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1 Darstellung der Publikation 

1.1 Einleitung 

Ziel der Studie war es, ein Mausmodell für Simvastatin-induzierte Myopathien zu etablieren und den 
Einfluss der Expressionsänderung von L-Arginin:Glycin-Amidinotransferase (AGAT) auf den 
Muskelphänotyp zu untersuchen. Darüber hinaus wurde untersucht, inwieweit eine Supplementation 
mit L-Homoarginin (hArg) und Kreatin (Cr) den Phänotyp revertiert. 

Statine (3-Hydroxy-3-Methylglutaryl-Coenzyme-A-Reduktase-Inhibitoren) zeigen eine ausgeprägte 
Low-density Lipoprotein (LDL)-Cholesterin-Senkung. Laut deutschem Arzneiverordnungsreport lag die 
Zahl der gesetzlich versicherten Patienten in Deutschland (ca. 73 Mio. Menschen), die mit Statinen 
behandelt wurden, im Jahr 2022 bei ca. 9 Mio. (Ludwig et al., 2024), das entspricht jedem 8. Patienten 
mit steigender Tendenz. Weltweit erhielten im Jahr 2008 etwa 100 Millionen Patienten eine 
Statintherapie. Schätzungen gehen aktuell von mehr als 400 Millionen Patienten aus (Ioannidis, 2014; 
Sathasivam und Lecky, 2008). Die Senkung des LDL-Cholesterinspiegels führt zu einer Verringerung des 
Risikos für kardiovaskuläre Ereignisse, z.B. Schlaganfall und Herzinfarkt. Eine hochdosierte 
Statintherapie ist für viele Patienten notwendig, um die individuellen LDL-Zielwerte zu erreichen, und 
führt zu einer stärkeren Risikosenkung hinsichtlich der Gesamtmortalität und der kardiovaskulären 
Mortalität. In einer aktuellen Arbeit wurde sogar eine Reduktion vaskulärer Ereignisse bei Patienten 
ohne kardiovaskuläre Vorerkrankung nachgewiesen (Yusuf et al., 2016). Neben der LDL-senkenden 
Wirkung führt eine Statintherapie zu einer Stabilisierung der Gefäßablagerungen (Libby und Aikawa, 
2003). Obwohl die Einnahme von Statinen im Allgemeinen sicher und nebenwirkungsarm ist, spielen 
Statin-induzierte Muskelbeschwerden (Myalgien und Myopathien bis hin zur seltenen 
Rhabdomyolyse) als häufigste Nebenwirkung in zweierlei Hinsicht eine wesentliche Rolle. Zum einen 
gelten Statin-induzierte Muskelsymptome als die Nebenwirkung, die am häufigsten zum Abbruch einer 
Statin-Langzeittherapie führt (Newman et al., 2019). Beobachtungsstudien gehen von einer Häufigkeit 
von ca. 7-33% der Statin-behandelten Patienten mit Muskelbeschwerden aus (Stroes et al., 2015). Dies 
entspricht bei konservativer Schätzung derzeit ca. 500.000 Patienten allein in Deutschland. In einer 
kürzlich durchgeführten Meta-Analyse, in die 176 Studien mit insgesamt mehr als 4 Millionen 
Patienten eingingen, lag die Gesamtprävalenz der Statinintoleranz bei etwa 9 % (Bytyçi et al., 2022). 
Mehrere Studien haben gezeigt, dass ein Therapieabbruch mit einer erhöhten Mortalität und 
kardiovaskulären Morbidität verbunden ist (Jackevicius et al., 2002; Shalev et al., 2009; Şerban et al., 
2017). Andererseits kann eine sehr selten auftretende Rhabdomyolyse zu Nieren- und 
Multiorganversagen führen und damit potenziell tödlich verlaufen. Trotz vielfältiger Bemühungen ist 
es in den letzten Jahren nicht gelungen, eine wirksame Prophylaxe von Statin-induzierten 
Muskelbeschwerden zu etablieren. Die zugrundeliegenden Mechanismen, die das 
Nebenwirkungsprofil von Statinen beeinflussen, sind bislang unvollständig geklärt. Frühere 
pharmakogenetische Studien haben Assoziationen mit mehreren Genen gezeigt, darunter Solute 
Carrier Organic Anion Transporter Family Member 1B1 (SLCO1B1). SLCO1B1 ist für den Transport von 
Statinen in die Hepatozyten verantwortlich. Allerdings konnten aus diesen Arbeiten bisher keine (gen-
)modulatorischen Therapieempfehlungen abgeleitet werden, die das Risiko für Nebenwirkungen 
reduzieren (Patel et al., 2015). 

Das Enzym AGAT katalysiert die endogene Synthese der nicht-proteinogenen Aminosäure hArg und 
Guanidinoacetat (GAA) in der Niere. GAA wird in einem zweiten Schritt durch die Guanidinoacetat-
Methyltransferase (GAMT) in der Leber zu Cr umgewandelt (Kan et al., 2004; Barsunova et al., 2020). 
Die anschließende Aufnahme von Cr in das Zielgewebe erfolgt über den Kreatintransporter 1 (CT1, 
SLC6A8, Abplanalp et al., 2013; van de Kamp et al., 2014). Die Bauchspeicheldrüse ist das einzige Organ, 
das relevante Mengen von AGAT und GAMT exprimiert. Allerdings exprimiert sie keinen 
Kreatintransporter, wodurch keine relevante Versorgung anderer Organe mit Cr stattfinden kann 
(Lygate et al., 2022). Als erstes Enzym der Reaktionskette stellt AGAT die regulatorische Einheit für die 
endogene Kreatin-Synthese im Sinne einer Endprodukt Feedback-Inhibition dar. Zusätzlich zur 
endogenen Produktion wird etwa die Hälfte des täglichen Kreatin Bedarfes aus der Nahrung resorbiert 
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(Fernandes-Pires und Braissant, 2021). Kreatin dient in seiner phosphorylierten Form, katalysiert durch 
die Kreatinkinase, als Energiepuffer, insbesondere in Geweben mit hohem und schwankendem 
Energiebedarf wie Herz, Skelettmuskulatur und Gehirn. 

Bei den in dieser Arbeit verwendeten AGAT- und GAMT Knockout Mäusen (AGAT-/, GAMT-/-) handelt 
es sich um Kreatin-defiziente Mausmodelle mit einem muskeldystrophischen Phänotyp und 
entsprechend geringerer Größe und Gewicht im Vergleich zu Wildtyp-Mäusen (Choe et al., 2013b; 
Schmidt et al., 2004). In einer detaillierten Charakterisierung des Muskelphänotyps von CT1-
defizienten Mäusen konnte unsere Arbeitsgruppe zeigen, dass der Phänotyp erwartungsgemäß dem 
der Kreatin-defizienten Mausmodellen ähnelt (Stockebrand et al., 2018). Die 
Magnetresonanzspektroskopie zeigt in den genannten Mausmodellen deutlich reduzierte 
Phosphokreatinspiegel in der Skelettmuskulatur. In funktionell motorischen Tests weisen Kreatin-
defiziente Tiere im Vergleich zu ihren Wildtyp Geschwistern eine geringere Muskelkraft auf, zusätzlich 
ist das motorische Lernen und die Kraftausdauer beeinträchtigt.  

Auf molekularer Ebene führt Kreatin-Defizienz zu einer gestörten mitochondrialen Funktion der 
Atmungskette mit eingeschränkter Energieverwertung im Skelettmuskel (Nabuurs et al., 2013; 
Stockebrand et al., 2016). Die reduzierte Phosphokreatinmenge führt zu niedrigeren ATP/Phosphat-
Verhältnissen, trotz einer gesteigerten Umwandlung von anorganischem Phosphat zu ATP.  

Hinsichtlich des Glukosestoffwechsels zeigen AGAT- und CT1-defiziente Mäuse eine erhöhte 
Expression des Glukosetransporters Typ 4 im Muskel und eine verbesserte Glukoseclearance. Diese 
metabolischen Veränderungen sind gekoppelt an die Aktivierung der Adenosinmonophosphat-
aktivierten Proteinkinase, einem wichtigen Regulator der Energiehomöostase (Nabuurs et al., 2013; 
Stockebrand et al., 2018).  

Die Effekte der Kreatin-Defizienz sind bei AGAT und GAMT-defizienten Tieren durch eine orale Kreatin 
Substitution hinsichtlich des Muskelphänotyps vollständig reversibel (Nabuurs et al., 2013). In CT1-
defizienten Mäusen ist der Muskelphänotyp durch Kreatin Substitution nicht vollständig reversibel, da 
CT1 als bisher einziger effektiver Kreatin-Transporter über Zellmembranen identifiziert wurde und 
somit der Kreatin Transport in Zielzellen (Gehirn, Muskel) in diesen Mäusen gestört ist (Abplanalp et 
al., 2013; van de Kamp et al., 2014). GAMT- und CT1-defiziente Mäuse weisen aufgrund der 
Endprodukt-Feedback-Inhibition bei bestehendem Kreatin Mangel eine im Vergleich zu Wildtyp-
Mäusen erhöhte AGAT-Expression auf, diese kann den Kreatin Mangel jedoch nicht kompensieren 
(Choe et al., 2013a; Stockebrand et al., 2018). Andererseits ist auch die Expression der AGAT in Wildtyp-
Mäusen unter Cr und Homoarginin Substitution reduziert (Lygate et al. 2022). 

In menschlichen Patienten ist die X-chromosomale CT1-Defizienz für über die Hälfte der genetischen 
Kreatin Defizienz-Syndrome verantwortlich und betrifft 0,3-3,5% der Männer mit angeborener 
intellektueller Behinderung (Clark et al., 2006; Rosenberg et al., 2004). Aufgrund des fehlenden CT1 
kann eine hochdosierte Cr Einnahme bei diesen Patienten die muskulären Symptome lindern, nicht 
jedoch die im Vordergrund stehenden kognitiven Beeinträchtigungen beeinflussen, da die Aufnahme 
von Cr über die Blut-Hirn Schranke ins Gehirn gestört ist (Shen et al., 2022). Eine Substitution von 
Cyclokreatin, einem synthetischen Kreatin-Analogon, welches nicht vom CT1-Transport abhängig ist, 
konnte in Mäusen mit CT1-Knockout kognitive und motorische Funktionen verbessern (Kurosawa et 
al., 2012; Russell et al., 2014). In aktuelleren Arbeiten wurde unter hochdosierter Cyclokreatin-
Substitution in Ratten jedoch unter anderem eine erhöhte Rate epileptischer Anfälle beobachtet, 
sodass die weitere Entwicklung aufgrund von Sicherheitsbedenken eingestellt wurde (Kale et al., 
2020). Parallele Arbeiten fokussieren sich auf Kreatinester, welche als lipohile Kreatin Derivate passiv 
über die Zellwand diffundieren, wo sie durch Esterasen in freies Cr umgewandelt werden (La Du, 1971; 
Lunardi et al., 2006). Insbesondere Dodecyl-Kreatinester und Di-Acetyl-Kreatinethylester gelten als 
vielversprechende Kandidaten und konnten in ersten Studien Cr Spiegel in Fibroblasten von Patienten 
mit CT1-Defizienz steigern (Adriano et al., 2018; Ullio-Gamboa et al., 2019). Neben 
Substitutionstherapien sind Gentherapien und Chaperone vielversprechende Therapiealternativen, 
die Gegenstand der aktuellen Forschung sind. 
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Die Funktion und der zugrundeliegende Wirkmechanismus von hArg als zweitem AGAT-Produkt sind 
noch nicht vollständig geklärt. hArg ist eine nicht proteinogene Aminosäure, die aus Arginin und Lysin 
gebildet wird. In epidemiologischen und klinischen Studien ist eine hohe hArg-Konzentration mit einer 
geringeren kardiovaskulären Morbidität und Mortalität assoziiert (März et al., 2010; Pilz et al., 2011; 
Choe et al. 2013a), die zugrunde liegenden Mechanismen werden derzeit beforscht.  

hArg kann als alternatives Substrat für die Stickstoffmonoxid-Synthase (NOS) dienen, allerdings mit 
geringer enzymatischer Affinität und in Konkurrenz zum deutlich affineren Hauptsubstrat L-Arginin 
(Alesutan et al., 2016). Stickstoffmonoxid führt als Signalmolekül im Gefäßendothel unter anderem zu 
einer Vasodilatation und damit zu einer Blutdrucksenkung. Daneben hemmt hArg einerseits den Abbau 
von Arginin durch Argininasen und andererseits die Aufnahme von Arginin in NOS-exprimierende 
Zellen (Atzler et al., 2015). In einer prospektiven Studie über einen Zeitraum von 10 Jahren wurde ein 
positiver, unabhängiger Zusammenhang zwischen Blutdruck und Homoarginin in einer Gruppe 
normotensiver Patienten gefunden, während in der Gruppe, die eine arterielle Hypertonie entwickelte, 
kein Zusammenhang bestand (Mokhaneli et al., 2022). In zwei Patientenkohorten mit hochnormalen 
Blutdruckwerten und Hypertonie wurden zuvor ähnliche Zusammenhänge gefunden (van der Zwan et 
al., 2013; Pilz et al., 2014). Experimentelle Arbeiten weisen auf einen direkten kausalen 
Zusammengang zwischen hArg Plasmaspiegel und dem Outcome nach kardiovaskulären Ereignissen 
hin. In AGAT-defizienten Mäusen mit Cr- und hArg-Mangel konnte das Volumen ischämischer 
Hirninfarkte nur durch hArg-Supplementation reduziert und die beeinträchtigte Kontraktilität und 
Relaxation des Myokards normalisiert werden (Choe et al., 2013a; Faller et al., 2018). Dagegen konnten 
Versuche an adipösen Ratten mit Herzinsuffizienz und erhaltener Ejektionsfraktion nach hArg-
Supplementierung das Fortschreiten der Herzinsuffizienz nicht verhindern (Büttner et al., 2023). Auch 
in Cr-supplementierten AGAT-defizienten Mäusen mit ischämischer Herzinsuffizienz verschlechterten 
niedrige hArg Plasmaspiegel die Herzfunktion nicht (McAndrew et al., 2023). Der potenzielle Effekt 
eines niedrigen hArg-Spiegels auf die primäre Größe des induzierten Herzinfarktes wurde in dieser 
Arbeit jedoch nicht betrachtet. 

Insgesamt ist zum jetzigen Zeitpunkt unklar, ob es sich bei hArg lediglich um einen Risikomarker oder 
tatsächlich um einen Risikofaktor für kardiovaskuläre Erkrankungen handelt. Zudem ist unklar, ob hArg 
nach einem kardiovaskulären Ereignis eine wesentliche kausale Rolle für das Fortschreiten dieser 
Erkrankungen spielt.  

In einer neueren Arbeit wurde ein Einzelnukleotidpolymorphismus (SNP, engl. single nucleotide 
polymorphism) des AGAT-Gens in zwei unabhängigen Populationen (Marshfield Kohorte und Study of 
Effectiveness of Additional Reductions in Cholesterol Homocystein kurz SEARCH) mit dem Risiko für 
das Auftreten von Statin-induzierten Muskelbeschwerden in Verbindung gebracht (Mangravite et al., 
2013). Insbesondere konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass SNPs im AGAT-Gen, die mit einer 
reduzierten Enzymaktivität assoziiert waren, ein geringeres Risiko für Statin-induzierte Myopathien 
aufwiesen. Die Autoren schlossen daraus, dass eine verminderte Konzentration von Cr, dem 
Hauptprodukt der AGAT, das Risiko für Statin-induzierte Myopathien reduzieren könnte. Zwei weitere 
Arbeiten (Carr et al., 2014; Floyd et al., 2014) konnten diesen Effekt nicht bestätigen. In einer 
Metaanalyse, die alle oben genannten Populationen einschloss, konnte dennoch eine signifikante 
Assoziation zwischen AGAT-Polymorphismen und Statin-induzierten Myopathien nachgewiesen 
werden (Mangravite et al., 2014). In einer weiteren Studie wurde ein AGAT-Genpolymorphismus mit 
dem Risiko für Rosuvastatin-induzierte Myopathien in Verbindung gebracht (Bai et al., 2018). Eine 
weitere Arbeit an japanischen Patienten zeigte keine Assoziation zwischen Statin-induzierten 
Myopathien und dem AGAT-Gen (Sai et al., 2016). Zusammenfassend liegen derzeit drei 
epidemiologische Studien vor, die eine Assoziation zwischen Statin-induzierten Myopathien und dem 
AGAT-Gen nahelegen (Bai et al., 2018; Mangravite et al., 2013). Aufgrund der drei Arbeiten, die diesen 
Zusammenhang nicht belegen konnten, bleibt jedoch insbesondere die klinische Bedeutung unklar. 
Eine Metaanalyse aller sechs genannten Studien mit 707 Fällen und 2321 Kontrollen zeigte eine 
Assoziation zwischen drei Variationen des AGAT-Gens und Statin-induzierten Myopathien, während 
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die Assoziation für schwere Statin-induzierte Myopathien nicht signifikant war (Liu et al., 2021). 
Weiterhin ungeklärt sind zudem die Mechanismen, die einer möglichen Assoziation zugrunde liegen.  

Vor dem Hintergrund der vorliegenden Ergebnisse und der klinischen Relevanz der Befunde aufgrund 
der großen Zahl betroffener Patienten erschien es daher sinnvoll, den Einfluss der AGAT 
Expression/Aktivität auf Statin-induzierte Myopathien näher zu untersuchen. Zu diesem Zweck wurde 
in der vorliegenden Studie in einem ersten Schritt ein Mausmodell für Statin-induzierte Myopathien in 
Wildtyp C57Black6/J (C57BL6/J) Tieren etabliert. In einem zweiten Schritt wurden diese Mäuse mit 
AGAT- (AGAT-/-) und GAMT-defizienten (GAMT-/-) Mäusen verglichen. Neben funktionellen Tests zur 
Objektivierung der Muskelfunktion (Rotarod und Greifkraft) und Muskelhistologien mit Bestimmung 
des Myozytendurchmessers wurden die AGAT-Expression, die GAA- und hArg-Konzentration sowie 
laborchemische Parameter (Kreatinkinase und Laktatdehydrogenase) untersucht. Um die Wirkung von 
Cr und Homoarginin genauer zu differenzieren, wurden AGAT-/--Mäuse zuletzt mit jeder dieser 
Substanzen substituiert.



1.2 Methoden 

1.2.1 Klinisches Studiendesign 

Für die klinische Fallstudie wurden 274 Patienten aus der neurovaskulären Sprechstunde des 
Universitätsklinikums Hamburg Eppendorf im Zeitraum von Oktober 2015 bis September 2016 
eingeschlossen (Votum der Hamburger Ethikkommission PV4715, Cordts et al., 2019). Zwei Patienten 
wurden aufgrund fehlender Daten ausgeschlossen (keine Angabe zum Stenosegrad der A. carotis 
interna). Von den verbleibenden 272 Patienten waren 162 männlich und 110 weiblich. Voraussetzung 
für die Teilnahme war eine unterschriebene Einverständniserklärung im Rahmen der Aufklärung über 
die Studie. Weitere Einschlusskriterien waren: Alter >18 Jahre und ein vorausgegangener Schlaganfall 
oder ein bestehendes erhöhtes Schlaganfallrisiko. Insgesamt hatten 226 Patienten (83%) bereits zuvor 
einen Schlaganfall erlitten. Das Durchschnittsalter der Patienten betrug 65±13 Jahre und der 
systolische Blutdruck 139±19 mmHg. 204 (75%) Patienten hatten eine arterielle Hypertonie in der 
Vorgeschichte, 62 (23%) Patienten litten an Diabetes mellitus und 111 (41%) Patienten hatten eine 
Hypercholesterinämie (Cordts et al., 2019). Vorerkrankungen und Vormedikation wurden im Rahmen 
einer Patientenanamnese erfasst. Die Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) Plasma- und 
Serumblutproben wurden unmittelbar nach Einschluss in die Studie entnommen und bis zur Analyse 
bei -20°C gelagert.  

