Bindung von Wachstumsfaktoren an 

extrazelluläre Rezeptoren wird die Transkription von Cyclin D in der G1-Phase induziert 

und der Abbau von Cyclin D behindert; Cyclin D akkumuliert langsam in der Zelle [233]. 

Cyclin D bindet an CDK4 und CDK6 und bildet mit ihnen den Cyclin D-CDK4/6-

Komplex [237]. Dieser Komplex kann das Retinoblastom-Protein und weitere Inhibitoren 

der E2F-Familie phosphorylieren und so inaktivieren [238, 239]. Die 

Transkriptionsfaktoren der E2F-Famile können nun an die DNA binden und die 

Transkription der oben genannten Proteine der DNA-Synthese und von Cyclin E 

initiieren [232]. Cyclin E bildet einen Komplex mit CDK2, der das Retinoblastom-Protein 

an zahlreichen Stellen phosphoryliert („hyperphosphoryliert“), sodass es vollständig 

inaktiviert wird [238]. Vermehrte Bildung von CDK2/Cyclin E-Komplexen führt 

außerdem zu einem positiven Feedback-Mechanismus, indem die Komplexe mehrere 

weitere Inhibitoren Cyclin-abhängiger Kinasen phosphorylieren, was zu deren 

proteasomalem Abbau führt [239, 240].  

Infolge von DNA-Schäden wird vermehrt p21 exprimiert (siehe 1.3.3.5). P21 inhibiert in 

der G1-Phase unter anderem die Cyclin-abhängigen Kinasen CDK2, CDK4 und CDK6, 

sodass der Zellzyklus angehalten wird und die Zelle in der G1-Phase verbleibt [241]. 

Außerdem phosphoryliert die durch ATM aktivierte Checkpointkinase 2 die Phosphatase 

Cdc25A, was zu deren Ubiquitinierung und proteasomalem Abbau führt [242]. Cdc25A 

aktiviert u.a. CDK1, CDK2, CDK4 und CDK6 durch Entfernung inhibitorischer Phosphate 

[243]. In Abwesenheit von Cdc25A kann in der G1-Phase insbesondere CDK2 nicht 

ausreichend aktiviert werden, was einen Zellzyklusarrest bedingt [244]. Außerdem 

kommt es in Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-Schäden rasch zu einem ATM-

vermittelten vermehrten proteasomalen Abbau von Cyclin D1, der unabhängig von der 

Induktion von p53 und p21 ist [245, 246].  
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Abb. 4: Zellzyklusregulation im Rahmen der DNA-Schadensantwort  

Vergleich der Zellzyklusregulation zwischen G1-, G2- und S-Phase nach Aktivierung von ATM 
bzw. ATR. 

Abkürzungen: ATM = Ataxia Telangiectasia Mutated, ATR = Ataxia Telangiectasia mutated 
and Rad3 related, Cdc25 (A/B/C) = Cell division cycle 25 (A/B/C) phosphatase, CDK = Cyclin-
abhängige Kinase, CHK1/2 = Checkpointkinase1/2, E2F = E2 Transcription Factor, G1/2 = Gap-
Phase 1/2, NF-Y = Nuclear Transcription Factor Y, p21 = Protein 21, p53 = Tumorprotein 53, 
PCNA = Proliferating Cell Nuclear Antigen, Rb = Retinoblastom-Protein, S = Synthese-Phase. 

(Beim Erstellen dieser Abbildung wurden die Nukleinsäure-Designs von Servier Medical Art 
genutzt, lizensiert unter der Creative-Commons-Lizenz Attribution 3.0.) 

 

1.3.4.2	Intra-S-Checkpoint	

In der S-Phase wird durch Bildung eines Präreplikationskomplexes mit 

Lizenzierungsfaktoren an den Replikationsursprüngen sichergestellt, dass jeder DNA-

Abschnitt genau einmal repliziert wird [233]. Entscheidend für das Fortschreiten der S-

Phase ist ein Komplex aus Cyclin A und CDK2 [233]. Die Transkription von Cyclin A 

wird durch Transkriptionsfaktoren der E2F-Familie stimuliert, nachdem deren Inhibitoren 

in der G1-Phase inaktiviert worden sind [247] (siehe 1.3.4.1). Dadurch akkumuliert Cyclin 

A während der S-Phase [247]. Cyclin E hingegen wird, sobald es im Komplex mit CDK2 

vorliegt, rasch phosphoryliert, in der Folge ubiquitiniert und proteasomal abgebaut [248]. 

Der nun gebildete CDK2/Cyclin A-Komplex phosphoryliert Komponenten des 

Präreplikationskomplexes, sodass die Replikation an den Replikationsursprüngen 

beginnen kann [233]. Im Gegensatz zum G1/S- und G2/M-Checkpoint wird in Reaktion 

auf DNA-Schäden in der S-Phase daher kein vollständiger Zellzyklusarrest eingeleitet, 

sondern das Fortschreiten der S-Phase nur stark verlangsamt, indem neue 

Präreplikationskomplexe daran gehindert werden mit der Replikation zu beginnen, 

während die bereits an anderen Replikationsursprüngen eingeleitete Replikation 

fortgesetzt wird [230]. 

CDK2 phosphoryliert beim Übergang von der G1- in die S-Phase sowohl CtIP und EXO1, 

um den Reparaturmechanismus der Homologous Recombination in der S- und G2-Phase zu 

ermöglichen [249, 250] (siehe auch 1.4.2), als auch ATRIP und die Checkpointkinase 1, 

sodass deren vollständige Aktivierung nur in der S-  und G2-Phase möglich ist [251, 252]. 

Nach Eintritt der Zelle in die S-Phase kann neben ATM daher auch ATR einen 

Zellzyklusarrest einleiten [253]. P21 wird in der S-Phase durch mit der Replikationsgabel 

assoziierte Ubiquitinligasen für den proteasomalen Abbau markiert, sodass es seine Rolle 

in der Zellzykluskontrolle in der S-Phase nicht vollständig ausführen kann [254]. 

Stattdessen ist der S-Phase-Checkpoint wesentlich von der Kinase Wee1 abhängig, die 

während der S-Phase vermehrt exprimiert wird und die Aktivität von CDK2 durch 

Phosphorylierung inhibiert [255]. CHK1 und CHK2 können Wee1 durch 

Phosphorylierung aktivieren [255]. Cdc25A entfernt inhibitorische Phosphate von Cyclin-

abhängigen Kinasen und antagonisiert somit direkt Wee1 [256]. In der S-Phase kann 

neben CHK2 auch CHK1 Cdc25A phosphorylieren und so für den proteasomalen Abbau 

markieren [229].  
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1.3.4.3	G2/M-Checkpoint	

In der G2-Phase des Zellzyklus wird überprüft, ob die DNA und wichtige zelluläre 

Strukturen wie die Zentrosomen korrekt dupliziert wurden, bevor die Mitose beginnen 

kann [233]. Es werden vermehrt Proteine synthetisiert, die für die Zellteilung erforderlich 

sind [91]. Der Eintritt in die Mitose wird durch einen Komplex aus Cyclin B und CDK1 

vermittelt, der auch Mitose Promoting Factor oder Maturation Promoting Factor (MPF) 

genannt wird [257]. CDK1 liegt während des gesamten Zellzyklus im Zytoplasma vor 

und wird durch Bindung von Cyclin B aktiviert [258]. Cyclin B hingegen wird in der 

späten S-Phase und G2-Phase vermehrt exprimiert, akkumuliert kontinuierlich während 

der G2-Phase und wird erst kurz vor Beginn der Anaphase der Mitose rasch proteasomal 

abgebaut [257]. Die Induktion von Cyclin B in der späten S- und G2-Phase des Zellzyklus 

wird u.a. durch den Transkriptionsfaktor NF-Y vermittelt, der durch Cyclin A/CDK2 

phosphoryliert und so aktiviert wird [259]. Der Komplex aus Cyclin B und CDK1 (MPF) 

phosphoryliert über 100 Zielproteine – unter anderem das Histon H1, nukleäre Lamine, 

mit Mikrotubuli und mit Zentrosomen assoziierte Proteine - und koordiniert so die 

Mitose [257]. Um den Eintritt in die M-Phase zu erwirken, muss MPF in den Zellkern 

translozieren, wo sich die Zielproteine befinden [260]. Während der G2-Phase überwiegt 

die Aktivität des nukleären Exportproteins CRM1 gegenüber dem Importprotein 

Importin β, die beide an Cyclin B binden [261]. Der aktivierte MPF phosphoryliert 

Serinreste von Cyclin B an der Bindungsstelle für CRM1, sodass CRM1 nicht mehr an 

MPF binden kann [260]. Dadurch kommt es zur Translokation von MPF in den Zellkern, 

wo MPF den Eintritt in die Mitose vermittelt [261].  

Die Kinase Wee1 ist auch in der G2-Phase aktiv und phosphoryliert CDK1, sodass CDK1 

inaktiviert wird [262]. Die Funktion von Wee1 wird in der G2-Phase durch die 

Phosphatasen Cdc25B und Cdc25C antagonisiert [263].  Der G2/M-Checkpoint kann wie 

der G1-Chekpoint durch ATM oder ATR aktiviert werden, wobei ATR die wesentliche 

Rolle für das Aufrechterhalten eines Zellzyklusarrests in der G2-Phase spielt [264]. 

Nachdem Wee1 durch die Checkpointkinasen phosphoryliert und so aktiviert worden ist, 

kommt es zum raschen Zellzyklusarrest durch inhibitorische Phosphorylierung von 

CDK1 [256]. Parallel phosphorylieren CHK1 und CHK2 die Phosphatasen Cdc25B und 

Cdc25C, sodass diese inaktiviert werden [239]. In der G2-Phase ist auch p21 wieder aktiv, 

welches über die Checkpointkinasen und p53 aktiviert wird und einen prolongierten 

Zellzyklusarrest vermittelt [265]. 

1.3.5	Bedeutung	von	MAP-Kinase-Signalwegen	 für	die	Cisplatin-induzierte	
DNA-Schadensantwort	und	Cisplatinresistenz 

MAP-Kinasen sind eine Familie von Serin-/Threonin-Kinasen, die durch 

Wachstumsfaktoren, Mitogene, Zytokine und verschiedene Arten von zellulärem Stress in 

einer Kinase-Kaskade konsekutiv durch Phosphorylierung aktiviert werden [266]. Die 

Stimulation der primär aktivierten MAP-Kinase-Kinase-Kinase (MAP-3K) erfolgt häufig 

durch Signaltransduktion über membranständige Rezeptoren, z.B. G-Protein-gekoppelte 
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Rezeptoren, Rezeptor-Tyrosinkinasen oder Ionenkanäle [267]. Infolge der weiteren 

rezeptorinduzierten Signaltransduktion aktivieren Proteinkinasen oder kleine GTPasen 

wie Ras und Rac die MAP-3K [268]. Diese phosphoryliert zunächst die MAPK-Kinase-

Kinase (MAP-2K), welche schließlich die jeweilige MAP-Kinase (MAPK) durch 

Phosphorylierung eines Threonin- und eines Tyrosinrests aktiviert, die durch genau eine 

Aminosäure voneinander getrennt sind [268]. MAP-2K sind Kinasen dualer Spezifität; 

dies gewährleistet eine hohe Sicherheit und beugt Fehlern bei der Aktivierung von MAPK 

vor [269]. Die am Ende der MAPK-Kaskade aktivierte Effektorkinase phosphoryliert 

Transkriptionsfaktoren und Proteinkinasen sowie zahlreiche weitere nukleäre und 

zytosolische Substrate, die Proliferation, Zelldifferenzierung, Inflammation und Apoptose 

regulieren [270]. Die Unterfamilien der MAP-Kinasen werden anhand der 

Aminosäuresequenz in ihrem Aktivierungssegment in Familien unterteilt: Es werden die 

Jun-N-terminalen Kinasen (JNKs), die p38-Familie und die Extracellular Signal Regulated 

Kinases (ERKs) unterschieden [267].  

1.3.5.1	Jun-N-terminale	Kinasen	(JNKs)	

Der JNK-Signalweg wird in Reaktion auf Umgebungsstress wie osmotischen oder 

oxidativen Stress, Hitze und DNA-Schäden, Inflammation und Veränderungen des 

Zytoskeletts aktiviert [271]. Die Aktivierung des JNK-Signalwegs ist auch Teil der ER-

Stress-Antwort (siehe 1.5.1.1) [272]. Im JNK-Signalweg fungieren MKK4 und MKK7 als 

MAP-2K mit dualer Spezifität [273]. Diese können durch zahlreiche verschiedene MAP-

3K aktiviert werden [271]. Einige der MAP-3K, z.B. ASK1, die durch Anfall reaktiver 

Sauerstoffspezies aktiviert wird (siehe 1.2.3.2), sowie die MAP-2K MKK4 aktivieren 

sowohl den JNK- als auch den p38-Signalweg [266, 267].  

Infolge von DNA-Schäden wird nach Aktivierung von ATM und Transport des 

ATM/NEMO-Komplexes ins Zytoplasma die Kinase TAK1 durch NEMO aktiviert, die 

neben dem NF-κB Signalweg auch den JNK- und p38-Signalweg einleiten kann und in 

diesem Zusammenhang als MAP-3K fungiert [274]. Darüber hinaus können JNKs auch 

infolge der Bindung von Cisplatin an zytoplasmatische Proteine aktiviert werden [270]. 

Die Aktivierung von JNKs geschieht infolge Cisplatin-induzierter DNA-Schäden rasch 

innerhalb der ersten Stunde [275]. Dennoch sind auch langsamere Aktivierungswege 

beschrieben, die eine verzögerte und länger anhaltende JNK-Aktivierung zur Folge haben 

[270]. Die Aktivierung von NF-κB durch ATM (siehe 1.3.3.4) fördert die Transkription von 

TNFα, welches von der Zelle sezerniert wird und autokrin über den TNF-Rezeptor 1 zur 

Aktivierung des JNK Signalwegs führt [276]. Außerdem wird angenommen, dass 

Veränderungen der Lipidzusammensetzung in der Zellmembran zur Aktivierung des 

JNK-Signalwegs infolge von DNA-Schäden führen können [270, 277]. 

Nach ihrer Aktivierung translozieren die JNKs in den Zellkern und regulieren zahlreiche 

Transkriptionsfaktoren [278]. Eines der hauptsächlichen Zielproteine des JNK-Signalwegs 

ist der Transkriptionsfaktor c-Jun, der durch JNK-vermittelte Phosphorylierung aktiviert 

wird [279]. c-Jun dimerisiert mit anderen Proteinen der Jun-, der Fos- oder der ATF2-
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Familie und bildet das Heterodimer Activator Protein 1 (AP-1) [280]. Durch 

Phosphorylierung von c-Jun wird AP-1 aktiviert und weist eine höhere Affinität zu 

abhängigen Promotoren auf [281]. Neben c-Jun sind auch ATF2 und Jun D JNK-Substrate 

[281]. AP-1 initiiert als Transkriptionsfaktor in Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-

Schäden die Expression mehrerer Gene, die an der DNA-Reparatur beteiligt sind, 

darunter MSH2, MLH1, XPA und ERCC1 [282]. Andererseits fördert AP-1 auch die 

Expression von zahlreichen proapoptotischen Gene, wie Bak, Fas-Ligand oder TNFα 

[283]. Dadurch können über die JNK/AP-1 Achse abhängig vom Kontext sowohl 

Cisplatinsensitivität als auch -resistenz begünstigt werden.  

Die Aktivierung von AP-1 durch JNKs ist nur eins von vielen Beispielen für deren duale 

Rolle in Bezug auf Apoptose und DNA-Reparatur bzw. Zellproliferation sowie 

Cisplatinsensitivität und -resistenz. Die Auswirkung der Aktivierung von JNKs ist 

abhängig vom Stimulus, vom Zelltyp, von der Dauer ihrer Aktivierung und von der 

simultanen Aktivierung anderer Signalwege [278]. Außerdem können die 

unterschiedlichen Isoformen der JNKs in einigen Konstellationen gegensätzliche Effekte 

hervorrufen [281]. JNKs greifen sowohl durch Phosphorylierung von 

Transkriptionsfaktoren, die die Expression pro- und antiapoptotischer Gene beeinflussen, 

als auch durch Phosphorylierung von Proteinen der Bcl-2-Familie in die Regulation der 

Apoptose ein [283]. Unter anderem wird p53 durch JNKs reguliert, wobei die Isoform 

JNK1 die p53-Expression supprimiert, während JNK2 durch Bindung an p53 dessen 

Abbau verhindert und p53 so stabilisiert [278]. Somit kann die Aktivierung der JNK1 

durch Herunterregulierung von p53 Cisplatinresistenz begünstigen [284]. Weitere 

Transkriptionsfaktoren, die durch JNKs aktiviert werden, sind FOXO3a, welcher vor 

allem die Expression proapoptotischer Proteine wie Fas-Ligand, Bim und Puma 

stimuliert, sowie STAT3, der überwiegend Überlebenssignale vermittelt [271]. Zudem 

sind mehrere Proteine der Bcl-2-Familie direkte Substrate von JNKs. Während die anti-

apoptotischen Faktoren Bcl-2, Bcl-xL und Mcl-1 durch JNK-vermittelte Phosphorylierung 

inhibiert werden [273], hat die Phosphorylierung durch JNKs aktivierende Wirkung auf 

die proapoptotischen Proteine Bax, Bim und Bad [273, 283]. Des Weiteren wurde gezeigt, 

dass JNKs, die infolge einer Stimulation der Zelle durch TNFα aktiviert werden, 

unabhängig von Caspase 8 die Spaltung von Bid vermitteln, sodass das Fragment jBid 

entsteht [285]. Das Fragment jBid vermittelt die selektive Freisetzung von Smac/DIABLO 

aus dem mitochondrialen Intermembranraum [285]. 

Während lang andauernde Aktivierung von JNKs Apoptose begünstigt, fördert die 

kurzfristige Aktivierung Zellwachstum und Überleben [286, 287]. Über die molekularen 

Mechanismen, die die Dauer der JNK-Aktivierung determinieren, kann bislang nur 

spekuliert werden. Die Phosphatase MKP1 inaktiviert JNKs durch Dephosphorylierung 

[288]. Es wird angenommen, dass unreparierte DNA-Schäden zur verminderten 

Transkription von MKP1 führen, was eine verlängerte Aktivierung der JNKs bedingt 

[289]. Eine Hypothese ist auch, dass die anhaltende Aktivierung von JNKs über autokrine 

Stimulation der Zelle durch NF-κB-induziertes TNFα zustande kommt [277].   
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In Reaktion auf DNA-Schäden können neben ATM auch JNKs H2AX an Serin 139 

phosphorylieren [290].  Es ist möglich, dass JNKs an der pannukleären Phosphorylierung 

von H2AX-Molekülen infolge irreparabler DNA-Schäden beteiligt ist, wodurch ein Switch 

von DNA-Reparatur (bei lokalisierter Phosphorylierung von H2AX in der Umgebung 

eines Doppelstrangbruchs) zur Einleitung der Apoptose (bei pannukleärer H2AX-

Phosphorylierung) herbeigeführt wird [291]. Behandlung mit Cisplatin für eine Stunde 

mit einer Dosierung deutlich unterhalb der IC50 führt in Cisplatin-sensitiven 

Zervixkarzinomzellen in vitro zur mehrere Tage andauernden Aktivierung von JNKs [173, 

275]. In Cisplatin-resistenten Zervix- [275] und Ovarialkarzinomzellen [292] konnte 

gezeigt werden, dass die lang andauernde Aktivierung von p38 und JNKs in Reaktion auf 

Cisplatin abgeschwächt ist. Es wird angenommen, dass die verminderte Aktivierung von 

p38 und JNKs zu reduzierter Apoptose führt und dadurch Cisplatinresistenz begünstigt. 

In Cisplatin-resistenten Lungen- und Ovarialkarzinomzellen ist die Expression der MKP1 

erhöht, was zu einer schnelleren Inaktivierung der JNK führt und so die Cisplatin-

induzierte, anhaltende Aktivierung der JNK mit konsekutiver Apoptose verhindert [293]. 

Andererseits können JNKs Autophagie begünstigen und geschädigte Zellen auf diese 

Weise vor Cisplatin-induzierter Apoptose bewahren [294]. Des Weiteren vermitteln JNKs 

in der Umgebung apoptotischer Zellen kompensatorische Zellproliferation, was ebenfalls 

Cisplatinresistenz begünstigen kann [294]. JNKs reduzieren außerdem die Bildung 

reaktiver Sauerstoffspezies, was die Zytotoxizität von Cisplatin beeinträchtigt [292]. Somit 

nehmen JNKs bezüglich Cisplatinresistenz eine duale Rolle ein, da sie einerseits auf 

verschiedenen Wegen Cisplatinresistenz fördern, andererseits aber an der Cisplatin-

induzierten Apoptose wesentlich beteiligt sind. Darüber hinaus hat die Aktivierung 

verschiedener JNK-Isoformen mitunter gegensätzliche Effekte (s.o.). Isoform-spezifische 

Inhibitoren sind bislang nicht verfügbar [295]. Dies erschwert zielgerichtete Therapien zur 

Erhöhung der Cisplatinsensitivität mit JNKs als Ansatzpunkt. 

1.3.5.2	p38	

Die p38-MAPK-Familie wird in Reaktion auf Stress (z.B. Hitze, osmotischen, oxidativen 

oder genotoxischen Stress) und Stimulation der Zelle durch inflammatorische Zytokine 

aktiviert [270, 296]. Der p38-Signalweg kann durch zahlreiche verschiedene MAP-3K 

eingeleitet werden, einige davon können sowohl den JNK-Signalweg als auch den p38-

Signalweg aktivieren [297]. Die MAP-3K können ihrerseits auf verschiedene Arten 

aktiviert werden, u.a. durch Proteinkinase-vermittelte Phosphorylierung oder durch 

Interaktion mit kleinen G-Proteinen der Rho-Familie [298]. Die vielfältigen 

Aktivierungsmöglichkeiten der Kaskade ermöglichen die Beteiligung des p38-Signalwegs 

in Reaktion auf verschiedene Stimuli und eine Mitaktivierung im Zuge anderer 

Signalwege [266]. Als MAP-2K fungieren MKK3 und MKK6, die wie die anderen MAP-2K 

duale Spezifität aufweisen [298].  

Der p38-Signalweg wird im Zuge der DNA-Schadensantwort mitaktiviert und begünstigt 

einen Zellzyklusarrest [229]. An der Aktivierung von p38 im Zuge der DNA-
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Schadensantwort sind sowohl ATM als auch ATR beteiligt [299]. ATM phosphoryliert 

direkt die MAP-3K TAO des p38-Signalwegs, die dadurch aktiviert wird [299]. P38 kann 

einen Zellzyklusarrest sowohl am G1/S- Checkpoint als auch in der S-Phase und am 

G2/M-Checkpoint vermitteln [229, 300]. Cyclin D1 und die Transkriptionsfaktoren der 

E2F-Familie werden p38-abhängig herunterreguliert, während die Expression von CDK-

Inhibitoren gesteigert wird [301]. Zudem phosphoryliert p38 das Retinoblastom-Protein, 

sodass es nicht mehr durch den CDK4/6-Cyclin D-Komplex inaktiviert werden kann 

[302]. Infolge Cisplatin-induzierter DNA-Schäden wird der p38-Signalweg ATR-abhängig 

aktiviert und vermittelt einen S-Phase-Arrest [300]. P38 aktiviert durch Phosphorylierung 

die MAP Kinase Activated Proteinkinase 2 (MK2) [267]. Diese markiert die Phosphatase 

Cdc25A, die inhibitorische Phosphate von CDKs entfernt, durch Phosphorylierung für die 

Ubiquitin-vermittelte proteasomale Degradierung [300].   

P38 vermittelt auch proapoptotische Funktionen, z.B. durch Aktivierung des 

Transkriptionsfaktors FOXO3a [303], was zur Transkription von proapoptotischen Genen 

wie Bim [304], Puma [305] und Fas-Ligand [306] führt. Zudem aktiviert p38 durch 

Phosphorylierung p53 [307]. Aktiviertes p38 fördert die Einleitung der Apoptose bei 

Akkumulation von ROS [308]. Aufgrund seiner Funktionen bei der Zellzyklusregulation, 

der Einleitung der Apoptose sowie der Vermittlung von Differenzierung und Seneszenz 

wird p38 häufig als Tumorsuppressor bezeichnet [309]. In Frühstadien der 

Tumorentstehung übernimmt p38 in der Tat tumorsuppressive Funktionen [301]. In 

Spätstadien begünstigt p38 jedoch Invasion, Migration, Angiogenese und Inflammation 

maligner Tumoren [301]. Dies ist u.a. durch Aktivierung des p38-Signalwegs in Krebs-

assoziierten Fibroblasten (Cancer associated fibroblasts, CAF) bedingt, in denen p38 die 

Ausschüttung von Wachstumsfaktoren, Chemokinen und Zytokinen begünstigt, die dann 

das Wachstum der Tumorzellen stimulieren [310]. NF-κB wird durch p38 aktiviert [298]. 

Zudem erhöht p38 die Expression des Vascular Endothelial Growth Factors (VEGF) und des 

Hypoxia Inducible factor 1α (HIF1α) und fördert so die Angiogenese [279]. Des Weiteren 

reguliert p38 in Blasenkarzinomzellen die Expression von Matrix-Metalloproteinasen, die 

die extrazelluläre Matrix in der Umgebung von Tumorgewebe degradieren und so 

Invasion und Metastasierung erleichtern [311].  

P38 vermittelt in vitro Cisplatinresistenz in Tumorzellen, während p38-Inhibitoren die 

Sensitivität der Tumorzellen gegenüber Cisplatin erhöhen können [312, 313]. Durch 

Akkumulation von ROS in Zellen, die mit p38-Inhibitoren behandelt wurden, wird die 

Aktivität des JNK-Signalwegs hochreguliert, was Cisplatin-induzierte Apoptose 

begünstigt [312]. Andererseits weisen Zervixkarzinomzellen mit erworbener 

Cisplatinresistenz in vitro eine deutlich geringere und kürzere Aktivierung von p38 auf als 

Cisplatin-sensitive Zervixkarzinomzellen [275]. Wahrscheinlich ist die p38-vermittelte 

DNA-Schadensantwort von der Stärke und Dauer der Aktivierung von p38 abhängig 

[275, 314]. Transiente und geringere Aktivierung führen eher zu Anpassungsvorgängen 

und Überleben der Zelle, während lang andauernde und starke Aktivierung die Apoptose 

einleiten [298].  
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1.3.5.3	Extracellular	Signal	Regulated	Kinases	(ERKs)	

Die MAP-Kinasen ERK1 und ERK2 werden infolge extrazellulärer Signale vor allem 

durch Wachstumsfaktoren und mitogene Stimuli aktiviert [270]. Der 

Ras/Raf/MEK/ERK-Signalweg, der zur Aktivierung von ERK1 und ERK2 führt, hat 

besondere Bedeutung für die Entstehung und Invasion maligner Tumore [269]. Hier 

fungiert Ras als übergeordnetes Aktivierungsprotein, Raf als MAP-3K, die MAPK/ERK 

Kinase (MEK) als MAP-2K und ERK als MAPK [315]. Mutationen in Ras-Genen, die eine 

dysfunktionale, von extrazellulären Signalen entkoppelte Aktivierung dieses Signalwegs 

bedingen, gehören zu den häufigsten Mutationen in malignen Tumoren [269]. Hier ist 

insbesondere das Onkogen K-Ras zu nennen, welches in etwa 30% der malignen Tumoren 

mutiert ist [316]. Ras ist ein monomeres G-Protein, dessen Aktivität vom gebundenen 

Guaninnukleotid abhängig ist [317]. In seiner inaktiven Form, Ras-GDP, ist es über einen 

Lipidanker an der Innenseite der Zellmembran verankert. Aktivierung von Rezeptor-

Tyrosinkinasen, z.B. durch Zytokine oder Wachstumsfaktoren, führt zur Rekrutierung des 

Adapterproteins GRB2 und des Guaninnukleotid-Austauschfaktor SOS an die 

phosphorylierten Tyrosinreste an der Innenseite des Rezeptors [318]. SOS überführt dann 

das benachbarte inaktive Ras-GDP in das aktive Ras-GTP [318]. Durch Bindung an Ras 

und Rekrutierung an die Zellmembran wird Raf aktiviert und phosphoryliert in der Folge 

MEK, welche daraufhin ERK an einem Threonin- und einem Tyrosinrest phosphoryliert, 

die durch genau eine Aminosäure getrennt sind (duale Spezifität, siehe oben) [269]. ERK 

vermittelt in erster Linie Zellproliferation und  -überleben durch Aktivierung zahlreicher 

Transkriptionsfaktoren, darunter onkogene Proteine der Fos-, Jun- und Myc-Familie [318] 

sowie STAT3 [267], was die Rolle des Ras/Raf/MEK/ERK Signalwegs in der Entstehung 

maligner Tumoren verdeutlicht. Zudem markiert ERK FOXO3a durch Phosphorylierung 

für den Export aus dem Zellkern und den nachfolgenden proteasomalen Abbau, wodurch 

die Apoptose inhibiert wird [319]. Auch die Progression maligner Tumoren wird ERK-

abhängig stimuliert; ERK beeinflusst die Transkription von Zielgenen, die Invasion, 

Migration, Metastasierung und Angiogenese vermitteln [269]. 

Andererseits ist ERK auch an der DNA-Schadensantwort beteiligt, wobei ERK die 

Checkpoint-Aktivierung mit nachfolgendem Zellzyklusarrest begünstigt [320]. Die 

Phosphorylierung von γH2AX, CHK1, CHK2 und p53 in Reaktion auf DNA-Schäden 

werden durch ERK-Aktivität gefördert [320]. Dies ist wahrscheinlich darauf 

zurückzuführen, dass ERK die Aktivierung von ATM und ATR erleichtert [320]; der 

genaue Mechanismus ist jedoch noch unklar [321]. ERK interagiert direkt mit der 

Poly(ADP-Ribose)-Polymerase PARP1, die DNA-Reparaturprozesse koordiniert (siehe 

1.4.4), und trägt dadurch zu deren Aktivierung bei [322, 323]. Auch an der Cisplatin-

induzierten Apoptose ist ERK beteiligt [323]. In Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-

Schäden wird ERK aktiviert und fördert die Akkumulation und Phosphorylierung von 

p53 [324]. Außerdem wird die Expression der proapoptotischen Proteine Bax [325] und 

Noxa [326] infolge einer Cisplatinexposition ERK-abhängig hochreguliert. Zudem wird 

das antiapoptotische Protein Mcl-1 (siehe 1.5.1.1) durch ERK-vermittelte 
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Phosphorylierung für den proteasomalen Abbau markiert [318]. In 

Urothelkarzinomzellen scheint die Aktivierung des Raf/MEK/ERK-Signalwegs jedoch 

eher Cisplatinresistenz zu vermitteln [327, 328].  

1.4	 DNA-Reparaturmechanismen	 und	 ihre	 Bedeutung	 für	
Cisplatinresistenz	

1.4.1	Reparatur	von	Cisplatin-induzierten	DNA-Läsionen	

1.4.1.1	Nukleotid-Exzisionsreparatur	(NER)	

Die Reparatur von Cisplatin-induzierten DNA-Intrastrang-Crosslinks erfolgt 

hauptsächlich über die Nukleotid-Exzisionsreparatur (NER) [329]. Beim Menschen 

werden zwei Wege der NER voneinander abgegrenzt, die sich vor allem durch den 

Mechanismus der Erkennung der DNA-Läsion unterscheiden [330]. Die globale 

Genomreparatur (GGR) kann alle Bereiche der DNA reparieren, während die 

transkriptionsgekoppelte Reparatur (TCR) Defekte im Bereich der transkribierten DNA 

schneller und effizienter erkennt [331]. Bei der transkriptionsgekoppelten Reparatur 

bedingen sperrige DNA-Läsionen wie Cisplatin-Addukte durch die einhergehende 

Konformationsänderung der DNA-Doppelhelix ein Hindernis, das die RNA-Polymerase 

nicht überwinden kann [332]. Dieser Transkriptionsstop initiiert die TCR und führt zur 

Bindung von ERCC6/CSB und ERCC8/CSA an die blockierte RNA-Polymerase [333]. 

ERCC8/CSA rekrutiert den TCR-Faktor UVSSA und konsekutiv den Transkriptionsfaktor 

TFIIH an die RNA-Polymerase, der die RNA-Polymerase von der DNA-Läsion verdrängt, 

sodass die NER beginnen kann [334]. Die GGR hingegen basiert darauf, dass 

Sensorproteine Konformationsänderungen in der DNA unabhängig von der 

Transkription detektieren können. Der XPC-Rad23B-Komplex erkennt direkt sperrige 

DNA-Läsionen, die zu erheblicher Distorsion der DNA geführt haben, und rekrutiert den 

Transkriptionsfaktor TFIIH [335].  

Die nachfolgenden Schritte der NER laufen unabhängig davon, ob der DNA-Schaden 

über TCR oder GGR erkannt wurde, folgendermaßen ab: Durch Assoziation mit dem 

Sensor- und Gerüstprotein XPA und der Endonuklease ERCC5/XPG werden die Kinase-

Untereinheiten von TFIIH, die für dessen Transkriptionsaktivität entscheidend sind, von 

den Untereinheiten ERCC2/XPD und ERCC3/XPB freigesetzt, sodass diese ATPase- und 

Helikaseaktivität erlangen [336]. TFIIH wird dadurch von einem Transkriptionsfaktor zu 

einem Reparaturprotein [334]. ERCC2/XPD und ERCC3/XPB entwinden dann ATP-

abhängig einen Bereich von ca. 20-30 Basenpaaren [331]. Das Sensor- und Gerüstprotein 

XPA erkennt vor allem Distorsionen der DNA-Doppelhelix und Übergänge von 

einzelsträngiger zu doppelsträngiger DNA [337], RPA hingegen bindet an den 

unbeschädigten Einzelstrang und schützt ihn vor dem Abbau [331]. Der eröffnete DNA-

Bereich wird durch XPA und RPA stabilisiert [333]. Es wird angenommen, dass die 

Assoziation von XPA und RPA an einem DNA-Schaden das Vorliegen einer für die NER 
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geeigneten DNA-Läsion verifiziert [338]. In der Folge werden die ausführenden 

Endonukleasen der NER rekrutiert [337]. Zwei Endonukleasen setzen in der detektierten 

DNA-Läsion eine Inzision, sodass der beschädigte Bereich herausgeschnitten wird [339]. 

Dabei schneidet zuerst ein Heterodimer aus ERCC1 und ERCC4/XPF am 5‘-Ende, die 

Inzision am 3‘-Ende wird danach durch ERCC5/XPG ausgeführt [340]. Die fehlenden 

Basen werden durch die DNA-Polymerase δ - bzw. die DNA-Polymerase ε bei DNA-

Schäden während der Replikation – resynthetisiert; dabei wird der unbeschädigte 

Komplementärstrang als Matrize genutzt [331]. Eine Ligase verschließt anschließend die 

Inzisionen, indem sie die beiden Enden des reparierten Oligonukleotids mit dem übrigen 

DNA-Strang verbindet [341].  

Die Nukleotid-Exzisionsreparatur kann Cisplatin-Addukte reparieren, bevor Apoptose 

induziert wird, sodass eine geringere Expression der Gene, die für die beteiligten Proteine 

kodieren, die Sensitivität gegenüber Cisplatin erhöht [342]. Im Umkehrschluss kann 

verstärkte NER Cisplatinresistenz bedingen [343]. Da die Nukleotid-Exzisionsreparatur 

einen intakten Matrizenstrang voraussetzt, kann sie für sich genommen jedoch nur die 

Cisplatin-induzierten Intrastrang-Crosslinks reparieren. Für die Interstrang-Crosslinks 

und die dadurch entstehenden Doppelstrangbrüche sind zusätzliche 

Reparaturmechanismen erforderlich [344].  

1.4.1.1	a)	Bedeutung	von	ERCC1	für	Cisplatinresistenz	

In dieser Arbeit wird die mRNA-Expression von ERCC1 untersucht, das bei der 

gemeinsamen Endstrecke von GGR und TCR relevant ist (siehe oben). ERCC1 spielt 

außerdem eine Rolle bei der Reparatur von Interstrang-Crosslinks durch den Fanconi-

Anämie-Signalweg und von DNA-Doppelstrangbrüchen durch Homologous Recombination 

(siehe 1.4.3 bzw. 1.4.2.1). Erhöhte Expression von ERCC1 ist in verschiedenen 

Tumorentitäten mit Cisplatinresistenz assoziiert, insbesondere in nichtkleinzelligen 

Lungenkarzinomen (NSCLC), Ovarialkarzinomen und Plattenepithelkarzinomen des 

Kopf-/Hals-Bereichs (HNSCC) [345–347]. Auch in Mammakarzinomzellen [348], 

hepatozellulären Karzinomzellen (HCC-Zellen) [349], malignen Melanomzellen [350], 

Zervixkarzinomzellen [351] und Ösophaguskarzinomzellen [352] gehen hohe ERCC1-

Level in vitro mit Cisplatinresistenz einher. Hodentumoren zeichnen sich durch eine 

herausragende Cisplatinsensitivität aus, sodass sogar metastasierte Erkrankungen durch 

Cisplatin-basierte Chemotherapien kurativ behandelt werden können [57]. Dies wird auf 

eine geringe Reparaturkapazität für Interstrang-Crosslinks im Hoden aufgrund sehr 

niedriger ERCC1-Level zurückgeführt [353]. In mehreren Tumorentitäten konnte gezeigt 

werden, dass ERCC1 infolge von Cisplatinexposition hochreguliert wird und erworbene 

Cisplatinresistenz vermitteln kann, z.B. in NSCLC-Zellen in vitro [354] und 

Ovarialkarzinomzellen ex vivo [355]. In präklinischen Modellen werden zielgerichtete 

Therapien erprobt, die darauf abzielen, die Expression von ERCC1 zu supprimieren und 

dadurch Cisplatinresistenz zu überwinden [348, 356–358].  
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Retrospektive Analysen [359, 360] und erste prospektive Studien [361] in fortgeschrittenen 

Harnblasenkarzinomen haben gezeigt, dass niedrige ERCC1-Level mit einem besseren 

Ansprechen auf Cisplatin-basierte Chemotherapien einhergehen. Bei Patienten, die nicht 

mit einer Platin-basierten Chemotherapie behandelt werden, ist hohe ERCC1-Expression 

hingegen mit einer günstigeren Prognose assoziiert [362]. Insofern ist ERCC1 ein 

interessanter Biomarker, um vorherzusagen, welche Patienten am meisten von einer 

Cisplatin-basierten Chemotherapie profitieren [362]. Die Bedeutung von ERCC1 für 

erworbene Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen ist jedoch noch weitgehend unklar 

[363]. 