 

1.2.2 Generierung und Nutzung transgener Mäuse 

Die AGAT-/- und GAMT-/- Mäuse wurden durch homologe Rekombination in embryonalen Stammzellen 
erzeugt und über mindestens sechs Generationen mit einem C57BL6/J Hintergrund rückgekreuzt. Bei 
AGAT-/- Tieren wurde Exon 3 durch eine Neomycin-Resistenzkassette, umgeben von Locus of X-over 
P1 (Lox-P) DNA-Sequenzen, unterbrochen, während bei GAMT-/- Tieren Exon 1 unterbrochen wurde 
(Choe et al., 2013b; Schmidt et al., 2004). Die resultierende mRNA war somit verkürzt und die 
Translation in ein funktionelles Protein konnte nicht erfolgen. Die AGAT-/- und GAMT-/- Mäuse wurden 
durch heterozygote Paarungen erzeugt. Die Mäuse wurden in Käfigen mit 2-3 Tieren mit einem 
Tag/Nacht Zyklus von je 12 Stunden gehalten (ab 7:00 Uhr=Tag, ab 19:00 Uhr=Nacht). Die 
Raumtemperatur betrug 21±1°C, die Luftfeuchtigkeit 50%, Wasser und Futter standen ad libitum zur 
Verfügung. Die untersuchten Mäuse waren durchweg männlich und zwischen 15 und 25 Wochen alt.  
Die Versuche zum Rotarod und Grip strength wurden mindestens 2 Stunden nach Abschalten des 
Lichtes begonnen und mindestens 2 Stunden vor Anschalten des Lichtes beendet. Der Raum für die 
Verhaltensexperimente wurde mit gedimmtem Rotlicht beleuchtet und die Versuchsbedingungen 
wurden verblindet. Die Statin Behandlung der Kohorten erfolgte durch Zugabe von 300 mg oder 900 
mg Simvastatin pro Kilogramm zu dem verabreichten Futter. Zur Cr-Supplementation wurde dem 
Futter 1% Cr zugesetzt (R/M-H Sniff). Unter Verwendung dieses Futters wiesen die AGAT-/- Mäuse einen 
normalen Muskelphänotyp auf, der mit dem der Wildtyp C57BL6/J Mäuse vergleichbar war (Choe et 
al., 2013b). Die hArg-Supplementation erfolgte über das Trinkwasser mit 14 mg/L (Choe et al., 2013a). 
Im Einzelnen setzte sich das Mäusefutter aus 34,9% Stärke, 22% Protein, 6,7% Rohasche, 5,2% Zucker, 
4,5% Fett und 3,9% Ballaststoffen zusammen. Außerdem enthielt das Futter pro Kilogramm 25.000 IE 
Vitamin A, 1500 IE Vitamin D2, 125 mg Vitamin E, 20 mg Vitamin K, 100 mg Eisen, 50 mg Zink, 30 mg 
Magnesium, 5 mg Kupfer, 2 mg Jod und 0,1 mg Selen. Der Rest war Wasser. Das verwendete Futter 
war kreatinfrei (R/M-H, Sniff) (Choe et al., 2013b). 

 

1.2.3 Rotarod  

Der Rotarod Test dient zur Objektivierung der Kraftausdauer und Koordination von Mäusen. Die Tiere 
wurden auf eine gerippte Stange mit einem Durchmesser von 3,2 cm gesetzt (Acceler. Rotarod for 
mice, Jones and Roberts, TSE 308 systems, Bad Homburg, Deutschland). Fünf Sekunden nach dem 
Aufsetzen der Mäuse begann sich der Stab mit einer Geschwindigkeit von 4 Umdrehungen/Minute zu 
drehen. In den ersten beiden Durchgängen wurde diese Geschwindigkeit für maximal 3 Minuten 
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konstant gehalten; diese Durchgänge dienten der Gewöhnung und wurden nicht in die Auswertung 
einbezogen. Die Läufe 3-5 erfolgten mit einem beschleunigenden Stab, wobei die 
Anfangsgeschwindigkeit 4 Umdrehungen/Minute betrug und pro Minute auf maximal 40 
Umdrehungen/Minute beschleunigt wurde (maximale Dauer: 5 Minuten). Die Leistung der Tiere wurde 
durch die Zeit bis zum Abfallen von der Stange bewertet. Die Versuche wurden verblindet 
durchgeführt. 

 

1.2.4 Grip Strength 

Die Greifkraft der Vorderpfoten der Mäuse wurde mit einem Grip strength Gerät (TSE-Systems, Bad 
Homburg, Deutschland) gemessen. Die Tiere wurden mit den Vorderpfoten an eine Stange eingehängt 
und hielten sich daran fest. Durch leichtes Rückwärtsziehen des Schwanzes parallel zur Tischoberfläche 
ließen die Mäuse die Stange los und die maximale Greifkraft wurde in Newton gemessen. Mit jeder 
Maus wurden 15 gültige Durchgänge durchgeführt, aus denen der Mittelwert berechnet wurde. Die 
Versuche wurden verblindet durchgeführt. 

 

1.2.5 Muskelhistologie 

Für die Muskel Histologien wurden die Mäuse, wie in vorausgehenden Arbeiten beschrieben (Nabuurs 
et al., 2013), zunächst mit einer intraperitonealen Injektion von Ketamin (120 mg/kg Körpergewicht) 
und Xylazin (16 mg/kg Körpergewicht) anästhesiert. Anschließend erfolgte eine transkardiale Perfusion 
mit 4%igem Paraformaldehyd in Phosphatpuffersalzlösung. Die Musculi extensor digitorum longus 
wurden entnommen, in flüssigem Stickstoff eingefroren und bis zur weiteren Bearbeitung bei -80°C 
gelagert. Querschnitte des Muskels wurden mit Hämatoxylin und Eosin (HE) nach 
Standardlaborverfahren angefärbt. Die Durchmesser und Umfänge der Myozyten wurden mit der 
Bildverarbeitungssoftware ImageJ ausgemessen (pro Maus 5 Bilder à 20-30 Myozyten). Aus allen 
Messwerten jeder Maus wurde der Mittelwert gebildet. Die Auswertung erfolgte verblindet. 

 

1.2.6 Präparation und Gewinnung von Gewebe 

Für die Probenentnahme wurden die Mäuse durch intraperitoneale Injektion von Ketamin (120 mg/kg 
Körpergewicht) und Xylazin (16 mg/kg Körpergewicht) betäubt. Die Nieren und die Musculi extensor 
digitorum longus wurden entnommen, in flüssigem Stickstoff schockgefroren und bis zur weiteren 
Verarbeitung bei -80°C gelagert. Die Lysate der Gewebe wurden mit einem Homogenisierungspuffer 
in einem Mikroreaktionsgefäß mit Einmalpistillen präpariert. Je nach Gewebegewicht wurden 300-600 
µl Homogenisierungspuffer verwendet. Dieser bestand aus 50 mM Tris-Hydroxymethylaminomethan, 
250 mM Mannitol, 50 mM Natriumfluorid, 5 mM Natriumpolypropylen, 1 mM EDTA, 1 mM 
Ethylenbis(oxyethylennitrilo)tetraessigsäure (EGTA), 1%Triton, 1 mM Benzamidin, 1 mM Dithiothreitol 
und einem vorgefertigten Protease Inhibitor Cocktail (#8340, Sigma).  Anschließend wurde bei 10.000g 
über 10 Minuten zentrifugiert und der Überstand entnommen. Die Proteinkonzentrationen wurden 
mithilfe einer Bicinchoninsäure Protein Analyse (#23227, Thermo Scientific) gemäß den 
Herstelleranweisungen bestimmt. 

 

1.2.7 Western Blot 

Für das Western Blotting wurden gleiche Mengen des Proteinlysats (20-40 µg Proteingehalt) in einer 
vorgefertigten sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis (SDS PAGE) Membran 
(#NW04120BOX, Thermo Scientific) separiert und auf eine Polyvinylidenfluorid-Membran übertragen. 
AGAT (#12801, Proteintech; #Sc-241785(T-16), Santa Cruz), Actin (#A2066, Sigma) und eIF4E (#2067S, 
Cell Signaling Technology) Antikörper wurden gemäß Herstelleranweisungen verwendet. Die 
verstärkten Chemilumineszenz Signale wurden mit einem Lumineszenz Analysator (LAS-4000, FujiFilm, 
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Düsseldorf, Deutschland) erfasst. Die aufgezeichneten Signale wurden mit der 
Bildverarbeitungssoftware ImageJ quantitativ ausgewertet (Stockebrand et al., 2013). Die Auswertung 
erfolgte verblindet. 

 

1.2.8 Blutuntersuchung 

Venöses EDTA Blut wurde während der Studienphase durch submandibuläre Punktion gewonnen, 
heparinisiertes Blut durch direkte Punktion des Herzens am Ende der Studienphase vor der 
Organentnahme (Stockebrand et al., 2015). Die Blutproben wurden bis zur Analyse bei -20°C 
eingefroren. Kreatinkinase (CK) und Laktatdehydrogenase (LDH) wurden nach Standardlaborverfahren 
in der Abteilung für Klinische Chemie des Universitätsklinikums Hamburg-Eppendorf mit 
enzymbasierten Kits (Vitros Chemistry) bestimmt. 

 

1.2.9 Tierexperimentelles Studiendesign 

Für die Tierversuche wurden jeweils 4-6 Mäuse pro Gruppe in Käfigen von 2-3 Mäusen gehalten. In 
den ersten zwei Wochen wurden venöse Blutentnahmen und Verhaltensexperimente (Rotarod Test 
und Grip strength) vor der Statin-Supplementation durchgeführt. Es folgte eine vierwöchige Phase der 
Simvastatin-Supplementation in den Statin Gruppen (300 mg/kg oder 900 mg/kg Simvastatin im 
Futter). Es folgten erneute Verhaltensexperimente und nach insgesamt 8 Wochen die 
Gewebepräparation und die kardiale Blutentnahme.  

 
Abbildung 1: Schematische Darstellung des tierexperimentellen Studiendesigns. 

1.2.10 Massenspektrometrie 

Die Homoarginin Konzentrationen im Plasma wurden mittels Flüssigchromatographie gekoppelt mit 
Tandem-Massenspektrometrie bestimmt (LC-MS/MS, Cordts et al., 2015). Zunächst wurden 25 µL 
Probe zu 100µl der internen Standardlösung, bestehend aus Methanol und 10 µmol/L stabil-Isotopen-
markiertem 13C6-hArg, durch einen 0.22 µm Filter (MultiScreen HTSTM, Milipore) gegeben. Die 
Derivatisierung des Filtrates erfolgte nach Trocknung mit 100 µl von 1 M HCl in 1-Butanol. Die Analyse 
erfolgte mit LC-MS/MS (Varian 1200 MS, Agilent Technologies, Santa Clara, USA). Die hArg-
Konzentration wurde anhand der bekannten Analytenkonzentrationen des hArg Standards durch 
Berechnung des Verhältnisses der Peakflächen zum internen Standard 13C6-hArg bestimmt. Die untere 
und obere Bestimmungsgrenze lag bei 0,1 bzw. 50 µmol/L (Atzler et al., 2011). 

Die GAA-Plasmakonzentrationen wurden mittels Gaschromatographie Massenspektroskopie (GC-MS) 
bestimmt (Hanff et al., 2019). 10 µl der Plasmaproben wurden in ein Glasgefäß mit eiskalter 2 M HCl 
in Methanol pipettiert, kurz gemischt und anschließend zentrifugiert. Der Überstand wurde in ein 
Autosampler Glasgefäß überführt und unter einem Stickstoffstrom eingedampft. In einem 
zweistufigen Derivatisierungsverfahren wurden die Analyten zunächst mit 100 µl 2M HCl in Methanol 
verestert und unter Stickstoffstrom eingedampft. Der Rückstand wurde mit 100 µl 
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Pentafluorpropionsäureanhydrid in Ethylacetat acetyliert, unter Stickstoff eingedampft und in 200 µl 
400 mM Boratpuffer (pH 8,5) aufgenommen. Unmittelbar danach wurden 200 µl Toluol zugefügt, die 
Probe kurz gemischt und für 5 Minuten bei 4°C zentrifugiert. Die obere organische Phase des Toluol-
Überstandes wurde in ein Autosampler-Glasgefäß überführt und 1 µl in das GC-MS (ThermoFisher, 
Dreireich, Deutschland) injiziert. Für die gaschromatographische Trennung wurde die Quarzglas-
Kapillarsäule Optima 17 (15 m lang, 0.25 mm I.D., 0.25 μm Filmdicke; Macherey-Nagel, Düren, 
Deutschland) mit Helium als Trägergas verwendet. Zur Berechnung wurden die Peakflächen zu denen 
des internen Standards ins Verhältnis gesetzt. 

Die Konzentrationen von Simvastatin wurden mittels Flüssigchromatographie mit Tandem-
Massenspektrometrie unter Nutzung von Atorvastatin als internem Standard bestimmt (LC-MS/MS, 
Wang et al., 2015). Das homogenisierte Gewebe (2-10 mg Feuchtgewicht) wurde mit interner 
Standardlösung und Acetonitril versetzt, kurz gemischt und für 10 Minuten bei 4°C zentrifugiert 
(17.000xg). 20 µl des Überstandes wurden zur Analyse in das Massenspektrometer injiziert. Für die 
chromatografische Trennung wurde eine ACQUITY UPLC C18 Säule (2,1 × 150 mm, 1,8 μm 
Partikelgröße, Waters, Dublin, Irland) bei 40°C verwendet. Die mobilen Phasen, bestehend aus 
Methanol und Wasser (jeweils mit 0,1% Ameisensäure versetzt), wurden mit einer Flussrate von 350 
µl/min gepumpt. Es wurde eine lineare Gradientenelution über 6 Minuten von 30 bis 70% Methanol 
durchgeführt. Der interne Standard und die Probe wurden im „Selected reaction monitoring mode“ 
des Gerätes detektiert, wobei für Simvastatin ein Übergang im Masse-zu-Ladungs-Verhältnis (m/z) von 
419.2 > m/z 199.1 und für Atorvastatin ein Übergang von m/z 559.2 > m/z 440.2 gewählt wurde. Die 
Quantifizierung erfolgte durch Bestimmung der Peakflächenverhältnisse und Kalibrierung mit den 
bekannten Standardkonzentrationen. Abschließend wurden die ermittelten Werte auf das 
ursprünglich gemessene Gewebegewicht normiert. 

 

1.2.11 Statistische Auswertung 

Alle dargestellten Werte wurden als Mittelwert ± Standardfehler ausgedrückt. Alle verwendeten 
statistischen Tests waren nichtparametrische Tests. Für Vergleiche zwischen zwei Gruppen zu einem 
Zeitpunkt wurde der Mann-Whitney-U-Test verwendet, für Vergleiche zwischen drei Gruppen zu 
einem Zeitpunkt der Kruskal-Wallis-Test mit anschließendem Dunn’s Post-hoc Test. Für Vergleiche 
zwischen vier Gruppen zu einem Zeitpunkt wurde die einfache Varianzanalyse mit einem Posttest nach 
Bonferroni verwendet. Für Vergleiche zwischen zwei oder drei Gruppen zu verschiedenen Zeitpunkten 
wurde eine zweifache Varianzanalyse mit einem Bonferroni Posttest angewandt. Statistische 
Signifikanz wurde bei einem p-Wert<0,05 angenommen. Die statistische Analyse wurde mit GraphPad 
Prism (Version 5.02, JaJolla, USA) und SPSS (Version 25, IBM, Somers, New York, USA) durchgeführt. 



1.3 Ergebnisse 

1.3.1 hArg und GAA Spiegel in Patienten mit und ohne Statin Behandlung 

In einem klinischen Studienkollektiv cerebrovaskulärer Patienten der neurovaskulären Sprechstunde 
der Universitätsklinik Hamburg-Eppendorf wurde der Plasmaspiegel von hArg und GAA bestimmt. 
Signifikant niedrigere hArg- und GAA-Konzentrationen wurden in Patienten gefunden, die eine Statin 
Behandlung erhielten. In Einzelnen betrug die hArg Plasmakonzentration der 212 eingeschlossenen 
Patienten mit Statin Behandlung im Mittel 1,74±0,05 µM, während die 60 nicht mit Statinen 
behandelten Patienten eine hArg Plasmakonzentration von 1,98±0,01 µM aufwiesen (p=0,033, Abb. 
2a). Die Plasmakonzentration von GAA betrug in der Statin-Gruppe 3,41±0,2 µM und in der nicht-
Statin-Gruppe 3,76±0,3 µM (p=0,039, Abb. 2b). Diese Ergebnisse unterstützen die Hypothese einer 
geringeren AGAT-Expression oder -Aktivität unter Statin Behandlung (Mangravite et al., 2013).  

 
Abbildung 2: hArg (a) und GAA (b) Konzentration in cerebrovaskulären Patienten mit Statin 

Behandlung (n=212) und ohne Statin Behandlung (n=60). Die Daten sind abgebildet als Kastengrafik 

mit 95%-Konfidenzintervall. * P<0,05; GAA, Guanidinoacetat. 

1.3.2 Simvastatin-induzierte Myopathie und AGAT Expression in C57BL6/J WT Mäusen 

Zur Etablierung eines Mausmodells Simvastatin induzierter Myopathien wurden zunächst C57BL6/J 
Wildtyp (WT) Mäuse mit 0 mg/kg, 300 mg/kg und 900 mg/kg Simvastatin behandelt. Darüber hinaus 
sollten die Hoch- und Niedrigdosisgruppe eine geeignete Dosis für die nachfolgenden Experimente mit 
sicheren objektivierbaren Effekten etabliert werden. 

Nach vierwöchiger Statin Behandlung wurde in der 900 mg/kg Statin Gruppe ein LDH-Spiegel von 
830±228,6 U/l als Anzeichen des hepatischen Zellunterganges gemessen, wohingegen in der 
Kontrollgruppe 282,5±26,3 U/l nachgewiesen wurde. In der Gruppe mit 300 mg/kg Simvastatin konnte 
eine Konzentration von 676,6±113,7 U/l gemessen werden (Abb. 3a). Passend hierzu war auch die CK 
in den Statin Gruppen im Vergleich zur Kontrolle signifikant erhöht (Abb 3b: 5578±1791 U/l in der 900 
mg/kg Gruppe, 4317±1740 U/l in der 300 mg/kg Gruppe und 160,3±15,6 U/l in der Kontrollgruppe).  
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Abbildung 3: LDH (a) und CK (b) Plasmakonzentrationen in WT Mäusen mit 0 mg/kg, 300 mg/kg oder 

900 mg/kg Simvastatin im Futter. N=4-5 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als 

Mittelwert±Standardfehler. * P<0,05; LDH, Laktatdehydrogenase; CK, Kreatinkinase; WT, C57BL6/J 

Wildtypmäuse; CTRL, Kontrolle. 

Histologisch wurde in Übereinstimmung zu den laborchemischen Daten eine Abnahme der 
Myozytendurchmesser als morphologischer Nachweis für eine Muskelatrophie im Muskulus extensor 
digitorum longus beobachtet (Abb 4: 25,5±1,3 µm in der 900 mg/kg Gruppe, 26,8±2,1 µm in der 300 
mg/kg Gruppe und 34,1±1,3 µm in der Kontrollgruppe).  
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Abbildung 4: Myozytendurchmesser des EDL Muskel in WT Mäusen mit 0 mg/kg, 300 mg/kg oder 900 

mg/kg Simvastatin im Futter. N=4-5 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als 

Mittelwert±Standardfehler. * P<0,05; ** P<0,01; EDL, Extensor digitorum longus; WT, C57BL6/J 

Wildtypmäuse; CTRL, Kontrolle. 

Wie bereits in menschlichen Lymphozyten Statin behandelter Patienten gezeigt (Mangravite et al. 
2013), konnte auch in der untersuchten Statin Gruppe eine verminderte AGAT-Expression in der Niere 
(dem Hauptexpressionsorgan der AGAT) festgestellt werden (Abb. 5: CTRL: 1,0±0,3; 300 mg/kg Statin: 
0,6±0,04; 900 mg/kg Statin: 0,48±0,05). 

Somit konnten wir ein Mausmodell mit Simvastatin-induzierter Myopathie annehmen. Da die Effekte 
dosisabhängig in der höheren Statin Dosis mit 900mg/kg ausgeprägter und eindeutiger waren, 
entschieden wir uns, für die folgenden Experimente ausschließlich die höhere Statin Dosis zu 
verwenden. 
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Abbildung 5: Relative AGAT-Expression in der Niere von WT Mäusen mit 0 mg/kg, 300 mg/kg oder 900 

mg/kg Simvastatin im Futter. N=4-5 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als 

Mittelwert±Standardfehler. * P<0,05; AGAT, Arginin-Gylzin-Amidinotransferase; WT, C57BL6/J 

Wildtypmäuse; CTRL, Kontrolle. 

1.3.3 Simvastatin-induzierte Myopathien im Vergleich zwischen den Mausmodellen (WT, AGAT-

/- und GAMT-/-) 

Um die Simvastatin-induzierte Myopathie in den verschiedenen Mausmodellen zu untersuchen, 
erfolgte eine Statin-Supplementierung mit 900 mg/kg Futter über 4 Wochen. In den Lebern der 
supplementierten Mäuse wurden im Vergleich zu den Kontrollen erhöhte Simvastatin Konzentrationen 
gemessen, während die Konzentrationen sich zwischen den einzelnen Gruppen nicht signifikant 
unterschieden (Abb. 6a: WT: 0,47±0,07 pmol/mg, AGAT-/-: 0,39±0,07 pmol/mg, GAMT-/-: 0,62±0,15 
pmol/mg). Die Statin-Supplementation führte in keiner der Gruppen zu einer erhöhten Sterblichkeit 
oder einem signifikanten Gewichtsverlust (Abb. 6b und 6c). 
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Abbildung 6: Simvastatin Konzentration in der Leber (a) von WT-CTRL, AGAT-/-, GAMT-/- und WT 

Mäusen mit 900 mg/kg Simvastatin im Futter. Gewicht (b) und prozentuales Überleben (c) von WT-

CTRL, AGAT-/-, GAMT-/- und WT Mäusen mit 900 mg/kg Simvastatin im Futter über die Dauer der 

Studienzeit. N=5-6 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als Mittelwert±Standardfehler. ** P<0,05; 

AGAT, Arginin:Gylcin-Amidinotransferase; GAMT, Guanidinoacetat-Methyltransferase; WT, C57BL6/J 

Wildtypmäuse; CTRL, Kontrolle. 

Um die Gruppen im Hinblick auf die motorische Funktion zu vergleichen, wurden vor und nach der 
Supplementation Grip strength und Rotarod Test durchgeführt. Die Kreatin-defizienten Mausmodelle 
wiesen bereits vor Supplementation einen muskeldystrophen Phänotyp auf, weshalb 
erwartungsgemäß bereits in der initialen Testung signifikante Unterschiede zwischen den Gruppen 
bestanden. Daher erfolgte eine interne Normalisierung der Testwerte auf die Messwerte derselben 
Maus vor Supplementation. Insgesamt zeigten alle Gruppen nach der vierwöchigen Supplementation 
eine signifikante Reduktion der Vorderpfotenmuskelkraft im Grip strength Test (Abb 7a: AGAT-/- vor 
Statin-Supplementation: 0,53±0,03 N, AGAT-/- nach Statin-Supplementation: 0,3±0,02 N; C57BL6 WT 
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vor Statin-Supplementation: 1,54±0,04 N, C57BL6 WT nach Statin-Supplementation: 1,17±0,03 N; 
GAMT-/- vor Statin-Supplementation: 1,07±0,04 N, GAMT-/- nach Statin-Supplementation: 0,88±0,04N). 
Im Vergleich zwischen den Gruppen war die Muskelkraft bei AGAT-/- Tieren mit 55,79±2,85% der Kraft 
vor Statin-Supplementation signifikant stärker reduziert als in den WT und GAMT-/- Gruppen (Abb 7b: 
WT: 76,63±2,76%, GAMT-/-: 82,47±5,32%). Im Rotarod Test konnte nach der Statin-Supplementation 
eine verlängerte Dauer bis zum Herabfallen in den WT und GAMT-/- Tieren als Hinweis auf einen 
Lernprozess gemessen werden (Abb. 7c: C57CL6 vor Statin: 187,6±23,9s, C57CL6 nach Statin: 
204,6±26,5s; GAMT-/- vor Statin: 157,8±34,4s, GAMT-/- nach Statin: 207±13,3s). In der AGAT-/- Gruppe 
gab es eine (nicht signifikante) Tendenz zu verminderter Leistung (AGAT-/- vor Statin: 143,6±18,9s, 
AGAT-/- nach Statin: 122,1±24,8s). Insgesamt zeigte die AGAT-/- Gruppe erneut die schwächste Leistung, 
wenngleich der Unterschied statistisch nicht signifikant war. 

Die Myozytendurchmesser der Musculus extensor digitorum longus (EDL) wurden auf nicht Statin 
behandelte Kontrolltiere normalisiert. Im Vergleich der Gruppen zeigte sich ein Trend zu reduzierten 
Durchmessern in den AGAT Tieren (93,41±3,17%), obwohl auch hier der Unterschied zur WT 
(110,3±6,48%) und GAMT-/- Gruppe (123±11,76%) keine statistische Signifikanz erreichte (p=0,09). 

In der Gesamtbetrachtung der obengenannten Ergebnisse wurde in der AGAT-/- Gruppe ein stärkerer 
funktioneller Effekt der Simvastatin-Supplementation im Vergleich zu den WT und AGAT 
überexprimierenden GAMT-/- Tieren beobachtet. Da sowohl AGAT-/- wie auch GAMT-/- Mäuse Cr 
defizient sind, deuten diese Ergebnisse auf einen Kreatin- unabhängigen Effekt hin, der entweder 
durch die Expression/Aktivität von AGAT oder durch deren Produkte GAA oder hArg zu erklären ist. 
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Abbildung 7: Absolute (a) und relative (b) Griffstärke der Vorderpfoten (Grip Strength) in AGAT-/-, 

GAMT-/- und WT Mäusen vor und nach Simvastatin-Supplementation. Absolute (c) und relative (d) 
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Dauer bis zum Herabfallen (Rotarod) in AGAT-/-, GAMT-/- und WT Mäusen vor und nach Simvastatin-

Supplementation. Absolute (e) und relative (f) Myozytendurchmesser in AGAT-/-, GAMT-/- und WT 

Mäusen nach Simvastatin-Supplementation und in Kontroll Mäusen ohne Statingabe. N=5-6 pro 

Gruppe. Die Daten sind abgebildet als Mittelwert±Standardfehler. * P<0,05; ** P<0,01;*** P<0,001; 

AGAT, Arginin:Gylcin-Amidinotransferase; GAMT, Guanidinoacetat-Methyltransferase; WT, C57BL6/J 

Wildtypmäuse. 

1.3.4 AGAT Expression und GAA- und hArg-Spiegel im Vergleich zwischen den Mausmodellen 

(WT, AGAT-/- und GAMT-/-) 

Wie bereits gezeigt ist die AGAT-Expression in den einzelnen Gruppen wie folgt verschieden (Choe et 
al., 2013b): Während die AGAT-/- Tieren keine AGAT exprimieren, ist in den GAMT-/- Mäusen sogar eine 
Überexpression im Vergleich zu den WT Tieren vorhanden. Passend dazu sind die höchsten GAA- und 
hArg-Konzentrationen in GAMT-/- Mäusen nachweisbar, während in den AGAT-/- Tieren signifikant 
niedrigere Konzentrationen gemessen wurden (Abb. 8c und 8d: GAA-Konzentrationen in AGAT-/-: 
1,50±0,45 µM, WT: 3,94±0,75 µM und GAMT-/-: 773±504,8 µM; hArg-Konzentrationen in AGAT-/-: 
0,03±0,03 µM, WT: 0,29±0,04 µM und GAMT-/-: 0,4±0,09 µM). 
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Abbildung 8: Relative (a+b) AGAT Expression in der Niere von AGAT-/-, GAMT-/- und WT Mäusen ohne 

Simvastatin-Supplementation. Plasmakonzentrationen von GAA (c) und hArg (d) in AGAT-/-, GAMT-/- 

und WT Mäusen ohne Simvastatin-Supplementation. N=5-6 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als 

Mittelwert±Standardfehler. * P<0,05; ** P<0,01; *** P<0,001; AGAT, Arginin:Gylcin-

Amidinotransferase; GAMT, Guanidinoacetat-Methyltransferase; WT, C57BL6/J Wildtypmäuse. GAA, 

Guanidinoacetat; hArg, Homoarginin. 

 

1.3.5 Einfluss der Kreatin Supplementation auf Simvastatin induzierte Myopathien in AGAT-/- 

Mäusen 

Um nun den Einfluss von Cr unabhängig von der AGAT Expression/Aktivität und hArg als Störfaktor zu 
untersuchen, wurden AGAT-/- Mäuse verwendet. Wie bereits bekannt reduziert eine Statin-
Supplementation die AGAT-Expression in Mäusen (siehe oben) und Menschen (Mangravite et al., 
2013). Eine reduzierte AGAT-Expression führt zu niedrigeren hArg, GAA und Cr Spiegeln (Choe et al., 
2013b). Die untersuchten AGAT-/- Mäuse wurden randomisiert und die Cr Gruppe mit 1% Cr über das 
Futter supplementiert. Wie bereits in mehreren Arbeiten (Choe et al., 2013b) gezeigt, reichte diese 
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Menge aus, um die Kreatin abhängigen Effekte in AGAT-/- Mäusen hinsichtlich des Muskelphänotyps 
vollständig zu kompensieren.  

In den Grip strength Tests wurde eine signifikant reduzierte Muskelkraft der Vorderpfoten im Vergleich 
zu vor der Statin Behandlung festgestellt (Abb 9a: AGAT-/- vor Statin: 0,53±0,03 N, AGAT-/- nach Statin: 
0,3±0,02 N; AGAT-/-Cr vor Statin: 1,47±0,03 N,  AGAT-/-Cr nach Statin: 1,07±0,06 N). In diesen 
Experimenten war die Reduktion in den nicht Kreatin-substituierten Tieren nach interner 
Normalisierung auf die Werte vor Statin-Supplementation signifikant größer (Abb. 9b: AGAT-/-: 
55,79±2,85% der Kraft vor Statin-Supplementation, AGAT-/-Cr: 72,50±2,96% der Kraft vor Statin-
Supplementation).  

Beim Rotoarod Test konnten nach interner Normalisierung keine Unterschiede beobachtet werden 
(Abb. 9c: AGAT-/-: 90,43±18,3% der Dauer vor Statin-Supplementation, AGAT-/-Cr: 103,4±10,3% der 
Dauer vor Statin-Supplementation). Die Muskelhistologien der EDL zeigten in Übereinstimmung zu den 
Grip strength Daten nach Normalisierung signifikant geringere Durchmesser in den nicht Kreatin-
substituierten Tieren im Vergleich zur Cr Gruppe (Abb. 9d: AGAT-/- Myozytendurchmesser normalisiert: 
0,92±0,03, AGAT-/-Cr Myozytendurchmesser normalisiert: 1,19±0,06). 

Zusammenfassend führte eine Kreatin-Substitution unabhängig von der AGAT Aktivität/Expression zu 
geringeren Simvastatin induzierten Muskelveränderungen. 
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Abbildung 9: Absolute (a) und relative (b) Griffstärke der Vorderpfoten (Grip Strength) in AGAT-/- und 

AGAT-/-Cr Mäusen vor und nach Simvastatin-Supplementation. Relative (c) Dauer bis zum Herabfallen 

(Rotarod) in AGAT-/- und AGAT-/-Cr Mäusen nach Simvastatin-Supplementation. Auf Kontrollmäuse 

normalisierte relative Myozytendurchmesser (d) in AGAT-/- und AGAT-/-Cr Mäusen nach Simvastatin- 

Supplementation. N=5-6 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als Mittelwert±Standardfehler. ** 

P<0,01; *** P<0,001; AGAT, Arginin:Gylcin-Amidinotransferase; AGAT-/-Cr, Kreatin supplementierte 

AGAT Knockout. 

1.3.6 Einfluss der hArg-Supplementation auf Simvastatin induzierte Myopathien in AGAT-/- 

Mäusen 

Zur Untersuchung der hArg Wirkung wurden AGAT-/- Mäuse verwendet, um einen AGAT und Cr 
unabhängigen Effekt nachzuweisen. Es erfolgte eine Randomisierung in eine Kontroll- und eine hArg-
Gruppe, die mit 14mg/l hArg über das Trinkwasser supplementiert wurden. Erwartungsgemäß konnte 
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in dieser Gruppe eine erhöhte hArg Plasmakonzentration nachgewiesen werden (AGAT-/-: 0,18±0,04 
µM, AGAT-/- hArg: 0,72±0,11 µM). In den motorischen Funktionstests (Grip strength und Rotarod Test) 
konnten in dieser Kohorte keine Unterschiede zwischen den Gruppen festgestellt werden (Abb. 10b: 
AGAT-/-: 60,49±4,81% der Kraft vor Statin-Supplementation, AGAT-/-hArg: 67,11±5,84% der Kraft vor 
Statin-Supplementation; Abb 10c: AGAT-/-: 90,17±13,9% der Dauer vor Statin-Supplementation; AGAT-

/-hArg: 103,6±10,9% der Dauer vor Statin-Supplementation). Auch in den Histologien des musculus 
Soleus, die auf Kontrolltiere ohne Simvastatin Behandlung normalisiert wurden, konnten keine 
Unterschiede nachgewiesen werden (Abb. 10d: AGAT-/- Myozytendurchmesser normalisiert: 
1,17±0,06, AGAT-/-hArg Myozytendurchmesser normalisiert: 1,1±0,06). 

Insgesamt konnte in dieser Kohorte kein Effekt der hArg Gabe auf die Simvastatin induzierte 
Myopathie gezeigt werden. 

 
Abbildung 10: Plasma hArg (a) Spiegel in AGAT-/- und AGAT-/-hArg Mäusen vor Simvastatin-

Supplementation. Relative Griffstärke (b) der Vorderpfoten (Grip Strength) und relative (c) Dauer bis 
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zum Herabfallen (Rotarod) in AGAT-/- und AGAT-/-hArg Mäusen nach Simvastatin-Supplementation. 

Auf Kontrollmäuse normalisierte relative Myozytendurchmesser (d) in AGAT-/- und AGAT-/-hArg 

Mäusen nach Simvastatin-Supplementation. N=5-6 pro Gruppe. Die Daten sind abgebildet als 

Mittelwert±Standardfehler. ** P<0,01; AGAT, Arginin:Glycin-Amidinotransferase; AGAT-/-hArg, 

Homoarginin-supplementierte AGAT Knockout. 



1.4 Diskussion 

Die Haupterkenntnisse der vorliegenden Arbeit waren: 1. Simvastatin führte in einer Dosis von 900 
mg/kg Futter zu einer Statin-induzierten Myopathie in WT Mäusen. 2. Simvastatin führt in Mäusen zu 
einer Inhibition der AGAT Expression und zudem zu niedrigeren Konzentrationen der AGAT Produkte 
hArg und GAA (Enzymaktivität). 3. Im Vergleich der Mausmodelle war der Simvastatin-Effekt in AGAT-

/- am deutlichsten und in GAMT-/- am schwächsten ausgeprägt. Dies spricht für einen Cr unabhängigen 
Effekt. 4. In Cr-substituierten AGAT-/- Mäusen war der Statin-Effekt geringer ausgeprägt als in nicht 
substituierten Tieren. 

Statine werden bei kardiovaskulären Patienten häufig verschrieben und das Absetzen der 
Statintherapie ist mit einer erhöhten Mortalität vergesellschaftet (Jackevicius et al., 2002). Daher ist 
die klinische Bedeutung der häufigsten Nebenwirkung, die zu einem Therapieabbruch führt, der Statin-
induzierten Muskelbeschwerden, beträchtlich. Eine wirksame Prophylaxe der Statin-assoziierten 
Nebenwirkungen konnte bisher nicht etabliert werden. In einer vorhergehenden Arbeit wurde eine 
Assoziation zwischen dem AGAT Gen und Statin-induzierten Myopathien in zwei unabhängigen 
Kohorten beobachtet (Mangravite et al., 2013). Darüber hinaus konnte in Zellkulturexperimenten 
gezeigt werden, dass ein AGAT Knockdown zu einer verminderten Produktion von LDL 
Strukturproteinen (u.a. Apolipoprotein B) führt (Mangravite et al., 2013). Zudem wurde in 480 
Simvastatin-behandelten Patienten eine verminderte AGAT Expression in Lymphoblasten 
nachgewiesen (Mangravite et al., 2013).  

In Übereinstimmung mit den letztgenannten Ergebnissen konnten wir in der vorliegenden Arbeit eine 
verminderte AGAT Expression in der Niere, dem Hauptexpressionsorgan der AGAT, in Simvastatin 
behandelten Mäusen nachweisen (Kontrollgruppe: 1,0±0,59; Statingruppe: 0,48±0,1; p=0,017). Auch 
im klinischen Patientenkollektiv cerebrovaskulärer Patienten wurden in der Statin Gruppe im Vergleich 
zu nicht Statin behandelten Patienten verminderte hArg und GAA Plasmakonzentrationen gemessen. 
Interessanterweise war im Vergleich der Mausmodelle die Simvastatin-induzierte Myopathie in GAMT-

/- Tieren weniger stark ausgeprägt als in AGAT-/- Mäusen. GAMT ist das zweite Enzym der 
Reaktionskette in der endogenen Cr Produktion. Die GAMT-/- Mäuse sind genau wie AGAT-/- Kreatin-
defizient, jedoch findet in GAMT-/- Mäusen aufgrund des negativen Endprodukt Feedback 
Mechanismus bei fehlendem Cr eine AGAT Überexpression statt (Abb.8; Choe et al., 2013a). In den 
vorliegenden Ergebnissen zeigte sich im Vergleich von AGAT-/- zu GAMT-/- ein geringerer Statin-
induzierter Muskeleffekt in GAMT-/- Tieren. Dies deutet auf einen Cr unabhängigen Effekt hin. 