1.4.1.2	Mismatch-Reparatur	(MMR)	

Die Mismatch-Reparatur (MMR) ist ein DNA-Reparaturmechanismus, der an der 

Erkennung von Cisplatin-induzierten DNA-Schäden beteiligt ist [364]. Bei der MMR 

bilden verschiedene MMR-Proteine Heterodimere, die fehlerhafte Basenpaarungen nach 

der Replikation erkennen und die Mismatch-Reparatur induzieren [365]. Die MutS-

Homologe 2 und 6 (MSH2 und MSH6) bilden das Heterodimer MutSα, MSH2 und MSH3 

bilden MutSβ [366]. Neben MutS-Homologen sind auch die MutL-Homologe MLH1 und 

PMS2, die das Heterodimer MutLα bilden, an der Mismatch-Reparatur beteiligt [366]. 

MutS-Heterodimere werden durch gebundene Adenosinnukleotide reguliert [367]. Sie 

erkennen Konformationsänderungen in der DNA, die durch fehlerhafte Basenpaarung 

verursacht werden, was zum Austausch von ADP gegen ATP führt [367]. Dadurch ändert 

sich die Konformation von MutS, sodass es sich von der fehlerhaften Basenpaarung löst, 

um an der DNA Einzelstrangbereiche in Replikationsarealen zu detektieren und so 

zwischen Matrizen- und Tochterstrang zu differenzieren [368]. Nach Erkennung der 

fehlerhaften Basenpaarung durch MutS wird MutLα rekrutiert [369]. MutLα kann durch 

seine Endonukleaseaktivität den fehlerhaften DNA-Tochterstrang spalten, nachdem es 

durch den Prozessivitätsfaktor PCNA aktiviert worden ist [369]. Die 5‘-3‘-Exonuklease 

EXO1 wird durch MutS aktiviert und ist ebenfalls am Schneiden fehlerhafter DNA-

Abschnitte beteiligt [365]. Der herausgeschnittene DNA-Bereich wird anschließend durch 

die DNA-Polymerasen δ oder ε aufgefüllt [370]. Die DNA Ligase I verbindet den 

korrigierten Bereich wieder mit dem übrigen Teil des DNA-Strangs [365].  

Durch MMR-Mechanismen können allerdings nur fehlerhafte Basenpaarungen bei 

intaktem Matrizenstrang repariert werden. Cisplatin-induzierte Schädigungen sind 

überwiegend basenübergreifende Addukte, die eine Distorsion der DNA bedingen und  

durch MMR-Mechanismen nicht entfernt werden können [371]. Wenn eine DNA-Läsion 

nicht durch MMR repariert werden kann, können MMR-Proteine die Einleitung der 

Apoptose vermitteln [370]. MSH2 rekrutiert und aktiviert infolge von Cisplatin-

induzierten DNA-Schäden ATR, was über Aktivierung der Checkpointkinasen und von 

p53 zur Apoptose führt [372, 373]. Die MMR-Proteine können aber auch unabhängig von 

ATM, ATR und p53 den intrinsischen Signalweg der Apoptose einleiten [374]. Außerdem 

geht der Versuch, Cisplatin-Addukte, Intra- oder Interstrang-Crosslinks durch MMR zu 
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reparieren, mit einer Blockade anderer Reparaturmechanismen einher, sodass die 

Addukte nicht repariert werden können [368, 375].  

1.4.1.2	a)	Bedeutung	von	MSH2	und	MLH1	für	Cisplatinresistenz	

In der hier vorliegenden Arbeit wird die mRNA-Expression von MSH2 bzw. MLH1 in 

Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen mit der mRNA-Expression in den Cisplatin-

sensitiven Ursprungszellen verglichen. Verminderte Expression von Komponenten der 

Mismatch-Reparatur, insbesondere von MSH2 und MLH1, geht mit Cisplatinresistenz 

einher [376, 377]. Im Xenograft-Modell zeigt sich eine verminderte Cisplatinsensitivität in 

MSH2-Knockout-Tumoren [378]. Bei Ovarialkarzinom- und NSCLC-Patienten konnte 

gezeigt werden, dass es nach initialer Cisplatin-Behandlung zur Hypermethylierung und 

somit Inaktivierung von Promotorregionen der MMR-Gene MSH2 und MLH1 kommt, 

sodass deren Transkription inhibiert wird, was mit einem schlechterem Ansprechen auf 

eine nachfolgende Cisplatintherapie einhergeht [379, 380]. In einer retrospektiven Analyse 

von  Ösophaguskarzinomen ist die MLH1-Expression nach Behandlung mit einer 

Cisplatin-basierten Chemotherapie häufig herunterreguliert, was mit einer schlechteren 

Prognose einhergeht [381]. Reduzierte Expression von MSH2 und MLH1 kann auch in 

einem erheblichen Anteil von Urothelkarzinomen der Harnblase nachgewiesen werden 

[382, 383]. In einem genomweiten CRISPR-Cas9-Knockout-Screen in Harn-

blasenkarzinomzellen wurde MSH2 als das beste Kandidatengen identifiziert, um 

Chemoresistenz gegenüber Cisplatin vorherzusagen [384]. Das schlechtere Ansprechen 

auf Cisplatin-basierte Chemotherapien bei niedriger MSH2-Expression konnte durch 

retrospektive Analyse von Harnblasenkarzinomproben verifiziert werden [384]. Niedrige 

MLH1- und MSH2-Level korrelieren auch in einer ersten prospektiven klinischen Studie 

mit Chemoresistenz gegenüber Cisplatin [361]. Zur Bedeutung von MSH2 und MLH1 für 

erworbene Cisplatinresistenz in Blasentumoren gibt es bis dato kaum Erkenntnisse.  

1.4.1.3	Transläsionssynthese		

Bei der Transläsionssynthese wird durch spezielle DNA-Polymerasen (DNA-Polymerasen 

η, ι, κ, ζ und Rev1), die eine geringere Replikationsgenauigkeit aufweisen als die 

replikativen DNA-Polymerasen δ und ε, die Replikation über eine DNA-Läsion hinweg 

ermöglicht [385]. Möglich sind sowohl eine Transläsionssynthese mit korrektem 

Baseneinbau, bei dem die DNA-Polymerase die spezielle DNA-Läsion (z.B. 8-Oxo-Guanin 

[386] oder UV-induzierte Pyrimidin-Dimere [387]) erkennen und in den Tochterstrang die 

korrekte Base einbauen kann, als auch eine mutagene Transläsionssynthese, bei der die 

Basen im Bereich der DNA-Läsion nicht korrekt abgelesen werden können und zufällige 

Basen in den Tochterstrang eingebaut werden [385]. Die Rekrutierung der 

entsprechenden Polymerasen an die DNA erfolgt infolge posttranslationaler Modifikation 

des Prozessivitätsfaktors PCNA durch Monoubiquitinierung [388]. Aufgrund ihrer 

geringeren Prozessivität diffundieren die DNA-Polymerasen der Transläsionssynthese 

bereits nach Synthese einiger weniger Nukleotide wieder von der DNA ab; die 
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replikativen DNA-Polymerasen δ bzw. ε setzen dann die Replikation fort [389]. In der S-

Phase behindern Cisplatin-induzierte Intrastrang-Crosslinks die replikativen DNA-

Polymerasen, was zur Blockade der Replikationsgabel führt. Die DNA-Polymerase η 

(POLH) ist in der Lage, in Kooperation mit der DNA-Polymerase ζ trotz eines 

bestehenden Cisplatin-induzierten 1,2-Intrastrang-Crosslinks zwischen Guaninen die 

Replikation korrekt fortzusetzen [390–392] und ist daher für die DNA-Schadensantwort 

auf Cisplatin von besonderem Interesse. Alternativ kann auch eine fehleranfälligere 

Transläsionssynthese durch Kooperation der DNA-Polymerasen κ und ζ die 1,2-

Intrastrang-Crosslinks umgehen [392].  

1.4.1.3	a)		Bedeutung	der	DNA-Polymerase	η	(POLH)	für	Cisplatinresistenz	

In der hier vorliegenden Arbeit wird die mRNA-Expression der DNA-Polymerase η in 

Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen mit der mRNA-Expression in den Cisplatin-

sensitiven Ursprungszellen verglichen. In Ovarialkarzinom-Stammzellen [393] und 

Plattenepithelkarzinomen des Kopf-Hals-Bereichs [394] konnte in vitro sowie in 

retrospektiven Analysen operativ entnommener Gewebeproben von Patienten gezeigt 

werden, dass hohe Expression der Polymerase η intrinsische Cisplatinresistenz 

mitbedingt. Urothelkarzinom-Zelllinien mit höherer intrinsischer Sensitivität gegenüber 

Cisplatin zeigen eine geringere Expression der DNA-Polymerase η als Cisplatin-resistente 

Zelllinien [395].  In NSCLC-Zellen wird die DNA-Polymerase η in vitro infolge einer 

Cisplatinexposition hochreguliert, woraus sich Hinweise ergeben, dass dieser 

Mechanismus auch bei erworbener Cisplatinresistenz von Bedeutung sein kann [396]. 

Außerdem konnte	 in NSCLC-Zellen in vitro gezeigt werden, dass durch die DNA-

Polymerase η vermittelte Cisplatinresistenz wesentlich durch alternative 

Polyadenylierung des POLH-Transkripts beeinflusst wird [395]. Sowohl die DNA-

Polymerase η selbst als auch die Mechanismen der alternativen Polyadenylierung 

kommen somit für zielgerichtete Therapien zur Sensitivierung Cisplatin-resistenter Zellen 

in Betracht [393, 395, 397, 398].  

1.4.2	Reparatur	von	DNA-Doppelstrangbrüchen	

Die Cisplatin-induzierten Interstrang-Crosslinks führen häufig zu DNA-

Doppelstrangbrüchen, die als besonders relevant für den zytotoxischen Effekt von 

Cisplatin gelten [85]. Des Weiteren können an blockierten Replikationsgabeln in der S-

Phase DNA-Doppelstrangbrüche entstehen [399]. Als Reparaturmechanismen für 

Doppelstrangbrüche stehen Non Homologuous End Joining (NHEJ) oder Homologous 

Recombination (HR) zu Verfügung [330]. Die HR erfordert das homologe Chromosom als 

Matrize, um den genetischen Informationsverlust des Doppelstrangbruchs zu 

kompensieren [400]. Daher kann dieser Reparaturmechanismus nur in der S-Phase oder 

in der nachfolgenden G2-Phase des Zellzyklus ausgeführt werden; in der G1-Phase wird 

die HR inhibiert [401]. Das NHEJ hingegen ist während des gesamten Zellzyklus möglich 

[401]. Da kein Matrizenstrang verwendet wird, ist das NHEJ jedoch fehlerbehafteter als 
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die HR und geht in der Regel mit einem limitierten Verlust genetischer Information 

einher [402]. Die Zellzyklus-abhängige Auswahl des geeigneten Reparaturmechanimus‘ 

für einen DNA-Doppelstrangbruch wird durch Cyclin-abhängige Kinasen reguliert [402] 

(siehe 1.3.4).  

1.4.2.1	Homologous	Recombination	(HR)	

Für die Homologous Recombination (HR) werden lange Überhänge einzelsträngiger 3’OH-

Enden benötigt [403]. Die Prozessierung der Enden des DNA-Doppelstrangbruchs ist 

daher der entscheidende Schritt für die Einleitung der HR und gleichzeitige 

Unterdrückung des NHEJ [404]. Die Detektion des Doppelstrangbruchs erfolgt durch den 

MRN-Komplex (siehe 1.3.1.1). MRE11 besitzt Endo- und Exonukleaseaktivität [85]. Die 

Endonukleaseaktivität ist für die Prozessierung der 5’-Enden der DNA-

Doppelstrangbrüche erforderlich (siehe unten). Als Kofaktor bei der Prozessierung 

fungiert das Protein CtIP, das mit seiner C-terminalen Domäne an NBS1 bindet und so die 

Endonukleaseaktivität des MRN-Komplexes stimuliert [405]. CtIP kann durch CDK, ATR 

und ATM phosphoryliert und so in seiner Aktivität reguliert werden [249, 406].  Das 

durch ATM phosphorylierte multifunktionale Protein BRCA1 (siehe 1.3.2.4) lagert sich an 

DNA-Doppelstrangbrüchen mit dem MRN-Komplex zusammen und ist an der 

Prozessierung der Enden durch direkte Interaktion mit CtIP beteiligt [407]. BRCA1 

verdrängt außerdem 53BP1, das die Resektion der Doppelstrangbruchenden verhindert 

und somit als Antagonist der HR fungiert [408]. Des Weiteren ist BRCA1 für die 

Rekrutierung von BRCA2 an die Doppelstrangbrüche mithilfe des Bindungsproteins 

PALB2 von Bedeutung [409] und vermittelt die Invasion des homologen Chromosoms 

durch direkte Interaktion mit RAD51 [410] (siehe unten). Somit ist BRCA1 an der 

Einleitung der HR wesentlich beteiligt.  

Nach Rekrutierung an den Doppelstrangbruch und Interaktion mit CtIP nutzt die MRE11-

Untereinheit des MRN-Komplexes zunächst ihre Endonukleaseaktivität, um in der Nähe 

der 5‘-Enden des Doppelstrangbruch eine Inzision zu setzen [411]. Anschließend wird die 

Exonukleaseaktivität aktiviert, um das entstandene Fragment von der Inzision ausgehend 

in 3‘-5‘-Richtung (zum Doppelstrangbruch hin) abzubauen [412]. Danach bauen die 

Exonukleasen EXO1 oder DNA2 den Strang in 5‘-3‘-Richtung (vom Doppelstrangbruch 

weg) ab, sodass ein langstreckig überhängendes, einzelsträngiges 3’OH-Ende am 

Komplementärstrang entsteht [403, 412]. Das phosphorylierte RPA bindet an den 

Einzelstrang, wodurch dieser stabilisiert und vor dem Abbau durch Nukleasen geschützt 

wird [413]. Außerdem verhindert RPA, dass der Einzelstrang eine Sekundärstruktur 

ausbildet [119] (siehe auch 1.3.1.2). Im nächsten Schritt wird RPA von der 

einzelsträngigen DNA verdrängt und durch das Schlüsselprotein der Homologous 

Recombination RAD51 ersetzt [414]. Für die Rekrutierung von RPA und RAD51 an den 

Einzelstrang ist deren Aktivierung durch CDK1 erforderlich [415]. RAD51 bildet mit der 

einzelsträngigen DNA ein Nukleoproteinfilament, führt die Suche nach dem homologen 
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Bereich in der Schwesterchromatide aus und vermittelt die Anlagerung der 

einzelsträngigen DNA an die Matrize [416].  

Für die Verdrängung von RPA, das eine höhere Affinität zur einzelsträngigen DNA hat 

als nicht-aktiviertes RAD51, ist BRCA2 der entscheidende Mediator [417]. BRCA2 wird 

durch ATM- bzw. ATR-abhängige Phosphorylierung aktiviert und über das 

Bindungsprotein PALB2 an BRCA1 gebunden [409] (siehe oben). PALB2 wird in der G1-

Phase des Zellzyklus vermehrt ubiquitiniert, was seine Interaktion mit BRCA1 

beeinträchtigt und so die Rekrutierung von BRCA2 verhindert [418]. Nach Rekrutierung 

von RAD51 an die DNA blockiert BRCA2 die ATP-Hydrolyse-Aktivität von RAD51 und 

stabilisiert so dessen Bindung an die einzelsträngige DNA [419]. Nachfolgend steuert 

RAD51 die Suche nach dem homologen DNA-Bereich sowie die Invasion der 

Schwesterchromatide [420]. Die Suche nach dem homologen Bereich erfolgt durch 

kurzzeitigen Kontakt des Nukleoproteinfilaments mit DNA-Bereichen in unmittelbarer 

räumlicher Nähe [421]. Wenn sich an mehr als sieben aufeinanderfolgenden Basen 

Wasserstoffbrückenbindungen ausbilden, bleiben die Bindungen stabil und es wird 

überprüft, ob auch in der weiteren Umgebung eine Homologie besteht [402, 421]. Durch 

Verdrängung des Komplementärstrangs entsteht dann ein sogenannter Displacement Loop 

(D-Loop) [400]. Dieser Schritt wird maßgeblich durch BRCA1 und das assoziierte Protein 

BARD1 stimuliert [410]. RPA bindet an den einzelsträngigen Komplementärstrang, um 

den D-Loop zu stabilisieren [402]. Nach Invasion der Schwesterchromatide und Bindung 

des Nukleoproteinfilaments an den homologen Bereich der DNA dissoziiert RAD51 ATP-

abhängig mithilfe von RAD54 von dem überhängenden 3’OH-Ende ab [402]. RPA 

stabilisiert nun die einzelsträngigen, RAD54 die doppelsträngigen Bereiche des D-Loops 

[400]. Die DNA-Polymerasen δ oder ε verlängern das 3’OH-Ende des prozessierten DNA-

Strangs anhand der Matrize aus dem Schwesterchromatid mithilfe des 

Prozessivitätsfaktors PCNA [402, 422]. Abhängig davon, ob nur eins der beiden 

Bruchenden des Doppelstrangbruchs oder beide an der Neusynthese aus dem 

Schwesterchromatid teilnehmen, finden unterschiedliche Endstrecken der HR statt [423].  

1.4.2.1.1	Break-Induced	Replication	(BIR)	

Bei Vorliegen nur eines Endes des Doppelstrangbruchs, z.B. bei Doppelstrangbrüchen 

infolge blockierter Replikationsgabeln, wird mittels Break Induced Replication (BIR) der 

gesamte DNA-Strang ab der Läsion in 5‘-3‘-Richtung neu synthetisiert [424]. 

Anschließend fungiert der so reparierte DNA-Strang als Matrize für den 

Komplementärstrang [424].  

1.4.2.1.2	Synthesis-Dependent	Strand	Annealing	(SDSA)	

Alternativ können sich das im D-Loop verlängerte 3’OH-Ende und das andere 

überhängende 3’OH-Ende des Doppelstrangbruchs, das bislang nicht verlängert wurde, 

mittels Basenpaarung aneinanderlagern [423]. Dieser Pfad der Homologous Recombination 

wird Synthesis-Dependent Strand Annealing (SDSA) genannt [423]. Noch fehlende DNA-
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Bereiche werden nun anhand des Komplementärstrangs synthetisiert und anschließend 

ligiert [400]. 

1.4.2.1.3	Double	Holliday	Junction	(dHJ)	

Wenn das zweite überhängende 3’OH-Ende des DNA-Doppelstrangbruchs ebenfalls die 

Schwesterchromatide als Matrize verwendet, können beide Enden gleichzeitig verlängert 

werden [423]. Es bilden sich zwei Holliday Junctions aus (double Holliday Junction, dHJ) 

[425]. Eine Holliday Junction ist eine kreuzförmige DNA-Struktur, die sich bei der HR 

ausbildet, wenn die vier Einzelstränge von zwei homologen Chromosomen jeweils 

sowohl mit dem gegenläufigen Einzelstrang des eigenen Chromosoms als auch mit dem 

homologen Einzelstrangbereich des anderen Chromosoms interagieren [425]. Je nachdem, 

wie sich die überkreuzten DNA-Stränge wieder voneinander trennen, kann es zu einem 

DNA-Austausch (Crossover) zwischen den Schwesterchromatiden kommen [423]. 

Anschließend werden die neusynthetisierten Einzelstrangenden durch die DNA-Ligase I 

verbunden [426].  

1.4.2.1	a)	Bedeutung	von	BRCA1	und	BRCA2	für	Cisplatinresistenz		

BRCA1 und BRCA2 sind an der Homologous Recombination und der Reparatur von 

Interstrang-Crosslinks (siehe 1.4.3) wesentlich beteiligt. In Mamma- und 

Ovarialkarzinomzellen konnte in vitro gezeigt werden, dass die Expression von BRCA1 in 

Cisplatin-resistenten Varianten dieser Zelllinien erhöht ist [427] bzw. dass 

Hochregulierung von BRCA1 in vitro und in vivo mit Cisplatinresistenz einhergeht [428]. 

In nicht-kleinzelligen Lungenkarzinomen (NSCLC) zeigen retrospektive Analysen, dass 

niedrige BRCA1-Expression mit gutem Ansprechen auf Cisplatin-basierte Chemotherapie 

einhergeht, während hohe BRCA1-Expression mit Cisplatinresistenz assoziiert ist [429]. 

Auch in Blasenkarzinomen deuten retrospektive Daten darauf hin, dass niedrige BRCA1-

Expression mit einem besseren Ansprechen auf eine Cisplatin-basierte Chemotherapie 

und längerem Gesamtüberleben assoziiert ist [430]. In Mammakarzinom- bzw. 

Ovarialkarzinom-Zellen kann durch RNA-Interferenz die Expression von BRCA1 

herunterreguliert und so die Sensitivität gegenüber Cisplatin erhöht werden [431, 432]. In 

NSCLC-Zellen kann RNA-Interferenz mit BRCA1- und BRCA2-mRNA in vitro erworbene 

Cisplatinresistenz überwinden [433].  

Keimbahnmutationen im BRCA1-oder BRCA2-Gen verstärken das Risiko für Mamma- 

und Ovarialkarzinome erheblich und werden autosomal-dominant vererbt [434]. BRCA-

Mutationen führen zum Verlust der Homologous Recombination, die den akkuratesten 

Reparaturmechanismus für DNA-Doppelstrangbrüche darstellt, und begünstigen so 

genomische Instabilität und Krebsentstehung [435]. BRCA-Mutationen bedingen zunächst 

eine erhöhte Sensitivität gegenüber Cisplatin, da die Reparatur Cisplatin-induzierter 

DNA-Doppelstrangbrüche und Interstrang-Crosslinks erheblich beeinträchtigt ist [436]. 

Sekundärmutationen im BRCA1- oder BRCA2-Gen können jedoch dazu führen, dass das 

verschobene Leseraster korrigiert wird, sodass das Gen wieder korrekt abgelesen werden 
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kann und die Funktion des Proteins weitgehend wieder hergestellt wird [437, 438]. 

Dadurch kommt es zur erworbenen Cisplatinresistenz der Tumorzellen [438, 439]. Auch 

alternatives Spleißen kann zur teilweisen Wiederherstellung der Funktion von BRCA1 

und somit Cisplatinresistenz führen, was einen Ansatzpunkt für Spleißosom-Inhibitoren 

in BRCA1-mutierten Tumoren impliziert [440].  

Über die Bedeutung von BRCA1- oder BRCA2-Mutationen in Urothelkarzinomen ist 

wenig bekannt. BRCA1- und BRCA2-Mutationsträger haben ein deutlich erhöhtes Risiko 

Blasenkrebs zu entwickeln [441]. Ein nachgewiesener BRCA-Mutationsstatus geht bei 

Patienten mit Harnblasenkarzinomen wie in anderen Tumorentitäten mit einem besseren 

Gesamtüberleben einher [441]. Dies wird teilweise auf ausgeprägtere Chemosensitivität 

gegenüber Cisplatin zurückgeführt (siehe auch [430]). In der hier vorliegenden Arbeit 

wird die mRNA-Expression von BRCA1 und BRCA2 in Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen mit der jeweiligen mRNA-Expression in den Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen verglichen.  

1.4.2.1	b)	Funktion	von	XRCC3	und	dessen	Bedeutung	für	Cisplatinresistenz	

Die Funktion von RAD51, dem Schlüsselprotein der Homologous Recombination, wird von 

RAD51-Paralogen mitbeeinflusst [442]. Diese weisen ca. 20-30% homologe Gensequenzen 

mit RAD51 auf [402]. Die Gruppe umfasst sechs Proteine – RAD51B, RAD51C, RAD51D, 

SWSAP1, XRCC2 und XRCC3 [442]. Ihre genaue Funktion ist weitgehend unklar, sie sind 

jedoch an der Stabilisierung des Nukleoproteinfilaments beteiligt und erleichtern so die 

Suche nach homologen DNA-Bereichen [442]. Außerdem wird ihnen eine Rolle bei der 

Protektion des entstehenden DNA-Strangs blockierter Replikationsgabeln zugeschrieben 

[443]. XRCC3 ist an der Verzögerung des Fortschreitens von Replikationsgabeln in 

Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-Schäden wesentlich beteiligt [444].  Der Komplex 

aus RAD51C und XRCC3 - genannt CX3 - ist zudem essentiell für die Wiederaufnahme 

der Replikation nach erfolgter DNA-Reparatur mittels Homologous Recombination; er löst 

RAD51 ATP-abhängig von der blockierten Replikationsgabel ab [443].  

Zellen mit Mutationen im XRCC3-Gen sind deutlich sensitiver gegenüber Cisplatin als 

XRCC3 Wild Typ-Zellen [445, 446]. Versuche mit XRCC3-Wild Typ- und XRCC3-

mutierten Zellen in vitro implizieren, dass XRCC3 an der Adaptation von Zellen an eine 

Cisplatin-Behandlung beteiligt ist und erworbene Cisplatinresistenz vermitteln kann 

[445]. In Mammakarzinomzellen konnte in vitro gezeigt werden, dass XRCC3-

Überexpression zu Cisplatinresistenz führt [447]. Ein synthetisches Peptid mit einer 

ähnlichen Aminosäuresequenz wie an der Stelle von RAD51C, die mit XRCC3 interagiert, 

konnte in XRCC3-Wild Typ-Zellen durch Blockade der Interaktion von XRCC3 mit 

RAD51C die Cisplatinsensitivität deutlich erhöhen [448].  

Für Harnblasenkarzinome haben Metaanalysen ergeben, dass ein Polymorphismus im 

XRCC3-Gen mit einem erhöhten Risiko für Blasenkarzinome einhergeht [449, 450]. Die 

Bedeutung von XRCC3 für die Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomen ist jedoch noch 
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unklar. Die mRNA-Expression von XRCC3 in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinom-

zellen wird in der hier vorliegenden Arbeit mit der mRNA-Expression in den Cisplatin-

sensitiven Ursprungszellen verglichen. 

1.4.2.2	Non-Homologous	End	Joining	(NHEJ)	

Im Gegensatz zur HR sind für das NHEJ keine längeren komplementären Basenabschnitte 

erforderlich und die Enden des Doppelstrangbruchs werden nur minimal prozessiert 

[451]. Die Einleitung des NHEJ erfolgt durch Bindung des Ku70/Ku80-Heterodimers an 

den DNA-Doppelstrangbruch [452]. Dieses rekrutiert die katalytische Untereinheit der 

DNA-PK (DNA-PKcs, siehe 1.3.1.3). Wenn die Enden des Doppelstrangbruchs nicht 

direkt legiert werden können, was z.B. durch überhängende Einzelstränge oder den 

Enden anhängende chemische Gruppen bedingt sein kann, ist eine vorherige 

Prozessierung erforderlich [451]. Diese wird im Wesentlichen durch die  Endonuklease 

Artemis ausgeführt, die durch die DNA-PKcs aktiviert wird [453]. Artemis hat, wenn sie 

an die DNA-PKcs bindet, sowohl an den 3’-Enden als auch den 5‘ Enden des 

Doppelstrangbruchs Endonukleaseaktivität [451]. Alternativ können durch die DNA-

Polymerasen µ und λ zusätzliche Nukleotide an Einzelstränge angehängt werden, um die 

Enden ligierbar zu machen [454]. Die Polynukleotidkinase (PNK) kann, falls erforderlich, 

vor der Ligatur Hxdroxyl- oder Phosphatgruppen entfernen [455]. Die Hauptakteure des 

NHEJ - XRCC4, XLF und DNA-Ligase IV - werden rekrutiert, Ku vermittelt dabei deren 

Bindung an den Doppelstrangbruch [456]. XRCC4 bildet Dimere auf beiden Seiten des 

DNA-Doppelstrangbruchs und formiert sich mit XLF zu einem stabilen Komplex, der den 

Doppelstrangbruch überbrückt [457]. Daneben ist auch PAXX, ein Paralog von XRCC4 

und XLF, an der Bildung des Komplexes beteiligt [458]. Nach Bindung der DNA-Ligase 

IV wird diese durch den Komplex stimuliert und verknüpft die Strangenden durch eine 

Phosphodiesterbindung [459]. Beim NHEJ geht somit im Gegensatz zur HR häufig 

genetische Information verloren; es kann zu fehlerhafter Reparatur kommen, was ein 

höheres mutagenes Potential mit sich bringt. 

Microhomology-Mediated	End	Joining	(MMEJ)		

Microhomology-Mediated End Joining (MMEJ) ist eine alternative Form des NHEJ [460]. 

Dieser Reparaturmechanismus basiert auf dem Vorliegen von Mikrohomologien auf einer 

Länge von 3-20 Basenpaaren zwischen den beiden überhängenden einzelsträngigen 3‘-

Enden eines DNA-Doppelstrangbruchs [461]. Daher ist wie bei der HR eine Prozessierung 

der 5‘-Enden durch den MRN-Komplex mit CtIP als Kofaktor erforderlich [461]. Für die 

Rekrutierung von RAD51 und die nachfolgende HR ist jedoch eine ausgedehntere 

Prozessierung notwendig als für das MMEJ [462].  Die mikrohomologen DNA-Bereiche 

der beiden 3‘-Enden lagern sich aneinander -  der zugrunde liegende Mechanismus ist 

bislang weitgehend ungeklärt [462]. Der Komplex aus ERCC1 und ERCC4/XPF (siehe 

1.4.1.1) entfernt nicht-homologe Bereiche jenseits des 3‘-Endes der Mikrohomologie [460]. 

Die DNA-Polymerase θ, die eine geringe Replikationsgenauigkeit aufweist als 

konventionelle DNA-Polymerasen, synthetisiert die fehlenden DNA-Bereiche [463]. 
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Anschließend werden die Enden durch die DNA-Ligase III verbunden [464]. MMEJ geht 

immer mit Deletionen einher, die in der Regel ausgeprägter sind als beim konventionellen 

NHEJ; der Mechanismus ist daher mutagen und begünstigt genomische Instabilität [461]. 

Es wird angenommen, dass MMEJ vor allem in Zellen von Bedeutung ist, die Defekte der 

HR oder des konventionellen NHEJ aufweisen [460, 465]. Gleichwohl erfüllt MMEJ auch 

bislang unzureichend charakterisierte Funktionen in Zellen mit vollständig intakter DNA-

Reparatur [461, 466]. 

1.4.3	 Reparatur	 von	 DNA-Interstrang-Crosslinks:	 Der	 Fanconi-Anämie-
Signalweg		

Der Fanconi-Anämie-Signalweg (FA-Signalweg) ist ein Signalweg zur Reparatur von 

Interstrang-Crosslinks; dabei werden Mechanismen der Nukleotid-Exzisionsreparatur, 

der Homologous Recombination und der Transläsionssynthese kombiniert [127]. 

Angeborene Defekte in diesem Signalweg führen zur hereditären Fanconi-Anämie, die 

mit Knochenmarksdepression und stark erhöhtem Risiko für Leukämien und solide 

Tumoren einhergeht [467]. Die involvierten Gene bzw. deren Produkte werden mit 

lateinischen Buchstaben nummeriert (Fanconi Anaemia Complementation Group A-T, FANC 

A-T) [127]. Wie sich inzwischen gezeigt hat, ist FANCD1 identisch mit BRCA2, FANCS 

mit BRCA1, FANCN mit PALB2, FANCR mit RAD51 und FANCQ mit ERCC4/XPF [127], 

was die Beteiligung verschiedener konventioneller DNA-Reparaturmechanismen am 

Fanconi-Anämie-Signalweg verdeutlicht. 

Interstrang-Crosslinks führen während der Replikation zur Blockade von 

Replikationsgabeln, da die beiden komplementären DNA-Stränge nicht getrennt werden 

können [127]. Der Fanconi-Anämie-Signalweg findet somit vorwiegend in der S-Phase des 

Zellzyklus statt [127]. Für die Einleitung des Fanconi-Anämie-Signalwegs ist das 

Aufeinandertreffen gegenläufiger Replikationsgabeln am Interstrang-Crosslink 

erforderlich [468]. Der Replikationsstop erfolgt aus sterischen Gründen schon, wenn die 

Replikationsgabel noch 20-40 Basenpaare vom Interstrang-Crosslink entfernt ist, da die 

vorangehende Helikase ein weiteres Fortschreiten der Replikationsgabel verhindert [469]. 

BRCA1 und BARD vermitteln die Entfernung der Helikase, sodass eine Replikationsgabel 

den Interstrang-Crosslink erreichen kann [469]. Die blockierte Replikationsgabel wird 

durch RPA erkannt; konsekutiv wird ATR rekrutiert (siehe 1.3.1.2). ATR phosphoryliert 

zahlreiche FANC-Proteine, u. a. FANCM, das nach seiner Rekrutierung und Aktivierung 

als Plattform für die Bindung weiterer FA-Proteine an den Interstrang-Crosslink fungiert 

[470]. In der Folge werden zahlreiche weitere FANC-Proteine rekrutiert, die den 

Kernkomplex des Fanconi-Anämie-Signalwegs bilden [471]. An der Phosphorylierung 

und Aktivierung von FANC-Proteinen sind neben ATR auch CHK1 und ATM beteiligt 

[471, 472].  

Der Kernkomplex fungiert als Ubiquitinligase, mit FANCL als E3-Ligase [473]. Die 

Schlüsselfaktoren des FA-Signalwegs FANCD2 und FANCI werden durch den 

Kernkomplex monoubiquitiniert, was zu deren Aktivierung führt [474, 475]. 
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Ubiquitiniertes FANCD2 und FANCI bilden einen Komplex, der die nachfolgenden 

Inzisionen an der Replikationsgabel koordiniert [476]. Phosphorylierung von FANCI 

durch ATR trägt entscheidend zur Stabilisierung des Komplexes und somit zur 

Aktivierung der nachfolgenden Reparaturschritte bei [477]. Das Protein SLX4/FANCP 

erkennt das ubiquitinierte FANCD2 und bildet ein Gerüst für die nun rekrutierten 

Endonuklease-Komplexe; dies sind unter anderem Heterodimere bestehend aus ERCC1 

und ERCC4/XPF bzw. MUS81 und EME1 [127]. MUS81-EME1 setzt die Inzision am 3‘-

Ende des Interstrang-Crosslinks; ERCC1-ERCC4/XPF fungiert wie bei der NER (siehe 

1.4.1.1) als Endonuklease mit ERCC1 als regulatorischer und ERCC4/XPF als 

katalytischer Untereinheit und schneidet am 5‘-Ende der Läsion [344]. So wird einer der 

beiden Stränge vom Interstrang-Crosslink befreit [478]. Dabei entsteht ein 

Doppelstrangbruch am befreiten Strang [344].  

Der Komplementärstrang, an dem nun das Monoaddukt hängt, wird durch die DNA-

Polymerasen ζ und Rev1 mittels Transläsionssynthese repariert [479]. Die Polymerasen 

werden mithilfe des FA-Kernkomplexes an die Läsion rekrutiert [479]. Der mittels 

Transläsionssynthese reparierte Strang fungiert anschließend als Matrize für die 

Reparatur des Doppelstrangbruchs mittels Homologous Recombination [480]. Nach 

Abschluss der Reparatur wird der FANCD2/FANCI-Komplex wieder desubiquitiniert 

und so inaktiviert [477]. Aufgrund der Transläsionssynthese am Matrizenstrang ist der 

Fanconi-Anämie-Signalweg fehleranfällig und somit potentiell mutagen [479]. 

1.4.4	Rolle	 der	Poly-ADP-Ribosylierung	 für	 die	DNA-Schadensantwort	 und	
DNA-Reparatur	

Einer der frühesten Schritte der DNA-Schadensantwort ist die Aktivierung der Poly(ADP-

Ribose)-Polymerase PARP1 [481]. PARP1 katalysiert die posttranslationale Modifikation 

von Proteinen mittels Polymerisierung von ADP-Ribose-Einheiten an Glutamat-, 

Aspartat- oder Lysinresten; dabei nutzt sie NAD+ als ADP-Donor [481]. PARP1 ist auf 

verschiedenen Ebenen an der DNA-Schadensantwort und DNA-Reparatur von Cisplatin-

induzierten DNA-Schäden beteiligt [482, 483].  Durch Histonmodifikationen bewirkt 

PARP1 eine Chromatindekondensation [484]. Die Histonmodifikationen werden teilweise 

durch PARP1 selbst ausgeführt, PARP1 ist jedoch auch wesentlich an der Rekrutierung 

und Aktivierung zahlreicher Chromatin-remodellierender Faktoren beteiligt [485]. Durch 

die Chromatin-Remodellierung wird die DNA für Proteine der frühen DNA-

Schadensantwort und der DNA-Reparatur zugänglich gemacht [481]. Außerdem 

interagieren diese Proteine durch nicht-kovalente Bindungen mit Poly-ADP-Riboseresten 

und werden so an den DNA-Schaden rekrutiert [486]. PARP1 erleichtert auf diese Weise 

die Rekrutierung von ATM und des MRN-Komplexes an DNA-Doppelstrangbrüche und 

die Phosphorylierung der Histonvariante H2AX [487, 488]. Bei der NER (siehe 1.4.1.1) ist 

PARP1 an der Rekrutierung von XPC und XPA beteiligt [489]. Zur Homologous 

Recombination (siehe 1.4.2.1) trägt PARP1 durch die rasche Rekrutierung von BRCA1 bei 

[490]. Beim NHEJ (siehe 1.4.2.2) stimuliert die Poly-ADP-Ribosylierung der DNA-PKcs 
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deren Aktivität [491]; außerdem ist PARP1 an der Rekrutierung von XRCC4 beteiligt 

[492]. MMEJ (siehe 1.4.2.2) wird durch PARP1 gefördert, indem PARP1 mit dem Ku-

Heterodimer um die Bindungsstellen an den Enden der DNA-Doppelstrangbrüche 

konkurriert und die DNA-Polymerase θ rekrutiert [481]. Auch an der Stabilisierung von 

Replikationsgabeln bei Replikationsstress infolge von DNA-Läsionen, der nachfolgenden 

Verlangsamung der Replikation und deren Wiederaufnahme nach Reparatur der DNA-

Läsionen ist PARP1 entscheidend beteiligt [493]. 

Bemerkenswerterweise sind PARP1-Inhibitoren in Tumorzellen mit BRCA1- oder BRCA2-

Defizienz synthetisch letal [494, 495]. Dies wird bislang am ehesten auf die erschwerte 

Reparatur von Einzelstrangbrüchen und –läsionen wegen des Funktionsverlusts von 

PARP1 und vermehrten Kollaps von Replikationsgabeln im Bereich von DNA-Schäden 

zurückgeführt; es werden jedoch zahlreiche weitere Modelle zur Erklärung der 

synthetischen Letalität diskutiert [496, 497]. Die unreparierten DNA-Läsionen führen 

während der S-Phase zur Blockade von Replikationsgabeln und zu DNA-

Doppelstrangbrüchen, die aufgrund der BRCA-Defizienz nicht durch Homologous 

Recombination behoben werden können [495]. Die DNA-Schäden können durch 

vermehrtes NHEJ nur unzureichend und fehlerbehaftet repariert werden, was 

letztendlich zur Einleitung der Apoptose führt [495]. Durch PARP1-Inhibitoren wie z. B.  

Olaparib, das seit 2014 in klinischem Gebrauch ist, können daher Tumorzellen mit Verlust 

beider BRCA1- bzw. BRCA2-Allele zielgerichtet zerstört werden [498]. Normalgewebe, 

die noch ein Wild-Typ-BRCA1- bzw. BRCA2-Allel aufweisen, werden von den PARP-

Inhibitoren hingegen kaum beeinträchtigt [499]. Inzwischen sind vier verschiedene PARP-

Inhibitoren zugelassen; sie werden in der Therapie von fortgeschrittenen 

Ovarialkarzinomen, HER2-negativen Mammakarzinomen mit BRCA-Keimbahnmutation, 

metastasierten Pankreas- und kastrationsresistenten Prostatakarzinomen mit Defizienz 

der Homologous Recombination eingesetzt [497]. PARP-Inhibitoren zeigen in klinischen 

Studien synergistische Effekte mit Platin-basierten Chemotherapien und bieten sich somit 

auch für eine Kombinationstherapie an [497, 500]. 

1.5	Die	Apoptose	und	ihre	Bedeutung	für	Cisplatinresistenz	

1.5.1	Ablauf	der	Apoptose	

Irreparable DNA-Schäden führen zur Einleitung des programmierten Zelltods, der 

Apoptose [85]. Durch die Apoptose können Zellen aus einem Gewebe entfernt werden, 

ohne dass ihr Inhalt ins Interstitium gelangt und die umliegenden Zellen schädigt [501]. 

Die Einleitung und Ausführung der Apoptose wird durch darauf spezialisierte 

Cysteinproteasen, die Caspasen, koordiniert [502].  Caspasen liegen in vitalen Zellen als 

inaktive Proenzyme vor und werden durch Spaltung in ihre aktive Form überführt [91]. 

Dabei bilden das große und das kleinere Spaltprodukt mit den beiden Spaltprodukten 

einer weiteren Procaspase ein Heterotetramer – die aktive Caspase [91]. Diese kann 

wiederum andere Procaspasen spalten und so aktivieren, wodurch eine Caspase-Kaskade 



 

44 
 

ausgelöst wird; dadurch wird ein schneller und effektiver programmierter Zelltod 

gewährleitet [501]. Die Apoptose einer Zelle kann sowohl durch Interaktion mit einer 

Immunzelle von extern eingeleitet werden (extrinsischer Signalweg) als auch infolge 

irreparabler Schäden oder fehlender Wachstumsstimuli durch die Zelle selbst 

(intrinsischer Signalweg) [501]. Beide Signalwege münden in einer gemeinsamen 

Endstrecke, die durch die Effektorcaspasen 3, 6 und 7 ausgeführt wird [502]. P53, das in 

Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-Schäden aktiviert wird, induziert sowohl Gene, 

die für Proteine des intrinsischen als auch des extrinsischen Signalwegs kodieren [503] 

(siehe 1.3.3.1).  

1.5.1.1	Der	intrinsische	Signalweg	

Der intrinsische Signalweg der Apoptose wird durch die Freisetzung von Cytochrom c 

aus den Mitochondrien ins Zytosol eingeleitet [504]. Die Undurchlässigkeit der äußeren 

Mitochondrienmembran für Cytochrom c wird in vitalen Zellen durch antiapoptotische 

Proteine der Bcl-2-Familie gewährleistet [504]. Die Bcl-2-Familie umfasst strukturell 

verwandte, sowohl proapoptotisch als auch antiapoptotisch wirksame Proteine, deren 

Gleichgewicht und Interaktionen entscheidend sind für die Permeabilität der äußeren 

Mitochondrienmembran [505]. Die antiapoptotischen Proteine der Bcl-2-Familie (u. a. Bcl-

2, Bcl-xL und Mcl-1) verhindern unter physiologischen Bedingungen, dass sich 

proapoptotische Proteine der Bcl-2-Familie in der äußeren Mitochondrienmembran 

zusammenlagern und – ggf. unter Beteiligung weiterer Proteine, z.B. 

Membrantransportern wie VDAC (siehe 1.5.2 d) - Poren bilden [506]. Zu den 

proapoptotischen Proteinen der Bcl-2-Familie gehören sowohl porenbildende Proteine 

wie Bax und Bak als auch deren direkte Aktivatoren, z.B. Bid und Puma, sowie 

Inhibitoren antiapoptotischer Proteine, z. B. Bad und Noxa [507]. Einige proapoptotische 

Proteine der Bcl-2-Familie wie Bax, Noxa und Puma werden p53-abhängig transkribiert 

(siehe 1.3.3.1) [503]. Über die Permeabilität der äußeren Mitochondrienmembran 

entscheidet jedoch nicht nur das Verhältnis von pro- zu antiapoptotischen Proteinen, 

sondern auch deren Affinität zueinander, die wiederum durch posttranslationale 

Modifikationen beeinflusst wird [508]. Außerdem kommen Proteine der Bcl-2-Familie in 

unterschiedlichen zellulären Kompartimenten vor, sodass auch deren Lokalisation 

innerhalb der Zelle bzw. deren Transfer in die äußere Mitochondrienmembran die 

Permeabilität beeinflussen [507].  

Werden die porenbildenden Proteine aktiviert, oligomerisieren sie und machen die 

Membran permeabel für Proteine des mitochondrialen Intermembranraums wie 

Cytochrom c, Smac/DIABLO und HtrA2/Omi [506]. Im Zytosol lagert sich Cytochrom c 

an Apaf-1 (Apoptotic peptidase activating factor 1) an [504]. Es kommt zu einer 

Konformationsänderung von Apaf-1, sodass Apaf-1 dATP binden und dadurch 

oligomerisieren kann [509]. Die auf diese Weise gebildeten Apaf-1-Heptamere bilden das 

so genannte Apoptosom, in dessen Mitte die Caspase-Rekrutierungsdomänen (CARDs) 

nun zugänglich sind und Procaspase 9 binden können [501]. Die Procaspase 9-Moleküle 
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werden dadurch im Apoptosom konzentriert und können leichter dimerisieren [510]. 

Durch Dimerisierung und autokatalytische Spaltung wird in der Folge die Caspase 9 

aktiviert [510]. Diese überführt dann die Effektorcaspasen 3, 6 und 7 (siehe 1.5.1.3) durch 

Proteolyse in ihre aktive Form [91]. Neben Cytochrom c werden auch Smac/DIABLO und 

HtrA2/Omi durch erhöhte Permeabilität der äußeren Membran aus den Mitochondrien 

freigesetzt (siehe oben). Smac/DIABLO und HtrA2/Omi inaktivieren IAPs (Inhibitor of 

Apoptosis Proteins) [511, 512]. Die IAP-Familie ist eine Gruppe strukturell verwandter 

Proteine, die durch Inaktivierung von Caspasen antiapoptotische Funktion haben [513]. 

Ihr wichtigster Vertreter, XIAP (X-chromosome linked Inhibitor of Apoptosis Protein), inhibiert 

durch direkte Bindung die Effektorcaspasen 3 und 7 und verhindert die Dimerisierung 

der Procaspase 9 [514, 515]. Neben der Apoptose inhibiert XIAP auch eine TNF-

vermittelte Form des programmierten inflammatorischen Zelltods und ist an einem 

proinflammatorischen Signalweg zur Aktivierung von NF-κB beteiligt [515]. Sogenannte 

Smac-Mimetics, die durch strukturelle Ähnlichkeit mit Smac/DIABLO an der IAP-

Bindungsdomäne IAPs inaktivieren können, um Apoptose zu induzieren und die 

Sensitivität von Tumoren gegenüber Zytostatika zu erhöhen, werden in klinischen 

Studien als Tumortherapeutika erprobt [516].  

Einleitung	des	intrinsischen	Signalwegs	über	das	endoplasmatische	Retikulum		

Darüber hinaus kann der intrinsische Signalweg der Apoptose auch über das 

endoplasmatische Retikulum (ER) eingeleitet werden [517]. Reaktive Sauerstoffspezies, 

Hypoxie, Mangel an Calcium im ER oder ATP-Mangel führen zur Akkumulation 

ungefalteter Proteine und verursachen dort ER-Stress [518]. Cisplatin ist auch in 

enukleierten Zellen zytotoxisch durch Einleitung der Apoptose; dies wird unter anderem 

auf Cisplatin-induzierten ER-Stress zurückgeführt [519].  Transmembranäre Rezeptoren 

nehmen die Akkumulation ungefalteter Proteine im ER-Lumen wahr und führen auf der 

zytoplasmatischen Seite zur Aktivierung von Transkriptionsfaktoren, die nach 

Translokation in den Nukleus die Genexpression so beeinflussen, dass das Gleichgewicht 

im ER wieder hergestellt wird [520]. Prolongierter bzw. nicht auflösbarer ER-Stress führt 

jedoch zur Einleitung der Apoptose [521]. Wesentliche zugrunde liegende Mechanismen 

sind dabei eine transkriptionelle Herunterregulierung von Bcl-2 und die Induktion 

proapoptotischer Proteine der Bcl-2-Familie durch den Transkriptionsfaktor CHOP, sowie 

die andauernde Aktivierung des JNK-Signalwegs (siehe 1.3.5.1) durch 

Phosphorylierungskaskaden an der zytoplasmatischen Seite der Transmembran-

rezeptoren [517].  

Außerdem ist das ER der hauptsächliche intrazelluläre Speicher von Calciumionen, die 

bei der Einleitung der Apoptose über das ER als Signalmoleküle fungieren können [522]. 

Ins Zytoplasma freigesetzte Calciumionen aktivieren Calcium-abhängige 

Cysteinproteasen, die Calpaine (siehe 1.5.2 e). Auf der zytosolischen Seite des ER ist die 

Procaspase 12 lokalisiert, die durch Calpain proteolytisch aktiviert wird [523]. Caspase 12 

kann dann direkt die Procaspase 9 spalten, die wiederum die Effektorcaspase 3 aktiviert 
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[524]. Darüber hinaus begünstigen Calpaine durch Spaltung zahlreicher weiterer 

Substrate die Einleitung der Apoptose (siehe 1.5.2 e) und agieren synergistisch mit 

Caspasen [525]. Calcium kann vom ER aus zunächst ins Zytoplasma freigesetzt werden 

und von dort in die Mitochondrien aufgenommen werden; es besteht jedoch auch die 

Möglichkeit, dass Calcium direkt aus dem ER in die Mitochondrien überführt wird [526]. 

Dies geschieht in speziellen Kontaktbereichen zwischen dem ER und Mitochondrien, den 

sogenannten Mitochondria-associated Membranes (MAMs) [527]. Im Bereich der MAMs 

kolokalisiert der Inositol-1,4,5-trisphosphat-Rezeptor (IP3-Rezeptor), der die Freisetzung 

von Calcium aus dem ER sowohl ins Zytosol als auch direkt ins Mitochondrium 

vermittelt, mit dem Voltage-Dependent Anion Channel (VDAC) (siehe 1.5.2 d), der die 

Aufnahme von Calcium ins Mitochondrium ausführt [527]. Der VDAC und der IP3-

Rezeptor werden im Bereich der MAMs über Adaptermoleküle aneinander gebunden 

[526].  Ein geringer Calciumtransfer über die MAMs ist physiologisch und wird von den 

Mitochondrien zur Aufrechterhaltung ihrer Funktionen benötigt [527]. 

Calciumüberladung der Mitochondrien führt hingegen zur Einleitung des intrinsischen 

Signalwegs der Apoptose durch Zusammenbruch des mitochondrialen 

Membranpotentials und einer weiten Öffnung der Mitochondrialen Permeabilitäts-

Transitionspore (MPTP) [526]. Die MPTP ist ein strukturell bisher wenig charakterisierter 

Multiproteinkomplex, der entscheidend für die Permeabilität der inneren 

Mitochondrienmembran ist [528] und unter physiologischen Bedingungen intermittierend 

durchlässig für kleine Ionen wie Kalium oder Calcium ist [529]. Unter pathologischen 

Bedingungen, z.B. bei mitochondrialer Calciumüberladung oder Akkumulation von ROS, 

ändert sich die Konformation der MPTP; sie wird durchlässig für Moleküle mit einem 

Molekulargewicht von bis zu 1500 Dalton [530]. Dies führt zu einem osmotisch bedingten 

Wassereinstrom in die mitochondriale Matrix, da die Proteine im Mitochondrium zurück 

gehalten werden [529]. Es kommt dadurch zur Schwellung der Mitochondrien und 

letztlich zur Ruptur der äußeren Mitochondrienmembran [530]. In der Folge gelangen 

Cytochrom c, Smac/DIABLO und Htr2/Omi ins Zytosol und der intrinsische Signalweg 

der Apoptose wird eingeleitet [526]. Auch bei der Cisplatin-induzierten Apoptose ist der 

Calcium-Transfer aus dem ER in die Mitochondrien über die MAMs von Bedeutung [531].   

Bcl-2 bindet sowohl an den IP3-Rezeptor und verhindert dessen Öffnung [532] als auch an 

VDAC und führt zu einem partiellen Verschluss des VDAC [533]. Somit entfaltet Bcl-2 

seine antiapoptotische Wirkung sowohl in den Mitochondrien durch Interaktion mit Bax 

und Bak, als auch im endoplasmatischen Retikulum und an den MAMs [534]. Die IP3-

Rezeptoren sind Ziel zahlreicher zellulärer Signalwege [535]; sie werden unter anderem 

durch Akt/PKB (1.6.3 a) phosphoryliert, wodurch der Transfer von Calcium aus dem ER 

in die Mitochondrien und somit die Einleitung der Apoptose verhindert wird [536].  Die 

genauen Mechanismen, durch die die Permeabilität der äußeren Mitochondrienmembran 

erhöht wird, um proapoptotische Proteine aus dem Intermembranraum freizusetzen, sind 

nicht abschließend geklärt – ebenso wenig wie die Morphologie der MPTP [537] (siehe 

oben). Ob Bax und Bak unabhängig von der MPTP agieren oder in Kooperation mit 
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Proteinen der MPTP die Permeabilität der äußeren Mitochondrienmembran erhöhen, ist 

ebenfalls unklar [538]. 

1.5.1.2	Der	extrinsische	Signalweg	

Auch der extrinsische Signalweg der Apoptose ist von Bedeutung für Cisplatin-induzierte 

DNA-Schäden. Dieser Signalweg wird durch transmembranäre Rezeptoren vermittelt, die 

zur Familie der Tumornekrosefaktor-Rezeptoren gehören [539]. Binden entsprechende 

Liganden an die Rezeptoren auf der Oberfläche einer Zelle, oligomerisieren die 

Rezeptoren und ändern so ihre Konformation, sodass sie an ihrer zytosolischen Domäne, 

der sogennanten Todesdomäne, Adaptermoleküle binden können [540]. Die 

oligomerisierten Adaptermoleküle bilden den Death-Inducing Signaling Complex (DISC) 

[541]. An die Adaptermoleküle binden Procaspase 8-Moleküle, die dadurch in räumliche 

Nähe zueinander gelangen [539]. Es kommt zur Dimerisierung und autokatalytischen 

Spaltung der Procaspase 8, die so in ihre aktive Form überführt wird [540]. Ein Beispiel 

für den extrinsischen Signalweg ist die Einleitung der Apoptose durch zytotoxische T-

Lymphozyten, die auf ihrer Oberfläche den Fas-Liganden exprimieren [91]. Bindung des 

Fas-Liganden an Fas, einen Rezeptor auf der Oberfläche der Zielzelle, führt zur 

Trimerisierung der Fas-Moleküle und zur Bindung des Adapterproteins FADD an die 

zytosolische Domäne der Fas-Moleküle [541]. Durch Aktivierung der Caspase 8 wird die 

Apoptose eingeleitet. Cisplatin-induzierte DNA-Schäden induzieren die Expression von 

Fas durch p53-vermittelte Transkription [542] (siehe 1.3.3.1). Ein weiteres Beispiel für den 

extrinsischen Signalweg ist die selektive Einleitung der Apoptose in Tumorzellen durch 

spezialisierte Immunzellen, die TNF-Related Apoptosis Inducing Ligand (TRAIL) 

exprimieren [543]. Die Bindung von TRAIL an einen membranständigen Rezeptor führt 

ebenfalls zur Oligomerisierung und Bildung eines DISC sowie zur konsekutiven 

Aktivierung der Caspase 8 [544]. 

Caspase 8 fungiert als Initiatorcaspase des extrinsischen Signalwegs und aktiviert in der 

Folge die Effektorcaspasen 3, 6 und 7 [540]. Außerdem spaltet Caspase 8 das 

proapoptotische Bcl-2-Protein Bid, dessen Spaltprodukt durch Bindung an Bcl-xL und 

Mcl-1 oder direkte Aktivierung von Bax und Bak zur Porenbildung in der äußeren 

Mitochondrienmembran führt und somit den intrinsischen Signalweg der Apoptose 

einleitet [545, 546]. In Zellen mit hohem Gehalt an XIAP ist die zusätzliche Aktivierung 

dieses Signalwegs obligat für die Einleitung der Apoptose, da die Effektorcaspasen nur 

dann ausreichend aktiv sind, wenn XIAP durch Smac/DIABLO inaktiviert wird [547].  

1.5.1.3	Die	gemeinsame	Endstrecke	der	Apoptose		

Die Effektorcaspasen 3, 6 und 7 spalten zelluläre Proteine, u.a. Proteine des Zytoskeletts, 

Proteinkinasen und Transkriptionsfaktoren [91]. Auch Proteine der DNA-

Schadensantwort, z.B. PARP, das Retinoblastom-Protein, p53 und Mdm2 werden 

gespalten [540]. Durch Verlust der proteinvermittelten zellulären Funktionen ist die Zelle 

nicht mehr überlebensfähig. Außerdem spaltet die Caspase 3 das Protein ICAD [548]. 
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ICAD bindet in vitalen Zellen an die Caspase-aktivierte DNAse (CAD) und verhindert 

dadurch deren Aktivierung [548]. Nach Spaltung von ICAD wird CAD freigesetzt und 

kann somit zusammen mit anderen Endonukleasen die DNA fragmentieren [91]. Neben 

Cytochrom c, Smac/DIABLO und HtrA2/Omi werden zahlreiche weitere Proteine aus 

dem Intermembranraum der Mitochondrien freigesetzt, die an der Ausführung der 

Apoptose beteiligt sind, u.a. Apoptosis-Inducing Factor (AIF) und die Endonuklease G 

[502]. AIF und die Endonuklease G translozieren in den Nukleus [549]. Die Endonuklease 

G ist dort selbst am DNA-Abbau beteiligt, während AIF die Rekrutierung und Aktivität 

weiterer Endonukleasen koordiniert [549]. Durch Spaltung von nukleären Laminen 

kondensiert das Chromatin und der Zellkern schrumpft. Außerdem spalten die Caspasen 

auch Proteine des Zytoskeletts, wie z.B. Aktin, Plektin und Gelsolin [550]. Dadurch ändert 

die Zelle ihre Form und bildet Blasen; schließlich wird sie fragmentiert und in 

apoptotische Körper aufgeteilt [550]. Durch einhergehende Veränderungen in der 

Zellmembran werden Phosphatidylserinreste, die sich in vitalen Zellen an der Innenseite 

der Lipiddoppelschicht der Zellmembran befinden, an die Außenseite befördert [502]. 

Diese werden von phagozytierenden Zellen erkannt, sodass die apoptotische Zelle aus 

dem Gewebe entfernt wird, ohne dass die umgebenden Zellen Schaden nehmen [551].  

1.5.2	Cisplatinresistenz-vermittelnde	Proteine	mit	Bezug	zur	Apoptose	

Bei Fehlregulation der Apoptose können Zellen mit Cisplatin-induzierten DNA-Schäden 

keinen programmierten Zelltod eingehen. Somit wird Cisplatinresistenz einerseits 

begünstigt durch eine Überexpression antiapoptotischer Faktoren wie Bcl-2 und Survivin, 

andererseits durch eine verminderte Expression proapoptotischer Proteine wie p53, 

VDAC, XAF1, Caspasen und Calpain. Die Bedeutung der in dieser Arbeit untersuchten 

Komponenten der Apoptose für Cisplatinresistenz wird im Folgenden beleuchtet.  

1.5.2	a)	Bcl-2	

Bcl-2 wurde zunächst in follikulären Lymphomen entdeckt, in denen es aufgrund der 

Translokation t(14;18) überexprimiert ist und als Protoonkogen fungiert [552]. Seine 

antiapoptotischen Funktionen wurden erst später entdeckt [552]. Die Expression von Bcl-2 

wird durch p53 herunterreguliert [553]. In zahlreichen Tumorentitäten begünstigt Bcl-2 

Chemoresistenz gegenüber Cisplatin [554]. In HNSCC-Zellen [555], Ovarialkarzinom- 

[556] und Neuroblastomzellen [557] konnte in vitro gezeigt werden, dass hohe Expression 

von Bcl-2 mit Cisplatinresistenz einhergeht. Ovarialkarzinom-Patientinnen mit hoher Bcl-

2-Expression vor Start der Chemotherapie sprechen deutlich schlechter auf eine Cisplatin-

basierte Chemotherapie an, als Patientinnen mit niedriger Bcl-2-Expression [558]. Eine 

Korrelation zwischen hoher Bcl-2-Expression vor Therapiebeginn und Cisplatinresistenz 

konnte auch bei Patienten mit HNSCC [559] und NSCLC [560] klinisch gezeigt werden. 

Small molecule-Inhibitoren von Bcl-2 können in NSCLC-Zellen [561], Ovarial-

karzinomzellen [562, 563], Mammakarzinomzellen [564], Endometriumkarzinomzellen 

[565], Prostatakarzinomzellen [566] und cholangiozellulären Karzinomzellen [567] in vitro 
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die Sensitivität gegenüber Cisplatin erhöhen. Inhibition von Bcl-2 auf mRNA-Ebene 

resensitiviert Cisplatin-resistente NSCLC-Zellen [568, 569], Mammakarzinomzellen [570], 

Magenkarzinomzellen [571, 572], Nierenkarzinomzellen [573] und Nasopharynx-

karzinomzellen [574] in vitro gegenüber Cisplatin.  

In Blasenkarzinomzellen konnte in vitro gezeigt werden, dass durch Gentransfektion 

erzeugte Überexpression von Bcl-2 Cisplatinresistenz bedingt [575, 576] und dass 

Urothelkarzinomzellen mit erworbener Cisplatinresistenz eine erhöhte Bcl-2-Expression 

aufweisen [577]. Antisense-Oligonukleotide können Urothelkarzinom-Zelllinien in vitro 

durch Herunterregulierung der Bcl-2-Expression gegenüber Cisplatin und anderen 

Chemotherapeutika sensitivieren [578]. Klinische Studien bezüglich der Frage, ob die Bcl-

2-Expression von Urothelkarzinomen ein geeigneter Parameter ist, um das Ansprechen 

auf eine Cisplatin-basierte neoadjuvante Chemotherapie vorherzusagen, kamen jedoch zu 

widersprüchlichen Ergebnissen [579, 580].  

Bcl-2-Inhibitoren sind als Tumortherapeutika in klinischem Gebrauch. Venetoclax ist ein 

oral bioverfügbarer Bcl-2-Antagonist, der in der Therapie der chronischen lymphatischen 

Leukämie als Monotherapie oder in Kombination mit den Anti-CD20-Antikörpern 

Rituximab oder Obinutuzumab sowie bei der akuten myeloischen Leukämie in 

Kombination mit hypomethylierenden Substanzen oder niedrig dosiertem Cytarabin 

eingesetzt wird [581]. In soliden Tumoren ist der Nutzen von Venetoclax Gegenstand 

laufender klinischer Studien [581]; in Östrogenrezeptor-positiven Mammakarzinomen 

haben sich in Kombination mit Tamoxifen in einer Phase-Ib-Studie vielversprechende 

Ergebnisse gezeigt [582]. Klinische Studien zur Kombination von Cisplatin und 

Venetoclax wurden bis dato nicht durchgeführt.  

1.5.2	b)	XAF1	

XIAP-Associated Factor 1 (XAF1) ist ein direkter Antagonist von XIAP und vermittelt 

zudem eine Umverteilung von XIAP in den Nukleus, wo XIAP seine antiapoptotische 

Wirkung nicht entfalten kann [583] (siehe auch 4.5.2.2). Bemerkenswerterweise wird 

XAF1 in Tumorzellen viel weniger exprimiert als in Normalgeweben [583, 584]; dies bietet 

einen interessanten Ansatz für die Entwicklung zielgerichteter Tumortherapien. 

Zahlreiche Tumorentitäten regulieren die Expression von XAF1 durch Promotor-

Hypermethylierung herunter [585]; dies wurde auch für Urothelkarzinomzellen in vitro 

und sowie in retrospektiven Analysen operativ entnommener Gewebeproben von 

Patienten gezeigt [586].  

XAF1 ist ein Zielgen des Transkriptionsfaktors p53, welcher die Expression von XAF1 

herunterreguliert [587]. Überexpression von XAF1 führt hingegen zur Aktivierung von 

p53 [588]. XAF1 konkurriert mit Mdm2 um die Bindungsstelle an p53 und verhindert so 

dessen proteasomalen Abbau [589]. Außerdem verhindert XAF1 auch die Interaktion von 

HIPK2 mit SIAH1 und somit den proteasomalen Abbau von HIPK2, wodurch HIPK2 

stabilisiert und die transkriptionelle Aktivität von p53 in Richtung proapoptotischer Gene 
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dirigiert wird [589] (siehe 1.3.3.1). Parallel dazu aktiviert XAF1 die Ubiquitinierung von 

p21, welches in der Folge vermehrt abgebaut wird [589]. Somit unterstützt XAF1 die 

proapoptotischen Funktionen von p53 und wirkt den Zellzyklus-regulierenden 

Funktionen sowie der Aktivierung von DNA-Reparaturmechanismen entgegen [174].  Die 

Expression von XAF1 wird zudem durch Heat Shock Factor 1 (HSF1), den Haupt-

Transkriptionsfaktor für die Hitzeschockproteine, herunterreguliert [590]. Interferone, 

insbesondere Interferon β, hingegen stimulieren die Expression von XAF1 [591]. Auch 

TNFα kann NF-κB-vermittelt die Transkription von XAF1 aktivieren [592]. Darüber 

hinaus gibt es Hinweise darauf, dass die Expression von XAF1 durch den MAPK/ERK-

Signalweg (siehe 1.3.5.3) beeinflusst wird, denn MEK-Inhibition führt in 

Kolonkarzinomzellen in vitro zur Hochregulierung von XAF1 [593]. 

Es wird angenommen, dass Herunterregulierung von XAF1 zur Resistenz von 

Tumorzellen gegenüber der Apoptose an sich sowie Apoptose-induzierender Zytostatika 

beiträgt [583]. Durch unterschiedliche Mediatoren vermittelte Überexpression von XAF1 

hingegen hat in Xenograft-Modellen zu einer erheblichen Abnahme des Tumorvolumens 

bei Kolonkarzinomen und malignen Melanomen geführt [585]. Transfektion von XAF1 in 

Kolonkarzinomzellen mittels eines Adenovirus als Vektor hat in präklinischen Modellen 

in vitro und in vivo ebenfalls vielversprechende Antitumoreffekte gezeigt [594]. XAF1-

Überexpression sensitiviert Kolonkarzinomzellen in vitro gegenüber Cisplatin, während 

Herunterregulieren der XAF1-Expression Cisplatinresistenz bedingen kann [595]. In 

HCC-Zellen führte die Kombination von Cisplatin mit einem XAF1-tragenden 

Adenovirus zur verbesserten Sensitivität gegenüber Cisplatin in vitro und in vivo [596]. 

Auch in Ovarialkarzinomzellen geht Überexpression von XAF1 mit erhöhter Sensitivität 

gegenüber Cisplatin in vitro [597, 598] und in vivo [598] einher.  

In Harnblasenkarzinomen konnte gezeigt werden, dass verminderte XAF1-Expression mit 

einem fortgeschrittenen Tumorstadium und Grading einhergeht [586, 599] und zu einem 

schlechteren Ansprechen auf eine neoadjuvante Kombinationschemotherapie mit 

Cisplatin und Gemcitabin führt [600]. Die Transfektion mit einem XAF1-tragenden Virus 

erhöht die Sensitivität der Blasenkarzinomzellen gegenüber Etoposid und 5-Fluoruracil 

[586], der Effekt auf die Cisplatinsensitivität wurde jedoch nicht untersucht.  

1.5.2	c)	Survivin	

Survivin (auch Baculoviral IAP Repeat-Containing protein 5, BIRC5 genannt) ist das kleinste 

Protein der IAP-Familie [601]. Neben seiner Rolle als Inhibitor der Apoptose ist Survivin 

an der Koordination der mitotischen Zellteilung entscheidend beteiligt [602]. Während 

der Mitose ist Survivin Teil des Chromosomal Passenger Complex (CPC), der die Aufteilung 

der Chromosomen auf die Tochterzellen koordiniert [603]. Survivin wird Zellzyklus-

abhängig transkribiert; während der Mitose erreicht die Expression ihr Maximum, in der 

G1-Phase ist sie minimal [604].  
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Im Gegensatz zu anderen IAPs wird Survivin bei Erwachsenen nahezu ausschließlich in 

Stammzellen und proliferierenden Zellen exprimiert [605]. In Tumorzellen ist Survivin 

fast immer hochreguliert, weshalb es als besonders vielversprechendes Ziel für die 

Entwicklung von Tumortherapien gilt [605]. Hohe Survivinexpression geht bei 

zahlreichen malignen Tumorentitäten mit einer schlechten Prognose einher [603]. 

Survivin ist neben seiner antiapoptotischen Funktion auch an der Persistenz von 

Tumorstammzellen und an der Epithelial-Mesenchymalen Transition beteiligt [606]. 

Diverse Transkriptionsfaktoren beeinflussen die Survivin-Expression; sie wird u. a. durch 

p53 und das Retinoblastom-Protein herunterreguliert und durch die 

Transkriptionsfaktoren STAT3, HIF1 und NF-κB gefördert [607]. Survivin kann die 

Apoptose sowohl inhibieren, wenn sie über den extrinsischen, als auch wenn sie über den 

intrinsischen Weg eingeleitet wird [608]. Zunächst wurde davon ausgegangen, dass 

Survivin wie andere IAPs direkt Caspasen inhibiert [602]. Inzwischen hat sich jedoch 

gezeigt, dass Survivin die Caspaseaktivität indirekt beeinflusst, indem es mit anderen 

IAPs interagiert und so deren Wirkung verstärkt [603]. Außerdem fängt Survivin 

Smac/DIABLO ab, sodass dieses die anderen IAPs weniger inhibieren kann [603].  

Direkte Survivin-Inhibitoren sind pharmakologisch schwierig zu entwickeln [603]. Der 

Survivin-Inhibitor YM155 inhibiert Survivin nicht direkt, reguliert jedoch dessen 

Transkription herunter, wobei der genaue Mechanismus unklar ist [601]. Klinische 

Studien in fortgeschrittenen soliden Tumoren zeigten jedoch keine hinreichende 

Effektivität [609]; in einer dieser Studien wurde YM155 auch als Kombinationstherapie 

mit Carboplatin und Paclitaxel bei NSCLC-Patienten verabreicht [610]. Weitere 

therapeutische Ansätze, basierend auf RNA-Interferenz, auf der Verhinderung der 

Interaktion von Survivin mit seinen Interaktionspartnern und auf der Inhibition der 

Homodimerisierung von Survivin sind in Erprobung [609]. Zudem werden auch 

Impfungen mit Survivin-Peptiden als Antigen entwickelt, die eine T-Zell-vermittelte 

Immunantwort gegenüber Survivin-Peptiden hervorrufen [608].  

Infolge einer Cisplatinbehandlung wird Survivin hochreguliert, was im Verlauf 

Cisplatinresistenz bedingen kann, da die Cisplatin-induzierte Apoptose beeinträchtigt ist 

[611]. Bei Ovarialkarzinom-Patientinnen ist Survivin-Expression mit einer schlechteren 

Prognose und Cisplatinresistenz assoziiert [612]. In Cisplatin-resistenten 

Prostatakarzinomzellen korreliert die Cisplatinsensitivität in vitro invers mit der Survivin-

Expression [613]. Erworbene Cisplatinresistenz von Magenkarzinomzellen geht in vitro 

mir Zunahme der Survivin-Expression einher [611, 614]. Präklinisch haben sich 

vielversprechende Ergebnisse bezüglich der Sensitivierung gegenüber Cisplatin durch 

Survivin-Inhibition ergeben. Durch RNA-Interferenz können HNSCC-Zellen in vitro [615, 

616] und in vivo [615], sowie NSCLC-Zellen [617, 618], HCC-Zellen [619], 

Schilddrüsenkarzinomzellen [620], Zervixkarzinomzellen [621], Ovarialkarzinomzellen 

[622], Ösophaguskarzinomzellen [623] und Osteosarkomzellen [624] in vitro gegenüber 

Cisplatin sensitiviert werden. Survivin-Suppression mittels YM155 kann die Effektivität 

einer Cisplatinbehandlung in Osteosarkomzellen [625], Ovarialkarzinomzellen [626], 
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Hepatoblastomzellen [627] und HNSCC-Zellen [628] in vitro und in vivo erhöhen sowie 

Cisplatin-resistente HNSCC-Zellen resensitivieren [628]. Pharmakologische Blockade des 

Transkriptionsfaktors STAT3 führt zur Herunterregulierung der Survivin-Expression und 

kann so HCC-Zellen in vitro und in vivo gegenüber Cisplatin sensitivieren [629]. STAT3 ist 

ein Transkriptionsfaktor, der vor allem Gene mit proliferativer und antiapoptotischer 

Funktion hochreguliert sowie an der Angiogenese und der Epithelial-Mesenchymalen 

Transition beteiligt ist [630]. Das atypische Antipsychotikum Olanzapin, das zur 

Bekämpfung von Chemotherapie-induzierter Übelkeit, wie sie unter Cisplatintherapie 

häufig auftritt, verwendet wird, reguliert Survivin herunter und sensitiviert dadurch 

Tumorzellen in vitro gegenüber Cisplatin [631]. Das pflanzliche Mittel Resveratrol 

resensitiviert Cisplatin-resistente NSCLC-Zellen in vitro durch Suppression der Survivin-

Expression [632].  

Survivin ist in Blasenkarzinomzellen häufig überexprimiert [633]. Die Evidenz verdichtet 

sich, dass Nachweis von Survivin bzw. Survivin-mRNA im Urin ein nützlicher Parameter 

zur Früherkennung von Blasenkarzinomen ist [634, 635]. Erhöhte Survivin-Expression ist 

bei Patienten mit Blasentumoren mit einer schlechteren Prognose assoziiert [636]. Positive 

Survivin-Immunhistochemie konnte zudem als geeigneter Biomarker identifiziert 

werden, Cisplatinresistenz bei Blasentumorpatienten vorherzusagen [637]. RNA-

Interferenz mit Survivin-mRNA zeigt in Blasenkarzinomzellen antiproliferative Aktivität 

in vitro [638–640] und in vivo [639]. Außerdem kann Überexpression der miRNA miR-203, 

die mit Survivin-mRNA interagiert und deren Translation verhindert, die Sensitivität von 

Blasenkarzinomzellen gegenüber Cisplatin in vitro erhöhen [641]. Des Weiteren konnte 

gezeigt werden, dass simultane Blockade der Translation von Bcl-xL und Survivin die 

Effektivität einer Cisplatintherapie in Blasenkarzinomzellen in vitro deutlich erhöht [642]. 

Ebenso kann Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomzellen durch Survivin-Suppression 

mittels YM155 in vitro überwunden werden [643]. Es gibt somit Hinweise darauf, dass 

Survivin ein geeignetes Ziel therapeutischer Strategien sein könnte, um Cisplatin-

resistente Blasentumorzellen gegenüber Cisplatin zu resensitivieren. 