Im Gegensatz dazu zeigte die Cr-Substitution in AGAT-/- Mäusen einen Kreatin-protektiven Effekt gegen 
Statin-induzierte Myopathien in dieser Kohorte. Dies erscheint vor dem Hintergrund der Funktion des 
Cr und der bisherigen Erkenntnisse plausibel. In Patienten mit Statinintoleranz konnten in zwei 
Arbeiten bereits Hinweise auf eine Reduktion muskelassoziierter Symptome unter Cr Supplementation 
festgestellt werden (Balestrino und Adriano, 2018; Shewmon und Craig, 2010). Grundsätzlich dient Cr 
in phosphorylierter Form als Energiepuffer für Gewebe mit hohem und schwankendem Energiebedarf 
und kommt in hohen Konzentrationen in der Skelettmuskulatur vor (Wyss und Kaddurah, 2000). In 
Kreatin-defizienten Mausmodellen konnte bereits gezeigt werden, dass die Aktivierung der AMP-
aktivierten Proteinkinase zwar zu einer erhöhten Glucose Aufnahme in die Zellen führt, der 
mitochondriale Energiestoffwechsel jedoch ineffizient ist (Nabuurs et al., 2013; Stockebrand et al., 
2016; Stockebrand et al., 2018). Im Einzelnen war die Anzahl der Mitochondrien in den Zellen erhöht 
und die oxidative Phosphorylierung hochreguliert, dennoch zeigten sich verminderte ATP 
Konzentrationen (Nabuurs et al., 2013; Stockebrand et al., 2018). In ähnlicher Weise wurde kürzlich 
beim Menschen eine Assoziation zwischen mitochondrialer Dysfunktion mit Inhibition des 
Atmungskettenkomplexes III und statinassoziierter Myalgie festgestellt (Mallinson et al., 2015; Schirris 
et al., 2015). Ein gemeinsamer zugrundeliegender Mechanismus wäre daher denkbar. Limitierend 
muss zu den Ergebnissen an Cr-supplementierten Tieren gesagt werden, dass der Effekt lediglich an 
AGAT-/- Tieren gezeigt wurde, inwieweit sich dies an WT oder GAMT-/- Tieren reproduzieren lässt bleibt 
offen und wurde in der vorliegenden Arbeit nicht untersucht. 
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Die hArg-Supplementation in AGAT-/- Mäusen lieferte keinen Hinweis auf eine protektive Wirkung von 
hArg gegenüber Statin-induzierten Myopathien. Grundsätzlich ist hArg in relevanten Konzentrationen 
im Skelettmuskel nachweisbar. In einer Studie konnten doppelt so hohe Konzentrationen im Vergleich 
zum Fettgewebe nachgewiesen werden (May et al., 2015). In früheren epidemiologischen Studien 
waren niedrige hArg Konzentrationen vor allem mit erhöhter kardiovaskulärer Morbidität, einem 
schlechteren Outcome nach Schlaganfall und einer erhöhten Gesamtmortalität assoziiert (Choe et al., 
2013a; März et al., 2010; Pilz et al., 2011). In Mausmodellen mit experimentellem Schlaganfall und 
Herzinsuffizienz nach Myokardinfarkt konnte ein protektiver Effekt hoher hArg Konzentrationen 
nachgewiesen werden (Choe et al., 2013a; Atzler et al., 2017). In Patienten mit heriditären Myopathien 
wurden zudem niedrigere hArg Spiegel beobachtet (Hörster et al., 2015). Auch Patienten mit 
unbehandelter pulmonaler Hypertonie weisen verminderte hArg Plasmakonzentrationen auf. Passend 
hierzu wurde in WT Mäusen unter chronischer Hypoxie eine verminderte AGAT Expression und 
reduzierte hArg Plasmakonzentrationen nachgewiesen (Atzler et al., 2016; Hannemann et al., 2021). 
Aufgrund der genannten Ergebnisse wäre eine Schutzwirkung des hArg denkbar. Einschränkend zu den 
Ergebnissen ist anzumerken, dass die Experimente an AGAT-/- Tieren durchgeführt wurden, um Cr als 
Störfaktor auszuschließen. Ein hArg-Effekt in WT-Tieren kann somit nicht ausgeschlossen werden, 
insbesondere vor dem Hintergrund der unter Statintherapie beobachteten Reduktion des hArg-
Spiegels bei inhibierter AGAT-Expression. Im Hinblick auf die klinische Signifikanz der 
Gesamtergebnisse bleibt die Einschränkung des Tiermodells hinsichtlich der Übertragbarkeit auf den 
Menschen bestehen.  

Unsere Arbeitsgruppe und andere konnten zeigen, dass eine hArg-Supplementation mit 125 mg/Tag 
sowohl bei gesunden menschlichen Probanden wie auch in Ratten und Schweinen ohne relevante 
Nebenwirkungen möglich ist (Atzler et al., 2017; Schönhoff et al., 2018; Hou et al., 2016). Eine 
Supplementation von Cr wurde bereits in zahlreichen Studien untersucht. Auch hier zeigten sich 
insgesamt keine relevanten Einschränkungen oder Nebenwirkungen (Kieburtz et al., 2015). Eine 
klinische Studie zur Erprobung von Cr und/oder hArg in Patienten mit Statin-induzierter Myopathie 
wäre daher denkbar. Beide Substanzen könnten bei Supplementation eine Reduktion des 
Plasmaspiegels durch verminderte Expression der AGAT unter Statintherapie kompensieren. 
Andererseits ist Cr ein Inhibitor der AGAT und könnte falls ein protektiver Effekt der AGAT 
Expression/Aktivität auf Statin-induzierte Myopathien besteht, diesen konterkarieren.  

Zusammenfassend konnten wir zeigen, dass eine Behandlung mit Simvastatin in Mäusen zu einer 
verminderten AGAT Expression/Aktivität und in der Folge zu verminderten GAA und hArg 
Plasmaspiegeln in Statin behandelten Mäusen führt. Zudem waren AGAT überexprimierende GAMT-/- 

Mäuse weniger von Statin-induzierter Myopathie betroffen. Während hArg keine protektive Wirkung 
hatte, zeigte die Cr-Supplementation in AGAT-/- Mäusen eine Reduktion der Statin-assoziierten 
Myopathie. Insgesamt sind weitere klinische und tierexperimentelle Ansätze notwendig, um die 
Wirkung und die zugrundeliegenden Mechanismen der AGAT bei Statin-induzierten Myopathien 
aufzuklären. 

Unsere Untersuchungen an CT1 Knockout (CT1-/y) Mäusen zeigen einen Phänotyp mit beeinträchtigter 
Muskelfunktion, ausgeprägter Muskelatrophie und thorakolumbaler Skoliose (Stockebrand et al., 
2018), wie aus anderen Cr-defizienten Mausmodellen bekannt (Schmidt et al., 2004; Nabuurs et al., 
2013; Baroncelli et al., 2014; Russell et al., 2014). In CT1-defizienten menschlichen Patienten stehen 
neurokognitive Symptome wie geistige Retardierung und Krampfanfälle im Vordergrund, wenngleich 
auch muskuläre Symptome beschrieben sind (deGrauw et al., 2003; Stöckler et al., 2007). 

Im Skelettmuskel der CT1-/y Mäuse finden sich reduzierte Cr und Phosphokreatin (PCr) Konzentrationen 
(Skelton et al., 2011; Russell et al., 2014; Baroncelli et al., 2016; Stockebrand et al., 2018). Im Vergleich 
zwischen einzelnen Mausmodellen, welche einen vergleichbaren muskeldystrophen Phänotyp 
aufweisen, fallen jedoch teils deutliche Diskrepanzen im Hinblick auf die Cr-Konzentrationen auf. 
Interessanterweise weisen zwei Fallstudien zu menschlichen CT1-defizienten Patienten nahezu 
normale Cr-Konzentrationen im Muskel auf (deGrauw et al., 2003; Pyne-Geithman et al., 2004). 
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Ursächlich für die Unterschiede der Cr-Konzentrationen könnte eine verbliebene Aktivität des CT1 
abhängig von der Mutation in menschlichen Patienten, Unterschiede in Mausstämmen oder 
methodisch unterschiedliche Messverfahren sein. Eine hochregulierte Expression von AGAT im 
Skelettmuskel, welche die endogene Cr Synthese steuert, könnte ebenfalls residuale Cr 
Konzentrationen erklären. Während in WT Mäusen nur eine geringe Expression der AGAT im 
Skelettmuskel stattfindet, ist die Expression der AGAT im Skelettmuskel der CT1-/y Mäuse 
hochreguliert. Dennoch bleiben die PCr- und ATP-Konzentrationen reduziert, was darauf hindeutet, 
dass diese Synthese keine vollständige Kompensation ermöglicht (Stockebrand et al., 2018). Insgesamt 
liegt es nahe, dass die verminderte ATP Produktion aufgrund der gestörten oxidativen 
Phosphorylierung in CT1-/y Mäusen, ähnlich wie bei Patienten mit mitochondrialen Myopathien 
(Andreassen et al., 2008; Comi et al., 1998), eine der Hauptursachen für die Muskelatrophie darstellt. 

Funktionell motorische Tests in CT1-/y Mäusen zeigen eine reduzierte Griffstärke der Vorderpfoten, 
eine verminderte Laufleistung und Einschränkungen in der motorischen Lernfähigkeit (Stockebrand et 
al., 2018). Diese Beobachtungen stehen im Einklang mit den motorischen Phänotypen anderer Cr-
defizienter Mausmodelle (Nabuurs et al., 2013; Russell et al., 2014; Baroncelli et al., 2016) und finden 
Entsprechung in Berichten über menschliche Patienten mit Koordinations- und 
Gleichgewichtsstörungen (Stöckler et al., 2007). Neben der beeinträchtigten Muskelphysiologie 
könnten auch Störungen der kortikalen Plastizität zur verminderten motorischen Lernfähigkeit der 
Mäuse beitragen (Baroncelli et al., 2016; diCristo et al., 2007).  

Erste Daten im Mausmodell zeigen eine Verbesserung der motorischen Leistung unter Substitution mit 
Cyclocreatin (Russell et al., 2014), einem synthetischen Cr-Analogon, welches nicht vom CT1-Transport 
abhängig ist (Stöckler et al., 1996; Loike et al., 1988). In Patienten mit CT1-Defizit führt eine 
hochdosierte Cr-Substitution zu einer Besserung der muskulären Symptome, nicht aber der 
neurokognitiven Defizite (Shen et al., 2022).  

Zusammengefasst führt eine CT1-Defizienz zu einer gestörten Energiebereitstellung   und in der Folge 
zu einer Muskelatrophie mit Kraftverlust. Die genauen Mechanismen und Auswirkungen einer CT1-
Defizienz besonders im Hinblick auf menschliche Patienten bedürfen weiterer Untersuchungen.  
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Abstract

Statin-induced myopathy affects more than 10 million people worldwide. But discontinuation of statin treatment increases 

mortality and cardiovascular events. Recently, l-arginine:glycine amidinotransferase (AGAT) gene was associated with 

statin-induced myopathy in two populations, but the causal link is still unclear. AGAT is responsible for the synthesis of 

l-homoarginine (hArg) and guanidinoacetate (GAA). GAA is further methylated to creatine (Cr) by guanidinoacetate methyl-

transferase (GAMT). In cerebrovascular patients treated with statin, lower hArg and GAA plasma concentrations were found 

than in non-statin patients, indicating suppressed AGAT expression and/or activity (n = 272, P = 0.033 and P = 0.039, respec-

tively). This observation suggests that statin-induced myopathy may be associated with AGAT expression and/or activity in 

muscle cells. To address this, we studied simvastatin-induced myopathy in AGAT- and GAMT-deficient mice. We found that 

simvastatin induced muscle damage and reduced AGAT expression in wildtype mice (myocyte diameter: 34.1 ± 1.3 µm vs 

21.5 ± 1.3 µm, P = 0.026; AGAT expression: 1.0 ± 0.3 vs 0.48 ± 0.05, P = 0.017). Increasing AGAT expression levels of trans-

genic mouse models resulted in rising plasma levels of hArg and GAA (P < 0.01 and P < 0.001, respectively). Simvastatin-

induced motor impairment was exacerbated in AGAT-deficient mice compared with AGAT-overexpressing GAMT−/− mice 

and therefore revealed an effect independent of Cr. But Cr supplementation itself improved muscle strength independent of 

AGAT expression (normalized grip strength: 55.8 ± 2.9% vs 72.5% ± 3.0%, P < 0.01). Homoarginine supplementation did 

not affect statin-induced myopathy in AGAT-deficient mice. Our results from clinical and animal studies suggest that AGAT 

expression/activity and its product Cr influence statin-induced myopathy independent of each other. The interplay between 

simvastatin treatment, AGAT expression and activity, and Cr seems to be complex. Further clinical pharmacological studies 

are needed to elucidate the underlying mechanism(s) and to evaluate whether supplementation with Cr, or possibly GAA, 

in patients under statin medication may reduce the risk of muscular side effects.

Keywords  Simvastatin · Homoarginine · Muscle · Creatine

Abbreviations

AGAT​	� l-Arginine:glycine amidinotransferase

CK	� Creatine kinase

Cr	� Creatine

GAA​	� Guanidinoacetate

GAMT	� Guanidinoacetate methyltransferase

hArg	� l-Homoarginine

LDH	� Lactate dehydrogenase

NO	� Nitric oxide

NOS	� Nitric oxide synthase

WT	� C57BL6/J wildtype

Introduction

Statins reduce morbidity and mortality in cardiovascular 

and stroke patients. Recent findings advocate statin use 

even in people without cardiovascular disease to prevent 

major vascular events (Yusuf et al. 2016). Therefore, it is 
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not surprising that statins belong to the most prescribed 

drugs with still increasing numbers. Worldwide, there were 

more than 100 million people taking statins in 2008 and this 

number is expected to reach a 400 million in 2020 (Ioannidis 

2014; Sathasivam and Lecky 2008). The most common side 

effects of statins are muscle complaints, i.e., myalgia, myo-

pathy and in rare cases rhabdomyolysis. In clinical practice 

and observational studies, the incidence of statin-associated 

muscle symptoms in patients was reported to affect about 

7–29% of patients (Stroes et al. 2015). Therefore, more than 

10 million people worldwide are expected to suffer from 

statin-associated muscle symptoms, and 4 million people 

have symptoms severe enough to interfere with daily activi-

ties leading to discontinuation of medication. But non-com-

pliance of statin use is directly associated with increased 

mortality and cardiovascular events (Shalev et al. 2009), 

which causes a severe health burden.

The underlying causes of statin-induced muscle symp-

toms are still incompletely understood. Besides possible 

effects on cholesterol anabolism, an altered cellular energy 

metabolism has been discussed. Statins might disturb mito-

chondrial function, attenuate energy production, increase 

catabolism of muscle proteins and alter calcium homeo-

stasis (Stroes et al. 2015). Further insight into understand-

ing pathophysiological principles has been obtained from 

pharmacogenomic studies evaluating genes associated with 

statin-induced myopathy. So far, a number of genes have 

been identified which influence statin metabolism (e.g., 

hepatic influx transporter SLCO1B1) and ATP synthesis 

(CoQ2, cytochromes). Recently, the l-arginine:glycine 

amidinotransferase (AGAT) gene has been associated with 

statin-induced myopathy in two independent populations 

(Mangravite et al. 2013).

AGAT catalyzes the synthesis of l-homoarginine (hArg) 

and guanidinoacetate (GAA). GAA is further converted to 

Cr by guanidinoacetate methyltransferase (GAMT). The 

AGAT-catalyzed synthesis of GAA is considered the rate-

limiting step in Cr biosynthesis. Cr deficiency disturbs mito-

chondrial oxidative phosphorylation and energy utilization 

in skeletal muscle (Nabuurs et al. 2013; Stockebrand et al. 

2016). Furthermore, skeletal muscle devoid of Cr reveals 

a severely altered response to hormones (e.g., leptin) and 

pyruvate handling (Stockebrand et al. 2013, 2016). With 

respect to hArg, the second AGAT reaction product, low cir-

culating and excretory levels of hArg have been associated 

with all-cause mortality, cardiovascular events and worse 

outcome after stroke (Choe et al. 2013a; Frenay et al. 2015; 

Kayacelebi et al. 2017; Marz et al. 2010). The underlying 

mechanisms are still unclear. hArg is supposed to interfere 

with nitric oxide (NO) metabolism. hArg can serve as a 

weak substrate for NO synthase (NOS) and competes with 

l-arginine for NOS-catalyzed NO formation (Alesutan et al. 

2016). In addition, hArg can inhibit l-arginine degradation 

by arginase on one hand and L-arginine uptake into NOS-

expressing cells on the other hand (Atzler et al. 2015). Inter-

estingly, the NO-donating atorvastatin NCX 6560 attenuated 

statin-induced muscle dysfunction in mouse models com-

pared with atorvastatin alone (D’Antona et al. 2016).

Even though the AGAT single-nucleotide polymorphism 

(SNP) rs9806699 was associated with reduced incidence of 

statin-induced myopathy in two independent populations, 

i.e., Marshfield cohort and SEARCH (Study of Effective-

ness of Additional Reductions in Cholesterol Homocystein) 

(Mangravite et al. 2013), this observation could not be con-

firmed in other cohorts (Carr et al. 2014; Floyd et al. 2014). 

Yet, a fixed-effects meta-analysis still yielded a significant 

association between AGAT polymorphisms and statin-

induced myopathy (Mangravite et al. 2014). Very recently, 

AGAT gene polymorphism rs9806699 was also associated 

with rosuvastatin-induced myopathy sparking the discussion 

about the clinical significance of AGAT in statin-induced 

myopathy (Bai et al. 2018). So far, only three epidemiologi-

cal studies suggested associations of AGAT gene with statin-

induced myopathy (Bai et al. 2018; Mangravite et al. 2013). 

But the causal relationship remains unclear at present.

In the present study, we observed lower hArg and GAA 

plasma concentrations in cerebrovascular patients treated 

with statin treatment compared to statin-free patients, indi-

cating suppressed AGAT expression and/or activity. This 

observation suggests that statin-induced myopathy may be 

associated with AGAT expression and/or activity in muscle 

cells. To address this issue, we established a mouse model 

of statin-induced myopathy and studied the effects of AGAT 

expression. We also investigated the effects of Cr or hArg 

supplementation in transgenic mouse models. Our findings 

reveal for the first time a direct link between AGAT and 

statin-induced muscle physiology.