1.5.2	d)	Voltage-Dependent	Anion	Channels	(VDACs)	

Voltage-Dependent Anion Channels (VDACs) sind Membrantransporter der äußeren 

Mitochondrienmembran, die den Austausch von Substraten (ADP, Phosphat) und 

Produkten (ATP) der oxidativen Phosphorylierung sowie weiterer Metabolite und Ionen 

zwischen Zytosol und mitochondrialem Intermembranraum ermöglichen [644]. So 

werden auch reaktive Sauerstoffspezies, die in der Elektronentransportkette anfallen, 

über VDACs ins Zytosol transportiert, unter anderem das Superoxid-Anion [645]. Die 

Leitfähigkeit von VDACs hängt vom mitochondrialen Membranpotential ab; bei stark 

positivem oder negativem Membranpotential nimmt die Leitfähigkeit ab, sodass keine 

organischen Anionen mehr über den VDAC transportiert werden [537]. Darüber hinaus 

wird die Leitfähigkeit durch posttranslationale Modifikationen und Komponenten des 

Zytoskeletts, die an VDACs binden, beeinflusst [644]. Auch bei einer Konfiguration mit 
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geringer Leitfähigkeit können über VDACs kleine Ionen wie Kalium, Natrium, Calcium 

und Chlorid über die äußere Mitochondrienmembran transportiert werden [644]. An der 

Einleitung der Apoptose durch Calciumaufnahme aus dem ER sind VDACs entscheidend 

beteiligt (siehe 1.5.1.1). Bcl-2 kann einen partiellen Verschluss von VDACs bedingen [533] 

(siehe 1.5.1.1). Ein wichtiger Bindungs- und Interaktionspartner von VDACs ist die 

Hexokinase, die ATP-abhängig den ersten Schritt der Glykolyse katalysiert [646]. Die 

Bindung an die zytosolische Seite der VDACs ermöglicht der Hexokinase den schnellen 

Zugriff auf ATP [647]. Außerdem wird durch Bindung an VDAC die Affinität der 

Hexokinase gegenüber ihrem Produkt Glukose-6-Phosphat verringert, sodass der 

negative Feedback-Mechanismus unterbrochen wird [648]. In vielen Krebszellen findet, 

anders als in Normalgeweben, die Glykolyse auch statt, wenn eigentlich genügend 

Sauerstoff für die oxidative Phosphorylierung vorhanden wäre; dies wird als Warburg-

Effekt bezeichnet [649]. Die Hexokinase wird in Krebszellen häufig transkriptionell 

hochreguliert bzw. überexprimiert [646]. Bindung der Hexokinase an VDAC inhibiert 

dessen proapoptotische Funktionen [648]. Die Blockade der Interaktion zwischen VDAC 

und der Hexokinase in Krebszellen stellt daher ein vielversprechendes Ziel für zukünftige 

Krebstherapien dar [537]. Ein Hexokinase-Inhibitor, der als Monotherapie nur einen 

geringen therapeutischen Effekt aufweist, konnte Cisplatin-resistente Ovarial-

karzinomzellen in vitro resensitivieren [650]. In einer anderen Studie konnte 3-

Bromopyruvat, welches die Interaktion der Hexokinase mit den VDACs behindert, die 

Sensitivität Cisplatin-resistenter Ovarialkarzinomzellen, die Veränderungen im Sinne der 

EMT aufwiesen, in vitro erhöhen [651].  

Cisplatin bindet direkt an nukleophile Aminosäurereste von VDACs und kann 

unabhängig von nukleären DNA-Schäden den intrinsischen Signalweg der Apoptose 

einleiten – möglicherweise durch erleichterte Freisetzung von Cytochrom c aus dem 

Intermembranraum infolge der Interaktion von Cisplatin mit VDACs [652]. 

Hochregulierung der Isoform VDAC1 sensitiviert Kolon- und Zervixkarzinomzellen in 

vitro gegenüber Cisplatin [653]. Umgekehrt vermittelt Herunterregulierung von VDAC in 

NSCLC-Zellen in vitro Cisplatinresistenz [538]. In Cisplatin-resistenten Zervix-

karzinomzellen konnte in vitro gezeigt werden, dass VDAC1 nach Cisplatinexposition im 

Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen deutlich herunterreguliert ist [654]. 

In Cisplatin-resistenten Blasenkarzinomzellen wurde eine deutlich erhöhte Expression 

des Proteins Adseverin detektiert [655]. Im Bereich der Mitochondrien ist Adseverin an 

VDACs gebunden und inhibiert durch diese Interaktion den intrinsischen Signalweg der 

Apoptose [655]. Es gibt somit zahlreiche Hinweise darauf, dass Herunterregulierung von 

VDACs oder Beeinflussung der Interaktionspartner von VDACs Cisplatinresistenz 

vermitteln können. Die Evidenz für Urothelkarzinome ist jedoch bislang gering.  
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1.5.2	e)	Calpaine	

Calpaine sind überwiegend zytosolisch lokalisierte Calcium-abhängige Cysteinproteasen, 

die zahlreiche Proteinsubstrate spalten. Dazu gehören u.a. Proteine des Zytoskeletts, 

Membranrezeptoren und Transkriptionsfaktoren [656]. Calpaine können ihre Substrate 

entweder abbauen oder durch Proteolyse modifizieren, sodass die Produkte neue 

Funktionen übernehmen [657]. Calpaine werden durch Bindung von Calcium aktiviert; 

dies bedingt eine Konformationsänderung der Enzyme, wodurch sich das aktive Zentrum 

bildet [658]. Bei Freisetzung großer Mengen Calcium aus dem ER infolge von ER-Stress 

werden die Calpaine somit aktiviert [659] (siehe 1.5.1.1). Die Aktivierbarkeit von 

Calpainen kann durch Phosphorylierungen beeinflusst werden, die die Verteilung der 

Calpaine innerhalb der Zelle regulieren [660]. Wenn Calpaine z. B. an der Innenseite der 

Zellmembran in der Nähe von Calcium-Transportern lokalisiert sind, sind sie leichter 

aktivierbar [657]. Auf diese Weise trägt ERK-vermittelte Phosphorylierung zur 

Aktivierung von Calpainen bei [660]. Calpaine sind an der Einleitung der Apoptose 

infolge von ER-Stress beteiligt [661]. Neben der Aktivierung der Procaspase 12 und 

nachfolgender Einleitung des intrinsischen Signalwegs der Apoptose (siehe 1.5.1.1) 

können Calpaine auch direkt die Effektorcaspase 7 durch proteolytische Spaltung  

aktivieren [662]. Außerdem wird XIAP durch Calpaine abgebaut und verliert so seine 

inhibitorische Funktion auf die Caspasen [663]. Die aktivierte Caspase 3 kann den 

endogenen Calpain-Inhibitor Calpastatin spalten und so inaktivieren [664]. Somit 

aktivieren sich Caspasen und Calpaine gegenseitig und bilden einen positiven Feedback-

Loop [657]. Calpaine können außerdem Bax spalten [665], wodurch dessen Interaktion mit 

Bcl-2 und Bcl-xL verhindert wird, was zur Aktivierung von Bax führt. Auch Bid [519], Bak 

[666] und Bcl-xL [523] sind Calpain-Substrate. Mitochondriales Calpain spaltet 

unabhängig von Caspasen infolge einer Cisplatinexposition AIF (siehe 1.5.1.3), welcher 

daraufhin aus den Mitochondrien freigesetzt wird und in den Nukleus transloziert [667]. 

Zudem sind Calpaine an der Aktivierung der MAP-3K ASK1 und somit der prolongierten 

Aktivierung des JNK-Signalwegs (siehe 1.3.5.1) infolge von ER-Stress beteiligt [661].  

Calpaine spalten sowohl Wild-Typ-p53 als auch mutiertes p53, wobei unklar ist, ob es sich 

um eine Prozessierung oder einen proteolytischen Abbau handelt bzw. inwiefern dies die 

Funktion von p53 beeinflusst [657]. In Cisplatin-sensitiven Ovarialkarzinomzellen konnte 

in vitro gezeigt werden, dass PARC, ein Protein, das die Verteilung von p53 innerhalb der 

Zelle reguliert und p53 im Zytoplasma bindet, ebenfalls ein Calpain-Substrat ist [668]. 

Infolge einer Cisplatinexposition spalten Calpaine PARC, sodass p53 vorwiegend nukleär 

und mitochondrial lokalisiert ist und die Apoptose eingeleitet werden kann [668]. In 

Cisplatin-resistenten Ovarialkarzinomzellen wird PARC hingegen nicht durch 

Cisplatinexposition herunterreguliert [668]. Als Substrat von Calpain wurde auch die  

8-Oxoguanin-DNA-Glycosylase 1 (OGG1), das wichtigste Reparaturenzym für  

8-Oxoguanin, identifiziert [669]. Infolge einer Cisplatinexposition von 

Zervixkarzinomzellen wird Calpain aktiviert und OGG1 gespalten, was die 

Reparaturkapazität für ROS-induzierte DNA-Schäden erheblich beeinträchtigt und so 
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Apoptose begünstigen kann [669]. In Mammakarzinomzellen konnte in vitro gezeigt 

werden, dass Calpain-Inhibition die Apoptose infolge einer Cisplatinbehandlung 

abschwächt [670]. In Cisplatin-resistenten Magenkarzinomzellen sind miRNAs 

hochreguliert, die die Expression einer regulatorischen Untereinheit von Calpain 

inhibieren [671]. Durch Blockade der miRNAs konnten die Cisplatin-resistenten Zellen in 

vitro resensitiviert werden [671]. Die Bedeutung von Calpain für Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomzellen ist noch unklar.  

Trotz der proapoptotischen Funktionen ist hohe Expression von Calpainen in malignen 

Tumoren häufig mit einer schlechten Prognose assoziiert [657]. Calpain-Aktivierung 

fördert Proliferation, Migration und Invasion [657]. Durch Spaltung von Proteinen des 

Zytoskeletts und von Bestandteilen der Zell-Zell-Kontakte fördern Calpaine die 

Epithelial-Mesenchymale Transition [657]. So wird beispielsweise E-Cadherin durch 

Calpaine gespalten, welches nach der Spaltung nicht mehr an β-Catenin binden kann, 

sodass sich die Zellkontakte in den Zonulae adhaerentes auflösen, was Invasion und 

lymphogene Metastasierung begünstigt [672]. Calpaine können zudem IκB spalten und so 

zur Aktivierung von NF-κB (1.3.3.4) beitragen. [673]. In Myc-exprimierenden 

Kolonkarzinomzellen konnte gezeigt werden, dass Spaltung von Myc durch Calpain zu 

erhöhter Chemoresistenz gegenüber Cisplatin führt, die durch das Spaltprodukt Myc-nick 

vermittelt wird [674]. Somit nehmen Calpaine im Hinblick auf Cisplatinresistenz eine 

duale Rolle ein, wodurch es erschwert wird, sie als therapeutische Ziele zur Überwindung 

von Cisplatinresistenz zu nutzen.  

1.5.2	f)	Caspasen	

Es gibt Hinweise darauf, dass Veränderungen der Caspase-Kaskade mit 

Cisplatinresistenz assoziiert sind. In Cisplatin-resistenten Pleuramesotheliomzellen 

konnte in vitro gezeigt werden, dass erworbene Cisplatinresistenz mit einer erhöhten 

Fragmentierung der Caspase 9 ohne Anstieg von deren proteolytischer Aktivität 

einhergeht; zudem wurde nach Cisplatin-Behandlung eine zeitliche Verzögerung der 

Caspase 9-Aktivierung beobachtet, die erst nach der Aktivierung von Caspase 3 und 7 

stattfand [675]. Ob diese Veränderungen in den Cisplatin-resistenten Zellen auf 

Modifikationen der Caspase-Kaskade selbst oder auf inhibitorische Proteine, z.B. XIAP 

zurückzuführen sind, konnte nicht eindeutig geklärt werden [675]. Fehllokalisiertes 

zytoplasmatisches p53 interagiert direkt mit dem p35-Fragment der Caspase 9, was zur 

Inhibition der Caspase 9 führt und Cisplatinresistenz bedingen kann [676]. Cisplatin-

resistente HNSCC-Zellen [677] bzw. Keimzelltumoren [678] weisen in vitro eine 

verminderte bzw. fehlende Caspase-9-Aktivität auf. Auch Beeinträchtigungen des 

extrinsischen Signalwegs bzw. der Caspase 8-Aktivität können zu Cisplatinresistenz 

beitragen. In Cisplatin-resistenten HNSCC-Zellen wurde eine Nonsense-Mutation im 

Caspase-8-Gen detektiert [679]. Ebenso geht ein Funktionsverlust der Caspase 8 in 

Zervixkarzinomzellen in vitro mit Cisplatinresistenz einher [680]. Infolge einer Cisplatin-

Behandlung werden die Effektorcaspasen 6 und 7, nicht jedoch die Caspase 3 in vitro und 
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in vivo p53-abhängig induziert [681]. In NSCLC-Zellen ist erworbene Cisplatinresistenz in 

vitro mit Herunterregulierung der Caspase 6 assoziiert [682]. In Ovarialkarzinomzellen 

mit erworbener Cisplatinresistenz ist hingegen die Proteinexpression und Aktivität der 

Effektorcaspase 3 in vitro vermindert [683]. Die Rolle von Veränderungen der Expression 

und Aktivität von Caspasen für die erworbene Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomzellen ist bislang unklar. In der hier vorliegenden Arbeit wird die 

mRNA-Expression der Initiatorcaspase 9 sowie der Effektorcaspase 6 in Cisplatin-

resistenten Urothelkarzinomzellen mit der mRNA-Expression in den Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen verglichen. 

1.6	 Cisplatin-Resistenzmechanismen	 ohne	 Bezug	 zur	 DNA-
Schadensantwort,	DNA-Reparatur	oder	Apoptose		

Neben Resistenzmechanismen, die mit der DNA-Schadensantwort und der Apoptose 

assoziiert sind, sind zahlreiche weitere Faktoren beschrieben, die für die Entwicklung von 

Cisplatinresistenz von Bedeutung sind [69]. Dazu gehören Membrantransporter, die die 

Konzentration von Cisplatin im Zytoplasma bzw. Karyoplasma beeinflussen, sowie 

intrazytoplasmatische nukleophile Radikalfänger, die Cisplatin bereits vor seiner 

Interaktion mit der DNA inaktivieren [69]. Beide Mechanismen entfalten ihre Wirkung 

vor Bindung von Cisplatin an die DNA [554]. Außerdem gibt es Resistenzmechanismen, 

die nicht direkt in die Signaltransduktion von Cisplatin eingreifen, sondern auf andere 

Signalwege Einfluss nehmen und so Cisplatinresistenz begünstigen [554].  

1.6.1	Membrantransporter	

Für die Entwicklung von Cisplatinresistenz sind insbesondere der Influx-Transporter 

CTR1, sowie die Efflux-Transporter ATP7A, ATP7B und MRP2 von Bedeutung [69]. In 

der hier vorliegenden Arbeit wird die mRNA-Expression von CTR1, ATP7A und MRP2 in 

Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen mit der mRNA-Expression in den Cisplatin-

sensitiven Ursprungszellen verglichen. Die Funktion der genannten Transporter und ihre 

Bedeutung für Cisplatinresistenz werden im Folgenden kurz erläutert.  

1.6.1	a)	Der	Influx-Transporter	CTR1	

Eine wichtige Rolle bei der Aufnahme von Cisplatin in die Zelle spielt neben passiver 

Diffusion der Kupfertransporter Copper Transporter 1 (CTR1) [684]. Kupfer konkurriert mit 

Cisplatin um die Bindungsstellen an CTR1, sodass hohe Kupferspiegel zu geringerer 

Cisplatinaufnahme in die Zelle führen [685]. Fehlende CTR1-Expression ist mit 

verminderter Aufnahme von Cisplatin ins Zytosol und in der Folge abgeschwächter 

Zytotoxizität assoziiert [684]. Nach Cisplatinexposition wird CTR1 in 

Ovarialkarzinomzellen in vitro herunterreguliert [686]. In letzter Zeit wird die Rolle von 

CTR1 für die Aufnahme von Cisplatin in die Zelle jedoch kontrovers diskutiert. Neuere 

Daten aus in vitro- und in vivo-Studien implizieren, dass die Cisplatinsensitivität durch 
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Fehlen von CTR1 nicht wesentlich beeinträchtigt wird [687, 688]. Im klinischen Setting 

wurde dagegen eine Korrelation zwischen Cisplatinsensitivität und der Expression von 

CTR1 bei NSCLC [689] und muskelinvasiven Harnblasenkarzinomen [690] nachgewiesen.   

1.6.1	b)	Die	Efflux-Transporter	ATP7A	und	ATP7B	

Weitere Transporter mit Relevanz sowohl für die Kupferhomöostase als auch die 

intrazytoplasmatische Cisplatinkonzentration sind die P-Typ ATPasen ATP7A und 

ATP7B [691]. Die Expression von ATP7A korreliert invers mit der Cisplatinsensitivität 

von Tumorzellen in vitro [692] und in vivo [693]. Herunterregulierung von ATP7A kann 

Mammakarzinomzellen in vitro und in vivo gegenüber Cisplatin sensitivieren [694]. In 

Cisplatin-resistenten Plattenepithelkarzinomzellen des Ösophagus hat sich eine erhöhte 

mRNA- und Proteinexpression von ATP7A im Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen gezeigt; durch siRNA-vermittelte Herunterregulierung von ATP7A 

konnte die Cisplatinsensitivität teilweise wieder hergestellt werden [695].  

ATP7B wird in oralen Plattenepithelkarzinomzellen im Zuge der Resistenzentwicklung 

gegenüber Cisplatin hochreguliert; durch Transfektion von ATP7B-siRNA können die 

Zellen gegenüber Cisplatin resensitiviert werden [696]. Bei Endometriumkarzinom-

Patientinnen [697] und Ovarialkarzinom-Patientinnen [698], die eine Cisplatin-basierte 

Chemotherapie erhalten, ist eine hohe Expression von ATP7B mit einer schlechteren 

Prognose assoziiert.  

1.6.1	c)	Der	Efflux-Transporter	MRP2	

Multidrug Resistance Proteins (MRPs) sind ebenfalls ATP-abhängige Efflux-Transporter, 

die unselektiv zytotoxische Substanzen nach extrazellulär transportieren [699]. Besonders 

relevant für den Transport von Cisplatin scheint MRP2 zu sein [700], dessen 

Überexpression in Melanomzellen in vitro Cisplatinresistenz zur Folge hat [701]. In 

Cisplatin-resistenten Ovarialkarzinomzellen führt Herunterregulierung von MRP2 in vitro 

zur Resensitivierung gegenüber Cisplatin [702]. Auf histopathologischer Ebene konnte 

gezeigt werden, dass Überexpression von MRP2 bei Patienten mit HCC mit verminderter 

Tumornekrose einhergeht [703]. Bei neoadjuvant behandelten Patienten mit 

Ösophaguskarzinom ist die Expression von MRP2 mit einer schlechten Prognose und 

Chemoresistenz assoziiert [704].  

1.6.2	Intrazytoplasmatische	Nukleophile	und	Antioxidative	Enzyme	

In Tumorzellen fallen aufgrund ihrer raschen Proliferation mit hohem Energiebedarf, 

ihrem verändertem Metabolismus und ihrer genetischen Instabilität vermehrt reaktive 

Sauerstoffspezies an [705]. Cisplatin verstärkt indirekt die Bildung reaktiver 

Sauerstoffspezies, was einen relevanten Anteil der Cisplatin-induzierter Zytotoxizität 

ausmacht [87] (siehe 1.2.3.2). Durch nukleophile Radikalfänger und antioxidative Enzyme 

können reaktive Sauerstoffspezies entgiftet werden, was die ROS-induzierte Zytotoxizität 

von Cisplatin beeinträchtigen kann [182]. Darüber hinaus werden einige Radikalfänger, 
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wie Glutathion und Metallothioneine, direkt an Cisplatin gebunden und verhindern so 

dessen Interaktion mit der DNA [691].  Wenn infolge einer Cisplatinexposition reaktive 

Sauerstoffspezies akkumulieren, werden antioxidative Enzyme in den Tumorzellen 

hochreguliert, um das Redox-Gleichgewicht der Zelle zu erhalten [706]. Als Sensor dient 

dabei unter anderem der Transkriptionsfaktor NRF2, der im Zytoplasma ruhender Zellen 

innerhalb kurzer Zeit ubiquitiniert und nachfolgend proteasomal abgebaut wird [706]. 

Durch Interaktion mit dem Protein KEAP1 wird die Ubiquitinierung von NRF2 durch  

das Enzym Cullin-3 erleichtert [182]. Oxidativer Stress führt zum Verbrauch  

von Thiolgruppen des Cystein-reichen KEAP1 [707]. Dies bewirkt eine 

Konformationsänderung von KEAP1, sodass dessen Interaktion mit NRF2 gestört und 

NRF2 weniger ubiquitiniert und abgebaut wird [707]. NRF2 gelangt in den Zellkern, wo 

er an das Antioxidant Response Element (ARE) in der Promotorregion zahlreicher 

antioxidativer Gene bindet und deren Transkription initiiert, darunter die der Glutathion-

S-Transferase µ 1 (GSTM1), der Glutathionperoxidase GPX1 und der Hämoxygense 1 

(HO-1, HMOX1) [182], deren mRNA-Expression in der hier vorliegenden Arbeit 

analysiert wird. Überexpression von NRF2 sowie Mutationen, die die Funktion von 

KEAP1 oder der mit KEAP1 interagierenden Domäne von NRF2 beeinträchtigen, können 

Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen vermitteln [708, 709]. Knockdown von NRF2 kann 

in vitro Cisplatin-resistente Urothelkarzinomzellen resensitivieren [708, 709]. Neben 

spezifischen Inhibitoren einzelner antioxidativer Enzyme wird in präklinischen Modellen 

auch der Ansatz verfolgt, durch zielgerichtete Hemmung von NRF2 die Expression vieler 

antioxidativer Enzyme zu inhibieren und so Cisplatinresistenz zu bekämpfen, wobei die 

angewendeten NRF2-Inhibitoren in verschiedenen Tumorentitäten in vitro Wirksamkeit 

gezeigt haben [710–713]. Auch in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen haben sich 

in vitro Hinweise auf die Wirksamkeit von NRF2-Inhibitoren ergeben [709].  

In dieser Arbeit wird die mRNA-Expression der antioxidativen Enzyme 

Glutathionperoxidase 1 (GPX1)	 und	 Glutathion-S-Transferase µ 1 (GSTM1), sowie der 

nukleophile Radikalfänger Metallothionein 1A (MT1A) in Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen mit der mRNA-Expression in den Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen verglichen. Zudem wird auch die mRNA Expression der Hämoxygenase 

1 (HO-1, HMOX1) sowie der Kinase DYRK1B/MIRK analysiert, welche neben 

antioxidativen auch weitere antiapoptotische Funktionen haben und Cisplatinresistenz 

somit auf mehreren Ebenen begünstigen. Die Funktion sowie die Bedeutung der 

genannten Faktoren für Cisplatinresistenz werden im Folgenden erläutert.  

1.6.2	a)	Glutathionperoxidase	GPX1	

Die Glutathionperoxidase GPX1 spielt eine wesentliche Rolle bei der Entgiftung von 

Wasserstoffperoxid, indem sie die Glutathion-abhängige Reduktion von 

Wasserstoffperoxid zu Wasser katalysiert; dabei entsteht Glutathiondisulfid [714]. Die 

Reaktion wird mithilfe von Selenocystein im katalytischen Zentrum des Enzyms 

ausgeführt [715]. GPX1 kann außerdem Lipidperoxide reduzieren [716]. In zahlreichen 
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Tumorentitäten konnte in vitro gezeigt werden, dass Überexpression von GPX1 mit 

Cisplatinresistenz einhergeht, darunter NSCLC- [717] und Ösophaguskarzinomzellen 

[718], sowie adenoid-zystischen Speicheldrüsenkarzinome [719] und Non-Hodgkin-

Lymphome [720]. Dies wird in erster Linie auf geringere Akkumulation reaktiver 

Sauerstoffspezies zurückgeführt. Außerdem sind Lipidperoxide, die durch 

Glutathionperoxidasen reduziert werden können [721], an der Induktion einer 

alternativen Form des programmierten Zelltods, der Ferroptose beteiligt [722]. Die 

Ferroptose wird in Tumorzellen durch Cisplatin-induzierte ROS-Produktion begünstigt 

und somit bei GPX1-Überexpression inhibiert [722].  

Da NF-κB an den Promotor der GPX1 binden und so deren Expression in Reaktion auf 

oxidativen Stress regulieren kann, könnten NF-κB-Inhibitoren eine Möglichkeit sein, 

GPX1-induzierte Cisplatinresistenz aufzuheben [718]. Vitamin D kann die Expression von 

NF-κB herunterregulieren [723] und kommt somit als leicht verfügbares und sicheres 

Therapeutikum zur Bekämpfung GPX1-induzierter Cisplatinresistenz in Betracht. In 

adenoid-zystischen Speicheldrüsenkarzinomen [719] und Ösophaguskarzinomen [718] 

kann Vitamin D in vitro GPX1-überexprimierende Zellen gegenüber Cisplatin 

resensitivieren.  

1.6.2	b)	Glutathion-S-Transferase	μ	1	(GSTM1)	

Glutathion ist ein Tripeptid aus Glutamat, Cystein und Glycin mit antioxidativen 

Eigenschaften durch die Thiolgruppe des Cysteins [91].  Es wird – häufig mithilfe von 

Glutathion-S-Transferasen – an Cisplatin und andere elektrophile Xenobiotika konjugiert, 

sodass diese reduziert werden [724]. Höhere Expression von Glutathion, seinem 

Syntheseenzym sowie der Glutathion-S-Transferase sind mit Cisplatinresistenz assoziiert 

[90, 724]. Dies wurde auch in Harnblasenkarzinomzellen in vitro detektiert [725]. In dieser 

Arbeit wird die mRNA-Expression des Konjugationsenzym GSTM1 analysiert. Eine 

genomweite Metaanalyse konnte eine Assoziation von GSTM1 mit Cisplatinresistenz 

nachweisen [726]. Inhibitoren von Glutathion-S-Transferasen haben sich in vitro [727, 728] 

und in vivo [728] als effektiv zur Sensitivierung Cisplatin-resistenter Zellen erwiesen. 

1.6.2	c)	Metallothionein	MT1A	

Neben Glutathion sind Metallothioneine, z.B. MT1A, an der Detoxifikation von Cisplatin 

und somit an der Resistenzentwicklung beteiligt [691]. Metallothioneine sind Proteine mit 

hohem Cysteingehalt und somit hoher Affinität zu Schwermetallionen, deren 

physiologische Funktion darin besteht, Zink und Kupfer zu binden und zu transportieren 

sowie Schwermetallionen zu entgiften [729]. Durch ihren hohen Cysteingehalt tragen 

Metallothioneine außerdem durch Abfangen elektrophiler Radikale zur Reduktion von 

oxidativem Stress bei [730]. Dadurch nehmen sie auch Einfluss auf die Effektivität der 

Apoptose [731]. Erhöhte Metallothioneinspiegel im Zytosol führen zur Inaktivierung von 

Cisplatin vor Erreichen des Nukleus und bedingen so Cisplatin-Resistenz [732, 733]. 

Überexpression von Metallothioneinen geht mit einer verkürzten Gesamtüberlebenszeit 
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bei Blasenkarzinom-Patienten, die mit einer Cisplatin-basierten Chemotherapie behandelt 

wurden, einher [734]. In vitro konnte die Sensitivität gegenüber Cisplatin durch 

Suppression von Metallothioneinen mittels RNA-Interferenz in malignen Melanomzellen 

deutlich verbessert werden [735]. 

1.6.2	d)	Hämoxygenase	1	(HO-1,	HMOX1)	

Das Enzym Hämoxygenase katalysiert die oxidative Spaltung von Häm zu Biliverdin, 

Eisen und Kohlenstoffmonoxid (CO) [91]. Die durch zellulären Stress induzierbare Form 

des Enzyms ist die Hämoxygenase 1 (HO-1, HMOX1) [736]. Neben NRF2 können auch 

AP-1 (siehe 1.3.5.1) und NF-κB (siehe 1.3.3.4) die Transkription der HO-1 aktivieren [737]. 

Die Hämoxygenase ist durch ihre Abbauprodukte an zahlreichen zellulären Prozessen 

beteiligt, darunter Reduktion von oxidativem Stress, Aktivierung antiapoptotischer 

Signalwege, Stimulation der Angioneogenese und Entzündungshemmung [738].  

Biliverdin und sein Abbauprodukt Bilirubin sind starke Antioxidantien und vermindern 

so intrazellulären oxidativen Stress [739]. Auch Kohlenstoffmonoxid scheint große 

Bedeutung für die biologischen Effekte der Hämoxygenase zu haben, unter anderem 

indem es über Beeinflussung der p38-und ERK-Signalwege antiapoptotisch wirkt [737]. 

Überexpression der Hämoxygenase 1 wurde in vitro [577] und in vivo [740] in Cisplatin-

resistenten Blasenkarzinomzellen beobachtet. Auch in Ovarialkarzinomzellen [741], 

pulmonalen Adenokarzinomzellen [711] und Larynxkarzinomzellen [742] ist 

Überexpression der Hämoxygenase 1 in vitro mit Cisplatinresistenz assoziiert. Inhibitoren 

der Hämoxygenase 1 können in vitro Cisplatin-resistente NSCLC-Zellen resensitivieren 

[743, 744].  

1.6.2	e)	Kinase	DYRK1B/MIRK	

DYRK1B/MIRK ist eine Serin-/Threonin-Kinase, die Überlebenssignale vermittelt und in 

zahlreichen soliden Tumoren, z. B. NSCLC, Kolon- und Pankreaskarzinomen 

überexprimiert ist [745]. Als Koaktivator von Transkriptionsfaktoren begünstigt sie die 

Expression antioxidativer Proteine wie der Superoxiddismutasen 2 und 3, die die 

Reaktion von zwei Superoxid-Anionen (O2
•−) mit zwei Protonen zu Wasserstoffperoxid 

(H2O2) und Sauerstoff katalysieren [746]. Außerdem phosphoryliert DYRK1B/MIRK das 

Cyclin D1, sodass dieses destabilisiert und ein Zellzyklusarrest begünstigt wird [747]. Der 

Zellzyklusarrest kann der Zelle Zeit für DNA-Reparaturprozesse verschaffen (siehe 1.3.4). 

In Ovarialkarzinomzellen [748, 749] und NSCLC-Zellen [750] führt Suppression von 

DYRK1B/MIRK durch RNA-Interferenz in vitro zur Sensitivierung der Tumorzellen 

gegenüber Cisplatin. Ein Inhibitor von DYRK1B/MIRK hat sich in Pankreas-

karzinomzellen zur Sensitivierung von Tumorzellen gegenüber Cisplatin in vitro als 

effektiv erwiesen [751]. DYRK1B/MIRK-Inhibitoren werden erforscht, um den 

Wiedereintritt ruhender Tumorzellen aus der G0-Phase in den Zellzyklus zu ermöglichen 

und sie so zugänglich für Chemotherapien zu machen [751, 752]. Die Bedeutung von 

DYRK1B/MIRK für Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen ist noch unklar.   
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1.6.3	Resistenzmechanismen	ohne	direkten	Bezug	zur	Cisplatin-induzierten	
Signaltransduktion	

1.6.3	a)	ERBB2/HER2	und	der	PI3-Kinase/Akt-Signalweg		

ERBB2, auch Human Epidermal Growth Factor Receptor 2 (HER2) genannt, ist eine Rezeptor-

Tyrosinkinase aus der Familie der EGF-Rezeptoren [753]. Diese Rezeptor-Tyrosinkinasen 

bilden nach extrazellulärer Bindung von Liganden Heterodimere, wodurch die 

intrazellulär gelegenen Tyrosinkinasedomänen in unmittelbare Nähe zueinander 

gelangen und sich gegenseitig phosphorylieren [91]. ERBB2 ist ein nicht-autonomer 

Vertreter der ERBB-Familie, da ERBB2 keine extrazellulären Liganden binden kann [754]. 

Es ist jedoch an der Bildung von Heterodimeren mit anderen Vertretern der ERBB-Familie 

beteiligt und verstärkt bzw. erleichtert dadurch deren Signaltransduktion [754]. Die 

phosphorylierten Tyrosinreste der Heterodimere bilden Bindungsstellen für 

Signaltransduktionsmoleküle, welche durch Phosphorylierung, Konformationsänderung 

oder Interaktion mit membranständigen Zielmolekülen aktiviert werden und dann die 

weitere Signaltransduktion ausführen [91].  

Beim PI3-Kinase/Akt-Signalweg wird die PI3-Kinase über Adapterproteine in den 

Bereich der phosphorylierten Tyrosinreste an der Innenseite der Zellmembran rekrutiert 

und durch Konformationsänderung aktiviert [755]. Die PI3-Kinase phosphoryliert 

Phosphatidylinositol-4,5-bisphosphat (PIP2), das Bestandteil der Zellmembran ist, sodass 

Phosphatidylinositol-3,4,5-trisphosphat (PIP3) entsteht [755]. Die Phosphoinositide-

Dependent Kinase 1 (PDK1) und der Mechanistic Target Of Rapamycin Complex 2 (mTORC2) 

können PIP3-abhängig Akt (auch Proteinkinase B genannt) an jeweils einer Schlüsselstelle 

phosphorylieren und so aktivieren [756]. In der Folge entfaltet Akt seine maximale 

Aktivität und phosphoryliert wiederum zahlreiche Substrate, u.a. Proteinkinasen, 

Transkriptionsfaktoren, Regulatoren kleiner G-Proteine, metabolische Enzyme und 

Regulatoren des Zellzyklus [756]. Dadurch wird in erster Linie eine wachstums- und 

proliferationsfördernde Wirkung erreicht; die Apoptose wird inhibiert, der Eintritt der 

Zelle in den Zellzyklus erleichtert [757].  

Zu den wichtigsten Substraten von Akt gehören die Glykogensynthase-Kinase 3 (GSK3), die 

proapoptotischen FOXO-Transkriptionsfaktoren und der Tuberous Sclerosis Complex 2 

(TSC2) [756]. Die Serin-/Threonin-Kinase GSK3 wirkt proapoptotisch, indem sie 

antiapoptotische Proteine so phosphoryliert, dass sie von Ubiquitinligasen erkannt und 

für den proteasomalen Abbau markiert werden, darunter Mcl-1, ein Mitglied der Bcl-2-

Familie [758]. Außerdem markiert die GSK3 aber auch Cyclin D1 für den proteasomalen 

Abbau, wodurch ein Zellzyklusarrest begünstigt werden kann [759]. Durch Akt–

vermittelte Phosphorylierung wird die GSK3 inaktiviert [756]. Akt kann in den Nukleus 

translozieren [760] und phosphoryliert dort unter anderem Transkriptionsfaktoren der 

FOXO-Familie, die so für den Export aus dem Zellkern markiert werden [761]. Somit 

werden deren proapototischen Zielgene (u.a. Bim, Puma, Fas-Ligand, TRAIL) weniger 

transkribiert [762]. Auch p21 ist ein Zielgen von FOXO-Transkriptionsfaktoren, wodurch 
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Akt wiederum den Eintritt der Zelle in den Zellzyklus begünstigen kann [762]. Des 

Weiteren führt Akt-vermittelte Phosphorylierung von TSC2 zu dessen Inaktivierung 

[763]. TSC2 ist ein GTPase-aktivierendes Protein, das spezifisch für das kleine G-Protein 

Rheb ist [764]. Durch TSC2-vermittelten Austausch von GPT gegen GDP wird Rheb 

inaktiviert [765]. Rheb bindet direkt an den Proteinkomplex mTORC1 und ist für dessen 

Aktivierung essentiell [764]. Dieser Proteinkomplex aktiviert die Proteinbiosynthese 

durch Regulation der Translation und hat dadurch entscheidende Bedeutung für 

Zellwachstum und Anabolismus [766]. Darüber hinaus unterdrückt Akt die Apoptose 

durch inaktivierende Phosphorylierung des proapoptotischen Bcl-2-Proteins Bad, der 

Caspase 9, sowie der MAP-3K ASK1 [85]. Akt begünstigt den Abbau von IκB, wodurch 

NF-κB aktiviert wird, und stimuliert durch Phosphorylierung die Ubiquitinligase Mdm2, 

was zur Inaktivierung von p53 führt [85]. Über den PI3-Kinase/Akt-Signalweg werden 

somit durch vielfältige Mechanismen Zellwachstum, -proliferation und –überleben 

gefördert; die Apoptose wird inhibiert.  

ERBB2-Überexpression begünstigt über den PI3-Kinase/Akt-Signalweg das Ausschleusen 

von p21 aus dem Zellkern [767] und verlängert die Lebensdauer von Cyclin D1 (siehe 

oben), wodurch es zu einem Wiedereintritt von Cisplatin-behandelten Tumorzellen in 

den Zellzyklus kommt, die dann erneut proliferieren [554]. So kann ERBB2-

Überexpression Cisplatinresistenz begünstigen, ohne direkt an der Signaltransduktion 

von Cisplatin beteiligt zu sein [554]. Neben dem PI3-Kinase/Akt Signalweg aktiviert 

ERBB2 auch den Ras/Raf/MEK/ERK-Signalweg durch Rekrutierung von GRB2 und SOS 

an die phosphorylierten Tyrosinreste an der Innenseite des Rezeptors [768], wodurch Ras 

aktiviert wird (siehe 1.3.5.3). Auch über diesen Signalweg kann ERBB2 somit 

Überlebenssignale und Cisplatinresistenz vermitteln.  

ERBB2 hat große Bedeutung für die Entstehung, Diagnostik und Therapie von 

Mammakarzinomen [769]. In ca. 20% der Mammakarzinome ist ERBB2 überexprimiert 

[769]. Daneben kommt ERBB2-Überexpression auch in Magenkarzinomen, Ovarial- und 

Endometriumkarzinomen, NSCLC, Pankreas- und Harnblasenkarzinomen vor [770].  

Inhibitoren von ERBB2/HER2 (z.B. Trastuzumab) sind eine seit vielen Jahren etablierte 

Therapie des HER2-positiven Mammakarzinoms; daneben werden sie auch in der 

Therapie des HER2-positiven Magenkarzinoms erfolgreich eingesetzt [771]. Es ist somit 

denkbar, Cisplatin-resistente Tumorzellen durch diese bereits gut erprobten 

Medikamente zu resensitivieren, wenn sich ERBB2-Überexpression als biologisch und 

klinisch relevanter Faktor für erworbene Cisplatinresistenz erweist. Bei NSCLC-Patienten 

ist hohe ERBB2-Expression mit schlechterem Ansprechen auf Cisplatin-basierte 

Chemotherapien assoziiert [772]. In Mamma- und Ovarialkarzinomzellen [773] sowie 

Magenkarzinomzellen [774] konnte in vitro gezeigt werden, dass ERBB2-Überexpression 

Cisplatinresistenz begünstigt. In Zellkulturen ergaben sich Hinweise, dass ERBB2-

Rezeptor-Antikörper eine Resensitivierung Cisplatin-resistenter Zellen bewirken können 

[773]. Bemerkenswerterweise geht ERBB2-Überexpression in Magenkarzinomzellen mit 

Epithelial-Mesenchymaler Transition einher, die durch zielgerichtete Therapien gegen 
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ERBB2 rückgängig gemacht werden kann [774]. Für Harnblasenkarzinome konnte 

klinisch gezeigt werden, dass ERBB2-Überexpression mit Resistenz gegenüber einer 

Cisplatin-basierten kombinierten Radiochemotherapie einhergeht [775], wobei unklar 

bleibt, ob dies eher auf Resistenz gegenüber der Strahlentherapie oder der Cisplatin-

basierten Chemotherapie zurückzuführen ist. In einer klinischen Phase-II-Studie konnte 

kein Vorteil einer Kombinationstherapie von Cisplatin/Gemcitabin mit einem ERBB2-

Antikörper nachgewiesen werden [776].  

1.6.3	b)	Hitzeschockproteine		

Hitzeschockproteine sind Chaperone, die in Normalgeweben die Faltung und 

Stabilisierung, den Transport und den Abbau von Proteinen koordinieren [777]. Sie 

werden nach ihrem Molekulargewicht in Familien eingeteilt [778]. Hitzeschockproteine 

werden bei diversen Arten von zellulärem Stress erheblich hochreguliert; neben Hitze 

führen auch oxidativer Stress, Hypoxie, Inflammation, Malnutrition, mechanische 

Schädigung oder toxische Substanzen wie Chemotherapeutika zum vermehrten Auftreten 

falsch gefalteter oder degenerierter Proteinstrukturen in der Zelle [779]. In Reaktion auf 

zellulären Stress geben die Hitzeschockproteine ihre in ruhenden Zellen bestehende 

Assoziation mit dem Transkriptionsfaktor HSF1 auf [780]. HSF1 transloziert in den 

Zellkern, bildet Trimere und fungiert in der Folge als Transkriptionsfaktor, was zur 

vermehrten Expression von Hitzeschockproteinen als Reaktion auf die zelluläre 

Stresssituation führt [781]. Darüber hinaus wird die Transkription zahlreicher weiterer 

Gene durch HSF1 reguliert [780].  

Proteine der HSP90- und HSP70-Familie haben sich als besonders relevant für das 

Überleben und das Wachstum von Tumorzellen erwiesen [782]. Sie lagern sie sich an 

ungefaltete Proteine an, verhindern unerwünschte Interaktionen von ungefalteten 

Proteinen untereinander und helfen den ungefalteten Proteinen mithilfe von Co-

Chaperonen, ihre korrekte Faltung anzunehmen [783]. Für ihre Funktion als Chaperone 

nutzen HSP90 und HSP70 die Hydrolyse von ATP als Energiequelle [783]. Außerdem 

sind sie am Transport von Steroidhormonrezeptoren in den Zellkern nach Bindung von 

deren Liganden entscheidend beteiligt [784].  

Proteine der HSP90-Familie stabilisieren in Tumorzellen Wachstumsfaktoren und deren 

Rezeptoren, sowie Proteine, die Überlebenssignale vermitteln, darunter ERBB2 und Akt 

(siehe 1.6.3 a) sowie ERK (siehe 1.3.5.3) [785]. Überexpression von HSP90 kann anfällige, 

instabile Proteine stabilisieren, darunter die Proteinprodukte mutierter 

Tumorsuppressorgene und Protoonkogene, sodass diese in den Tumorzellen trotz ihrer 

eigentlich reduzierten Stabilität vor dem Abbau geschützt werden [785]. Ein Beispiel 

hierfür ist mutiertes p53 [785]. Gleichzeitig kann HSP90 durch Aufrechterhalten der 

Tertiärstruktur von Proteasomen aber auch zum Abbau von Proteinen beitragen und so 

dysfunktionale Proteine beseitigen [786]. Proteine der HSP90-Familie sind an Autophagie-

Prozessen beteiligt, bei denen dysfunktionale Proteine in Lysosomen abgebaut und 
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recycelt werden, wodurch die intrazelluläre Anhäufung von geschädigten Proteinen und 

so letztendlich auch die Apoptose verhindert wird [787]. 

Proteine der HSP70-Familie werden infolge von zellulärem Stress in den Zellkern 

transportiert [788]. Dort erleichtern sie die Reparatur von DNA-Schäden, indem sie DNA-

Reparaturfaktoren stabilisieren, darunter ATM und ATR, DNA-PKcs, CHK1, BRCA1, 

BRCA2, RAD51 und FANCA [789]. Zudem konnte gezeigt werden, dass HSP70 im 

Zellkern mit PARP1 kolokalisiert ist [790]. Außerdem übt HSP70 antiapoptotische 

Funktion aus, indem es die Translokation von Bax in die Mitochondrienmembran 

verhindert [791]. Die Interaktion von HSP70 mit Apaf-1 und Procaspase 9 unterbindet 

außerdem deren Zusammenlagerung zum Apoptosom [792]. Somit können 

Hitzeschockproteine Cisplatinresistenz durch Inhibierung der Apoptose, Unterstützung 

von DNA-Reparaturmechanismen und verstärkte Autophagie begünstigen.  

Sowohl HSP70- [793] als auch HSP90-Proteine [794] sind in Harnblasenkarzinomzellen 

häufig überexprimiert. Klinische Studien haben bislang keine oder nur eine geringe 

Wirksamkeit von HSP90-Inhibitoren als Monotherapie ergeben. HSP90-Inhibitoren führen 

in vitro jedoch zur Sensitivierung von Tumorzellen gegenüber Cisplatin, u.a. in Kolon- 

[795], Magen- [796], Ösophagus- [797], und Ovarialkarzinomzellen [798] sowie 

Neuroblastom- und Osteosarkomzellen [799]; dies konnte in den Magenkarzinomzellen 

auch in vivo bestätigt werden. [800]. Die Therapie mit HSP90-Inhibitoren wird potentiell 

dadurch erschwert, dass über die HSF1-induzierte Stressantwort die Expression von 

HSP70 hochreguliert wird, was die Wirksamkeit von HSP90-Inhibitoren beeinträchtigen 

kann [801]. In Harnblasenkarzinomzellen verstärkt eine Kombination aus HSP70- und 

HSP90-Inhibition die Wirksamkeit von Cisplatin [802]. Für Harnblasenkarzinome haben 

sich sowohl in vitro [802–804] als auch in vivo [803, 804] Hinweise darauf ergeben, dass 

Kombination einer Cisplatintherapie [802, 803] bzw. Cisplatin-basierten 

Radiochemotherapie [804] mit Hitzeschockprotein-Inhibitoren den Therapieeffekt 

verbessern kann. Dies wird u. a. auf die Herunterregulierung des Akt- und des ERK-

Signalwegs zurückgeführt [803]. Herunterregulierung von HSP70 durch RNA-Interferenz 

kann die Cisplatinsensitivität von NSCLC-, Ovarialkarzinom-, Zervixkarzinom- und 

Osteosarkomzellen erhöhen [801]. Zudem können synthetische Inhibitoren von HSP70 

Zervixkarzinomzellen in vitro und in vivo [805] sowie Melanom- und Kolonkarzinomzellen 

in vitro [806] gegenüber Cisplatin sensitivieren. Das antiinflammmatorische Medikament 

Ibuprofen reguliert die Expression von HSF1 und konsekutiv von HSP70 herunter und 

kann so die Wirkung von Cisplatin in NSCLC-Zellen in vitro verstärken [807].  

In der hier vorliegenden Arbeit wird die mRNA-Expression von HSP90AA1 aus der 

HSP90-Familie und von HSPA1B aus der HSP70-Familie in Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen mit der jeweiligen mRNA-Expression in den Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen verglichen. Für HSPA1B konnte immunhistochemisch eine 

Überexpression bei Patienten mit Urothelkarzinomen nachgewiesen werden, die mit dem 

Grading und der Muskelinvasivität korreliert [86]. 
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1.7	Ziele	der	Arbeit	

Ziel dieser Arbeit ist, verschiedene Mechanismen erworbener Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomzellen zu beleuchten. Dabei werden zwei Zelllinien verglichen, die sich 

morphologisch sowie in wesentlichen Gewebsmerkmalen unterscheiden. Die humane 

Zelllinie RT-112 wird stellvertretend für den epithelialen Phänotyp, J-82 stellvertretend 

für den mesenchymalen Phänotyp untersucht. Es wird evaluiert, wie sich die 

Resistenzmechanismen zwischen diesen beiden Zelllinien unterscheiden und welche 

Rolle die Epithelial-Mesenchymale Transition bei der Resistenzentwicklung gegenüber 

Cisplatin spielt. Ein besonderer Fokus soll dabei auf den Resistenzmechanismen liegen, 

die in die DNA-Schadensantwort bzw. die nachfolgende Einleitung der Apoptose 

eingreifen. Deren Identifizierung ist von großer Relevanz für die Behandlung von 

muskelinvasiven Harnblasenkarzinomen, bei denen Cisplatinresistenz ein entscheidendes 

Problem in der klinischen Behandlung darstellt. Im Zuge der fortschreitenden 

Entwicklung von Inhibitoren der DNA-Schadensantwort könnten auf dieser Grundlage 

gezielte Therapieansätze entwickelt werden, um Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen 

zu überwinden. 
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3	Ergänzung	der	Ergebnisse		

Ergänzend zu den in Fig. 6 dargestellten Ergebnissen wurde auch die Proteinexpression 

der phosphorylierten JNK 1 und 2 mittels Western Blot untersucht. Die Cisplatin-

sensitiven J-82- und RT-112-Zellen sowie die Cisplatin-resistenten J-82R und RT-112R-

Zellen wurden jeweils für die Dauer von vier Stunden mit Cisplatin behandelt. Dabei 

wurden die jeweilige IC50 und die IC80 für die Cisplatinexposition verwendet. Vier 

Stunden und 24 Stunden nach Ende der Cisplatinexposition wurden die Zellen geerntet, 

um die Proteinexpression der phosphorylierten JNK mittels Western Blot zu untersuchen. 

Zur Kontrolle wurden jeweils zeitgleich unbehandelte Zellen geerntet und analysiert. Als 

Positivkontrolle für die Aktivierung der JNK wurden Zellen mit ionisierender Strahlung 

behandelt und eine Stunde später geerntet. Die Ergebnisse sind in Abb. 5 dargestellt. 

 

 

Abb. 5: Proteinexpression der phosphorylierten Jun-N-terminalen Kinasen (JNK) 

im Vergleich der Cisplatin-sensitiven und Cisplatin-resistenten Zelllinien 

Die Cisplatin-sensitiven Zelllinien J-82 und RT-112 sowie die Cisplatin-resistenten Zelllinien 

J-82R und RT-112R wurden für vier Stunden mit der jeweiligen IC50 (3,9 µM für J-82, 10,7 µM 

für RT-112) oder IC80 (13,5 µM für J-82, 44,3 µM für RT-112) von Cisplatin behandelt. Vier 

Stunden und 24 Stunden nach Cisplatinexposition wurden die Zellen geerntet und die 

Proteinexpression der phosphorylierten JNK (p-JNK) mittels Western Blot analysiert. Zu 

Kontrollzwecken wurden zeitgleich unbehandelte Zellen geerntet. Als Positivkontrolle diente 

die Bestrahlung mit 10 Gy, wobei die Zellen bereits nach einer Stunde geerntet wurden. Es 

wurden zwei unabhängige Experimente durchgeführt, von denen hier jeweils ein 

repräsentatives Ergebnis gezeigt wird. 

Abkürzungen: CisPt = Cisplatin, IR = Ionisierende Strahlung, Con = Kontrolle, IC50/IC80: 

Inhibitorische Konzentration, bei der das Zellwachstum um 50% bzw. 80% inhibiert wird. 
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Wie in Abb. 5 erkennbar ist, werden bei der Analyse der Proteinexpression der JNK im 

Western Blot zwei Banden detektiert. Dies ist darauf zurückzuführen, dass durch 

alternatives Spleißen bei der Translation der JNK eine 54 kDa-Variante und eine 46 kDa-

Variante des Proteins entstehen, die durch die beiden Banden repräsentiert werden.  

Im Zuge der Analyse der DNA-Schadensantwort mittels Western Blot konnten 

Unterschiede in der Aktivierung der Jun-N-terminalen Kinasen nach Cisplatinexposition 

zwischen den Cisplatin-sensitiven und Cisplatin-resistenten Zellen detektiert werden. Die 

Proteinexpression der p-JNK ist in den mesenchymalen J-82-Zellen ausgeprägter als in 

den epithelialen RT-112-Zellen. Zudem weisen die Cisplatin-resistenten Zelllinien 

insgesamt eine stärkere Aktivierung der JNK auf als ihre Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen. Die stärkste Aktivierung der JNK wurde in den Zelllinien RT-112, J-82 

und RT-112R vier Stunden nach Cisplatinbehandlung mit der IC80 detektiert und war nach 

24 Stunden bereits wieder rückläufig. In den J-82R-Zellen war die Phosphorylierung der 

JNK hingegen 24 Stunden nach Cisplatinexposition mit der IC80 am ausgeprägtesten. 

Ionisierende Strahlung führte nur in den J-82-Zellen zur unmittelbaren Aktivierung der 

JNK. 
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4	Diskussion	

4.1	Diskussion	von	in	der	Studie	angewandten	Methoden	

4.1.1	Selektion	der	Cisplatin-resistenten	Urothelkarzinomzellen		

Um die Cisplatin-resistenten Varianten RT-112R und J-82R zu selektieren, wurden die 

Zellen über einen Zeitraum von zehn Wochen regelmäßig über vier Stunden einer 

Pulsbehandlung mit Cisplatin ausgesetzt. Nach zweimaliger Exposition gegenüber 

Cisplatin im Abstand von 48 Stunden folgte eine elftägige Pause, bevor die Zellen erneut 

mit Cisplatin behandelt wurden (siehe Fig. 3A). Diese pulsatile Behandlung der Zellen 

wurde gewählt, um die klinische Verabreichung von Cisplatin in Chemotherapie-Zyklen 

zu imitieren. Insgesamt wurden im Zellkulturmodell sechs der oben genannten Zyklen 

durchgeführt.  

4.1.1.1	 Vergleich	 des	 Selektionsschemas	 mit	 der	 klinischen	 Anwendung	 von	
Cisplatin	

Das verwendete Selektionsschema ist an die klinische Anwendung von Cisplatin bei 

Urothelkarzinom-Patienten angelehnt; bei initialem Ansprechen auf die Chemotherapie 

werden ebenfalls zunächst sechs Zyklen verabreicht [52]. Bei den für die Behandlung von 

Urothelkarzinomen am häufigsten verwendeten Schemata Cisplatin/Gemcitabin bzw. 

MVAC werden jedoch Zyklen mit einer Dauer von 28 Tagen gewählt, nur am zweiten Tag 

wird Cisplatin verabreicht [52]. Dieser lange Abstand zwischen zwei Gaben erschien in 

einem Zellkulturmodell jedoch zu groß, um eine relevante Selektion Cisplatin-resistenter 

Zellen erreichen zu können. Dennoch ist die pulsatile Cisplatinbehandlung über wenige 

Stunden mit längeren Expositionspausen ein Versuch, sich der klinischen Anwendung 

von Cisplatin im Zellkulturmodell anzunähern. Dies unterscheidet diese Studie von 

vergleichbaren Experimenten, in denen Cisplatin-resistente Zellen durch Dauerexposition 

mit über die Zeit ansteigenden Cisplatin-Dosen selektioniert wurden [643]. Es ist 

vorstellbar, dass sich die Mechanismen der Resistenzentwicklung im klinischen Setting 

z.B. aufgrund der längeren Regenerationszeit zwischen den Cisplatin-Gaben von den in 

der hier vorliegenden Arbeit detektierten Mechanismen unterscheiden. Bei der 

Interpretation der Ergebnisse sollte somit berücksichtigt werden, dass trotz Orientierung 

des Versuchsaufbaus an der klinischen Applikation von Cisplatin methodisch bedingt 

deutliche Unterschiede zu einem realen Therapieschema bestehen.  

Zusätzlich müssen die Pharmakokinetik von Cisplatin im Organismus sowie 

Wechselwirkungen mit anderen Zytostatika, z.B. Gemcitabin oder Methotraxat, 

Vinblastin und Doxorubicin (beim MVAC-Schema) Betracht gezogen werden. Die klinisch 

verabreichte Konzentration von Cisplatin (bei Verabreichung der Standarddosis von 

70mg/m2 Körperoberfläche) liegt bei einem durchschnittlichen Erwachsenen mit einer 

Körperoberfläche von 1,75 m2 und einem Blutvolumen von 4,875 l im Blut rechnerisch bei 

etwa 84 µM (Molekulargewicht von Cisplatin = 300,05 g/mol). Diese Konzentration im 
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Blut liegt über der hier verabreichten IC80 von 44,3 µM bei RT-112 bzw. 13,5 µM bei J-82. 

Ziel einer Chemotherapie ist die Abtötung von 80-90% der Tumorzellen pro 

Therapiezyklus. Die Verteilung im Interstitium und die Vaskularisation von Tumoren 

unterliegen jedoch erheblicher Variabilität, zudem ist die Geometrie eines soliden Tumors 

durch ein Zellkulturmodell mit flächigem Wachstum unzureichend repräsentiert. 

Welcher Cisplatinkonzentration eine Urothelkarzinomzelle in vivo tatsächlich ausgesetzt 

ist, kann daher kaum vorhergesagt werden. Somit sind zusätzliche in vivo 

Untersuchungen für ein detaillierteres Verständnis der Cisplatin-Resistenzmechanismen 

in Urothelkarzinomzellen unabdingbar. 

4.1.1.2	Vor-	und	Nachteile	des	Selektionsschemas	im	Vergleich	zu	kontinuierlicher	
Cisplatinexposition	

Zur Selektion Cisplatin-resistenter Urothelkarzinomzellen in vitro und Analyse der 

zugrunde liegenden Resistenzmechanismen wurden in vergleichbaren präklinischen 

Studien Selektionsschemata mit kontinuierlicher Cisplatinexposition angewendet [577, 

643]. In einer Studie von Skowron et al., die auch die hier untersuchten Zelllinien RT-112 

und J-82 einbezog, wurden die Ursprungszellen dauerhaft einer Cisplatinkonzentration 

ausgesetzt, die zwei- bis achtmal höher war als die IC50 der Ursprungszellen [643]. Dieses 

nicht-pulsatile Selektionsschema mit hohen Cisplatinkonzentrationen führte zu einem 

erheblich höheren Anstieg der IC50 als beim hier angewendeten pulsatilen 

Selektionsschema: In der hier vorliegenden Arbeit waren die IC50-Werte nach der 

Selektion zwei- bis dreifach erhöht (siehe Figg. 3B und 3D), während sie bei Skowron et 

al. um den Faktor 10 bis 21 zunahmen [643]. Es liegt nahe, dass ein Nachteil des pulsatilen 

Selektionsschemas darin bestehen könnte, dass die erworbene Cisplatinresistenz nach 

Abschluss der Cisplatinexposition nur zeitlich begrenzt anhält. Für diese Vermutung 

ergab sich in der hier vorliegenden Arbeit im Laufe von 16 Wochen, während der die 

selektionierten Zellen eine stabile Cisplatinresistenz aufwiesen, jedoch kein Anhalt. Ein 

Vorteil kontinuierlicher Expositionsschemata könnte außerdem sein, dass Veränderungen 

der Expression von Resistenzfaktoren aufgrund des erheblich höheren Resistenzgrads der 

selektierten Zellen deutlicher zutage treten, sodass sie leichter identifiziert werden 

können. Andererseits besteht die Gefahr, auch Resistenzmechanismen zu detektieren, die 

in einem klinischen Setting gar nicht relevant sind, da während einer Chemotherapie 

Cisplatin nie kontinuierlich verabreicht wird.  

4.1.1.3	 Beurteilung	 des	 pulsatilen	 Expositionsschemas	 im	 Hinblick	 auf	 die	
Anwendbarkeit	in	Zellkulturmodellen	

Bezüglich der in dieser Studie angewandten Methode eines pulsatilen 

Expositionsschemas zur Selektion Cisplatin-resistenter Zellen kann das Fazit gezogen 

werden, dass es möglich ist, Cisplatin-resistente Urothelkarzinomzellen auf diese Weise 

zu selektionieren. Beide Cisplatin-resistenten Zelllinien konnten über mehrere Wochen 

nach der Cisplatinexposition weiter kultiviert werden bei stabiler Resistenz gegenüber 
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Cisplatin. Eine Einschränkung ergab sich jedoch für die RT-112R-Zellen, die nach dem 

Einfrieren nicht erneut in Kultur genommen werden konnten, da sie beim Auftauen 

abgestorben sind. Die Ursache hierfür bleibt unklar. Insgesamt ist die pulsatile 

Cisplatinexposition nach dem oben genannten Schema als Methode zur Etablierung 

Cisplatin-resistenter Urothelkarzinomzellen in weiten Teilen erfolgreich verlaufen und 

kann ggf. als Orientierung für weitere Studien dieser Art dienen. 

4.1.2	Detektion	von	γH2AX-	und	53BP1-Foci	durch	Immunfluoreszenz		

4.1.2.1	Eignung	von	γH2AX-	und	53BP1-Foci	als	Marker	 für	Cisplatin-induzierte	
DNA-Schäden	

Zur Untersuchung der DNA-Schadensantwort wurden in dieser Studie mittels 

Immunfluoreszenz nukleäre γH2AX- und 53BP1-Foci sowie deren Kolokalisation 

untersucht (siehe 1.3.2.1 bis 1.3.2.3; siehe Figg. 5A und 5B). γH2AX-Foci wurden 

ursprünglich als Indikatoren für DNA-Doppelstrangbrüche angesehen [808]. Die 

Histonvariante H2AX wird jedoch auch unabhängig von DNA-Doppelstrangbrüchen in 

Reaktion auf Replikationsstress und Interstrang-Crosslinks durch ATR phosphoryliert 

[808, 809]. Nicht nur infolge von DNA-Doppelstrangbrüchen, sondern auch in Reaktion 

auf Replikationsstress kolokalisieren 53BP1 und γH2AX an blockierten 

Replikationsgabeln [136] und können daher auch bei der Analyse Cisplatin-induzierter 

DNA-Schäden hilfreich sein. Es muss bedacht werden, dass exzessive, irreparable DNA-

Schäden eine pannukleäre H2AX-Phosphorylierung bedingen, die kurz vor der Einleitung 

der Apoptose in diesen Zellen auftritt (siehe auch 1.3.5.1); dies wurde auch in Reaktion 

auf Replikationsstress festgestellt [291, 810]. Es ist daher fraglich, ob γH2AX-Foci bei sehr 

hohen Cisplatin-Dosen, die für den überwiegenden Teil der Zellen letal sind, wie die hier 

verwendete IC80, überhaupt sinnvoll zur Quantifizierung Cisplatin-induzierter DNA-

Schäden eingesetzt werden können. Es wird jedoch davon ausgegangen, dass die 

Kolokalisation von γH2AX- und 53BP1-Foci ein besonders spezifischer Indikator 

(Surrogatmarker) für DNA-Doppelstrangbrüche ist.  

4.1.2.2	Zeitliche	Aspekte	bei	der	Entstehung	von	γH2AX-	und	53BP1-Foci	

Retrospektiv betrachtet wäre es möglicherweise aufschlussreich gewesen, die γH2AX- 

und 53BP1-Foci nicht nur vier Stunden und 24 Stunden nach Cisplatinexposition zu 

quantifizieren, sondern auch noch zu einem späteren Zeitpunkt. Die Reparatur von DNA-

Doppelstrangbrüchen ist in humanen Zellen zwar in der Regel innerhalb weniger 

Stunden abgeschlossen. Vor dem Hintergrund, dass die initial entstehenden 

Monoaddukte an der DNA erst verzögert in Crosslinks umgewandelt werden und 

Cisplatin-induzierte DNA-Doppelstrangbrüche bzw. blockierte Replikationsgabeln erst 

entstehen, wenn die Zelle in die S-Phase eingetreten ist, ist es jedoch durchaus plausibel, 

dass das volle Ausmaß Cisplatin-induzierter DNA-Schäden in einigen Zelllinien auch erst 

später erreicht wird. Im Hinblick darauf muss berücksichtigt werden, dass die 

Verdopplungszeit der RT-112-Zellen im exponentiell verlaufenden Bereich der 
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Wachstumskurve ca. 24 Stunden beträgt (siehe Fig. 1C), während die Verdopplungszeit 

der J-82-Zellen wesentlich länger ist. In einer Studie von Skowron et al. zeigte sich, dass 

die Anzahl der γH2AX-Foci im zeitlichen Verlauf über 72 Stunden in den J-82-Zellen noch 

weiter zunimmt, während sie sich in den RT-112-Zellen nach 24 Stunden nicht mehr 

wesentlich verändert [643]. Es wäre somit interessant gewesen, insbesondere bei J-82 die 

Anzahl der γH2AX-Foci in der hier vorliegenden Arbeit auch 72 Stunden nach 

Cisplatinexposition zu untersuchen. Andererseits wären nach 72 Stunden bereits viele 

Zellen apoptotisch gewesen, sodass pannukleäre H2AX-Phosphorylierung eine sinnvolle 

Quantifizierung der Doppelstrangbrüche erschwert hätte. 

4.1.3	Berücksichtigung	dosisbezogener	Aspekte	bei	der	 Interpretation	der	
Ergebnisse		

Nach Bestimmung der Zelllinien-spezifischen IC50 bzw. IC80 der Ausgangszelllinien RT-

112 und J-82 sowie der Cisplatin-resistenten Zelllinien RT-112R und J-82R wurden für die 

nachfolgenden Versuche mit den Cisplatin-resistenten Zelllinien die IC50 bzw. IC80 der 

jeweiligen Ursprungszellen verwendet. Dieser Versuchsaufbau entspricht am ehesten der 

klinischen Applikation von Cisplatin. Zu Beginn einer Chemotherapie wird die 

voraussichtlich maximal tolerierbare Cisplatindosis anhand der Körperoberfläche des 

Patienten ermittelt. Eine Erhöhung der Dosis bei erworbener Resistenzentwicklung 

gegenüber Cisplatin ist aufgrund der ausgeprägten Normalgewebstoxizität in der Regel 

nicht möglich; im Gegenteil muss die Dosierung im Lauf der Therapie aufgrund von 

Nebenwirkungen häufig reduziert werden. Dennoch ergeben sich aus dieser 

Applikationsform in unserem präklinischen Setting im Hinblick auf die Detektion von 

Unterschieden der DNA-Schadensantwort auch Nachteile. Zieht man 

Resistenzmechanismen in Betracht, die Cisplatin bereits vor dessen Bindung an die  

DNA inaktivieren (beispielsweise Membrantransporter und intrazytoplasmatische 

Nukleophile), führt die Verwendung äquimolarer Dosen in den Cisplatin-resistenten 

Zelllinien zu einer deutlich abgeschwächten DNA-Schadensantwort. Dies ist jedoch unter 

Umständen nicht auf tatsächliche Veränderungen der DNA-Schadensantwort in den 

Cisplatin-resistenten Zellen zurückzuführen, sondern auf die Inaktivierung von Cisplatin 

vor Erreichen des Nukleus und somit auf eine stark reduzierte Anzahl an initialen DNA-

Schäden, was bei der Interpretation der Ergebnisse berücksichtigt werden muss. 

Interessant wäre diesbezüglich ein Vergleich von Dosierungen, die die gleiche Anzahl 

eines Indikator-DNA-Schadens in den Cisplatin-sensiblen bzw. resistenten Zelllinien 

hervorrufen. Bei dieser Konzeption wäre jedoch problematisch, dass nach wie vor nicht 

geklärt ist, welcher DNA-Schaden am relevantesten für die Zytotoxizität von Cisplatin ist; 

somit wäre nicht eindeutig, ob als Indikator-DNA-Schäden beispielsweise Intrastrang-

Crosslinks zwischen zwei benachbarten Guaninen, Interstrang-Crosslinks oder 

resultierende DNA-Doppelstrangbrüche besser geeignet wären. Hinzu kommt, dass ein 

solcher Versuchsaufbau den Anteil der Zytotoxizität von Cisplatin, der unabhängig von 
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nukleären DNA-Schäden ist (z.B. ER-Stress, Akkumulation reaktiver Sauerstoffspezies), 

unberücksichtigt lassen würde.  

Ein weiterer dosisbezogener Aspekt, der bei der Interpretation der Ergebnisse in Betracht 

gezogen werden sollte, ist die Applikation sehr hoher Cisplatindosen in den 

durchgeführten Versuchen bei Verwendung der IC80. In der hier vorliegenden Arbeit 

dienen sie insbesondere dazu, die Dosisabhängigkeit bei Veränderungen der DNA-

Schadensantwort zu evaluieren. Bereits bei Behandlung der Ursprungszellen bzw. der 

Cisplatin-resistenten Zelllinien mit äquimolaren Dosen (siehe Figg. 3B und 3D) hat sich 

jedoch gezeigt, dass oberhalb der IC80 der Cisplatin-resistenten Zellen keine wesentlichen 

Unterschiede in der Viabilität zwischen RT-112 und RT-112R bzw. J-82 und J-82R mehr 

bestehen. Da der überwiegende Teil der Zellen bei Behandlung mit der IC80 zugrunde 

geht und nur wenige Zellen überleben, ist die Aussagekraft reduziert. Die Interpretation 

der Veränderungen der DNA-Schadensantwort nach Behandlung mit der IC80 sollte hier 

daher nur im Zusammenhang mit den Ergebnissen nach Exposition mit der IC50 erfolgen. 

4.2	 Bedeutung	 der	 Epithelial-Mesenchymalen	 Transition	 für	 die	
erworbene	Cisplatinresistenz	von	Urothelkarzinomzellen	

Eines der Ziele dieser Arbeit ist, eine mögliche Bedeutung der Epithelial-Mesenchymalen 

Transition für die erworbene Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomzellen zu evaluieren 

(siehe 1.7). Die Auswahl der verwendeten Zelllinien erfolgte unter der Annahme, dass die 

Zelllinie RT-112 den epithelialen Phänotyp repräsentiert, während die Zelllinie J-82 

stellvertretend für den mesenchymalen Phänotyp untersucht wurde (siehe 1.1.4). 

Erwartungsgemäß zeigten die RT-112-Zellen vor Selektion eine deutlich höhere E-

Cadherin- und eine niedrigere Vimentin-Expression als die J-82-Zellen (siehe Fig. 1B). 

Während der Selektion veränderten die Zellen ihre Morphologie im Sinne der Epithelial-

Mesenchymalen Transition; sie entwickelten lang gezogene Ausläufer, verloren ihre 

rundliche Form und wiesen reduzierte Zell-Zell-Kontakte auf (siehe Figg. 3A, 3B und 3D). 

Einhergehend verringerte sich die E-Cadherin-Expression während der Selektion in 

beiden Zelllinien, während die Vimentinexpression zunahm (siehe Figg. 3C und 3E). In 

den J-82R-Zellen, deren morphologische Veränderungen noch augenfälliger waren als die 

der RT-112R-Zellen, nahm die E-Cadherin-Expression besonders stark ab (Faktor 10-2). 

Somit korrespondieren die E-Cadherin- und Vimentinexpression mit den 

morphologischen Veränderungen in den beiden Zelllinien. Bemerkenswerterweise wiesen 

die bereits vor Selektion eher als mesenchymal charakterisierten J-82-Zellen sowohl 

morphologisch als auch bezüglich der E-Cadherin- und Vimentin-Expression während 

der Selektion noch stärkere Veränderungen im Sinne der EMT auf als die RT-112-Zellen. 

Insgesamt wurde somit in dieser Arbeit beobachtet, dass pulsatile Cisplatinexposition 

Epithelial-Mesenchymale Transition in Urothelkarzinomzellen zur Folge hat und mit 

Cisplatinresistenz einhergeht. Auch durch kontinuierliche Cisplatinexposition 

selektionierte Urothelkarzinomzellen weisen Veränderungen im Sinne der EMT auf, die 
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mit Cisplatinresistenz einhergehen [38], woraus geschlossen werden kann, dass die 

Epithelial-Mesenchymale Transition im Zuge der erworbenen Resistenzentwicklung 

gegenüber Cisplatin unabhängig vom Selektionsschema auftritt. 

4.2.1	 Bedeutung	 von	 Tumorstammzellen	 für	 den	 Zusammenhang	 von	
Cisplatinresistenz	und	EMT	

Eine Hypothese, die die Korrelation zwischen EMT und Cisplatinresistenz in Tumorzellen 

erklärt, ist, dass während der Cisplatintherapie die meisten Zellen zugrunde gehen, 

während in den wenigen überlebenden Zellen Veränderungen im Sinne der EMT 

induziert und erworbene Mutationen angehäuft werden, die das onkogene Potential der 

Zellen erhöhen [811, 812]. Es werden Tumorzellen selektioniert, die 

Stammzelleigenschaften aufweisen und sich durch die Fähigkeit zur Selbsterneuerung 

sowie hohes Invasions- und Metastasierungspotential auszeichnen [811]. Diese verbleiben 

nach abgeschlossener Chemotherapie im Körper, sind jedoch aufgrund ihrer geringen 

Anzahl durch gängige Staging-Diagnostik wie radiologische Verfahren oder 

Tumormarker nicht nachweisbar. Nach einer variablen Latenzzeit proliferieren diese 

Tumorstammzellen erneut und verursachen Rezidive, wobei sich durch das erhöhte 

Migrationspotential häufig Metastasen bilden, die dann nicht mehr kurativ therapiert 

werden können [813]. Zudem weisen diese Zellen eine hohe Chemoresistenz auf, sodass 

die initial verwendeten Zytostatika (wie z.B. Cisplatin) nicht mehr wirksam sind [812]. 

Die Entwicklung therapeutischer Methoden, um Tumorstammzellen zu entdecken und 

gezielt zu eliminieren sowie die Epithelial-Mesenchymale Transition während der 

initialen Therapie zu unterbinden, sind daher unerlässlich, um Chemoresistenz im 

Allgemeinen bzw. Cisplatinresistenz im Speziellen wirksam zu bekämpfen. In Xenograft-

Modellen wurde die Hypothese aufgestellt, dass Tumorstammzellen aus 

Urothelkarzinomen vermehrt das Cytokeratin CK14 sowie den Oberflächenmarker CD90 

exprimieren [814], sodass letzterer als mögliche Zielstruktur für therapeutische 

Interventionen in Betracht kommen könnte. In mehreren Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinom-Zelllinien konnte in vitro jedoch keine erhöhte CD90- oder CK14-

Expression detektiert werden, obwohl die Zellen eindeutig phänotypische Zeichen der 

EMT und ein verändertes Expressionsprofil von E-Cadherin, Vimentin sowie der 

Transkriptionsfaktoren Twist und ZEB1 im Sinne der EMT aufwiesen [38]. Auch in dieser 

Arbeit ergab sich kein Unterschied in der Expression von CK14 und CD90 zwischen  

den Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen und ihren korrespondierenden 

Ursprungszellen. Diese Ergebnisse lassen zwar die Frage nach zuverlässigen Markern für 

Tumorstammzellen in Urothelkarzinomen offen, unterstreichen jedoch die Bedeutung der 

EMT bei der Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin, die auch in dieser Arbeit unter 

Verwendung eines alternativen Selektionsschemas beobachtet wurde.  
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Mögliche	Strategien	zur	zielgerichteten	Elimination	von	Tumorstammzellen	-	Ausblick	

Als Marker für Tumorstammzellen in Urothelkarzinomen kommt das Zellzyklus-

regulierende Onkoprotein Bmi1 in Betracht, das für die Fähigkeit von Stammzellen zur 

Selbsterneuerung essentiell ist [815]. Knockdown von Bmi1 führte in 

Urothelkarzinomzellen mit Tumorstammzell-Eigenschaften in vitro zur Sensitivierung 

gegenüber Cisplatin [815], sodass Inhibition von Bmi1 als Strategie zur Bekämpfung von 

Tumorstammzellen in Urothelkarzinomen in Betracht kommen könnte.  

Weitere mögliche therapeutische Ziele zur Bekämpfung von Tumorstammzellen könnten  

der wachstumsregulierende YAP1- und der Cyclooxygenase 2-Signalweg sein [816]. Diese 

kooperieren bei der Rekrutierung des Transkriptionsfaktors SOX2, der Pluripotenz und 

Selbsterneuerung in Tumorstammzellen vermittelt [816]. Die Involvierung der 

proinflammatorischen Cyclooxygenase 2 (COX2) bei der Entstehung von 

Tumorstammzellen ist aus klinischer Sicht besonders interessant, da COX-Inhibitoren als 

analgetische, antipyretische und antiinflammatorische Medikamente in breitem 

klinischem Gebrauch sind und daher unkompliziert als Co-Medikation im Rahmen einer 

zytostatischen Therapie eingesetzt werden könnten. Cisplatintherapie führt in vitro zur 

Überexpression von YAP1, COX2 und SOX2 in Urothelkarzinomzellen [816]. Die YAP1-

Expression korreliert in von Urothelkarzinom-Patienten stammenden Xenograft-Modellen 

mit der Cisplatinresistenz [817]. Pharmakologische YAP1-Inhibition kann Cisplatin-

resistente Urothelkarzinomzellen in vivo resensitivieren [817]. Die kombinierte Inhibition 

von YAP1 und COX2 als Co-Medikation im Rahmen einer Cisplatin-basierten 

Chemotherapie zur Elimination von Tumorstammzellen hat im Xenograft-Modell 

vielversprechende Ergebnisse gezeigt [816].  

Das TNFα-induzierte Protein 2 (TNFAIP2), dessen Expression in mehreren Tumorentitäten 

mit Migration und Invasion assoziiert ist, vermittelt Epithelial-Mesenchymale Transition 

in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen in vitro [818]. Bei Urothelkarzinom-

Patienten ist die immunhistochemisch detektierte E-Cadherin-Expression nach einer 

Cisplatin-basierten Chemotherapie signifikant geringer und die TNFAIP2-Expression 

höher als vor einer Cisplatin-basierten Chemotherapie [818]. Knockdown von TNFAIP2 

führt in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen in vitro zur Reduktion von Markern 

der EMT und reduzierter Invasivität [818]. Insofern kommt TNFAIP2 als therapeutisches 

Ziel zur Bekämpfung der EMT und Verhinderung der Entstehung Cisplatin-resistenter 

Tumorstammzellen in Betracht.  

Die präklinische Forschung zur zielgerichteten Elimination Cisplatin-resistenter 

Tumorstammzellen in Urothelkarzinomen befindet sich noch in den Anfängen. Insofern 

wäre es interessant zu untersuchen, ob in bereits etablierten Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinom-Zelllinien – wie beispielsweise den in dieser Arbeit selektionierten J-82R-

Zellen – tatsächlich Zellen mit Tumorstammzell-Eigenschaften nachweisbar sind und ob 

diese durch YAP1- bzw. COX2-Inhibitoren oder Knockdown von TNFAIP2 bzw. Bmi1 

gegenüber Cisplatin sensitiviert werden können.  
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4.2.2	Zusammenhang	zwischen	EMT	und	reaktiven	Sauerstoffspezies	

Reaktive Sauerstoffspezies können auf zahlreichen Wegen die Epithelial-Mesenchymale 

Transition begünstigen. ROS können die freien Thiolgruppen von Cysteinresten oxidieren 

und so die Funktion von Proteinen modifizieren: Dazu gehören Integrine, die als 

Transmembranproteine Komponenten der extrazellulären Matrix wie Fibronektin, 

Kollagen und Lamin mit dem intrazellulären Aktin-Zytoskelett verbinden, sowie Aktin 

selbst [819]. Diese Modifikationen des Zytoskeletts bedingen erhöhte Zellmotilität und die 

morphologischen Veränderungen im Sinne der EMT [820], wie sie auch in den Cisplatin-

resistenten J-82R- und RT-112R-Zellen beobachtet werden konnten (siehe Fig. 3). Zudem 

tragen reaktive Sauerstoffspezies zum Verlust von Zell-Zell-Kontakten im Rahmen der 

EMT bei und aktivieren den TGFβ-, HIF1- und NF-κB-Signalweg, wodurch die 

Expression von Transkriptionsfaktoren, die EMT vermitteln, hochreguliert wird [819]. 