Methods

Care and use of transgenic mice

AGAT- and GAMT-deficient mice were generated by 

homologous recombination in mouse embryonic stem 

cells and were subsequently backcrossed to a C57BL/6 J 

genetic background for at least 6 generations, as described 

elsewhere (Choe et al. 2013b; Schmidt et al. 2004). Fur-

thermore, animals used in this study were C57BL/6 J male 

mice aged 15–25  weeks. AGAT- and GAMT-deficient 

mice used in this study were obtained from heterozygous 

matings and were male mice aged 15–25 weeks. Average 

weight of groups was 15.1 ± 1.8 g for AGAT-deficient mice, 

31.5 ± 11.4 g for AGAT-deficient mice on Cr supplemen-

tation, 27.7 ± 5.8 g for GAMT-deficient mice, 28.4 ± 1.3 g 

for C57BL6 mice and 15.5 ± 0.7 for AGAT-deficient mice 
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on hArg supplementation. Mice were housed in an animal 

room with a 12 h light/dark cycle (lights off at 7:00 a.m.) and 

maintained in groups of two to three under standard hous-

ing conditions (21 ± 1 °C; 50% humidity; food and water 

ad libitum). Chow was essentially Cr free (R/M-H, Ssniff) 

(Choe et al. 2013b). For Cr supplementation, AGAT-defi-

cient mice were given 1% Cr to chow (R/M-H, Ssniff) from 

birth and displayed normal body weight and behavior (Choe 

et al. 2013b). hArg supplementation was carried out using 

a 14 mg/L solution of hArg in drinking water as described 

previously (Choe et al. 2013a). Simvastatin treatment was 

achieved by addition of 300 mg/kg or 900 mg/kg to normal 

chow. Animal chow was composed of 22% crude protein, 

4.5% crude fat, 3.9% crude fiber, 6.7% crude ash, 34.9% 

starch and 5.2% sugar. Nutritional food additives per kg were 

vitamin A (25,000 IU), vitamin D3 (1500 IU), vitamin E 

(125 mg), vitamin K (20 mg), iron (100 mg), zinc (50 mg), 

manganese (30 mg), copper (5 mg), selenium (0.1 mg) and 

iodine (2 mg). The remaining component was water. All 

behavioral tests were performed starting 2 h after light offset 

and finishing at least 2 h before light onset. The experimental 

room, adjacent to the animal room, was illuminated by dim 

red light. Experiments were performed blinded to experi-

mental conditions.

Rotarod test

Behavioral experiments were performed as previously 

described (Freitag et al. 2003; Morellini 2013). Mice had 

to walk on a turning, corrugated rod (3.2 cm in diameter) 

(Acceler. Rotarod for mice, Jones and Roberts, TSE 308 

systems, Bad Homburg, Germany). The rod started to rotate 

5 s after the mice were placed onto it. Trials 1 and 2 were 

performed at slow, constant speed (4 rpm) for a maximum 

duration of 3 min. Trials 3, 4 and 5 were performed with the 

accelerating rod, starting with 4 rpm up to 40 rpm within 

4 min, with a maximum duration of 5 min. The perfor-

mance of the mice was evaluated by scoring the latency to 

fall down.

Grip strength

Maximal grip force was measured using a grip strength 

meter (TSE-Systems, Bad Homburg, Germany) as described 

previously (Nabuurs et al. 2013; Stockebrand et al. 2018). 

Within each group, the mean grip force of each mouse was 

calculated from 15 appropriate trials.

Muscle histopathology

Muscle histology was performed as previously described 

(Nabuurs et al. 2013; Stockebrand et al. 2018). Briefly, 

animals were anesthetized with intraperitoneal injection 

of ketamine and xylazine (120 mg/kg and 16 mg/kg body 

weight, respectively). Afterwards, mice were perfused tran-

scardially with 4% paraformaldehyde in phosphate-buffered 

saline. For morphometry, commonly stained slides for hae-

matoxylin and eosin (HE) were used. Myocyte diameters and 

cross sectional area were determined in multiple transverse 

sections of muscle using ImageJ and calculated by averaging 

data of five images by a blinded reviewer.

Tissue collection and preparation

Animals were anesthetized with intraperitoneal injec-

tion of ketamine and xylazine (120 mg/kg and 16 mg/kg 

body weight, respectively). Kidneys and skeletal muscle 

were removed and flash frozen in liquid nitrogen. Lysates 

were prepared in homogenization buffer containing phos-

phatase inhibitors with disposable 1.5-mL pestles (VWR) 

and cleared by centrifugation. Protein concentrations were 

determined using a BCA protein assay (Thermo Scientific).

Western blot

Western blot analysis was performed as previously described 

(Stockebrand et al. 2013). Briefly, equal amounts of cleared 

lysates (20–40 μg protein) were separated by SDS-PAGE 

on precast gels (Invitrogen) and transferred to nitrocellulose 

membrane. Specific antibodies against AGAT (#12801, Pro-

teintech; #Sc-241785(T-16), Santa Cruz), actin (#A2066, 

Sigma) and eIF4E (#2067S, Cell Signaling Technology) 

were used according to the manufacturers’ protocols. 

Enhanced chemiluminescence (Luminata Crescendo, Mil-

lipore, Molsheim, France) signals were detected with a lumi-

nescent image analyzer (LAS-4000, FujiFilm, Düsseldorf, 

Germany). Signal quantification was performed on non-

saturated images with the use of ImageJ software.

Blood chemistry

Venous ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA) blood was 

retrieved by submandibular puncture and heparinized blood 

by direct cardiac puncture in ad libitum fed mice, as previ-

ously described (Stockebrand et al. 2015). Creatine kinase 

(CK) and lactate dehydrogenase (LDH) were determined 

by standard laboratory methods based on certified assays 

employed in the Department of Clinical Chemistry, Uni-

versity Medical Center Hamburg-Eppendorf, using enzyme-

based kits (Vitros Chemistry).

Clinical study design

For the clinical stroke cohort 274 patients were recruited 

from the neurovascular outpatient clinic at the University 

Medical Center Hamburg-Eppendorf from October 2015 
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until September 2016, as previously described (Cordts et al. 

2018). The inclusion criteria were as follows: age > 18 years, 

diagnosis of prior stroke or patients at stroke risk, patient 

provided informed consent. Two patients were excluded due 

to missing data and therefore 272 patients were included 

in this study. Briefly, baseline characteristics were as 

described previously: age 65 ± 13 years, 27 ± 4 kg/m2, sys-

tolic blood pressure 139 ± 19 mmHg, diastolic blood pres-

sure 77 ± 11 mmHg, 204 (75%) had hypertension, 62 (23%) 

had diabetes, 111 (41%) had hypercholesterolemia and 226 

subjects (83%) had experienced prior stroke (Cordts et al. 

2018). Blood samples were taken directly after inclusion in 

the post-absorptive state and plasma was stored at − 20 °C. 

Written informed consent was obtained from all participants. 

The study protocol conforms to the ethical guidelines of the 

1975 Declaration of Helsinki. The study protocol has been 

approved by the Ethics Committee of the Hamburg Board 

of Physicians (PV4715).

Mass spectrometry

Plasma hArg concentrations were determined by liquid 

chromatography (LC)-tandem mass spectrometry (tandem 

MS) analysis as described previously (Cordts et al. 2015). 

Briefly, 25 μL aliquots of plasma were spiked with stable 

isotope-labelled hArg serving as internal standard. Proteins 

were precipitated with 100 μL of methanol and filtered 

through a 0.22 μm hydrophilic membrane (Multiscreen 

HTS™, Millipore). Afterwards, proteins were derivatized 

with butanolic 1 M HCl and analyzed by LC-tandem MS 

(Varian 1200 MS, Agilent Technologies, Santa Clara, USA). 

Quantification was performed by calculation of peak area 

ratios and calibration with known concentrations of the ana-

lyte in dialyzed EDTA plasma. Lower and upper limits of 

quantification were 0.1 and 50 μM for hArg, respectively 

(Atzler et al. 2011).

Plasma GAA, l-lysine, and l-arginine were determined 

by gas chromatography-mass spectrometry (GC–MS) as 

previously reported (Hanff et al. 2019). In brief, 10 µL 

of native plasma samples were treated with ice cold 2 M 

HCl in methanol for protein precipitation. After mixing 

and centrifuging, the supernatants were transferred into 

autosampler glass vials. The solvents were evaporated 

under a stream of nitrogen. In a two-step derivatization 

procedure, the residues were reconstituted in 2 M HCl/

methanol solution for esterification and acetylation with 

pentafluoropropionic anhydride in ethyl acetate. Trideu-

tero-methyl ester of GAA was freshly prepared, added 

to plasma samples after the esterification step and used 

as internal standard. Derivatized samples were evapo-

rated under a stream of nitrogen and treated first with 

200 µL aliquots of 400 mM borate buffer (pH 8.5) and 

immediately thereafter with 200-µL aliquots of toluene. 

Subsequently, the samples were mixed, centrifuged and 

the upper organic phases were transferred into autosam-

pler glass vials. One μL-aliquots from toluene extracts of 

derivatized samples were injected into the GC–MS sys-

tem comprised of a single quadrupole mass spectrometer 

model ISQ directly interfaced with a Trace 1310 series gas 

chromatograph equipped with an autosampler AS 1310 

(ThermoFisher, Dreieich, Germany). For gas chromato-

graphic separation a fused-silica capillary column Optima 

17 (15 m, 0.25 mm I.D., 0.25 μm film thickness, Mach-

erey–Nagel, Düren, Germany) was used.

Simvastatin tissue (2–10 mg wet weight) concentrations 

were determined using atorvastatin as internal standard 

applying LC-tandem MS as previously described (Wang 

et al. 2015). Briefly, tissue homogenates were spiked with 

internal standard and proteins were precipitated with 

acetonitrile, centrifuged (4 °C, 17,000×g, 10 min), and 

supernatants were analyzed by LC-tandem MS. Chromato-

graphic separation was performed on an ACQUITY UPLC 

C18 column (2.1 × 150 mm, 1.8 µm particle size, Waters, 

Dublin, Ireland) at 40 °C. The mobile phases consisted of 

methanol and water, both with 0.1% formic acid, pumped 

at a flow rate of 350 µL/min. A linear gradient elution was 

used from 30 to 70% methanol over 6 min with subsequent 

re-equilibration. The analyte and the internal standard 

were detected in the selected reaction monitoring (SRM) 

mode using the mass transitions at m/z 419.2 > 199.1 for 

simvastatin and m/z 559.2 > 440.2 for atorvastatin. Quan-

tification was performed by calculation of peak area ratios 

and calibration with known concentrations of the analytes. 

Subsequently, the calculated concentrations were normal-

ized to mg wet weight of tissue.

Statistics

All data are given as mean ± standard deviation (SD). Non-

parametric statistical tests were applied. For comparison 

of two groups Mann–Whitney test and for comparison of 

three groups Kruskal–Wallis test followed by Dunn’s Mul-

tiple Comparison Test were performed. For comparison 

of two or three groups at different time points, two-way 

analysis of variance with Bonferroni post-test was per-

formed. For comparison of four groups at one time point, 

one-way analysis of variance with Newman–Keuls post-

test was used. The level of significance was set at P < 0.05. 

Statistical analysis was performed with GraphPad Prism 

(version 5.02, La Jolla, USA) and SPSS (version 25, IBM, 

Somers, NY, USA).
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Results

hArg and GAA plasma levels in patients 
with and without statin treatment

We analyzed hArg and GAA in plasma samples of cerebro-

vascular patients with and without simvastatin treatment. 

hArg and GAA plasma levels were significantly lower in 

patients with statin treatment compared with untreated 

patients (Fig. 1a, b). Specifically, hArg plasma levels in 

patients with statin treatment were 1.74 ± 0.05 µM (n = 212) 

compared with 1.98 ± 0.1 µM (n = 60) in patients without 

statin treatment (Mann–Whitney test, P = 0.031, Fig. 1a). 

Similarly, GAA plasma levels were 3.41 ± 0.2  µM in 

patients with statin treatment (n = 212), whereas levels in 

patients without statin treatment were 3.76 ± 0.3 µM (n = 60) 

(Mann–Whitney test, P = 0.039, Fig. 1b). Concentrations of 

the precursor amino acids l-lysine and l-arginine were not 

different between groups (184 ± 34 vs. 186 ± 32 µM and 

59 ± 19 vs. 61 ± 25 µM, statin vs. no statin, l-lysine and 

l-arginine, respectively). The lower GAA and hArg plasma 

levels observed in the patients of our study are consistent 

with the possibility that statins reduce AGAT expression/

activity (Mangravite et al. 2013).

Simvastatin‑induced myopathy and AGAT 
expression in WT mice

To study the effect of simvastatin supplementation on mus-

cle physiology and histology, C57BL6/J wildtype mice 

(WT) were randomized to receive either 0 mg/kg, 300 mg/

kg or 900 mg/kg simvastatin to chow. After 4 weeks, LDH 

levels in blood were increased in mice fed 900 mg/kg simv-

astatin indicating cell damage (Fig. 2a). Similarly, CK levels 

were increased in mice treated with 900 mg/kg simvastatin 

indicating muscle damage (Fig. 2b). Correspondingly, myo-

cyte diameters of extensor digitorum longus (EDL) mus-

cle were decreased in the 900 mg/kg simvastatin group as 

morphological sign of muscle atrophy (Fig. 2c). Previously, 

AGAT expression has been shown to be significantly sup-

pressed by simvastatin exposure in human lymphocytes 

(Mangravite et al. 2013). In kidney, which is the main organ 

of AGAT expression, we also observed decreased AGAT 

expression after simvastatin exposure with 900  mg/kg 

(Fig. 2d).

AGAT expression, GAA and hArg levels 
in AGAT‑de�cient, WT and GAMT‑de�cient mice

As previously described, AGAT-deficient (AGAT​−/−), WT 

and GAMT-deficient (GAMT−/−) mice revealed distinct 

AGAT expression in kidney (Fig. 3a, b) (Choe et al. 2013a). 

Increasing hArg and GAA plasma levels corresponded to 

increasing AGAT expression (Fig. 3c, d).

E�ects of simvastatin treatment on muscle 
of AGAT‑de�cient, GAMT‑de�cient and WT mice

Motor behavior was assessed with grip strength and 

rotarod in AGAT​−/−, WT and GAMT−/− mice before and 

after simvastatin treatment (Fig. 4a). Simvastatin concen-

trations in livers of all groups were elevated compared 

with untreated mice and did not differ among simvastatin 

treated groups (Supplementary Figure 1). Furthermore, 

body weight did not decline during treatment, and sur-

vival after 4 weeks of simvastatin treatment did not differ 

between groups (Supplementary Figure 2). Grip strength 

analysis revealed significant reduction after simvas-

tatin treatment in all groups (Fig. 4b). Given that mus-

cle strength was significantly different between groups 

before simvastatin treatment, force was normalized to 

Fig. 1   Effect of simvastatin on 

hArg and GAA plasma con-

centrations in cerebrovascular 

patients. hArg (a) and GAA (b) 

levels in plasma of cerebrovas-

cular patients with (n = 212) and 

without (n = 60) statin treatment 

(*P < 0.05). Data are presented 

as box plot with 95% confidence 

interval
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values before simvastatin treatment. After normaliza-

tion, muscle strength revealed larger reduction in AGAT​
−/− mice compared with WT and GAMT−/− mice indi-

cating increased simvastatin-induced motor impairment 

(Fig. 4c). In rotarod analysis, increased latency to fall sug-

gested motor learning in WT and GAMT−/− mice 4 weeks 

after simvastatin treatment compared with AGAT​−/− mice, 

but did not reach statistical significance (Fig. 4d, e). Myo-

cyte diameters of EDL muscle normalized to untreated 

mice revealed a trend of decreased myocyte diameters in 

AGAT​−/− mice compared with GAMT−/− mice (Fig. 4f, 

g). Taken together, simvastatin treatment revealed an 

increased motor impairment in AGAT​−/− mice compared 

with WT and AGAT-overexpressing GAMT−/− mice. Both 

AGAT- and GAMT-deficient mice are devoid of Cr, but 

susceptibility to statin-induced myopathy is significantly 

different. This finding suggests an AGAT-dependent, 

but Cr-independent muscle impairment after simvastatin 

treatment.

Cr treatment attenuates motor impairment 
after simvastatin treatment

Simvastatin suppresses AGAT expression in mice and 

humans (Mangravite et al. 2013) and may therefore reduce 

AGAT-catalyzed synthesis of hArg and GAA and presum-

ably Cr, which is produced directly from GAA. Therefore, 

we tried to differentiate the effect of Cr and hArg in statin-

induced myopathy. Given the potential impact of AGAT 

expression itself, we performed Cr and hArg supplementa-

tion studies in the absence of AGAT using AGAT​−/− mice.

Fig. 2   Simvastatin-induced 

myopathy in WT mice. LDH 

plasma levels (a), CK plasma 

levels (b), myocyte diameters 

of extensor digitorum longus 

(EDL) muscle (c) and AGAT 

expression (d) in WT mice 

supplemented with 0 mg/

kg, 300 mg/kg or 900 mg/kg 

simvastatin to chow (*P < 0.05, 

**P < 0.01, n = 4–5 per group)
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AGAT​−/− mice were randomized to receive either placebo 

(i.e., no Cr) or 1% Cr added to chow (Fig. 5a). Previously, 

we have shown that this Cr dose is sufficient to normalize 

Cr-dependent effects in AGAT​−/− mice (Choe et al. 2013b; 

Nabuurs et al. 2013; Schmidt et al. 2004). After 4 weeks of 

simvastatin treatment, grip strength analysis revealed signifi-

cantly reduced force in both groups indicating statin-induced 

muscle impairment (Fig. 5b). Again, data were normalized 

to previously published values of AGAT​−/− mice with and 

without Cr undergoing identical tissue processing (Nabu-

urs et al. 2013). After normalization, simvastatin-induced 

motor impairment was attenuated in Cr-supplemented mice 

(Fig. 5c). We did not observe a difference in motor coordi-

nation assessed with rotarod (Fig. 5d). But corresponding 

to grip strength results, myocyte diameters of EDL muscle 

were less reduced in Cr-supplemented mice after simvasta-

tin treatment after normalization to untreated mice (Fig. 5e, 

Supplementary Figure 3). Therefore, Cr supplementation 

reduced statin-induced muscle impairment independent of 

AGAT expression.

E�ect of hArg supplementation on motor function 
and muscle atrophy after simvastatin treatment

Next we studied the potential effect of hArg on simvas-

tatin-induced muscle damage. To analyze the effect of 

hArg independent from AGAT expression and Cr, we used 

AGAT​−/− mice devoid of Cr and hArg. AGAT​−/− mice were 

randomized to receive either 0 mg/L or 14 mg/L hArg in 

drinking water (Fig. 6a). hArg supplementation resulted in a 

significant increase of hArg levels in plasma (Fig. 6b). Grip 

strength analysis did not reveal a significant effect of hArg 

treatment after simvastatin exposure (Fig. 6c). In rotarod 

analysis, we also did not observe a significant difference 

between both groups (Fig. 6d). Analysis of myocyte diam-

eters did not reveal a difference in soleus muscle of hArg 

supplemented mice compared with control (Fig. 6e). Taken 

together, we did not observe an effect of hArg supplementa-

tion on motor function or muscle atrophy in simvastatin-

induced myopathy.

Discussion

Statins reduce the risk of myocardial infarction, ischemic 

stroke and complications of cardiovascular disease. As 

inhibitors of 3-hydroxy-3-methylglutaryl coenzyme A 

(HMG-CoA) reductase, statins reduce low-density lipopro-

tein (LDL) cholesterol levels, which consequently reduce the 

risk of cardiovascular events. More intensive LDL-lowering 

therapy (e.g., higher statin doses) were associated with a 

greater risk reduction of total and cardiovascular mortal-

ity. Therefore, statins are one of the most widely prescribed 

drugs worldwide. Among adverse effects, muscle symptoms 

are the most common reason to discontinue statin treat-

ment (Newman et al. 2019). Therefore, statin associated 

Fig. 3   AGAT expression, 

plasma GAA and hArg levels in 

AGAT​−/−, WT and GAMT−/− 

mice. Relative protein expres-

sion of AGAT in kidney a, b, 

plasma levels of GAA (c) and 

hArg (d) in AGAT​−/−, WT and 

GAMT−/− mice. (*P < 0.05, 

**P < 0.01; ***P < 0.001; 

n = 5–6 per group)
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muscle symptoms are expected to affect millions of peo-

ple worldwide (Sathasivam and Lecky 2008). Discontinu-

ation of statin treatment has been proven to increase mor-

tality (Jackevicius et al. 2002). Despite tremendous effort, 

an effective prophylaxis to reduce muscle complaints has 

not been established yet. Although pharmacogenomics has 

revealed genes linked with statin associated side effects (e.g. 

SLCO1B1), selective targeting and modulation has not been 

possible so far (Patel et al. 2015). Recent findings suggested 

an association of AGAT gene with statin-induced myopathy 

in two independent cohorts (Mangravite et al. 2013). Espe-

cially AGAT transcript levels were associated with specific 

genetic variants. Furthermore, cell culture experiments also 

suggested that AGAT knockdown reduced the production of 

major structural proteins of LDL such as apolipoprotein B 

(Mangravite et al. 2013).

In cardiovascular patients, simvastatin administration sig-

nificantly reduced AGAT gene expression levels in lymph-

oblastoid cell lines derived from 480 subjects (Mangrav-

ite et al. 2013). Our data show that simvastatin treatment 

Fig. 4   Simvastatin-induced 

myopathy in AGAT​−/−, WT and 

GAMT−/− mice. a Schematic 

representation of study design. 

Absolute (b) and relative (c) 

grip strength of AGAT​−/−, WT 

and GAMT−/− mice before and 

after simvastatin supplementa-

tion (*P < 0.05, **P < 0.01, 

***P < 0.001, n = 5–6 per 

group). Absolute (d) and rela-

tive latency to fall (e) in rotarod 

analysis of AGAT​−/−, WT and 

GAMT−/− mice before and after 

simvastatin supplementation 

(P > 0.05, n = 5–6 per group). 

Absolute (f) and relative myo-

cyte diameter (g) of AGAT​−/−, 

WT and GAMT−/− mice before 

and after simvastatin supple-

mentation (P > 0.05, n = 5–6 per 

group)
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suppresses AGAT protein expression in mouse kidney, the 

main organ of AGAT expression and activity. Furthermore, 

GAA and hArg plasma concentrations in the mice of our 

study were also reduced potentially proving a functional 

suppression of AGAT expression/activity by simvastatin. 

Interestingly, in our cerebrovascular patients treated with 

statin we found lower GAA and hArg plasma levels than in 

statin-untreated patients suggesting reduced AGAT expres-

sion/activity in the patients under simvastatin medication. 

Furthermore, it is also worth mentioning that simvasta-

tin-associated muscle weakness was significantly less in 

GAMT−/− compared with AGAT​−/− mice. GAMT is the 

down-stream enzyme of AGAT and GAMT−/− mice reveal 

AGAT overexpression due to negative feed-back in the 

absence of Cr (Choe et al. 2013a). Although AGAT​−/− and 

GAMT−/− mice are both devoid of Cr, AGAT-deficient mice 

(AGAT​−/−) were more prone to simvastatin-induced mus-

cle impairment than AGAT-overexpressing (GAMT−/−) 

mice. This data might suggest an additional effect of AGAT 

expression itself or its other products, i.e. GAA or hArg.

Our data indicate that AGAT expression and Cr sup-

plementation attenuate statin-induced muscle dysfunction 

in mice independent of each other. That supplemented Cr 

confers protection from statin-induced myopathy mitigat-

ing muscle atrophy and motor impairment is not surpris-

ing for the following reasons. First, Cr and phosphocreatine 

together are found at concentrations of 20-30 mM in skeletal 

muscle and represent an essential energy buffer (Wyss and 

Kaddurah-Daouk 2000). Second, Cr-deficient mouse models 

revealed chronic activation of AMP-activated protein kinase, 

Fig. 5   Simvastatin-induced 

myopathy in AGAT​−/− mice 

with and without Cr sup-

plementation. a Schematic 

representation of study design. 

b Absolute and (c) relative grip 

strength in AGAT​−/− mice with 

and without Cr supplementation 

(**P < 0.01, n = 5–6). d, e Rep-

resentative histological staining 

of extensor digitorum longus 

(EDL) muscle (d) and normal-

ized myocyte diameter (e) of 

AGAT​−/− mice with creatine 

(AGAT​−/− Cr) and without Cr 

supplementation. (**P < 0.01, 

***P < 0.001, n = 5–6)
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increased glucose uptake, but ineffective mitochondrial 

energy metabolism in skeletal muscle (Nabuurs et al. 2013; 

Stockebrand et al. 2016, 2018). More specifically, ATP 

levels were decreased and inorganic phosphate levels were 

increased despite upregulated oxidative phosphorylation 

and increased mitochondrial volume in Cr-deficient mice 

(Nabuurs et al. 2013; Stockebrand et al. 2018). Recently, 

mitochondrial dysfunction, including inhibition of complex 

III was associated with statin-induced myalgia and myopa-

thy in humans suggesting a common underlying mechanism 

(Mallinson et al. 2015; Schirris et al. 2015). Of note, Cr 

supplementation reduced muscle symptoms (myalgia, weak-

ness, cramping) and CK elevation in patients with statin 

intolerance (Balestrino and Adriano 2018; Shewmon and 

Craig 2010).

Our data did not reveal an effect of hArg in the 

absence of AGAT expression in statin-induced myopathy. 

Epidemiological studies have shown that low hArg plasma 

levels are associated with increased all-cause mortality, 

cardiovascular events, fatal strokes and more severe neu-

rological deficits after stroke (Choe et al. 2013a; Marz 

et al. 2010; Pilz et al. 2011). Furthermore, hArg supple-

mentation proved beneficial in mouse models of experi-

mental stroke and post-myocardial heart failure (Atzler 

et al. 2017; Choe et al. 2013a). In addition to protective 

effects of supplemented hArg in cardiovascular disease 

and stroke, hArg is found in skeletal muscle at concentra-

tions twice as high as in adipose tissue (May et al. 2015). 

Furthermore, lower hArg levels were observed in patients 

with hereditary myopathy compared to healthy controls 

(Horster et al. 2015). Therefore, previously published data 

suggested a protective effect of hArg. Given that statins 

reduce AGAT expression in mice and lymphoblastoid 

human cell lines (Mangravite et al. 2013), we cannot rule 

Fig. 6   Simvastatin-induced 

myopathy in Cr-supplemented 

AGAT​−/− mice with and with-

out hArg treatment. a Schematic 

representation of study design. 

Comparison of hArg levels (b), 

grip strength measurements 

(c), representative histologi-

cal staining of soleus muscle 

(d) and normalized myocyte 

diameter (e) of AGAT​−/− mice 

with hArg (AGAT​−/− hArg) and 

without hArg supplementation. 

(***P < 0.001, n = 5–6)
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out that hArg confers protective effects in the presence of 

AGAT.

Recently, we have shown that oral supplementation with 

125 mg hArg in healthy subjects increased hArg levels and 

did not show any side effects in cardiovascular and neuro-

physiological measurements (Atzler et al. 2017; Schonhoff 

et al. 2018). In addition to human studies, oral administra-

tion of hArg in both rats and pigs was also safe (Hou et al. 

2016). Numerous studies with Cr supplementation have 

not shown any relevant complaints or restrictions (Writing 

Group for the NET-PD Investigators et al. 2015). Therefore, 

it seems reasonable and safe to supplement statin-medicated 

patients with Cr and perhaps also with hArg. Cr supplemen-

tation to patients under statin therapy is likely to compensate 

for the loss of Cr caused by statin-induced suppression of 

AGAT expression/activity. Similarly, hArg supplementation 

to patients under statin therapy could also compensate for 

the loss of hArg caused by statin-induced suppression of 

AGAT expression/activity. Yet, Cr itself is an inhibitor of 

AGAT expression/activity. Given the complexity and in part 

the unknown effects of hArg in the renal, cardiovascular 

and cerebrovascular systems, additional experimental and 

clinical studies are required to evaluate whether or not sup-

plementation with Cr and/or hArg is indeed beneficial to 

patients receiving statins.

In summary, our findings show that patients treated with 

simvastatin have lower plasma levels of GAA and hArg, 

presumably resulting from suppressed AGAT expression/

activity. In mice, we did not observe an effect of hArg sup-

plementation in simvastatin-induced myopathy, whereas 

Cr supplementation improved muscle phenotype. Further 

clinical trials and wildtype mice experiments are required to 

evaluate the association of AGAT expression/activity with 

statin-induced myopathy.
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Creatine serves as fast energy buffer in organs of high-energy demand such as brain and

skeletal muscle. L-Arginine:glycine amidinotransferase (AGAT) and guanidinoacetate

N-methyltransferase are responsible for endogenous creatine synthesis. Subsequent

uptake into target organs like skeletal muscle, heart and brain is mediated by the

creatine transporter (CT1, SLC6A8). Creatine deficiency syndromes are caused by

defects of endogenous creatine synthesis or transport and are mainly characterized

by intellectual disability, behavioral abnormalities, poorly developed muscle mass, and

in some cases also muscle weakness. CT1-deficiency is estimated to be among

the most common causes of X-linked intellectual disability and therefore the brain

phenotype was the main focus of recent research. Unfortunately, very limited data

concerning muscle creatine levels and functions are available from patients with

CT1 deficiency. Furthermore, different CT1-deficient mouse models yielded conflicting

results and detailed analyses of their muscular phenotype are lacking. Here, we report

the generation of a novel CT1-deficient mouse model and characterized the effects

of creatine depletion in skeletal muscle. HPLC-analysis showed strongly reduced

total creatine levels in skeletal muscle and heart. MR-spectroscopy revealed an

almost complete absence of phosphocreatine in skeletal muscle. Increased AGAT

expression in skeletal muscle was not sufficient to compensate for insufficient creatine

transport. CT1-deficient mice displayed profound impairment of skeletal muscle function

and morphology (i.e., reduced strength, reduced endurance, and muscle atrophy).

Furthermore, severely altered energy homeostasis was evident on magnetic resonance

spectroscopy. Strongly reduced phosphocreatine resulted in decreased ATP/Pi levels

despite an increased inorganic phosphate to ATP flux. Concerning glucose metabolism,

we show increased glucose transporter type 4 expression in muscle and improved

Frontiers in Physiology | www.frontiersin.org 1 June 2018 | Volume 9 | Article 773

https://www.frontiersin.org/journals/Physiology/
https://www.frontiersin.org/journals/physiology#editorial-board
https://www.frontiersin.org/journals/physiology#editorial-board
https://doi.org/10.3389/fphys.2018.00773
http://creativecommons.org/licenses/by/4.0/
https://doi.org/10.3389/fphys.2018.00773
http://crossmark.crossref.org/dialog/?doi=10.3389/fphys.2018.00773&domain=pdf&date_stamp=2018-06-22
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fphys.2018.00773/full
http://loop.frontiersin.org/people/542489/overview
http://loop.frontiersin.org/people/571300/overview
http://loop.frontiersin.org/people/546608/overview
http://loop.frontiersin.org/people/18516/overview
http://loop.frontiersin.org/people/574778/overview
http://loop.frontiersin.org/people/343790/overview
http://loop.frontiersin.org/people/543636/overview
https://www.frontiersin.org/journals/Physiology/
https://www.frontiersin.org/
https://www.frontiersin.org/journals/Physiology#articles


Stockebrand et al. Muscle Phenotype of Creatine Transporter-Deficient Mice

glucose clearance in CT1-deficient mice. These metabolic changes were associated

with activation of AMP-activated protein kinase – a central regulator of energy

homeostasis. In summary, creatine transporter deficiency resulted in a severe muscle

weakness and atrophy despite different compensatory mechanisms.

Keywords: creatine transporter, skeletal muscle, energy metabolism, in vivo magnetic spectroscopy,

L-arginine:glycine amidinotransferase (AGAT), guanidinoacetate N-methyltransferase (GAMT), glycine

amidinotransferase (GATM), Slc6a8

INTRODUCTION

Energy supply for muscle contraction is provided by
breakdown of adenosine triphosphate (ATP), which is
replenished continuously by anaerobic glycolysis or oxidative
phosphorylation. The (P)Cr system serves as rapid energy buffer
to maintain constant ATP levels and mediates subcellular high-
energy phosphate transfer. Therefore, high (P)Cr levels are found
in skeletal muscle in concentrations up to 20–40 mM (Wyss
and Kaddurah-Daouk, 2000). As non-enzymatic degradation of
creatine to creatinine takes place at a daily rate of 1.7% (Wyss and
Kaddurah-Daouk, 2000), the Cr pool has to be replenished via
dietary intake or endogenous Cr synthesis. AGAT (EC 2.1.4.1)
and GAMT (EC 2.1.1.2) are responsible for Cr synthesis from
arginine, glycine, and S-adenosyl-methionine, which mainly
takes place in kidney and liver. Subsequent uptake of Cr into
organs such as brain, heart, and muscle is mediated by the Cr
transporter (CT1, SLC6A8).

Defects of Cr synthesis or transport due to mutations
in AGAT, GAMT, or SLC6A8 (CT1) genes are associated
with Cr deficiency syndromes that affect brain and muscle
to various degrees (Stockler et al., 2007). Patients with
CT1 deficiency are especially prone to intellectual disability,
behavioral abnormalities and seizures. Mutations in SLC6A8
are relatively frequent and were found in up to 2% of cases
of X-linked intellectual disability (van de Kamp et al., 2014).
Slender habitus and poorly developed muscle mass are the
most striking anthropometric features of CT1 deficiency. Motor
dysfunction can affect CT1-deficient patients, with muscular
hypotonia in 10% and, less common, unspecific myopathic
symptoms (Mancini et al., 2005; Puusepp et al., 2010; van de
Kamp et al., 2014, 2015). Significant amounts of Cr were still
detectable in the skeletal muscle of examined patients and studied
knockout mice. However, a significant reduction of muscle Cr
was only visible in mouse models. The relatively preserved Cr
levels in skeletal muscle of CT1-deficient patients may possibly be
due to endogenous Cr synthesis, non-specific uptake or residual
activity of patients’ mutant CT1 (deGrauw et al., 2003; Pyne-
Geithman et al., 2004; Russell et al., 2014; Baroncelli et al.,
2016).

Abbreviations: AGAT, L-arginine:glycine amidinotransferase; AMPK, AMP-
activated protein kinase; Cr, creatine; CSA, cross-sectional area; CT1, creatine
transporter; GAMT, guanidinoacetate N-methyltransferase; GLUT4, glucose
transporter 4; kf, (pseudo-first order unidirectional) forward rate constant
(for Pi→ATP); MRS, magnetic resonance spectroscopy; PCr, phosphocreatine;
(P)Cr, either phosphocreatine or creatine; Pi, inorganic phosphate; PMEs,
phosphomonoesters.

We previously generated and characterized mouse models
with AGAT and GAMT deficiency (Schmidt et al., 2004; Choe
et al., 2013b). In addition to pronounced CNS and metabolic
phenotypes, these mice displayed impaired muscle strength
and muscle atrophy underlining the role of the (P)Cr system
in skeletal muscle (Torremans et al., 2005; Nabuurs et al.,
2013). Previous studies on CT1-deficient mouse models have
focused on the central nervous system. The muscle phenotype
has not yet been analyzed in detail and the preliminary
characterization generated conflicting results from different
models and methodological approaches (Skelton et al., 2011;
Russell et al., 2014; Baroncelli et al., 2016). Therefore, we
generated and characterized CT1-deficient mice with a focus
on muscle physiology. Our novel CT1-deficient mouse model
revealed (P)Cr deficiency in skeletal muscle associated with
impaired motor function and muscle atrophy, which is in
agreement with previous models (Russell et al., 2014; Baroncelli
et al., 2016). Magnetic resonance spectroscopy experiments were
performed to elucidate the high-energy phosphate metabolism
in skeletal muscle of CT1-deficient mice. Furthermore, glucose
metabolism, enzymes of creatine biosynthesis, and proteins of
oxidative phosphorylation were studied in skeletal muscle of
CT1-deficient mice to elucidate altered pathways.

MATERIALS AND METHODS

Ethics Statement
All animal procedures were conducted in accordance with
institutional and national guidelines and were approved by
the respective local animal ethics committees (Hamburg: 11/89
and 12/86, Nijmegen: RU-DEC2012-184). All experimental
procedures conformed with the Guide for the Care and
Use of Laboratory Animals published by the US National
Institutes of Health (NIH Publication No. 83-123, revised
1996) and were performed in accordance with the ARRIVE
guidelines. Mice used in this study were obtained from
heterozygous matings. CT1-deficient knockout (CT1−/y) mice
and controls were age- and sex-matched littermates. Mice (<5
per cage) were kept in standard cages under a 12–12 h light–
dark cycle, constant temperature, and humidity, and received
standard food and water ad libitum. Chow was essentially
Cr free (R/M-H, Ssniff), as previously shown (Schmidt et al.,
2004).

Generation of CT1-Deficient Mice
In brief, CT1-deficient knockout (CT1−/y) mice were generated
by injection of embryonic stem cells (ESCs) containing a targeted
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CT1 (Slc6a8) locus obtained from the NIH Knock-out Mouse
Program (KOMP, project CSD24513, Slc6a8tm1a(KOMP)Wtsi allele
in ES cell clone EPD0293_6_E05). The ESCs from the parental
line JM8A1.N3 (C57Bl/6N derived; Pettitt et al., 2009) had
been targeted with a targeting-vector (PRPGS00081_A_A09)
consisting of all 13 Slc6a exons with loxP sites flanking
exons 5–8 (Skarnes et al., 2011). The targeted allele contains
an insertion of a beta-galactosidase/lacZ reporter expression
cassette (L1L2_Bact_P) with a splice acceptor site in the intron
between exons 4 and 5, for the detection of Slc6a8 gene
expression. The ESC clone was expanded and microinjected
into C57BL/6J mouse blastocysts, which were then transferred
into pseudo-pregnant C57BL/6J females. Chimeric mice were
mated and gave rise to germ-line transmission of the disrupted
allele. Mice were backcrossed for several generations to
C57BL/6J genetic background with negative selection for
the Rd8 mutation in the F1 generation. Genomic DNA
from mouse-tail or ear biopsies was screened by multiplex
polymerase chain reaction (PCR) following standard protocols.
Sequencing of genomic PCR-products between exons 7 and
8 revealed absence of the 3′ loxP site from the conditional
Slc6a8tm1a(KOMP)Wtsi allele. Therefore, according to the KOMP
mutagenesis scheme, the correct description of the targeted,
non-conditional allele is Slc6a8tm1e(KOMP)Wtsi knock out first
allele.

cDNA Preparation and PCR
Disruption of the murine CT1 gene was confirmed by touch
down PCR of skeletal muscle cDNA using primers binding in
exons 7 and 9 (Figure 1B). Total RNA of knock-down and
wild-type mice was isolated using TRIzol reagent (Invitrogen)
according to the manufacturer’s instructions. DNase I treatment
was performed to remove genomic DNA. Onemicrogram of total
RNAwas used for random primed reverse transcription using the
First Strand cDNA Synthesis Kit (Thermo Scientific) according
to standard protocols. cDNAs were stored at −20◦C. Exon
spanning primers (forward: 5′-tcctggcactcatcaacag-3′, reverse: 5′-
atgaagccctccacacctac-3′) were taken from Ireland et al. (2009)
expecting a 250 bp PCR product in wild-type reaction. Touch
down PCR was performed using the following protocol:
annealing temperature was decreased in 12 steps from 60◦C by
0.5◦C to 54◦C followed by 25 cycles at 54◦C.