Durch Stimulation der Transkription von Urokinase Plasminogen Activator (uPA) und 

Matrix-Metalloproteinasen fördern reaktive Sauerstoffspezies außerdem die Zersetzung 

der extrazellulären Matrix, was Invasion und Metastasierung begünstigt [819]. 

Andererseits ist die Hochregulierung antioxidativer Enzyme ein häufig beobachteter 

erworbener Resistenzmechanismus gegenüber Cisplatin, der sich auch in 

Urothelkarzinomzellen als relevant erwiesen hat (siehe 1.6.2). In dieser Arbeit wurde 

mittels quantitativer Realtime-PCR die mRNA-Expression zahlreicher Kandidatengene 

untersucht, die an der Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin beteiligt sein könnten 

(siehe Fig. 7), darunter auch antioxidative Enzyme. Hierbei zeigten sich die GSTM1 sowie 

die Hämoxygenase 1 in den mesenchymalen J-82R-Zellen signifikant erhöht (siehe Fig. 7A, 

siehe 4.6.2).  

Insgesamt nehmen ROS in Bezug auf die Epithelial-Mesenchymale Transition und die 

Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin somit eine duale Rolle ein [821]. Es ist 

denkbar, dass der lokale Entstehungsort der reaktiven Sauerstoffspezies innerhalb der 

Zelle diesbezüglich von Bedeutung ist, oder dass verschiedene reaktive Sauerstoffspezies 

unterschiedliche Effekte haben [819]. Beispielsweise hat sich gezeigt, dass ein hohes 

Verhältnis von O2
•− zu H2O2 Resistenz gegenüber Anoikis begünstigt [822]. Anoikis ist 

eine spezielle Form der Apoptose, die in Zellen eingeleitet wird, die sich aus der 

extrazellulären Matrix oder dem Kontext ihrer benachbarten Zellen abgelöst haben [823]. 

Anoikis wirkt somit der EMT und Metastasierung von Tumorzellen entgegen [823]. 

Während HMOX1 und GSTM1 in den J-82R-Zellen überexprimiert sind, ist 

DYRK1B/MIRK signifikant herunterreguliert (siehe Fig. 7). DYRK1B/MIRK begünstigt 

die Expression der Superoxiddismutasen 2 und 3 (siehe 1.6.2 e), was zur Reduktion des 

Verhältnisses von O2
•− zu H2O2 führt. Somit könnte die Herunterregulierung von 

DYRK1B/MIRK in den J-82R-Zellen über verminderte Expression von 

Superoxiddismutasen Resistenz gegenüber Anoikis vermitteln und dadurch die 

Epithelial-Mesenchymale Transition begünstigen.  Es wäre somit interessant, die mRNA-

Expression der Superoxiddismutasen 2 und 3 in den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen zu 

analysieren, um zu prüfen, ob sich diese Hypothese erhärten lässt.  
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4.2.3	Beziehung	zwischen	EMT	und	Proteinen	der	HSP70-Familie	

Ähnlich wie reaktive Sauerstoffspezies nehmen auch Proteine der HSP70-Familie eine 

duale Rolle bezüglich erworbener Cisplatinresistenz ein. Einerseits können sie durch 

Inhibierung der Apoptose, Unterstützung von DNA-Reparaturmechanismen und 

verstärkte Autophagie Cisplatinresistenz vermitteln (siehe 1.6.3 b). Die hier erhobenen 

Daten zeigen im Widerspruch dazu jedoch eine hochsignifikante Herunterregulierung der 

mRNA-Expression von HSPA1B aus der HSP70-Familie in den Cisplatin-resistenten J-82R-

Zellen, die allerdings den Schwellenwert der biologischen Relevanz mit Faktor 0,52 knapp 

verfehlte. (Der Schwellenwert der biologischen Relevanz wurde als < Faktor 0,5 definiert; 

HSPA1B ist daher nicht beschriftet in Fig. 7.) Eigentlich wäre eher zu erwarten, dass 

Herunterregulierung von HSPA1B die Cisplatinsensitivität erhöht, sodass die 

Suppression von HSPA1B in den J-82R-Zellen zunächst paradox erscheint. Andererseits 

geht Herunterregulierung von Proteinen der HSP70-Familie mit Epithelial-

Mesenchymaler Transition einher. In Zellkulturen haben sich Hinweise darauf ergeben, 

dass HSP70-Inhibitoren Epithelial-Mesenchymale Transition begünstigen können [824].  

Herunterregulierung von HSP70 führt zur Auflösung von Zellkontakten durch 

Destabilisierung der Interaktion von E-Cadherin-Dimeren und Cateninen in vitro [825], 

wodurch EMT vermittelt wird. Somit ist es denkbar, dass die Herunterregulierung von 

HSPA1B in den J-82R-Zellen zur Epithelial-Mesenchymalen Transition beigetragen hat, 

die wiederum mit Cisplatinresistenz einhergeht. 

4.3	 Bedeutung	 von	 Veränderungen	 der	 DNA-Schadensantwort	 für	
die	erworbene	Cisplatinresistenz	von	Urothelkarzinomzellen	

4.3.1	 Veränderungen	 der	 Formierung	 von	 γH2AX-	 und	 53BP1-Foci	 im	
Vergleich	der	Cisplatin-sensitiven	und	-resistenten	Zelllinien			

Die durch Immunfluoreszenz detektierten γH2AX- und 53BP1-Foci kolokalisieren im 

Bereich von DNA-Doppelstrangbrüchen (siehe 1.3.2.1 bis 1.3.2.3). Die Anzahl der γH2AX- 

und 53BP1-Foci war bei Verwendung äquimolarer Dosen in den J-82R-Zellen signifikant 

geringer ausgeprägt als in den Cisplatin-sensitiveren J-82-Zellen (siehe Fig. 5B). Auch im 

Southwestern-Blot zeigte sich bei Behandlung mit der höheren Cisplatin-Dosierung (14 

µM, entspricht in etwa der IC80 der J-82-Zellen), dass die Intrastrang-Crosslinks zwischen 

zwei benachbarten Guaninen, die das häufigste Cisplatin-Addukt an der DNA 

ausmachen, in den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen gegenüber den J-82-Zellen reduziert 

sind (siehe Fig. 5D). Dies deutet darauf hin, dass in den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen 

ein relevanter Anteil der Cisplatinmoleküle bereits vor Erreichen des Nukleus inaktiviert 

wird. Somit erscheint die Beteiligung von Membrantransportern, intrazytoplasmatischen 

Nukleophilen oder antioxidativen Enzymen (siehe 1.6.1 und 1.6.2) möglich. 

Bemerkenswerterweise war die Reduktion der γH2AX- und 53BP1-Foci in den J-82R-

Zellen bei Behandlung mit der jeweiligen IC50 24 Stunden nach Cisplatinbehandlung 

jedoch deutlich stärker ausgeprägt als vier Stunden nach Cisplatinbehandlung (siehe Fig. 
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5B). Dies könnte auf eine erhöhte Reparaturkapazität für DNA-Doppelstrangbrüche in 

den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen hinweisen. Bei Behandlung mit der IC80 wiesen die 

J-82R-Zellen nach 24 Stunden hingegen fast genauso viele Doppelstrangbrüche auf wie die 

Cisplatin-sensitiven J-82-Zellen. Möglicherweise sind die DNA-Reparaturkapazitäten bei 

dieser hohen Cisplatinkonzentration erschöpft.  

In den Cisplatin-sensitiven J-82-Zellen zeigte sich verglichen mit RT-112 bei Behandlung 

mit äquitoxischen Dosen eine deutlich erhöhte Anzahl von Intrastrang-Crosslinks 

zwischen benachbarten Guaninen (siehe Fig. 5C). Einhergehend wiesen die J-82-Zellen 

auch eine höhere Anzahl an γH2AX- und 53BP1-Foci auf. Dies impliziert, dass die J-82-

Zellen eine erhöhte Reparaturkapazität für diese DNA-Addukte aufweisen, da bei 

gleicher Zytotoxizität (durch Verwendung äquitoxischer Dosen) eine erhöhte Anzahl von 

Intrastrang-Crosslinks und Doppelstrangbrüchen unmittelbar nach Cisplatinexposition 

detektiert wurde. Zu dieser Theorie passt, dass nach einmaliger Cisplatinexposition 

mehrere Reparaturfaktoren in den J-82-Zellen hochreguliert werden, darunter BRCA1, 

BRCA2 und XRCC3 (siehe Fig. 2D), was bei RT-112 nicht der Fall ist (siehe Fig. 2C). 

Zudem weisen die J-82-Zellen insgesamt eine stärkere Aktivierung der DNA-

Schadensantwort auf als RT-112 (siehe Fig. 6). Eine weitere Möglichkeit ist, dass die 

Zytotoxizität in den RT-112-Zellen weniger von nukleären DNA-Schäden abhängt als von 

anderen Mechanismen Cisplatin-induzierter Toxizität, z.B. dem vermehrten Anfall 

reaktiver Sauerstoffspezies oder der Induktion von ER-Stress. Dafür spricht, dass der 

VDAC, an den Cisplatin direkt bindet und der zudem an der Einleitung der Apoptose 

über das endoplasmatische Retikulum beteiligt ist, in den RT-112-Zellen stärker 

exprimiert wird als in den J-82-Zellen (siehe Figg. 2A und  2B). In den J-82-Zellen ist 

hingegen das HSPA1B aus der HSP70-Familie stärker exprimiert, das ER-Stress 

reduzieren kann. Zudem werden in den J-82-Zellen im Vergleich zu RT-112 antioxidative 

Enzyme wie HMOX1, GPX1 und DYRK1B sowie der Radikalfänger MT1A vermehrt 

exprimiert (siehe Figg. 2A und 2B), was für eine geringere Relevanz ROS-induzierter 

Zytotoxizität in den J-82-Zellen spricht. In den Cisplatin-resistenten RT-112R-Zellen ist 

zwar eine Tendenz zur geringeren Formierung von γH2AX- und 53BP1-Foci sowohl vier 

Stunden als auch 24 Stunden nach Cisplatinexposition erkennbar, diese ist jedoch nicht 

signifikant (siehe Fig. 5B). Auch dies spricht dafür, dass die Zytotoxizität von Cisplatin in 

den RT-112-Zellen weniger von nukleären DNA-Schäden abhängt und somit bei der 

Resistenzentwicklung Mechanismen der DNA-Schadensantwort weniger relevant sind als 

in den J-82-Zellen.   

4.3.2	 Veränderungen	 der	 Zellzyklusregulation	 in	 Cisplatin-resistenten	
Urothelkarzinomzellen	

Neben Unterschieden in der Entstehung und Detektion von DNA-Schäden (siehe 4.3.1) 

zeigten die Cisplatin-resistenten Zellen eine deutlich veränderte Zellzyklusregulation in 

Reaktion auf Cisplatin-induzierte DNA-Schäden. Durchflusszytometrisch ergab sich 72 

Stunden nach Cisplatinexposition mit der jeweiligen IC50 in der Zellzyklusanalyse ein 
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deutlicher Anstieg der G2-/M-Fraktion bei den Cisplatin-resistenten Varianten J-82R und 

RT-112R im Vergleich zu ihren Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen (siehe Fig. 4B). Auch 

die Cisplatin-sensitiven RT-112-Zellen wiesen einen Anstieg der G2-/M-Fraktion nach 

Cisplatinexposition mit der IC50 auf, der jedoch weniger ausgeprägt ist als in den 

Cisplatin-resistenten Zelllinien. Offenbar wird infolge der Cisplatin-induzierten DNA-

Schäden ein Zellzyklusarrest am G2-/M-Checkpoint eingeleitet. Nach Exposition 

gegenüber der IC80 wurde hingegen weder in den Cisplatin-sensitiven noch den Cisplatin-

resistenten Varianten ein Anstieg der G2-/M-Fraktion beobachtet. Wahrscheinlich sind 

die DNA-Schäden bei der höheren Cisplatinkonzentration so gravierend, dass 

überwiegend die Apoptose eingeleitet wird, was sich auch in der deutlich erhöhten 

SubG1-Fraktion 72 Stunden nach Behandlung mit der IC80 in allen vier Zelllinien 

wiederspiegelt (siehe Fig. 4A). Insgesamt zeigten die RT-112R-Zellen einen größeren 

Anstieg der G2-/M-Fraktion als die J-82R-Zellen; einhergehend ist phosphoryliertes CHK1 

im Western Blot nach Cisplatinbehandlung in den RT-112R-Zellen ausgeprägter 

detektierbar als in den J-82R-Zellen (siehe Fig. 6). Es ist jedoch möglich, dass die 

Einleitung eines G2-/M-Arrests in den J-82R-Zellen als Resistenzmechanismus ebenso 

relevant ist wie in RT-112R und die geringere Aktivierung der CHK1 mit nachfolgend 

geringerem Zellzyklusarrest auf die reduzierte Anzahl von DNA-Schäden (erkennbar an 

der reduzierten Anzahl an γH2AX- und 53BP1-Foci; siehe 4.3.1) und die aus diesem 

Grund insgesamt abgeschwächte Aktivierung der DNA-Schadensantwort 

zurückzuführen ist. In diesem Zusammenhang wäre es interessant, die Cisplatindosen zu 

ermitteln, die die gleiche Anzahl an Intrastrang-Crosslinks in RT-112R und J-82R 

verursachen und die Zellzyklusregulation in Reaktion auf diese Dosierungen zu 

vergleichen. 

Differenzierte	 Effekte	 auf	 die	 Zellzyklusregulation	 in	 Abhängigkeit	 vom	

Selektionsschema	

Unterschiedliche Selektionsmechanismen Cisplatin-resistenter Urothelkarzinomzellen 

führen bemerkenswerterweise zu differenzierten Effekten auf die Zellzyklusregulation 

der resistenten Zellen: Eine 72-stündige kontinuierliche Cisplatinexposition mit einer 

Konzentration, die deutlich unterhalb der IC50 der Cisplatin-resistenten Zellen lag, führte 

bei Skowron et al. zu einer Akkumulation der Cisplatin-resistenten Zellen in der S-Phase 

[643]. In der hier vorliegenden Studie wurden die Cisplatin-resistenten Zellen ebenfalls 

mit einer Dosis deutlich unterhalb ihrer IC50 behandelt, nämlich mit der IC50 der 

Ursprungszellen. Dies führte nach 72 Stunden zu einer signifikanten Zunahme der G2/M-

Fraktion in der Durchflusszytometrie (siehe Fig. 4B). Bemerkenswert ist, dass sich beim 

Vergleich verschiedener Zelllinien mit erworbener Cisplatinresistenz in der hier 

vorliegenden Arbeit sowie bei Skowron et al. innerhalb der jeweiligen Studie ähnliche 

Ergebnisse bezüglich der Zellzyklusregulation ergeben haben. Trotz Verwendung 

annähernd äquitoxischer Dosen (ca. 0,3- bis 0,5-fache IC50) zeigten sich im Vergleich 

zwischen den Studien jedoch die genannten Unterschiede in der Zellzyklusregulation. 

Sowohl in der hier vorliegenden Arbeit als auch bei Skowron et al. wurden die Zelllinien 
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J-82 und RT-112 verwendet, sodass ein Zelllinien-spezifisches Zellzyklusverhalten als 

Ursache unwahrscheinlich ist. Somit sprechen die Ergebnisse dafür, dass die 

Zellzyklusprogression infolge der Exposition gegenüber Cisplatin vom Selektionsschema 

abhängig ist. Dies könnte ein Argument dafür sein, das Applikationsschema von 

Cisplatin in präklinischen Versuchen möglichst nah an der klinischen Verabreichung im 

Rahmen von Chemotherapie-Zyklen zu orientieren. 

4.3.3	 Pharmakologische	 Modulation	 der	 DNA-Schadensantwort	 als	
Strategie	 zur	 Überwindung	 erworbener	 Cisplatinresistenz	 in	
Urothelkarzinomzellen	

Nachdem sich in der hier vorliegenden Arbeit Hinweise auf eine Beteiligung der  

DNA-Schadensantwort an der Entstehung erworbener Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomzellen ergeben hatten, wurden die Effekte verschiedener Modulatoren 

der DNA-Schadensantwort auf die Cisplatinsensitivität in den J-82R-Zellen evaluiert 

(siehe Tab. 1). Hierzu wurden ein Inhibitor der Initiatorkinasen der DNA-

Schadensantwort ATM und ATR, ein unselektiver Checkpointkinase-Inhibitor, der CHK1 

und CHK2 inhibiert, ein selektiver Checkpointkinase-Inhibitor für CHK1, ein Inhibitor 

der Kinase Wee1 und der CDK-Inhibitor Roscovitin verwendet. Zudem wurde die 

Wirksamkeit des Multikinase-Inhibitors Sorafenib untersucht, der unter anderem Raf und 

Tyrosinkinasen des VEGF-Signalwegs inhibiert [826] und in der Therapie 

fortgeschrittener Nierenzellkarzinome, nicht resektabler hepatozellulärer Karzinome 

sowie Radiojodtherapie-refraktärer differenzierter Schilddrüsenkarzinome klinisch 

etabliert ist [827]. Inhibitoren der DNA-Reparaturproteine PARP1 und RAD51 wurden 

ebenfalls eingesetzt, um deren Auswirkung auf die erworbene Cisplatinresistenz der 

Urothelkarzinomzellen zu evaluieren. Auch die Auswirkung der Applikation von 

Lovastatin, eines Inhibitors der Cholesterinbiosynthese, auf die Cisplatinsensitivität 

wurde untersucht. Lovastatin wird klinisch als Lipidsenker eingesetzt, jedoch in 

präklinischen Modellen auch als Tumortherapeutikum und Chemosensitizer erprobt 

[828]. Für den Inhibitor von ATM und ATR, die Inhibitoren der DNA-Reparaturproteine, 

sowie für Sorafenib, Roscovitin und Lovastatin ergaben sich keine relevanten 

Unterschiede bezüglich ihrer Zytotoxizität im Vergleich zwischen den Cisplatin-

sensitiven J-82-Zellen und den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen (siehe Tab. 1). Die nach 

pharmakologischer Inhibition der Checkpointkinasen detektierten Resultate erbrachten 

jedoch Hinweise auf ein besseres Ansprechen der Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen im 

Vergleich zu den Cisplatin-sensitiveren J-82-Zellen. Beim Einsatz des unselektiven 

Checkpointkinase-Inhibitors AZD7762 zeigte sich eine Tendenz zum besseren 

Ansprechen in den J-82R-Zellen, die jedoch keine statistische Signifikanz erreichte. Der 

selektive CHK1-Inhibitor LY2603618 hingegen war in den J-82R-Zellen signifikant 

wirksamer als in den Cisplatin-sensitiven J-82-Zellen und führte vor allem in den 

Cisplatin-resistenten Zellen bereits in geringer Dosierung zu einem ausgeprägten 

zytotoxischen Effekt. Eine subsignifikante Tendenz zu einem besseren Ansprechen in den 
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Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen zeigte sich auch für den Wee1-Inhibitor MK-1775 (siehe 

Fig. 8C). Insgesamt scheint somit pharmakologische Modulation von Kinasen, die die 

Zellzyklusprogression beeinflussen, als Therapieansatz für Cisplatin-resistente 

Urothelkarzinome am ehesten vielversprechend zu sein.  

4.3.3.1	Checkpointkinase-Inhibitoren	

4.3.3.1.1 Wirksamkeit von CHK-Inhibitoren bei der Sensitivierung von Tumorzellen 
gegenüber Cisplatin in präklinischen Studien 

In Cisplatin-resistenten Tumorzellen konnte in vitro die Aktivierung von CHK1 und Wee1 

beobachtet werden [829, 830]. CHK1-Inhibitoren erhöhen in präklinischen Studien die 

Sensitivität von zahlreichen Tumorzelllinien gegenüber Cisplatin, darunter kleinzellige 

Lungenkarzinomzellen [831–834], Ovarialkarzinomzellen [835], Mammakarzinomzellen 

[836] HCC-Zellen [837] Osteosarkomzellen [838, 839], Neuroblastomzellen [840], 

Medulloblastomzellen [841] und Nasopharynxkarzinomzellen [842]. WYC0209, ein 

synthetisches Flavonoid-Derivat, das die Phosphorylierung von CHK1, jedoch nicht von 

CHK2 inhibiert, kann Urothelkarzinomzellen in vitro und in vivo gegenüber Cisplatin 

sensitivieren [843] und urotheliale Tumorstammzellen bekämpfen [844]. Zudem reduziert 

WYC0209 die Expression des Efflux-Transporters P-Glykoprotein [843], der unter 

anderem die intrazelluläre Konzentration von Doxorubicin, Methotrexat und Vinblastin 

verringert, sodass eine Chemosensitivierung auch gegenüber den Chemotherapeutika, die 

im MVAC-Schema in Kombination mit Cisplatin eingesetzt werden, zu erwarten wäre. 

Darüber hinaus erhöhen verschiedene CHK1-Inhibitoren auch die Effektivität einer 

Gemcitabin-Therapie in präklinischen Versuchen in vitro und in vivo [845–848]. Außerdem 

wurde in präklinischen Studien die Sensitivierung von Blasentumorzellen gegenüber 

einer Strahlentherapie durch CHK1-Inhibition beobachtet [849]. Somit ist neben einer 

synergistischen Wirkung mit Cisplatin durch CHK1-Inhibitoren auch eine Sensitivierung 

gegenüber anderen in der Erstlinientherapie eingesetzten Zytostatika sowie einer 

ergänzenden Strahlentherapie zu erwarten, was CHK1-Inhibitoren für eine 

Kombinationstherapie attraktiv erscheinen lässt. In verschiedenen Tumorentitäten haben 

sich in vitro Hinweise auf einen synergistischen Effekt bei Kombination von CHK1-

Inhibitoren mit Cisplatin und PARP-Inhibitoren ergeben [836, 839, 850]. Die Expression 

von CHK1 und Wee1 wird durch miRNAs beeinflusst [851, 852], sodass auch diese als 

Angriffspunkt zielgerichteter Therapien zur Sensitivierung von Tumorzellen gegenüber 

Cisplatin in Betracht gezogen werden sollten. 

4.3.3.1.2 Tumorzellen mit erhöhter Suszeptibilität gegenüber CHK1-Inhibitoren  

Tumorzellen mit mutiertem p53 sind in vitro besonders sensitiv gegenüber einer 

Behandlung mit Checkpointkinase-Inhibitoren [853, 854]. Außerdem sind p53-Mutationen 

häufig mit Cisplatinresistenz assoziiert (siehe 1.3.3.1). In p53-mutierten HNSCC-Zellen 

führt Checkpointkinase-Inhibition in vitro zur Sensitivierung gegenüber Cisplatin, 

während dieser Effekt in p53-Wild-Typ-Zellen nicht beobachtet wurde [855]. Der 
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Synergismus zwischen Cisplatin und CHK1-Inhibitoren ist in kleinzelligen 

Lungenkarzinomzellen (SCLC-Zellen) [832] und Kolonkarzinomzellen [853] ohne 

funktionsfähiges p53 höher. Hinweise auf eine erhöhte Sensitivität von Tumorzellen mit 

p53-Mutation gegenüber CHK1-Inhibitoren haben sich auch für Urothelkarzinomzellen in 

vitro und in vivo ergeben [847]. Gegebenenfalls könnten Patienten mit Urothelkarzinomen, 

die eine p53-Mutation aufweisen, somit besonders von einer Kombinationstherapie aus 

Cisplatin und Checkpointkinase-Inhibitoren profitieren. Dies betrifft immerhin 55-60% 

der Patienten mit metastasierten Harnblasenkarzinomen (siehe 1.3.3.1). Weiterführende 

Studien zu Checkpointkinase-Inhibitoren in Urothelkarzinomen sollten daher unbedingt 

den p53-Mutationsstatus berücksichtigen. In Urothelkarzinomzellen mit kombinierter 

p21-Mutation und p53-Mutation sind CHK1-Inhibitoren besonders effektiv. Die in der 

hier vorliegenden Arbeit verwendete Zelllinie RT-112 weist im Gegensatz zur Zelllinie J-

82 eine Kombination aus einer p21- und p53-Mutation auf [847] (siehe auch 4.3.3.1.3).  

Darüber hinaus führt c-Myc-Amplifikation, die auch in fortgeschrittenen 

Urothelkarzinomzellen häufig vorliegt [856], in Medulloblastomzellen [841] und SCLC-

Zellen [833] zu einem verbesserten Ansprechen auf CHK1-Inhibition. Somit liegt nahe, 

dass Urothelkarzinom-Patienten mit Nachweis einer c-Myc-Amplifikation besonders von 

einer Therapie mit CHK1-Inhibitoren profitieren könnten. Die Selektion geeigneter 

Patientenkollektive könnte somit für den erfolgreichen klinischen Einsatz von 

Checkpointkinase-Inhibitoren im Zuge einer individualisierten Tumortherapie 

entscheidend sein. 

4.3.3.1.3 Bedeutung der erhöhten Sensitivität der Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen gegenüber CHK1-Inhibitoren 

Von den verwendeten Inhibitoren der DNA-Schadensantwort wies nur der selektive 

CHK1-Inhibitor LY26003618 (Rabusertib) eine signifikant erhöhte Zytotoxizität in den  

Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen im Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven 

Ursprungszellen auf. Möglicherweise ist die erkennbare Tendenz zur verbesserten 

Wirksamkeit des unselektiven Checkpointkinase-Inhibitors AZD7762 in den Cisplatin-

resistenten J-82R-Zellen auf die Inhibition der CHK1 zurückzuführen. Dass mit Cisplatin 

vorbehandelte Zellen ein verbessertes Ansprechen auf Inhibitoren der CHK1 aufweisen, 

ist insofern plausibel, als die CHK1 vorwiegend durch ATR infolge von Replikationsstress 

aktiviert wird, während die CHK2 überwiegend durch ATM in Reaktion auf DNA-

Doppelstrangbrüche aktiviert wird (siehe 1.3.1 und 1.3.4). Die für die Zytotoxizität von 

Cisplatin wesentlichen DNA-Läsionen verursachen in erster Linie Replikationsstress 

während der S-Phase des Zellzyklus und erst sekundär DNA-Doppelstrangbrüche, sodass 

für die DNA-Schadensantwort infolge Cisplatin-induzierter DNA-Crosslinks die 

Aktivierung der Checkpointkinase 1 durch ATR besonders relevant ist. Die Kombination 

aus Cisplatin und LY26003618 erwies sich jedoch weder in den Cisplatin-resistenten J-82R-

Zellen noch in den Cisplatin-sensitiven J-82-Zellen als signifikant effektiver als die 

Behandlung mit Cisplatin allein (siehe Fig. 8F). Dies impliziert, dass CHK1-Inhibitoren 
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weniger als chemosensitivierende Medikamente gegenüber Cisplatin für fortgeschrittene 

Urothelkarzinome in Betracht kommen, sondern eher in der Zweitlinientherapie bei 

Urothelkarzinomen mit erworbener Cisplatinresistenz und fortgeschrittener Epithelial-

Mesenchymaler Transition zum Einsatz kommen könnten.  

Die erhobenen Daten deuten darauf hin, dass Veränderungen der DNA-Schadensantwort 

in den als eher mesenchymal charakterisierten J-82R-Zellen für die Cisplatinresistenz 

bedeutsamer sind als in den als epithelial charakterisierten RT-112R-Zellen (siehe 4.3.1). 

Andererseits war insbesondere die Aktivierung der Checkpointkinase 1 in den Cisplatin-

resistenten RT-112R-Zellen ausgeprägter als in den Cisplatin-sensitiveren RT-112-Zellen, 

während CHK1 in den J-82R-Zellen tendenziell weniger aktiviert wurde als in den J-82-

Zellen (siehe Fig. 6). Einhergehend zeigte sich in den RT-112R-Zellen ein besonders 

deutlicher G2/M-Arrest (siehe Fig. 4B). Dies deutet darauf hin, dass in den RT-112R-Zellen 

die Aktivierung der Checkpointkinase 1 einen ausgeprägten G2/M-Arrest bedingt, 

wodurch die Zellen vor Cisplatin-induzierter Apoptose bewahrt werden. Diese 

Hypothese wird auch durch die deutlich reduzierte SubG1-Fraktion in den RT-112R-Zellen 

im Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven RT-112-Zellen gestützt (siehe Fig. 4A). Zudem 

gibt es Hinweise darauf, dass CHK1-Inhibitoren in Urothelkarzinomzellen mit einer 

Kombination aus p21-und p53-Mutation, wie sie in der Zelllinie RT-112 vorliegt, 

besonders effektiv sind [847] (siehe 4.3.3.1.2). Es wäre daher sehr interessant gewesen zu 

klären, ob die RT-112R-Zellen durch den CHK1-Inhibitor gegenüber Cisplatin sensitiviert 

werden können. Da die RT-112R-Zellen nach dem Einfrieren nicht erneut kultivierbar 

waren, konnte diese Frage in der hier vorliegenden Arbeit nicht geklärt werden. 

Zukünftige in vitro Experimente und in vivo Studien mit orthotopen Tumormodellen mit 

mehreren Cisplatin-resistenten Zelllinien sind erforderlich, um die Beziehung zwischen 

Epithelial-Mesenchymaler Transition und Veränderungen der DNA-Schadensantwort im 

Zuge der erworbenen Cisplatinresistenz weiter zu untersuchen und die Wirksamkeit von 

CHK1-Inhibitoren in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen zu untermauern. 

4.3.3.1.4 Erschwerte klinische Etablierung von CHK1-Inhibitoren 

In klinischen Studien haben sich variable Bioverfügbarkeit sowie Dosis-limitierende 

Toxizitäten, insbesondere Kardiotoxizität und Hämatotoxizität, als Probleme bei der 

klinischen Etablierung von Checkpointkinase-Inhibitoren erwiesen [857]. Zudem blieben 

die Effekte der ersten in klinischen Studien erprobten CHK1-Inhibitoren hinter den 

Erwartungen zurück [858]. Der in der hier vorliegenden Arbeit verwendete unselektive 

Checkpointkinase-Inhibitor AZD7762 kann beispielsweise klinisch nicht eingesetzt 

werden wegen inakzeptabler Kardiotoxizität [859]. Der hier ebenfalls verwendete CHK1-

selektivere Inhibitor LY2603618 (Rabusertib) ist aufgrund struktrueller Veränderungen 

weniger kardiotoxisch als AZD7762 [858]. Trotz insgesamt vielversprechender 

präklinischer Resultate beim Einsatz von Rabusertib [860–862] konnten in klinischen 

Phase-II-Studien bei NSCLC-Patienten in Kombination mit Permetrexed [863] bzw. 

Pankreaskarzinom-Patienten in Kombination mit Gemcitabin [864] keine signifikanten 



 

84 
 

Vorteile von Rabusertib nachgewiesen werden. Die Verabreichung von Rabusertib 

zusätzlich zu Cisplatin/Permetrexed erbrachte bei NSCLC-Patienten zwar einen 

deutlichen Vorteil für das progressionsfreie Überleben, jedoch kann diese Kombination 

aufgrund häufiger thromboembolischer Komplikationen klinisch nicht etabliert werden 

[865]. In keiner klinischen Studie konnte ein vollständiges Ansprechen eines soliden 

Tumors auf die Kombination von Rabusertib mit den verabreichten Zytostatika 

dokumentiert werden [857]. Zudem zeigte sich, dass Rabusertib einer großen 

patientenbezogenen pharmakokinetischen Variabilität unterliegt, wodurch die 

Bioverfügbarkeit limitiert sein kann [857]. Dies könnte erklären, warum die klinischen 

Ergebnisse sich nicht mit den Erwartungen deckten, die sich aus den präklinischen 

Studien mit LY2603618 (Rabusertib) ergeben hatten. Die genannten Schwierigkeiten bei 

der klinischen Etablierung der ersten Checkpointkinase-Inhibitoren führten zur 

Entwicklung weiterer Checkpointkinase-Inhibitoren, darunter LY2606368 (Prexasertib), 

welches aktuell in klinischen Studien erprobt wird und ein vielversprechender Kandidat 

für einen klinisch effektiven CHK-Inhibitor zu sein scheint [857]. In vielen laufenden 

klinischen Studien werden auch Kombinationstherapien aus Checkpointkinase-

Inhibitoren und Zytostatika eingesetzt [866]. Zudem wurden oral bioverfügbare CHK1-

Inhibitoren entwickelt [866], die aufgrund ihrer einfachen Applikation klinische Vorteile 

insbesondere im Hinblick auf die Lebensqualität der Patienten bieten könnten.  

Bislang konnten Checkpointkinase-Inhibitoren für keine Tumorentität eine klinische 

Zulassung erlangen. Für den Nutzen von CHK1-Inhibitoren bei Patienten mit 

fortgeschrittenen Urothelkarzinomen liegen bislang kaum klinische Daten vor. Die hier 

erhobenen Daten deuten darauf hin, dass insbesondere Patienten mit Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomen in der Zweitlinientherapie von CHK1-Inhibitoren profitieren 

könnten. Deshalb sollte im Zuge der fortschreitenden Entwicklung von CHK1-Inhibitoren 

mit einem verbesserten Nebenwirkungsprofil und höherer klinischer Effektivität auch 

deren Nutzen in fortgeschrittenen Urothelkarzinomen weiter untersucht werden, wobei 

in Betracht gezogen werden muss, dass ggf. nur ausgewählte Patientengruppen von den 

CHK1-Inhibitoren profitieren (siehe 4.3.3.1.2).   

4.4	 Bedeutung	 von	 DNA-Reparaturfaktoren	 für	 die	 erworbene	
Cisplatinresistenz	von	Urothelkarzinomzellen		

4.4.1	Beteiligung	in	dieser	Arbeit	untersuchter	DNA-Reparaturfaktoren	an	
der	Resistenzentwicklung	

Die mittels qRT-PCR in dieser Studie untersuchten DNA-Reparaturfaktoren ERCC1, 

BRCA1, BRCA2, XRCC3, MSH2, MLH1 und POLH scheinen für die Resistenzentwicklung 

in den eher epithelialen RT-112-Zellen von untergeordneter Bedeutung zu sein. Da sich 

jedoch in den Cisplatin-resistenten RT-112R-Zellen eine ausgeprägte Erhöhung der G2/M-

Fraktion in der Durchflusszytometrie zeigte und zudem eine erhöhte Proteinexpression 
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der phosphorylierten, also aktivierten CHK1 detektiert wurde, ist von einer Beteiligung 

der DNA-Schadensantwort an der Resistenzentwicklung der RT-112-Zellen auszugehen. 

Auch in den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen konnte keine relevante Veränderung in der 

mRNA-Expression der genannten DNA-Reparaturfaktoren detektiert werden. Eine 

deutliche zeitliche Dynamik der Anzahl der γH2AX-Foci nach Cisplatinexposition in den 

J-82R-Zellen (Reduktion der Foci 24 Stunden nach Cisplatinexposition im Vergleich zu 

vier Stunden nach Cisplatinexposition; siehe 4.3.1) deutet jedoch auf eine erhöhte 

Reparaturkapazität der J-82R-Zellen hin. Ähnliche Beobachtungen wurden auch durch 

Skowron et al. in Cisplatin-resistenten J-82-Zellen gemacht, die durch kontinuierliche 

Cisplatinexposition selektioniert wurden. Einhergehend zeigte sich bei Skowron et al. in 

den Cisplatin-resistenten J-82-Zellen ein mRNA-Expressionsprofil, das für eine erhöhte 

Reparaturkapazität dieser Zellen spricht: Während eine signifikante Hochregulierung der 

ERCC1-Expression beobachtet werden konnte, waren die Mismatch-Reparaturfaktoren 

MLH1 und MSH2, die Cisplatin-induzierte DNA-Schäden zwar erkennen, jedoch nicht 

reparieren können und somit andere Reparaturmechanismen blockieren (siehe 1.4.1.2), 

herunterreguliert [643]. Insgesamt stützen die Ergebnisse von Skowron et. al somit die 

Hypothese, dass bei der erworbenen Resistenzentwicklung der den mesenchymalen 

Phänotyp repräsentierenden J-82-Zellen DNA-Reparaturmechanismen von Bedeutung 

sind (siehe 4.3.1). Für weitere untersuchte Zelllinien (unter anderem RT-112) zeigten sich 

hingegen auch bei Skowron et al. keine Veränderungen, die ein schlüssiges Bild bezüglich 

der Entwicklung von Cisplatinresistenz durch veränderte Expression von DNA-

Reparaturfaktoren ergaben [643]. Es besteht die Möglichkeit, dass die Funktionalität der 

DNA-Reparaturproteine posttranslational reguliert wird und sich Veränderungen aus 

diesem Grund nicht in der mRNA-Expression, die durch die qRT-PCR bestimmt wurde, 

widerspiegeln. Vorstellbar ist beispielsweise, dass der Abbau von DNA-

Reparaturfaktoren beeinträchtigt ist oder posttranslationale Modifikationen die Aktivität 

der Reparaturfaktoren beeinflussen.  

4.4.2	 Potentielle	 Beteiligung	 hier	 nicht	 untersuchter	 DNA-
Reparaturfaktoren	an	der	Resistenzentwicklung	-	Ausblick		

Zudem ist denkbar, dass Reparaturfaktoren, die in dieser Arbeit bzw. bei Skowron et al. 

nicht untersucht wurden, an der Resistenzentwicklung beteiligt sind. Potentielle 

Kandidaten werden im Folgenden beleuchtet. Eine Beteiligung von DNA-

Reparaturmechanismen an der Resistenzentwicklung der RT-112- oder J-82-Zellen kann 

somit trotz fehlender konkreter Ergebnisse nicht ausgeschlossen werden. 