Rotarod Test
Mice had to walk on a turning, corrugated rod (3.2 cm in
diameter) (Acceler. Rotarod for mice, Jones & Roberts, TSE
308 systems, Bad Homburg, Germany). The rod was started to
rotate 5 s after the mice were placed onto it. Mice underwent
five trials with an inter-trial-interval (ITI) of 45 min, and
performed at slow, constant speed [i.e., 4 rotations per minute
(rpm)] for a maximum duration of 3 min. Trials 3–5 were
performed with the accelerating rod, starting with 4 rpm up to
40 rpm within 4 min, with a maximum duration of 10 min.
On the following day, a sixth trial was carried out with the
accelerating rod. The performance of the mice was evaluated
by scoring the latency to fall. Experiments were performed
blinded.

Pole Test
The animals were placed on top of a vertical 48.5 cm-long rod
made of rough wood with a diameter of 0.8 cm. To motivate
the mouse to climb down, nesting material of the home cage was
placed at the bottom of the pole. The mouse was placed with its
head facing upward and its four paws grasping the rod. The time
required by the mouse to reach the floor (maximum duration of
each trial was 80 s) was recorded. Each mouse had to perform
three consecutive trials with an ITI of 30 s. The ability of a mouse
to turn 180◦ and climb down with the head pointing downward
was evaluated. When the mouse turned, we recorded whether it
turned at the top (level 1, above 32 cm), at the middle (level 2,
between 32 and 16 cm), or at the bottom of the rod (level 3, below
16 cm). Experiments were performed blinded.

Grip Strength
Maximal grip force was measured using a grip strength meter
(TSE-Systems, Bad Homburg, Germany) as described previously
(Nabuurs et al., 2013). Within each group, the mean grip
force of each mouse was calculated from 15 appropriate trials.
Experiments were performed blinded.

Voluntary Running Wheel
Mice were provided with a vertical, ridged running wheel
(tierisch.de, Flensburg, Germany). The wheels were fixed in the
cage using magnets. Wheel rotation was monitored using a
magnetic read switch attached to a counter. Running distances
were calculated based on the number of rotations within 24 h and
the circumference of the running wheel (41.41 cm). Experiments
were performed blinded.

Muscle Histopathology
Muscle histology was performed as previously described
(Nabuurs et al., 2013). Briefly, mice were transcardially perfused
with 4% formaldehyde in PBS. For morphometry, commonly
stained slides for hematoxylin and eosin (H&E) were used.
Myocyte diameters and CSA were determined in multiple
transverse sections of muscle using ImageJ and calculated by
averaging the data of five images. Determination of myocyte
diameters was performed blinded.

In Vivo 1H MRI and 31P MRS
Male CT1+/y and CT1−/y mice, aged 120–180 days, were placed
in prone position in the magnet bore under anesthesia with
1–2% isoflurane in a 2:1 air/O2 mixture and maintained at
37 ± 1◦C using warm air under control of a rectal sensor
(Luxtron 712, Santa Clara, CA, United States). Breathing rate
(50–70/min) was monitored by a respiratory pad attached to
the chest. Measurements were performed on an 11.7T Biospec
Avance III small animal MR system (Bruker, Biospin, Germany).
The hind legs of mice were placed in a home-built 8 mm
diameter radiofrequency (RF) probe consisting of a 1H and
a 31P coil. Gradient-echo localizer MR images were obtained
in three orthogonal directions followed by localized magnetic
field shimming. Then a 2D gradient-echo image was obtained
of a 2 mm thick transversal slice, positioned at the largest
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CSA distal from the knee joint (FOV = 2 cm × 2 cm, matrix
size = 128 × 128, resolution = 0.156 mm × 0.156 mm,
TR = 100ms, TE = 6ms). Non-localized 31PMR spectra of the leg
(gastrocnemius/plantaris/soleus complex) were recorded using
an excitation block pulse of 100µs with a 45◦ flip angle, a 8012 Hz
sweep width, 4096 data points, 256 ms acquisition time, TR 5 s,
128 averages for CT1+/y and 400–512 averages for CT1−/y mice.
31P saturation transfer (ST) MRS experiments were performed to
derive the Pi→ATP (pseudo first order) forward rate constant kf
in the leg muscles (Nabuurs et al., 2010, 2013) using Gaussian
frequency selective saturation pulses (1000 points, duration
100 ms, selectivity ∼50 Hz) with pulse power optimization for
complete resonance saturation (∼370 rad/sec). Saturation was
applied at the γATP frequency and its mirror frequency around
the Pi peak using looped incremental saturation periods of 0.1,
0.2, 0.4, 0.6, 1.0, 1.5, and 3 s (Koretsky et al., 1985; Nabuurs et al.,
2010). Total TR was 5 s (2 s TR+ 3 s ST block) with 128 (CT1+/y)
or 512 (CT1−/y) averages.

From the single slice 2D-gradient echo MR images the muscle
CSA of the lower hind leg (mostly gastrocnemius-plantaris-
soleus) of CT1+/y (n = 5) and CT1−/y (n = 4) was determined
including a correction of the area occupied by bone (2 mm2).
From this corrected CSA and the βATP peak integral the ATP
tissue concentration in CT1−/y mice was estimated assuming
similar load of the RF coil by the hind legs of both mice and
a tissue [ATP] of 7.8 mM for CT1+/y mice (in ’t Zandt et al.,
2003; Nabuurs et al., 2013). The assessment of the integrals of
peaks and tissue pH from the PCr-Pi chemical shift in the 31P
MR spectra were done as described before (Nabuurs et al., 2010,
2013). From the PCr/ATP and Pi/ATP signal ratios we estimated
tissue levels of PCr and Pi after correction for T1 saturation.
For Pi a T1 of 1.95 s was applied (Nabuurs et al., 2010; Tyler
et al., 2010). T1 values, for PCr and βATP, derived from skeletal
muscle of 3 CT1+/y mice at 11.7T using inversion recovery, were
2.25 ± 0.118 and 0.656 ± 0.07 s, respectively. The muscle Pi →

ATP flux was obtained as the kf x [Pi] product (Nabuurs et al.,
2013).

Determination of Total Creatine
Total Cr levels were measured by HPLC from homogenized
samples with normalization to non-collagen protein, adapted
from Teerlink et al. (1993), as described previously (Zervou et al.,
2016).

Glucose Tolerance Tests
Mice were fasted for 14–16 h and intraperitoneally injected with
glucose (2 g per kg body weight). Blood glucose was measured
from tail capillary blood and collected at indicated times, as
previously described (Choe et al., 2013b). Experiments were
performed blinded.

Tissue Collection and Preparation
Animals were anesthetized with an intraperitoneal injection of
ketamine and xylazine or by 2–3% isoflurane in 100% oxygen.
Muscles were removed and flash frozen in liquid nitrogen. Lysates
were prepared in homogenization buffer containing phosphatase
inhibitors with disposable 1.5-mL pestles (VWR) and cleared by

centrifugation (Choe et al., 2013b). Protein concentrations were
determined using a BCATM protein assay (Thermo Scientific).

Western Blots
Equal amounts of cleared lysates (20–40 µg protein) were
separated by SDS-PAGE on precast gels (Invitrogen) and
transferred to nitrocellulose membrane. Antibodies against
AGAT (Santa Cruz), GAMT (Eurogentec), GLUT4 (Acris
Antibodies), Actin (Sigma Aldrich), UCP3 (Abcam), COX4 (Life
technologies), pAMPK, pACC, and AMPK (all Cell Signaling)
were used according to the manufacturers’ protocols. Enhanced
chemiluminescence (Luminata Crescendo, Millipore) signals
were detected with a luminescent image analyzer (LAS-4000,
FujiFilm). Total protein was measured with a laser scanner (FLA-
9000 with LPG filter, FujiFilm) on blot membranes stained with
Lava Purple (Fluorotechnics, Gel Company) according to the
manufacturer’s instructions. Signal quantification was performed
on non-saturated images using ImageJ software.

Statistical Analysis
Data are given as mean ± SEM. The following statistical tests
were applied: parametric t-test, one-way ANOVA or two-way
ANOVA followed by Newman–Keuls post hoc comparisons
(GraphPad Prism). All tests were two-tailed and the level of
significance was set at P < 0.05.

RESULTS

Reduced Creatine Levels in Skeletal
Muscle of CT1-Deficient Mice
Targeted disruption of the Slc6a8 gene in ESCs was employed
to prevent functional expression of CT1 protein (Figure 1A).
CT1−/y mice were born at the expected Mendelian ratio, were
viable and did not require any specific treatment for survival or
growth. In cDNA prepared from total RNA of skeletal muscle no
expression of the CT1 gene could be detected in CT1−/y mice
with gene specific PCR whereas a PCR product was observed
in CT1+/y mice (Figure 1B). HPLC-analysis revealed a 10-fold
reduction of Cr levels in heart and skeletal muscle, i.e., extensor
digitorum longus and soleus muscle (Table 1). Cerebral Cr levels
were also reduced, but only by about 70% (Table 1). No difference
of Cr levels was observed in kidney, which is the main organ
of endogenous Cr biosynthesis (Table 1). Expression of LacZ
revealed widespread activity of CT1 promoter in skeletal muscle
(Figures 1C,D). Thus, we successfully generated a CT1-deficient
mouse line for muscle phenotype analysis.

Cr Biosynthesis in Skeletal Muscle of
CT1-Deficient Mice
In rodents, only very low AGAT and GAMT activities were
found in skeletal muscle (Van Pilsum and Warhol, 1963; Daly,
1985). However, Cr deficiency has been shown to alter AGAT
protein expression. For example, GAMT-deficient mice display
compensatory upregulation of AGAT expression in kidney (Choe
et al., 2013a). Furthermore, AGAT expression in skeletal muscle
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FIGURE 1 | Generation and characterization of CT1-deficient mice. (A) The CT1 gene was disrupted by insertion of a SA-IRES-lacZ-neomycin cassette (tm1e allele).

(B) Total RNA prepared from muscle of CT1+/y and CT1−/y mice was reverse transcribed and then used for PCR amplification with primers specific for CT1

(expected band size: 250 bp). No amplification product for CT1 was observed in knockout mice. (C,D) Macroscopic (on a mm grid scale) and microscopic view of

hind limb muscle after LacZ staining indicating CT1 promoter activation.

TABLE 1 | HPLC-analysis of total creatine concentrations (mean ± SEM) in

CT1+/y and CT1−/y mice (n = 4 per tissue) (t-test, ∗∗∗P < 0.001).

Tissue Total creatine (nmol/mg protein)

CT1+/y CT1−/y

Heart 64.3 ± 6.6 4.5 ± 0.6∗∗∗

Brain 72.6 ± 9.5 22.5 ± 1.1∗∗∗

Skeletal muscle (extensor digitorum longus) 131.9 ± 6.7 16.1 ± 5.3∗∗∗

Skeletal muscle (soleus) 137.3 ± 9.9 15.7 ± 3.8∗∗∗

Kidney 12.3 ± 1.9 11.9 ± 3.8

was increased in another mouse model of CT1 deficiency
(Russell et al., 2014). Therefore, we studied AGAT and GAMT
protein expression in CT1-deficient mice for putative adaptive
changes. Quantitative western blot analysis revealed significant
upregulation of AGAT expression in kidney and skeletal muscle
of CT1−/y mice compared to wild-type mice (Figures 2A,B).
Furthermore, well-detectable GAMT expression was unaltered
in skeletal muscle of CT1−/y mice, whereas GAMT expression
in liver was even reduced in CT1−/y mice compared with
CT1+/y mice (Figures 2C,D). However, despite the strong

upregulation of AGAT protein expression, our data revealed
pronounced reduction of Cr in skeletal muscle of CT1−/y mice.
Thus, increased AGAT expression in skeletal muscle does not
compensate for the deficiency in skeletal muscle in CT1−/y mice.

CT1-Deficient Mice Reveal Reduced
Weight, Length, and Body Mass Index
L-Arginine:glycine amidinotransferase and GAMT deficiency in
transgenic mice leads to Cr-dependent failure to thrive with
reduced body weight and length (Schmidt et al., 2004; Choe
et al., 2013b). Similarly, CT1−/y mice were lean, short, and
had a markedly reduced body mass index (BMI) compared
with CT1+/y littermates (Figures 3A–D). CT1−/y mice showed
consistently lower body weight as early as from the age of 5 weeks
(Figure 3E). Overall, CT1−/y mice displayed morphometric
alterations indicative of severely impaired whole-body energy
homeostasis.

Impaired Motor Behavior in
CT1-Deficient Mice
Creatine transporter-deficient mice displayed reduced body
tension and severe kyphoscoliosis, suggesting pronounced
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FIGURE 2 | L-Arginine:glycine amidinotransferase and GAMT expression. Relative quantification of AGAT protein levels in kidney (A) and muscle (B) of CT1−/y mice

(n = 5–6). Relative quantification of GAMT protein levels in liver (C) and muscle (D) of CT1−/y mice (n = 6). Tissue samples of AGAT−/− and GAMT−/− mice to verify

antibody specificity (∗P < 0.05; ∗∗∗P < 0.001).

muscle weakness and chronic muscular hypotonia. Therefore,
we analyzed muscle function and motor behavior in detail.
Grip strength of CT1−/y mice was severely reduced to about
15% of that of CT1+/y littermates (grip strength: CT1+/y

1.63 ± 0.05 mN, CT1−/y 0.25 ± 0.01 mN, n = 9–15,
Figure 4A). In the rotarod test, latency to fall did not differ

between the two groups in the first trial. However, CT1+/y

littermates showed motor learning and increased performance
during subsequent trials, whereas CT1−/y mice remained at a
constantly low level (Figure 4B). During the pole test, CT1−/y

mice were not capable of turning upside down, whereas normal
performance was observed in almost all CT1+/y littermates
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FIGURE 3 | Morphometric parameters of CT1-deficient mice. Representative body morphology (A), snout-anus length (B), weight (C), and BMI (D) of 15-week-old

CT1+/y and CT1−/y male littermates (n = 5–6). (E) Body weight development in male animals until 15 weeks of age (n = 9–15) (∗∗P < 0.01; ∗∗∗P < 0.001).

(turning: CT1+/y: 8/9 mice, CT1−/y: 0/13 mice, Figure 4C).
In addition to strength, motor learning, and coordination, we
analyzed running endurance using an adapted voluntary wheel-
running system (De Bono et al., 2006). In contrast to CT1+/y

mice, the running distance of CT1−/y mice was dramatically
reduced (running distance: CT1+/y 8.41 ± 0.85 km/day, CT1−/y

1.99 ± 0.26 km/day, average of days 15–29, Figure 4D).
Taken together, CT1−/y mice displayed a motor phenotype
characterized by severe muscular hypotonia and kyphoscoliosis,
reduced muscle strength and low running endurance.

Muscle Atrophy in CT1-Deficient Mice
We analyzed the underlying cause of impaired motor function
of CT1−/y mice at MRI and histological levels. MRI of the hind
leg revealed reduced muscle CSAs in CT1−/y mice (CT1+/y

83.9± 3.0 mm2,CT1−/y 51.0± 3.0 mm2, n = 4–5, Figures 5A,B).

We then performed muscle histology to look if potential cell loss
or atrophy explains reduced muscle size. Single fiber atrophy
was detected in the extensor digitorum longus muscle, where
quantitative analysis revealed reduced myocyte CSAs in CT1−/y

mice compared with CT1+/y mice (CT1+/y 1466 ± 171.4 µm2,
CT1−/y 524.6 ± 22.86 µm2, n = 3, Figures 5C,D). Given
that CT1−/y mice have severe thoracolumbar kyphosis and
reduced muscle force during grip strength testing, both muscle
dysfunction and atrophy are likely to be present in all major
muscle groups.

CT1 Deficiency Improves Glucose
Tolerance
In a previous study, we detected a pronounced metabolic
phenotype in Cr-deficient AGAT−/− mice that was characterized
by improved glucose tolerance and resistance to diet-induced
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FIGURE 4 | Motor and behavioral phenotype of CT1-deficient mice. Grip strength (A), rotarod performance (B), successful turning in pole test (C), and voluntary

running distance (D) of CT1+/y and CT1−/y male littermates (n = 9–15) (∗P < 0.05; ∗∗P < 0.01; ∗∗∗P < 0.001).

obesity (Choe et al., 2013b). Reduced body weight and altered
muscle physiology suggested similar metabolic alterations in
CT1−/y mice. Indeed, fasted and fed blood glucose levels
in CT1−/y mice were significantly decreased (fasted: CT1+/y

128.4 ± 4.67 mg/dl, CT1−/y 71.13 ± 3.14 mg/dl, fed: CT1+/y

152.3 ± 8.11 mg/dl, CT1−/y 122.9 ± 6.08 mg/dl, Figures 6A,B).
Furthermore, glucose tolerance tests revealed faster glucose
clearance in CT1−/y mice compared to CT1+/y mice after
normalization to fasted blood glucose levels (Figure 6C). As a
large proportion of glucose is taken up into skeletal muscle,
we analyzed the steady-state levels of glucose transporter
protein type 4 in skeletal muscle. Quantitative western blot
analysis revealed significantly increased GLUT4 levels in CT1−/y

mice (Figure 6D), which explains faster glucose clearance.
In addition, we detected reduced expression levels of UCP3
and a trend toward increased COX4 expression indicating
facilitated oxidative phosphorylation (Figure 6D). Furthermore,
citrate synthase activity – a measure of mitochondrial mass –
was significantly increased in extensor digitorum longus and
soleus muscle (Figure 6E). These findings suggest mitochondrial
content is increased to accelerate energy production to meet
increased energy demand. Given the imbalance between energy
demand and production, we looked for the activation of AMPK,
a key metabolic energy sensor and switch. Similar to GAMT

and AGAT mice, AMPK activation, as measured by phospho-
AMPK (pAMPK) or phosphorylated substrate (pACC) levels,
was increased in CT1−/y mice indicating a chronic catabolic
state, possibly resulting from energy deficiency, in skeletal muscle
(Figure 6F).