4.4.2.1	Fanconi-Anämie-Signalweg	

Interessant wäre zum Beispiel, die Beteiligung des Fanconi-Anämie-Signalwegs an der 

Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin in Urothelkarzinomzellen zu untersuchen. 

Interstrang-Crosslinks machen zwar nur einen geringen Anteil der Cisplatin-induzierten 

DNA-Addukte aus (siehe 1.2.3.1), sind aber die Läsionen mit den ausgeprägtesten 
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sterischen Folgen für die DNA und sind hoch zytotoxisch [69]. Welche DNA-Läsionen für 

die Zytotoxizität von Cisplatin am relevantesten sind, wird kontrovers diskutiert. Es ist 

wahrscheinlich, dass neben den bei weitem am häufigsten vorkommenden Intrastrang-

Crosslinks, die relativ leicht durch Nukleotid-Exzisionsreparatur beseitigt werden 

können, auch die Interstrang-Crosslinks, die über den FA-Signalweg repariert werden, 

einen relevanten Anteil an der zytotoxischen Wirkung von Cisplatin haben [85]. 

Tatsächlich gibt es Hinweise darauf, dass Komponenten des FA-Signalwegs, insbesondere 

der Schlüsselfaktor FANCD2, mit Cisplatinresistenz assoziiert sind: FANCD2-

Überexpression schwächt die Cisplatinwirkung in NSCLC-Zellen in vitro ab, während 

Suppression von FANCD2 mittels RNA-Interferenz die Cisplatinsensitivität erhöht [867, 

868]. Auch Knockdown von FANCF und FANCL kann Cisplatin-resistente NSCLC-Zellen 

in vitro resensitivieren [868]. In einer weiteren Studie konnte Transfektion mit einem 

Adenovirus, das dominant-negatives FANCA trägt, NSCLC-Zellen in vivo gegenüber 

Cisplatin sensitivieren [869]. Naturstoffe, die den FA-Signalweg inhibieren, können die 

Sensitivität von Mamma- und Ovarialkarzinomzellen [870] sowie NSCLC-Zellen [867] 

gegenüber Cisplatin in vitro verbessern. Für Plattenepithelkarzinomzellen des Kopf-/ 

Hals-Bereichs und der Lunge konnte gezeigt werden, dass FANCD2-Knockdown in vitro zu 

erhöhter Cisplatinsensitivität führt [206]. Interessanterweise wird die Expression von 

FANCD2 durch ΔNp63 hochreguliert [206]. Insofern könnten ΔNp63 und FANCD2 

Ansätze für zielgerichtete Therapien sein, um die Cisplatinresistenz in Tumorzellen zu 

erhöhen. Die Bedeutung des FA-Signalwegs bzw. von FANCD2 im Speziellen für die 

Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomen ist jedoch noch unklar. Die Aktivität des FA-

Signalwegs kann unter anderem durch die immunhistochemische Detektion von 

FANCD2-Foci quantifiziert werden [871]. Eine Quantifizierung von FANCD2-Foci könnte 

auch aufschlussreich sein, um eine mögliche Beteiligung des FA-Signalwegs an der 

Resistenzentwicklung in den RT-112- und J-82-Zellen zu untersuchen.  

4.4.2.2	DNA-Polymerase	ζ		

Ein weiterer DNA-Reparaturfaktor, der in dieser Arbeit nicht untersucht wurde, für den 

es jedoch Hinweise gibt, dass er Cisplatinresistenz bedingen kann, ist die DNA-

Polymerase ζ [344]. Die Polymerase ζ ist nicht nur an der Transläsionssynthese über 

Intrastrang-Crosslinks hinweg beteiligt (siehe 1.4.1.3), sondern auch an der Reparatur von 

Interstrang-Crosslinks im FA-Signalweg (siehe 1.4.3). In Reaktion auf Cisplatinexposition 

wird die mRNA-Expression der DNA-Polymerase ζ in vitro hochreguliert [872], was zu 

vermehrter Transläsionssynthese führt und zudem genomische Instabilität und somit die 

Entstehung Cisplatin-resistenter Tumorzellen begünstigt [872]. Bei Zervixkarzinom-

Patientinnen, die mit einer Platin-basierten Radiochemotherapie behandelt wurden, geht 

positive Proteinexpression der Polymerase ζ mit einer schlechteren Prognose einher [873]. 

Überexpression von Rev3L, der katalytischen Untereinheit der Polymerase ζ, führt in 

Zervixkarzinom- [874] und Gliomzellen [875] in vitro zu Cisplatinresistenz, während 

Suppression von Rev3L durch RNA-Interferenz die Cisplatinsensitivität erhöht. Das 
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Potential der Rev3L-Suppression zur Chemosensitivierung gegenüber Cisplatin konnte 

für Cisplatin-resistente NSCLC-Tumoren in vivo bestätigt werden [876, 877]. In vitro 

konnte gezeigt werden, dass in NSCLC-Zellen Rev3L durch die miRNA miR-29a negativ 

reguliert wird; somit bedingt erhöhte Expression der miR-29a Cisplatinsensitivität, 

während Herunterregulierung dieser miRNA zu erhöhter Expression von REV3L führt 

und Cisplatinresistenz vermittelt [878]. In einem ersten Schritt zur Evaluierung der 

Bedeutung der DNA-Polymerase ζ für die erworbene Cisplatinresistenz von 

Urothelkarzinomzellen wäre es interessant, die mRNA- und Proteinexpression der DNA-

Polymerase ζ in den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen mit der Expression in den 

Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen zu vergleichen.  

4.5	Bedeutung	 von	Cisplatin-Resistenzmechanismen	mit	Bezug	 zur	
Apoptose	in	Urothelkarzinomzellen	

Da die Apoptose neben einem Zellzyklusarrest und der Einleitung der DNA-Reparatur 

eine weitere unmittelbare Konsequenz der DNA-Schadensantwort sein kann, sind 

Veränderungen im Ablauf der Apoptose für die Fragestellung dieser Studie von 

besonderer Relevanz. Proteine mit Bezug zur Apoptose stellen somit ebenfalls mögliche 

Angriffspunkte zielgerichteter Therapien zur Überwindung erworbener 

Cisplatinresistenz dar. Pharmakologische Modulation der DNA-Schadensantwort hat 

zudem direkte Auswirkungen auf die Apoptose.  

4.5.1	 Veränderungen	 der	 SubG1-Fraktion	 in	 der	 Durchflusszytometrie	 in	
Cisplatin-resistenten	Urothelkarzinomzellen	

Als orientierender Indikator zur Quantifizierung apoptotischer Zellen kann aufgrund der 

Fragmentierung der DNA während der Apoptose die SubG1-Fraktion in der 

Propidiumiodid-Durchflusszytometrie herangezogen werden. Nach Behandlung mit 

äquimolaren Cisplatindosen (IC50 und IC80) wiesen die RT-112R-Zellen in der 

Durchflusszytometrie eine signifikant geringere SubG1-Fraktion auf als die Cisplatin-

sensitiven RT-112-Zellen (siehe Fig. 4A). Es zeigte sich somit eine geringere 

Fragmentierung der DNA, was auf eine reduzierte Apoptose in den Cisplatin-resistenten 

RT-112R-Zellen hindeutet. In der qRT-PCR ergab sich keine relevante Veränderung der 

untersuchten mit der Apoptose assoziierten Faktoren zwischen RT-112 und RT-112R bis 

auf eine paradoxe Hochregulierung von XAF1 (siehe Fig. 7B und Kapitel 4.5.2). Somit ist 

es wahrscheinlich, dass die Reduktion der SubG1-Fraktion in den Cisplatin-resistenten 

RT-112R-Zellen direkte Folge der reduzierten Toxizität von Cisplatin in diesen Zellen ist 

und nicht auf Veränderungen im Ablauf der Apoptose zurückzuführen ist. In den J-82R-

Zellen hingegen war die SubG1-Fraktion bei äquimolaren Cisplatindosen vergleichbar zu 

den Cisplatin-sensitiveren J-82-Zellen (siehe Fig. 4A). Dies ist auf den ersten Blick 

überraschend, da sich die Viabilität der Zellen zumindest bei Behandlung mit der IC50 der 

Ursprungszellen signifikant unterscheidet (siehe Fig. 3D). Möglicherweise ist die hohe 
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SubG1-Fraktion auf eine Zunahme der genomischen Instabilität der J-82R-Zellen 

zurückzuführen. Zu dieser Theorie passt, dass sich bereits in der Kontrolle (ohne 

Cisplatinexposition) eine höhere SubG1-Fraktion in den J-82R-Zellen zeigte als in den 

Ursprungszellen. Tatsächlich wurden während der Selektion der Cisplatin-resistenten 

Zellen bei J-82 vermutlich polyploide Riesenzellen beobachtet, was ebenfalls für 

zunehmende genomische Instabilität im Verlauf der Resistenzentwicklung gegenüber 

Cisplatin spricht. Bis auf die paradoxe Hochregulierung von XAF1 (siehe 4.5.2) wiesen die 

J-82R-Zellen in der qRT-PCR ebenfalls keine Veränderungen Apoptose-assoziierter 

Faktoren im Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen auf (siehe Fig. 7A).  

4.5.2	 Bedeutung	 der	 paradoxen	 Hochregulierung	 von	 XAF1	 für	 die	
Cisplatinresistenz	von	Urothelkarzinomzellen	

Überraschenderweise zeigte sich sowohl in den RT-112R als auch in den J-82R-Zellen XAF1 

signifikant und biologisch relevant erhöht (siehe Fig. 7). Aufgrund der proapoptotischen 

Funktion von XAF1 wäre in den Cisplatin-resistenten Zellen eher eine 

Herunterregulierung von XAF1 zu erwarten gewesen. Bemerkenswerterweise zeigte sich 

bereits nach einmaliger Behandlung mit Cisplatin für 72 Stunden in den nativen RT-112- 

bzw. J-82-Zellen eine Induktion der XAF1-Expression (siehe Fig. 2C und 2D). Dies ist 

wahrscheinlich auf die Einleitung der Apoptose in diesen Zellen zurückzuführen. Es ist 

vorstellbar, dass die Hochregulierung von XAF1 in den RT-112R- und J-82R-Zellen zwar 

auf die regelmäßige Cisplatinexposition zurückzuführen ist, jedoch unabhängig von der 

Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin ist. Eine andere Möglichkeit ist, dass XAF1 bei 

der Resistenzentwicklung eine Rolle einnimmt, die bislang unzureichend charakterisiert 

ist. In den letzten Jahren wurden zahlreiche Funktionen von XAF1 entdeckt, die nicht 

unmittelbar auf die Inhibition von XIAP zurückzuführen sind [174](siehe 4.5.2.1 und 

4.5.2.2).  

4.5.2.1	Rolle	von	XAF1	als	Zellzyklusregulator	

Neben seiner Funktion als Inhibitor von XIAP wurde XAF1 als Zellzyklusregulator 

charakterisiert, der durch Aktivierung der Checkpointkinase 1 und Inhibition der 

Phosphatase Cdc25c einen Zellzyklusarrest insbesondere in der G2-Phase des Zellzyklus 

vermittelt [879]. Diese Funktion von XAF1 könnte Cisplatinresistenz begünstigen, indem 

die Tumorzellen durch den Zellzyklusarrest Zeit für DNA-Reparaturprozesse gewinnen. 

Zu dieser Hypothese würde passen, dass 72 Stunden nach Cisplatinexposition sowohl in 

den RT-112R- als auch in den J-82R-Zellen die G2/M-Fraktion im Vergleich zu den 

jeweiligen Ausgangzellen deutlich größer ist (siehe Fig. 4B), was einen ausgeprägteren 

Zellzyklusarrest in der G2/M-Phase in den Cisplatin-resistenten Zelllinien impliziert. 

Auch in Magenkarzinomzellen führte Überexpression von XAF1 zu einem 

Zellzyklusarrest in der G2/M-Phase [880]. Im Gegensatz zu diesen Ergebnissen wurde in 

Ovarialkarzinomzellen beobachtet, dass Plasmid-vermittelte Überexpression von XAF1 

zu einem Zellzyklusarrest in der G1-Phase führt [597]. Zusammenfassend ist 
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anzunehmen, dass die Funktion von XAF1 als Zellzyklusregulator die Proliferation, 

DNA-Reparatur und Apoptose sowohl von Urothelkarzinomen als auch von anderen 

Tumorentitäten beeinflusst, was wiederum Auswirkungen auf deren Chemosensitivität 

hat. Aus diesem Grund sind weitere Studien zur Bedeutung der XAF1-Expression für die 

Zellzyklusregulation sowie die Cisplatinsensitivität von Tumorzellen im Allgemeinen 

und Urothelkarzinomzellen im Speziellen erforderlich. In einem ersten Schritt sollte 

neben der mRNA-Expression auch die Proteinexpression von XAF1 analysiert werden. 

Zudem wäre es interessant zu beobachten, ob Knockdown von XAF1 den G2/M-Arrest in 

den J-82R-Zellen 72 Stunden nach Cisplatinexposition abschwächen würde und ob der 

Knockdown mit einer Resensitivierung gegenüber Cisplatin einhergehen würde.   

4.5.2.2	Rolle	von	XAF1	bei	der	Umverteilung	von	XIAP	in	den	Nukleus	

Neben seiner Funktion als direkter Antagonist von XIAP bedingt XAF1 eine 

Umverteilung von XIAP in den Nukleus, wo XIAP seine antiapoptotische Wirkung nicht 

entfalten kann [583] (siehe 1.5.2 b). In den letzten Jahren hat sich Evidenz dafür ergeben, 

dass XIAP neben seiner Funktion als Inhibitor von Caspasen im Zytoplasma auch 

Funktionen im Nukleus übernimmt und dort an der Regulation von 

Transkriptionsfaktoren beteiligt ist, wodurch XIAP zur Aktivierung des NFκB-, des PI3-

Kinase/Akt- und des Wnt-Signalwegs sowie der Transkriptionsfaktoren c-Jun und E2F1 

beiträgt [881]. Möglicherweise kann XAF1 somit durch Umverteilung von XIAP in den 

Nukleus zur Aktivierung von Signalwegen beitragen, die Cisplatinresistenz und EMT 

begünstigen. Zur Lokalisation von XIAP innerhalb der Zelle im Zusammenhang mit 

erworbener Cisplatinresistenz gibt es bis dato jedoch keine Erkenntnisse. Diesbezüglich 

könnte in der hier vorliegenden Arbeit eine immunhistochemische Analyse der 

Verteilung von XIAP innerhalb der Zelle weiterführen, indem man den Anteil von 

nukleär und zytoplasmatisch lokalisiertem XIAP zwischen den Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen und den Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen vergleicht. Zudem 

wäre eine immunhistochemische Untersuchung von Zystektomiepräparaten bei 

Patienten, die neoadjuvant mit einer Cisplatin-basierten Chemotherapie behandelt 

wurden, im Hinblick auf die Verteilung von XIAP innerhalb der Zelle interessant. In 

einem ersten Schritt könnte evaluiert werden, ob ein Zusammenhang zwischen der 

subzellulären Verteilung von XIAP und dem Ansprechen auf eine Cisplatin-basierte 

neoadjuvante Chemotherapie besteht.  

4.5.2.3	Bezugnahme	auf	andere	Studien,	in	denen	eine	paradoxe	Hochregulierung	
von	XAF1	nachgewiesen	wurde	

Eine auf Grundlage der bisher bekannten Funktionen von XAF1 paradoxe 

Hochregulierung wurde bemerkenswerterweise auch bei der Resistenzentwicklung des 

Hirntumors Glioblastoma multiforme gegenüber dem Alkylanz Temozolomid beobachtet 

[882]. Die Resistenzentwicklung gegenüber Temozolomid ging mit epigenetischen 

Veränderungen einher: Die unbehandelten Glioblastomzellen waren initial im Bereich des 
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XAF1-Promotors hypermethyliert, verloren diese Methylierungen jedoch im Verlauf der 

Resistenzentwicklung gegenüber Temozolomid, sodass XAF1 verstärkt exprimiert wurde 

[882]. Durch siRNA-vermittelte Suppression von XAF1 konnte in vitro und in vivo ein 

verbessertes Ansprechen gegenüber Temozolomid erzielt werden [882]. Zudem konnte in 

vitro beobachtet werden, dass hohe XAF1-Expression Migration und Invasion der 

Glioblastomzellen begünstigt [882].  

4.5.2.3.1 Hypothese zum Zusammenhang von XAF1 und EMT 

Korrespondierend zu den oben genannten Ergebnissen kam es in dieser Arbeit während 

der Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin sowohl zu einem Anstieg der XAF1-

Expression (siehe Fig. 7) als auch zu Veränderungen im Sinne der EMT mit 

einhergehender Zunahme der Vimentin-Expression (siehe Fig. 3C, 3E). 

Bemerkenswerterweise wurde bereits vor Cisplatinexposition in den als mesenchymal 

charakterisierten J-82-Zellen, die eine geringere E-Cadherin- und höhere Vimentin-

Expression aufweisen als die RT-112-Zellen (siehe Fig. 1B), eine erheblich höhere XAF1-

Expression detektiert als in den RT-112-Zellen (siehe Fig. 2A). Diese Korrelation kann 

zufällig sein; möglich wäre aber auch ein Zusammenhang zwischen der Höhe der XAF1-

Expression und dem Grad der Epithelial-Mesenchymalen Transition in 

Urothelkarzinomzellen, der bisher nicht beschrieben ist. Diesbezüglich könnte 

weiterführen, eine XAF1-Tranfektion in verschiedenen Urothelkarzinom-Zelllinien 

vorzunehmen und diese auf Veränderungen im Sinne der EMT sowie deren 

Cisplatinresistenz zu untersuchen.  

4.5.2.3.2 Prognostischer Einfluss einer paradoxen Hochregulierung von XAF1 in 
anderen Tumorentitäten 

Hohe XAF1-Expression war bei Patienten mit Glioblastoma multiforme in der oben 

genannten Studie mit einer signifikant verkürzten Gesamtüberlebensdauer assoziiert 

[882]. Die Autoren führen diese Ergebnisse auf eine bislang unbekannte Aktivität von 

XAF1 zurück, die das Tumorwachstum begünstigt [882]. Eine inverse Korrelation 

zwischen XAF1-Expression und Gesamtüberlebensdauer wurde auch in histologisch als 

WHO Grad III klassifizierten Gliomen detektiert [883].  

4.5.2.4	 XAF1	 als	 potentielles	 therapeutisches	 Ziel	 in	 Cisplatin-resistenten	
Urothelkarzinomzellen		

In Zusammenhang mit der letztgenannten Studie ist besonders interessant, dass 

Temozolomid in Gliomzellen einen Zellzyklusarrest in der G2-Phase zur Folge hat [883, 

884], genau wie Cisplatin in den Cisplatin-resistenten RT-112R- und J-82R-Zellen (siehe 

Fig. 4B). Suppression von XAF1 durch siRNA führte in den Gliomzellen zur Aufhebung 

dieses Zellzyklusarrests [883]. Mit diesen Resultaten im Einklang steht die Erkenntnis, 

dass XAF1 durch Aktivierung der Checkpointkinase 1 und Inhibition der Phosphatase 

Cdc25c einen Zellzyklusarrest insbesondere in der G2-Phase des Zellzyklus vermittelt 

[879] (siehe 4.5.2.1). Diese Identifikation von XAF1 als Zellzyklusregulator erfolgte 
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allerdings in Karzinomzellen des Gastrointestinaltrakts [879]. Das wiederum könnte 

darauf hindeuten, dass die Rolle von XAF1 als Zellzyklusregulator nicht nur in 

Glioblastomzellen, sondern auch in soliden viszeralen Tumoren relevant ist - und auf 

diesem Weg auch Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomzellen vermittelt werden kann. 

Insofern wäre es sehr interessant, die Effekte einer siRNA-vermittelten XAF1-Suppression 

auf die Cisplatin-induzierte Zellzyklusregulation in den Cisplatin-sensitiven 

Urothelkarzinomzellen und den daraus hervorgegangenen Zellen mit erworbener 

Cisplatinresistenz zu vergleichen. Wenn XAF1-Suppression tatsächlich zu einer 

Resensitivierung Cisplatin-resistenter Zellen führen würde, könnte sich daraus ein 

möglicher Therapieansatz ergeben, um Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen zu 

überwinden. Diesbezüglich könnte sich jedoch als problematisch erweisen, dass XAF1 in 

den meisten Geweben als Tumorsuppressor fungiert und Inhibition von XAF1 somit zur 

onkogenen Transformation von Normalgeweben beitragen könnte, sodass 

Sekundärtumore entstehen könnten.  

4.5.2.5	 Hochregulierung	 von	 XAF1	 als	 möglicher	 Nebeneffekt	 eines	
übergeordneten	Signalwegs		

Insgesamt überwiegen in der Literatur bislang deutlich Studien, die entgegen den hier 

erhobenen Daten eine positive Korrelation zwischen der XAF1-Expression und der 

Cisplatinsensitivität von Tumorzellen festgestellt haben (siehe dazu 1.5.2 b). Neben der 

Hypothese, dass die Hochregulierung von XAF1 in kausalem Zusammenhang mit der 

Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin und/oder der Epithelial-Mesenchymalen 

Transition steht, ist auch denkbar, dass XAF1 als Nebeneffekt im Zuge der Aktivierung 

eines übergeordneten Signalwegs hochreguliert wird, der Cisplatinresistenz vermittelt – 

dann wäre die Hochregulierung von XAF1 zwar mit Cisplatinresistenz assoziiert, jedoch 

nicht ursächlich an der Resistenzentwicklung beteiligt.  

4.5.2.5.1 Zusammenhang zwischen dem JNK-Signalweg und der XAF1-Expression 

Im Hinblick darauf ist erwähnenswert, dass der JNK1-Signalweg die Expression von 

XAF1 begünstigt, indem JNK1 den Interferon Regulatory Factor 1 (IRF1) induziert, der an 

den Promotor von XAF1 bindet [885]. Zudem reguliert die JNK1 die Expression von p53 

herunter [278] (siehe auch 1.3.5.1), was wiederum zur Hochregulierung von XAF1 

beitragen könnte, da p53 die Expression von XAF1 supprimiert [587] (siehe auch 1.5.2 b). 

In dieser Arbeit zeigte sich jedoch zumindest die mRNA-Expression von p53 nicht 

relevant verändert zwischen den Cisplatin-resistenten Zelllinien und deren 

Ursprungszellen (siehe Fig. 7). Allerdings kann die Expression von XAF1 auch durch p73 

beeinflusst werden: Im Zuge der ROS-vermittelten Aktivierung von JNKs wird die 

Proteinexpression von p73 und XAF1 in Blasentumorzellen hochreguliert [886]. Ob sich 

im Zuge der Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin die mRNA-Expression von p73 in 

den Urothelkarzinomzellen verändert, wurde in dieser Arbeit allerdings nicht untersucht. 
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JNKs nehmen hinsichtlich der Cisplatinresistenz von Tumorzellen eine duale Rolle ein: 

Sie begünstigen einerseits die Expression proapoptotischer Gene, andererseits aber auch 

die Induktion von DNA-Reparaturfaktoren; zudem können sie durch Aktivierung von 

Autophagie und von kompensatorischer Zellproliferation in der Umgebung apoptotischer 

Zellen Cisplatinresistenz vermitteln (siehe 1.3.5.1). Es wird angenommen, dass 

kurzfristige Aktivierung von JNKs Überlebenssignale und Zellproliferation vermittelt, 

während lang andauernde Aktivierung die Einleitung der Apoptose begünstigt (siehe 

1.3.5.1). Zu der Hypothese, dass durch die JNK1 Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomzellen vermittelt wird, könnte somit passen, dass vier Stunden nach 

Cisplatinexposition die Aktivierung der JNK in den Cisplatin-resistenten RT-112R-Zellen  

deutlich ausgeprägter ist als nach 24 Stunden (siehe 3, Abb. 5), was für eine transiente 

Aktivierung der JNK spricht. Insofern wäre es interessant, die Effekte eines JNK-

Inhibitors auf die Chemosensitivität der Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen 

sowie die mRNA- und Proteinexpression von XAF1 zu untersuchen.  

4.5.2.5.2 Zusammenhang zwischen dem Transkriptionsfaktor STAT1 und der XAF1-
Expression 

Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass der Transkriptionsfaktor STAT1 an der 

Aktivierung der Transkription von XAF1 in Kolonkarzinomzellen beteiligt ist [887]. Die 

Transkriptionsfaktoren der STAT-Familie werden durch Bindung von Zytokinen an 

Rezeptoren aktiviert, die mit Tyrosinkinasen assoziiert sind; diese Tyrosinkinasen werden 

Januskinasen (JAKs) genannt [888]. Die Januskinasen phosphorylieren und aktivieren die 

intrazytoplasmatische Domäne der Zytokinrezeptoren sowie die Transkriptionsfaktoren 

der STAT-Familie, die die weitere Signaltransduktion ausführen [888]. STAT1 hat sowohl 

tumorsuppressive als auch onkogene Funktionen und nimmt in Tumorzellen daher eine 

duale Rolle ein [889]. Cisplatinexposition führt zur Aktivierung von STAT1 in 

Tumorzellen verschiedener Entitäten [890], was die Hochregulierung von XAF1 in den 

Cisplatin-resistenten RT-112R- und J-82R-Zellen erklären könnte. Es gibt Hinweise darauf, 

dass p53, ATM und c-Abl an der Aktivierung von STAT1 infolge einer 

Cisplatinexposition beteiligt sind [891]. Suppression von STAT1 führt in Cisplatin-

resistenten Ovarial- und Endometriumkarzinomzellen in vitro zur Sensitivierung 

gegenüber Cisplatin [892, 893], während Transfektion von STAT1-cDNA in 

Ovarialkarzinomzellen in vitro Cisplatinresistenz vermittelt [894]. Zudem ergab sich in 

Cisplatin-resistenten Nasopharynxkarzinomzellen in vitro eine erhöhte STAT1-

Aktivierung, während Herunterregulierung von STAT1 die Cisplatinresistenz 

überwinden konnte [895]. Der JAK-Inhibitor Ruxolitinib resensitiviert Cisplatin-resistente 

HNSCC-Zellen in vitro gegenüber Cisplatin [896]. Auch in Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen haben sich in vitro Hinweise auf die Wirksamkeit von JAK-

Inhibitoren ergeben [897]. Zusammengefasst könnte die Überexpression von XAF1 ein 

Hinweis auf eine Aktivierung des JAK/STAT-Signalwegs in den Cisplatin-resistenten 

Zellen sein. Deshalb sollte die Expression und Aktivierung von STAT1 und die 

Wirksamkeit von JAK-Inhibitoren in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen weiter 
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untersucht werden. Hierzu könnte man in einem ersten Schritt die Proteinexpression von 

p-STAT1 mittels Western Blot analysieren.  

Interessanterweise begünstigt STAT1 die mRNA- und Proteinexpression des 

Oberflächenproteins PD-L1 in Mammakarzinomzellen in vitro [898]. Die Expression von 

PD-L1 führt durch Interaktion mit Rezeptoren auf Immunzellen (PD-1) zur 

Immunevasion. In der Tat wird PD-L1 im Verlauf einer Cisplatintherapie in SCLC-Zellen 

[899] und Ovarialkarzinomzellen [900] in vitro hochreguliert und begünstigt so 

Cisplatinresistenz. Suppression von PD-L1 durch siRNA kann die Cisplatin-resistenten 

Tumorzellen resensitivieren [899, 900]. Zudem wird im Zuge der Epithelial-

Mesenchymalen Transition die immunhistochemisch detektierte Expression von PD-L1 

verstärkt [901, 902]. Antikörper gegen PD-L1 können in Cisplatin-resistenten NSCLC-

Zellen in vitro EMT und Invasion verringern [903]. Deshalb sollte insbesondere bei 

Cisplatin-resistenten Tumoren eine Therapie mit Antikörpern gegen PD-L1 und PD-1 

erwogen werden. Dies ist in der Therapie des Urothelkarzinoms bereits etabliert: Die 

monoklonalen Antikörper Pembrolizumab, Atezolizumab und Nivolumab werden in der 

Zweitlinientherapie des metastasierten und lokal fortgeschrittenen Urothelkarzinoms der 

Harnblase nach vorangegangener Cisplatin-basierter Chemotherapie eingesetzt; 

Pembrolizumab und Atezolizumab sind auch für die Erstlinientherapie bei Patienten mit 

positivem PD-L1-Status, die nicht für eine Cisplatin-basierte Chemotherapie geeignet 

sind, zugelassen [45]. Während Pembrolizumab und Nivolumab PD-1 neutralisieren, ist 

Atezolizumab gegen PD-L1 gerichtet [904]. Sollte STAT1-Aktivierung tatsächlich zur 

erworbenen Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomzellen beitragen, könnte dies eine 

weitere Rationale für den klinischen Einsatz von PD-1- bzw. PD-L1-Antikörpern in 

Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomen sein.  

4.5.2.6	Inhibition	der	Translation	von	XAF1	als	mögliche	Ursache	der	paradoxen	
Hochregulierung	der	XAF1-mRNA		

Letztendlich muss auch in Betracht gezogen werden, dass infolge einer wiederholten 

Cisplatinexposition zwar die mRNA-Expression von XAF1, nicht jedoch die 

Proteinexpression hochreguliert wird. Interessanterweise wird durch Interferontherapie 

in Apoptose-sensitiven Zellen sowohl die mRNA- als auch die Proteinexpression von 

XAF1 hochreguliert, während in Apoptose-resistenten Zelllinien nur die mRNA-

Expression, nicht jedoch die Proteinexpression verstärkt wird [591]. In den Apoptose-

resistenten Zelllinien scheint somit die Translation von XAF1 gestört zu sein; 

möglicherweise ist dies auf RNA-Interferenz zurückzuführen. Vorstellbar ist, dass die 

Cisplatin-resistenten Zellen im Zuge der Resistenzentwicklung miRNAs hochregulieren, 

die die XAF1-mRNA blockieren und so die Proteinexpression von XAF1 supprimieren. 

Durch Feedbackmechanismen könnte so eine erhöhte mRNA-Expression zustande 

kommen, während die Proteinexpression erniedrigt ist – beispielsweise wenn durch 

verminderte XAF1-Proteinexpression p53 destabilisiert würde, was zu einer vermehrten 

Transkription von XAF1 führen würde, da p53 die Transkription von XAF1 inhibiert 
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(siehe 1.5.2 b). Insofern wäre es retrospektiv interessant gewesen, neben der mRNA-

Expression auch die Proteinexpression von XAF1 in den RT-112- und J-82-Zellen sowie 

deren korrespondierenden Cisplatin-resistenten Zelllinien zu untersuchen.  

4.5.2.7	Mögliche	Bedeutung	dysfunktionaler	Spleißvarianten	von	XAF1	

Darüber hinaus muss in Betracht gezogen werden, dass es verschiedene Spleißvarianten 

von XAF1 mit unterschiedlicher Funktion und Affinität zu XIAP gibt [585, 905, 906]. Um 

die Akkumulation fehlerhafter Proteine zu unterbinden, wird die Translation von mRNA, 

in der sich durch alternatives Spleißen vorzeitige Stoppcodons befinden, durch den 

Mechanismus Nonsense-mediated mRNA Decay (NMD) verhindert, indem die fehlerhafte 

mRNA abgebaut wird [907]. In zirkulierenden Tumorzellen mit hoher 

Metastasierungstendenz, die Veränderungen im Sinne der Epithelial-Mesenchymalen 

Transition aufweisen, wird der NMD-Mechanismus häufig inhibiert [907, 908]; die 

Translation fehlerhafter Spleißvarianten begünstigt dann die EMT [909, 910]. In diesem 

Zusammenhang ist relevant, dass in gastralen Adenokarzinomen eine Spleißvariante von 

XAF1, die eine Deletion des für die Zinkfingerdomäne kodierenden Bereichs aufweist, mit 

zunehmendem Tumorstadium häufiger auftritt [905]. Die Zinkfingerdomäne ist 

entscheidend für die Interaktion von XAF1 mit XIAP [905]. Zudem wurde in 

zirkulierenden Magenkarzinomzellen eine XAF1-Spleißvariante mit einem vorzeitigen 

Stoppcodon identifiziert, die aufgrund eines dysfunktionalen NMD-Mechanismus in 

diesen Zellen akkumuliert [908]. Bei Patienten mit fortgeschrittenem T-Stadium der TNM-

Klassifikation bzw. venöser Invasion wurde diese Spleißvariante signifikant häufiger 

nachgewiesen [908]. Die Inhibition des NMD-Mechanismus erfolgt in Tumorzellen in 

Reaktion auf zellulären Stress, insbesondere infolge von starkem ER-Stress oder bei Anfall 

reaktiver Sauerstoffspezies [911, 912]. Somit wäre es plausibel, dass NMD-Inhibition auch 

in Cisplatin-exponierten Zellen die Expression alternativer Spleißvarianten begünstigen 

und möglicherweise auf diesem Weg Epithelial-Mesenchymale Transition und 

Cisplatinresistenz vermitteln kann. Über die Bedeutung von NMD für die 

Cisplatinsensitivität von Tumorzellen gibt es bis dato jedoch keine Erkenntnisse. 

Diesbezüglich wäre es interessant, die mRNA-Expression von XAF1 bei Verwendung von 

Primern, die dysfunktionale Spleißvarianten von XAF1 mitdetektieren bzw. Primern, die 

sie nicht mitdetektieren mittels qRT-PCR zu vergleichen oder alternativ eine RNA-

Sequenzierung von XAF1 in den J-82R-Zellen vorzunehmen.  

4.5.2.8	 Zusammenfassung	 der	 Hypothesen	 zur	 paradoxen	 Hochregulierung	 von	
XAF1	

Insgesamt bleibt die Bedeutung der auf den ersten Blick paradoxen Hochregulierung von 

XAF1 im Zuge der Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin unklar. Dass ein Zufall 

zugrunde liegt, erscheint unwahrscheinlich, da die Hochregulierung in beiden Zelllinien 

biologisch relevant und statistisch signifikant war (siehe Fig. 7). Zudem beobachtete eine 

kooperierende Arbeitsgruppe ebenfalls eine signifikante Hochregulierung von XAF1 in 
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Cisplatin-resistenten J-82-Zellen, die unabhängig von den hier verwendeten Zellen nach 

einem anderen Schema, das auf kontinuierlicher Cisplatinexposition basierte, selektioniert 

wurden (siehe Supplement Fig. S1). Hypothesen eines kausalen Zusammenhangs 

zwischen der Hochregulierung von XAF1 und der Resistenzentwicklung gegenüber 

Cisplatin ergeben sich aus der Funktion von XAF1 als Zellzyklusregulator, der einen 

G2/M-Arrest vermitteln kann, sowie aus Hinweisen auf eine Beteiligung von XAF1 an der 

Epithelial-Mesenchymalen Transition. Darüber hinaus könnte die Rolle von XAF1 bei der 

Umverteilung von XIAP in den Nukleus Cisplatinresistenz begünstigen. Unabhängig 

davon ist eine Induktion von XAF1 im Zuge einer Aktivierung des JAK/STAT- oder JNK-

Signalwegs denkbar, die ihrerseits Cisplatinresistenz vermitteln können. Es ist jedoch 

nicht auszuschließen, dass aufgrund einer Inhibition der Translation nur auf mRNA-

Ebene die scheinbar paradoxe Hochregulierung von XAF1 besteht oder durch 

dysfunktionale Spleißvarianten von XAF1 die Funktionalität des Proteinprodukts 

beeinträchtigt wird. Welche Mechanismen der Hochregulierung von XAF1 zugrunde 

liegen und ob diese in kausalem Zusammenhang zur Resistenzentwicklung gegenüber 

Cisplatin sowie zur Epithelial-Mesenchymalen Transition stehen, sollte weiter untersucht 

werden, um zielgerichtete Therapien zur Überwindung von Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomen entwickeln zu können.  

4.6	Bedeutung	von	Cisplatin-Resistenzmechanismen	ohne	Bezug	zur	
DNA-Schadensantwort	oder	Apoptose	in	Urothelkarzinomzellen	

Auch Mechanismen, die Cisplatin bereits vor Erreichen der nukleären DNA inaktivieren, 

erwiesen sich in dieser Studie als potentiell relevant für die erworbene Cisplatinresistenz 

der Urothelkarzinomzellen. In den Cisplatin-resistenten RT-112R- Zellen ergab die qRT-

PCR eine signifikant erhöhte mRNA-Expression des nukleophilen Radikalfängers MT1A 

sowie eine verminderte Expression des Efflux-Transporters ATP7A (siehe Fig. 7B). Zudem 

zeigte sich die Expression des Efflux-Transporters MRP2 signifikant um den Faktor 1,99 

erniedrigt (nicht beschriftet in Fig.7B, da MRP2 die auf den Faktor 2 festgelegte Schwelle 

der biologischen Relevanz knapp verfehlte).  

4.6.1	Paradoxe	Hochregulierung	von	Efflux-Transportern	

Während die Überexpression von MT1A auf eine Inaktivierung von Cisplatin in den RT-

112R-Zellen bereits vor Erreichen des Nukleus hindeutet und somit die reduzierte SubG1-

Fraktion der RT-112R-Zellen erklären könnte (siehe 4.3.1), ist die Herunterregulierung der 

Efflux-Transporter MRP2 und ATP7A in den Cisplatin-resistenten Zellen paradox, da 

verminderter Efflux von Cisplatin eigentlich zu höheren intrazellulären 

Cisplatinkonzentrationen und somit erhöhter Toxizität führen müsste. Es gibt jedoch 

Hinweise darauf, dass Herunterregulierung von MRP2 in Tumorzellen mit Epithelial-

Mesenchymaler Transition assoziiert ist [913, 914]. In NSCLC-Zellen konnte in vitro 

gezeigt werden, dass Snail, ein Transkriptionsfaktor, der EMT vermittelt, die Expression 
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von MRP2 auf mRNA-Ebene herunterreguliert [914]. Die Cisplatinresistenz der Snail-

exprimierenden Zellen, die Veränderungen im Sinne der EMT aufwiesen, nahm in der 

genannten Studie trotz der Suppression der MRP2-mRNA zu, was möglicherweise auf 

eine erhöhte Proteinexpression von membranständig lokalisiertem MRP5 zurückzuführen 

ist [914]. MRP5 ist ebenfalls ein Efflux-Transporter, der Cisplatinresistenz vermitteln kann 

[915]. Auch die in den RT-112R-Zellen detektierte Überexpression von MT1A würde zur 

Hypothese der Aktivierung von Snail passen: In HCC-Zellen wurde in vitro gezeigt, dass 

der Metal Response Element Binding Transcription Factor 2 (MTF2), ein Transkriptionsfaktor, 

der an die Metal Response Elements (MRE) von Metallothioneinen bindet und deren 

Transkription aktiviert, auch die Transkription von Snail begünstigt [916]. Somit könnte 

MTF2 in Reaktion auf die zyklische Cisplatinexposition in den RT-112R-Zellen 

hochreguliert worden sein, wodurch die Transkription von MT1A und Snail aktiviert 

wurde. Snail wiederum könnte die Epithelial-Mesenchymale Transition vermittelt und 

die Expression von MRP2 herunterreguliert haben. Die immunhistochemisch detektierte 

Expression von Metallothioneinen korreliert zudem bei Schilddrüsenkarzinom-Patienten 

mit der Expression der Transkriptionsfaktoren HIF1α und Slug, die ebenfalls Epithelial-

Mesenchymale Transition vermitteln [917]. HIF1α induziert dabei die Transkription von 

Metallothioneinen und Slug [917].  