Reduced Phosphocreatine Levels and
Altered Muscle Energy Metabolism in
CT1-Deficient Mice
Our data indicate profound metabolic changes in muscle of CT1-
deficient mice. Therefore, we used muscle 31P MR spectroscopy
to obtain functional data on high energy phosphate turnover.
CT1−/y mice demonstrated a strong reduction of PCr in skeletal
muscle (Figure 7A). The PCr/Pi ratio was significantly reduced in
CT1−/y mice compared with CT1+/y mice (CT1+/y: 12.2 ± 0.7,
CT1−/y: 0.09 ± 0.02, P < 0.001, Figure 7B). Estimation of
PCr tissue concentrations in skeletal muscle revealed a 40-fold
reduction in CT1−/y mice (CT1+/y: 25.4 ± 0.1 mM, CT1−/y:
0.6 ± 0.1 mM, P < 0.001). In contrast to this decrease, the
Pi tissue concentration in skeletal muscle of CT1−/y mice
was increased threefold (CT1+/y: 2.16 ± 0.22 mM, CT1−/y:
6.6 ± 0.3 mM, P < 0.001). Furthermore, we determined whether
ATP levels were decreased in the hind limb of CT1−/y mice by
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FIGURE 5 | Muscle morphology and histology of CT1-deficient mice. (A) MR images for gross morphological analysis of hind limb muscles. (B) Cross-sectional area

of hind limb muscle (n = 4–5, ∗∗∗P < 0.001) determined by MRI. (C) Representative histological staining of extensor digitorum longus muscle. (D) Myocyte diameter

of extensor digitorum longus muscle (n = 3, ∗∗P < 0.01).

evaluating the signal intensity of ATP relative to the muscle CSA
(Nabuurs et al., 2013). Assuming a tissue concentration of 7.8mM
in wild-type skeletal muscle (in ’t Zandt et al., 2003), the ATP
concentration in CT1−/y hind limb muscle was estimated to be
4.2± 1.2 mM and therefore decreased by more than 40%. ATP/Pi
ratios were significantly reduced in CT1−/y mice, indicating
abnormal energy metabolism by contributing to a decreased
resting state phosphorylation potential due to the depletion of
PCr stores (CT1+/y: 3.87 ± 0.16, CT1−/y: 0.77 ± 0.06, P < 0.001,
Figures 7C–E). The calculated in vivo tissue pH was unaltered
between CT1+/y and CT1−/y mice. Next, we assessed kinetics of
ATP synthase in resting skeletal muscle from ST experiments.
The forward rate kf of ATP synthases in skeletal muscle of
CT1−/y mice was increased compared with CT1+/y mice, but
did not reach statistical significance (CT1+/y: 0.20 ± 0.04 s−1,
CT1−/y: 0.25 ± 0.05 s−1, P = 0.13) (Figure 7F). The trend
toward increased kf of ATP synthase in CT1−/y mice indicates
increased total cytosolic and mitochondrial ATP synthetase
activity. Given the increased Pi tissue concentration in CT1−/y

mice, the Pi→ATP flux is increased in CT1−/y mice compared
with CT1+/y mice (CT1+/y: 0.43 ± 0.08 mM s−1, CT1−/y:

1.6 ± 0.3 mM s−1, P < 0.001) (Figure 7G). But, increased
Pi→ATP flux as a parameter of total ATP synthase activity at
rest is not sufficient to compensate for reduced ATP levels in
the absence of PCr. Taken together, changes in muscle function
and morphology of CT1−/y mice were associated with marked
alterations in energy metabolism, emphasizing the critical role of
CT1 in muscle physiology.

DISCUSSION

Our study revealed that CT1-deficient mice have a strongly
reduced skeletal muscle (P)Cr, an impaired motor function
with severe muscle atrophy, and increased glucose metabolism
due to AMPK activation. Major clinical problems in CT1-
deficient patients include behavioral abnormalities, seizures,
and intellectual impairment (Stockler et al., 2007). Therefore,
previous research was mainly focused on the effects of Cr
depletion in brain. In all available Cr-deficient mouse models,
however, pronounced muscular phenotypes were observed
(Schmidt et al., 2004; Nabuurs et al., 2013; Baroncelli et al., 2014;
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FIGURE 6 | Glucose metabolism and protein expression. (A,B) Fasted and fed blood glucose levels in CT1+/y and CT1−/y mice. (C) Glucose tolerance test

normalized to fasted blood glucose levels (n = 8–9). (D) Relative protein expression of muscle GLUT4, UCP3, and COX4 (n = 6). (E) Citrate synthase activity in

extensor digitorum longus (left) and soleus (right) muscle (n = 4–5). (F) Protein levels of pAMPK, pACC, and AMPK in muscle tissue (n = 6–8) (∗P < 0.05; ∗∗P < 0.01;
∗∗∗P < 0.001).

Russell et al., 2014). Here, we demonstrate strongly reduced
PCr levels in skeletal muscle of CT1-deficient mice resulting in
chronic energy depletion with increased resting Pi/ATP ratios.
Muscle physiology, metabolism, and morphology were severely

affected in CT1-deficient mice resulting in muscular atrophy and
thoracolumbar scoliosis.

Following synthesis in liver and kidney, Cr delivery to its
target organs such as muscle and brain is dependent on active
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FIGURE 7 | Muscle energy metabolism. (A) Representative 31P MR spectra of hind limb muscle in CT1+/y and CT1−/y mice (PCr, phosphocreatine; Pi, inorganic

phosphate; PMEs, phosphomonoesters; ppm, parts per million). (B) PCr/Pi ratios in CT1+/y and CT1−/y mice measured with 31P MR spectroscopy (n = 4–5). (C,D)

Saturation transfer 31P MRS experiments on hind limb muscle of CT1+/y (A) and CT1−/y mice (B) to assess the Pi→ATP kinetics. The γATP peak is saturated (b)

and this saturation is transferred to the PCr and Pi peaks due to the creatine kinase and ATPase activity (subtraction spectra c = a minus b). This effect was used to

calculate the forward rate constant kf. ATP to free phosphate ratios (ATP/Pi) (E), kf values (F), and phosphate (Pi→ATP) flux (G) of hind limb muscle in CT1+/y and

CT1−/y mice assessed with MR spectroscopy (n = 4–5) (∗∗P < 0.01; ∗∗∗P < 0.001).

transporters. To date, only CT1 encoded by SLC6A8 has been
identified as effective Cr transporter across cell membranes
(Abplanalp et al., 2013; van de Kamp et al., 2014). Consequently,

impaired CT1 activity has been associated with reduced cerebral
and muscular Cr levels (deGrauw et al., 2003; van de Kamp et al.,
2013). Here, we show that CT1 deficiency leads to markedly
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reduced Cr levels detected by HPLC-analysis and even stronger
reduced PCr levels with in vivo 31P MR spectroscopy in skeletal
muscle (Figures 1, 7). In previous studies on muscle of CT1-
deficient mice, however, residual Cr was reported from below
detection limit up to 23 or 36% of wild-type levels (Skelton et al.,
2011; Russell et al., 2014; Baroncelli et al., 2016). In addition,
two case studies on CT1-deficient patients showed almost normal
levels of Cr in skeletal muscle (deGrauw et al., 2003; Pyne-
Geithman et al., 2004). These discrepancies in muscular Cr
content might be explained by residual CT1 activity in affected
human patients (depending on the molecular nature of the
mutation) or by mouse strain differences. The differences in
Cr levels might also be due to specific detection techniques.
Photometric assays can be unspecific and overestimate Cr values
(Skelton et al., 2011; Russell et al., 2014).

An alternative explanation for residual Cr levels in muscle
and brain of CT1-deficient animals as well as patients might be
endogenous Cr synthesis. Under healthy or normal physiological
conditions, AGAT levels are low in skeletal muscle (Figure 2).
Cr synthesis is thought to take place almost exclusively in liver
and kidney, with a minor contribution from pancreas (Wyss
and Kaddurah-Daouk, 2000; Brosnan and Brosnan, 2010; da
Silva et al., 2014). However, AGAT expression is regulated by Cr
availability in a negative feedback loop (Choe et al., 2013a; Russell
et al., 2014). Indeed, we detected increased AGAT expression in
skeletal muscle following intracellular Cr depletion due to CT1
deficiency (Figure 2). As PCr levels remained low despite GAMT
and increased AGAT expression, endogenous Cr synthesis in
muscle was insufficient to compensate for CT1 deficiency in our
mouse model. Thus, CT1 deficiency in mice induces a strong
decrease in Cr in muscle, despite compensatory upregulation of
enzymes involved in Cr synthesis.

Skeletal muscle contains Cr in concentrations of up to 40 mM.
Accordingly, muscle physiology was severely affected in Cr-
deficient CT1−/y mice. Reduced muscle force and endurance
as well as pronounced kyphoscoliosis demonstrate generalized
impairment of muscle function (Figure 5). These functional
alterations were accompanied by structural changes such as
a reduction in muscle and myocyte diameter, which is in
line with reports describing a close correlation of muscle
diameter and contractile power (Maughan et al., 1983a,b).
Absolute numbers of myocytes were not quantified, but similar
reductions in muscle and myocyte diameters do not suggest
a reduction in the overall number of myocytes. A reduced
myocyte diameter can be explained by Cr deficiency itself and by
chronic energy depletion and involvement of catabolic pathways
including AMPK activation. Previous studies on AGAT-
and GAMT-deficient mice showed ultrastructural changes in
muscle histology, including lipid droplets around mitochondria
(Schmidt et al., 2004; Nabuurs et al., 2013). Also AGAT-
deficient muscle displayed a transcriptomic signature resembling
a transcriptional response known as the mitochondrial unfolded
protein response (Stockebrand et al., 2016; Shpilka and
Haynes, 2018). Neither ultrastructural analysis of skeletal muscle
nor transcriptomic analyses have been performed in CT1-
deficient mice yet, but similar processes are likely to be
involved.

Motor behavior in CT1-deficient mice was impaired not
only in terms of muscle force but also wheel running
distance and motor learning (Figure 5). Reduced wheel running
might partly be explained by low muscle force, but also by
deficient energy stores and impaired oxidative phosphorylation
(see below). During rotarod testing for motor learning and
coordination, performance during the first trial did not differ
from CT1+/y mice because low body weight might compensate
for reduced muscle strength. However, unlike CT1+/y mice, the
performance of CT1−/y mice did not improve during subsequent
trials indicating not only peripheral muscular but also CNS
contribution to the motor phenotype.

Severely altered structure and function of skeletal muscle were
also observed in Cr-deficient AGAT knockout mice, whereas
GAMT knockout mice displayed a milder muscular phenotype
most likely due to high levels of guanidinoacetate that, although
being a weak substrate for creatine kinase, can be phosphorylated
and partly substitute for Cr (Schulze et al., 2003; Ensenauer
et al., 2004; Kan et al., 2004). Some muscle properties derived
from 31P MRS data show strikingly similar differences with
WT between AGAT and CT1 knockouts: in both PCr was
dramatically reduced with a concomitant decrease of ATP by
40%. This resulted in ametabolic remodeling including a fourfold
increased Pi/ATP at an unchanged tissue pH (Nabuurs et al.,
2013). The observed stronger reduction in PCr (40-fold) than
in total Cr (10-fold) would be in agreement with a creatine
kinase equilibrium shift due to the lower ATP level. Apparently,
despite increased Pi→ATP flux the muscles of CT1−/y mice
cannot maintain normal ATP levels, even in the resting state.
Reduced ATP and increased Pi levels result in chronic AMPK
activation indicating a catabolic state favoring energy production.
Accordingly, mitochondrial volume is increased and oxidative
phosphorylation is accelerated, but not sufficient to normalize
ATP levels. In line with these findings, creatine-deficient muscle
in AGAT−/− mice revealed increased absolute mitochondrial
mass, but decreased respiratory chain enzyme activities per
mitochondrial content (i.e., citrate synthase activity) (Nabuurs
et al., 2013).

Both functional (reduction in grip strength: 70% for
AGAT−/− vs. 85% in CT1−/y) and structural changes (reduction
in myocyte diameter: 35% for AGAT−/− vs. 65% in CT1−/y)
were even more pronounced in CT1−/y mice compared with
AGAT−/− mice (Figures 4A, 5D) (Nabuurs et al., 2013). PCr
levels in adult mice measured by MRS were low both in
AGAT−/− and CT1−/y mice and cannot explain the differences.
However, it has to be considered that mice from both lines
were exposed to high maternal Cr levels during pregnancy and
lactation. In AGAT−/− mice, Cr can be taken up into the target
organs by CT1 and may compensate for deficient endogenous
Cr synthesis to a certain extent. In CT1 deficiency, a lack of
functional Cr transporters prevents normalization of Cr stores
in muscle, even following high serum Cr levels throughout
intrauterine and postnatal development. Hence, intracellular Cr
deficiency during early development seems to play a critical role
for the outcome of genetic Cr deficiency.

Cerebral creatine deficiency in mice resulted in cognitive
impairment and neuropathological abnormalities, which might
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also contribute to the muscle phenotype of systemic CT1-
deficient mice (Kurosawa et al., 2012; Baroncelli et al., 2016).
But skeletal muscle of mouse models deficient in muscle creatine
kinase lacked burst activity, revealed altered intracellular calcium
release and increased fatigue with tetanic stimulation (van
Deursen et al., 1993; Steeghs et al., 1997, 1998; Dahlstedt et al.,
2000). In the absence of PCr/Cr buffering, in vivoMRS studies of
muscle energetics revealed that ATP levels, pH and Pi levels could
not be maintained during ischemic conditions despite increased
glycolytic ATP synthesis (in ’t Zandt et al., 1999, 2003; Nabuurs
et al., 2013). Therefore, creatine deficiency in skeletal muscle per
se impairs energy metabolism and motor function independent
of neuronal dysfunction.

Limitations of our study are that we cannot rule out that
developmental alterations are also responsible for impaired
motor function. Given that mice with CT1 deficiency revealed
age-related progressive cognitive impairment associated with
brain aging, motor behavior could also be altered due
to developmental disturbances (Baroncelli et al., 2016).
Furthermore, in our systemic CT1-deficient mouse models,
we are unable to clearly differentiate neuronal and muscular
contributions to motor function. Given that brain-specific CT1
deficiency in mice recapitulates some metabolic and cognitive
characteristics, a contribution of neuronal creatine deficiency
to motor function is possible (Kurosawa et al., 2012; Baroncelli
et al., 2016). But other mouse models with disrupted PCr/Cr
buffering (i.e., deficiency of AGAT, cytosolic or mitochondrial
creatine kinase) clearly link muscle creatine deficiency with
motor dysfunction.

Although cognitive impairment and developmental delay are
the hallmarks of human Cr deficiency syndromes, muscular
hypotonia and myopathy were also described in patients with
AGAT, GAMT, and CT1 deficiency (Stockler et al., 1996; Anselm
et al., 2006; Nouioua et al., 2013). The overt muscular phenotype
in Cr-deficient mouse models, however, has not been observed
in humans. In contrast to mice, human patients still ingest
Cr via their normal diet. However, oral Cr supplementation is
only feasible in AGAT and GAMT deficiency, but proved to be
ineffective in CT1 deficiency (Stockler et al., 2007). Expression of
AGAT is upregulated in muscle of CT1-deficient mice (Figure 2).
It is possible that this compensatory mechanism is sufficient
to maintain endogenous Cr synthesis in human patients. To
our knowledge, AGAT and GAMT expression in patients has
not yet been directly assessed, for example by muscle biopsy.
Although impaired skeletal muscle function does not seem to be a

critical symptom inmost CT1-deficient patients, low intracellular
PCr/Cr energy stores might further compromise muscle function
and increase the risk of muscle damage in situations of metabolic
stress such as infections or intensified exercise in CT1-deficient
patients. In summary, CT1 deficiency results in reduced levels
of high energy phosphates (PCr, ATP), muscle weakness and
atrophy, despite compensatory mechanisms of creatine and ATP
biosynthesis.
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3 Zusammenfassung 

Statine hemmen die Cholesterolbiosynthese, reduzieren das kardiovaskuläre Risiko und sind Mittel der 
ersten Wahl bei koronarer Herzkrankheit. Statin-induzierte Muskelbeschwerden sind eine häufige 
unerwünschte Arzneimittelwirkung und können zum Abbruch Therapie führen. Vorarbeiten deuten 
auf einen Zusammenhang der L-Arginin:Glycin-Amidinotransferase (AGAT)-Aktivität und Statin-
induzierten Muskelsymptomen hin. Die AGAT katalysiert die Synthese L-Homoarginin (hArg) und 
Guanidinoacetat (GAA). GAA wird von der GAMT zur endogenen Cr Synthese verwendet. Ziel dieser 
Studie war es, ein Mausmodell für Simvastatin-induzierte Myopathien zu etablieren und den 
modulierenden Einfluss der AGAT und seinen Produkten hArg und Cr im Hinblick auf Myopathien zu 
untersuchen.  

In einer Dosisfindungs-Kohorte wurden WT C57BL6/J Mäuse mit oralem Simvastatin behandelt und 
anschließend mit AGAT und GAMT-Knockout Tieren verglichen. Abschließend wurde der Einfluss von 
Cr und hArg untersucht.  

In cerebrovaskulären Patienten konnten wir verminderte GAA und hArg Blutkonzentrationen als 
Hinweis auf eine verminderte AGAT Expression und/oder Aktivität unter Statintherapie nachgewiesen. 
WT Mäuse unter Simvastatin-Therapie zeigten eine Reduktion der Muskulatur(EDL Durchmesser: 
34,09±2,3 µm in der Kontrollgruppe, 25,46±2,82 µm in der 900 mg/kg Statin-Gruppe),  verminderte 
AGAT Expression sowie reduzierte GAA und hArg Konzentrationen. Im Vergleich zwischen AGAT KO 
(AGAT-/-) und AGAT überexprimierenden GAMT KO-Mäusen waren die Statin-Effekte in GAMT Tieren 
signifikant geringer ausgeprägt, was auf einen Cr unabhängigen Mechanismus hindeutet. Andererseits 
war die funktionelle Muskelleistung von AGAT-/- Mäusen unter Cr im Vergleich zu nicht substituierten 
Tieren höher. hArg-Substitution hatte keinen Effekt auf Statin-induzierte Myopathien in AGAT-/- 
Mäusen.  

Unsere Ergebnisse deuten auf einen komplexen Mechanismus zwischen AGAT Expression/Aktivität 
und AGAT Produkten auf Statin-induzierte Myopathien hin. Weitere klinische und tierexperimentelle 
Studien sind notwendig, um den zugrundeliegenden Mechanismus aufzuklären und den Nutzen einer 
Cr-, hArg- oder GAA-Supplementierung zur Prophylaxe von Statin-induzierten Myopathien zu 
evaluieren.  
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4 Summary 

Statin induced muscle complaints are the most common side effect of statins and lead to the highest 
number of drug discontinuation. However, non-compliance increases cardiovascular risk, morbidity 
and mortality. Recent evidence suggests a link between AGAT activity and statin induced muscle 
complaints. AGAT catalyses the formation of l-homoarginine and GAA mainly in the kidney. GAA is 
subsequently used as a substrate for creatine formation, catalysed by GAMT. Our study aimed to 
establish a mouse model of simvastatin induced myopathy and to investigate the effect of AGAT and 
its products hArg and Cr on statin induced myopathy.  

In a dose finding cohort, WT C57BL6/J mice were supplemented with simvastatin. Subsequently AGAT 
and GAMT KO mice were compared with WT mice. Eventually the effect of Cr and hArg 
supplementation was tested.  

In our clinical cohort of cerebrovascular patients decreased GAA and hArg levels indicated reduced 
AGAT activity and/or expression. In WT mice, simvastatin exposure led to myopathic changes in muscle 
histology and function (EDL diameter: 34,09±1,33 µm in CTRL vs 25,46±1,26 µm in 900 mg/kg statin-
group). In addition, AGAT expression as well as hArg and GAA levels were reduced. In AGAT 
overexpressing GAMT KO mice statin induced motor impairment was reduced, indicating a Cr 
independent effect. On the other hand functional muscle performance in AGAT mice was superior 
under Cr supplementation. hArg supplementation had no effect on statin induced myopathy in AGAT 
KO mice. 

Our results suggest a complex mechanism between AGAT expression and/or activity and its products 
in statin induced myopathy. Therefore, further clinical pharmacological and animal studies are needed 
to investigate the underlying mechanisms and to evaluate whether Cr, hArg or GAA supplementation 
may be helpful as prophylaxis for statin induced myopathy. 
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