Bemerkenswerterweise fand eine Studie von Skowron et al., in der Cisplatin-resistente 

Urothelkarzinomzellen durch kontinuierliche Cisplatinexposition selektioniert wurden, 

ebenfalls eine paradox erscheinende Herunterregulierung der mRNA-Expression des 

Efflux-Transporters ATP7A in den Cisplatin-resistenten RT-112-Zellen [643]. Zudem 

wurde in der genannten Studie genau wie in der hier vorliegenden Arbeit eine 

signifikante Hochregulierung der mRNA-Expression von MT1A in den Cisplatin-

resistenten RT-112-Zellen detektiert [643]. Behandlung mit einem Inhibitor der 

Metallothionein-Synthese konnte die Sensitivität der Cisplatin-resistenten Zellen in vitro 

jedoch nicht erhöhen [643]. Dies könnte darauf hindeuten, dass die Hochregulierung von 

MT1A eher als Nebeneffekt der EMT auftritt (siehe oben) und selbst nicht entscheidend 

die Cisplatinresistenz der RT-112R-Zellen beeinflusst. Die mRNA-Expression von MT1A 

war in den Cisplatin-resistenten J-82-Zellen hingegen bei Skowron et al. 

überraschenderweise herunterreguliert [643]. Dieser Effekt wurde auch in der hier 

vorliegenden Arbeit beobachtet, erreichte jedoch keine statistische Signifikanz (siehe Fig. 

7A). Somit sind im Bezug auf die Mechanismen, die Cisplatin bereits vor Erreichen des 

Nukleus inaktivieren, trotz der unterschiedlichen Selektionsschemata durchaus Parallelen 

zwischen den Studien erkennbar. Die von Skowron et al. beobachtete signifikante 

Hochregulierung von MRP2 in den Cisplatin-resistenten RT-112- und J-82-Zellen [643] 

unterscheidet sich jedoch von den hier erhobenen Daten, was möglicherweise auf die 

methodischen Unterschiede bei der Selektion zurückzuführen ist.  
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4.6.2	Überexpression	antioxidativer	Enzyme	

In den J-82R-Zellen waren die Expression der Glutathion-S-Transferase GSTM1 sowie der 

Hämoxygenase 1 signifikant erhöht (siehe Fig. 7A). Dies impliziert, dass in den als eher 

mesenchymal charakterisierten J-82-Zellen die Hochregulierung antioxidativer Enzyme 

von Bedeutung für die Resistenzentwicklung gegenüber Cisplatin sein könnte. Im 

Hinblick auf den relevanten Beitrag, den reaktive Sauerstoffspezies zur Cisplatin-

induzierten Zytotoxizität leisten, ist dies zwar ein plausibler Resistenzmechanismus, steht 

jedoch im Widerspruch zur Rolle reaktiver Sauerstoffspezies bei der Epithelial-

Mesenchymalen Transition (siehe 4.2.2). Insgesamt scheint für die Cisplatinsensitivität 

von Urothelkarzinomzellen die proapoptotische Wirkung reaktiver Sauerstoffspezies 

relevanter zu sein als deren Auswirkung auf die EMT, sodass die Überexpression 

antioxidativer Enzyme Cisplatinresistenz vermitteln kann [708, 709].  

4.6.2.1	 Die	 Hämoxygenase	 1	 als	 potentieller	 Angriffspunkt	 zur	 Überwindung	
erworbener	Cisplatinresistenz	

In einer Studie von Yu und Wang, in der Cisplatin-resistente Zellen durch Selektion aus 

der Urothelkarzinom-Zelllinie NTUB1 gewonnen wurden, zeigte sich im Vergleich der 

Cisplatin-resistenten Zellen mit ihren Ursprungszellen eine erhöhte Expression der 

Hämoxygenase 1 [577], genau wie in dieser Arbeit bei den J-82R-Zellen. Durch Knockdown 

der Hämoxygenase 1 konnten die Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen bei Yu und 

Wang in vitro resensitiviert werden [577]. Insofern wäre es interessant, den Effekt eines 

siRNA-vermittelten Knockdowns der Hämoxygenase 1 auf die Cisplatinsensitivität in den 

Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen und ggf. einem Xenograft-Modell zu untersuchen. 

Inhibition oder Knockdown der Hämoxygenase 1 erscheint als potentieller Angriffspunkt 

für eine zielgerichtete Therapie zur Resensitivierung Cisplatin-resistenter Zellen 

vielversprechend. In diesem Zusammenhang ist erwähnenswert, dass sich Hinweise auf 

eine Rolle der Hämoxygenase 1 bei der Resistenzentwicklung von Urothelkarzinomzellen 

gegenüber Gemcitabin ergeben haben [918]. Inhibition der Hämoxygenase 1 konnte die 

Urothelkarzinomzellen in vivo gegenüber Gemcitabin sensitivieren [918]. Bei der klinisch 

am häufigsten verwendeten Kombinationschemotherapie aus Cisplatin und Gemcitabin 

könnte ein Hämoxygenase 1-Inhibitor somit sowohl der erworbenen Cisplatinresistenz als 

auch erworbener Gemcitabinresistenz entgegenwirken.  

4.6.2.2	 Hochregulierung	 des	 Transkriptionsfaktors	 NRF2	 als	 mögliche	 Ursache	
der	Überexpression	antioxidativer	Enzyme		

Bemerkenswerterweise führte kontinuierliche Cisplatinexposition während der Selektion 

in der Studie von Skowron et al. vor allem in den Cisplatin-resistenten RT-112-Zellen in 

vitro zur Hochregulierung der mRNA-Expression zahlreicher antioxidativer Enzyme 

[709]. Dies konnte auf eine Missense-Mutation im Exon 2 des für KEAP1 (siehe 1.6.2) 

kodierenden Gens zurückgeführt werden, wodurch die Interaktion von KEAP1 mit der 

Ubiquitinligase Cullin-3 gestört wird, sodass der proteasomale Abbau von NRF2 
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beeinträchtigt ist [709]. Die gleiche Mutation wurde retrospektiv in unabhängig davon 

von einer anderen Arbeitsgruppe selektionierten Cisplatin-resistenten RT-112-Zellen 

nachgewiesen [709], wobei das Selektionsschema ebenfalls auf kontinuierlicher 

Cisplatinexposition basierte [919]. In den hier vorliegenden, durch pulsatile 

Cisplatinexposition selektionierten RT-112R-Zellen zeigten sich Veränderungen in der 

mRNA-Expression antioxidativer Enzyme hingegen nur bei den mesenchymaleren J-82-

Zellen (siehe oben). Retrospektiv wurden die in dieser Arbeit selektionierten Cisplatin-

resistenten RT-112R- und J-82R-Zellen ebenfalls auf die bei Skowron et al. zugrunde 

liegende Missense-Mutation im KEAP1-Gen untersucht; diese war jedoch in keiner der 

beiden Zelllinien nachweisbar [709]. Die Bedeutung von NRF2 für die Cisplatinresistenz 

von Urothelkarzinomzellen wird auch durch die Ergebnisse einer anderen Arbeitsgruppe 

bekräftigt: Epigenetische Gen-Inaktivierung durch Promotor-Hypermethylierung führt 

zur verminderten Expression des Proteins GULP1 und vermittelt Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomen [920]. GULP1 interagiert mit KEAP1 und trägt auf diese Weise dazu 

bei, dass die Translokation von NRF2 vom Zytoplasma in den Zellkern verhindert wird 

[920]. GULP1 zeigte sich in Gewebeproben aus fortgeschrittenen (muskelinvasiven) 

Urothelkarzinomen häufig epigenetisch inaktiviert. In vitro hatte die epigenetische 

Inaktivierung von GULP1 in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen eine konsekutiv 

erhöhte Expression von NRF2 und HMOX1 zur Folge [920]. 

Im Gegensatz zu den in der hier vorliegenden Arbeit erhobenen Daten war bei Skowron 

et al. die mRNA-Expression der GSTM1 in den Cisplatin-resistenten J-82-Zellen 

signifikant herunterreguliert, obwohl auch in den Cisplatin-resistenten J-82-Zellen eine 

erhöhte Proteinexpression von NRF2 sowie eine verstärkte induzierbare NRF2-Aktivität 

nachgewiesen wurde [709]. Als Erklärung liegt nahe, dass die unterschiedlichen 

Expositionsschemata gegenüber Cisplatin für diese Unterschiede von Bedeutung sind. 

Zum Beispiel ist vorstellbar, dass in den J-82-Zellen, die einer kontinuierlichen 

Cisplatinexposition ausgesetzt sind, GSTM1 kontinuierlich verbraucht wird, was durch 

die physiologische Hochregulierung und Aktivierung von NRF2 im Rahmen der ROS-

Exposition nur unzureichend ausgeglichen werden kann. In den RT-112-Zellen, die durch 

die Missense-Mutation im KEAP1-Gen einen Selektionsvorteil erworben haben, führt die 

stark erhöhte NRF2-Aktivität zu einer Hochregulierung von GSTM1 [709]. Da neben der 

GSTM1 in der hier vorliegenden Arbeit auch die Hämoxygenase 1, die ebenfalls NRF2-

abhängig transkribiert wird, in den Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen hochreguliert war, 

wäre es interessant, die Proteinexpression von NRF2 und KEAP1 mittels Western Blot 

sowie die transkriptionelle Aktivität von NRF2 durch einen Luciferase-Assay in den J-82R-

Zellen im Vergleich zu den Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen zu untersuchen.  

!. #. $. %	 Zusammenhang	 zwischen	 Zellzyklusregulatoren	 und	 der	 Expression	
antioxidativer	Enzyme		

Im Zusammenhang mit der Hochregulierung von NRF2 als möglichem 

Resistenzmechanismus könnte auch eine Untersuchung der Proteinexpression von p21 
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zum Erkenntnisgewinn beitragen, weil p21 durch Behinderung der Interaktion von 

KEAP1 und NRF2 zur Stabilisierung von NRF2 beiträgt [921]. Da die RT-112-Zellen 

aufgrund einer Mutation, die zur Leserasterverschiebung führt, kein funktionsfähiges p21 

exprimieren [845], könnte sich hieraus eine Erklärung ergeben, warum sich in der hier 

vorliegenden Arbeit nur in den J-82R-Zellen eine relevante Überexpression antioxidativer 

Enzyme gezeigt hat. Somit könnte die Aktivierung von p21 im Zuge der DNA-

Schadensantwort in den J-82R-Zellen zur Reduktion reaktiver Sauerstoffspezies 

beigetragen haben. Eine p21-vermittelte Hochregulierung antioxidativer Enzyme würde 

auch die Hypothese stützen, dass in den RT-112-Zellen, die kein funktionsfähiges p21 

exprimieren, reaktive Sauerstoffspezies und ER-Stress für die Zytotoxizität von Cisplatin 

besonders relevant sind (siehe 4.3.1). Bemerkenswerterweise wurde in der oben 

genannten Studie von Yu und Wang (siehe 4.6.2.1) in den Cisplatin-resistenten NTUB1/P-

Zellen auch eine Hochregulierung des Zellzyklusregulators p16/CDKN2A beobachtet 

[577]. Dieser Zellzyklusregulator ist ein Inhibitor des CDK4/6-Komplexes, der so den 

Übergang in die S-Phase des Zellzyklus verhindert [922]. Da die Wirkung Cisplatin-

induzierter DNA-Schäden in erster Linie auf der Entstehung von Replikationsstress 

während der S-Phase beruht, ist die Hochregulierung von p16/CDKN2A als 

Resistenzmechanismus durchaus plausibel. Knockdown von p16/CDKN2A führte in den 

Cisplatin-resistenten NTUB1/P-Zellen zur Resensitivierung gegenüber Cisplatin [577]. Im 

Vergleich zu den in der hier vorliegenden Arbeit erhobenen Daten fällt auf, dass 

einerseits in beiden Cisplatin-resistenten Zelllinien eine Hochregulierung der 

Hämoxygenase 1 beobachtet wurde und sich andererseits in beiden Studien Hinweise 

darauf fanden, dass eine Modulation des Zellzyklus in den Cisplatin-resistenten Zellen 

eine erfolgreiche Strategie sein könnte: In der hier vorliegenden Arbeit ergab die 

Inhibition der Checkpointkinase 1, bei Yu und Wang der Knockdown von p16/CDKN2A 

vielversprechende Ergebnisse. Hinsichtlich der Expression von E-Cadherin und  Vimentin 

bzw. des Grades der EMT ist die verwendete Zelllinie NTUB1 bislang nicht 

charakterisiert, weshalb keine Rückschlüsse gezogen werden können, ob die ähnlichen 

Resistenzmechanismen in den Cisplatin-resistenten J-82R- und NTUB1/P-Zellen mit 

einem ähnlichen Grad der EMT in Zusammenhang stehen könnten.  

4.7	 Ausblick:	 Weitere	 potentielle	 Angriffspunkte	 zielgerichteter	
Therapien	 zur	 Überwindung	 von	 Cisplatinresistenz	 in	
Urothelkarzinomen	

Darüber hinaus gibt es Resistenzmechanismen gegenüber Cisplatin, die sich in 

Urothelkarzinomzellen als relevant herausgestellt haben, in dieser Arbeit jedoch nicht 

untersucht wurden. Zukünftige präklinische Studien mit Cisplatin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen sollten auch diese Resistenzmechanismen mitberücksichtigen, da 

sie ebenfalls eine Angriffsfläche für zielgerichtete Therapien bieten, um Cisplatinresistenz 

in Urothelkarzinomzellen zu überwinden.  
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4.7.1	Autophagie-Inhibitoren	

In den letzten Jahren haben sich in mehreren präklinischen Studien Autophagie-

Inhibitoren zur Überwindung von Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomzellen als 

vielversprechend erwiesen. Die physiologische Funktion der Autophagie sind der 

lysosomale Abbau und die Wiederverwertung von zelleigenen Bestandteilen wie 

beschädigten Organellen oder fehlgefalteten Proteinen [923]. Bei Krebserkrankungen 

nimmt die Autophagie eine duale Rolle ein [924]. Im Hinblick auf die Karzinogenese 

werden der Autophagie tumorsuppressive Funktionen zugeschrieben [923]. In 

fortgeschrittenen Tumoren wirken Autophagie-Prozesse hingegen der Apoptose 

entgegen, indem sie defekte Zellorganellen und Proteine recyceln, um dem erhöhten 

Metabolismus der Tumorzellen gerecht zu werden, die gestörte Homöostase der Zellen 

wiederherzustellen und so das Überleben der Tumorzellen fördern [924]. Zudem 

begünstigt Autophagie auf diesem Weg die Entstehung von Chemoresistenz gegenüber 

Zytostatika [925], darunter Cisplatin [926]. Autophagie-Inhibitoren werden bereits in 

zahlreichen Tumorentitäten als Tumortherapeutika und Chemosensitizer in klinischen 

Studien erprobt, darunter Pankreas-, Kolon- und Lungenkarzinome [927]. Für 

Urothelkarzinome liegen bislang jedoch nur präklinische Daten vor. Verschiedene 

Autophagie-Inhibitoren induzieren Apoptose in Urothelkarzinomzellen in vitro und 

erzielen in Kombination mit Cisplatin eine höhere Zytotoxizität als eine Cisplatin-

Monotherapie [928, 929]. Gewebeproben von High Grade Urothelkarzinome weisen eine 

höhere Expression von Autophagie-Proteinen und eine größere Anzahl an 

Autophagievesikeln auf als Low Grade Karzinome [928]. Cisplatinbehandlung induziert 

Autophagie-Proteine in Urothelkarzinomzellen in vitro und kann so Cisplatinresistenz 

begünstigen [930]. Cisplatin-resistente Urothelkarzinomzellen, die durch kontinuierliche 

Cisplatinexposition selektioniert wurden, exprimieren mehr Autophagie-Proteine als ihre 

Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen und können in vitro durch Autophagie-Inhibitoren 

gegenüber Cisplatin resensitiviert werden [931, 932]. Insofern wäre es interessant, die 

Expression von Autophagie-Proteinen, z.B. BECN1, das an der Bildung des 

Kernkomplexes der Autophagie beteiligt ist und mit Bcl-2 interagiert [930], auch in den 

hier vorliegenden, durch pulsatile Cisplatinexposition selektionierten Zellen, zu 

untersuchen.  

4.7.2	Modulation	des	Raf/MEK/ERK	und	PI3-Kinase/Akt/mTOR-Signalwegs	

Ein weiterer Signalweg, der bei der Entstehung von erworbener Cisplatinresistenz in 

Urothelkarzinomen relevant zu sein scheint, ist der Raf/MEK/ERK-Signalweg. 

Cisplatintherapie führt in vitro zur Aktivierung des Raf/MEK/ERK-Signalwegs in 

Urothelkarzinomzellen, während Knockdown von ERK in Kombination mit einem 

spezifischen MEK-Inhibitor die Cisplatin-induzierte Zytotoxizität verstärkt [328]. 

Aktivierung des Raf/MEK/ERK-Signalwegs ist bei Urothelkarzinom-Patienten mit 

Chemoresistenz assoziiert [328]. Des Weiteren sprechen mehrere Studien für die 

Involvierung des PI3-Kinase/Akt-Signalwegs in die Mechanismen erworbener 
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Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen. Nikotinexposition, einer der Haupt-

risikofaktoren für die Entstehung von Urothelkarzinomen der Harnblase, führt zur 

Aktivierung des PI3-Kinase/Akt-Signalwegs und schwächt die Wirkung von Cisplatin 

auf Urothelkarzinomzellen in vitro und in vivo ab [933]. Die Kombination von Cisplatin 

mit einem dualen Inhibitor, der sowohl die PI3-Kinase als auch mTOR inhibiert, hat sich 

in einem Xenograft-Modell mit Nikotin-exponierten Urothelkarzinomzellen als effektiv 

erwiesen [933]. 

4.7.2.1	Inhibition	des	Onkoproteins	MUC1-C	

Die C-terminale Untereinheit des Transmembranproteins MUC1, das in Tumorzellen 

häufig überexprimiert und aberrant glykosyliert ist, ist ein Onkoprotein (MUC1-C), das 

von extrazellulären Signalen entkoppelt den PI3-Kinase/Akt/mTOR- sowie den 

Ras/MEK/ERK-Signalweg aktiviert [934]. Des Weiteren beeinflusst MUC1-C durch 

Interaktion mit Transkriptionsfaktoren die Expression von Membrantransportern, was 

durch Veränderung der intrazellulären Cisplatinkonzentration sowie der Verfügbarkeit 

von Glutathion ebenfalls Cisplatinresistenz begünstigt [935]. Außerdem ist MUC1-C in 

die Regulation von Zelladhäsionsproteinen wie z.B. E-Cadherin involviert und kann 

dadurch in Tumorzellen zur Epithelial-Mesenchymalen Transition beitragen [934]. 

MUC1-C ist in Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen in vitro überexprimiert und 

korreliert bei Urothelkarzinom-Patienten, die eine Cisplatin-basierte Chemotherapie 

erhalten haben, mit einer kurzen Gesamtüberlebenszeit [935]. MUC1-C-Inhibition kann 

Cisplatin-resistente Urothelkarzinomzellen in vitro und in vivo resensitivieren und die 

autonome Aktivierung des PI3-Kinase/Akt/mTOR-Signalwegs aufheben [935].  

4.7.2.2	Inhibition	des	Transmembranproteins	Glykoprotein	130	

Glykoprotein 130 (GP130), ein Transmembranprotein, das Teil des Interleukin  

6-Rezeptorkomplexes ist, welcher in der weiteren Signaltransduktion den 

PI3K/Akt/mTOR-Signalweg aktiviert, ist in Cisplatin- und Gemcitabin-resistenten 

Urothelkarzinomzellen in vitro überexprimiert, während Inhibition von GP130 in diesen 

Zellen zytotoxisch ist und deren Migrationsfähigkeit reduziert [327]. Da GP130-Inhibition 

eine indirekte Aktivierung des Raf/MEK/ERK-Signalwegs bedingen kann, ist die 

Kombination mit einem ERK-Inhibitor sinnvoll [327]. 

4.7.2.3	Inhibition	von	Rezeptor-Tyrosinkinasen	

Darüber hinaus werden der PI3-Kinase/Akt/mTOR-Signalweg und der Raf/MEK/ERK-

Signalweg in Tumorzellen infolge der weiteren Signaltransduktion von Rezeptor-

Tyrosinkinasen aktiviert. Neben ERBB2/HER2 (siehe 1.6.3 a), dessen mRNA-Expression 

in der hier vorliegenden Arbeit keine Veränderungen in den Cisplatin-resistenten Zellen 

aufwies, sind für die Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomen der Fibroblast Growth 

Factor Receptor (FGFR) und der Epidermal Growth Factor Receptor (EGFR) potentiell relevant 

[936], die in der hier vorliegenden Arbeit nicht untersucht wurden.  
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4.7.2.3.1 FGFR-Inhibitoren 

Ca. 20% der Patienten mit muskelinvasiven Urothelkarzinomen weisen genetische 

Alterationen im FGFR3-Gen auf, was mit einem schlechteren Ansprechen einer Cisplatin-

basierten neoadjuvanten Chemotherapie assoziiert ist [937]. Überexpression von FGFR3 

geht zudem mit einem kürzeren Gesamtüberleben nach adjuvanter Chemotherapie einher 

[938]. Der FGFR-Inhibitor Erdafitinib ist inzwischen für die Zweitlinientherapie (nach 

vorheriger Platin-basierter Chemotherapie) von lokal fortgeschrittenen oder 

metastasierten Urothelkarzinomen bei Patienten mit nachgewiesenen Alterationen von 

FGFR2 oder FGFR3 zugelassen [939]. Erdafitinib führt in dieser Patientengruppe häufig 

zu einer partiellen, jedoch nur selten zu einer kompletten Remission [940], weshalb es 

naheliegt, dass Kombinationstherapien mit anderen zielgerichteten Therapeutika 

erforderlich sind, um das Outcome weiter zu verbessern [941]. Da FGFR-Inhibition über 

einen Feedback-Mechanismus zur Aktivierung von ERBB2 und EGFR sowie in der Folge 

des PI3-Kinase/Akt/mTOR-Signalwegs führt, erscheint die Evaluation einer möglichen 

Kombinationstherapie aus FGFR- und PI3-Kinase-Inhibitoren sinnvoll [942].  

4.7.2.3.2 EGFR-Inhibitoren  

Überexpression von EGFR geht mit einem erhöhten Rezidivrisiko nach Zystektomie und 

Cisplatin-basierter adjuvanter Chemotherapie einher [943]. Cisplatin-resistente 

Urothelkarzinomzellen können in vitro durch Knockdown von EGFR [943] oder in vitro  

und in vivo durch den EGFR-Inhibitor Gefitinib [944], der klinisch für die Therapie des 

lokal fortgeschrittenen oder metastasierten NSCLC mit aktivierender EGFR-Mutation 

eingesetzt wird [945], resensitiviert werden. Klinische Phase-II-Studien konnten jedoch 

keine Prognoseverbesserung für eine Kombinationstherapie von Cisplatin,  

Gemcitabin und Gefitinib gegenüber der Standard-Erstlinien-Chemotherapie mit 

Cisplatin/Gemcitabin nachweisen [946, 947], was möglicherweise darin begründet ist, 

dass aktivierende EGFR-Mutationen in Urothelkarzinomen im Gegensatz zum NSCLC 

äußerst selten sind [946].  Interessanterweise exprimiert in präklinischen Modellen ein 

Phänotyp, der aus der undifferenzierten Basalzellschicht des Urothels hervorgeht und 

durch molekulare Marker, die auch in Tumorstammzellen vorkommen, charakterisiert ist, 

vermehrt EGFR und ist sensitiv gegenüber dem EGFR-Inhibitor Erlotinib [948]. Es ist 

daher nicht ausgeschlossen, dass bestimmte Patienten-Subgruppen, insbesondere mit 

aggressiven Urothelkarzinomen, die aus undifferenzierten Basalzellen hervorgehen, doch 

von der Therapie mit einem EGFR-Inhibitor profitieren würden.  

4.7.2.4	 Zusammenfassung	 zu	 Modulatoren	 des	 Raf/MEK/ERK-	 und	 PI3-
Kinase/Akt/mTOR-Signalwegs	

Zusammenfassend kann konstatiert werden, dass der Raf/MEK/ERK- und PI3-

Kinase/Akt/mTOR-Signalweg infolge diverser molekularer Alterationen bei der 

Entstehung von Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen aktiviert werden können und 

auf verschiedenen Ebenen der Signaltransduktion Angriffspunkte für zielgerichtete 
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Therapien bieten, um Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen zu überwinden. Weitere 

Studien sind erforderlich, um aufzudecken, welche Patientengruppen von 

Kombinationstherapien aus konventionellen Zytostatika und zielgerichteten Inhibitoren 

dieser Signalwege profitieren könnten. Um die Relevanz dieses Signalwegs in der hier 

vorliegenden Arbeit zu überprüfen, könnte in einem ersten Schritt der p-JNK-Western 

Blot mit p-ERK- und p-Akt-Antikörpern rehybridisiert werden, um Erkenntnisse über die 

Aktivierung dieses Signalwegs zu gewinnen. Falls eine Aktivierung der Signalwege 

nachweisbar ist, könnte weiterführend untersucht werden, ob die mRNA- bzw. 

Proteinexpression von MUC1-C, GP130, EGFR oder FGFR sich als erhöht erweist und ob 

deren Inhibition eine Resensitivierung der Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen bewirken 

kann.  

4.7.3	Histondeacetylase-Inhibitoren		

Histondeacetylase-Inhibitoren führen zu einer Histon-Hyperacetylierung, was eine 

Chromatindekondensation zur Folge hat [949]. Dadurch werden unter anderem die 

Gentranskription und die DNA-Reparatur beeinflusst; es können aber auch ein 

Zellzyklusarrest und/oder die Apoptose eingeleitet werden [949, 950]. Die 

Chromatindekondensation bewirkt, dass die DNA für Zytostatika leichter zugänglich 

wird [950]. In Urothelkarzinomzellen hat sich gezeigt, dass Histondeacetylase-Inhibitoren 

die Zytotoxizität von Cisplatin [951–953] sowie der häufig in der Kombinations-

chemotherapie eingesetzten Zytostatika Gemcitabin [953, 954] und Doxorubicin in vitro 

und in vivo verstärken [328]. Der Histondeacetylase-Inhibitor Trichostatin A wirkt zudem 

der Chemotherapie-induzierten Aktivierung des Raf/MEK/ERK-Signalwegs entgegen 

[328]. Neben Histonen sind zahlreiche weitere Proteine Ziele von Histondeacetylasen, 

beispielsweise das Protein Notch3, das Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomen 

vermittelt und dessen Überexpression bei Urothelkarzinom-Patienten mit reduziertem 

Gesamtüberleben assoziiert ist [955]. Knockdown von Notch3 kann Cisplatin-resistente 

Urothelkarzinomzellen resensitivieren [955]. Mittels eines Histondeacetylase-Inhibitors 

kann die Deacetylierung von Notch3 in vitro gehemmt und somit dessen proteasomaler 

Abbau verstärkt werden [955]. Synergistische zytotoxische Effekte zwischen Cisplatin 

und Histondeacetylase-Inhibitoren sind auch auf die Produktion reaktiver 

Sauerstoffspezies, die von beiden Wirkstoffen angeregt wird, bzw. den Verbrauch von 

Glutathion zurückzuführen [952, 953]. Insofern könnten Histondeacetylase-Inhibitoren  

als weitere therapeutische Option zur Resensitivierung Cisplatin-resistenter 

Urothelkarzinomzellen infrage kommen und sollten in zukünftigen Studien für die 

Entwicklung zielgerichteter Therapien zur Überwindung erworbener Cisplatinresistenz 

in Urothelkarzinomen mitberücksichtigt werden. In der hier vorliegenden Arbeit könnte 

man konkret den zytotoxischen Effekt einer Kombinationstherapie aus Cisplatin mit 

einem Histondeacetylase-Inhibitor und einer Cisplatin-Monotherapie in den Cisplatin-

resistenten J-82R-Zellen vergleichen.  
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4.7.4	Androgenrezeptor-Antagonisten	

Ein weiterer therapeutischer Ansatz zur Verbesserung der Cisplatinsensitivität von 

Urothelkarzinomen ist die Kombination von Cisplatin mit Androgenrezeptor-

Antagonisten bei männlichen Patienten, da Urothelkarzinome häufig eine 

Androgenrezeptor-Überexpression aufweisen [956]. Neben einer Proliferationshemmung 

und Induktion der Apoptose wurde in den mit dieser Kombination behandelten J-82-

Zellen auch eine Reduktion mesenchymaler Marker beobachtet [956], was darauf 

hindeutet, dass Behandlung mit Androgenrezeptor-Antagonisten der Epithelial-

Mesenchymalen Transition von Urothelkarzinomzellen entgegen wirken könnte. Insofern 

wäre es interessant, die Cisplatin-resistenten J-82R-Zellen mit Cisplatin und einem 

Androgenrezeptor-Antagonisten, z.B. Enzalutamid zu behandeln und die zytotoxischen 

Effekte mit denen einer Cisplatin-Monotherapie zu vergleichen. Zudem wäre nach 

erfolgter Kombinationstherapie aus Cisplatin und Enzalutamid eine erneute 

Quantifizierung der E-Cadherin- und Vimentinexpression sinnvoll mit der Fragestellung, 

ob sich Hinweise auf eine Reversibilität der EMT durch diese Kombinationstherapie 

ergeben.  

4.8	Schlussfolgerungen	

Die zahlreichen Mechanismen erworbener Cisplatinresistenz in Urothelkarzinomzellen 

sind in verschiedenen Zelllinien unterschiedlich ausgeprägt. Welche 

Resistenzmechanismen die Cisplatinsensitivität von Urothelkarzinomzellen entscheidend 

beeinträchtigen, hängt nicht nur vom Zelltyp, sondern auch vom Cisplatin-

Applikationsschema und der Gesamtdauer der Behandlung ab. Insofern ist es 

erforderlich, die Art und Dauer der Cisplatinexposition in präklinischen Studien zur 

Untersuchung von Cisplatin-Resistenzmechanismen möglichst nah an der klinischen 

Applikation von Cisplatin im Rahmen einer Chemotherapie zu orientieren. In dieser 

Studie ist es gelungen, durch ein pulsatiles Expositionsschema Cisplatin-resistente 

Urothelkarzinomzellen zu selektionieren, was im Hinblick auf zukünftige Studien mit 

Urothelkarzinomzellen zur Erforschung von Cisplatinresistenz bedeutsam sein könnte. 

Aus den Unterschieden der Resistenzmechanismen in Abhängigkeit vom 

Selektionsschema lässt sich schlussfolgern, dass onkologische Patienten nicht nur 

aufgrund der genetischen Heterogenität der Urothelkarzinome unterschiedliche 

Resistenzmechanismen gegenüber Cisplatin entwickeln, sondern auch aufgrund 

notwendiger Abweichungen vom Standard-Therapieschema, z.B. bei unerwünschten 

Nebenwirkungen bzw. Normalgewebstoxizität oder bei verlängerten Therapiepausen.  

Es gibt bislang keine zuverlässigen Methoden, um das Ansprechen von 

Urothelkarzinomen auf eine Cisplatin-basierte Chemotherapie vorherzusagen. Bei der 

Klassifizierung und Risikostratifizierung für die Cisplatinresistenz von 

Urothelkarzinomzellen können möglicherweise Marker der Epithelial-Mesenchymalen 
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Transition hilfreich sein. Die erworbene Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomzellen 

geht mit EMT einher. EMT scheint weitgehend unabhängig von den verwendeten 

Zelllinien und dem Selektionsschema während der Resistenzentwicklung aufzutreten. 

Insofern ist weitere Forschung auf diesem Gebiet unbedingt erforderlich, um zu klären, 

ob sich hieraus Ansatzpunkte für zielgerichtete Therapien ergeben, die in einem größeren 

Patientenkollektiv bei Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomen anwendbar sind und 

weniger von der individuellen Tumorbiologie abhängen. 

Im Fokus dieser Arbeit stehen Resistenzmechanismen mit Bezug zur DNA-

Schadensantwort. Diesbezüglich hat sich insbesondere die Zellzyklusregulation in den 

Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen als relevant erwiesen. In beiden Cisplatin-

resistenten Zelllinien zeigte sich ein verstärkter G2/M-Arrest nach Cisplatinexposition. 

Einhergehend war die Inhibition der Checkpointkinase 1 in den Cisplatin-resistenten 

Zellen effektiver als in den Cisplatin-sensitiven Ursprungszellen. Während 

Checkpointkinase-Inhibitoren in präklinischen Studien vielversprechende Ergebnisse 

erzielen konnten, ist die klinische Wirksamkeit in den untersuchten Tumorentitäten 

bislang hinter den Erwartungen zurückgeblieben, wobei bei Urothelkarzinom-Patienten 

noch keine systematische klinische Studie durchgeführt wurde. Bei der klinischen 

Etablierung von CHK1-Inhibitoren sollte ein besonderes Augenmerk auf die Auswahl 

geeigneter Patientenkollektive gelegt werden, da Tumoren mit p53-Mutation, p21-

Mutation und c-Myc-Amplifikation gegenüber CHK1-Inhibitoren besonders sensitiv sind.  

Konkrete Hinweise auf die Relevanz von Cisplatin-Resistenzmechanismen, die auf einer 

veränderten Expression von DNA-Reparaturfaktoren beruhen, haben sich in dieser Arbeit 

nicht ergeben. Die meisten Resistenzmechanismen mit Bezug zur Apoptose scheinen 

ebenfalls nicht relevant für die erworbene Cisplatinresistenz unter einem pulsatilen 

Selektionsschema zu sein. Überraschenderweise war jedoch die Expression von XAF1 in 

beiden Cisplatin-resistenten Zelllinien signifikant hochreguliert, was zunächst paradox 

imponiert. Die bislang nur vage charakterisierte Funktion von XAF1 als 

Zellzyklusregulator, der durch Aktivierung der CHK1 einen Zellzyklusarrest in der G2-

Phase vermittelt, könnte den Zusammenhang zwischen der Hochregulierung von XAF1 

und der erworbenen Cisplatinresistenz erklären. Diese Hypothese wird durch den 

verstärkten G2-Arrest und die erhöhte Wirksamkeit von CHK1-Inhibitoren in den 

Cisplatin-resistenten Urothelkarzinomzellen untermauert. Um hieraus in Zukunft ggf. 

therapeutische Konsequenzen ableiten zu können, ist zunächst ein detaillierteres 

Verständnis der Funktion von XAF1 als Zellzyklusregulator unerlässlich.  

In den mesenchymalen J-82R-Zellen zeigte sich im Gegensatz zu den epithelialeren RT-

112R-Zellen eine Hochregulierung der antioxidativen Enzyme HMOX1 und GSTM1. Ob 

die Hochregulierung antioxidativer Enzyme in Cisplatin-resistenten Zellen mit dem Grad 

der Epithelial-Mesenchymalen Transition korreliert, sollte künftig weiter untersucht 

werden. Möglicherweise besteht ein Zusammenhang zwischen der beobachteten 

Zellzyklusregulation als Resistenzmechanismus und der Hochregulierung antioxidativer 
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Enzyme, da p21 zur Stabilisierung des Transkriptionsfaktors NRF2 durch Behinderung 

von dessen Interaktion mit KEAP1 beiträgt. Darüber hinaus haben sich in den letzten 

Jahren weitere Cisplatin-Resistenzmechanismen in Urothelkarzinomzellen als relevant 

erwiesen, die in dieser Arbeit nicht untersucht wurden. Insbesondere Autophagie-

Inhibitoren, Modulatoren des Raf/MEK/ERK- bzw. PI3-Kinase/Akt/mTOR-Signalwegs 

und Histondeacetylase-Inhibitoren scheinen vielversprechende Kandidaten für die 

Überwindung erworbener Cisplatinresistenz zu sein und sollten in künftige präklinische 

Studien zur Cisplatinresistenz von Urothelkarzinomen mit einbezogen werden.  

Für viele der Faktoren, die Cisplatinresistenz vermitteln, gibt es spezifische Inhibitoren 

bzw. die Möglichkeit zur Beeinflussung von deren Expression mittels RNA-Interferenz. 

Bei der Entwicklung neuer pharmakologischer Inhibitoren bzw. deren klinischer 

Etablierung muss ein besonderes Augenmerk auf die Normalgewebstoxizität dieser 

Substanzen gelegt werden, die im klinischen Setting zu dosislimitierenden 

unerwünschten Nebenwirkungen führen kann. Für Substanzen, die für eine 

Kombinationstherapie mit Cisplatin vorgesehen sind, muss insbesondere auf Nephro-, 

Neuro- und Hämatotoxizität geachtet werden, da synergistische adverse Effekte die 

therapeutischen Möglichkeiten ansonsten erheblich einschränken können.  

Da die Mechanismen erworbener Cisplatinresistenz in Abhängigkeit vom Zelltyp, 

Cisplatin-Expositionsschema und Genetik der Tumorzellen erheblich variieren, könnte 

sich eine individuelle Analyse der Tumorbiologie bei Patienten, die nicht auf eine 

Cisplatin-basierte Chemotherapie ansprechen, am ehesten als zielführend erweisen. Um 

diese Optionen zukünftig auch im klinischen Alltag auszuschöpfen und die Prognose von 

Urothelkarzinom-Patienten mit erworbener Cisplatinresistenz signifikant zu verbessern, 

scheint eine individuelle Analyse und zielgerichtete, personalisierte Tumortherapie bei 

Patienten mit erworbener Cisplatinresistenz erforderlich zu sein.  
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